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Régulation et conséquences fonctionnelles de la SUMOylation à la synapse  
 
Résumé  
 
Les modifications post-traductionnelles sont essentielles à la régulation des fonctions protéiques et, par conséquent, au 
maintien de l’intégrité́ cellulaire. Ces modifications interviennent à tous les niveaux de la communication neuronale. Lors 
de mon doctorat, j’ai étudié́ l’une de ces modifications, la SUMOylation. Elle consiste en la conjugaison enzymatique 
covalente mais réversible, de la protéine SUMO (Small Ubiquitin-like MOdifier) sur des résidus lysine spécifiques de 
protéines cibles. Au cours des dix dernières années, la SUMOylation est apparue comme un régulateur important de la 
fonction neuronale, jouant un rôle dans le développement du cerveau, l'excitabilité neuronale, la transmission et la 
plasticité synaptique. Il existe par ailleurs une balance entre l’état SUMOylé et déSUMOylé des protéines cérébrales, 
permettant une régulation fonctionnelle à la fois dans le temps et dans l’espace. Il est important de noter que les 
altérations du processus d'homéostasie de la SUMOylation sont associées à une variété de troubles cérébraux. Pour mieux 
comprendre les fonctions synaptiques de la SUMOylation, il est donc essentiel d’identifier les protéines de la synapse 
modifiées par SUMO ainsi que de déterminer les mécanismes qui y régulent la balance SUMO/déSUMOylation. 
Cependant, les mécanismes de régulation restent à élucider et le répertoire disponible des substrats SUMO identifiés au 
niveau des synapses est encore extrêmement limité. Mon travail de thèse a donc été découpé en deux axes : l’étude de 
la régulation synaptique de la balance SUMOylation/déSUMOylation et l’identification et la caractérisation d’un 
SUMOylome à la synapse.  

La balance SUMOylation/désSUMOylation est maintenue par l'action coordonnée de la seule enzyme de 
conjugaison SUMO, Ubc9, et des enzymes de déSUMOylation appelées SENP. Nous avons dans un premier 
temps démontré qu'une activation brève des récepteurs métabotropique du glutamate mGlu5R piège 
transitoirement Ubc9 aux post-synapses, ce qui entraîne une augmentation rapide de la SUMOylation 
synaptique globale et des changements dans l'excitabilité neuronale. Une activation prolongée des récepteurs 
mGlu5R entraîne une accumulation post-synaptique de SENP1 et une diminution de la SUMOylation 
synaptique. Étant donné que les deux processus sont contrôlés par l'activation des récepteurs mGlu5R mais 
sur des échelles de temps différentes, d'autres mécanismes doivent coexister pour réguler cet équilibre au 
niveau des synapses. En utilisant une combinaison d'imagerie en temps réel et d'approches biochimiques et 
pharmacologiques, nous avons montré une régulation bidirectionnelle de la déSUMOylation synaptique par les 
mGluRs du groupe I (mGluR1 et 5) et mis en évidence un rôle de l'activation des kinases PKC et CaMKII ainsi 
que la polymérisation des microtubules dans la redistribution synaptique de SENP1.  
En combinant fractionnements subcellulaires à partir de cerveaux de rats post-nataux (P14) et 
immunoprécipitations SUMO2/3 spécifiques pour isoler les protéines synaptiques SUMO2/3-ylées, nous avons 
identifié 803 protéines synaptiques SUMOylées. Ces protéines sont importantes pour la fonction synaptique 
comme par exemple Synapsin3 impliquée dans l’exocytose. Parmi les nouvelles cibles identifiées, on retrouve 
et SynGAP, ce qui souligne le rôle central de la SUMOylation dans la fonction synaptique. De nombreuses autres 
protéines identifiées sont directement impliquées dans des troubles neurologiques laissant suggérer une 
participation du processus de SUMOylation dans l'étiologie de ces maladies cérébrales.  
Ainsi, mes travaux de thèse ont permis de collecter des informations importantes sur les mécanismes de 
régulation séquentiels dépendants de l'activité qui conduisent à l'homéostasie de la SUMOylation des protéines 
au niveau de la synapse et d’établir la première cartographie des cibles SUMO2/3 synaptiques.  
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Identifying the regulatory mechanisms and functional consequences of SUMOylation at the 
mammalian synapse  
 
Abstract  
 
SUMOylation is a dynamic post-translational modification that consists in the covalent but reversible enzymatic 
conjugation of the Small Ubiquitin-like MOdifier (SUMO) protein on specific lysine residues of target proteins. 
In the last 10 years, SUMOylation has emerged as an important regulator of the neuronal function, playing a 
role in brain development, neuronal excitability and synaptic transmission and plasticity. Importantly, 
alterations in the SUMOylation homeostasis process are associated with a variety of brain disorders. 
Nevertheless, the regulatory mechanisms remain poorly studied and the available repertoire of identified 
SUMO substrates at synapses is still extremely limited.  
The SUMOylation/deSUMOylation balance is orchestrated by the coordinated action of the sole SUMO-
conjugating enzyme Ubc9 and SUMO-deconjugating enzymes called SENPs. A tight regulation of this balance is 
therefore critical to the brain function and its disruption is associated with several neurological disorders. We 
previously demonstrated that a short activation of mGlu5R transiently traps Ubc9 at the post-synapse, resulting 
in a rapid increase in the overall synaptic SUMOylation and changes in neuronal excitability. A sustained 
activation of mGlu5R leads to post-synaptic accumulation of SENP1 and a decrease in synaptic SUMOylation to 
basal levels. Given that both processes are controlled by the activation of mGlu5R but on a different timescale, 
other mechanisms must coexist to regulate their spatiotemporal balance at synapses. Using a combination of 
advanced live-cell imaging, biochemical and pharmacological approaches, we revealed a bidirectional 
regulation of synaptic deSUMOylation targeting by the group I mGluRs and highlight how PKC and CaMKII 
activation as well as the polymerization of microtubules drive the neuronal and synaptic redistribution of 
SENP1.  
The poor identification of endogenous synaptic SUMOylation substrates is mainly due to the low levels of 
SUMOylated proteins at synapses but also to the developmental ages investigated. To overcome these 
difficulties, we combined subcellular fractionation approaches on post-natal (P14) rat brains with specific 
SUMO2/3 immunoprecipitation to isolate synaptic SUMO2/3-ylated proteins. Then using Orbitrap mass 
spectrometry (MS), we identified around 800 synaptic SUMO2/3-ylated proteins including the previously 
reported SUMO targets Ubc9, CASK and Synapsin1. We identified many novel synaptic SUMO targets including 
PSD95 and SynGAP, further highlighting the central role of SUMOylation in the synaptic function. Interestingly, 
many of the proteins identified are directly linked to neurological disorders suggesting that the SUMOylation 
process per se could participate in the aetiology of these brain diseases.  

Altogether, my PhD work provides additional insights into the sequential activity-dependent 
regulatory mechanisms driving the homeostasis of protein SUMOylation at the mammalian synapse 
and establishes the first detailed cartography of synaptic SUMO2/3 substrates.  
 
 
Keywords : Synapse, SUMO, neuronal communication, SUMOylome, mGlu Receptors  
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INTRODUCTION 

Le cerveau est une structure complexe composée de plus de 100 milliards de neurones. Les neurones sont les 

cellules du système nerveux permettant la transmission de l’information cérébrale. Ils sont constitués d’un 

corps cellulaire qui centralise et intègre les informations électriques et des prolongements plus ou moins 

ramifiés, les dendrites (voies d’entrée) et un axone (voie de sortie). La communication entre neurones est 

assurée par une jonction hautement spécialisée appelée synapse. Les synapses sont également présentes 

entre les neurones et d’autres types cellulaires comme les cellules gliales ou les fibres musculaires. Un seul 

neurone peut établir jusqu’à 10 000 synapses, ce qui explique la complexité du réseau neuronal. Il existe deux 

types de synapse : la synapse électrique et la synapse chimique. Présentes dans tout le système nerveux mais 

minoritaire en nombre, les synapses électriques relient le cytoplasme de deux cellules et permettent le passage 

direct de courants ioniques à travers des jonctions dites « serrées ». Ces jonctions comportent des canaux 

appariés perméables aux ions permettant une vitesse de transmission élevée et dans la majorité des cas, la 

communication est bidirectionnelle. Ce type de synapse est retrouvé dans les systèmes qui nécessitent une 

réponse rapide. Ils contribuent ainsi à la synchronisation de l’activité neuronale. Majoritaires dans le système 

nerveux, les synapses chimiques font intervenir des neurotransmetteurs qui seront libérés par les neurones 

présynaptiques pour propager l’information aux neurones postsynaptiques. La synapse chimique est 

caractérisée par la présence de trois compartiments : 1) La pré-synapse qui correspond à la partie terminale 

de l’axone ; 2) La fente synaptique ou espace inter-synaptique ; 3) La postsynapse ou épine dendritique. Des 

altérations de la fonction synaptique jouent un rôle central dans l’étiologie de nombreuses maladies 

neurologiques et neurodégénératives comme les troubles du spectre autistique, le Syndrome du X-Fragile, 

l’épilepsie, les maladies d’Alzheimer, de Parkinson ou d’Huntington. Ces maladies de la synapse sont 

généralement rassemblées sous le nom de synaptopathies (Lepeta et al., 2016). 

1 La Synapse Glutamatergique 

Le glutamate est le neurotransmetteur majoritaire des synapses excitatrices du Système Nerveux Central (SNC) 

des mammifères. La capacité « excitatrice » du glutamate est connue depuis les années 1950 (Curtis et al., 

1960; Curtis and Watkins, 1960). Ce n'est pourtant qu'à la fin des années 1970 que le glutamate est accepté 

comme étant le neurotransmetteur excitateur majeur du SNC. Les récepteurs du glutamate présents aux 

synapses glutamatergiques assurent la transduction du signal, entre le neurone présynaptique, qui libère le 

glutamate de façon transitoire, et le neurone postsynaptique, dont la liaison du glutamate sur son récepteur 

se traduit par des variations de l'excitabilité neuronale. Ces dernières années, les astrocytes et autres cellules 
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gliales, qui entourent la synapse, apparaissent comme des modulateurs de la fonction synaptique. Ces cellules 

jouent un rôle prédominant dans la recapture du glutamate présent dans la fente synaptique et permettent 

ainsi d’éviter l’excitotoxicité due au glutamate. L’ensemble des éléments pré- et postsynaptique et l’astrocyte 

forme un complexe fonctionnel que l’on appelle synapse « tripartite » (Araque et al., 1999). Le concept de 

synapse « tétrapartite » est apparu récemment, étant donnée le nombre croissant d’étude sur le rôle des 

cellules gliales et de la matrice extracellulaire dans la régulation de la fonction synaptique (Dityatev and 

Rusakov, 2011). 

1.1 La transmission synaptique 

Les neurones sont des cellules polarisées présentant un voltage différent de part et d’autre de leur membrane 

plasmique. Ceci confère un potentiel de membrane de l’ordre de -70 mV au repos. Ce potentiel dépend des 

flux d’ions entrants et sortants de la cellule via des canaux ou des pompes spécialisées. Ce potentiel de 

membrane peut être augmenté (dépolarisation) ou diminué (hyperpolarisation) lors d’un stimulus excitateur 

ou inhibiteur. Le potentiel d’action est le résultat d’une dépolarisation au niveau de l’axone allant jusqu’au 

potentiel seuil de -55 mV. Après la dépolarisation, qui correspond à une entrée d’ions sodique Na+ dans la 

cellule, le potentiel de membrane va chuter à un potentiel plus bas que le potentiel de repos, phase dite 

d’hyperpolarisation, avant de revenir à une valeur proche de -70 mV grâce à une sortie d’ions potassiques K+. 

La propagation de cet influx nerveux le long de l’axone va déclencher l’ouverture de canaux calciques voltage 

dépendant permettant l’entrée d’ions calcium (Ca2+) à l’intérieur des neurones. 

L’élément présynaptique ou bouton est caractérisé par la présence de vésicules synaptiques de 40 à 60 nm de 

diamètre, remplies de différents types de médiateurs chimiques que l’on appelle des neurotransmetteurs. La 

dépolarisation liée au potentiel d’action permet l’entrée de calcium au niveau du compartiment présynaptique 

et induit la fusion de vésicules contenant les neurotransmetteurs à la membrane présynaptique. Ces 

neurotransmetteurs vont diffuser dans la fente synaptique. La fente synaptique a une largeur de 20 à 25 nm, 

ce qui permet la concentration des neurotransmetteurs au niveau de la terminaison postsynaptique. L'élément 

postsynaptique se caractérise par la présence de deux grandes classes de récepteurs : les récepteurs 

métabotropiques du glutamate (mGluRs), qui sont des récepteurs couplés aux protéines-G (RCPGs), et les 

récepteurs-canaux ou récepteurs ionotropiques du glutamate (iGluRs), qui regroupent les récepteurs AMPA 

(rAMPAs), NMDA (rNMDAs) et Kaïnate (rKAs ; (Borges and Dingledine, 1998; Niswender and Conn, 2010; 

Rondard et al., 2011). Les récepteurs AMPA, NMDA et mGluRs sont responsables de la majeure partie des 

courants excitateurs rapides dans la transmission synaptique glutamatergique. Le contrôle de la dynamique et 

de l’organisation de ces récepteurs dans la synapse, via une combinaison de diffusion latérale et 

d’endo/exocytose, est essentiel à la régulation de l’intensité de la transmission synaptique rapide. Les protéines 
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de la densité postsynaptique (PSD), telles que Homer, Shank et GKAP, participe à la régulation de la diffusion 

des récepteurs du glutamate et au contrôle de leur nombre et de leur organisation à la postsynapse (Fig. 1). 

Les membranes pré- et postsynaptiques sont maintenues proches l’une de l’autre grâce à des interactions 

entre des molécules d’adhérence cellulaire comme les protéines de la famille des neuroligines, des neurexines, 

de SynCAMs et des cadhérines, ce qui permet de stabiliser la structure synaptique (Sudhof, 2018).  

Figure 1. Schéma simplifié de l’architecture d’une synapse excitatrice. 
Une synapse excitatrice est généralement composée d’un compartiment présynaptique caractérisé par la présence de 
vésicules synaptiques remplies de neurotransmetteurs (ex : Glutamate). Lors de l’arrivée d’un potentiel d’action, les 
neurotransmetteurs sont libérés dans la fente synaptique. La postsynapse contient des protéines membranaires, des 
récepteurs spécifiques aux neurotransmetteurs et différents canaux qui activent des cascades de signalisation 
intracellulaire en aval pour transmettre l’information. Les membranes pré- et postsynaptiques sont maintenues ensemble 
par des interactions entre les molécules d’adhésion stabilisant ainsi les deux compartiments de la synapse (adapté de (Volk 
et al., 2015). 
 

1.2 La présynapse 

La terminaison présynaptique a pour caractéristique d’être riche en mitochondries et de renfermer de 

nombreuses vésicules présynaptiques contenant les neurotransmetteurs. 

Les vésicules renferment deux types de composants : des protéines de transports des neurotransmetteurs et 

des protéines de trafic qui participent à l’exocytose, l’endocytose et au recyclage des vésicules synaptiques. 
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Les composants des vésicules synaptiques sont initialement transportés vers la pré-synapse à l’aide de moteurs 

moléculaires (Yonekawa et al., 1998). 

Les vésicules se chargent en glutamate grâce à l’activité de transporteurs vésiculaires du glutamate (vGLUTs). 

Ces transporteurs sont des pompes à proton qui dépendent du potentiel de membrane établi par le gradient 

électrochimique créé par la H+/ATPase vacuolaire (V-ATPase) à la membrane vésiculaire. Une fois chargées, les 

vésicules s’arriment à la membrane près de leur site de libération et sont amorcées pour fusionner rapidement 

avec la membrane plasmique lors d’un influx de Ca2+ intracellulaire suite à l’arrivée d’un potentiel d’action 

(Kaeser et al., 2011). Les neurotransmetteurs sont ainsi libérés puis les vésicules sont recyclées et rechargés 

en neurotransmetteurs. Les vésicules chargées dites matures migrent ensuite vers une région de la membrane 

plasmique dense aux électrons que l’on nomme « zone active » (ZA ; Fig. 2). La ZA de la synapse, aussi appelée 

« cytomatrice présynaptique », est une région riche en protéines impliquées dans la fusion vésiculaire. Cette 

zone est une structure en forme de disque d’environ 0.2-0.5 μm entouré de la zone péri-synaptique enrichie 

en récepteurs présynaptiques régulant la libération des neurotransmetteurs ainsi qu’en protéines d’adhésions 

trans-synaptiques (Fig. 2). 

Figure 2. Structure de la zone 
active. 
A. Schéma de la synapse et 
localisation de la zone active. B. 
Image en microscopie 
électronique d’une synapse 
colorée à l’acide 
phosphotungstique pour 
visualiser les spécialisations pré- 
et postsynaptiques. Échelle = 200 
nm. (Sudhof, 2012)  

 

La ZA est composée d’un ensemble de protéines responsables de l’arrimage et de l’amorçage de la fusion 

membranaire des vésicules de neurotransmetteurs ainsi que du recrutement des canaux Ca2+ voltage-

dépendant à la pré-synapse. Ces canaux Ca2+ voltage-dépendant permettent un couplage rapide et synchrone 

de l’excitation et de la libération de neurotransmetteurs (Sudhof, 2004) ; Fig. 3). La ZA comprend également 

des récepteurs métabotropiques du glutamate. On va retrouver en particulier les récepteurs métabotropiques 

du groupe III (mGlu4R, mGlu7R et mGlu8R) au niveau des neurones excitateurs et des interneurones suggérant 

ainsi un rôle inhibiteur du glutamate dans certains types de synapse (Ferraguti et al., 2005). Concernant les 

protéines d’adhésion de la ZA, on peut retrouver des récepteurs des protéines tyrosine phosphatases et des 

neurexines en interaction avec les α-liprines. Des protéines à multi-domaines, comme Piccolo et Bassoon, 

s’associent avec des protéines de la ZA pour maintenir les vésicules synaptiques à la ZA. L’importance de ces 

protéines a été mis en évidence par l’inactivation fonctionnelle par suppression de la région centrale (exon 4-
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5 du gène Bsn) de la protéine Bassoon entraînant une libération anarchique de neurotransmetteurs (Altrock et 

al., 2003). De plus, la diminution de l’expression de Bassoon par shRNA dans des neurones KO pour la protéine 

Piccolo altère la densité, le regroupement ainsi que l’amarrage des vésicules synaptiques. Bien que la 

composition protéique des synapses déficientes en Piccolo et en Bassoon soit normale, la taille de la PSD est 

augmentée sans modification de la libération des vésicules (Mukherjee et al., 2010). Enfin, alors que les 

microtubules sont absents de la terminaison présynaptique, on y retrouve l’actine qui joue un rôle dans la 

formation de ces terminaisons, de l’élaboration des arborisations au recrutement des vésicules présynaptiques 

et des composants de la ZA.  

Figure 3. Cycle des vésicules 
présynaptiques. 
Le cycle vésiculaire consiste en une 
étape d’exocytose représentée par 
les flèches noires suivie d’une étape 
de recyclage représentée par des 
flèches de couleurs. Les vésicules 
synaptiques se chargent en 
neurotransmetteurs (NT ; points 
jaunes) par un transport actif 
alimenté par un gradient 
électrochimique établi par une 
pompe à protons qui acidifie 
l’intérieur de la vésicule. Pour 
préparer l’exocytose synaptique, les 
vésicules sont arrimées à la zone 
active (ZA) et amorcées par un 
processus dépendant de l’ATP qui 
rend les vésicules compétentes en 
réponse à un influx calcique. 
Lorsqu’un potentiel d’action 
dépolarise la membrane 
présynaptique, les canaux calciques 
s’ouvrent, provoquant une 
augmentation locale du Ca2+ 
intracellulaire dans la zone active 
qui déclenche l’achèvement de la 
réaction de fusion. Les NT libérés 

dans la fente synaptique se lient alors aux récepteurs de la postsynapse. Les vésicules synaptiques sont ensuite recyclées 
probablement par 3 voies alternatives : (1) remplissage local avec des NT sans désarrimage des vésicules de la ZA (“kiss-
and-stay”), (2) recyclage local (“kiss-and-run”) et (3) recyclage complet des vésicules avec un passage par un intermédiaire 
endosomal. (Adapté de (Sudhof, 2004).  

 
La fusion des vésicules à la ZA implique les protéines SNARE (SNAP receptors). Plusieurs membres de cette 

famille ont été identifiés dont les principaux sont la Synaptobrévine et des protéines membranaires associées 

aux vésicules VAMP formant les v-SNAREs, ainsi que la Syntaxine et SNAP-25 (synaptosomal associated protein 

of 25 kDa) appelées t-SNARE, qui se trouvent au niveau de la membrane plasmique présynaptique (Fig. 4). Une 

protéine v-SNARE interagit avec un complexe t-SNARE pour induire, de manière spécifique, la fusion de la 
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Après la fusion, les vésicules ainsi que les complexes SNARE sont recyclés par endocytose rapide (indépendante 

de la clathrine) ou lente (dépendante de la clathrine) pour permettre la régénération d’un pool de vésicules 

présynaptiques qui participeront aux prochains cycles de libération de neurotransmetteurs. Les protéines de 

la famille des Synapsines contrôlent ce pool de vésicules en maintenant l’organisation et l’abondance des 

vésicules à la terminaison présynaptique. Au niveau fonctionnel, les vésicules sont séparées en 3 groupes : 

facilement libérable, recyclable ou de réserve et les différentes isoformes de la Synapsine assurent la transition 

entre ces groupes. La Synapsine-1 joue un rôle dans la synchronisation entre potentiels d’action et libération 

des neurotransmetteurs. La Synapsine-2 a un rôle primordial dans le maintien du pool de réserve de vésicules 

synaptiques et délivre activement les vésicules au niveau de la zone active (Bykhovskaia, 2011).  

1.3  La postsynapse 

La postsynapse a été observée dès la fin du XIXe siècle par Santiago Ramón y Cajal sur des neurones du cervelet. 

Il y remarque notamment la présence de protrusions membranaires (d’environ 1 à 2 µm) le long de l’arbre 

dendritique. Il postule déjà à l’époque, que les épines dendritiques pourraient servir de zones de contact entre 

les neurones. Cependant, ce n’est qu’en 1959, avec l’arrivée de la microscopie électronique que Georges Gray 

montre le contact en amont de l’épine dendritique par le bouton axonal et fait le lien entre synapses et épines 

dendritiques. Il a par ailleurs distingué deux catégories de synapses : 

- Les synapses symétriques qui présentent des zones denses aux électrons de même épaisseur à la pré- 

et à la postsynapse, caractéristiques des synapses inhibitrices (Guillery, 2000); 

- Les synapses asymétriques qui présentent elles, une zone dense plus épaisse au niveau de la 

terminaison postsynaptique, et appartiennent pour la majorité au système excitateur. 

De nos jours, la synapse n’est plus vue comme une jonction statique entre neurones mais au contraire, est 

considérée comme une organelle très dynamique dont la fonction est régulée finement à la fois dans le temps 

et dans l’espace grâce à des interactions moléculaires qui façonnent la synapse (Choquet and Triller, 2013). 

L’épine dendritique est riche en protéines et est directement en apposition avec la zone active 

présynaptique par la densité postsynaptique (PSD, Post-Synaptic Density ; (Gray, 1959; Hotulainen and 

Hoogenraad, 2010). Ce domaine dendritique est extrêmement spécialisé et dynamique. Sa forme évolue 

continuellement grâce au cytosquelette d’actine, particulièrement dense (Landis and Reese, 1983). Le 

cytosquelette joue un rôle dans le maitien de l’intégrité des épines dendritiques et participe à l’organisation 

de la machinerie de signalisation à la PSD. La visualisation de l’actine marquée à la GFP dans les épines a permis 

de révéler que le cytosquelette d’actine, extrêmement dynamique, favorise ainsi des changements rapides de 

la forme des épines (Dillon and Goda, 2005). La force synaptique, c'est-à-dire l’intensité avec laquelle une épine 

va répondre à un stimulus donné, va notamment dépendre de ses changements morphologiques. 
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1.3.1 Morphologie 

La morphologie des épines dendritiques est hétérogène, variant en taille ainsi qu’en forme sur un même 

neurone, un même arbre dendritique ou même d’une épine voisine à une autre (Bourne and Harris, 2008). De 

manière intéressante, la morphologie, la distribution ou encore la densité synaptique reflète souvent les 

propriétés fonctionnelles de l’épine dendritique. Avec une longueur qui varie de 0.2 à 2 μm et une densité 

comprise entre 1 à 10 épines par 10 μm de dendrites, un neurone pyramidal peut compter jusqu’à 10 000 

épines dendritiques. 

Les épines dendritiques ont été classées arbitrairement par Peters et Kaiserman-Abramof en 1970 en fonction 

des types morphologiques les plus retrouvés (Fig. 5). Les épines dendritiques sont classifiées ainsi suivant la 

taille de leur tête et en fonction de la largeur et de la longueur de leur cou :  

- Les filopodes sont des excroissances très longues (2 à 5 μm) qui ne possèdent pas de tête à leur 

extrémité. Ils sont considérés comme l’état immature d’une épine dendritique, c'est-à-dire son 

précurseur.  

- Les épines dites « thin » sont plutôt longues avec un cou aminci (< 1 μm) se terminant par une petite 

tête d’environ 0.2 μm de diamètre. Elles représentent la plus grande part des épines dendritiques dans 

l’hippocampe et le cortex chez l’adulte (Harris, Jensen and Tsao, 1992). Ces épines sont 

particulièrement dynamiques et capables de changements morphologiques spontanés. Ces 

modifications de forme et de volume sont associées à des modulations de neurotransmission au niveau 

de la pré-synapse, ce qui permet à l’épine de s’adapter au stimulus présynaptique. Du fait de cette 

plasticité, les épines dites « thin » sont aussi appelées « learning spines » (Bourne and Harris, 2008). 

- Les épines « mushroom » représentent environ 25% des épines du SNC (Bourne and Harris, 2008). Elles 

sont considérées comme des épines matures capables de créer une connexion avec l’élément 

présynaptique. Elles sont caractérisées par un cou étroit (<0,1μm) et une tête bulbeuse de diamètre 

bien supérieur (environ 0.6 μm) à celui de leur cou. Elles présentent la plus forte concentration en 

éléments constitutifs de la PSD.  



15 
 

- Les épines dites « stubby » possèdent une large tête mais aucun cou. Elles correspondent à des formes 

intermédiaires d’épines en cours de formation ou encore à des contacts axono-dendritiques qui se 

rétractent. 

Figure 5. Classification morphologique des épines dendritiques. 
Les épines dendritiques peuvent être classées en 3 groupes : les épines « stubby » sans cou apparent ; les épines « thin » 
fines avec une petite tête et un long cou ; les épines « mushroom » en forme de champignon avec une grosse tête et un 
cou fin. Les filopodes sont des protubérances dendritiques longues, minces et immatures qui se développent plus tard en 
épines dendritiques. Bien que plus rare, on peut retrouver des épines en forme de coupe ou ramifiées qui ont deux têtes et 
partagent le même cou. Adapté de (Bourne and Harris, 2008). 

 
Ce classement très pratique établit par Harris et ses collaborateurs en 1992 est toujours utilisé aujourd’hui. 

Cependant, il faut garder à l’esprit que l’épine dendritique est une structure très dynamique qui fait l’objet de 

remodelage morphologique (taille et forme) ainsi que des changements de densité pendant le développement 

cérébral et au cours de l’activité synaptique. 

L’arborisation dendritique se développe en fonction de signaux spécifiques qui permettent la formation de 

synapses fonctionnelles. L’imagerie in vivo a révélé que le développement dendritique est un processus en 

plusieurs étapes, qui commence peu après la spécification des axones. Les axones établissent des connexions 

spécifiques avec les ramifications dendritiques cibles grâce à une structure terminale, le cône de croissance. 

Véritable tête chercheuse de la cellule, cette structure assure la navigation précise de l’axone au sein des tissus. 

Enfin, avant d’établir un réseau neuronal interconnecté mature, une grande partie des connexions synaptiques 

subit un élagage (Paolicelli et al., 2011). Ce processus d’élimination des synapses surnuméraires est une étape 

normale du développement cérébral chez les vertébrés. Chez les mammifères, après la naissance, 50% des 

neurones meurent par apoptose et les neurones restants subissent une importante élimination synaptique. Un 

autre pic d’élimination des synapses peut être observé plus tard dans le cerveau en cours de maturation 

principalement au stade de l’adolescence (Semple et al., 2013). Tous ces processus dynamiques sont essentiels 

pour la maturation du cerveau. Des modifications rapides et dynamiques de la morphologie des épines ont lieu 

lors d’évènements de plasticité synaptique. Ainsi lors de la potentialisation à long terme (Long-Term 

Potentiation ; LTP), un élargissement des épines dendritiques est retrouvé dans les régions de l’hippocampe et 
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du cortex (Matsuzaki et al., 2004) alors que lors de la dépression à long terme (Long-Term Depression ; LTD) 

on observe plutôt une réduction du volume des épines (Zhou et al., 2004). 

1.3.2 Cytosquelette 

Le cytosquelette regroupe trois composants majoritaires, qui diffèrent par le diamètre en microscopie 

électronique : 

- Les microtubules (25 nm de diamètre) 
- Les filaments intermédiaires (10 nm de diamètre) 
- Les microfilaments d’actine (7 à 9 nm de diamètre) 

 
Les microtubules sont les composants majeurs des dendrites alors que les épines dendritiques contiennent 

principalement des microfilaments d’actine. Cependant, dans les dernières années, l’actine a été montré 

comme participant à la croissance de l’arbre dendritique. De plus, les microtubules sont également présents 

dans les épines dendritiques (Hoogenraad and Bradke, 2009). 

Microtubules 

Les microtubules sont des structures protéiques cylindriques creuses de 25 nm de diamètre et de longueur 

variable. Ce sont des polymères composés de sous-unités de Tubuline (8 nm de longueur) : α-Tubuline et β-

Tubuline. L’association de chaque dimère (α et β) est dépendante de leur liaison au GTP. La sous-unité α lie du 

GTP non échangeable alors que la sous-unité β lie du GTP hydrolysable. L’hydrolyse du GTP- β-Tubuline en 

GDP- β-Tubuline va permettre l’association d’un dimère α/β-Tubuline à l’extrémité du microtubule (Kirschner 

and Mitchison, 1986).  

Une des clés de la genèse des microtubules est leur comportement dynamique. La formation des microtubules 

est gouvernée par un mécanisme d’instabilité dynamique (Kirschner and Mitchison, 1986). L’instabilité 

dynamique se traduit par des périodes intenses d’élongation puis le microtubule atteint un point dit 

« catastrophe » qui se traduit par une dépolymérisation rapide (Fig. 6). Cette phase peut s’interrompre pour 

induire une nouvelle phase de croissance, dite de « sauvetage » où la polymérisation du microtubule reprend. 

La polarisation des microtubules participe à ce comportement dynamique. Les microtubules présentent des 

extrémités « moins », orientées vers le centre de la cellule et des extrémités « plus », en direction de la 

périphérie cellulaire. Cette polarité des microtubules est essentielle pour le transport de complexes protéiques 

le long des microtubules neuronaux. L’extrémité « plus » correspond à la zone où la vitesse d’assemblage des 

dimères de Tubulines est la plus élevée. Cette vitesse d’assemblage est dépendante de la présence au niveau 

de l’extrémité « plus » de GTP ou de GDP. Le microtubule est protégé de la dépolymérisation par une coiffe de 

GTP. En raison de la nature stochastique de ce mécanisme, la population des microtubules alterne 
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fréquemment entre croissance et dépolymérisation en simultanée. Si les mécanismes moléculaires de perte 

de la coiffe de Tubuline-GTP qui déclenchent les catastrophes sont encore mal connus, ceux qui gouvernent 

les sauvetages de la structure des microtubules sont plus clairs. Un anticorps recombinant reconnaissant la 

conformation Tubuline-GTP a permis la visualisation de la coiffe GTP en croissance ainsi que de montrer la 

présence d’ilots de Tubuline-GTP dans les régions internes des microtubules (de Forges et al., 2013). 

Du fait de leur rôle important dans le transport intraneuronal, l’organisation des microtubules axonaux ou 

dendritiques est finement régulée. Les microtubules de l’axone sont orientés dans leurs extrémités « plus » 

vers la périphérie cellulaire (Heidemann et al., 1981) tandis que les microtubules dendritiques ont une 

orientation mixte (Baas et al., 1988). Cette orientation mixte est importante car des moteurs moléculaires tels 

que la Dynéine ou la Kinésine sont impliqués dans le transport bidirectionnel des cargos. De plus, les 

microtubules neuronaux sont particulièrement stables comparés à ceux d’autres types cellulaires (Seitz-Tutter 

et al., 1988). Cette stabilité est due à des modifications de la Tubuline ou à une conformation particulière des 

microtubules. En effet, plusieurs microtubules peuvent s’associer en faisceau via des protéines associées aux 

microtubules ou MAP (Microtubule Associated proteins) régulant ainsi la dynamique des microtubules, le 

transport et le développement dendritique. 

Depuis la découverte de l’action de la colchicine en 1967, la Tubuline et les microtubules sont des cibles des 

chimiothérapies dans divers types de cancers. Parmi les agents pharmacologiques permettant de moduler la 

polymérisation/dépolymérisation des microtubules, nous retrouvons des facteurs stabilisants tels que les 

taxanes, et des facteurs déstabilisants comme les alcaloïdes de pervenche ; les colchinoïdes ou les dérivés du 

benzimidazole. 

Le taxol est une molécule naturelle de la famille des taxanes qui est extraite de l’écorce de l’if de Californie 

(Taxus brevifolia). En se liant à la β-Tubuline au niveau d’une poche à la surface luminale du microtubule, le 

taxol contrecarre les effets de l’hydrolyse du GTP se produisant de l’autre côté de la molécule β-Tubuline (Prota 

et al., 2013). Cet agent pharmacologique supprime ainsi le désassemblage du polymère et agit en faveur de la 

polymérisation des microtubules et donc stabilise les microtubules (Fig. 6). La colchicine, un alcaloïde dérivé 

du colchique, se lie au niveau de l’interface intradimère Tubulines α et β et perturbe ainsi la dynamique 

d’assemblage des microtubules. Les alcaloïdes issus de la pervenche de Madagascar comme la vinblastine et 

les dérivés du benzimidazole comme le nocodazole interagissent, eux, avec les sous-unités de Tubuline libres 

réduisant ainsi leur capacité à s’assembler aux polymères diminuant fortement la concentration de dimères de 

Tubuline libres disponibles pour participer à la dynamique des microtubules (Fig. 6). Le nocodazole et la 

vinblastine déplacent donc l’équilibre entre polymères et sous-unités libres en faveur de la dépolymérisation 

et déstabilise ainsi les microtubules. 
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Figure 6. Processus d’instabilité dynamique d’un microtubule. 
Illustration des transitions aléatoires entre la phase de croissance et de décroissance qui caractérisent l'instabilité 
dynamique des microtubules. Le passage de la phase de croissance à la phase de décroissance est nommé « catastrophe » 
et l'événement inverse « sauvetage », s’il survient avant la destruction complète du microtubule. La phase de croissance 
est caractérisée par la polymérisation de dimères de Tubuline GTP libres. Une fois incorporées au sein du microtubule, les 
Tubulines GTP peuvent être hydrolysées en GDP. La phase d’effondrement est caractérisée par la perte de dimères de 
Tubuline qui sont alors majoritairement sous la forme GDP. Les dimères GDP libérés du microtubule retrouvent leurs formes 
GTP par un mécanisme d'échange GDP/GTP et peuvent à nouveau polymériser un microtubule. Des agents 

pharmacologiques peuvent interférer cette instabilité. Le Taxol va se lier à la β-Tubuline dans les microtubules en pause et 

va empêcher la dépolymérisation du microtubule. Le nocodazole ou la vinblastine va se lier à l’interface α et β-Tubuline du 
dimère et empêche son intégration dans le microtubule en croissance.  
 

La présence de microtubules dans les épines dendritiques a représenté un sujet controversé. Des études ont 

suggéré la présence transitoire des microtubules dans les épines dendritiques (Hu et al., 2008; Merriam et al., 

2013; Jaworski et al., 2009). Lors de la dépolarisation neuronale, la polymérisation et l’invasion des 

microtubules dans les épines dendritiques se déclenchent (Hu et al., 2011). De plus, l’entrée locale des 

microtubules dans les épines est régulée par l’influx local de calcium dépendant de l’activité des récepteurs 

NMDA dirigeant ainsi les microtubules dans les épines actives (Merriam et al., 2013). De manière intéressante, 

l’entrée des microtubules dans les épines dendritiques régulerait directement le transport des cargos 

moléculaires depuis et vers les épines dendritiques (Schapitz et al., 2010). 

Microfilaments d’Actine 

Les épines dendritiques sont des structures riches en actine. Le cytosquelette d’actine est indispensable pour 

la morphogenèse des épines ainsi que la signalisation synaptique. L’actine se présente sous la forme de 
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microfilaments de 7 à 9 nm de diamètre, qui résultent de la polymérisation de l’actine globulaire. Les 

monomères d’Actine globulaire ou Actine-G s’associent entre eux pour former une structure fibrillaire, les 

microfilaments sous la forme Actine-F. Il existe 3 types d’Actine, l’Actine α présente dans les cellules 

musculaires et l’Actine β et γ qui sont présentes dans les autres types cellulaires dont les neurones. Les 

microfilaments d’Actine sont des structures polarisées avec une extrémité où la polymérisation est rapide et 

une extrémité où la polymérisation est plus lente.  

La polymérisation et le remodelage des microfilaments sont contrôlés par un grand nombre de molécules qui 

dépendent de l’activité synaptique. Ces molécules régulatrices sont en aval des récepteurs comme, par 

exemple, le complexe Arp2/3 et ses activateurs. La Cortactine, un facteur favorisant la nucléation de l’Actine, 

recrute et relocalise Arp2/3 dans les épines dendritiques. De plus, il a été montré que les protéines SHANK 

interagissent avec la Cortactine stabilisant ainsi le cytosquelette d’Actine dans les épines (MacGillavry et al., 

2016). L’invalidation génétique d’Arp2/3 ou d’un de ses activateurs révèle un rôle important dans la régulation 

de la morphologie et de la densité des épines dendritiques (Hotulainen and Hoogenraad, 2010). De 

nombreuses protéines associées à l’organisation du cytosquelette d’Actine comme la Cortactine ou l’Anilline 

ont été identifiées comme jouant un rôle important dans la plasticité structurale des épines (Borovok et al., 

2016). Enfin, les changements structurels du cytosquelette d’actine induit à la base de l’épine dendritiques par 

l’activité neuronale sont directement impliqués dans l’entrée des microtubules dans le compartiment 

synaptique suggérant ainsi un lien étroit entre microtubules, microfilaments d’Actine et fonction synaptique 

(Schatzle et al., 2018). 

1.3.3 Densité postsynaptique ou PSD 

Il existe deux types de neurotransmission, une dite excitatrice et une autre qualifiée d’inhibitrice. Les synapses 

excitatrices se forment principalement au niveau des épines dendritiques tandis que la neurotransmission 

inhibitrice se produit généralement sur l’arbre dendritique, le corps cellulaire et le segment initial des axones. 

La localisation de l’innervation axonale peut aider à prédire le type de neurotransmission mais la composition 

moléculaire de la terminaison synaptique est aussi un bon indicateur de sa fonction. Les synapses excitatrices 

sont caractérisées par la présence de la densité post synaptique (PSD) alors que les synapses inhibitrices ne 

possèdent pas de PSD a proprement parlé car la composition d’une terminaison postsynaptique inhibitrice est 

beaucoup moins riche en protéines (Sheng and Kim, 2011). 

Localisée à l’extrémité de l’épine dendritique, la PSD est identifiée comme une structure dense aux électrons 

située à environ 35 à 50 nm en dessous de la membrane plasmique de la postsynapse. La PSD est une zone 

riche en récepteurs aux neurotransmetteurs et en protéines de signalisation et de structure intervenant dans 

la transmission et la plasticité synaptique. Les protéines de la PSD sont organisées autour de protéines 
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d’échafaudage qui se lient aux récepteurs postsynaptiques ainsi qu’aux molécules d’adhésion, aux enzymes de 

signalisation et au cytosquelette (Fig. 7). La composition de la PSD est modifiée par l’activité neuronale qui va 

renforcer ou affaiblir la connexion synaptique. Due à son importance dans la transmission synaptique, la 

composition de la PSD a été très étudiée après la mise au point de la purification des synaptosomes et de la 

PSD par l’utilisation de détergents (Whittaker, 1959; Carlin et al., 1980) . L’utilisation de la spectrométrie de 

masse a révélé la présence d’environ 300 protéines à la PSD (Collins et al., 2006). On retrouve en abondance 

des calcium-calmoduline kinases telles que CaMKII α et β ainsi que des protéines d’échafaudage comme PSD95 

et SynGAP (Synapse specific Ras/Rap GTPase Activating Protein ; Fig. 7). On retrouve aussi les récepteurs 

glutamatergiques de type NMDA, AMPA et Kaïnate qui sont impliqués dans la neurotransmission excitatrice 

(Sheng and Kim, 2011). 

La composition de la PSD varie aussi en fonction des régions du cerveau et du stade de développement cérébral 

(Carlin et al., 1980). La composition de la PSD peut également rapidement évoluer en réponse à l’activité 

neuronale, et les niveaux protéiques sont régulés à la fois par des modifications post-traductionnelles et par 

une traduction locale essentielle pour la transmission et la plasticité synaptique (Sheng, 2001; Bingol and 

Schuman, 2005; Hafner et al., 2019).  

Les protéines d’échafaudage 

La PSD contient un grand nombre de protéines d’échafaudage qui inclut notamment PSD-95, GKAP, Shank, 

SynGAP et Homer (Fig. 7). Ces protéines d’échafaudage synaptiques sont abondantes à la PSD et contiennent 

de multiples domaines d’interaction protéine-protéine. Par exemple, la sous-famille PSD95 appartient à la 

famille des membrane-associated guanylate kinase (MAGUK) et se caractérise par la présence d’au moins un 

domaine PDZ. Le domaine PDZ est un domaine structurel de 80-90 acide-aminés qui permet l’ancrage, la 

stabilisation et l’organisation des complexes de signalisation au niveau des membranes (Fig. 7). 
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postsynaptique comprenant récepteurs NMDA et récepteurs métabotropiques du glutamate de groupe I 

(Naisbitt et al., 1999; Tu et al., 1999). 

PROTEINES 

D’ECHAFAUDAGE 

FONCTIONS PARTENAIRES 

PSD95 Organisation de la PSD  

Modulation de la maturation synaptique et de la 

force synaptique 

rNMDAs 

TARPs 

HOMER Plateforme structurale reliant les composants de 

la synapse. Adressage des mGluR à la membrane 

Modulation de la transmission synaptique 

Canaux calciques de type P-Q  
Canaux TRPC  
Dynamine III  
Facteur NFAT  
mGlu1R  
mGlu5R  
PIKE-L  
Récepteurs IP3  
Récepteurs de la ryanodine  
Shank  

SHANK Recrutement et couplage fonctionnel des 

rAMPAs, rNMDAs et mGluRs 

Modulation de la transmission glutamatergique 

et de la force synaptique 

GKAP  
GRIP  
Homer  
MAGUK (PSD-93 / PSD-95)  
Rich2  
SSTR2  

GKAP Régulation de l’adressage et de la stabilité de 

Shank dans les épines dendritiques 

DLC  
nArgBP2  
SAP-97  
Shank  
SSCAM  
PSD-95  

TARPs Adressage, régulation de la diffusion et 

modulation des propriétés biophysiques des 

rAMPAs 

rAMPAs  

PSD-95 

Tableau 1. Protéines d'échafaudage de la densité postsynaptique 
 

Voies de signalisation postsynaptiques 

Les ions calcium (Ca2+)  

Les ions Ca2+ constituent le messager central de la transmission synaptique et de l’induction de la LTP. L’entrée 

de Ca2+ dans l’épine est nécessaire à l’induction de la LTP et dépend de l’ouverture des rNMDA. La suppression 
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du Ca2+ libre de l’épine par l’ajout d’un chélateur calcique tel que l’EGTA bloque l’induction de la LTP (Lynch 

et al., 1983). Le Ca2+ est concentré dans la tête de l’épine dendritique grâce à son cou étroit ce qui restreint 

ainsi la capacité de diffusion des ions hors de l’épine. Le Ca2+ va contribuer à l’activation de kinases telles que 

les Protéines Kinases A et C (PKA et PKC) ainsi que de la Ca2+/Calmoduline Kinase II (CaMKII (Malinow et al., 

1988; Roberson and Sweatt, 1996).  

La CaMKII 

La CaMKII est une Sérine-Thréonine kinase régulée par le complexe Ca2+/calmoduline. La CaMKII est nécessaire 

pour l’homéostasie neuronale et est essentielle pour les processus d'apprentissage et de mémorisation 

(Zalcman et al., 2018). La CaMKII est la kinase la plus abondamment exprimée de la famille des 

Sérine/Thréonine kinases. Il existe différentes isoformes issues de l’expression de quatre gènes (α, β, γ et δ). 

Bien que la famille CaMKII soit omniprésente, les isoformes α et β sont principalement exprimées dans le 

cerveau. La CaMKIIα assure un rôle essentiel dans la plasticité synaptique et la mémorisation (Frankland et al., 

2001). La CaMKII est activée par la liaison des ions calciques à la calmoduline (CaM). L’influx calcique à 

l’intérieur de l’épine dendritique via les récepteurs NMDA entraine la relocalisation transitoire de la CaMKII du 

cytosol à la PSD via les microtubules (Lemieux et al., 2012). Cet enrichissement nécessite l’interaction de la 

CaMKII aux éléments des microtubules, l’activation de la kinase et son autophosphorylation à la synapse. Ceci 

entraîne un remodelage de l’épine et l’insertion de récepteurs rAMPA à la synapse (Lemieux et al., 2012). La 

CaMKII activée interagit également avec les filaments d’actine via l’α-actinine permettant ainsi une 

redistribution de la kinase à la PSD (Hell, 2014). De plus, l’interaction directe de la CaMKII avec la sous-unité 

GluN2 des rNMDAs est un prérequis pour la phosphorylation de la sous-unité GluA1 des rAMPA entrainant une 

augmentation de la conductance du canal lors de la LTP (Kristensen et al., 2011). C’est pour ces raisons que la 

CaMKII est considérée comme le régulateur central de la LTP. 

Lors de l’activation neuronale, la CaMKII participe au renouvellement des protéines synaptiques en agissant 

sur le recrutement du protéasome dans l’épine dendritique (Bingol et al., 2010).En effet, la CaMKII a la capacité 

de recruter le protéasome à la postsynapse suite à son activation par le complexe Ca2+/CaM, de son 

autophosphorylation en T286 et de sa liaison à GluN2B (Hamilton et al., 2012) ce qui permet de façonner le 

contenu protéique de la synapse en réponse à l’activité neuronale.  

La PKC 

La PKC est une sérine/thréonine kinase considérée comme un médiateur classique de nombreux agonistes 

extracellulaires. De ce fait, elle est impliquée dans différentes fonctions physiologiques. Il existe 12 isoformes 

de la PKC et sont regroupés en 4 sous-familles : classique ou conventionnelle (α,βΙ,βΙΙ et γ), nouvelle (δ,ε,η,θ), 
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atypique (ζ,λ/ι) et PKC-related kinases 1-3. Ce découpage repose sur la structure, l’expression tissulaire ainsi 

que la sensibilité des PKCs aux effets régulateurs de seconds messagers comme le Ca2+ et le diacylglycérol 

(DAG ; (Newton, 2010). Les mécanismes d’activation des PKC semblent cependant similaires pour l’ensemble 

de ces enzymes malgré des voies d’activation différentes. 

Les différentes PKC possèdent un domaine catalytique très conservé et un domaine régulateur qui varie selon 

l’isoforme. Ce domaine régulateur est le domaine où se fixe les activateurs, le calcium ou les cofacteurs. Il joue 

également un rôle dans les interactions protéines-protéines. Ce domaine régulateur comprend les deux régions 

C1 et C2. La région C1 est présente dans toutes les isoformes et est le lieu de fixation du diacylglycérol, de ses 

analogues fonctionnels et des esters de phorbol. La région C2 est très affine pour les ions calciques. La liaison 

de la région C2 aux Ca2+ provoque un changement de conformation de la protéine qui permet de stabiliser 

l’enzyme en conformation active. Les études sur la PKC et la CaMKII suggèrent que chaque kinase serait 

responsable de phases temporales différentes lors de la LTP avec un rôle de la CaMKII dans l’induction de la 

LTP et un rôle plus tardif de la PKC dans le maintien des changements liés à la LTP (Malinow et al., 1989).  

La PKA  

L’adénosine monophosphate cyclique (AMPc) et la PKA sont impliquées dans un grand nombre de processus 

physiologiques.  La stimulation de certains récepteurs couplées aux protéines-G conduit à l’activation de 

protéines stimulatrices (Gs) ou inhibitrices (Gi) qui à leur tour, modulent l’activité des adénylyl cyclases et la 

production d’AMPc. La PKA est un tétramère constitué de deux sous-unités régulatrices R et de deux sous-

unités catalytiques C. Les sous-unités R s'homodimérisent par des interactions en N-ter, et chaque sous-unité 

R se lie à une sous-unité C donnant une holoenzyme tétramérique. L'activation de la PKA se produit lorsque 

l’AMPc se lie à la sous-unité R, libérant la sous-unité C catalytique (Beebe, 1994) permettant la phosphorylation 

des protéines cibles à proximité. La temporalité ainsi que la spatialité sont des facteurs clé dans la signalisation 

de la PKA. Le signal AMPc augmente à la suite d’un stimulus neuromodulateur en formant un gradient de 

concentration dûe à la diffusion de l’AMPc dans le cytosol. Ce gradient diminue progressivement lorsque la 

stimulation cesse et/ou lorsque les mécanismes de rétroactivation tel que la dégradation de l’AMPc par les 

phosphodiestérases, ramènent la [AMPc] vers son niveau basal. Les interactions protéiques médiées 

notamment par des protéines d’ancrage telles que les AKAP, maintiennent à proximité tous les partenaires de 

la cascade de signalisation dans ce que l’on définit comme un microdomaine de signalisation (Scott et al., 2013). 

La géométrie du compartiment subcellulaire affecte le signal et son intégration, en favorisation une 

concentration élevée d’AMPc et une activation maximale de la PKA dans des espaces restreints (Neves et al., 

2008). Les effets fonctionnels de la cascade de signalisation AMPc ont été largement documentés dans les 

neurones et l’évolution de nombreuses maladies du SNC s’accompagne de remodelage de la signalisation 
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AMPc/PKA (Castro et al., 2016). Des études cliniques et pharmacologiques ont montré une diminution de 

l’expression des sous-unités régulatrices et catalytiques de la PKA chez certains patients dépressifs (Akin et al., 

2005) alors qu’une augmentation de l’expression de ces sous-unités apparait chez des patients atteints de 

troubles bipolaires (Chang et al., 2003). 

1.4  Récepteurs glutamatergiques postsynaptiques 

Les récepteurs postsynaptiques du glutamate sont classés en deux familles : les récepteurs ionotropiques qui 

sont des récepteurs-canaux perméables aux cations (AMPARs, NMDARs et KARs) et les récepteurs 

métabotropiques (mGluRs) qui sont eux, des récepteurs à 7 domaines transmembranaires couplés à des 

protéines-G. 

1.4.1 Récepteurs Kaïnate (rKAs) 

Les récepteurs de type Kaïnate sont des complexes tétramériques constitués des sous-unités GluK1-3 et GluK4-

5. Les rKA sont composés des sous-unités GluK1, GluK2 et GluK3 pouvant s’assembler en homomères 

fonctionnels dans des systèmes d’expression hétérologue. Les sous-unités GluK4 et GluK5 sont incapables de 

former des récepteurs homomériques fonctionnels et doivent s’assembler avec l’une des 3 autres sous-unités 

pour former des récepteurs hétérotétramétriques fonctionnels, présentant des propriétés biophysiques et 

pharmacologiques différentes des homomères (Barberis et al., 2008). 

Les rKA jouent une grande variété de rôles dans la transmission synaptique glutamatergique. Ils peuvent être 

médiateurs de la réponse synaptique (Bureau et al., 2000; Kidd and Isaac, 2001; Cossart et al., 2002), 

modulateurs de la libération de neurotransmetteurs (Schmitz et al., 2001) ou encore régulateurs de 

l'excitabilité neuronale et de la plasticité synaptique (Kamiya and Ozawa, 2000; Kamiya et al., 2002; Bortolotto 

et al., 2003). 

1.4.2 Récepteurs NMDA ou N-methyl-D-aspartate (rNMDAs)  

Les rNMDAs sont des récepteurs glutamatergiques perméables aux cations essentiels pour la plasticité 

synaptique. Alors que les récepteurs AMPA et kaïnate peuvent être des homo- ou des hétérotétramères dont 

chaque sous-unité lie une molécule de glutamate, les récepteurs de type NMDA sont des hétéromères 

composés obligatoirement de deux sous-unités GluN1 liant son co-agoniste : la glycine ou la D-sérine et de 

deux autres sous-unités, généralement GluN2 liant le glutamate (Paoletti et al., 2013). Les rNMDAs sont ancrés 

à la PSD grâce à l’interaction des sous-unités GluN2 avec le domaine PDZ de PSD95 (Kornau et al., 1995). La 

sous-unité GluN3 a des effets inhibiteurs sur l’activité du récepteur. Au potentiel de repos, les rNMDAs sont 

bloqués par un ion magnésium. Cette inhibition est levée par une dépolarisation de la membrane qui va 
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permettre la dissociation de Mg2+ du canal permettant le flux de Ca2+ à travers le pore du canal. L’activation 

des rNMDAs entraine le recrutement des rAMPAs à la membrane postsynaptique, alors qu’une stimulation 

prolongée de faible intensité entrainera plutôt une internalisation des rAMPAs. 

1.4.3 Récepteurs AMPA ou alpha-amino-3hydroxy-5-methyl-4-isoxazolepropionic acid 

(rAMPAs)  

Les rAMPAs sont responsables de la transmission synaptique excitatrice rapide. Quatre gènes codent pour les 

sous-unités des récepteurs : GluA1, GluA2, GluA3 et GluA4. Les sous-unités sont d’abord assemblées au niveau 

du réticulum endoplasmique (RE) sous forme de dimères et associées en homo- ou hétérotétramère. Les 

rAMPAs présentent des domaines transmembranaires et extracellulaires extrêmement conservés et impliqués 

respectivement dans l’assemblage du pore du canal et la liaison au glutamate (Shepherd and Huganir, 2007). 

La composition en sous-unités des rAMPAs varie en fonction des régions et du stade de développement 

cérébral (Lu et al., 2009). Alors que GluA1-3 sont exprimées dans la plupart des types neuronaux, GluA4 est 

principalement exprimé pendant le développement (Zhu et al., 2000). Chez l’adulte, GluA4 est retrouvée au 

niveau des neurones granulaires du cervelet et de certaines populations d’interneurones. Ils sont absents de 

la majorité des neurones pyramidaux excitateurs (Diering and Huganir, 2018). Au niveau de la région CA1 de 

l’hippocampe de rat, les hétéromères GluA1/2 et GluA2/3 sont prédominants (Wenthold et al., 1996).  

Les rAMPAs sont classés en fonction de la longueur de leur domaine C-terminal qui est une région régulée par 

des modifications post-traductionnelles et qui régule le trafic des récepteurs. Ils sont ainsi divisés en 2 groupes : 

1) Les récepteurs à domaine C-terminal court (GluA2, GluA3 et un isoforme issu de l’épissage de GluA4) ou 2) 

Les récepteurs à domaine C-terminal long (GluA1, GluA4 et une isoforme issu de l’épissage de GluA2). Dans le 

cerveau adulte la plupart des sous-unités GluA2 subbissent une édition de l’ARN (Q607R) dans la région du 

pore du canal. Cette édition rend les récepteurs GluA2 imperméables au Ca2+. Les tétramères rAMPAs 

dépourvus de la sous-unité GluA2 ou d’une forme non éditée sont perméables au calcium (CP-rAMPAs) alors 

que les tétramères pourvu de la forme éditée sont imperméables au Ca2+ (CI-rAMPAs ; (Diering and Huganir, 

2018). 

Les rAMPAs sont endocytés, recyclés et réinsérés à la membrane plasmique. Les rAMPAs sont tout d’abord 

transportés le long des dendrites dans des vésicules via des protéines de transport, les kinésines et les dynéines. 

Le domaine C-terminal de GluA1 peut se lier à une protéine moteur sensible aux ions Ca2+, la myosine Vb, qui 

transporte les rAMPAs contenant GluA1 jusqu’à leur site d’exocytose (Lise et al., 2006). La myosine Va joue 

quant à elle, un rôle dans le transport des endosomes recyclant les sous-unités GluA1 phosphorylées par la 

CaMKII à la surface du neurone (Wang et al., 2008).  



27 
 

Les rAMPAs sont très mobiles et diffusent latéralement à la surface des neurones entre sites synaptiques et 

extra-synaptiques. L’apparition de nouvelles techniques de microscopie a permis de mieux comprendre la 

dynamique des rAMPAs à la synapse et de visualiser leur mobilité à la surface du neurone. La technique de 

single particle tracking ou SPT (Tardin et al., 2003) a permis de visualiser cette diffusion latérale des rAMPAs. 

Alors que les rAMPAs extra-synaptiques diffusent assez librement, la diffusion des rAMPAs synaptiques est plus 

contraintes. Les TARPs, protéines auxiliaires des rAMPAs, jouent un rôle dans leur adressage à la surface des 

neurones en facilitant l’export des rAMPAs depuis le réticulum endoplasmique et en favorisant leur trafic 

intracellulaire. Les TARPS régulent aussi la diffusion latérale des rAMPAs ainsi que leurs propriétés biophysiques 

(Milstein and Nicoll, 2008; Coombs and Cull-Candy, 2009; Sager et al., 2009). 

Les rAMPAs peuvent être totalement immobilisés à la synapse, via ses interactions au TARPs et indirectement 

à PSD95, pour y exercer leur activité de canal Na2+ (Opazo and Choquet, 2011; Opazo et al., 2012). Désormais 

la diffusion des rAMPAs est reconnue comme un moyen pour les neurones d’opérer des échanges rapides 

entre récepteurs désensibilisés et récepteurs naïfs, assurant ainsi le maintien de la transmission synaptique 

(Heine et al., 2008). Leur dynamique, affectant leur localisation au sein de la synapse, joue donc un rôle 

important dans l’efficacité de la transmission synaptique.  

Les récepteurs AMPA ayant une affinité assez faible pour le glutamate, ils ne voient donc qu’une fraction de 

leur population synaptique activée lors de la libération du NT. Seuls ceux situés face au site de libération du 

glutamate, soit dans un rayon de 100 nm, seront activés (Savtchenko and Rusakov, 2014). De nombreuses 

approches d’imagerie à super-résolution (STED, PALM et STORM) ont permis de caractériser l’organisation des 

récepteurs AMPA dans les synapses. Ces études ont montré que les rAMPAs sont organisés en sous-structures 

fonctionnelles appelés « nanodomaines ». 50% des nanodomaines comprennent entre 20 et 25 récepteurs 

dans un diamètre d’environ 80-150 nm et le reste forment des nanodomaines plus petits de 5 à 15 récepteurs 

(Goncalves et al., 2020). Ces nanodomaines colocalisent avec des protéines d’échafaudage telles que PSD-95 

(Nair et al., 2013; MacGillavry et al., 2013; Goncalves et al., 2020). De manière intéressante, la protéine 

présynaptique RIM intervenant dans la libération des vésicules synaptiques, présente une organisation 

clusterisée similaire aux nanodomaines de PSD-95 en termes de taille et de nombre à la synapse (Tang et al., 

2016). Ces clusters présynaptiques sont alignés en face des clusters postsynaptiques de PSD95. Des récents 

travaux ont identifié la Neuroligine et la Neurexine comme liens potentiels entre les nanodomaines 

postsynaptiques et la ZA (Goncalves et al., 2020). Ceci soulève l’hypothèse d’une organisation moléculaire 

entre pré- et postsynapse sous forme d’un domaine transsynaptique qui pourrait ainsi participer à l’efficacité 

de la transmission synaptique (Choquet and Hosy, 2020). 
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1.4.4 Récepteurs métabotropiques du glutamate (mGluRs) 

Les mGluRs sont des récepteurs à 7 domaines transmembranaires couplés aux protéines-G présentant un large 

domaine N-terminal extracellulaire contenant le site de liaison au glutamate (Fig. 8). L’extrémité N-terminale 

est associée à une succession de 7 hélices transmembranaires. Le couplage aux protéines-G se fait au niveau 

de la 3ème boucle intracellulaire et de l’extrémité C-terminale des récepteurs et la variabilité de cette région 

résulte d’épissages alternatifs.  

La famille des mGluRs est divisée en 3 grands groupes basés sur les homologies de séquences primaires, leurs 

seconds messagers et leur pharmacologie (Fig. 8 ; Niswender and Conn, 2010). Les récepteurs du groupe I sont 

généralement retrouvés dans la zone péri-synaptique où ils contribuent à la dépolarisation et la transmission 

synaptique (Shigemoto et al., 1993). Les récepteurs du groupe II (mGluR2 et mGluR3) ainsi que les récepteurs 

du groupe III (mGluR4, mGluR6, mGluR7 et mGluR8) sont présynaptiques et modulent aussi bien la 

neurotransmission excitatrice qu’inhibitrice. Ils sont négativement couplés à l’adénylyl cyclase (AMPc) via une 

protéine Gi/o, inhibant ainsi la voie dépendante de l’AMPc (Gerber et al., 2007).  La transduction du signal quant 

à elle, est basée sur des interactions protéiques, dites en cascade, qui nécessitent une régulation 

spatiotemporelle fine. Ces propriétés complexes des mGluRs font d’eux d’importants modulateurs de la 

transmission synaptique excitatrice.  

Figure 8. Voies de signalisation lors de 
l'activation des récepteurs 
métabotropiques du glutamate. 
La famille mGluRs est composée de 8 RCPG 
différents subdivisés en 3 groupes selon leur 
homologie de séquence, leur pharmacologie 
et l’association de leurs voies de signalisation. 
Les mGluR du groupe I sont couplés aux 
protéines Gq et leur activation stimule la 
phospholipase C (PLC) et l’hydrolyse du 
phosphatidylinositol 4,5-biphosphate (PIP2) 
génèrant de l'inositol (1,4,5)-trisphosphate 
(IP3) et du diacylglycérol (DAG). Ceci stimule la 
libération intracellulaire de Ca2+ du réticulum 
endoplasmique et activent la protéine kinase 
C (PKC) et la CaMKII. En revanche, les mGluR 
des groupes II et III sont principalement 
couplés aux protéines Gi/o et sont 
classiquement couplés à l'inhibition de 
l'adénylyl cyclase (AC) et régulent directement 
l'activité des canaux ioniques auxquels ils sont 
couplés. 
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mGluR4-GFP et mGluR3-GFP et montrent une préférence pour l’hétérodimérisation avec mGluR3-GFP. De plus, 

des hétérodimères mGluR2/3 sont retrouvés dans le cortex frontal de souris. Comme pour mGluR2, les deux 

SNAP-mGluR4-LBD et SNAP-mGluR7-LBD montrent une forte préférence pour un co-assemblage avec mGluR3-

GFP mais aussi un assemblage avec mGluR2-GFP, mGluR4-GFP et mGluR7-GFP. Enfin, ils démontrent que 

mGlu1R et mGlu5R forment des hétérodimères et que mGlu1R montrent une préférence pour 

l’hétérodimérisation avec mGlu5R plutôt qu’une homomérisation alors que mGlu5R ne montrent aucune 

préférence entre hétérodimérisation avec mGlu1R et homomérisation. L’ensemble de ces données plaide en 

faveur d’une co-expression et d’un co-assemblage fonctionnel de dimères mGluRs notamment mGluR2/4, 

mGlu1R/5, mGluR3/4 et mGluR3/7 (Lee et al., 2020). 

Les mGluRs du groupe I 

L’activation des mGluRs du groupe I induit une variété de changement dans la physiologie neuronale. Ce sont 

ces modulations multiples qui permettent aux mGluRs du groupe I de jouer des rôles importants dans les 

évènements de plasticité synaptique. Les mGluRs du groupe I ont été largement étudiés de par leur lien avec 

de nombreuses pathologies neurologiques et psychiatriques. Une étude pharmacologique a abouti à la 

découverte de plusieurs agents pharmacologiques ciblant spécifiquement les isoformes du groupe I 

(Niswender and Conn, 2010). Lors de mon projet de thèse, je me suis intéressée au rôle des récepteurs mGlu du 

groupe I dans la régulation de la voie de SUMOylation à la synapse. 

Les mGluRs du groupe I comprennent les récepteurs mGlu1 et mGlu5. Ces deux récepteurs présentent des 

homologies de séquence, des voies de signalisation similaires et sont souvent retrouvés co-exprimés dans les 

mêmes populations neuronales. L’épissage alternatif produit plusieurs isoformes de ces récepteurs avec un 

domaine C-terminal long (mGlu1Ra, mGlu5Ra-b) ou court (mGlu1Rb, mGlu5Rd) dont leur localisation cellulaire, 

l’efficacité de la signalisation via les protéines-G et leur désensibilisation diffèrent d’une isoforme à l’autre 

(Grandes et al., 1994; Mary et al., 1998; Malherbe et al., 2002; Malherbe et al., 2003). De plus, leur localisation 

tissulaire diffère : mGlu1R est fortement exprimé dans les cellules de Purkinje, les cellules pyramidales de CA3 

dans l’hippocampe, le bulbe olfactif et le thalamus alors que mGlu5R est abondamment retrouvé dans 

l’hippocampe, le cortex, le striatum, le bulbe olfactif et faiblement dans le cervelet (Dhami and Ferguson, 2006). 

Activation et Signalisation des mGluRs 

Les mGluRs de groupe I sont couplés à la protéine Gαq/11 et stimule l’activation de la phospholipase C (PLC), ce 

qui hydrolyse le PIP2 en IP3 et en diacylglycérol (DAG). L’IP3 va ensuite se lier à son récepteur au RE pour libérer 

le calcium intracellulaire. La libération de calcium et diacylglycérol conduit à l’activation de la PKCγ (Ferraguti 

et al., 2008). L'activation de mGlu1R et mGlu5R dans les cellules génère des réponses oscillatoires du 
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diacylglycérol, de l'IP3 et du calcium à des fréquences distinctes qui peuvent être traduites par des oscillations 

dans l'activation de la PKC (Dale et al., 2001). Cependant, ces récepteurs peuvent moduler d’autres voies de 

signalisation, y compris les cascades en aval de Gαq et les voies provenant de Gi/o et Gαs. Selon le type 

cellulaire ou la population neuronale, les mGluRs du groupe I peuvent activer une série d’effecteurs tel que la 

phospholipase D, la CaMKII, la kinase Jun, les composants de la voie des MAPK/ERK et la mTOR/p70 S6 kinase. 

Ces deux dernières voies sont particulièrement importantes pour la régulation de la plasticité synaptique par 

les mGluRs du groupe I. Récemment, l’utilisation d’un senseur optogénétique dans des neurones 

hippocampiques a montré une activation non-canonique de la PKA via les récepteurs couplés à la protéine Gαq 

incluant les mGluRs du groupe I (O'Hayre et al., 2017). De plus, Mundell et ses collègues montre que la PKA est 

un régulateur clé du couplage et du trafic de mGlu1R et mGlu5R (Mundell et al., 2004). Cependant, la PKA 

semble avoir un effet opposé à celui de la PKC. Les récepteurs mGlu1R et mGlu5R présentent également une 

activité indépendante de l’agoniste appelée activité constitutive (Joly et al., 1995; Prezeau et al., 1996; Ango 

et al., 2001). Les niveaux de phosphorylation des MAPK ERK1/2 sont diminués en présence d’agents 

pharmacologiques bloquant spécifiquement l’activation de mGlu1R et mGlu5R sans activation préalable 

démontrant une activité constitutive de ces deux récepteurs sur des cultures primaires de neurones corticaux 

(Hu et al., 2010). 

Liaison des mGluRs à des protéines synaptiques 

De multiples protéines interagissent directement avec la partie C-terminale des mGluRs et jouent un rôle 

important dans la régulation de la signalisation des récepteurs. Parmi ces protéines, HOMER est la mieux 

caractérisée. Localisée à la PSD, HOMER interagit avec les acides aminées PPXXF de la partie C-terminale des 

mGlu1R/5 par l’intermédiaire de leur domaine PDZ. HOMER agit comme une plateforme liant les mGluRs à des 

complexes protéiques de la PSD qui sont importants à la fois pour l’activité des récepteurs et pour l’activation 

des voies de signalisation. Différents variants d’épissage de HOMER régulent la localisation des mGluRs dans le 

neurone. Les longues formes Homer 1b et 1c jouent un rôle dans la localisation synaptique des mGluRs du 

groupe I, leur insertion à la membrane et les interactions avec les autres effecteurs intracellulaires 

(Kammermeier, 2006). La forme courte 1a dont son expression augmente au cours d’un stress cellulaire ou 

suite à l’activation neuronale, agit comme un modulateur dominant négatif qui rentre en compétition avec les 

formes longues d’HOMER réduisant le couplage de mGlu5R avec certains effecteurs perturbant ainsi la 

signalisation intracellulaire (Kammermeier and Worley, 2007). HOMER1a contrebalance l’hyperexcitabilité des 

neurones et joue un rôle clé dans la neuroprotection endogène. Les formes longues de HOMER interagissent 

avec des protéines régulatrices de la signalisation calcique et les iGluRs (Bockaert et al., 2010). Les protéines 

d’échafaudage HOMER1b/c, SHANK et PSD95 permettent l’association des mGluRs du groupe I avec les 

rNMDAs (Tu et al., 1999).  Inversement, la protéine d’échafaudage PICK1 qui contient un site de liaison pour 
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mGluR3/7 et les rAMPA donne la possibilité d’une compétition pour sa fixation aux mGluRs ou iGluRs (Perroy 

et al., 2002). 

Désensibilisation et endocytose des mGluRs du groupe I 

La réponse des mGluR du groupe I est régulée par la désensibilisation. La désensibilisation des récepteurs se 

produit après une exposition prolongée à l’agoniste. C’est un mécanisme « rétroactif » qui protège à la fois 

contre la surstimulation aiguë et chronique des récepteurs. Ce processus implique, la phosphorylation des 

récepteurs, la liaison à la β-arrestine et l’internalisation des récepteurs (Dhami and Ferguson, 2006). Le modèle 

canonique de désensibilisation fait intervenir une kinase des récepteurs au protéines G (GRK) qui favorise la 

liaison des β-Arrestines pour découpler les RCPG de ses effecteurs. Les β-Arrestines participent alors à 

l'endocytose des récepteurs via les vésicules recouvertes de clathrine en fonctionnant comme des molécules 

adaptatrices endocytiques qui recrutent la clathrine et β2-Adaptine (Fig. 10). Une fois internalisés, la plupart 

des RCPG sont soit déphosphorylés dans le compartiment endosomal et sont rapidement recyclés à la surface 

cellulaire, soit adressés aux lysosomes pour dégradation. Comme pour de nombreux autres RCPG, la 

transduction du signal des voies mGluRs sont régulées par de multiples mécanismes agissant à différents 

niveaux. Les mGluRs du groupe I peuvent subir une désensibilisation à la fois agoniste-dépendante et agoniste-

indépendante (Fig. 10). La PKC va permettre la désensibilisation des mGluRs sélectivement via Gαq mais 

n’atténue pas le couplage du récepteur à l’adénylyl cyclase via Gαs. La phosphorylation par la PKC de la sérine 

901 (S901) de mGlu5R provoque la dissociation de la calmoduline conduisant à l'internalisation du récepteur 

phosphorylé. L'équilibre entre la phosphorylation de mGlu5R et la liaison à la calmoduline est un déterminant 

clé du trafic des mGlu5R et de la signalisation intracellulaire calcique stimulée par ces récepteurs (Lee et al., 

2008). Choi et ses collègues ont montré que mGlu1R ne s’associe pas à la calmoduline et ils émettent 

l’hypothèse que les différences dans la signalisation des mGluRs du groupe I peuvent résulter de cette 

différence de liaison à la calmoduline (Choi et al., 2011). 
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l’exocytose, le trafic vésiculaire et le transport moléculaire ainsi que sur le remodelage et la plasticité 

synaptique (Mandelkow and Mandelkow, 1992). Récemment, il a été montré que le complexe SNAP23-Kif5 

contrôle le trafic des récepteurs mGlu1R le long des microtubules et contribues à son expression à la surface 

cellulaire (Raynaud et al., 2018).  

1.5 La plasticité synaptique  

La plasticité synaptique est le terme regroupant l’ensemble des mécanismes morphologiques et moléculaires 

caractéristiques de la synapse excitatrice lui permettant d’adapter sa forme et sa composition en fonction du 

stimulus reçu. Pour cela, le neurone a la capacité de moduler le nombre, la composition ou les propriétés 

biophysiques des récepteurs à sa surface dans le but de renforcer ou d’affaiblir la réponse postsynaptique suite 

à une même libération de neurotransmetteurs. Il existe plusieurs types de plasticité synaptique, qui peuvent 

être induites expérimentalement et qui diffèrent dans leurs caractéristiques, les protocoles d’induction et le 

type neuronal ou la région cérébrale où ce type de plasticité opère. Néanmoins, on peut classer les différentes 

plasticités synaptiques en 4 catégories :  

- La plasticité à court-terme : L’activité synaptique est modulée sur une échelle de quelques secondes à 

quelques minutes (Zucker and Regehr, 2002).  

- La plasticité à long-terme : Les modifications de l’activité synaptique vont persister pendant des 

heures, des jours ou plus encore (Malenka and Bear, 2004).  

- La métaplasticité : Modifications, à la suite d'un événement initial, de la capacité d'un stimulus à induire 

une plasticité synaptique à long terme. La nature de la plasticité n'est pas modifiée, c’est uniquement 

la réactivité aux stimuli présynaptiques qui est modulée. On la réfère souvent comme « la plasticité de 

la plasticité » (Rebola et al., 2017).  

- La plasticité homéostatique : Modifications persistantes de l’activité du réseau neuronal qui entraînent 

des changements compensatoires de l’excitabilité neuronale (Turrigiano, 2008). 

En théorie, chacune de ces formes de plasticité peut subir des modifications dépendantes de l’activité à la pré- 

ou à la postsynapse modulant ainsi l’efficacité de la réponse synaptique. Cependant, la question de savoir si la 

plasticité synaptique est médiée par la pré- (Salin et al., 1996) ou la postsynapse (Bliss and Collingridge, 1993; 

Malenka and Bear, 2004) fait depuis longtemps l’objet de débats. Si les modifications présynaptiques sont à 

l’origine de plusieurs formes de plasticité synaptique, il est désormais largement admis que les modulations de 

la force synaptique sont principalement médiées par les propriétés biochimiques et le nombre de récepteurs 

postsynaptiques en particulier les récepteurs du glutamate de type AMPA (Malinow and Malenka, 2002; 

Shepherd and Huganir, 2007). La dépression à long terme (Long-Term Depression ; LTD) ou la potentialisation 

à long terme (Long-Term Pontentiation ; LTP) sont les formes les plus étudiées de la plasticité synaptique et 
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éléments pré- et postsynaptiques permettant l’entrée de calcium. Cette entrée massive de Ca2+ déclenche des 

cascades de signalisation faisant intervenir l’activation des kinases CaMKII, PKA et PKC et des évènements de 

phosphorylation nécessaires à l’insertion des rAMPAs à la membrane postsynaptique (Diering and Huganir, 

2018). La phosphorylation de différents résidus Sérine de GluA1, la S831 par la CAMKII, la S845 par la PKA et la 

S818 par la PKC, joue respectivement un rôle dans l’augmentation de la conductance et la probabilité 

d’ouverture des rAMPAs (Kristensen et al., 2011), la stabilisation des récepteurs à la synapse via des 

interactions avec des protéines d’ancrage (Opazo and Choquet, 2011) et le maintien des rAMPAs perméables 

au calcium (He et al., 2009) ou favorise encore l’interaction des récepteurs avec la protéine d’ancrage 4.1N et 

le cytosquelette (Lin et al., 2009). 

Il est maintenant bien accepté que les hétéromères GluA1/2 sont rapidement recrutés à la synapse lors de la 

LTP alors que les hétéromères GluA2/3 sont recrutés de manière constitutive et remplacent progressivement 

les rAMPAs contenant la sous-unité GluA1 au niveau des synapses potentialisées (Diering and Huganir, 2018). 

GluA2 et GluA3 interagissent avec GRIP1/2 et PICK1 qui a leur tour, se lient à des protéines impliquées dans le 

trafic des rAMPA. Les CP-AMPAR sur les sites périsynaptiques sont rapidement mais transitoirement insérés à 

la synapse et sont remplacés par des rAMPA contenant la sous-unité GluA2 dans un délai de 30 min (Plant et 

al., 2006). En effet, PICK1 piège les rAMPA contenant GluA2 dans les endosomes pendant la phase précoce de 

la LTP (Clem et al., 2010; Jaafari et al., 2012). En outre, les souris knock-out pour la sous-unité GluA2 montrent 

une LTP améliorée, ce qui suggère que les rAMPAs contenant GluA2 jouent un rôle dans la modulation de 

l'intensité d’expression de la LTP (Meng et al., 2003). 

L’activité des récepteurs mGlu1R et mGlu5R module également l’induction et le maintien de la LTP. L’inhibition 

à la fois de l’activation de mGlu1R et de mGlu5R peut interférer complètement avec l’induction (Gubellini et 

al., 2003) et le maintien de la LTP (Neyman and Manahan-Vaughan, 2008). Des expériences 

d’électrophysiologie sur des souris invalidées pour mGlu1R ont montré une LTP réduite dans différentes 

régions du cerveau (Conquet et al., 1994). Dans l’hippocampe, les souris déficientes en mGlu1R présentent 

une LTP normale ou légèrement réduite dans le CA1 et le gyrus dentée et une LTP altérée dans les fibres 

moussues du CA3. Ces souris montrent également une performance réduite dans la réalisation de tâches liés 

au conditionnement par la peur dépendant du contexte (Aiba, 1994).  Inversement, les souris déficientes en 

mGlu5R présentent une réduction de la LTP dans le CA1 mais une LTP normale dans les fibres moussues du 

CA3 associée à une diminution de l’apprentissage spatial (Lu et al., 1997).  Il a été suggéré que le rôle des mGluR 

du groupe I sur la LTP soit lié à une augmentation de la réponse médiée par les NMDARs via l’activation de 

plusieurs mécanismes dépendant du calcium (Dineley et al., 2001). 

La LTD  
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Inversement, la LTD correspond à un affaiblissement des synapses qui est caractérisé par la diffusion latérale 

des rAMPAs en dehors de la synapse, suivie de leur endocytose. Il existe deux formes relativement bien 

caractérisées : la LTD dépendante des mGluRs (mGluR-LTD) et la LTD dépendante des rNMDA (rNMDA-LTD ; 

(Huganir and Nicoll, 2013). Leur induction se fait par des voies de signalisation distinctes et leurs effets peuvent 

être additifs. La mGluR-LTD requiert à la fois l’activation des mGluRs et un afflux de Ca2+ par les canaux calciques 

voltage-dépendant activant les voies de signalisation de la PKC et ErK/MAPK. Il a été montré que l’amplitude 

de la LTD est réduite dans les tranches de souris invalidées pour mGlu1R associée à une déficience de réflexe 

oculaire et de coordination motrice suggérant que l’expression de la LTD nécessite l’activation sélective des 

mGlu1R (Conquet et al., 1994; Gubellini et al., 2001).  

La rNMDA-LTD requiert elle un influx calcique plus faible mais prolongée dans le temps qui va activer les 

molécules senseurs calciques, principalement des phosphatases, qui modifient les résidus phosphorylés des 

rAMPAs ou des protéines régulant leur trafic. La LTD dépendante de l’activité des mGlu5R fait aussi intervenir 

le gène de transcription Arc ce qui n’est pas le cas pour la forme dépendente de rNMDA (Park et al., 2008). Les 

deux types de LTD mobilisent des populations distinctes de rAMPAs car la mGluR-LTD favorise l’internalisation 

des rAMPAs associés à la protéine GRIP alors que la rNMDA-LTD facilite l’internalisation des rAMPAs plus 

mobiles et non associés à GRIP (Casimiro et al., 2011). De plus, la rNMDA-LTD requiert l’activation de la 

phosphatase PP2A (Nicholls et al., 2008).  

Comme détaillée dans cette partie, l’épine dendritique est composée de plusieurs acteurs moléculaires qui 

diffusent ou interagissent à la synapse comme les récepteurs du glutamate, les protéines d’ancrage et 

d’adhésion qui sont étroitement liées à la formation, la transmission et la plasticité synaptique. Ces processus 

synaptiques ne reposent pas uniquement sur leurs propriétés de diffusion ou le piégeage/ancrage des 

protéines à la terminaison postsynaptique mais dépendent également de la disponibilité des composants et de 

leurs affinités respectives. De ce fait, il existe un équilibre très strict entre diffusion et interaction des molécules 

qui est essentiel à la formation et à la stabilisation des synapses ainsi qu’à la transmission et à la plasticité 

synaptique. Des anomalies de cet équilibre sont à l’origine de la quasi-totalité des dysfonctionnements 

synaptiques et par conséquent, participe à l’étiologie même de nombreux désordres neurologiques. On 

retrouve des dysfonctionnements de la synapse dans les troubles du spectre autistique, la schizophrénie ou 

encore dans les maladies neurodégénératives de type Alzheimer, Parkinson ou Hungtington…). Cet équilibre 

entre diffusion et interaction des acteurs moléculaires de la synapse est régulé par des modifications post-

traductionnelles. Parmi ces modifications, on retrouve entre autres la phosphorylation, la palmitoylation, 

l’ubiquitination ou encore la SUMOylation.  



38 
 

2 SUMOylation, une modification post-
traductionnelle essentielle 

 

Découverte en 1996, la SUMOylation est un processus enzymatique qui consiste en la liaison covalente de la 

protéine SUMO (Small Ubiquitin-like MOdifier) sur des résidus lysines d’une protéine cible (Matunis et al., 

1996). La protéine SUMO est une petite protéine d’environ 100 acides aminés (11 kDa) et de structure 

tridimensionnelle similaire à l’ubiquitine. SUMO partage 18% de similarité avec la séquence primaire de 

l’ubiquitine et possède une vingtaine d’acides aminés de plus au niveau de son domaine N-terminal. Ces 

différences permettent à ces deux protéines d’exercer des fonctions distinctes (pour revue : Folci et al., 2020). 

2.1 La machinerie de SUMOylation 

La famille des protéines SUMO est très conservée chez les Eucaryotes. Cinq paralogues de SUMO ont été 

identifiés chez l’humain. SUMO1-3 sont exprimés de façon ubiquitaire (Hay, 2005) alors que SUMO4 est 

exprimé dans la rate, le rein et les ganglions lymphatiques (Bohren et al., 2004; Guo et al., 2004) et SUMO5 

retrouvé dans les poumons et la rate (Liang et al., 2016). Les paralogues SUMO2 et SUMO3 ne diffèrent que 

par 3 résidus et ne présentent que 47% d’homologie avec SUMO1. On les mentionne généralement comme 

une seule entité, SUMO2/3. Alors que certaines protéines peuvent être modifiée à la fois par SUMO1 et 

SUMO2/3, les paralogues diffèrent en termes de propriétés et d’abondance dans la cellule. SUMO2/3 peut 

former des chaines poly-SUMOylées contrairement à SUMO 1 qui ne contient pas le résidu lysine au niveau N-

terminal indispensable à la formation de ces chaines poly-SUMO (Tammsalu et al., 2015). De plus, les 

paralogues SUMO2/3 peuvent être retrouvés sous forme libre dans la cellule alors que SUMO1 est 

majoritairement conjuguée à ses protéines cibles. 

La SUMOylation est un processus enzymatique dynamique et réversible. On retrouve ainsi des étapes de 

maturation, d’activation, de conjugaison, de liaison et de clivage (Fig. 12). La protéine SUMO est d’abord 

synthétisée sous la forme d’un précurseur inactif. La maturation se fait par l’activité hydrolase d’enzymes 

spécifiques appelées SENP (SUMO/Sentrin-specific protease). Ceci permet l’exposition d’un doublet de Glycine 

(G) au niveau C-terminal où se fera la liaison avec le résidu lysine de la protéine cible. La forme mature SUMO-

GG est ensuite transférée sur le substrat via une cascade faisant intervenir une enzyme d’activation E1 

(SAE1/SAE2), l’enzyme de conjugaison Ubc9 et la liaison covalente est souvent facilitée par une E3 SUMO ligase 

comme par exemple les protéines de la famille PIAS ou encore RanBP2. Ce processus est réversible par 

l’intermédiaire de déSUMOylases (SENPs) permettant une déSUMOylation rapide des protéines SUMOylées 

(Fig. 10). 
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Figure 12. Cascade de SUMOylation et conséquences moléculaires. 
 A Le précurseur de SUMO est dans un premier temps clivé dans sa partie C-terminale par les SUMO protéases (SENPs) pour 
exposer le motif di-Glycine (étape de maturation). SUMO est activé par l’enzyme E1 constituée des sous-unités SAE1 et 
SAE2 (étape d’activation), puis transféré sur le site actif à l’enzyme de conjugaison Ubc9 (étape de transfert). En 
combinaison avec une enzyme E3 qui assure la reconaissance de la cible, Ubc9 se rapproche de la protéine cible, facilitant 
sa modification covalente par SUMO. La réaction est réversible grâce l’intervention de SUMO protéases ou déSUMOylases 
(SENPs, Sentrin Protease). B La SUMOylation peut avoir 3 conséquences moléculaires : SUMO peut réguler l’activité du 
substrat en induisant un changement de conformation des protéines, contrôler la stabilité du substrat par compétition 
avec l’ubiquitine ou par le biais de recrutement de l’Ubiquitine ligase (STUbls) ou peut encore modifier les profils 
d’interaction en bloquant la liaison d’une protéine ou en agissant comme un facteur de recrutement de nouveaux 
interacteurs. 

 
Chez les mammifères, trois classes de déSUMOylases ont été décrites à ce jour, selon leur structure : les SENP 

(Sentrin Protease, en référence à l’ancien nom de SUMO), DESI1 et 2 (Desumoylating Isopeptidase 1 et 2 (Shin 

et al., 2012), et USPL1 (Ubiquitin-Specific Protease-Like1 ; (Schulz et al., 2012). Les SENPs sont les 

déSUMOylases les mieux décrites. Il existe 6 isoformes de SENP présentant une spécificité de substrat due à 

leur distribution subcellulaire (Tableau 2) 

Les SENPs peuvent cliver SUMO1 et SUMO2/3, et ce, bien que certaines SENPs montrent une affinité 

supérieure pour l’un ou l’autre des paralogues. De même SENP1, SENP2 et SENP5 ont été décrites comme 

étant capables de cliver les précurseurs de SUMO alors que SENP6 et SENP7 sont les seules à pouvoir éditer 

les chaînes SUMO, c’est-à-dire cliver la liaison entre deux SUMO, sans ôter l’entité SUMO directement liée à la 
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protéine cible (Nayak and Muller, 2014). Ces enzymes de la machinerie de SUMOylation, comme Ubc9 pour la 

conjugaison et les SENPs pour la déconjugaison de SUMO, contrôlent ainsi l’équilibre entre l’état SUMOylé et 

déSUMOylé des protéines et sont de ce fait, indispensables pour l’homéostasie cellulaire. 

2.1.1 Distribution de la machinerie de la voie de SUMOylation dans les neurones 

La machinerie de la voie de SUMOylation est retrouvée majoritairement dans le noyau, mais aussi dans le 

cytosol, la mitochondrie ainsi qu’au niveau des terminaisons pré- et postsynaptiques (Loriol et al., 2012; Loriol 

et al., 2013). Récemment, Colnaghi et ses collègues ont utilisé la microscopie à haute résolution (SIM) pour 

confirmer la distribution subcellulaire des paralogues SUMO1 et SUMO2/3 et de l’enzyme de conjugaison Ubc9 

dans des neurones en cultures (Colnaghi et al., 2019). En accord avec toutes les études précédentes, ils 

rapportent qu’une majorité des paralogues SUMO 1-3 et de l’enzyme de conjugaison Ubc9 sont présents dans 

le noyau ainsi qu’au niveau des terminaisons pré- et postsynaptiques (Martin et al., 2007b; Loriol et al., 2012; 

Loriol et al., 2013; Loriol et al., 2014; Josa-Prado et al., 2019). L’utilisation de 3 anticorps spécifiques 

reconnaissant différentes épitopes des paralogues SUMO2/3 sur des cultures de neurones hippocampiques 

ont permis de confirmer une colocalisation partielle de SUMO2/3 avec un marqueur présynaptique, la 

synaptophysine, et avec un marqueur postsynaptique, PSD95 (Colnaghi et al., 2019).  

Concernant les enzymes de déSUMOylation SENP1, SENP6 et SENP7, elles sont trouvées à la fois dans le noyau 

et dans le cytosol (Loriol et al., 2012; Loriol et al., 2013; Choi et al., 2016; Schorova et al., 2019; Colnaghi et al., 

2020) ; Tableau 2). Ces trois déSUMOylases sont également partiellement colocalisées avec des marqueurs pré- 

et postsynaptiques dans des cultures primaires de neurones hippocampiques de souris (Loriol et al., 2012; 

Loriol et al., 2013; Schorova et al., 2019; Colnaghi et al., 2020). Les fonctions neuronales et synaptiques de 

SENP7 restent encore peu étudiées, cependant les dernières données publiées (Colnaghi et al., 2020) 

suggèrent la présence de polychaînes SUMO 2/3 à la synapse puisque SENP7 est capable d’éditer les chaines 

SUMOylées formées des paralogues SUMO2/3. Bien que principalement identifiée dans le noyau, SENP3 est 

également présente au niveau des mitochondries et des synapses (Guo et al., 2013; Guo et al., 2017). 

Les niveaux protéiques des multiples SENPs sont différemment régulés dans les neurones. Par exemple, les 

niveaux de SENP1 sont augmentés alors que les niveaux de SENP3 sont diminués dans les neurones pendant 

un stress cellulaire ischémique (Luo et al., 2017) indiquant que les 2 déSUMOylases sont régulées par 

différentes voies, et qu’il y a probablement une relation mutuelle entre activité et/ou niveaux de SENP1 et 

SENP3.  
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SUMO 

Protease 

Poids 

moléculaire 

Localisation subcellulaire Références 

SENP1 70kDa Majoritairement nucléaire ; cytoplasme et SYNAPSE. (Loriol et al., 2012; Loriol et 

al., 2013; Schorova et al., 

2019; Colnaghi et al., 2020) 

SENP2 70kDa Majoritairement nucléaire ; cytoplasme (Fu et al., 2014) 

SENP3 65kDa Nucléole et compartiments extranucléaires associés à 

la mitochondrie. 

(Akiyama et al., 2018) 

SENP5 86kDa Nucléole et compartiments extranucléaires comme la 

mitochondrie et la SYNAPSE. 

(Akiyama et al., 2018) 

SENP6 130kDa Noyau, majoritairement dans le cytosol et SYNAPSE. (Loriol et al., 2012; Loriol et 

al., 2013; Colnaghi et al., 

2020) 

SENP7 112kDa Nucléoplasme, cytoplasme et SYNAPSE.  (Colnaghi et al., 2020) 

Tableau 2. Localisation subcellulaire des différentes SUMO protéases dans les neurones. 
 

2.1.2 Régulation neurodéveloppementale de la machinerie de SUMOylation 

Le niveau d’expression des enzymes de la machinerie de SUMOylation varie au cours du développement 

cérébral. Les niveaux d’ARNm codant pour Ubc9 et SUMO1 sont régulés lors du développement embryonnaire 

du cerveau de rat avec une surexpression de ces ARNm juste avant la naissance (Watanabe et al., 2008). De 

plus, les niveaux de substrats SUMOylés et l’expression protéique des paralogues de SUMO, des enzymes de 

SUMOylation SAE1, SAE2 et Ubc9 ainsi que des enzymes de déSUMOylation SENP1 et SENP6 sont 

différentiellement régulés durant le développement cérébral chez le rat (Loriol et al., 2012; Josa-Prado et al., 

2019). Une étude menée par le laboratoire montre un pic de SUMO1-ylation lors du 12ème jour embryonnaire 

et une diminution lente jusqu’à la naissance chez le rat ainsi qu’une augmentation des protéines modifiées par 

SUMO2/3 après la naissance (Fig. 13). De manière intéressante, le niveau global des protéines SUMOylées par 

SUMO1 et/ou SUMO2/3 diminuent progressivement jusqu’à l’âge adulte dans le cerveau alors qu’il y a 

progressivement plus de substrats SUMOylés dans le compartiment synaptique après la naissance (Loriol et al., 

2012 ; Fig. 13). L’enzyme de conjugaison Ubc9 existe sous deux formes : Une forme libre et une forme 

conjuguée à SUMO. Le pic d’expression de la forme libre d’Ubc9 est observée avant la naissance alors que sa 

forme conjuguée à SUMO augmente à partir du 3ème jour après la naissance (P3 ; Fig. 13). Au niveau du 

compartiment synaptique, Ubc9 est retrouvé majoritairement sous forme conjuguée à SUMO durant le 

développement cérébral et à l’âge adulte. Les déSUMOylases SENP1 et SENP6 sont inversement distribuées 

dans les neurones matures suggérant une distribution des enzymes modulée par l’activité neuronale (Loriol et 
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al., 2012). Ces données ont été confirmées par une autre étude montrant une modulation de la machinerie de 

SUMOylation ainsi que des niveaux de protéines SUMO1 et SUMO2/3-ylées avec l’âge dans le télencéphale et 

le cervelet de rat  (Josa-Prado et al., 2019).  

 

Toutes ces observations suggèrent que la régulation spatiotemporelle des niveaux d’expression de la 

machinerie de SUMOylation semble importante pour les processus de neurogenèse et de synaptogenèse, qui 

sont tous les deux essentiels au développement cérébral. 

2.1.3 Régulation de la machinerie de SUMOylation par l’activité neuronale 

Les travaux du laboratoire ont montré que l’activité neuronale régule la distribution et la relocalisation de la 

machinerie de SUMOylation au niveau des terminaisons pré- et postsynaptiques (Loriol et al., 2013). En effet, 

la dépolarisation par l’utilisation de KCl de neurones hippocampiques de rat en culture primaire entraine une 

augmentation des niveaux de substrats SUMO1-ylés au niveau présynaptique associée à une diminution 

transitoire des substrats SUMOylés par SUMO2/3 au niveau postsynaptique. L’activité neuronale entraîne une 

redistribution et une relocalisation synaptique des enzymes de SUMOylation (AoS1 et Ubc9) et de 

déSUMOylation (SENP1 et SENP6 ; Loriol et al., 2013). La répartition de ces enzymes de SUMOylation est 

différente entre les terminaisons pré- et postsynaptiques indiquant une régulation spécifique de la machinerie 

enzymatique dans chaque compartiment, probablement en raison de la différence de substrats à SUMOyler 

ou déSUMOyler ou à la signalisation spécifique de ces compartiments subcellulaires. 

Figure 13. Régulation 
neurodéveloppementale 
de la machinerie de 
SUMOylation. 
 
A Immunoblots de lysats de 
cerveau de rat à différents 
âges, du 9ème jour 
embryonnaire (E9) à l’âge 
adulte (Ad).  
B Immunoblots de la fraction 
synaptique obtenue à partir 
de cerveau de rat à différents 
âges, du 18ème jour 
embryonnaire (E18) à l’âge 
adulte (Ad). D’après Loriol et 
al., 2012. 
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Les travaux du laboratoire ont mis en évidence pour la première fois un mécanisme de régulation de la diffusion 

de l’enzyme de conjugaison Ubc9 par l’activité synaptique  (Loriol et al., 2014). L’activation des récepteurs 

mGlu5 entraine une augmentation du temps de résidence d’Ubc9 dans les épines dendritiques. Une activation 

brève des mGlu5R déclenche la voie de signalisation en aval de ces récepteurs. La PKC activée va alors 

phosphoryler de nombreuses protéines synaptiques, qui vont en retour se comporter comme des scotchs 

moléculaires permettant ainsi à l’enzyme de conjugaison Ubc9, de prolonger son temps de résidence dans les 

épines dendritiques et par conséquence d’augmenter le niveau global de la SUMOylation synaptique. Cette 

régulation de la diffusion d’Ubc9 permet de moduler l’excitabilité neuronale (Loriol et al., 2014). Plus 

récemment, nous avons montré que l’accumulation de l’enzyme de déSUMOylation SENP1 à la postsynapse 

requiert une activation soutenue de ces mêmes récepteurs mGlu5 (Annexe 2  ; Schorova et al., 2019). Cette 

accumulation synaptique de la déSUMOylase SENP1 est dépendante de l’activité neuronale et résulte d’une 

diminution de la dynamique de sortie de SENP1 des épines dendritiques. Cet enrichissement postsynaptique 

en SENP1 a pour conséquence de diminuer les niveaux synaptiques de SUMOylation à l’état basal (Annexe 2  ; 

Schorova et al., 2019). Ces résultats montrent que la SUMOylation et la déSUMOylation sont toutes deux 

régulées par l’activation des mGlu5R. Cependant, ces deux processus se produisent séquentiellement afin de 

permettre au système de répondre de manière coordonnée à l’activation des neurones. 

2.2 Rôles de la SUMOylation dans les fonctions neuronales 

La capacité du SNC des mammifères à stocker et traiter les informations nerveuses repose sur la formation et 

la plasticité de synapses fonctionnelles. Un grand nombre de protéines neuronales, nucléaires ou 

extranucléaires, a été identifié comme étant SUMOylées. Des anomalies de la SUMOylation entraînent des 

défauts dans la réponse neuronale au stress, de l’excitabilité neuronale et de la transmission et plasticité 

synaptique (Guo and Henley, 2014; Schorova and Martin, 2016; Henley et al., 2018). La SUMOylation joue un 

rôle crucial dans la maturation neuronale, la formation et l’activité des synapses et pourrait représenter une 

nouvelle cible thérapeutique pour de nombreux désordres cérébraux.  

2.2.1 SUMOylation, développement embryonnaire et formation des synapses. 

Développement embryonnaire 

La SUMOylation est un processus essentiel pour les fonctions cellulaires chez tous les eucaryotes. Pour évaluer 

l’importance et les rôles physiologiques de la SUMOylation des protéines lors du développement 

embryonnaire, plusieurs modèles d’animaux, dont les différents acteurs de la machinerie de SUMOylation sont 

invalidés génétiquement, ont été générés. L’invalidation génétique des différents éléments de la machinerie 

de SUMOylation induit des défauts de la SUMOylation et entraînent mort cellulaire, malformation et létalité 
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embryonnaire. L’invalidation génétique d’Ubc9, la seule enzyme de conjugaison de la SUMOylation, provoque 

des défauts nucléaires au stade des blastocytes. Ces anomalies sont notamment dûes à une mauvaise 

localisation de RanGAP1 et Ran, des protéines impliquées dans les échanges nucléoplasmiques et la 

ségrégation des chromosomes. Les embryons des souris Ubc9-/- meurent au début du stade post-implantatoire 

(Nacerddine et al., 2005). Pour pallier les effets délétères de la suppression d’Ubc9 et étudier l’impact 

développemental d’Ubc9, le laboratoire du Dr Dejean a généré une souris où l’invalidation d’Ubc9 est 

inductible (Demarque et al., 2011). La perte d’expression d’Ubc9 chez la souris adulte provoque une défaillance 

intestinale rapide et la mort subite empêchant l’études des défauts dans d’autres tissus ou organes. Il est à 

noter que la perte d’Ubc9 n’a pas été induite dans le cerveau. Une alternative pour étudier le rôle d’Ubc9 sur 

le développement du cerveau et l’activité neuronale a été la génération d’une souris transgénique où 

l’expression d’Ubc9 est sous le contrôle du promoteur de la β-actine de poulet permettant à Ubc9 d’être 

fortement synthétisée dans tous les tissus. Cette stratégie a permis de montrer que l’augmentation de 

l’expression d’Ubc9 provoque une augmentation accrue de SUMOylation cérébrale globale et une protection 

contre les dommages liées à l’induction d’une ischémie cérébrale locale, suggérant un rôle neuroprotecteur 

de la SUMOylation (Lee et al., 2011).  

L’absence d’expression des enzymes SENP1 et SENP2 entraîne une augmentation de la SUMOylation et des 

anomalies du développement conduisant à la mort des animaux au stade embryonnaire ou juste après la 

naissance selon la stratégie d’invalidation et/ou le fond génétique utilisé. Cette létalité précoce est associée à 

des défauts placentaires et/ou cardiaques (Yamaguchi et al., 2005; Cheng et al., 2006; Chiu et al., 2008; Kang 

et al., 2010; Sharma et al., 2013). Ces données démontrent qu’un équilibre entre l’état SUMOylé et déSUMOylé 

des protéines régit étroitement la fonction des protéines et qu’une dérégulation de cette balance conduit à 

des pathologies et/ou à la létalité. Cependant, ces dernières études ne précisent pas si le développement du 

cerveau est affecté chez les souris déficientes pour SENP1 ou SENP2. La forme mutée de SENP2 déficiente pour 

son activité protéase (SENP2ΔSUMO) dans les cellules progénitrices neurales provoque la mort de ces souris à 

l’âge de trois semaines (Fu et al., 2014). Bien que les embryons de ces souris SENP2 ΔSUMO se soient 

développés normalement, les animaux présentent une neurodégénération importante après la naissance, et 

entrainant par la suite une paralysie qui les empêche d’aller se nourrir (Fu et al., 2014). 

L’absence de l’expression du gène SUMO1 chez la souris s’avère létale suggérant l’importance de la protéine 

SUMO lors du développement embryonnaire (Wang et al., 2011). Cependant, deux autres études rapportent 

que l’absence d’expression de la protéine SUMO1 n’est pas létale puisque les paralogues SUMO2 et 3 sont 

capables de compenser cette absence durant le développement embryonnaire chez la souris (Evdokimov et 

al., 2008; Zhang et al., 2008). Des anomalies de poids, d’adipogenèse, de fonctions cardiaques et de réponses 

inflammatoires ont par ailleurs été identifiées chez ces souris SUMO1 KO révélant une compensation partielle 
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des fonctions de SUMO1 par SUMO2/3 et laissent penser que ces 2 paralogues exercent des fonctions 

cellulaires différentes. Enfin, le rôle de SUMO2/3 dans l’embryogenèse a été étudié grâce à la génération de 

souris SUMO2 KO et SUMO3 KO. Les souris SUMO3 KO sont viables contrairement aux embryons SUMO2 KO 

qui montrent de sévères retards de croissance et dont le développement s’arrête à 10,5 jours embryonnaires. 

Ces défauts développementaux sont en partie dus à une réduction de la prolifération cellulaire et à une 

augmentation de la mort cellulaire chez les embryons SUMO2 KO (Wang et al., 2014). 

L’ensemble de ces résultats montre que l’homéostasie de la SUMOylation est essentielle durant 

l’embryogénèse et le développement cérébral.  

Formation des synapses 

L’activité neuronale participe à la formation et au remodelage des synapses formées lors du développement 

cérébral. Ces étapes sont cruciales pour la formation et l’établissement des circuits neuronaux et implique une 

régulation fine qui fait intervenir des modifications post-traductionnelles, et notamment la SUMOylation.  

CASK et MEF2A 

L’établissement d’un circuit neuronal fonctionnel repose sur la formation et l’élimination des synapses. La 

formation des synapses requiert une activation coordonnée de différents facteurs de transcription dont 

certains sont régulés par SUMO (Hannoun et al., 2010). La SUMO1-ylation de deux protéines, CASK et MEF2A 

joue un rôle clé dans la synaptogenèse. La protéine CASK (Ca2+/Calmodulin-dependent serine protein kinase) 

est une protéine de la famille des membrane-associated guanylate kinase (MAGUK). CASK interagit avec de 

nombreuses protéines d’adhésion telle que SynCAM, qui est notamment impliquée dans la formation des 

synapses et la plasticité (Hsueh, 2006). CASK joue un rôle important dans la formation des épines dendritiques 

grâce à son interaction avec le cytosquelette d’actine par l’intermédiaire de la protéine 4.1 (Biederer and 

Sudhof, 2001). L’invalidation de CASK dans les neurones hippocampiques entraîne une diminution de la taille 

et du nombre d’épines dendritiques. L’expression d’une forme mutée de CASK empêchant son interaction avec 

la protéine 4.1 ne restaure pas le phénotype des épines dendritiques. De manière intéressante, la SUMOylation 

de CASK réduit fortement son interaction avec la protéine 4.1, ce qui en retour, modifie la localisation et/ou la 

fonction de protéines membranaires postsynaptiques telles que SynCAM. La surexpression d’une forme 

mimant la SUMOylation de CASK entraîne une diminution de la densité des épines dendritiques ainsi qu’une 

réduction de leur volume (Chao et al., 2008). Ces résultats suggèrent un équilibre entre SUMOylation et 

déSUMOylation de CASK pour réguler ses interactions avec les molécules d’adhésion et la modulation du 

cytosquelette d’actine dans les épines dendritiques ce qui est nécessaire pour le processus de synaptogenèse. 
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Durant le développement du cervelet, les neurones postsynaptiques développent des protrusions dendritiques 

sur lesquelles les axones des fibres moussues vont former des terminaisons présynaptiques. Ce processus est 

régulé par la SUMO1-ylation du facteur de transcription MEF2A sur son résidu K403 (Shalizi et al., 2006). MEF2A 

régule l’expression de gènes codant pour des protéines impliquées dans la répression de la différenciation 

postsynaptique telles que Arc et SynGAP, ou des protéines impliquées dans la redistribution des vésicules et la 

libération des neurotransmetteurs dans la terminaison présynaptique (Yamada et al., 2013). La SUMOylation 

inhibe l’activité de MEF2A pour promouvoir la différenciation des protrusions dendritiques alors que 

l’augmentation de l’activité synaptique entraîne la déSUMOylation et l’acétylation du résidu K403 inhibant ainsi 

la formation des synapses (Shalizi et al., 2006).  

De manière intéressante, la SUMO1-ylation de ces deux substrats a des effets opposés sur la synaptogenèse. 

La SUMOylation de CASK inhibe alors que la SUMOylation de MEF2A promeut la formation des synapses. Ces 

rôles contrastés de la modification des protéines par SUMO aboutissent à des effets biologiques et 

physiologiques difficiles à définir, suggérant que les conséquences fonctionnelles de la SUMOylation sont 

spécifiques du substrat plutôt que généralisées à des voies, des cellules ou des tissus.  

FMRP (Fragile X- Mental Retardation Protein) 

La formation, la maturation et l’élimination des synapses ou encore la plasticité synaptique nécessitent une 

synthèse locale de protéines. Cette synthèse protéique locale requièrent le transport d’ARNm le long des 

dendrites ou de l’axone jusqu’aux synapses. Des protéines spécifiques appelées RBP (mRNA Binding Protein) 

assurent le transport de ces ARNm. C’est notamment le cas de FMRP, qui transporte les ARNm dans des 

granules de transport et dont la traduction est réprimée jusqu’aux terminaisons synaptiques (Dictenberg et al., 

2008). L’activité synaptique dépendante des mGlu5R déclenche la dissociation des ARNm des granules 

contenant FMRP permettant leur traduction locale (Khayachi et al., 2018). La perte d’expression ou de fonction 

de FMRP conduit à la plus courante des causes monogéniques connues d’autisme et de déficience 

intellectuelle, le syndrome du X fragile (SXF ; (Maurin et al., 2014). Au niveau neuronal, l’absence de FMRP 

conduit à une hyper abondance pathologique d’épines immatures chez les souris Fmr1-/y (Mientjes et al., 2006). 

Ces défauts de structure synaptique se traduisent par des altérations au niveau de la transmission et de la 

plasticité synaptique ainsi que des anomalies de comportements sociaux et cognitifs. Plus récemment, nous 

avons montré au laboratoire que FMRP est un substrat de la SUMOylation in vivo chez le rat et la souris 

(Khayachi et al., 2018). La SUMOylation de FMRP peut se faire sur 3 lysines (K88 ; K130 ; K614). En particulier, 

nous avons montré que l’activation de mGlu5R (< 5 min) déclenche la dissociation de FMRP de transport des 

granules d’ARNm, ce qui entraîne la libération et la traduction locale des ARNm cibles permettant l’élimination 

et la maturation des épines dendritiques (Fig. 13). De plus, l’expression de la forme non-SUMOylable de FMRP 
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comprendre les mécanismes qui sous-tendent le Syndrome de l’X-Fragile chez les patients porteurs de cette 

mutation (Annexe 3 ; Prieto et al., 2021). 

2.2.2 SUMOylation et excitabilité neuronale  

Les propriétés synaptiques et le réseau neuronal sont profondément influencés par des modulations de 

l’excitabilité neuronale. L’activité de nombreuses protéines membranaires comme des récepteurs inhibiteurs 

ou excitateurs et des canaux ioniques dépendant du voltage va permettre le maintien du potentiel de 

membrane et la régulation de l’excitabilité neuronale. Étant donné le nombre et la diversité de canaux ioniques 

modifiés par SUMO, il semble que la SUMOylation, par un changement de conformation du canal, par le 

blocage du pore ou en favorisant/inhibant ses interactions protéiques, représente un mécanisme fondamental 

de régulation de la fonction des canaux ioniques (Schorova and Martin, 2016; Benson et al., 2017). Un exemple 

récent de SUMOylation dépendante de l’activité dans lequel elle peut rapidement ajuster la densité de courant 

ionique pour contrôler l'équilibre de l'excitabilité neuronale en modifiant l'expression de surface et les 

propriétés biophysiques des canaux Kv4 (Parker et al., 2019). Ceci confirme le rôle de la SUMOylation comme 

un modérateur important de l’excitabilité neuronale.  

Parmi ces canaux, on retrouve K2P1, un canal de la famille des canaux potassiques, premier canal identifié 

comme étant SUMOylé (Rajan et al., 2005) et dont la SUMOylation a été controversée (Feliciangeli et al., 2007), 

de nombreux canaux potassiques et sodiques dépendants du voltage ainsi que des canaux cationiques non 

sélectifs tels que TRPM4 et TRPV1 (Wang et al., 2018). 

2.2.3 SUMOylation et transmission synaptique 

L’activité neuronale régule la quantité de neurotransmetteurs libérée dans la fente synaptique. Cette libération 

implique une régulation spatiotemporelle des interactions protéine-protéine à la pré-synapse notamment lors 

de la fusion des vésicules avec la membrane plasmique. 

La première démonstration d’un rôle de la SUMOylation au niveau de la synapse a été apportée par 

immunodétection de plusieurs substrats et de l’enzyme de conjugaison Ubc9 dans la fraction synaptique de 

neurones hippocampiques de rat (Martin et al., 2007a). Ce travail a identifié et caractérisé pour la première 

fois un substrat synaptique SUMOylée, la sous-unité GluK2 des rKA, ouvrant ainsi de nouvelles pistes pour 

l’étude du processus de SUMOylation à la synapse. La sous-unité GluK2 interagit directement avec l’enzyme de 

conjugaison Ubc9 et est SUMOylée sur la lysine C-terminale K886 (Martin et al., 2007a). La stimulation des 

GluK2 induit leur modification par SUMO1 à la surface des neurones et entraîne rapidement leur 

internalisation. Ceci a pour effet de moduler la transmission synaptique en diminuant le nombre de rKA à la 

surface des neurones de l’hippocampe (Martin et al., 2007a). De manière intéressante, il existe un crosstalk 
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entre phosphorylation et SUMOylation pour l’internalisation de GluK2. En effet, la phosphorylation de GluK2 

par la PKC suite à l’activation des rKA est un prérequis pour sa SUMOylation et par conséquent pour son 

endocytose (Chamberlain et al., 2012).  

Au cours des 15 dernières années, l’identification et la caractérisation fonctionnelle du rôle de la SUMOylation 

de plusieurs protéines pré- et postsynaptiques ont été rapportées (Tableau 3). 

Il a également été montré que la SUMOylation peut réguler la libération des neurotransmetteurs (Feligioni et 

al., 2009), le transport d’ARNm et de protéines axonales ainsi que les fonctions postsynaptiques (Schorova and 

Martin, 2016; Henley et al., 2021) Tableau 3). Il est donc d’intérêt d’identifier les substrats SUMOylés de la 

synapse afin de comprendre le rôle de la SUMOylation dans la régulation des fonctions synaptiques et de fait, 

dans la physiologie neuronale. 

Au niveau de la pré-synapse, la SUMOylation apparaît essentielle pour la formation, le maintien et le cycle 

endocytose/exocytose des vésicules de neurotransmetteurs. Parmi les cibles présynaptiques de la 

SUMOylation, on retrouve notamment la Synapsine1a qui est essentielle pour le maintien du pool de réserve 

vésiculaire où encore, la Syntaxine 1a, RIM1α et la Synaptotagmine 1 qui ont un rôle prépondérant dans le 

cycle exocytose/endocytose des vésicules synaptiques (Fig. 4). Plus récemment, une étude a mis en évidence 

la modification des transporteurs de la dopamine (DAT) par SUMO1 (Cartier et al., 2019). DAT permet la 

recapture de la dopamine libérée au niveau de la pré-synapse pour mettre fin à la neurotransmission 

dopaminergique. Son expression à la surface est critique pour sa fonction qui est, elle, influencée par la cocaïne, 

l’amphétamine. Le dysfonctionnement de cette régulation est impliqué dans différents désordres 

neurologiques tels que les troubles du spectre autistique, le trouble déficitaire de l’attention avec hyperactivité 

(TDHA) et la maladie de Parkinson. La modification de DAT par SUMO1 augmente les niveaux de DAT à la 

membrane plasmique (Cartier et al., 2019). La surexpression de SUMO1 ou Ubc9 augmente l’expression de 

surface de DAT ainsi que sa stabilité en réduisant son ubiquitination. Plusieurs lysines sont prédites comme 

sites potentiels de SUMOylation, cependant le site précis de cette SUMOylation ainsi que la conjugaison ou la 

liaison non covalente de SUMO1 à DAT in vivo restent encore à démontrer.
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Substrats 
Isoforme 
SUMO 

Site de 
SUMOylation 

Enzyme de 
déSUMOylation 
impliquée 

Rôle de la SUMOylation Références 

Présynaptique      

Synapsin 1A SUMO1 K687 SENP1 ? Favorise l’ancrage des vésicules synaptiques aux 
éléments présynaptiques ;  
Requis pour le maintien d’un pool de vésicules 
présynaptiques et leur exocytose 

(Tang et al., 2015) 

Syntaxin1A SUMO1 K252, 
K253, K256 

SENP1 Régule l’endocytose des vésicules présynaptiques ; 
SUMOylation favorise l’endocytose des vésicules 

(Craig et al., 2015) 

RIMa SUMO K502 Inconnu Requis pour l’exocytose présynaptique ;  
Facilite le regroupement des canaux calciques Cav2.1 

(Girach et al., 2013) 

Synaptotagmin-1 SUMO1 Inconnu Inconnu Inconnu (Matsuzaki et al., 2015) 

mGluR7 SUMO1/3 K889 SENP1 Augmente la stabilité du récepteur à la surface (Wilkinson et al., 2008; 

Wilkinson and Henley, 2011; 

Choi et al., 2016) 

mGluR8b SUMO1 K882 Inconnu Inconnu (Tang et al., 2005; Dutting et 

al., 2011) 

DAT SUMO1 Inconnu Inconnu Favorise la stabilité et l’expression à surface de DAT (Cartier et al., 2019) 

CRMP2 SUMO1-3 K374 Inconnu Régule l’expression membranaire de NaV1.7 (Dustrude et al., 2013; Ju et 

al., 2013) 

Postsynaptique      

M1 mAChR SUMO1 K327 Inconnu Favorise l'affinité de liaison aux ligands et la 
transduction du signal 

(Xu et al., 2019) 

GLUK2 SUMO1 K886 SENP1 ? Permet l’internalisation des KAR induit par la liaison de 
l’agoniste 

(Martin et al., 2007a) 

Arc SUMO1-3 K110, K268 SENP1 ? Requit pour la plasticité homéostatique ; 
Favorise l’interaction avec la Drebrin A lors de la LTP 

(Craig and Henley, 2012; 

Nair et al., 2017) 
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Géphyrine SUMO1-2 K148, k724 Inconnu Antagonise la formation de clusters de GABAA à la 
postsynapse 

(Ghosh et al., 2016) 

NOS SUMO1 K725, K739 Inconnu Requit pour l’induction de la LTP et l’expression de ARC 
et du BDNF 

(Du et al., 2020) 

PKC   Inconnu Sa SUMOylation réduit la phosphorylation de GluK2 et 
ses interactions protéiques ; DéSUMOylation de PKC et 
régulation l’endocytose des rKA  

(Sun et al., 2014) 

(Li et al., 2017) 

Traduction locale      

CPEB3 SUMO2/3 Inconnu Inconnu Fusion SUMO2-CPEB3 prévient l’agrégation de CPEB3 
et réprime la traduction locale 

(Drisaldi et al., 2015) 

Petites GTPases      

Rac1 SUMO1 K183,K184, 
K186, K188 

SENP1 et 3 
proposés 

Favorise l’activité de Rac1 et sa signalisation (Castillo-Lluva et al., 2010; 

Yang et al., 2019) 

Ras SUMO3 K42 SENP1, SENP2 Requit pour l’activation complète de la voie de 
signalisation 

(Choi et al., 2018) 

Rab17 SUMO1-3 K68 SENP1 ? Favorise l’interaction avec Syntaxin-2 et réduit 
l’amarrage des vésicules apicales 

(Striz et al., 2018) 

Mitochondrie      

Drp1 SUMO1, 
SUMO2 

  Contrôle la fusion/fission des mitochondries. SUMO1-
ylation favorise le recrutement des mitochondries ; 
SUMO2-ylation favorise sa localisation cytosolique 

(Harder et al., 2004; Guo et 

al., 2013; Prudent et al., 

2015) 

FADD     Facilite la liaison à Drp1. Permet le recrutement de 
Drp1 à la mitochondrie pendant le stress cellulaire  

(Choi et al., 2017) 

Tableau 3. Substrats SUMOylés synpatiques ou associés à la synapse. 
Les sites de modification et les isoformes SUMO sont listés. Les enzymes de SUMOylation et déSUMOylation qui ont une activité sur les protéines cibles sont indiquées 
lorsqu’elles sont connues. Le point d’interrogation (?) indique qu’une forme tronquée ou le domaine catalytique des SENPs a été utilisé pour déSUMOyler les protéines mais 
ne reflète pas forcément la spécificité des SENP in vivo.  
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2.2.4 SUMOylation, plasticité synaptique, apprentissage et mémorisation 

La plasticité synaptique est caractérisée par la capacité des neurones à induire des modifications morphologiques 

et fonctionnelles sur une longue période de temps et ce processus constitue le modèle cellulaire de 

l’apprentissage et de la mémorisation. Les rAMPAs sont à l’origine de la transmission excitatrice rapide dans le 

SNC et leur trafic est à la base des modifications d’efficacité synaptique observées lors de la LTP, la LTD et la 

plasticité homéostatique. Bien qu’il n’y ait pas de données montrant que les rAMPAs soient eux-mêmes SUMOylés, 

la SUMOylation apparait impliquée dans les évènements de plasticité synaptique via la régulation de l’expresion 

et/ou du trafic des rAMPAs.  

Plasticité homéostatique 

La SUMOylation est impliquée dans l’ajustement synaptique ou « scaling » résultant en une augmentation de 

l’expression des rAMPAs à la surface après une suppression prolongée de l’activité neuronale qui caractérise la 

plasticité homéostatique. Un traitement de 24h à la TTX entraîne une augmentation de l’expression des sous-

unités GluA1 et GluA2 à la surface corrélée à une diminution de l’expression de SENP1 et une augmentation 

concomitante de la SUMO1-ylation. La surexpression du domaine catalytique de SENP1 dans des cultures 

primaires de neurones bloque l’augmentation de GluA1 à la surface après un traitement prolongé à la TTX (Craig 

et al., 2012). Pour définir les substrats SUMOylés responsables de ces ajustements synaptiques, les auteurs ont 

examiné l’expression du produit du gène précoce immédiat associés au cytosquelette Arc qui est rapidement 

activée par l’activité neuronale (Carmichael and Henley, 2018). Grâce à son rôle pivot dans la régulation du trafic 

des récepteurs AMPA (Shepherd and Huganir, 2007) ainsi que dans la formation de la mémoire (Zhang et al., 

2019b), la protéine ARC est largement considérée comme un marqueur central des changements plastiques du 

cerveau. De plus, ARC est assujetti à de nombres modifications post-traductionnelles comme la phosphorylation, 

l’ubiquitination et la SUMOylation (Carmichael and Henley, 2018). La surexpression de ARC conduit à une 

diminution de l’expression de GluA1 à la surface après induction de la plasticité homéostatique, cependant la 

surexpression d’une forme non-SUMOylable de ARC n’entraine pas de changement d’expression de GluA1 à la 

surface, ce qui renforce l’hypothèse selon laquelle la SUMOylation de ARC joue un rôle dans la régulation des 

rAMPAs lors de la plasticité homéostatique (Craig and Henley, 2012).  

LTP et LTD  

La SUMOylation est impliquée dans le trafic des rAMPAs contenant la sous-unité GluA1 lors de la LTP. Jaafari et 

ses collègues ont induit de façon chimique la LTP (Chem-LTP) dans des cultures neuronales d’hippocampe de rat 

pour étudier le rôle de la SUMOylation sur l’expression des rAMPAs à la surface. La LTP est caractérisée par une 

augmentation des rAMPA à la surface. Par ailleurs, la Chem-LTP entraîne une augmentation des ARNm de Ubc9 
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et SUMO1 au niveau du soma et des dendrites (Jaafari et al., 2013). La surexpression du domaine catalytique de 

SENP1 prévient à la fois l’augmentation des mRNAs de SUMO1 et l’expression de surface des rAMPAs après 

induction de la LTP (Jaafari et al., 2013). Ces résultats sont en faveur d’un rôle actif de la SUMOylation dans le 

contrôle de l’expression de surface des rAMPAs pendant la LTP. Le mécanisme précis mis en œuvre n’est 

cependant toujours pas élucidé à ce jour. Une autre étude montre, qu’en combinant l’utilisation d’une forme 

perméable TAT-Ubc9 et d’un protocole d’induction de la LTP sur des tranches d’hippocampe du CA1, la LTP est 

significativement réduite (Lee et al., 2014). Ces résultats ont été confirmés par l’utilisation du domaine catalytique 

de SENP1 et montrent que l’inclusion de la forme active de SENP1, mais pas son mutant du domaine catalytique, 

bloque l’induction de la LTP dans les neurones pyramidaux du CA1. Les auteurs ont aussi montré que l’infusion de 

la forme dominante négative de TAT-Ubc9 in vivo dans l’hippocampe dorsal altére les processus d’apprentissage 

et de mémorisation (Lee et al., 2014). 

En plus de son rôle dans la plasticité homéostatique, la SUMOylation de ARC a été proposée comme un modulateur 

important des interactions protéiques et de l’induction et du maintien de la LTP in vivo. L’augmentation de la 

SUMOylation de ARC n’a pas lieu si la LTP n’est pas maintenue (Nair et al., 2017). La forme SUMOylée de ARC 

interagit avec la Drebrin A, une protéine liée à l‘actine filamenteuse F, qui intervient dans la régulation de la 

dynamique du cytosquelette dans l’épine dendritique. Nair et ses collègues évoquent donc la possibilité que les 

protéines ARC nouvellement synthétisées sont SUMOylées pour réguler le cytosquelette d’actine lors de la LTP. 

En dépit des évidences montrant le rôle de la SUMOylation dans le trafic des rAMPAs et dans la plasticité 

synaptique, la liste de protéines modifiées par SUMO contrôlant le trafic et/ou l’expression des rAMPAs à la surface 

reste élusive. 

Apprentissage et mémorisation 

De nombreuses mutations du gène codant pour la protéine MECP2 ont été identifiées chez des patientes atteintes 

du syndrome de Rett. Cette maladie génétique ne touche que les femmes et est caractérisée par une déficience 

intellectuelle sévère. MECP2 est une protéine ubiquitaire qui se lie à l’ADN et agit comme un répresseur 

transcriptionnel. MECP2 joue un rôle clé lors du développement cérébral (Guerrini and Parrini, 2012). La 

SUMOylation de MECP2 sur la lysine K223 régule son interaction avec les histones désacétylases (HDACs). De 

manière intéressante, la forme non SUMOylable de MECP2 est incapable d’interagir avec les HDACs entraînant 

une expression génique anormale et une densité synaptique altérée (Cheng et al., 2014). D’autres résidus lysine 

(K353 et K412) ont été montrés comme site de SUMOylation de MECP2 (Tai et al., 2016). La forme non 

SUMOylable K412R de MECP2 a une capacité de liaison à l’ADN réduite alors que la forme MECP2 fusionnée à 

SUMO1 augmente significativement sa capacité de liaison à l’ADN (Tai et al., 2016). Les auteurs montrent que 

l’expression de la forme sauvage de MECP2 dans les neurones hippocampiques du CA1 restaurent à la fois les 
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déficits de l’interaction sociale et les altérations de la LTP observés chez les souris conditionnellement invalidées 

pour MECP2. De manière intéressante, l’expression de la forme non-SUMOylable de MECP2 dans ces animaux ne 

pas permet pas la restauration du phénotype sauvage (Tai et al., 2016). De plus, des mutations associées au 

syndrome de Rett (R106W, R133C, P152A, T158M, R306C, P37R) diminuent la SUMOylation de MECP2 in vitro (Tai 

et al., 2016). Ces résultats suggèrent un rôle crucial de la SUMOylation de MECP2 dans les interactions sociales 

ainsi que la plasticité synaptique et suggère que la SUMOylation anarchique de MECP2 participe directement à 

l’étiologie de la maladie. 

La génération de souris transgéniques invalidant ou surexprimant SUMO1 uniquement dans les neurones ou dans 

des régions spécifiques du cerveau tel que le cerveau antérieur regroupant notamment le cortex et l’hippocampe, 

a permis d’identifier le rôle global de la SUMOylation sur les fonctions cérébrales. Matsuzaki et ses collègues ont 

observé une SUMOylation augmentée de la synaptotagmine-1 dans ces souris, associée à une réduction de la 

transmission synaptique basale dépendant de l’âge. Ils ont également mis en évidence des altérations au niveau 

des fonctions présynaptiques associées à une diminution de la densité synaptique dans les neurones SUMO1tg+ 

(Matsuzaki et al., 2015). Ces changements morphofonctionnels observés dans les cerveaux des souris SUMO1tg+ 

sont associées à des anomalies de l’apprentissage et de la mémorisation alors que les autres comportements 

restent intacts. Récemment, la génération d’un modèle conditionnel SUMO2-cKO a permis de mettre en évidence 

le rôle clé de SUMO2 dans les processus cognitifs (Yu et al., 2020). Bien qu’aucune différence morphologique n’ait 

été observée au niveau de l’hippocampe, il a été montré que les souris SUMO2-cKO présentent des défauts dans 

les processus de mémorisation dépendant de l’hippocampe tels que les mémoires spatiale, épisodique et 

contextuelle ainsi que la mémorisation liée à la peur. Ces résultats sont expliqués par la diminution de la 

transmission synaptique basale et la réduction de la LTP induite par haute fréquence chez les animaux SUMO2-

cKO (Yu et al., 2020). 

La génération d’une souris invalidée pour SENP2 dans le cerveau antérieur (SENP2-cKO) a permis de démontrer 

que SENP2 joue un rôle important dans les fonctions cérébrales (Huang et al., 2020). Les souris SENP2-cKO 

montrent une hyperactivité et une diminution des comportements anxiogènes. Elles présentent aussi des 

altérations de mémorisation spatiale, d’apprentissage et de mémorisation associative ainsi que d’un 

comportement de nidation altéré ce qui est considéré comme un phénotype typique des maladies psychiatriques 

(Huang et al., 2020). Ces résultats ainsi que d’autres études indiquent que la modification de protéines neuronales 

par SUMO contribue au bon fonctionnement physiologique du cerveau. Ceci de fait implique que, lorsque la 

balance SUMOylation/déSUMOylation est altérée, elle entraine des défauts dans la SUMOylation des protéines 

cérébrales et en conséquences, des déficiences intellectuelles et/ou de la neurodégénérescence (Chen et al., 

2021). 
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2.3 SUMOylation et pathologies 

2.3.1 Cancers 

Parmi toutes les maladies associant la SUMOylation à ce jour, le cancer est celle qui a été la plus étudiée. Compte 

tenu du rôle de la SUMOylation dans le maintien de la fonction nucléaire, il n'est pas surprenant que des données 

substantielles révèlent une association étroite entre SUMOylation et prolifération des cellules cancéreuses, 

tumorigenèse et métastases (Eifler and Vertegaal, 2015). Par exemple, les niveaux d'Ubc9 ainsi que les niveaux 

globaux de SUMOylation sont considérablement augmentés dans les échantillons de tumeurs cérébrales 

humaines et dans les glioblastomes multiformes (GBM) qui représentent les tumeurs cérébrales primaires 

malignes les plus mortelles (Yang et al., 2013). Comme les GBM sont connues pour leur résistance élevée aux 

radiothérapies et aux chimiothérapies classiques, l’hypothèse d’une l'inhibition globale de la SUMOylation 

cellulaire pourrait permettre d’augmenter la sensibilité des glioblastomes à la radiothérapie ou à la chimiothérapie 

(Boulanger et al., 2019). Le Dr Bossis et ses collègues ont démontré que l'inhibition pharmacologique de la voie 

SUMO par l’acide anacardique permet de réduire la chimiorésistance dans certaines lignées humaines de leucémie 

(Bossis et al., 2014). Plus récemment, leurs travaux ont permis l’identification de biomarqueurs de l’activité des 

enzymes de l’ubiquitination et de la SUMOylation pour prédire la réponse des leucémies myéloïdes aiguës à la 

chimiothérapie standard (Gatel et al., 2020). De ce fait, cibler la SUMOylation avec des inhibiteurs 

pharmacologiques récemment découverts (pour revue Boulanger et al., 2019), seuls ou en combinaison avec les 

thérapies actuelles, pourrait donc constituer une puissante stratégie d’avenir efficace pour bloquer la prolifération 

cellulaire et améliorer le traitement de certains cancers. 

2.3.2 Ischémie cérébrale 

Le laboratoire du Pr Paschen a établi les premières preuves d’un lien entre SUMOylation et ischémie cérébrale 

(Yang et al., 2008b). Chez la souris et l'homme, l'ischémie cérébrale entraîne une augmentation significative des 

niveaux de protéines SUMOylées dans la zone entourant l’infarct cérébral (Yang et al., 2008b; Yang et al., 2008a; 

Bernstock et al., 2017). Dans un modèle d'accident vasculaire cérébral ischémique par occlusion de l’artère 

cérébrale moyenne (MCAO), l'activation de la conjugaison de SUMO2/3 est plus prononcée dans les neurones 

situés à la limite du tissu irrigué par l’artère cérébrale moyenne (MCA), caractérisée par la translocation des 

protéines SUMOylées vers le noyau. Étonnamment, même une courte période d'occlusion de la MCA, sans 

dommage, suffit à entrainer la SUMOylation massive des protéines neuronales. Ces données suggèrent que 

l'activation post-ischémique de la conjugaison de SUMO2/3 est une réponse protectrice au stress dans les 

neurones. Cette notion de protection est corroborée par d’autres études in vitro et in vivo (Loftus et al., 2009; 

Datwyler et al., 2011; Lee et al., 2011; Cimarosti et al., 2012; Zhang et al., 2019a). Dans des conditions normales, 

l’inhibition de la conjugaison de SUMO2/3 par l’expression de microARN SUMO2/3 dans des neurones corticaux 
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ne produit pas de dommages cellulaires. Cependant, après une privation en glucose et oxygène (OGD), la mort 

cellulaire est alors significativement augmentée (Datwyler et al., 2011). Chez les souris transgéniques 

surexprimant Ubc9, qui présentent donc des niveaux plus élevés de protéines conjuguées SUMO1 et SUMO2/3, 

on observe une amélioration des fonctions cérébrales après un accident vasculaire cérébral (Lee et al., 2011). A 

l’inverse, les souris SENP1 cKO, où les niveaux de protéines SUMOylées sont diminués, présentent une 

augmentation significative du volume de l’infarctus dans le cortex cérébral et les troubles moteurs associés sont 

plus importants que pour les souris contrôles sauvages (Zhang et al., 2016). Enfin, les souris invalidées pour 

SUMO1-3 (SUMO-KD) spécifiquement dans les neurones, présentent des fonctions neurologiques post-

ischémiques réduites (Zhang et al., 2017). Ces données démontrent le rôle neuroprotecteur prépondérant de la 

SUMOylation après une ischémie cérébrale. La transplantation de cellules souches neurales (CSN) dans la partie 

lésée du cerveau ischémié a des effets bénéfiques sur les accidents vasculaires cérébraux à la fois par le 

remplacement structurel des cellules neurales endogènes, et par des effets immunomodulateurs et trophiques. 

Cependant les besoins métaboliques de cette greffe cellulaire ne sont que partiellement satisfaits en raison de la 

mauvaise perfusion du tissu cérébral post-ischémique. Des CSN de souris ont été utilisées pour explorer la 

possibilité d'un lien de cause à effet entre la SUMOylation et la résistance à l'ischémie (Bernstock et al., 2019). Les 

CSN surexprimant Ubc9 montre une résistance à la privation/restauration en oxygène et glucose (OGD/ROG) ainsi 

qu’une différenciation neuronale accrue in vitro. Lorsque les CSN sont transplantées dans la partie lésée du 

cerveau des souris ayant subies une MCAO, une différenciation neuronale accrue et une meilleure survie ont été 

rapportées (Bernstock et al., 2019). Ce travail a mis en évidence un rôle essentiel de la SUMOylation dans la 

biologie des CSN. Cibler la SUMOylation semble représenter une nouvelle approche intéressante pour accroître 

l’efficacité de la transplantation de cellules souches exogènes utilisée en neurologie régénérative. 

2.3.3 Douleurs chroniques 

La douleur chronique est définie par une douleur qui dure dans le temps ou se produit de manière récurrente 

pendant plus de 3 mois, affectant de manière significative la santé physique et psychologique du patient (Treede 

et al., 2019). La douleur chronique peut résulter de nombreux syndromes douloureux. Cependant, les mécanismes 

qui sous-tendent la douleur chronique sont complexes et encore mal compris. Malgré une importante recherche 

dans ce domaine, il n'existe pas de thérapies efficaces, sans effet secondaires, pour la plupart des douleurs 

chroniques. Très récemment, des anomalies du système de SUMOylation ont été associées à différents types de 

douleurs chroniques, incluant notamment les douleurs neuropathiques et les douleurs inflammatoires (Cheng et 

al., 2021) .  

Dans les douleurs neuropathiques, une sensibilisation présynaptique se produit au niveau de la moelle épinière. 

On retrouve au niveau des terminaisons présynaptiques des neurones sensoriels des ganglions dorsaux (DRG) un 
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gain de fonction des canaux calciques et sodiques dépendants du voltage tels que le canal sodique Nav1.7. La 

localisation de ces canaux est régulée par les membres de la famille des protéines médiatrices de la réponse à la 

collapsine (CRMP). Dans les douleurs neuropathiques, la SUMOylation de CRMP2 est augmentée et apparait 

comme un des principaux facteurs de médiation de la douleur chronique chez le rat (Moutal et al., 2019). En effet, 

la SUMOylation de CRMP2 sur son résidu K374 participe à la régulation du trafic du canal Nav1.7, affectant ainsi 

sa localisation et son activité (Francois-Moutal et al., 2018; Moutal et al., 2018). L’absence de SUMOylation de 

CRMP2 suite à la mutation de son site de SUMOylation (CRMP2 K374A) entraîne une diminution de la fonction du 

canal Nav1.7 et corrige l’allodynie chez les souris KI CRMP2-K374A (Moutal et al., 2020). Par conséquent, la 

prévention de la SUMOylation de CRMP2 pourrait être une cible thérapeutique efficace pour prévenir le 

développement de l’allodynie chronique après une lésion douloureuse neuropathique. 

La SUMOylation de TRPV1, un canal cationique perméable aux ions Ca2+ et Na+, augmente la sensibilité du canal 

au stimuli thermique. Chez des souris invalidées spécifiquement pour l’enzyme de déSUMOylation SENP1 dans les 

neurones DRG, la SUMOylation exacerbée de TRPV1 entraîne une hyperalgésie thermique inflammatoire via une 

hyper-sensibilisation du canal TRPV1 (Wang et al., 2018). Au même titre que TRPV1, la PKCε est impliquée dans 

l’hypersensibilité inflammatoire. La SUMOylation de la PKCε va permettre la régulation de la phosphorylation du 

canal TRPV1 modulant ainsi sa sensibilité. Les souris exprimant une forme non SUMOylable de la PKCε développe 

une hyperalgésie thermique inflammatoire réduite. Par conséquent, la SUMOylation de PKCε potentialise 

l’hyperalgésie thermique inflammatoire en stabilisation son interaction avec TRPV1 (Zhao et al., 2020). 

Ainsi, des recherches supplémentaires sont nécessaires afin de traduire les résultats précliniques dans un cadre 

clinique dans le but de développer de nouvelles thérapies. Le développement d'inhibiteurs de l'enzyme 

SUMOylation pourrait représenter un défi intéressant qui pourrait permettre d’agir sur les niveaux de 

SUMOylation de protéines spécifiques afin de réduire les douleurs neuropathiques et inflammatoires. 

2.3.4 Synaptopathies 

La synapse humaine est composée de milliers de différentes protéines en plusieurs copies et des mutations dans 

les gènes codant pour ces protéines conduisent à de nombreuses maladies cérébrales (Grant, 2012). La structure 

de la synapse et l’efficacité de la transmission synaptique ainsi que les fonctions neuronales sont corrélées à la 

composition de la synapse. Des altérations de morphologie, de densité ou encore de la fonction synaptique sont 

caractéristiques de ce que l’on appelle les synaptopathies. Ces synaptopathies représentent un poids socio-

économique important pour notre société. Il est donc essentiel de mieux comprendre les mécanismes 

moléculaires et cellulaires sous-jacents afin d’élaborer des stratégies de diagnostic et de prévention dans le but 

de développer des thérapies efficaces contre ces maladies. 
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De nombreuses études ont rapporté un rôle de la SUMOylation dans des synaptopathies telles que des maladies 

du neurodéveloppement, la schizophrénie ou des maladies neurodégénératives, comme les maladies de 

Parkinson, d'Alzheimer et de Huntington (Chen et al., 2021) Fig. 15). 

 

 

Figure 15. Protéines cibles de la SUMOylation et pathologies associées. 
 

3 Vers un SUMOylome synaptique … 

La SUMOylation des protéines nucléaires a été largement caractérisée mais de nombreuses protéines sont aussi 

modifiées par SUMO dans les compartiments extranucléaires (Henley et al., 2018). Malgré les évidences 

croissantes de l’importance de la SUMOylation dans la transmission et la plasticité synaptique, et l’identification 

constante de nouveaux substrats cibles de la SUMOylation en dehors du noyau, la SUMOylation des protéines de 

la synapse a été questionnée par deux groupes (Tirard et al., 2012; Daniel et al., 2017; Hendriks et al., 2018). La 

distribution, les profils de développement et la régulation de la machinerie de SUMOylation n’ont pas encore été 

totalement caractérisés. De nombreuses revues et commentaires discutant de la SUMOylation de protéines 

extranucléaires dans les neurones ont récemment été publiés (Schorova and Martin, 2016; Wilkinson et al., 2017; 

Henley et al., 2018; Henley et al., 2021) néanmoins c’est un domaine en pleine évolution grâce au progrès 

technique et de nouvelles protéines jouant un rôle dans les fonctions synaptiques ont récemment été identifiées 

et/ou validées comme cibles de la SUMOylation. Dans ce dernier paragraphe, je me suis focalisée sur les stratégies 
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d’identification des protéines SUMOylées de la littérature ainsi que la « controverse » de la présence de protéines 

SUMOylées à la synapse. 

3.1 Liaisons covalentes et non covalentes de SUMO aux protéines cibles  

Dans la plupart des cas, la lysine cible de la SUMOylation est comprise dans une séquence consensus courte 

ΨKxD/E de la protéine modifiée (Ψ, acide aminé hydrophobe ; K, lysine modifiée ; x, résidu quelconque et D/E, 

aspartate ou glutamate ; (Melchior, 2000; Rodriguez et al., 2001). Il est à noter qu’un motif de SUMOylation 

inverse [E/D]xKΨ a été rapporté dans la littérature. Des motifs étendus de la séquence consensus comme le 

consensus inversé, le PDSM (phosphorylation-dependent SUMOylation motif), le NSDM (negatively charged amino 

acid-dependent SUMOylation motif), le switch SUMO-acétyl et le HCSM (hydrophobic cluster SUMOylation motif) 

ont également été identifiés (pour une revue, voir (Beauclair et al., 2015). Les éléments de part et d’autre du motif 

central, tels que les résidus acides, phosphorylables ou de proline, ont un impact sur la conjugaison de SUMO 

(Gareau et al., 2012). Cependant, des lysines comprises dans un site consensus de sumoylation ont été rapportées 

comme non SUMOylées dans la littérature, suggérant que les interactions situées à l’extérieur de cette séquence 

jouent aussi un rôle dans la spécificité de la SUMOylation et la seule présence de lysines dans un site consensus 

ne garantit pas la SUMOylation d’une protéine (Flotho and Melchior, 2013). Il faut également noter que la 

détermination de la modification des protéines par SUMO a été réalisée en condition non-stimulée ainsi des 

précautions doivent être prises pour s’assurer que la non-modification d’une protéine donnée soit également bien 

réelle dans des conditions de stimulation car seul un faible pourcentage de protéines SUMOylées existent en 

condition de repos (Hay, 2005; Nayak and Muller, 2014). 

De plus, 25 % des sites SUMOylés validés expérimentalement ne correspondent à aucun des motifs consensus 

cités précédemments. La SUMOylation peut générer de nouveaux sites d’interaction protéique et ainsi contribuer 

à l’association d’autres effecteurs. De nombreuses protéines contiennent également des motifs spécifiques 

d’interaction avec SUMO appelés domaines SIM (SUMO-Interacting Motif). Ils sont généralement constitués d’un 

noyau hydrophobe (Kerscher, 2007) et vont permettre à plusieurs protéines d’interagir avec les entités SUMO 

d’autres protéines, et ce, de manière non-covalente. C’est le cas d’environ 50% des substrats SUMOylés identifiés 

par l’équipe du Dr Vertegaal (Hendriks et al., 2014). 

3.2 Protéomique de la SUMOylation 

L’un des moyens les plus efficaces pour étudier le rôle d’une MPT sur le protéome entier reste la protéomique 

systémique. Au cours des 20 dernières années, des progrès importants dans le domaine de la spectrométrie de 

masse et des approches bioinformatiques ont été réalisés permettant ainsi l’analyse à grande échelle des MPTs. 

La protéomique a ainsi permis l’étude des protéines modifiées par acétylation, phosphorylation, méthylation et 

ubiquitinylation, révélant ainsi des milliers de substrats et leurs sites de modification. Du fait de la faible proportion 
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de protéines modifiées dans certains compartiments, son faible pourcentage de substrat total modifié à un 

moment donné et son état très transitoire en raison de l’activité des déSUMOylases (Esteras et al., 2017), 

l’identification de la SUMOylation des protéines endogènes reste un vrai challenge. Afin de contourner ces 

difficultés, des approches alternatives ont été appliquées pour identifier les substrats SUMOylés. Celles-ci 

comprennent la purification par affinité des interacteurs d’Ubc9, la purification par affinité avec des peptides 

synthétiques à motifs d'interaction SUMO (SIM) et des techniques biochimiques et protéomiques améliorées pour 

identifier les protéines cibles et les sites de SUMOylation. Toutefois, il convient de noter que même avec ces 

approches techniques, l'identification de sites fonctionnellement pertinents sur des protéines SUMOylées validées 

reste encore un défi. Dans cette partie, j’ai décrit les méthodes actuellement utilisées pour l’étude de la 

SUMOylation des protéines et de la détection des sites de modification dans des systèmes exogènes et endogènes. 

Méthode d’identification de la SUMOylation 

Du fait de la faible proportion de SUMOylation dans les cellules et de sa rapide dynamique et des activités SUMO 

protéase importante, l’identification des protéines SUMOylées est un challenge. Pour faciliter les études de 

SUMOylation en protéomique, SUMO est communément fusionnée à son extrémité N-terminale à une étiquette 

et est exprimé de manière exogène dans des lignées cellulaires en cultures ou dans des modèles d’animaux. Les 

étiquettes communément utilisées sont His6 (Vertegaal et al., 2006; Impens et al., 2014; Lamoliatte et al., 2014; 

Tammsalu et al., 2015), protA-TEV-CBP (Golebiowski et al., 2009; Tatham et al., 2011), FLAG (Schimmel et al., 

2014), His6-FLAG (Schou et al., 2014), His10 (Hendriks et al., 2014; Hendriks et al., 2015b; Xiao et al., 2015) et 

Strep-HA (Bursomanno et al., 2015b; Bursomanno et al., 2015a). La surexpression de SUMO en combinaison avec 

son étiquette permet une purification efficace et a permis l’identification de plus de 1000 protéines SUMOylée 

(Hendriks et al., 2014). Cette méthode SILAC (stable isotope labeling by amino acids in cell culture) est utilisé pour 

extraire des informations quantitatives sur les changements de niveaux de SUMOylation en réponse aux 

différentes conditions expérimentales. Plus récemment, la quantification sans marquage (label-free 

quantification) a été utilisé pour étudier la dynamique de SUMOylation (Hendriks et al., 2014; Hendriks et al., 

2015a; Hendriks et al., 2015b). D’autres approches ont permis l’identification de protéines SUMOylées endogènes 

à l’aide de l’utilisation d’anticorps spécifiques de SUMO ou de pièges à motifs SIM (Fig. 16A). 

La comparaison des différentes techniques de purification de protéines SUMOylées montre une claire distinction 

entre approche endogène ou exogène. Les protéines SUMOylées endogènes peuvent être purifiées par 

immunoprécipitation en utilisant un anticorps qui reconnait spécifiquement SUMO1 ou SUMO2/3 (Becker et al., 

2013). Le rendement de cette approche est relativement faible et utilise des détergents doux. Cette méthode 

nécessite donc une grande quantité d’anticorps et de matériel biologique tout en devant faire face à un fort bruit 

de fond dû à l’abondance de protéines liées de manières non spécifiques. Les chaines poly-SUMOylées endogènes 
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ont été identifiées à l’aide de pièges à motifs SIM. Cependant, cette méthode ne permet pas la détection de 

protéines mono-SUMOylées de façon efficace et souffre d’une forte interférence due à des interactions non 

spécifiques avec les SIM ainsi qu’aux inconvénients liées aux techniques d’immunoprécipitation.  

La protéine fusionnée étiquette-SUMO peut être purifiée beaucoup plus efficacement grâce à des méthodes 

spécialisées et des approches de purification commerciales. Différentes protéines de fusion facilitent la 

purification des protéines SUMOylées en utilisation des colonnes d’affinités ou encore des anticorps dirigés contre 

les étiquettes utilisées qui restent fonctionnelles même en condition très stricte nécessaire pour l’inactivation 

efficace des SUMO protéases. Les fortes interactions avec la matrice/colonne en forte abondance et une 

procédure de lavage rigoureuse permettent une purification à haut rendement des protéines SUMOylées sans 

biais significatif. Cependant, il y a encore des limitations dues aux tampons utilisés pendant l’étape 

d’immunoprécipitation résultant en une co-purification de protéines non-spécifiques. Suivant le système choisi, il 

faut se demander si l’expression exogène de la protéine SUMOylée est la meilleure approche. 

Identification des sites de SUMOylation  

La plupart des études protéomiques sur la SUMOylation ont permis d’identifier des protéines modifiées par SUMO 

ainsi que la variation dynamique de la SUMOylation suivant un stress cellulaire mais les résidus lysines cibles de 

cette modification ne sont pas décrits. Cependant, la détection du site de SUMOylation d’une protéine s’avère 

cruciale pour créer un mutant non SUMOylable et étudier la fonction spécifique de la SUMOylation des protéines 

cibles. 

Les sites de SUMOylation ont été difficiles à identifier par spectrométrie de masse. Alors que des milliers de 

protéines cibles étaient connues, uniquement 150 résidus Lysine modifiées ont initialement été identifiées (Matic 

et al., 2010; Lamoliatte et al., 2014). Cela contraste avec le nombre de sites connus pour d’autres MPTs. Ces 

différences peuvent être attribuées à plusieurs causes : 1) L’état SUMOylé des protéines cellulaires est peu élevé 

à l’état basal et, de ce fait, les cibles à identifier sont peu abondantes. 2) La SUMOylation est une modification 

dynamique qui fait intervenir des SUMO protéases qui restent actives dans la plupart des conditions standard de 

lyse cellulaire. 3) Bien que des anticorps spécifiques de SUMO existent, ils sont nécessaires en très grande quantité 

et donc pas toujours rentables. 4) L’analyse en spectrométrie de masse des MPTs s’effectue sur les peptides 

générés après digestion à la trypsine. Dans le cas de SUMO2/3, le peptide C-terminal digéré correspond à la partie 

de paralogue SUMO restée attachée au peptide cible après clivage de toutes les lysines et arginines par la trypsine. 

Ce peptide reliquat comprend 32 acides aminés et empêche son analyse efficace par la spectrométrie de masse 

actuelle. L’utilisation d’une double digestion permet de raccourcir le peptide branché contenant SUMO mais à 

pour désavantage de raccourcir aussi le peptide cible compliquant son identification. 
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De nombreuses solutions pour identifier les sites de SUMOylation ont été développées mais certaines d’entre elles 

peinent à identifier plus d’une centaine de sites. Pour pallier les longs peptides SUMO2 digérés, la stratégie la plus 

courante est l’utilisation d’un mutant de la protéine SUMO. Plusieurs mutants ont été réalisés pour raccourcir le 

peptide généré après la digestion par la trypsine : SUMO1-Q92R, SUMO1-T95R, SUMO2-Q87R, SUMO2-T91R. Ces 

mutations n’altèrent pas le comportement de la protéine SUMO dans les cellules. L’utilisation des mutant SUMO1-

T95R et SUMO3-T91R a permis d’identifier respectivement 295 et 167 sites de SUMOylation (Impens et al., 2014). 

Une approche complémentaire consiste à remplacer la trypsine par une autre enzyme de digestion, 

l’endopeptidase Lys-C, qui clive uniquement la partie C-terminale des résidus lysine, et à muter tous les résidus 

Lysine en Arginine en plus des mutations décrites précédemment. Ces mutations des lysines vont permettre de 

protéger les mutants SUMO de l’activité peptidase de Lys-C alors que toutes les autres protéines seront facilement 

digérées. Ces approches sont insuffisantes pour identifier un grand nombre de sites de SUMOylation et la présence 

seule d’une mutation dans la partie C-terminale de SUMO n’est pas suffisante en soi puisqu’il est nécessaire 

d’effectuer un enrichissement des peptides modifiés par SUMO avant détection en spectrométrie de masse pour 

réduire la complexité de l’échantillon.  

Plusieurs méthodes sont maintenant disponibles pour identifier les sites de SUMOylation et les protéines 

modifiées par SUMO. Grâce à l’amélioration rapide de la méthodologie et de la spectrométrie de masse, un grand 

nombre de sites SUMO a été rapporté dans la littérature. L’utilisation des différents mutants SUMO2-T90K et 

SUMO2-T90R combinée à une digestion à la Lys-C et une immunoprécipitation ciblant avec des anticorps ciblant 

le motif GG a permis d’identifier 1002 sites SUMO2 (Fig 16C-E). Les Dr Hendricks et Vertegaal ont optimisé la 

méthode consistant à muter toutes les lysines et ont identifié 4361 sites de SUMOylation (Hendriks et al., 2014). 

Ces améliorations incluent la génération d’une lignée stable de cellules comprenant un tag Histidine étendu His10, 

une purification de SUMO avant la digestion à la Lys-C et une filtration des SUMO non conjugués avant la 

purification des peptides modifiées par His10-SUMO2 (Fig. 14B). Cette méthode fonctionne de la même manière 

que celle décrite précédemment pour le mutant SUMO2 à l’exception que la digestion est réalisée à l’aide de la 

trypsine et que l’identification doit être combiné à l’approche SILAC (Stable isotope labeling by amino acids) pour 

discriminer la SUMOylation de l’Ubiquitinylation. L’utilisation d’un double mutant SUMO2-Q87R/Q88N combinée 

à une immunoprécipitation ciblant la séquence C-terminale de SUMO NQTGG a permis la mise en évidence 954 

sites SUMO2 (Fig. 14E ; Lamoliatte et al., 2014). Une méthode plus récente fréquemment utilisée, Protease-Reliant 

Identification of SUMO Modification (PRISM), repose sur l’utilisation des SUMO protéases pour identifier les 

résidus lysine SUMOylés. Pour cela, les protéines SUMOylées sont enrichies puis tous les résidus lysine sont 

bloqués biochimiquement. Une SUMO protéase est ensuite utilisée pour déconjuguer SUMO laissant le résidu 

lysine précédemment SUMOylé libre d’accès (Fig. 14F). Une digestion à la trypsine de l’échantillon va permettre 

d’obtenir des peptides qui correspondent aux sites de SUMOylation s’ils se terminent ou sont précédés par une 
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lysine. Cette méthode d’identification des sites est la seule qui ne requiert pas de mutation de la protéine SUMO 

et a donné lieu à l’identification de 751 sites SUMO2 non mutés bien que l’expression exogène de la protéine 

His10-SUMO2 sauvage ait été nécessaire. 

En utilisant MaxQuant, les Dr Hendriks et Vertegaal ont obtenu une vue d’ensemble des sites de SUMOylation à 

partir des données brutes de sept grandes études des sites de SUMO (Hendriks and Vertegaal, 2016). Au total, ils 

montrent 7710 sites de SUMOylation dont 5032 sites de SUMOylation (environ 65%) ont été trouvés dans des 

données publiées et dans leurs données de spectrométrie de masse. Pour résumer, 1781 sites SUMO dans au 

moins deux études et 208 sites ont été rapportées dans 5 études. Dans l’ensemble, la comparaison des études au 

niveau protéiques et au niveau des sites de SUMOylation est différente et les auteurs soulignent que l’analyse des 

sites de SUMOylation offre un plus grand potentiel pour l’identification des protéines modifiées par SUMO du fait 

de la faible saturation du spectromètre de masse lors de la lecture des échantillons.  

Figure 16. Méthodes de protéomique pour l’étude de la SUMOylation 
(A) Les différentes méthodes d’identification de la SUMOylation utilisés dans la littérature (B-F). Les différentes approches pour 
l’identification des sites dans la littérature (D’après (Hendriks and Vertegaal, 2016). 
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Bien que l’approche par expression de SUMO muté ou fusionné à une étiquette soit efficace pour cartographier 

les sites de SUMOylation, elle présente encore de nombreuses limites. Son incapacité à faire le distinguo entre 

SUMOylation endogène et résidus des substrats modifiés artificiellement par les paralogues SUMO exogènes reste 

un inconvénient majeur. En effet, la surexpression même faible de SUMO ou la présence de séquences mutées 

entraine une fixation non naturelle de SUMO sur les lysines cibles des protéines. Enfin, l’expression exogène d’une 

version mutée ou sauvage de SUMO exclut l’analyse des sites de modifications endogènes ou l’analyse à partir de 

tissus ou d’échantillons cliniques. 

Identification des protéines endogènes modifiées par SUMO 

L’identification de la SUMOylation endogène requiert donc d’autres stratégies. La surexpression de SUMO non 

muté dans les cellules de mammifères suivie d’un protocole d’enrichissement et de digestion enzymatique a 

permis d’identifier les sites de SUMOylation. Les protéines modifiées par SUMO sont enrichies par IP en utilisant 

2 anticorps monoclonaux bien caractérisés anti-SUMO1 et anti-SUMO2/3. Pour réduire les contaminations, un 

peptide minimal « epitope-spanning » est utilisée pour éluer sélectivement les antigènes dans des conditions 

d’élution efficace. La trypsine est toujours utilisée pour digérer les partenaires de liaison après l’étape de 

purification. Plus de 1000 protéines ont été identifiées dans cet éluât dont notamment des protéines liées à SUMO 

de manière non spécifiques (Becker et al., 2013). Grâce à des critères de sélection stricte pour l’analyse des 

données de spectrométrie de masse, 232 candidats endogènes cibles de la SUMOylation ont été confirmé avec 

une grande fiabilité. Cependant, un point négatif majeur reste toujours le fait que le peptide digéré fait plus de 3 

kDa. Par la suite, une approche avec un enrichissement en deux étapes et une double digestion a permis 

d’améliorer plus efficacement l’enrichissement en peptides digérés. Afin de générer des peptides plus petits, les 

peptides digérés et enrichis sont soumis à une deuxième digestion à l’aide de l’enzyme Asp-N après quoi les 

peptides sont fractionnés sur un appareil StageTip. Cette méthode a permis d’obtenir la quantité la plus 

importante de sites accepteurs SUMO2/3 endogènes soit 14869 sites identifiés dans des cellules humaines 

présentant un stress thermique et une inhibition protéasomique correspondant à 3870 protéines SUMOylées 

(Hendriks et al., 2018). 

Actuellement, il n’existe aucune base de données qui compile l’ensemble des protéines modifiées par SUMO de 

manière exhaustive. Il est parfois difficile d’interpréter les listes de protéines cibles et de sites SUMO et de savoir 

comment les données ont été obtenues et filtrées. Les Dr Hendriks et Vertegaal ont compilé 22 études 

protéomiques réalisées sur des cellules humaines et rapportant les protéines cibles de SUMO1 et de SUMO2/3 

(Hendriks and Vertegaal, 2016). Ils ont traité les données de SUMO1 et de SUMO2/3 conjointement estimant que 

les différences techniques entre les études étaient plus importantes que les différences de conjugaison entre 

SUMO1 et SUMO2/3. Ils en ont tiré une liste de 3728 protéines, ce qui équivaut à environ 18% du protéome 
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humain. Sans surprise, la liste comprend des protéines cibles connues de la SUMOylation telle que RANGAP1, 

TRIM28 ou encore TOP2α  et sont pour la majorité des protéines nucléaires. Cependant, très peu de protéines 

synaptiques ont été rapportées dans ces listes et l’accès d’une liste exhaustive des protéines SUMOylées à-de la 

synapse reste à réaliser. 

3.3 SUMOylation synaptique : controverses ? 

L’existence de la SUMOylation à la synapse a été questionnée par le laboratoire du Dr Nils Brose. Une divergence 

sur l’existence de la SUMOylation à la synapse est apparue suite à l’étude par spectrométrie de masse des 

substrats de SUMO en utilisant un modèle de souris knock-in (KI) His-HA-SUMO1 qui permet l’expression de 

l’isoforme SUMO1 fusionnée à deux étiquettes : His et HA. Les auteurs n’ont pas détecté de substrats synaptiques 

modifiés par SUMO1 et n’ont pas pu localiser His-HA- SUMO1 à la synapse (Tirard et al., 2012). Ces résultats 

s’expliquent notamment par la diminution des niveaux de conjugaison de SUMO1 que les auteurs de ce travail 

estiment à environ 20-30% dans le cerveau des animaux KI par rapport aux animaux WT. Cette diminution de 

SUMO1-ylation s’accompagne d’une augmentation de SUMO2/3ylation indiquant un effet compensatoire. Ces 

résultats suggèrent que le double étiquetage de SUMO1 diminue sa capacité à être conjuguée aux protéines cibles 

altérant ainsi le processus de SUMOylation. Ce modèle de souris KI exprimant His-HA-SUMO1 ne semble pas être 

un modèle approprié pour l’étude de la SUMOylation cérébrale et/ou synaptique. Le niveau global de 

SUMOylation dans un cerveau adulte est de plus très faible (Loriol et al., 2012) et la SUMOylation synaptique se 

produit à des niveaux encore plus faibles comparés à la SUMOylation nucléaire par exemple. La diminution de 20 

à 30% de la SUMO1-ylation globale dans le cerveau des souris KI His-HA-SUMO1 observée peut rendre les niveaux 

de SUMOylation synaptique trop bas pour être détectés par les méthodes employées (WB, ICC,…).  

Malgré la controverse de l’utilisation de ce modèle de souris KI His-HA-SUMO1 (Tirard et al., 2012), le même 

laboratoire a plaidé contre la modification par SUMO1 de nombreux substrats synaptiques déjà identifiés SUMO1-

ylés en omettant l’évaluation de ces substrats chez les souris WT. Le laboratoire en a conclu à l’inexistence 

fonctionnelle de la modification par SUMO1 à la synapse. Un commentaire de la communauté scientifique 

travaillant sur la SUMOylation neuronale (y compris mon laboratoire) a été publié pour inciter à réagir et pour 

rapporter pas à pas les données inexactes de cette étude. Ainsi, le laboratoire du Dr Nils Brose n’a pas comparé la 

SUMO1-ylation entre souris WT et KI et n’examine pas non plus la compensation par SUMO2/3. Aucune étude 

fonctionnelle n’a été réalisée pour évaluer le rôle de la SUMO1-ylation dans les fonctions synaptiques et 

neuronales. Les anticorps utilisés pour détecter la forme SUMOylée de GluK2 sont incapable de reconnaître la 

forme SUMOylée car l’épitope reconnu par l’anticorps utilisé est apparemment masqué par la liaison de la 

protéine à SUMO. Enfin, ils montrent un marquage nucléaire très faible dans les neurones KI et WT, suggérant que 

le marquage synaptique est probablement très en dessous du seuil de détection par microscopie (Wilkinson et al., 

2017).  
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Plus récemment, une étude utilisant des approches de protéomique pour caractériser les sites spécifiques de 

SUMO2/3 in vivo dans huit différents organes de souris a montré des SUMOylomes bien différents d’un organe à 

l’autre (Hendriks et al., 2018). De manière intéressante, le nombre de protéines retrouvées SUMOylées dans le 

cerveau était faible et ces protéines appartenaient principalement au compartiment nucléaire supportant ainsi les 

études du laboratoire du Dr Nils Brose indiquant que la SUMOylation synaptique serait souvent identifiée à tort 

(Daniel et al., 2017). 
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OBJECTIFS 

La synapse est une structure hautement spécialisée qui est le lieu de la transmission synaptique. Les neurones 

sont capables d’adapter l’efficacité de leur transmission en changeant leur force synaptique sur de longues 

périodes. Ces processus reposent sur des interactions protéiques complexes qui ont besoin d’être régulées dans 

le temps et dans l’espace par des modifications post-traductionnelles. Parmi ces modifications, la SUMOylation 

est celle que j’ai étudiée lors de ma thèse. L’étude de la SUMOylation au niveau du système nerveux suscite un 

intérêt grandissant. Originalement étudié pour son rôle dans la régulation des fonctions nucléaires, la 

SUMOylation apparait comme un régulateur clé des fonctions extranucléaires, en particulier au niveau de la 

synapse. Des altérations de la SUMOylation ont été mises en évidence dans de multiples pathologies 

neurologiques et notamment des synaptopathies, soulignant l’importance d’étudier la SUMOylation dans un 

contexte synaptique. Néanmoins, le répertoire des protéines SUMOylées à la synapse reste très limité. La 

compréhension des mécanismes de régulation spatiotemporelle ainsi que des conséquences fonctionnelles de la 

machinerie de SUMOylation est primordiale pour permettre de mieux comprendre le rôle de cette modification 

en conditions physiologiques mais aussi dans l’étiologie de certaines pathologies neurologiques. L’ensemble de 

ces études pourrait un jour conduire au développement de nouveaux traitements thérapeutiques de pathologies 

cérébrales en ciblant la SUMOylation.  

Si la SUMOylation des cibles nucléaires joue sans aucun doute des rôles majeurs, il a également été démontré 

qu'un grand nombre de cibles de SUMOylation extranucléaires validées fonctionnellement jouent un rôle direct 

dans la régulation de la fonction synaptique et mitochondriale. Un effort de recherche concerté a permis 

d'identifier certains des rôles cruciaux de la SUMOylation dans l'excitabilité neuronale, la transmission et la 

plasticité synaptique ainsi que pour la survie neuronale. De plus, des altérations de la SUMOylation sont associées 

à de multiples neuropathologies. Malgré ces progrès, de nombreuses questions restent sans réponses.  

Mon projet de thèse est séparé en 2 axes :  

1- Étude des mécanismes de régulation de la SUMOylation synaptique 

2- Identification et caractérisation d’un SUMOylome synaptique chez le rat
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Axe 1- Régulation de la 
balance SUMOylation/ 

déSUMOylation à la 
synapse  

 

 
 

ANNEXE 4 
Article: Pronot M, Poupon G, Pizzamiglio L, Schorova L Prieto M, Folci A, Lebel 

Q, Gwizdek C, Brau F and Martin S.  

 
Bidirectional regulation of synaptic deSUMOylation by Group I 
metabotropic glutamate receptors 
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Hypothèse de travail 
 

La SUMOylation est une modification post-traductionnelle essentielle pour les cellules eucaryotes. Dans le 

système nerveux central, la SUMOylation extranucléaire est apparue comme un régulateur crucial des 

fonctions de nombreuses protéines neuronales, impliquées dans la différenciation et la survie neuronale ou 

encore, dans la transmission et la plasticité synaptique (pour revues : Henley et al., 2014 ; Schorova and Martin, 

2016). Des altérations dans l’équilibre SUMOylation/déSUMOylation des protéines sont également retrouvées 

dans plusieurs désordres neurologiques (Fig. 12). Par conséquent, avant de pouvoir proposer de nouvelles 

approches thérapeutiques pour ces maladies, il est indispensable de comprendre les mécanismes de régulation 

menant à la fois à la SUMOylation et la déSUMOylation des protéines neuronales. Certaines données de mon 

laboratoire de thèse ont mis en évidence un mécanisme de régulation de la seule enzyme de conjugaison Ubc9 

à la terminaison postsynaptique (Loriol et al., 2014). En utilisant des approches d’imagerie dynamique et de 

biochimie, ils ont démontré qu’Ubc9 est retenue transitoirement dans les épines dendritiques en réponse à 

l’activation des récepteurs mGlu5R et de sa cascade de signalisation. Ceci se produit suite à la reconnaissance 

des protéines phosphorylées par la PKC. Les niveaux de SUMOylation synaptique sont augmentés après 10 min 

d’activation des mGlu5R. Lors de ma première année de thèse, j’ai rejoint un projet visant à élucider les 

mécanismes de régulation de la déSUMOylase SENP1 à la synapse. Nous avons montré que la diffusion de 

SENP1 était indépendante de l’activation des rNMDAs mais dépendante de l’activation des mGlu5R tout 

comme Ubc9. Une activation prolongée (>25min) des mGlu5R entraine une accumulation de SENP1 à la 

postsynapse. Cette accumulation à la postsynapse a pour conséquence une diminution de la SUMOylation à la 

synapse pour restaurer son niveau initial (voir Annexe 2 ; Schorova et al.,2019). 

Ces travaux menés par le laboratoire montrent que les enzymes Ubc9 et SENP1 sont toutes deux recrutées à 

la synapse de manière dépendante de l’activation des mGlu5R, mais leur accumulation se produit sur des 

échelles de temps très différentes (de l’ordre de la seconde pour Ubc9 contre la minute pour SENP1). Ces 

résultats suggèrent que d’autres mécanismes de régulation coexistent pour différentiellement contrôler la 

redistribution spatiotemporelle de ces enzymes à la synapse lors de l’activation neuronale. 

Faire avancer les connaissances sur la régulation de la balance SUMO/déSUMOylation à la synapse s’ajouteront 

aux connaissances fondamentales de physiologie cellulaire pour comprendre les implications de cette PTM 

dans l’étiologie des maladies cérébrales où l’équilibre entre SUMOylation et déSUMOylation est altéré. En 

effet, la perturbation de la balance SUMOylation/déSUMOylation est associée de façon récurrente à des 

désordres neurologiques (Schorova and Martin, 2016, Henley 2020). 
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Dans le but de comprendre les mécanismes mis en place pour réguler l’homéostasie synaptique de la 

SUMOylation, nous devons compléter les résultats du laboratoire sur la régulation synaptique de l’enzyme de 

SUMOylation Ubc9 par l’étude de la régulation du processus de déSUMOylation. Une partie de mon projet de 

thèse a eu pour but d’identifier les mécanismes moléculaires participant à la régulation de la diffusion de 

l’enzyme de déSUMOylation SENP1 à la synapse de neurones hippocampiques de rat. Pour étudier ces 

mécanismes, j’ai utilisé différentes approches de biochimie synaptique et d’imagerie dynamique pour répondre 

aux questions suivantes : 

- Y a-t-il d’autres récepteurs glutamatergiques impliqués dans la régulation de la diffusion synaptique de SENP1 ? 

- Quelles sont les voies de signalisation impliquées dans la diffusion synaptique de SENP1 ? 

- Quels sont les effets de ces régulations sur les niveaux de SENP1 synaptiques ? 
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Matériels et méthodes 
 

Animaux  

Les rates Wistar gestantes proviennent exclusivement d’une source commerciale (Janvier Labs, Saint Berthevin, 

France). Tous les animaux ont été manipulés et traités en accord avec les recommandations du conseil 

européen pour le bien-être des animaux utilisés à des fins expérimentales dans notre animalerie. Les animaux 

ont eu libre accès à l’eau et à la nourriture. Les rates ont été nourries ad libitum et maintenues dans une 

atmosphère contrôlée avec un cycle veille/sommeil de 12h/12h. Le protocole pour préparer les cultures 

primaires de neurones à partir d’embryons de rats à E18 est utilisé en routine au laboratoire et a été approuvé 

localement par le Comité Institutionnel d’Ethique Pour l’Animal de Laboratoire No 28 et nationalement APAFIS 

(Référence Projet APAFIS#18647-2019011110552947v3). 

Culture cellulaire 

Les neurones sont préparés à partir des cerveaux prélevés sur les embryons de rat (E17). Après 3 rinçages 

HBSS, les tissus (hippocampe ou cortex) sont dissociés dans la trypsine (1/10 dans du HBSS). Après 9 min 

d’incubation à 37°C, le milieu est aspiré puis le culot est lavé 3 fois au HBSS et 1 fois avec le milieu « Plating » 

[Neurobasal (Gibco) contenant du B27 2% (Gibco), Pénicilline/Streptomycine 0,05 U (Ozyme), GlutaMAX 2 mM 

(Gibco), Sérum de cheval (HS) 5% pour l’hippocampe, Sérum de veau foetal 5% pour le cortex]. Les cellules 

sont resuspendues dans 5 mL de milieu « Plating ». Le nombre de cellules vivantes est déterminé par comptage 

sur une lame de Malassez. Les cellules sont ensemencées à raison de 90 000 cellules par diamètre de 35 mm 

ou 600 000 cellules par diamètre de 60 mm sur des boites ou des lamelles de verre (VWR) préalablement 

saturées en poly-L-lysine toute la nuit à température ambiante (0.1 mg/mL, Sigma). Les milieux de culture sont 

remplacés après 24h par du milieu Feeding [Neurobasal, B27 2% et Streptomycine/Pénicilline 0.05U]. Les 

cultures sont conservées à 37°C sous 5% CO2 jusqu’à utilisation au stade mature de 18 à 21 jours in vitro (JIV). 

Constructions plasmidiques 

La construction SENP1 humain fusionné à la protéine GFP dans le plasmide pEGFP-C2 provient du docteur 

Wang Min (Li et al., 2008) 

Transduction utilisant des particules virales recombinantes (virus Sindbis) 

Les virus Sindbis sont des virus à ARN appartenant à la famille des alphavirus. Le système d’expression Sindbis 

permet une expression rapide (en quelques heures) et efficace des transgènes qu’ils contiennent (Washbourne 

et McAllister, 2002). Les virus Sindbis peuvent intégrer un insert d’environ 10kb dans leur génome ce qui est 
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un avantage pour l’expression de protéines de grande taille. L’efficacité de transduction par les virus Sindbis 

est importante ce qui peut les rendre cytotoxiques en détournant la synthèse protéique des cellules hôtes.  

Au cours de la réplication, les virus Sindbis produisent deux types d’ARNm, l’ARN génomique codant pour les 

protéines de réplication et l’ARN sous-génomique plus petit codant pour les protéines structurales nécessaires 

à l’assemblage des particules virales. Le gène d’intérêt est inséré dans le vecteur pSinRep5 sous le contrôle du 

promoteur sous-génomique Sindbis. Cette nouvelle construction est alors utilisée pour produire des transcrits 

d’ARN (ARN recombinant) in vitro. Ces transcrits d’ARN coiffés et polyadénylés dans le cytoplasme cellulaire 

seront traduit produisant ainsi les enzymes permettront la synthèse des molécules d’ARN génomique et sous-

génomique dans le cytoplasme. L’ADN sous-génomique étant remplacé par le gène d’intérêt dans notre 

système, les protéines structurelles doivent être aussi apportées pour encapsuler l’ARN recombinant et 

produire les pseudovirions. Ces protéines sont codées sur un plasmide auxiliaire (pDH-BB) et son ARN doit être 

co-transfecté avec l’ARN recombinant de pSinRep5. L’ARN sous génomique devient le plus abondant et recrute 

rapidement la plupart des mécanismes de traduction de l’hôte pour son utilisation, permettant une traduction 

élevée de la protéine d’intérêt. Les ARNc ont été obtenus par rétrotranscription in vitro à partir du plasmide 

pSinRep5 linéarisé contenant la séquence d’ADN codant pour la forme sauvage de GFP-SENP1 et de pDH-BB 

en utilisant le Kit de transcription mMessage mMachine SP6 (Ambion) et l’inhibiteur de RNase SUPERase-In 

(Ambion). Les ARNc ont ensuite été électroporés dans des cellules BHK (Baby Hamster kidney fibroblasts). Les 

pseudovirions présents dans le milieu de culture (αMEM, 5% FBS, 2 mM glutamine, 50 U / ml 

pénicilline/streptomycine) sont collectés 48h après électroporation et concentrés par ultracentrifugation (30 

000 rpm pendant 1h30min à 4°C) avec le rotor SW41Ti. Les particules Sindbis atténuées non réplicatives 

(SINrep nsP2S726) sont remises en suspension dans du milieu neurobasal puis conservées à 80°C après titration 

jusqu’à utilisation. 

Traitements pharmacologiques 

L’utilisation de substances pharmacologiques ciblant des récepteurs membranaires et des voies de 

signalisation est une approche largement utilisée pour étudier des mécanismes de régulation cellulaire. Pour 

étudier la régulation de la désumoylation à la synapse, nous avons dans un premier temps utilisé des agonistes 

et antagonistes spécifiques ciblant les récepteurs mGlu1R/5 dans du tampon de Earle (140 mM NaCl, 5 mM 

KCl, 1.8 mM CaCl2, 0.8 mM MgCl2, 5 mM glucose, 50 mM HEPES, Tris pour tamponner à pH 7.4) ou dans du 

fluide artificiel cérébrospinal (ACSF) pour les tranches de cerveau (119mM NaCl, 2.5 mM KCl, 1.25 mM 

NaH2PO4, 1.3 mM MgSO4, 2.5 mM CaCl2, 26 mM NaHCO3, 11 mM glucose, 10 mM HEPES, Tris pour 

tamponner à pH 7.4). Pour disséquer avec plus de précision les acteurs moléculaires impliqués dans la diffusion 

de SENP1 à la synapse, nous avons utilisé des activateurs ou des inhibiteurs d’enzymes spécifiques de la PKC, 
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la PKA ou la CaMKII. Ces acteurs moléculaires ont été choisi pour leur implication comme seconds messagers 

suite à l’activation des récepteurs couplés aux protéines-G mGlu1R/5. De plus, nous avons utilisés des agents 

pharmacologiques pour déstabiliser des molécules ou structures pouvant être impliquées dans la redistribution 

de SENP1 à la synapse comme par exemple, les microtubules.  

Tous les agents pharmacologiques ont été validés pour une utilisation sur les cultures primaires de neurones. 

Agents 

pharmacologiques 

Action Compagnie/ 

Référence 

Concentration 

utilisée 

Tetrodotoxin (TTX) Inhibiteur des canaux sodiques. 

Diminution de l’hyperexcitabilité des 

cultures neuronales  

Abcam 

Ab120055 

 

0,5 à 1µM 

(S)-3,5-

dihydroxyphenyl-

glycine (DHPG) 

Agoniste sélectif des récepteurs 

mGlu1R et mGlu5R 

Hellobio 

HB0045 

50µM (culture)  

100µM (tissus) 

JNJ 16259685 Antagoniste non compétitif des 

récepteurs mGlu1R 

Tocris 

2333 

0,1µM 

Chelerythrine Inhibiteur sélectif de la Protein Kinase C 

(PKC) 

Sigma 

C2932 

5µM 

KN93 Inhibiteur de la Ca2+/calmoduline 

dependent protein Kinase II 

Tocris 

1278/1 

1µM 

H89 Inhibiteur de la Protéine Kinase A Tocris 

2910/1 

1µM 

Nocodazole Inhibition de la polymérisation de la 

tubuline. Provoque la dépolymérisation 

des microtubules. 

Sigma 

SML1665 

33µM 

Taxol  Inhibition de la dépolymérisation des 

microtubules. 

 0,1µM 

Tableau 4. Agents pharmacologiques utilisés 
 

Immunocytochimie 

Les neurones (18-21 JIV) traités ou non à 37°C pendant 15 min par nos différents agents pharmacologiques 

(Tableau 1) ont été fixés dans du méthanol froid pendant 20 min. Après plusieurs lavages au PBS 1X, les 

neurones sont ensuite saturés en PBS 1X contenant 0,1% BSA , 0,1% Triton X100 et 10% Horse Sérum (HS) 
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pendant 1h à TA, puis marqués à l’aide des anticorps primaires anti-MAP2, anti-PSD95 et anti-SENP1 pendant 

ON à 4°C dans du PBS 1X contenant 0,1% BSA et 0,1% Triton X100. Les neurones sont ensuite lavés 3 fois en 

PBS 1X puis incubés avec les anticorps secondaires conjugués à l’Alexa 488, 594 ou 647 dans du PBS 1X 

contenant 0,1% BSA et 0,1% Triton X100 pendant 45 min à TA. Après plusieurs lavages en PBS 1X, les lamelles 

sont montées sur lame avec du Mowiol (Sigma). Les lames sont stockées à -20°C jusqu’à observation en 

microscopie confocale. 

Préparation des tranches de cerveaux de rat et purification des Synaptosomes 

Des rats âgés de 13 jours ont été sacrifiés et les cerveaux ont été prélevés. Les tranches de cerveaux de 300 

µm d’épaisseur ont été préparées à l’aide d’un vibratome dans une solution à 4°C et oxygénée d’ACSF (125 

mM NaCl, 1,25 mM NaH2PO4, 25 mM Glucose, 1 mM MgCl2, 2 mM CaCl2, 2,5 mM KCl, 25 mM NaHCO3). Les 

tranches ont ensuite été placées dans un incubateur à 32°C, puis traitées avec les agents pharmacologiques 

indiqués. 

Les tranches ont été homogénéisées à l’aide d’un poter en verre et en Téflon dans 2mL de milieu Tris-Sucrose 

froid (10 mM Tris-HCl pH7,5, 0,32 M Sucrose) en présence d’inhibiteur de protéases et de 10 mM N-

ethylmaleimide (NEM). L’homogénat est centrifugé à 1000 g pendant 5 min à 4°C. Le surnageant est déposé 

sur un gradient croissant de 2% à 20% de Percoll dans le milieu Tris-Sucrose. Après ultracentrifugation à 15 000 

rpm pendant 10 min à 4°C, la fraction synaptosomale comprise à l’interface entre 10% et 20% de Percoll est 

récupérée à l’aide d’une pipette en verre érodée. La fraction est ensuite lavée dans une solution HEPES (5 mM 

HEPES, 140 mM NaCl, 3 mM KCl, 1.2 mM MgSO4, 1.2 mM CaCl2, 1 mM NaH2PO4, 5 mM NaHCO3, 10 mM 

Glucose) en présence d’inhibiteurs de protéases (Roche) et de 10 mM NEM, pour éliminer le sucrose. La 

fraction synaptosomale est centrifugée à 10 000g pendant 15 min. Le culot enrichi en synaptosomes est 

resuspendu dans du tampon de lyse (150 mM NaCl, 10 mM Tris HCl pH 7,4, 10 mM EDTA, 1% Triton X-100, 

0,1% SDS) en présence d’inhibiteurs de protéases (Roche) et de 10 mM NEM. La concentration protéique de 

chaque échantillon est mesurée par la méthode de Bradford avant analyse par Immunoblot. 

Immunoblot 

Le gel utilisé pour l’analyse des protéines est composé de deux parties : la partie inférieure contient le gel de 

séparation [acrylamide/bisacrylamide à 8 ou 10% en fonction du poids moléculaire des protéines à séparer en 

présence de Tris 375 mM pH 8.8, SDS 0.1% et des catalyseurs APS et TEMED]. La partie supérieure correspond 

au gel de concentration [acrylamide/bisacrylamide 4%, Tris 125 mM pH 6.8, SDS 0.1% et des catalyseurs APS 

et TEMED]. La migration des échantillons est réalisée en condition dénaturante dans un tampon Tris-Glycine 

1X contenant 0,1% SDS. 
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Après migration, les protéines sont électrotransférées à 4°C sur une membrane de nitrocellulose dans du 

tampon de transfert (Tris-glycine 1X ; SDS 0,1% ; 20% Ethanol) pendant 1h30-2h à 400 mA. La membrane est 

rincée à l’eau puis saturée pendant 1h avec du TBST-Lait 5% (Tris 200 mM, NaCl 137 mM, Tween 1%, Lait 5%). 

La membrane est alors incubée avec un anticorps primaire (Tableau 1) dans du TBST- Lait 5% pendant 1 nuit à 

4°C sous agitation. Après lavages dans du TBST à TA, la membrane est incubée dans du TBST-Lait 5% avec les 

anticorps secondaires adaptés couplés à la HRP. Après 1h à TA, la membrane est lavée dans du TBST sous 

agitation. Les protéines d’intérêts sont ensuite visualisées par chimioluminescence (Immobilon, Millipore) sur 

un imageur de type Fusion (Vilbert Lourmat, Allemagne). Les données ont ensuite été quantifiées grâce aux 

fonctions d’analyse de blot du logiciel ImageJ. 

Anticorps  

Anticorps Espèces Compagnie Concentration utilisée 

Anti-SENP1 Lapin Sigma-Prestige 

(HPA011765) 

ICC : 1/200 

WB : 1/250 

Anti-PSD95 Souris Neuromab (75-028) ICC : 1/500  

WB :1/10 000 

Anti-GAPDH Lapin Sigma (G9545) 1/10 000 

Anti-SUMO1 Souris Laboratoire Surnageant de culture 

Anti-SUMO2 Souris Laboratoire Surnageant de culture 

Anti-Homer1 Lapin Synaptic System  

(160 003) 

1/1 000 

Anti-Synapsin 1a/b Souris Santa Cruz 

(sc-376623) 

1/1 000 

Anti-NOPP140 Souris Santa Cruz  

(sc-374033) 

1/700 

Anti-Coillin Lapin Santa Cruz  

(sc-32860) 

1/500 

Anti- GM130 Lapin BD (610823) 1/500 

Anti- ERK1/2 Lapin Cell Signaling (4695S) 1/1000 

Anti-Phospho ERK1/2 Lapin Cell Signaling (4370S) 1/2000 

Anti-MAP2 Cochon d’inde Synaptic Systems 

(188004) 

ICC : 1/1000 

Tableau 5. Anticorps utilisés lors de l’étude de la régulation de SENP1 à la synapse. 
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Imagerie dynamique 

La vidéo microscopie par disque tournant (Spinning disk microscopy) est une technique qui permet d'évaluer 

le comportement dynamique cellulaire en temps réel en diminuant la phototoxicité. Les données en deux 

dimensions sont collectées de manière répétée à des intervalles de temps distincts et sont assemblées pour 

donner une vidéo en temps réel. L’acquisition des images a été réalisée sur un microscope à disque tournant 

(Perkin Elmer) avec un objectif 60X (1.4 NA).  La fluorescence est mesurée au cours du temps en utilisant le 

logiciel Volocity 6.3. Les variations d’intensité de la fluorescence au niveau des épines dendritiques et au niveau 

des dendrites ont été analysées avec le logiciel Fiji.   

Analyses statistiques 

Les analyses statistiques ont été réalisées à l’aide du logiciel GraphPad Prism 9. Les données calculées sont 

exprimées sous la forme moyenne ± s.e.m. Un test ANOVA (Ordinary One-way) avec un test post hoc de Tukey 

(Fig. 18C, 19C, 20C, 22C, 23C, 24C, 25C-E) et un test de comparaison multiple Kruskal-Wallis (Fig. 26B) ont été 

réalisés pour comparer les médianes d’ensemble multiple de données. Un test T non apparié (Fig. 21B) et Ratio 

t-test (Fig.28B) ont été réalisé pour comparer les médianes de deux ensembles de données. La normalité pour 

tous les groupes a été vérifiée à l'aide du test de Shapiro-Wilk. 
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Résultats 
 

La dynamique de régulation de la redistribution protéique à la synapse pendant la maturation neuronale ou la 

dépolarisation par KCl a été observé pour les enzymes Ubc9 et SENP1 mais aussi pour d’autres membres de la 

machinerie de SUMOylation (Loriol et al, 2012 ; Loriol et al, 2013). Ces résultats suggèrent un rôle du processus 

de SUMOylation dans les fonctions synaptiques ce qui a été largement documenté dans plusieurs études (pour 

des revues récentes, voir Schorova and Martin, 2016 ; Henley 2020). Comme décrit précédemment, la 

redistribution d’Ubc9 synaptique en réponse à l’activité neuronale est régulée via la cascade de signalisation 

mGlu5R/PLC/PKC (Loriol et al, 2014). La SUMOylation est un processus reposant sur un équilibre dynamique, 

c’est-à-dire que SUMOylation et déSUMOylation ont lieu de manière coordonnée dans le temps et dans 

l’espace. Il est donc important de comprendre les mécanismes moléculaires qui conduisent à la redistribution 

des enzymes de déSUMOylation présente à la synapse. Dans le cadre de ma thèse, je me suis intéressée à l’une 

d’entre elles, SENP1, déSUMOylase présente à la synapse.  

1- La redistribution synaptique de SENP1 est régulée par l’activation des récepteurs mGlu5R et a 

des effets sur les niveaux de SUMOylation à la postsynapse. 

A mon arrivée au laboratoire, j’ai collaboré avec Lenka Schorova, alors étudiante en 3ème année de thèse, dans 

le but de montrer l’implication des récepteurs mGlu5R dans la régulation synaptique de la diffusion de SENP1 

synaptique (Schorova et al., 2019, Annexe 2).  

Afin d’étudier la dynamique de trafic de l’enzyme de déSUMOylation SENP1, nous avons réalisé des 

transductions de neurones hippocampiques de rat permettant l’expression de SENP1 fusionnée à la GFP et 

effectué des expériences de FRAP synaptique pour suivre en temps réel la dynamique de diffusion de SENP1 à 

la synapse. Dans ces expériences de FRAP, le photoblanchiment de la fluorescence au niveau de l’épine 

dendritique permet de visualiser le retour de la fluorescence et ainsi, de déterminer les propriétés de diffusion 

de GFP-SENP1 entre la dendrite et la synapse. Ceci permet de caractériser des propriétés de diffusion comme 

la fraction mobile (Fm) de l’enzyme, son temps de demi-recouvrement (t1/2) et de calculer son coefficient de 

diffusion qui reflète la vitesse de l’évènement. Nous avons montré que les récepteurs métabotropiques du 

groupe I, mGlu1R/5 , étaient impliqués dans la redistribution de SENP1 à la synapse. Pour cela, nous avons 

utilisé un agoniste de ces récepteurs et mesurer l’effet de cette activation sur les paramètres de diffusion 

synaptique de GFP-SENP1. Nous avons montré qu’une stimulation prolongée (>25min) des mGlu1R/5 entraîne 

une diminution de la fraction mobile de SENP1 et du coefficient de diffusion et une augmentation significative 

du temps de demi-recouvrement (Schorova et al., 2019 ; Annexe 2). Ces résultats indiquent que l’activation 
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2- Les récepteurs mGlu1R participe à la régulation de l’accumulation de SENP1 à la postsynapse. 

Les récepteurs métabotropiques du groupe I comprennent les récepteurs mGlu1 et mGlu5. Dans les 

précédents travaux du laboratoire, nous nous sommes exclusivement focalisés sur le rôle des récepteurs 

mGlu5 dans la régulation du processus de SUMOylation. Cependant, rien n’est connu sur la contribution des 

récepteurs mGlu1 dans la régulation de la balance SUMO/déSUMOylation. Mon projet de thèse a eu pour but 

d’étudier l’implication de mGlu1R dans l’homéostasie de la SUMOylation synaptique. 

J’ai tout d’abord cherché à visualiser la redistribution de SENP1 à la synapse en utilisant une technique 

d’imagerie dynamique en temps réel.  J’ai utilisé le DHPG comme précédemment pour activer les mGlu1R/5, 

et réalisé des enregistrements de vidéomicroscopie en temps réel sur des neurones primaires d’hippocampe 

de rat exprimant GFP-SENP1 en culture (Fig. 18). Comme attendu, une activation prolongée des récepteurs 

mGlu1/5 entraîne une augmentation de la fluorescence de GFP-SENP1 à la postsynapse au cours du temps 

avec un plateau atteint après 35 min de traitement (augmentation significative d’environ 10% par rapport au 

niveau de fluorescence initial avec une diminution concomittante de la fluorescence dans la dendrite (Fig. 18B-

C). L’accumulation de la fluorescence de GFP-SENP1 dans les épines dendritiques est en partie réversible (Fig. 

18B-C). Pour vérifier que la redistribution de GFP-SENP1 dans les épines est due à la stimulation synaptique, 

les neurones ont été enregistrés pendant 75 min en absence de stimulation, sans effet notoire sur les niveaux 

synaptiques GFP-SENP1 synaptiques (Fig. 18D-E). 

De manière intéressante, les récepteurs mGlu1 et mGlu5 sont constitutivement actifs (Hu et al., 2010). Pour 

évaluer le rôle de l’activité constitutive de mGlu1R dans la redistribution de SENP1, j’ai utilisé l’antagoniste 

sélectif des mGlu1R, le JNJ 16259685 (JNJ). Ce composé est un antagoniste non-compétitif des mGlu1R qui 

inhibe la mobilisation du Ca2+ induit par le glutamate (Lavreysen et al, 2004). L’application de JNJ seule affecte 

significativement la redistribution de SENP1 à la synapse puisque la dynamique de GFP-SENP1 est similaire à 

celle obtenue en condition stimulé par DHPG (Fig. 18B-C et Fig. 19B-C). L’accumulation de GFP-SENP1 dans les 

épines dendritiques après le traitement JNJ est peu réversible, probablement à cause de la forte affinité du JNJ 

pour les mGlu1R (Ki = 0.34 nM) ou par l’induction de changements structuraux lors du traitement prolongé des 

neurones au JNJ (Fig. 19). Ces résultats suggèrent que l’activité constitutive de mGlu1R participe au maintien 

d’un niveau basal de SENP1 à la synapse. 

Pour déterminer si l’activation des mGlu1R participe à la redistribution synaptique de SENP1 dépendant de 

l’activité, les neurones ont été préincubés avec le JNJ pendant 10min puis les mGluRs de groupe I ont été 

activés à l’aide du DHPG (Fig. 20A). La pré-incubation des neurones avec le JNJ préalablement à la stimulation 

des mGlu1R/5 par le DHPG entraîne une accumulation accrue et plus rapide de GFP-SENP1 à la synapse. 





81 
 

On peut mesurer une accumulation d’environ 30% de GFP- SENP1 dans les épines après un traitement prolongé 

(35-45min) avec une diminution concomitante de la fluorescence dans les dendrites (Fig. 20B). Au bout de 

45min en présence de DHPG, le plateau ne semble toujours pas être atteint. L’ensemble de ces données 

indique que mGlu1R participe activement à la régulation de la dynamique de SENP1 à la synapse. Ces résultats 

suggèrent que les récepteurs mGluRs du groupe I régulent l’accumulation synaptique de SENP1 de manière 

opposée.

 

Figure 19. L’activité constitutive de mGlu1R régule la redistribution de GFP-SENP1 dans les épines dendritiques. 
Les expériences d’imagerie en temps réel ont été réalisé en présence de JNJ (0,1 µM) dans la solution contrôle (solution de 
Earle + 0,5 µM de TTX). A Images confocales représentatives de l’enregistrement en temps réel d’un neurone 
hippocampique de rat exprimant GFP-SENP1 (segment de dendrites secondaires avec des épines montrées ici). B Courbes 
des variations de l’intensité de GFP SENP1 dans les épines en fonction du temps (n=28 épines, n= 30 dendrites ; N= 2 
cultures). C Représentation graphique de la moyenne normalisée de la fluorescence de GFP-SENP1 dans 13 épines avant le 
traitement au DHPG (0-10 min : 1,000 ± 5e-6), au pic de fluorescence pendant le traitement avec le JNJ (45-55 min : 1,109 
± 0,030) et lors du lavage avec la solution contrôle (55-75 min : 1,128 ± 0,036). Test statistique: Ordinary parametric 
Oneway ANOVA avec un test post hoc de Tukey. Les p-values sont indiquées sur le graphique. 
 

Pour étudier les voies de signalisation en aval des mGluRs et les effets de la combinaison des différents 

antagonistes de mGlu1R ou de mGlu5R et du DHPG sur la régulation la phosphorylation de ERK1/2, j’ai traité 

les cultures de neurones corticaux à 17 JIV avec les différentes drogues (Fig. 21). Comme attendu, l’activation 

des mGlu1R/5 par le DHPG entraîne une augmentation de la phosphorylation de ERK1/2 qui est bloquée par 

l’inhibiteur, PD98059, la phosphorylation de ERK1/2 par l’activation des récepteurs mGluRs (Fig. 21 ; DHPG : 

1 ,78 ± 0,29 ; PD98059+DHPG : 1,11 ± 0,14). 
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Figure 20. L’activation des récepteurs mGlu1R régule la redistribution de GFP-SENP1 dans les synapses. 
Les expériences d’imagerie en temps réel ont été réalisées en présence de JNJ (0,1 µM) pendant 10 min puis en présence 
de DHPG (50 µM) pendant 45 min suivi d’un lavage dans la solution contrôle. A. Imagerie confocales représentatives de 
l’enregistrement en temps réel d’un neurone hippocampique de rat exprimant GFP-SENP1 (segment de dendrites 
secondaires avec des épines montrées ici). B. Courbe représentative des variations de l’intensité de GFP-SENP1 dans les 
épines en fonction du temps (n=35 épines, n= 30 dendrites ; N=3 cultures). C. Représentation graphique de la moyenne 
normalisée de la fluorescence de GFP-SENP1 dans 20 épines avant le traitement au DHPG (0-10 min : 1,000 ± 0,0003), au 
pic de fluorescence pendant le traitement (45-55 min : 1,184 ± 0,021) et lors du lavage avec la solution contrôle (55-75 min 
: 1,181 ± 0,022). Test statistique: Ordinary One-way ANOVA avec un test post hoc de Tukey. Les p-values sont indiquées 
sur le graphique. 
 

 

Alors que l’inhibition de l’activation de mGlu5R n’entraine pas d’augmentation de la phosphorylation de 

ERK1/2, on peut voir que l’inhibition de l’activation de mGlu1R par le JNJ entraîne une augmentation plus 

importante de la phosphorylation de ERK1/2 (Fig. 21 ; Contrôle : 1 ; DHPG : 1 ,78 ± 0,29 ; JNJ+DHPG : 2,04 ± 

0,40 ; MPEP+DHPG : 0,88 ± 0,20). 
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Figure 21. Effets des différents agonistes sur la phosphorylation de ERK1/2. 
A Immunoblot anti-phospho ERK et anti-ERK total et B Quantification de lysats de neurones corticaux JIV17 traité par les 

antagonistes des récepteurs mGlu1R JNJ (0,1 µM), mGlu5R MPEP (33 µM) ou de ERK, PD98059 (1 µM) pendant 10 min en 

présence ou absence de DHPG (100 µM) pendant 10 min. Immunomarquage de p-ERK et ERK. N=4 pour chaque condition. 
Test statistique : Test- t non apparié. 

3- L’activation de kinases PKC et CaMKII, mais pas de la PKA, sont des prérequis pour

l’accumulation de SENP1 à la synapse.

La stimulation des récepteurs métabotropiques du glutamate du groupe I conduit à l’activation de plusieurs 

voies de signalisation. Ces récepteurs sont couplés aux protéines Gαq qui activent la phospholipase C 

conduisant à la formation de DAG et IP3. Ceci permet l’activation d’une myriade de kinases comme la PKC et 

la CaMKII et la PKA. De manière intéressante, mon laboratoire a précédemment démontré que l’enzyme de 

conjugaison Ubc9, est régulée par la stimulation des mGlu5R via l’activation de la cascade PLC/PKC, ce qui 

conduit à la rétention transitoire d’Ubc9 au niveau de la postsynapse (Loriol et al., 2014). 

Pour disséquer la cascade de signalisation impliquée dans l’adressage de SENP1 à la synapse, nous avons réalisé 

des expériences d’imagerie en temps réel en utilisant des inhibiteurs spécifiques de ces différentes voies. Une 

activation prolongée des mGlu1R/5 par le DHPG (45 min) est nécessaire pour visualiser une accumulation de 

SENP1 à la postsynapse et ainsi étudier les effets des acteurs de la voie de signalisation sur l’adressage 

synaptique de SENP1. Cependant, les acteurs ciblés sont impliqués dans différentes voies de signalisation 

neuronales et une exposition longue (pré-incubation de 10 min et activation par DHPG pendant 45 min soit au 

total 55 min) à un inhibiteur peut conduire à des effets délétères sur la survie neuronale. Pour pallier ces effets 

délétères potentiels, nous avons inhibé mGlu1R par le JNJ en activant concomitamment mGlu1R/5 par le DHPG. 

Ceci entraine une accumulation synaptique de SENP1 d’environ 20% après 25 min alors qu’un traitement au 

DHPG seul conduit à une augmentation de la fluorescence GFP-SENP1 de moins de 5% (Fig. 18). La combinaison 
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JNJ/DHPG permet donc de réduire le temps d’exposition aux inhibiteurs à 35 min au lieu de 55 min initialement, 

permettant ainsi de mesurer les effets des inhibiteurs sur la redistribution de SENP1 à la synapse.  

La PKC a déjà été montré comme étant impliquée dans la régulation de la diffusion de l’enzyme de SUMOylation 

Ubc9. Nous avons donc émis l’hypothèse qu’en plus d’être la cible de SENP1 (Sun et al., 2014), la PKC pourrait 

à son tour réguler l’accumulation de SENP1 à la synapse. Pour déterminer si cette accumulation de SENP1 

synaptique est affectée par l’inhibition de la PKC, j’ai enregistré des neurones exprimant GFP-SENP1 lors de 

l’activation des récepteurs mGlu5R en présence de l’inhibiteur spécifique de la PKC (Fig. 22A). L’inhibition de la 

PKC par la chelerythrine avant l’activation des récepteurs mGlu1/5 bloque l’accumulation synaptique de SENP1 

(Fig. 22B-C, F/F0 [15-25min] ; Contrôle JNJ+Chel : 1,028 ± 0,0184 ; JNJ+DHPG 1,152 ± 0,011 ; Chel+JNJ+DHPG : 

1,001 ± 0,016). Ces résultats indiquent que l’activation de la PKC est requise pour l’accumulation synaptique 

de SENP1 en réponse à la stimulation de mGlu5R. 

La CaMKII est une enzyme essentielle de la synapse et essentielle pour la transmission et la plasticité synaptique 

(Zalcman et al., 2018). Pour déterminer si l’inhibition de la CaMKII affecte l’accumulation synaptique de SENP1, 

j’ai réalisé de l’imagerie en temps réel comme précédemment en utilisant le composé KN93, un inhibiteur 

spécifique de la CaMKII (Fig. 23A). La préincubation avec l’inhibiteur préalablement à l’activation des récepteurs 

mGlu5 bloque l’accumulation synaptique de SENP1 (Fig. 23B-C, F/F0 [15-25min] ; JNJ +KN93= 0,9892 ± 0,0123, 

KN93+JNJ+DHPG = 1,016 ± 0,011, JNJ+DHPG = 1,152 ± 0,011). Ces données démontrent l’implication centrale 

de l’activation de la CaMKII dans l’adressage synaptique de SENP1 en condition de stimulation des mGluRs. 

La PKA est une enzyme impliquée dans de nombreux processus physiologiques (Castro et al., 2016). Pour 

déterminer si l’inhibition de PKA affecte l’accumulation synaptique de SENP1, j’ai mesuré la relocalisation 

synaptique de GFP-SENP1 comme précédemment en présence de H89, un inhibiteur de PKA (Fig. 24). La pré 

incubation avec l’inhibiteur suivie de l’activation des récepteurs mGlu5 n’a aucun effet sur l’accumulation 

synaptique de SENP1 par rapport à la condition JNJ +DHPG (Fig. 24C-D, F/F0 [15-25 min] ; JNJ + H89 = 0,9706 

± 0,023, H89+JNJ+DHPG = 1,068 ± 0,014, JNJ+DHPG = 1,07 ± 0,016). Ces données démontrent que l’activation 

de la PKA n’est pas un prérequis pour l’adressage synaptique de SENP1. 









88 
 

postsynapse. La diffusion de SENP1 entre l’épine dendritique et la dendrite est régulée sur une échelle de 

temps de l’ordre de la dizaine de secondes (Schorova et al., 2019). Compte-tenu de sa taille (70kDa), 

l’adressage de SENP1 dans l’épine dendritique fait probablement intervenir des liaisons transitoires à des 

moteurs moléculaires. Je me suis donc intéressée à la possibilité que l’adressage de SENP1 à la postsynapse 

implique les microtubules. Les microtubules ne pénètrent que rarement dans les épines dendritiques et 

s’arrêtent généralement à la base du cou des épines. De plus, les récepteurs mGlu1 sont étroitement liés à la 

formation des microtubules car leur activation inhibe la capacité des Microtubule-Associated Proteins (MAPs) 

à promouvoir la polymérisation de la tubuline (Huang and Hampson, 2000). Comme la redistribution de SENP1 

vers l’épine dendritique est notamment régulée par l’activité des mGlu1R, nous voulions examiner le rôle des 

microtubules dans l’adressage de l’enzyme à la synapse.  

Nous avons réalisé des expériences d’imagerie en temps réel sur des neurones hippocampiques de rat 

exprimant GFP-SENP1 pendant un traitement de 40 min avec du Nocodazole (33 µM), un puissant agent 

pharmacologique qui déstabilise les microtubules en interférant avec leur polymérisation, ou en présence de 

Taxol (0,5µM), qui a pour effet de favoriser la polymérisation des microtubules en interférant avec leur 

dépolymérisation (Baas and Ahmad, 2013; Fig. 25A). Les effets observés en présence de Nocodazole seul sont 

similaires à ceux observés lors du traitement JNJ+DHPG (Fig. 25B). De manière intéressante, les effets sont 

similaires en présence de Taxol et en présence de Nocodazole (Fig 25B-C). Conjointement, ces données 

montrent que la poly/dépolymérisation des microtubules est impliquée dans le trafic synapto-dendritique de 

GFP-SENP1. 
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Figure 25.La dynamique des microtubules est impliquée dans la diffusion de GFP-SENP1 à la synapse. 
A Images représentatives d’un neurone exprimant GFP-SENP1 pendant une expérience d’imagerie en temps réel réalisée 
en présence de Nocodazole (panneau du haut) ou taxol (panneau du bas). B, D Courbe représentative des variations 
moyenne normalisée de l’intensité de fluorescence de GFP SENP1 dans les épines en fonction du temps. (B : Nocodazole ; 
n= 48 épines et 38 dendrites ; D : Taxol ; n= 35 épines et 30 dendrites). C, E. Représentation graphique de la moyenne 
normalisée de la fluorescence de GFP-SENP1 en condition contrôle, au plateau et lors du washout (C Nocodazole : plateau: 
1,104 ± 0,029, washout : 1,056 ± 0,024 / E Taxol : plateau: 1,115 ± 0,033, washout : 1,099 ± 0,032). Test statistique : 
Ordinary One way ANOVA. Les p-values sont indiquées sur le graphique. 
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5- Les mGluRs du groupe I régule la relocalisation de SENP1 endogène à la synapse. 

Pour confirmer le rôle prépondérant des mGluRs dans la régulation homéostatique de SENP1 à la postsynapse, 

nous avons mesuré la colocalisation du signal de SENP1 endogène avec le signal du marqueur postsynaptique 

PSD95 en condition basal, en présence de DHPG et en présence de JNJ + DHPG (Fig.26). De manière consistante 

avec les données précédemment publiées par le laboratoire (Schorova et al., 2019 ; Annexe 2), un traitement 

prolongé au DHPG conduit à une augmentation de la colocalisation de SENP1 avec PSD95 (Fig. 26 ; Coefficient 

de Pearson : Contrôle = 0,385 ± 0,012 ; DHPG = 0,412 ± 0,010). L’inhibition des récepteurs mGlu1R avant 

l’activation des récepteurs mGluRs du groupe I par le DHPG entraîne une forte colocalisation de SENP1 avec la 

postsynapse en accord avec les données de microscopie en temps réel (Fig. 26 ; JNJ + DHPG = 0,460 ± 0,010). 

Ces résultats confirment que l’activation seule de mGlu5R permet la rétention et l’accumulation de SENP1 

endogène à la synapse. 

 

Figure 26. L’accumulation de SENP1 endogène est régulée par l’activation des mGluRs du groupe 1. 
A Immunomarquage sur des neurones fixés d’hippocampe de rat (20JIV) en condition contrôle et en présence de DHPG 
et/ou JNJ pendant 40min. Echelle : 10um. B Représentation quantitative du coefficient de corrélation de Pearson de 
l’intensité de SENP1 dans la zone PSD95 positive, n=8dendrites/condition/culture ; N=2 cultures. Statistiques : Test de 
comparaison multiple Kruskal-Wallis.  
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Discussion 
 

La SUMOylation est essentielle pour la modulation des fonctions neuronales comme la libération des 

neurotransmetteurs et la plasticité synaptique. Un équilibre finement régulé entre SUMOylation et 

déSUMOylation est critique pour l’homéostasie cellulaire et le bon fonctionnement cérébral. Des travaux 

précédents ont montré que la diffusion des enzymes de SUMOylation et de déSUMOylation est régulée par 

l’activation de mGlu5R. Nous avons rapporté que l’enzyme de SUMOylation Ubc9 est recrutée dans les épines 

dendritiques par l’activation des récepteurs mGlu5R. Bien que la distribution synaptique d’Ubc9 et SENP1 

soient toutes deux régulées par l’activation des mGlu5R, leur régulation survient séquentiellement. Dans un 

premier temps, l’activation des mGlu5R piège transitoirement l’enzyme de SUMOylation Ubc9 à la postsynapse 

permettant une augmentation rapide de la SUMOylation des protéines synaptiques impactant l’excitabilité 

neuronale (Loriol et al., 2014). Il s’en suit alors d’une accumulation de SENP1 à la postsynapse conduisant au 

rétablissement des niveaux de SUMOylation synaptique initiaux. Afin de mieux comprendre les mécanismes 

régissant l’homéostasie synaptique de la SUMOylation, j’ai combiné techniques avancées d’imagerie en temps 

réel, pharmacologie et biochimie synaptique pour préciser les mécanismes moléculaires qui conduisent à la 

redistribution à la postsynapse de la déSUMOylase SENP1. Nous avons mis en évidence une régulation 

bidirectionnelle de l’adressage de SENP1 à la postsynapse par les récepteurs mGlu du groupe I (Pronot et al., 

en préparation, Annexe 4). De plus, nous avons montré que cet adressage était dépendant de l’activation de la 

PKC, de la CaMKII ainsi que de la dynamique des microtubules. La conséquence directe de cet adressage de 

SENP1 à la synapse est une régulation des niveaux de protéines synaptiques SUMOylées. Les données générées 

pendant ma thèse ont démontré qu’un autre mécanisme faisant intervenir les mGlu1R, régit la vitesse 

d’accumulation de SENP1 à la postsynapse régulant ainsi la déSUMOylation synaptique pour maintenir 

l’homéostasie de la SUMOylation. 

Régulation bidirectionnelle de la déSUMOylation par les récepteurs mGlu du groupe I 

Les récepteurs métabotropiques du groupe I comprennent les récepteurs mGlu1 et mGlu5. Ces récepteurs 

présentent des homologies de séquence, de voies de signalisation communes et sont co-exprimées dans les 

même populations neuronales, cependant des rôles spécifiques pour chacun des récepteurs ont été mis en 

évidence (Mannaioni et al., 2001; Poisik et al., 2003; Volk, Daly and Huber, 2006). Nous démontrons ici un rôle 

bien défini de chacune des isoformes dans la régulation de la déSUMOylation synaptique. Nous avions 

précédemment démontré que l’accumulation de SENP1 requiert une activation prolongée des mGlu5R 

conduisant à une diminution de la SUMOylation à la synapse sur le long terme (Schorova et al., 2019 ; Annexe 
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2). Mes données révèlent que l’activation des mGlu1R contrebalance les effets de l’activation de mGlu5R sur 

la redistribution de SENP1 à la synapse. Alors que l’activation des mGlu5R entraîne l’accumulation de SENP1 à 

la postsynapse (Schorova et al., 2019), l’activation des mGlu1R joue plutôt un rôle de « frein » sur la 

redistribution synaptique de SENP1.  

Ce rôle de « frein » sur l’adressage de SENP1 à la postsynapse a été mis en évidence par l’utilisation d’un 

antagoniste spécifique de mGlu1R. De manière intéressante, l’application seule de l’antagoniste sans activation 

neuronale affecte significativement l’adressage de SENP1. Ces observations pourraient s’expliquer par l’activité 

constitutive des récepteurs mGlu1. Cette activité constitutive semble provenir de sa région transmembranaire 

qui oscille entre des états actifs et inactifs (Parmentier et al., 2002; Pin et al., 2003). Le JNJ 16259685 est un 

antagoniste non-compétitif des mGlu1R qui modifie le couplage entre la partie extracellulaire et le domaine 

transmembranaire, inhibant de fait la production d’IP3 et la mobilisation du Ca2+ intracellulaire. Des travaux 

basés sur l’utilisation d’antagoniste spécifique des mGlu1R et mGlu5R ont montré une diminution des niveaux 

des formes phosphorylées de ERK1 et 2 après incubation de cultures de neurones corticaux sans activation 

préalable du réseau neuronal (Hu et al., 2010). Ces résultats confirment l’activité constitutive de ces récepteurs 

dans les neurones. Cependant, aucune donnée sur les effets de l’utilisation d’un seul antagoniste sur les 

niveaux de phospho-ERK n’est disponible dans la littérature. De manière intéressante, j’ai pu montrer que 

l’activation des mGlu1R et mGlu5R régule de manière bidirectionnelle la signalisation des MAP kinases ERK ce 

qui suggèrent un rôle différent pour les deux récepteurs dans la régulation de la signalisation intracellulaire et 

pas uniquement du processus de SUMOylation per se.  

L’ensemble de mes données révèlent donc une régulation bidirectionnelle de la redistribution de l’enzyme de 

déSUMOylation SENP1 à la synapse par les mGluRs du groupe I. Le but de cette régulation pourrait être de 

permettre à la SUMOylation d’augmenter significativement préalablement à l’action des déSUMOylases qui 

vont entraîner un retour vers un état basal de la SUMOylation à la synapse. Ce mécanisme de régulation permet 

de réguler finement la SUMOylation synaptique à la fois dans le temps et dans l’espace permettant ainsi un 

maintien à l’équilibre de la balance SUMO/déSUMOylation à la synapse en réponse à l’activation neuronale. 

Les effets de l’activation des mGlu1R sur Ubc9 n’ont jamais été étudié, nous ne pouvons pas certifier que cette 

régulation bidirectionnelle par les récepteurs mGlu de groupe I est spécifique de SENP1. De plus, d’autres 

enzymes de déSUMOylation, notamment SENP6, sont présentes à la synapse (Loriol et al., 2013; Colnaghi et 

al., 2020) et la régulation dépendante de l’activité neuronale de ses différentes enzymes de déSUMOylation 

reste à élucider. 
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Implication des kinases PKA, PKC et CaMKII dans l’accumulation de SENP1 à la synapse 

L’imagerie dynamique combinée à l’utilisation d’inhibiteurs spécifiques des acteurs de la voie de signalisation 

en aval des récepteurs mGlu du groupe I m’ont permis de montrer que deux kinases, PKC et CaMKII participe 

à la régulation de l’accumulation de SENP1 dans les épines dendritiques en réponse à l’activité neuronale. J’ai 

aussi observé que l’activation de la PKA n’a pas d’effet sur la redistribution mGluR-dépendant de l’enzyme.  

À bien des égards, la phosphorylation est idéale pour modifier l'efficacité synaptique car le processus est 

rapidement réversible tout en pouvant initier des changements durables. Dans la littérature, on retrouve 

souvent la PKC et la CaMKII impliquée dans les mêmes processus suggérant ainsi la possibilité que ces deux 

kinases agissent en tandem ou de façon parallèle. Par exemple, l’activation de la PKC ou de la CaMKII est 

nécessaire pour induire une potentialisation synaptique similaire à la LTP (Malinow, Schulman and Tsien, 1989). 

Leurs effets cumulatifs montrent que chaque kinase affecte l’activité des autres et fonctionne dans un réseau 

hautement intégré et parfaitement adapté pour effectuer des changements subtils. Par exemple, la PKC 

favorise le trafic des rNMDA à la surface et induit la plasticité synaptique en déclenchant indirectement 

l’autophosphorylation de la CaMKII et en augmentant par la suite son association avec les rNMDAs (Yan et al., 

2011). Bien que les kinases aient souvent des cibles différentes, il a été montré que la PKC et la CaMKII peuvent 

phosphoryler les même protéines telles que les récepteurs de type kaïnate et AMPA modulant ainsi leurs 

propriétés électrophysiologiques dans les neurones (Diering and Huganir, 2018). Il semble donc y avoir une 

interaction entre les deux voies activées par la PKC et la CaMKII. Les effets que nous observons pour la 

redistribution de SENP1 à la postsynapse pourraient être dus à cette interconnexion entre les deux activités 

kinases expliquant ainsi que l’activation de la PKC ou de la CaMKII soit requise pour l’accumulation 

postsynaptique de SENP1. 

J’ai démontré dans cette première partie de mon projet de thèse que l’activation de la PKC régule 

l’accumulation synaptique de SENP1 en réponse à l’activation des récepteurs mGlu5. Les travaux sur la 

régulation de la diffusion de l’enzyme de SUMOylation Ubc9 ont révélé que la phosphorylation des protéines 

synaptiques est un prérequis pour la SUMOylation à la synapse. En effet, la phosphorylation des protéines 

synaptiques par la PKC est essentielle pour le piégeage transitoire d’Ubc9 à la synapse et en conséquence, pour 

l’augmentation de la SUMOylation synaptique. Nous montrons ici qu’en absence d’activation de la PKC, 

l’enzyme de déSUMOylation SENP1 ne peut s’accumuler à la postsynapse. Nous pouvons émettre l’hypothèse 

que ce sont les substrats SUMOylées qui retarde la sortie de SENP1 lors de son activité isopeptidase provoquant 

ainsi une accumulation de l’enzyme dans le temps à la synapse et qu’en absence de phosphorylation par la PKC 

après activation neuronale, les protéines synaptiques ne sont pas SUMOylées et donc n’ont pas besoin de 

l’accumulation de SENP1 pour la déSUMOylation. En plus de la régulation de la diffusion des enzymes de la 
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machinerie de SUMOylation, la PKC est elle-même cible de la SUMOylation et il a été montré que sa 

déSUMOylation permet la régulation de l’endocytose des récepteurs à la glycine lors de l’activation des rKA 

(Sun et al., 2014). Plus récemment, il a été montré que la SUMOylation de la PKC inhibe la liaison de Gluk2 à 

14–3–3τ en réduisant la phosphorylation de GluK2 (Li et al., 2017). Ces données suggèrent que la SUMOylation 

de la PKC est un modulateur important de la fonction et de la localisation des protéines synaptiques en régulant 

l’activité kinase de PKC révélant une interaction étroite entre processus de SUMOylation synaptique et 

phosphorylation de la PKC. 

Nous avons de plus montré que l’activation de la CaMKII permet l’accumulation synaptique de SENP1 en 

réponse à l’activation neuronale. Nous pouvons émettre l’hypothèse que la SUMOylation des protéines 

synaptiques requiert que le maximum de protéines soient phosphorylées en amont et requiert en plus de la 

phosphorylation des protéines synaptiques par la PKC, celle de la CaMKII comme signal pour la SUMOylation 

des protéines de la synapse. De plus, l’effet de l’activation de la CaMKII sur la localisation et l’activité d’Ubc9 

n’a pas été étudié et reste à démontrer. 

L’inhibiteur utilisé ici, le KN93, n’est pas spécifique d’une isoforme de CaMKII en particulier et peut jouer sur 

plusieurs voies de signalisation. Pour étudier spécifiquement le rôle d’une isoforme spécifique de la CaMKII sur 

la régulation de la redistribution de SENP1 à la synapse, l’utilisation d’une forme mutée de l’une des isoformes 

dont l’activité catalytique est abolie serait le plus appropriée. Cependant, cet outil n’était pas à disposition au 

laboratoire et la surexpression de GFP-SENP1 par le système viral Sinbdis rend impossible la double 

transduction d’un même neurone. Bien que la SUMOylation directe de la CaMKII n’ait pas été démontrée, 

l’interaction entre la kinase et des homologues de la machinerie de SUMOylation chez la Drosophile a été 

montré par un crible à double hydride (Long and Griffith, 2000). La modulation de SUMO1 pourrait 

potentiellement modifier la localisation subcellulaire de la CaMKII mais les conséquences fonctionnelles de 

cette interaction restent à élucider. 

Existe-il une phosphorylation directe de SENP1 par la PKA, la PKC ou la CaMKII ? 

L’activation neuronale entraine la phosphorylation d’une multitude de protéines synaptiques (Woolfrey and 

Dell'Acqua, 2015). Basée sur des valeurs prédictives, certaines désSUMOylases ont été suggérées comme 

substrats potentiels de la phosphorylation (Dephoure et al., 2008). Nous pouvons donc nous demander si la 

phosphorylation directe de SENP1 pourrait moduler l’activité de la déSUMOylase et/ou l’accumulation de 

SENP1 dans la fine régulation de la balance SUMOylation/déSUMOylation synaptique. Tout d’abord, pour 

montrer que SENP1 est un substrat de la phosphorylation, nous pourrions réaliser des études de 

phosphorylation in vitro pour reconnaitre la forme phosphorylée de SENP1 grâce à un retard sur gel provoqué 

en présence du réactif Phostag™ (NARD Institute). Deux kinases sont impliquées dans la régulation 
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spatiotemporelle de SENP1 à la synapse, la PKC et la CaMKII, qui peuvent toutes deux phosphoryler SENP1. 

Différents outils prédictifs tels que NetPhos3.1 et GPS5.0 mettent en évidence plusieurs sites potentiels de 

phosphorylation sur SENP1 par ces deux kinases (S170 et T174 pour la PKC et les résidus T59 et S224 pour la 

CaMKII). 

Dans leur étude, Dephoure et ses collègues observent SENP1 phosphorylée sur son résidu sérine S157, SENP3 

sur ses résidus sérine/thréonine S169, T176, S181, S188, S212, T229, S232, S242, T353 et SENP6 sur son résidu 

S353 (Dephoure et al., 2008). Il apparait que la phosphorylation simultanée des 9 résidus sérine/thréonine de 

SENP3 dans les cellules HeLa supprime l’activité de déSUMOylation des protéines associées aux chromosomes, 

pendant la mitose (Wei et al., 2018). De manière intéressante, ce site semble être un site de phosphorylation 

par la PKA d’après les outils prédictifs NetPhos3.1 et GPS5.0. La PKA ne semble pas impliquée dans la régulation 

spatiotemporelle de SENP1, cependant les outils prédictifs indiquent plusieurs sites avec un score élevé pour 

les sérine S126 et S180. Avec un score moins élevé, on retrouve la sérine S157 dans cette liste dont la 

phosphorylation a déjà été observée dans la littérature (Dephoure et al., 2008; Zhou et al., 2013). 

Pour étudier le rôle potentiel de la phosphorylation de SENP1 sur son activité isopeptidase, j’ai produit par 

mutagénèse deux mutants du site retrouvé dans la littérature : SENP1-S157E, la forme non phosphorylable, et 

SENP1 S157A, la forme phosphomimétique. Leur surexpression dans les neurones pourrait nous permettre de 

mesurer les niveaux de SUMOylation et d’évaluer l’effet du rôle de la phosphorylation sur l’accumulation 

synaptique et l’activité de SENP1. Pour étudier le rôle de la phosphorylation sur la distribution et/ou la diffusion 

de l’enzyme à la synapse, des expériences d’imagerie dynamique (en temps réel, FRAP et photoconversion) sur 

des neurones hippocampiques exprimant les mutants ou GFP-SENP1-S157E, la forme non phosphorylable ou 

GFP-SENP1-S157A, la forme phosphomimétique, devront être menées. Il est à noter que des études récentes 

de phosphoprotéomique synaptique n’ont pas permis de retrouver de forme phosphorylée pour SENP1 dans 

les synapses de cerveaux de souris adultes (Brüning et al., 2019). 

Le trafic synapto-dendritique de SENP1 est dépendent des microtubules 

Les précédents travaux du laboratoire montrent que, compte-tenu de sa petite taille (17kDa), l’enzyme Ubc9 

diffuse à la synapse 40x plus rapidement que SENP1, qui elle, utilise le réseau de microtubules dendritiques 

(Loriol et al., 2014; Schorova et al., 2019). Il semble donc coexister deux processus de diffusion/trafic des 

enzymes de SUMOylation et de déSUMOylation entre la dendrite et les épines dendritiques. Cette différence 

pourrait expliquer la temporalité des processus de SUMOylation et déSUMOylation à la synapse nécessaire au 

maintien de la balance SUMO/déSUMOylation. La diffusion rapide de l’enzyme de conjugaison permet la 

SUMOylation rapide des protéines en réponse à l’activité neuronale. Les substrats SUMOylés par Ubc9 vont 

pouvoir remplir leurs fonctions à la synapse et seront ensuite déSUMOylés par SENP1 qui s’accumule 
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lentement à la postsynapse. Une fois les niveaux de SUMOylation initiaux rétablis, SENP1 sort des épines 

dendritiques lorsque la stimulation cesse. 

Bien qu’une traduction locale puisse avoir lieu, la présence de SENP1 à la postsynapse est le résultat du trafic 

de protéines le long des dendrites. La question est aujourd’hui de savoir quelles sont les interacteurs de SENP1 

à la synapse qui permettrait le trafic et l’accumulation après stimulation neuronale. Les microtubules n’entrent 

que rarement dans les épines dendritiques, s’arrêtant généralement au niveau du cou des épines dendritiques. 

Nous pouvons suggérer que les microtubules pourraient être à l’origine du trafic de l’enzyme de la dendrite 

jusqu’à l’épine dendritique. Le transport d’enzymes le long des dendrites via les microtubules est bien 

documenté dans la littérature. C’est notamment le cas pour la CaMKII dont sa relocalisation dans les épines 

dendritiques suite à l’activation neuronale est un processus dépendant de la mobilisation du Ca2+ intracellulaire 

et de la dynamique des microtubules (Thalhammer et al., 2006; Lemieux et al., 2012). De plus, les récepteurs 

mGluR du groupe I sont étroitement liés aux microtubules, notamment mGlu1R, dont l’activation réduit la 

formation des microtubules (Huang and Hampson, 2000). J’ai montré lors de ma thèse que la dynamique des 

microtubules participe à la redistribution de SENP1 à la synapse. Cependant, les expériences d’imagerie 

dynamique que j’ai réalisées ne me permettent pas déterminer si la dynamique des microtubules est 

importante pour l’entrée et/ou la sortie de SENP1 des épines dendritiques. Le rôle de la dynamique des 

microtubules sur le trafic synapto-dendritique de SENP1 restent à élucider. Dans ce but, des expériences de 

FRAP (GFP-SENP1) ou de photoconversion (Dendra-SENP1) devront être réalisées en présence de 

perturbateurs des microtubules comme le Nocodazole ou le Taxol afin de mesurer la dynamique de diffusion 

de SENP1 lors que la dynamique des microtubules est déstabilisée. 

De plus, l’étude de l’implication de protéines motrices pourrait fournir plus de détails sur les mécanismes de 

trafic de SENP1 le long des microtubules dendritiques. Nous pourrions isoler SENP1 par immunoprécipitation 

dans le cytosol et identifier ses interacteurs par spectrométrie de masse afin de déterminer quels pourraient 

être les partenaires importants pour le trafic de l’enzyme. 

Rôle de l’influx calcique dans la régulation du trafic de SENP1 ? 

Le calcium est un acteur fondamental de l’excitation neuronale. Compartimentalisé par l’épine dendritique, le 

calcium a un rôle prépondérant pour déclencher les différentes voies de signalisation pour la transmission et 

la plasticité synaptique et autres processus associés à l’apprentissage et la mémorisation. L’activation des 

mGlu5R déclenche l’activation de multiples kinases comme la CaMKII qui conduit à la libération de Ca2+ des 

réserves intracellulaires du RE. Il serait intéressant d’étudier l’effet de la mobilisation du Ca2+ dans les neurones 

lors de la redistribution de SENP1 à la synapse. L’utilisation d’agents pharmacologiques tels que la 

thapsigargine, ciblant les Ca2+-ATPase SERCA pour entraîner une augmentation des niveaux de calcium 
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intracellulaire ou inversement, le BAPTA, un chélateur du calcium permettrait d’évaluer le rôle du Ca2+ dans la 

redistribution de SENP1. Cependant, l’utilisation de ces drogues dérégule également l’homéostasie cellulaire, 

provoquant un stress cellulaire et conduisant généralement à l’apoptose. 

De manière intéressante, l’activation des récepteurs mGlu1/5 module un grand nombre de canaux ioniques 

tels que certains canaux calciques tels que les canaux calciques voltage dépendants (VDCC), les récepteurs de 

type AMPA ou NMDA (Snyder et al., 2001; Reiner and Levitz, 2018). L’utilisation d’inhibiteurs spécifiques 

Nifedipine, dAP5 ou CNQX, sur des cultures neuronales exprimant GFP-SENP1 pourrait nous permettre 

d’étudier le rôle de ces canaux calciques dans la régulation de la redistribution de SENP1 à la postsynapse. 
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ANNEXE 5 
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Proteomic identification of an endogenous synaptic SUMOylome in the 
developing rat brain. 
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Hypothèse de travail 
 

La SUMOylation est essentielle pour la régulation des processus cellulaires et apparait comme une cible 

thérapeutique potentielle en raison de son implication dans de nombreuses synaptopathies ainsi que dans les 

cancers. Dans les 15 dernières années, l’étude des cibles de la SUMOylation par approche protéomique n’a fait 

que croître, notamment grâce au développement de la détection des sites spécifiques de SUMOylation. Les 

progrès des techniques de protéomique ont permis l’identification de plus de 3500 protéines modifiées par 

SUMO (Hendriks and Vertegaal, 2016), qui sont principalement nucléaires, et participent à des processus tels 

que la transcription, le remodelage de la chromatine, la réparation de l'ADN et le transport 

nucléocytoplasmique (Flotho and Melchior, 2013). Ces études protéomiques des cibles de SUMO ont été 

réalisées sur des cultures cellulaires (Galisson et al., 2011) ou sur des lysats obtenus à partir d’organes entiers 

(Hendriks et al., 2018). La plupart de ces études utilise une stratégie d’enrichissement en protéines SUMOylées 

en utilisant la surexpression exogène d’un épitope de SUMO étiquetée à un tag Histidine (His) ou HA, associant 

souvent un variant muté de SUMO. Cependant, ces méthodes ne permettent pas l’identification des protéines 

SUMOylées endogènes rendant ces approches impossibles pour des analyses sur des tissus ex vivo sans 

dépendre du génie génétique. L’enrichissement efficace des protéines endogènes modifiées par SUMO grâce 

à l’utilisation d’anticorps spécifiques anti-SUMO1 ou anti-SUMO2/3 dans les tissus des mammifères est la 

première étape indispensable pour l’identification des cibles de la SUMOylation par spectrométrie de masse 

(Becker et al., 2013; Barysch et al., 2014). Bien que l'identification d'un SUMOylome global endogène dans le 

noyau et le nucléole ait été réalisée, le SUMOylome d’un compartiment spécifique ou cytosol n’a encore jamais 

été rapporté. La validation des protéines cibles SUMOylées d’un compartiment subcellulaire spécifique est 

difficile en raison des faibles niveaux à l'état basal de SUMOylation des protéines endogènes, de la faible 

abondance de la SUMOylation dans certains organes ou lors du développement (Hendriks et al., 2018) et les 

niveaux d'activité de la protéase SUMO dans les lysats cellulaires (Hay, 2005).   

Des altérations de la SUMOylation sont retrouvées dans certaines synaptopathies (Chen et al., 2021). 

Cependant, la liste des protéines synaptiques SUMOylées identifiées reste très limité dans la littérature.  

Pour comprendre le comportement fonctionnel de la SUMOylation de façon physiologique et pathologique, il est 

maintenant crucial d’avoir une vue d’ensemble des protéines SUMOylées à la synapse, et de leur implication dans 

l’étiologie des maladies neurologiques. Nous nous sommes appuyés sur nos connaissances du système de la 

SUMOylation dans les neurones pour mettre un protocole d’enrichissement synaptique des protéines SUMO2/3-

ylées. Ce projet a ainsi permis :    
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- D’identifier un SUMO2/3-ylome synaptique par spectrométrie de masse (MS) et d’établir la première 

cartographie de la SUMOylation à la synapse. 

- De valider biochimiquement 5 cibles identifiées par MS.   

- Mettre en évidence les réseaux synaptiques fonctionnels et les maladies neurologiques potentiellement 

associées à ce SUMOylome.   
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Matériel et méthodes 
 

Animaux  

Les rates Wistar gestantes proviennent exclusivement d’une source commerciale (Janvier, Saint Berthevin, 

France). Tous les animaux ont été manipulés et traités en accord avec les recommandations du conseil 

européen pour le bien-être des animaux utilisés à des fins expérimentales dans notre animalerie. Les animaux 

ont eu libre accès à l’eau et à la nourriture. Les rats ont été nourries ad libitum et sont maintenues dans une 

atmosphère contrôlée avec un cycle veille/sommeil de 12h/12h. 

Isolation de la fraction synaptique à partir de cerveaux de rats P14 ou Adulte 

Notre préparation de synaptosomes a été adapté à partir de publications précédentes (Hebb and Whittaker, 

1958; Huttner et al, 1983). Les cerveaux antérieurs de rats âgés de 14 jours sont homogénéisés à l’aide d’un 

potter en verre et Teflon dans 26 mL de milieu Tris Sucrose froid (10 mM Tris-HCl pH7,5, 0,32 M Sucrose) en 

présence d’inhibiteur de protéases et de 20 mM de NEM. L’homogénat est ensuite centrifugé à 1 000 g pendant 

5 min à température ambiante en utilisant le rotor JA4.2 (Beckman). Le surnageant, qui correspond au cytosol, 

est séparé du culot contenant les noyaux et débris membranaires. La fraction cytosolique est déposée sur un 

gradient croissant de 2% à 20% Percoll/tampon Tris Sucrose. Le gradient est ultracentrifugé à 14000 rpm 

pendant 10 min à 4°C en utilisant le rotor SW41Ti (Beckman). La fraction synaptosomale est comprise à 

l’interface de la couche 10% et 20% Percoll et est récupérée à l’aide d’une pipette en verre. La fraction est 

ensuite lavée dans une solution HEPES (5mM HEPES, 140 mM NaCl, 3 mM KCl, 1.2 mM MgSO4, 1.2 mM CaCl2, 

1 mM NaH2PO4, 5 mM NaHCO3, 10 mM Glucose, inhibiteurs de protéases, 10 mM NEM) pour éliminer le 

sucrose. La fraction est centrifugée à 10 000g pendant 10 min à l’aide du rotor JA25.5 (Beckman). Le culot 

enrichi en synaptosomes est enfin resuspendu dans du tampon de lyse (200 mM NaPi pH7,4, 1.5 M NaCl, 50 

mM EDTA, 50 mM EGTA, 1% Triton X-100, 0.5% DOC, 1%SDS, inhibiteurs de protéases, 10 mM NEM). Les 

synaptosomes ont été soit bouillis 10 min à 95°C pour les expériences de spectrométrie de masse ou chauffés 

15 min à 55°C pour la validation des cibles de la SUMOylation avant immunoprécipitation. La concentration 

protéique a été déterminée par la méthode de Bradford. 

Immunoprécipitation à l’aide d‘un anticorps anti-SUMO2/3 ou anti-IgG 

Les anticorps IgG ou spécifique de SUMO2/3 ont été incubés dans du PBS 1X sous agitation pendant 45 min en 

présence de billes de sépharose couplées à des protéines G. Les anticorps ont ensuite été couplés de façon 

covalente aux billes en présence de 30 mM de dimethyl pimelidate (Sigma) dans une solution de 0,2 M 



104 
 

Triethanolamine pH 8.2 pendant 1h sous agitation. La réaction de pontage chimique a été stoppée en 

resuspendant et en incubant les billes couplées aux anticorps dans une solution de 50 mM Tris pH 8 pendant 

20 min. Les billes sont alors lavées avec 0.2 M Glycine pH 2.9 pendant 20 à 30 sec pour éliminer les anticorps 

non liés covalemment. Les billes couplées aux anticorps sont stockées à 4°C dans du PBS jusqu’à utilisation.  

Le complexe anticorps-protéines SUMO2/3-ylées est ensuite formé par incubation de 2 µg anticorps IgG/12F3 

couplés aux billes pour 100 µg d’extrait protéique (lysats de cerveaux ou synaptosomes purifiés) sur la nuit et 

sous agitation. Pour éliminer les complexes protéiques aspécifiques, les billes sont lavées dans du tampon de 

lyse contenant une forte concentration saline (500 mM NaCl). L’élution des protéines immunopurifiées a été 

réalisée de deux manières :  

- Par élution peptidique à l’aide d’un peptide compétiteur conçu à partir de l’épitope reconnu par 

l’anticorps anti-SUMO2 12F3 (utilisation à 0.65 mg/mL). Cela permet de limiter le décrochage des 

anticorps ainsi que celui de protéines non spécifiques fixées sur les billes. Les élutions ont ensuite été 

analysées par spectrométrie de masse.  

- Par élution SDS : Les billes ont été bouillies dans du tampon Laemmli entraînant une élution plus 

efficace de tous les complexes. Ces extraits ont été utilisées pour la validation des cibles de la 

SUMOylation. 

Le protocole d’immunoprécipitation des protéines sumo2/3-ylées a été validé en utilisant une coloration à 

l’argent et les extraits protéiques ont été analysés par Western Blot (méthodes p.77). 

Coloration à l’argent (Silver Quest Kit ; Invitrogen) 

Après la migration, le gel est rincé dans de l’eau ultra pure avant d’être fixé 20min sous agitation dans une 

solution 10% Acide Acétique en éthanol 40%. Après lavages successifs en éthanol 30%, le gel est incubé avec 

une solution de sensibilisation contenant un sensibilisant (N,N-Diméthylformamide 5% et Hydroxyde de 

sodium 2%) dans 30% éthanol. Le gel est ensuite lavé dans de l’éthanol 30% et de l’eau ultra pure avant de 

colorer le gel pendant 15 min à l’aide d’une solution de coloration. Enfin, le gel est incubé dans une solution 

de développement jusqu’à apparition des bandes. La réaction sera alors stoppée par une solution comprenant 

de 10-30 % Tetrasodium EDTA. 
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Anticorps Espèces Compagnie Concentration utilisée 

Anti-SUMO2  Souris Cytoskeleton clone 12F3 (ASM23) 1/500 (WB) ; (IP) 

Anti-SUMO1 (21C7) Souris Laboratoire Surnageant de culture 

Anti-SUMO2 Lapin Laboratoire du Dr Guillaume Bossis 1/700 

Anti-Ubc9 Souris BD Biosciences (610749) 1/500 (WB) ; 8µg par point d’IP 

Anti-PSD95 Souris Neuromab 1/10 000 (WB) ; 8µg par point d’IP 

Anti-Flotillin1 Souris BD Biosciences (610820)  1/ 500 (WB) ; 8µg par point d’IP 

Anti-PKC gamma Souris Santa Cruz 1/500 (WB) 

Anti-SynGAP Lapin Synaptic System (157002) 1/1000 (WB) ; 8µg par point d’IP 

Anti Synaptotagmin Souris Stressgen (SYA-148) 1/2000 

Anti-Homer Lapin Synaptic System (160003) 1/1000 

Anti CoxIV Souris Abcam (ab14744) 1/2000 

Anti SOD2 Souris Santa Cruz (sc-137254) 1/2000 

Anti Calnexine Souris Santa cruz (sc-23954) 1/700 

Anti GM130 Lapin BD Biosciences (610823) 1/500 

Anti Nopp140 Souris  Santa Cruz (Sc-374033) 1/700 

Anti Fibrillarin  Souris  Invitrogen (MA3-16771) 1/2000 

Anti Histone H4  Lapin Active Motif (39269) 1/2000 

Tableau 6. Anticorps utilisés lors de l'étude du SUMOylome synaptique 
 

Analyse par spectrométrie de masse 

Préparation des échantillons : Les protéines des éluats d'immunoprécipitation ont été séparées par SDS-PAGE 

sur gel gradient Bis-Tris (4-15% ou 4-20%, Mini-PROTEAN®, BioRad) et colorées par Coomassie (bleu impérial). 

Chaque piste a été découpée en 10 bandes. Les protéines de chaque bande ont été ont été réduites/alkylées 

et digérées par un traitement au DTT et à la trypsine. Les peptides trypsinés ont été isolés par extractions 

successives dans l'acide formique à 1%, dans l'eau et dans l'acétonitrile. Les extraits de peptides de bandes 

adjacentes ont été regroupés deux par deux avant analyse par LC-MS/MS, concentrés sous vide et solubilisés 

dans 15 µL d'acide formique aqueux à 0,1%.  

Analyse par NanoHPLC-Q-exactive plus : La séparation des peptides a été effectuée à l'aide d'un nanoHPLC 

(ultimate 3000, Thermo Fisher Scientific). 5 µl de solution de peptides ont été injectés et concentrés sur une 

µ-précolonne Acclaim PepMap 100 C18 (i.d. 5 mm, 5 µm, 100 Å, Thermo Fisher Scientific) à un débit de 10 

µL/min et en utilisant un solvant contenant H2O/ACN/FA 98%/2%/0.1%. La séparation des peptides a été 
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effectuée sur une colonne Acclaim PepMap 100 C18 de 75 µm de diamètre interne x 500 mm (3 µm, 100 Å) 

(Thermo Fisher Scientific) à un débit de 200 nL/min. Le système de solvants était le suivant : (A) 100% d'eau, 

0,1% de FA, (B) 100% d'acétonitrile, 0,08% de FA. Le gradient suivant a été utilisé : t = 0min 4% B ; t = 3 min 

4%B ; t = 170min, 35% B ; t = 172 min, 90% B ; t = 180 min 90% B à 35°C. La nanoHPLC a été couplée via une 

source d'ionisation nanoelectrospray au spectromètre de masse haute résolution Hybrid Quadrupole-Orbitrap 

(Thermo Fisher Scientific). Les spectres MS ont été acquis à une résolution de 70 000 (200 m/z) dans une 

gamme de masse de 150-1800 m/z avec une valeur AGC cible de 55 et un temps d'injection maximum de 50 

ms. Les 10 ions précurseurs les plus intenses ont été sélectionnés et isolés avec une fenêtre de 2m/z et 

fragmentés par HCD (Higher energy C-Trap Dissociation) avec une énergie de collision normalisée (NCE) de 27. 

Les spectres MS/MS ont été acquis dans le piège à ions avec une valeur cible AGC 25, la résolution a été fixée à 

17 500 à 200 m/z combinée avec un temps d'injection de 100 ms. 

Identification des protéines : Les données ont été traitées en utilisant Proteome Discoverer 2.2 équipé de 

Seaquest HT. Les interrogations ont été faite en utilisant la base de données FASTA Swissprot Rattus Norvegicus 

Reviewed and Unreviewed. Une précision de masse de  ±  10 ppm a été utilisée pour les ions précurseurs et de 

0,02 Da pour les ions produits. La spécificité de l'enzyme a été fixée à la trypsine avec deux clivages manqués 

autorisés. Des bases de données de leurres inversés ont été incluses pour toutes les recherches afin d'estimer 

les taux de fausses découvertes, et filtrées à l'aide de l'algorithme Percolator avec un FDR (False Discovery 

Rate) de 1%. 

Analyses bioinformatiques 

Pour comparer les ensembles de données sur le protéome, les identifiants des protéines ont été convertis en 

Gene ID à l'aide des outils de conversion Uniprot, DAVID et db2db. Les homologues humains ou souris des 

données obtenues sur le rat ont été identifiés à l'aide de l'outil DRSC Integrative Ortholog Prediction Tool ou 

Blast. L'analyse de l'enrichissement des termes de l'ontologie génétique (GO) a été réalisée à l'aide de 

clusterProfiler (niveau d'ontologie 2) sur l'interface web Proteore. L'analyse d'enrichissement des voies KEGG 

et Reactome a été réalisée à l'aide de DAVID. L'analyse d'enrichissement à l'aide de la base de données 

spécifique aux synapses SynGO a été effectuée à partir de la base "brain expressed", avec une stringence 

moyenne et des termes de niveau 2 pour la représentation des composants cellulaires et des termes de niveau 

1 pour les voies biologiques. L'annotation des maladies a été réalisée avec le portail ToppGene sur les 

homologues humains de notre liste. L'analyse de réseau a été réalisée à l'aide de l'outil web STRING (v. 11.0) 

combiné à l'application Cytoscape (v. 3.8.2) implémentée par le module StringApp. 
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1- Validation du protocole d’enrichissement en protéines synaptiques. 

Afin d’isoler les synaptosomes à partir de cerveaux de rats âgés de 14 jours, nous avons effectué un 

fractionnement subcellulaire sur gradient de Percoll/Sucrose (Fig. 30A). La qualité du fractionnement a été 

évaluée par immunoblots avec des anticorps anti-PSD95 et HOMER1 (protéines postsynaptiques) ainsi qu’un 

anti-Synaptotagmine-1 (protéine présynaptique ; Fig. 30B). On remarque une faible quantité de marqueur 

synaptique dans l’homogénat et le cytoplasme, une absence totale dans la fraction nucléaire et un 

enrichissement important dans la fraction synaptosomale pour ces trois marqueurs synaptiques. 

Afin de vérifier l’absence de toute contamination par un autre compartiment cellulaire, nous avons réalisé des 

immunoblots avec des anticorps dirigés contre des protéines marqueurs d’autres compartiments 

subcellulaires. Nous pouvons constater que les protéines CoxIV et SOD2, marqueurs de la mitochondrie, sont 

retrouvés dans l’homogénat, le cytoplasme et la fraction synaptosomale (Fig. 30B). La calnexine, marqueur du 

réticulum endoplasmique, est aussi retrouvée dans l’homogénat, le cytoplasme et la fraction synaptosomale 

(Fig. 30B). En effet, les synaptosomes contiennent du réticulum endoplasmique (source de calcium) et des 

mitochondries (source d’ATP) (Mironov and Symonchuk, 2006). Enfin, nous pouvons constater que la protéine 

GM130, marqueur spécifique de l’appareil de Golgi, n’est présente que dans l’homogénat et le cytoplasme 

mais pas dans la fraction nucléaire ni synaptosomale. La protéine nucléaire Histone (H4) est faiblement 

retrouvée dans l’homogénat, fortement enrichie dans la fraction nucléaire et totalement absente du 

cytoplasme et de la fraction synaptosomale (Fig. 30B). Ces résultats confirment la qualité du protocole de 

préparation de synaptosomes mis au point au laboratoire et montrent l’absence de contamination par d’autres 

compartiments tels que l’appareil de Golgi, ou le noyau, qui est notamment très riche en protéines SUMOylées 

(Fig. 29B-C). 

Nous avons ensuite identifié par spectrométrie de masse les protéines contenues dans la fraction 

synaptosomale qui nous servira de synaptome de référence pour le reste de l’analyse. L’identification des 

protéines de l’échantillon réalisée par Proteome Discover 2.0 a permis l’identification de 4379 protéines 

synaptiques présentes dans au moins 3 des 4 répétitions réalisées.  

Pour évaluer la qualité de notre synaptome, des analyses bioinformatiques ont été réalisées à l’aide de 

ClusterProfiler (interface Proteore) et de DAVID afin d’étudier la représentation des termes d’ontologie 

génique (GO) associé à notre échantillon pour la composition cellulaire, les processus biologiques ainsi que les 

voies KEGG. Les analyses montrent que les protéines de notre synaptome sont enrichies pour les 

compartiments cellulaires tels que la synapse, la mitochondrie ou encore les vésicules (Fig. 30C) et aux 

fonctions associées à l’organisation synaptique, le transport vésiculaire ainsi que l’organisation mitochondriale 

(Fig. 30D). 
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2- Immunoprécipitation des protéines synaptique SUMO2/3 

Afin d’identifier les protéines modifiées par SUMO2/3 à la synapse, nous avons réalisé des 

immunoprécipitations en condition dénaturante en utilisant les anticorps anti-SUMO2/3 12F3 commerciaux. 

Nous avons utilisé des billes sépharose couplées à la protéine G soit avec l’anticorps SUMO2/3 soit avec 

l’anticorps IgG souris courrespondant comme contrôle négatif. Les billes ont ensuite été mises en présence de 

la fraction synaptosomale toute la nuit à 4°C sous agitation lente (Fig. 31A). Les interactions protéiques non 

covalentes ont été éliminées par lavage dans une solution tampon contenant une forte concentration en sel. 

Les protéines SUMO2/3 ont ensuite été éluées par compétition à l’aide d’un peptide SUMO2 correspondant à 

l’épitope reconnu par l’anticorps SUMO2/3 (Fraction Élution peptidique). Une seconde élution des billes par 

un tampon dénaturant riche en SDS nous a permis de récupérer le matériel non élué (Fraction Élution SDS). 

Afin de valider l’efficacité de notre protocole d’immunoprécipitation SUMO2/3, nous avons réalisé dans un 

premier temps une coloration à l’argent sur les protéines récupérées dans les différentes fractions et séparées 

par SDS-PAGE. Les mêmes échantillons ont ensuite été étudiés par immunoblot anti-SUMO2/3 (Fig. 31 B-H). 

Nous avons montré que deux lavages à haute concentration en sel (500mM NaCl) sont suffisants pour éliminer 

les interactions aspécifiques des protéines (Fig. 31B). On peut constater une absence de signal SUMO2/3 dans 

les fractions récupérées lors des lavages permettant la réduction des interactions protéiques aspécifiques (Fig. 

31D). Il faut noter que la coloration à l’argent de la fraction éluée par tampon dénaturant SDS montre la 

présence de protéines qui collent aux billes de manière aspécifique (Fig. 31B). L’étude de cet éluat par 

immunoblot révèle que les protéines qui collent aux billes contiennent des protéines reconnues par l’anticorps 

SUMO2/3 et que cette méthode d’élution n’est pas la plus adéquate pour identifier les protéines SUMOylées 

à  la synapse (Fig. 31D). Nous avons donc procédé à une élution des protéines SUMOylées par compétition avec 

le peptide SUMO2/3. Nous pouvons constater que l’élution par un peptide compétiteur a permis d’éluer des 

protéines présentes sur les billes dans la condition 12F3 mais aussi dans la condition IgG en plus faible quantité 

(Fig. 31C).  Ces résultats montrent que nous nous plaçons dans des conditions très strictes avec une réduction 

des interactions protéiques aspécifiques par lavages en haute concentration de sel suivi d’une élution des 

protéines spécifiques par compétition peptidique. Par immunoblot, nous avons peu de protéines 

SUMO2/3ylées dans le contrôle négatif (IgG) alors que nous observons une grande quantité de protéines 





112 
 

Enfin, la spécificité de l’immunoprécipitation SUMO2/3 a été validée par l’utilisation de l’anticorps commercial 

SUMO2/3 (Fig. 31F), d’un autre anticorps anti-SUMO2/3 produit chez le lapin (Fig. 31G) et d’un anticorps 

SUMO1 #21C7 (Fig. 31H). On remarque une absence de signal SUMO1 dans les immunoprécipitats SUMO2/3. 

Ces résultats ont permis de valider le protocole d’immunoprécipitation et montrent que nous avons bien isolé 

des protéines SUMO2/3ylées. Cependant, le rendement de l’élution peptidique n’est pas total puisque toutes 

les protéines SUMOylées n’ont pas été éluées par compétition peptidique. Le rendement est cependant 

suffisant pour identifier les protéines SUMOylées en spectrométrie de masse en tenant compte de la gamme 

de détection du spectromètre utilisé. 

3- Identification des protéines synaptiques SUMOylées par spectrométrie de masse et validation 

de certaines cibles par immunoprécipitation. 

Afin d’identifier les protéines synaptiques SUMO2/3ylées par spectrométrie de masse, les échantillons obtenus 

après immunoprécipitation sont séparés sur gel d’acrylamide puis digérées par la trypsine et les peptides 

obtenus sont injectés dans une colonne de chromatographie liquide pour être séparés selon leur 

hydrophobicité. Les peptides ont ensuite été détectés et analysés par le spectromètre de masse. 

Nous avons réalisé quatre expériences indépendantes afin d’identifier les protéines SUMO2/3ylées de la 

synapse. Nous avons obtenu une liste finale de 803 protéines synaptiques modifiées par SUMO2/3 retrouvées 

dans au moins 3 des 4 expériences dont 36% sont présentes dans les 4 expériences. Nous retrouvons d’ailleurs 

dans nos résultats de MS/MS des protéines synaptiques déjà montrées comme étant SUMOylées dans la 

littérature comme par exemple, DJ-1/ Park 7 (Guerra de Souza et al., 2016), la Tubuline (Feng et al., 2021) ou 

encore les Ras/Rab, facteurs impliqués dans les voies de signalisation (Choi et al., 2018; Striz et al., 2018). Parmi 

les nouvelles cibles du SUMOylome synaptique, on retrouve notamment des récepteurs aux 

neurotransmetteur comme mGluR3, les sous-unité 1 et 2b des rNMDAs ou encore les récepteurs 

GABAergiques, des transporteurs tels que VGLUT1 ou des transpoteurs du GABA, des protéines d’échafaudage 

comme PSD95, HOMER1, et SynGAP, des protéines des vésicules synaptiques tels que SV2B, Synaptotagmin-5 

et VAP-A ainsi que des protéines impliquées dans les voies de signalisation comme la CaMKIV, la PKC ou encore 

des MAPKs (Annexe 5 Tableau Supp 3). 

Pour valider biochimiquement la liste de protéines synaptiques SUMO2/3ylées obtenue par MS, nous avons 

sélectionné 5 cibles (Ubc9, Flotillin-1, PSD95, SynGAP et PKC) et optimisé le protocole d’Immunoprécipitation 

afin d’étudier la SUMOylation des cibles spécifiques (Fig. 32-36). Les formes SUMOylées de ces cibles ont été 

détectées par immunoblot après immunoprécipitation des protéines synaptiques SUMOylées et/ou de la 

protéine cible. 
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manière intéressante, parmi les protéines non retrouvées, on identifie Ubc9 et SUMO2. Cela pourrait 

s’expliquer par la faible expression de SUMO et de l’enzyme de conjugaison dans le compartiment synaptique 

à l’état basal. De plus, ce sont des protéines de faible poids moléculaire, qui présentent donc un petit nombre 

de peptides post-digestion à la trypsine. Ceci pourrait rendre difficile l’identification des peptides uniques de 

Ubc9 et SUMO due à la complexité de l’échantillon à analyser en MS. 87% des protéines identifiées dans le 

SUMOylome synaptique sont retrouvées dans au moins 3 des synaptomes étudiés (Annexe 5 Tableau Supp 4). 

Quand nous comparons le SUMOylome synaptique à des protéomes plus spécifiques des composants 

synaptiques tels que la zone présynaptique (Weingarten et al., 2015), la fente synaptique (Cijsouw et al., 2018), 

les mitochondries synaptiques (Stauch et al., 2015) ou encore les complexes multiprotéiques de la synapse tels 

que les interacteurs des récepteurs du glutamate AMPAR (Chen et al., 2014) ; mGlu5R (Farr et al., 2004) ou 

NMDAR (Bayés et al., 2014). Les données du SUMOylome chevauchent largement l’ensemble des protéines 

synaptosomales caractérisé dans la littérature démontrant ainsi que les protéines du SUMOylome synaptique 

sont connectées au compartiment synaptique. 

SUMOylation à la synapse : la controverse ?  

Nous avons comparé le SUMOylome synaptique à deux SUMOylomes cérébraux (Yang et al., 2014; Hendriks et 

al., 2018) chez le rongeur et uniquement 4,7% des protéines de notre liste ont été retrouvés dans ces deux 

analyses protéomiques. Ce chevauchement faible s’explique par le fait que les niveaux de SUMOylation dans 

le cytosol et plus particulièrement dans les synapses (Fig. 29B) sont très bas en comparaison des niveaux de 

SUMOylation retrouvés dans le cerveau entier ou encore dans le noyau. Nous estimons aussi que la fraction 

nucléaire est au minimum 100x plus abondante en protéines SUMOylées que pour la fraction synaptique (Fig. 

29B).  De plus, ces 2 analyses de protéomique ont été réalisées sur des extraits issus d’un cerveau entier d’une 

souris adulte. Le volume de la synapse par rapport au reste du neurone est négligeable d’où la nécessité 

d’enrichir notre échantillon en protéine synaptique grâce au fractionnement subcellulaire. L’ensemble de ces 

remarques laissent penser que les analyses protéomiques précédentes ont identifiés peu de protéines 

cytosoliques et synaptiques et de nombreuses cibles nucléaires modifiées par SUMO du fait que 1) elles sont 

plus abondantes dans le noyau qu’ailleurs et que 2) à l’âge adulte, la SUMOylation cérébrale n’est pas à son 

maximum.  

Les principales difficultés rencontrées dans l’étude de la SUMOylation sont : 1) la nature dynamique et 

réversible du processus de SUMOylation ; 2) la faible proportion des protéines modifiées dans un extrait 

tissulaire. Comme montré précédemment dans ce manuscrit ainsi que dans une des publications du laboratoire 

(Loriol et al., 2012), les niveaux globaux de protéines modifiées par SUMO2/3 augmentent au cours du 

développement cérébral avec un pic 14 jours après la naissance pour diminuer et atteindre des niveaux 
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relativement faibles à l’âge adulte. Pour contourner ces difficultés nous avons utilisé des cerveaux de rats âgés 

de 14 jours, moment où la SUMOylation cérébrale est à son maximum. Nous avons, à partir de ces cerveaux, 

purifié et enrichi en protéine synaptique, isolé les protéines synaptiques SUMO2/3-ylées par 

immunoprécipitation avant identification à la spectrométrie de masse. Nous sommes partis d’une grande 

quantité de matériel puisque chaque fraction synaptosomale provient d’en moyenne 10 cerveaux de jeunes 

rats (14 JPN). Du fait de la gamme dynamique de détection du spectromètre de masse utilisé dans cette étude, 

un fractionnement permet d’éviter l’identification de cibles de la SUMOylation prépondérantes des autres 

compartiments tels que le noyau. Grâce à toutes ces optimisations, nous avons identifié 803 cibles de la 

SUMOylation à la synapse.  

De manière surprenante, nous n’avons pas retrouvé de protéines SUMO1-ylées après IP SUMO2/3. Les 

protéines SUMO2/3 ont la capacité de former des chaînes poly-SUMO mais pas la protéine SUMO1. SUMO1 

ne peut être conjugué qu'à des chaînes poly-SUMO2/3 pour terminer les chaînes poly-SUMO 2/3 (Matic et al., 

2008). Le fait que l’on ne détecte pas de protéines SUMO1-ylées après enrichissement en protéines 

SUMO2/3ylée pourrait être dû au fait que les niveaux de SUMO1-ylation des protéines SUO2/3-ylées de nos 

échantillons sont trop bas pour être détectés par la méthode employée. 

Validation des cibles de la SUMOylation 

La SUMOylation de l’enzyme de conjugaison Ubc9 a été documentée dans la littérature. Plusieurs études ont 

montré principalement Ubc9 conjuguée à SUMO1 (Loriol et al., 2012; Knipscheer et al., 2008; Eisenhardt et al., 

2019). La SUMO2-ylation d’Ubc9 a été étudiée in vitro (Wiechmann et al., 2017) ou de manière endogène dans 

des cellules HeLa (Becker et al., 2013) et montre une seule bande à environ 35kDa. Comme ces précédentes 

études, nous obtenons une bande à environ 35kDa. L’étude des sites de SUMOylation par spectrométrie de 

masse sur des cellules HeLa surexprimant His10-SUMO2 a permis la détection de 5 sites de SUMOylation pour 

la protéine Ubc9 (Hendriks et al., 2017). Enfin, l’étude des sites endogènes de SUMOylation dans le cerveau de 

souris a mis en évidence la présence de 3 sites endogène de la SUMO2-ylation pour Ubc9 (Hendriks et al., 

2018). Ces données sont en accord avec les multiples formes SUMOylées que l’on obtient à la synapse par 

immunoprécipitation et immunoblot (Fig. 32). 

La SUMO2-ylation de la Flotillin-1 aussi appelée Reggie-2, a été étudié en surexprimant Ubc9 et SUMO2/3 dans 

deux lignées cellulaires humaines de cancers prostatiques (Jang et al., 2019). Les auteurs ont montré que la 

présence de bandes multiples corresponde aux formes SUMOylées de Flotillin-1. Certaines des bandes que 

nous observons dans nos échantillons correspondent aux bandes retrouvées par Jang et ses collègues. La 

prédiction des sites de SUMOylation de la Flotillin-1 par trois outils (SUMOsp2.0, SUMO plot et PCI-SUMO) 

propose 6 sites potentiels de SUMOylation (Jang et al., 2019). De plus, les auteurs mettent en évidence que 
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dans les lignées cancéreuses PC3 et LNCAP, la Flotillin-1 est SUMOylée sur les résidus lysine K51 et K196 (Jang 

et al., 2019). Hendriks et ses collègues identifient par MS 5 sites de SUMOylation en position 96, 114, 176, 232 

et 352 sur la Flotillin-1 dans les cellules HeLa (Hendriks et al., 2017). Ces différences de sites pourraient être 

expliquées par le type de tissus ou de cellules étudiées, le stimulus/stress appliqué aux cellules pour l’étude ou 

encore la technique endogène ou exogène utilisée pour étudier la SUMOylation. Enfin, du fait de la 

participation de la Flotillin-1 à la formation des synapses excitatrices dans l’hippocampe (Swanwick et al., 2010), 

il serait intéressant d’étudier le rôle de la SUMOylation de la Flotillin-1 sur la synaptogenèse en utilisant des 

formes mutées empêchant sa SUMOylation et en mesurant la densité synaptique et la morphologie des épines 

dendritiques dans ces conditions. 

Plusieurs isoformes de la PKC ont été rapportées comme étant SUMOylées dans la littérature (Sun et al., 2014, 

Wang et al., 2015, Zhao et al., 2020). Des études ont notamment montré une interconnexion entre 

phosphorylation et SUMOylation de la PKC pour réguler sa stabilité (Wang et al., 2015) mais aussi sa fonction 

dans le trafic des rKAs (Sun et al., 2014). De manière intéressante, la SUMOylation de la PKC a récemment été 

associée à l’hyperalgésie thermique inflammatoire. En effet la SUMOylation de la PKCε dans les neurones de la 

corde dorsale est augmenté en réponse à l’inflammation périphérique ce qui, en retour, augmente la sensibilité 

du canal TRPV1 (Zhao et al., 2020). L’étude du rôle de la SUMOylation des différentes isoformes de la PKC a 

été réalisé par mutation de sites de SUMOylation prédits. La PKCγ est exprimée uniquement dans le cerveau 

et la moelle épinière avec une localisation restreinte aux neurones contrairement aux PKCα et PKCβ qui sont 

exprimées dans de nombreux tissus en plus du cerveau. Au sein du cerveau, l’expression de la PKCγ est la plus 

abondante dans le cervelet, l’hippocampe et le cortex cérébral. La PKCγ est notamment requise dans 

différentes fonctions neuronales dont notamment la LTP, la LTD et la modulation de la fonction des récepteurs 

GABAa (Saito and Shirai, 2002). Enfin, des mutations du gène de la PKCγ ont été liées à des pathologies telles 

que la maladie de Parkinson (Shahraki and Stone, 2002). Lors de ma thèse, j’ai montré que les formes 

SUMOylées de la PKCγ sont présentes à la synapse. Il serait tout d’abord important de confirmer les résultats 

obtenus après IP SUMO2/3 en faisant une immunoprécipitation anti-PKC suivie d’un immunoblot anti-

SUMO2/3. Enfin, il serait intéressant d’étudier le rôle de la SUMOylation de la PKCγ lors de l’induction et/ou 

sur le maintien de la LTP ou de la LTD en exprimant un mutant non SUMOylable de la PKCγ combiné à des 

techniques de biochimie et d’électrophysiologie.  

SynGAP est une Ras-/Rap- GTPase-activating protéine qui va permettre l’hydrolyse du GTP lié aux petites 

protéines-G en GDP. SynGAP est fortement enrichie dans les épines dendritiques et est un composant du 

complexe de signalisation associés aux rNMDAs. SynGAP régule négativement l’activité des petites GTPases 

ainsi que le trafic des rAMPA à la surface postsynaptique (Jeyabalan and Clement, 2016). De plus, SynGAP 

interagit avec les protéines de la famille des MAGUK comme PSD95 ou SAPA102. Il existe différents variants : 
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140 kDa (isoforme A), 137 kDa (isoforme B), 134 kDa (isoforme C). Ces isoformes diffèrent dans leur séquence 

N-terminal. Alors que les isoformes A et B contiennent une séquence peptidique unique et un domaine PH 

(pleckstrin homology) complet, l’isoforme C est une protéine tronquée sans séquence peptidique ni domaine 

PH (Jeyabalan and Clement, 2016). Après analyse des sites de SUMOylation de la séquence SynGAP1, GPS 

SUMO et l’outil JASSA proposent un site consensus en position K149 et des SIM (SUMO Interacting Motif) en 

position 708-711 pour l’outil JASSA et en position 1266-1270 pour l’outil GPS SUMO. De manière intéressante, 

le site K149 se trouve dans la partie N-Terminale et est présente pour les isoformes A et B mais absente pour 

l’isoforme C, ce qui pourrait expliquer que seules ces deux isoformes soient retrouvées sous une forme 

SUMOylée. 

PSD95 est fortement enrichie à la synapse excitatrice. Elle est la cible de nombreuses modifications post-

traductionnelles dont la palmitoylation, la phosphorylation, l’ubiquitination, la nitrosylation et la neddylation 

(Vallejo et al., 2017) régulant ainsi la stabilité et la fonction de la protéine dans les épines dendritiques. 

Cependant, la SUMOylation de la protéine de même que la fonction de cette SUMOylation n’ont pas été 

étudiées. Lors de mon projet de thèse, j’ai démontré que PSD95 est une cible de la SUMOylation à la synapse.  

PSD95 et SynGAP sont impliquées dans l’organisation de la PSD via leurs interactions et la stabilisation des 

protéines d’adhésion et de signalisation. La SUMOylation a pour conséquences moléculaires de moduler la 

localisation subcellulaire des protéines cibles ainsi que leurs interactions protéiques. Nous pourrions donc 

émettre l’hypothèse que la SUMOylation modulerait la localisation de PSD95 ou SynGAP à la synapse et/ou 

leurs interactions protéiques à la PSD. Pour cela, il serait intéressant d’évaluer le rôle de SUMOylation sur la 

localisation synaptique des deux protéines en mutant leurs sites potentiels de SUMOylation les rendant non-

SUMOylables et d’étudier leurs effets sur la morphologie synaptique et d’identifier leurs partenaires protéiques 

par MS/MS. PSD95 et SynGAP participent également à la maturation des synapses et régulent la fonction des 

rNMDAs et des rAMPAs. Il serait donc intéressant d’évaluer le rôle de la SUMOylation de ces protéines sur ces 

deux points en surexprimant une forme mutée non-SUMOylable de ces protéines dans les neurones et 

d’utiliser des techniques de biochimie synaptique, d’imagerie confocale et d’électrophysiologie pour identifier 

les rôles fonctionnels de la SUMOylation de PSD95 et de SynGAP. 

SUMOylation et trafic vésiculaire 

La libération des neurotransmetteurs est médiée par l'exocytose des vésicules synaptiques au niveau de la zone 

active présynaptique des terminaisons nerveuses. Pour permettre des cycles de libération des 

neurotransmetteurs rapides et répétés, les vésicules synaptiques suivent un cycle de trafic. Le point central de 

ce cycle est l'exocytose déclenchée par le Ca2+, suivie de différentes voies d'endocytose et de recyclage. Le 

recyclage conduit ensuite à l'amarrage et à l'amorçage des vésicules pour un autre cycle d'exocytose et 
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d'endocytose. Ces dernières années, l'un des principaux objectifs de la neurobiologie a été de mieux 

comprendre le mécanisme moléculaire qui régit la libération des neurotransmetteurs. Plus de 1000 protéines 

différentes sont présentes dans le compartiment présynaptique, et la plupart de ces protéines forment des 

réseaux denses difficiles à définir et à valider du fait que de nombreuses protéines participent à plus d’une 

fonction au sein de ce cycle (Sudhof, 2004). La régulation fine des interactions et du cycle vésiculaire reste 

encore peu explorée. 

De manière intéressante, la manipulation des niveaux de SUMOylation à l’intérieure de synaptosomes isolés a 

des effets sur la libération de neurotransmetteurs suite à une dépolarisation (Feligioni et al., 2009). De plus, 

l’étude du rôle de la SUMOylation de protéines associées aux vésicules comme RIMα, Syntaxin1A et Synapsin1A 

démontre une régulation par SUMO de plusieurs composants clé du mécanisme de libération présynaptique 

(Girach et al., 2013; Craig et al., 2015; Tang et al., 2015).  

Nous avons observé que les protéines de notre SUMOylome sont enrichies pour le terme cellulaire « vésicule ». 

On retrouve environ 12% des protéines associées à la localisation (34/288), au transport des vésicules 

synaptiques (30/262) et au cycle des ces vésicules (31/243) ainsi qu’à la régulation du cycle vésiculaires 

(23/157). 

Parmi les protéines du SUMOylome synaptique identifiées, on retrouve notamment des protéines connues 

pour être des composants des vésicules synaptiques comme la Synaptotagmin 5, SV2B, VAP-A, Rab3, SCAMP1, 

etc… (Fig. 41A) et d’autres protéines qui sont associées transitoirement à la membrane des vésicules au cours 

du cycle endocytose/exocytose comme la Rabpilin-3A, les protéines Arfs, le complexe de nucléation de l’actine 

ARP2/3, les kinésines ou encore les dynéines, etc … (Fig. 41B). 
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SUMOylation et nano-organisation des récepteurs à la postsynapse 

La dynamique des rAMPAs repose sur leur transport via de multiples voies telles que le transport vésiculaire 

intracellulaire via les microtubules, l’exocytose vers la surface cellulaire, l’endocytose ainsi que la diffusion 

brownienne aléatoire à la surface du neurone. Ces voies sont modulées par l’activité neuronale et contribue à 

réguler le nombre de rAMPAs disponibles au niveau des synapses, notamment pendant la plasticité synaptique. 

Cette régulation du nombre de récepteurs résulte d’une interaction dynamique entre biosynthèse des 

protéines, trafic et stabilisation des récepteurs rAMPAs à la postsynapse. Cependant les mécanismes de 

régulation de cette dynamique ainsi que la contribution de ces voies restent relativement peu documentés. De 

plus, les mécanismes qui permettent la localisation synaptique précise en nanodomaines en les localisant face 

aux sites de libération du glutamate, facteur déterminant de l’efficacité de la transmission synaptique, reste à 

élucider. Le rôle central de ces nanodomaines dans la transmission synaptique provient de la faible affinité des 

rAMPAs pour le glutamate et par le fait qu’ils ne sont activés que par une unique libération de glutamate. 

Récemment, Daniel Choquet et Eric Hosy (IINS, CNRS, Bordeaux) ont émis l’hypothèse que la dynamique 

moléculaire permettant l’organisation des nanodomaines pourrait résulter de modifications post-

traductionnelles à la postsynapse permettant un enrichissement local de complexes protéiques en interaction 

avec les rAMPAs (Choquet and Hosy, 2020). Ils citent notamment les protéines PSD95, SynGAP, Homer, CASK, 

RIM1, Syntaxine et les neuroligines comme interacteurs pré- et postsynaptiques impliqués dans l’organisation 

de ces domaines. De manière intéressante, toutes ces protéines sont retrouvées soit dans le SUMOylome 

synaptique, soit dans la littérature comme substrats synaptiques de la SUMOylation (Chao et al., 2008; Craig 

et al., 2015; Girach et al., 2013). De plus, nos études bio-informatiques montre que 7 protéines sur 15 (soit 

environ 50%) protéines associées au trafic des rAMPAs contenant la sous-unité GluA2 sont retrouvées dans le 

SUMOylome synaptique. La SUMOylation, en favorisant les interactions multiples ou, au contraire, la 

dissociation des complexes macromoléculaires synaptiques, pourrait représenter un moyen de moduler 

rapidement l’organisation de ces nanodomaines rAMPAs en réponse à des variations de l’activation neuronale 

ou lors d’évènements de plasticité synaptique. 

Les rAMPAs ne sont pas les seuls récepteurs organisés sous formes de nanodomaines sub-synaptiques. La 

combinaison d’imagerie à super-résolution et d’électrophysiologie a permis de modéliser l’organisation des 

différents récepteurs du glutamate à l’échelle nanométrique et de déterminer dans quelle proportion cette 

nano-organisation participe à la régulation de l’activation de ces récepteurs (Goncalves et al., 2020). Ils ont 

notamment mis en évidence une organisation centrale des rNMDAs à la PSD entourés par les rAMPAs alors 

que les mGlu5Rs, eux, se dispersent de manière plus homogène à la surface de la postsynapse. Une analyse 

comparative du SUMOylome synaptique et d’études spécifiques du complexe mGlu5R montrent que 19 
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protéines sur les 75 retrouvées associées aux récepteurs mGlu5 sont SUMOylées. On retrouve notamment la 

protéine HOMER1 dans notre liste, qui participe à la régulation de l’expression de surface des récepteurs mGlu5 

et au couplage de ces récepteurs à ces différents partenaires postsynaptiques. De plus, on retrouve aussi des 

protéines, telles que Rabphilin3A ou la Synaptogyrin, associées aux vésicules synaptiques qui sont impliqués 

dans l’endocytose et l’exocytose des récepteurs mGlu5. 

Compte-tenu des conséquences moléculaires de la SUMOylation et de sa régulation par l’activité neuronale, la 

SUMOylation se place comme une modification post-traductionnelle d’importance permettant à la fois la 

modulation de l’organisation de ces nanodomaines et le maintien des fonctions synaptiques. 

SUMOylation et pathologies cérébrales 

La SUMOylation joue un rôle clé dans la régulation des processus fondamentaux des neurones. Il existe de plus 

en plus de données montrant que l’augmentation de la SUMOylation joue un rôle de neuroprotection. C’est 

notamment le cas dans la réponse neuronale à la suite d’une ischémie. Les animaux qui hibernent subissent 

une ischémie prolongée suivie d’une reperfusion qui s’effectue sans dommages en raison d’une forte 

augmentation de la SUMOylation cérébrale (Lee et al., 2007). A l’inverse, la dérégulation de la balance 

SUMOylation/déSUMOylation est impliquée dans plusieurs maladies neurologiques et neurodégénératives 

(Chen et al., 2021). Trois protéines impliquées dans l’étiologie de la maladie de Parkinson, l’α-synucléine, DJ-1 

et la Parkine, ont été montrées SUMOylées ou associées à SUMO. Une dérégulation de la SUMOylation 

cérébrale a été rapportée dans la maladie d’Alzheimer et dans le modèle Alzheimer de souris triple-

transgénique Tg2576. Les protéines APP et Tau sont également cibles de la SUMOylation (Dorval et al., 2007; 

Luo et al., 2014). Du fait de la caractéristique d’agrégation et d’accumulation de ces protéines dans les maladies 

neurodégénératives, la SUMOylation a été proposée comme un régulateur de la stabilité et/ou la solubilité de 

ces différentes protéines. Suite aux analyses bio-informatiques du SUMOylome synaptique, nous avons montré 

que les protéines synaptiques SUMOylées ne sont pas uniquement associées aux maladies neurodégénératives 

mais également à des pathologies du neurodéveloppement ou maladies psychiatriques comme les troubles 

autistiques et la schizophrénie (Fig. 39). Ces travaux ouvrent ainsi un nouveau champ d’investigation du rôle 

de la SUMOylation et sa dérégulation dans ces différentes pathologies. 

L’ensemble de ces données, de plus en plus nombreux dans la littérature, suggèrent un rôle essentiel, mais 

encore mal défini, de la SUMOylation dans la mise en place, la progression et la manifestation de nombreuses 

maladies cérébrales. Ainsi, définir les mécanismes précis impliqués dans ces pathologies et mettre au point de 

nouveaux outils ou molécules thérapeutiques ciblant le processus de SUMOylation sont des domaines de 

recherche à explorer dans le futur.  



128 
 

 
 
 
 
 
 
 
  



 
 
 
 
 

CONCLUSIONS ET 
PERSPECTIVES 

 



129 
 

CONCLUSIONS ET PERSPECTIVES 

La SUMOylation est essentielle pour la régulation de la communication et de la plasticité synaptique. Elle 

apparait comme une cible thérapeutique potentielle en raison de son implication dans de nombreuses 

désordres neurologiques ainsi qu’un grand nombre de cancer. 

La balance SUMO/déSUMOylation est essentielle pour le maintien de la communication neuronale. Lors de ma 

thèse j’ai démontré que les récepteurs métabotropiques du glutamate de type1, mGlu1 et mGlu5, sont 

impliqués dans cette régulation dynamique et opèrent en opposition pour contrôler les niveaux de SENP1 

présents au niveau de la postsynapse. L’accumulation postsynaptique de SENP1 en réponse à la seule activation 

des mGlu5Rs nécessite l'activation préalable de la PKC ou de la CaMKII, en aval de l'activation de ces récepteurs 

(Fig. 42). 

Figure 42. Modèle de régulation bidirectionnelle de la déSUMOylation synaptique par les récepteurs 
métabotropiques du groupe I. 
 

La régulation de la balance SUMO/déSUMOylation synaptique apparaît plus complexe qu'initialement 

imaginée. En effet, ces deux processus sont conjointement régulés par l'activation des mGluRs et impliquent 

l’activation des kinases PKC et CaMKII. Suite à l’activation des mGluRs et à la phosphorylation des protéines 

synaptiques par la PKC, un piégeage synaptique rapide et transitoire de l’enzyme de conjugaison Ubc9 a lieu 
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permettant la SUMOylation rapide des protéines cibles synaptiques (Loriol et al.,2014). Ceci est ensuite suivie 

par une diminution de la sortie de SENP1 des épines dendritiques et en conséquence, par une augmentation 

de la déSUMOylation pour ramener les protéines postsynaptiques modifiées par SUMO à leur niveau basal 

(Annexe 2 ; Schorova et al., 2019). J’ai pu de plus mettre en évidence un niveau supplémentaire de complexité 

en démontrant que les récepteurs mGlu1 agissent comme un frein à l'accumulation de SENP1 dépendante de 

l’activation concomitante des récepteurs mGlu5 (Annexe 4 ; Pronot et al.). 

Parallèlement à ces travaux et pour mieux analyser les conséquences fonctionnelles de la SUMOylation, nous 

avons identifié un SUMOylome synaptique comprenant 803 protéines. Nous avons mis en évidence des réseaux 

synaptiques fonctionnels montrant une implication de la SUMOylation dans les fonctions métaboliques, dans 

l’organisation et les fonctions de la synapse telles que le cycle vésiculaire ou la transmission synaptique. Enfin, 

nous avons révélé des connexions entre maladies neurologiques et SUMOylome synaptique (Annexe 5, Pronot 

et al.).  

La comparaison des pathologies associées aux récepteurs mGlu1 et mGlu5 avec celles associées au 

SUMOylome synaptique montre un chevauchement intéressant. Sur 9 neuropathologies connectées au 

SUMOylome, 7 sont également associées aux récepteurs mGlu1 et 8 maladies à mGlu5. Du fait de la régulation 

de la SUMOylation synaptique par les mGluRs du groupe I, il n’est donc pas surprenant d’avoir un 

chevauchement aussi important. Parmi ces pathologies, on retrouve notamment des maladies du 

neurodéveloppement telles que l’autisme et la déficience intellectuelle (Tableau 7). 

Pathologies vs SUMOylome Pathologies 
vs mGlu1R 

Pathologies 
vs mGlu5R  

Troubles bipolaires X X 
Tauopathies   

Maladies de Huntington X X 
Épilepsie X X 

Schizophrénie X X 
Maladie d’Alzheimer X X 

Maladie de Parkinson X X 
Sclérose latéral amyotrophique  X 

Autisme X X 
Tableau 7. Comparaison des pathologies connectées au SUMOylome ou aux récepteurs mGlu du groupe I.  
 

Le développement normal du cerveau repose essentiellement sur l'action coordonnée dans le temps de 

processus génétiques et environnementaux, et des altérations dans ces processus peuvent conduire à des 

troubles du neurodéveloppement. Ces troubles du neurodéveloppement incluent, mais ne se limitent pas 

seulement à, la déficience intellectuelle et aux troubles de l’attention qui touchent entre 3 et 5 % de la 



131 
 

population mondiale, représentant un défi sociétal majeur. Il est donc important de mieux comprendre 

l’étiologie et la pathophysiologie de ces maladies afin de concevoir de nouvelles stratégies thérapeutiques. 

Par exemple, cinq causes monogéniques majeures de la déficience intellectuelle et l’autisme ciblent les gènes 

FMR1, SYNGAP1, MECP2, SHANK2/3 et NLGN3. Malgré des origines diverses, les effets de ces mutations 

convergent vers des voies de signalisation communes ou apparentées conduisant à un phénotype typique de 

la déficience intellectuelle et de l’autisme caractérisé par des déficits socio-cognitifs et émotionnels (Barnes et 

al., 2015). Cette convergence met en évidence des processus physiopathologiques communs à ces différentes 

maladies qui pourraient être ciblés par une thérapie. L’un de ces processus est notamment la dérégulation de 

la signalisation des récepteurs mGlu5 qui entraine, dans la plupart des cas, des défauts de plasticité synaptique 

comme la LTD (Bourgeron, 2015). 

Lors de ma thèse, j’ai montré que l’activation des mGluRs du groupe I est essentielle au maintien des niveaux 

de SENP1 synaptiques. Nous pouvons émettre l’hypothèse qu’une altération fonctionnelle des mGluRs de type 

I pourrait directement impacter l’homéostasie de la SUMOylation des protéines synaptiques en dérégulant à 

la fois la diffusion de Ubc9 et le trafic synapto-dendritique de SENP1 dans les neurones activés. 

De manière intéressante, les souris haplodéficientes pour Senp1 (Senp1+/-) montrent une augmentation de la 

SUMOylation des protéines neuronales associée à des défauts d’interactions sociales, des comportements 

stéréotypés sans altération des processus d’apprentissage et de mémorisation (Yang et al., 2021). Les souris 

Senp1+/- présentent un développement cérébral anormal avec un élargissement et un épaississement du cortex 

à la fois chez les mâles et les femelles (Yang et al., 2021). Ces défauts structuraux sont souvent observés chez 

les patients atteints d’autisme et chez les modèles murins de la maladie (Kwon et al., 2006). De manière 

intéressante, les défauts d’interactions sociales sont totalement corrigés par la réexpression de SENP1 chez les 

souris Senp1+/-. 

Au laboratoire, nous nous sommes intéressés à FMRP, une protéine issue du gène FMR1 et cible de la 

SUMOylation. Nous avons montré que l’activation des récepteurs mGlu5 (<5min) permet la SUMOylation de 

FMRP qui en retour, favorise la dissociation de FMRP des granules de transport ainsi que la libération et la 

traduction locale des ARNm. Cette traduction locale est nécessaire pour la régulation de l’élimination et la 

maturation des épines dendritiques (Annexe 1, Khayachi et al., 2018). L’expression de la forme non-

SUMOylable de FMRP (FMRP K88,130R) dans des neurones sauvages empêche l’élimination et la maturation 

des épines conduisant à une hyper-abondance de longues protubérances le long des dendrites similaires à 

celles observées chez les patients atteints du SXF (Annexe 1, Khayachi et al., 2018). Ces données montrent que 

la SUMOylation agit comme un mécanisme de régulation dépendant de l’activité neuronale critique pour la 

fonction de la protéine FMRP. 
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Les souris Fmr1-KO présentent des défauts similaires avec des protrusions dendritiques immatures très 

abondantes témoignant d’une altération du processus d’élimination synaptique. Ce processus est corrélé à des 

anomalies de plasticité synaptique ainsi qu’à des déficits sociocognitifs. De manière intéressante, FMRP joue 

le rôle de répresseur traductionnel en inhibant la synthèse des protéines requises pour la LTD dépendante de 

l’activité des mGlu5R. La « théorie du mGluR » propose que la protéine FMRP agit comme un frein à 

l’expression de la LTD dans les conditions physiologiques (Bear et al., 2004). De manière intéressante, l’absence 

de FMRP dans les neurones Fmr1-KO conduit à une traduction locale anarchique des ARNm préexistants et, 

par conséquent, entraîne une réduction de l’expression de rAMPAs à la surface suite à une mGluR-LTD 

exacerbée (Bear et al., 2004).  Enfin, il est intéressant de noter que, chez les souris Fmr1-KO, les récepteurs 

mGlu5 sont davantage associés à la forme courte Homer1a. Homer1a ne peut plus se multimériser et réduit 

ainsi le couplage de mGlu5R à ses effecteurs (Kammermeier and Worley, 2007). 

Compte-tenu des défauts de signalisation des récepteurs mGlu5 chez les souris Fmr1-KO, il serait intéressant 

d’étudier le trafic des enzymes de la machinerie de SUMOylation ainsi que d’évaluer les niveaux de 

SUMOylation synaptique chez ces animaux. Nous avons montré que les protéines SUMOylées de la synapse 

sont impliquées dans l’organisation et la fonction synaptique (Annexe 5, Pronot et al.). Cette étude pourrait 

ainsi permettre de déterminer si l’altération des niveaux de SUMOylation liée aux défauts de signalisation des 

mGlu5R participe aux défauts structuraux et fonctionnels des épines dendritiques dans le SXF. 

Le modèle murin KI FMRP-R138Q, généré au laboratoire, présente une densité synaptique accrue associée à 

des défauts ultrastructuraux de la synapse et une augmentation de l’expression de rAMPA à la surface 

synaptique. De plus, les souris KI présentent une diminution de la LTP dans l’hippocampe associée à des déficits 

socio-cognitifs (Annexe 3, Prieto et al., 2021). Cependant, l’expression des récepteurs mGlu1 et 5 à la surface 

ainsi que la LTD dépendante de l’activité de ces récepteurs n’ont pas encore été étudiées chez les souris FMRP-

R138Q. Du fait de la présence de la protéine FMRP dans les neurones et de la mutation X-Fragile proche d’un 

des sites de SUMOylation, il serait intéressant, en plus de l’étude de la signalisation de mGlu5R, d’évaluer les 

niveaux de SUMOylation de FMRP-R138Q ainsi que ceux des protéines synaptiques. 

A terme, ces études permettront de définir une relation entre dérégulation de la SUMOylation due à des 

mutations faux sens de FMRP et les anomalies fonctionnelles des mGluRs et ainsi, de mieux comprendre les 

mécanismes qui sous-tendent, de manière globale, les maladies où la signalisation des récepteurs mGlu1/5 est 

dérégulée. 

Malgré les efforts consacrés au développement de traitements pour les patients atteint de troubles du 

neurodéveloppement comme le SXF (FMR1), le syndrome de Rett (MECP2), le syndrome de Phlean-McDermid 

(SHANK3), ou MRD5 (SYNGAP1), il n’existe à ce jour aucune thérapie réellement efficace. Basée sur la théorie 
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du mGluR, la première stratégie thérapeutique testée en essais cliniques a ciblé le système glutamatergique. 

Bien que plusieurs études précliniques prometteuses aient réussi à corriger les défauts cellulaires, synaptiques 

et comportementaux observés dans les modèles animaux de ces maladies, ces thérapies se sont avérées 

inefficaces en clinique. Il existe donc un besoin réel de développer des thérapies nouvelles et efficaces pour 

ces pathologies et nos données suggèrent que les récepteurs mGlu1 et mGlu5 ainsi que la SUMOylation 

pourraient être des cibles thérapeutiques nouvelles et prometteuses pour les maladies du 

neurodéveloppement pour lesquelles des anomalies de la signalisation des mGluRs ont été rapportées. 
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Le syndrome du X fragile (SXF) est la cause la plus fréquente de déficience intellectuelle 
héréditaire et la cause monogénique la mieux étudiée de l'autisme. SXF résulte de l'absence 
fonctionnelle de la protéine FMRP (Fragile-X Mental Retardation Protein). FMRP se lie à de 
nombreux ARNs, et participe à l’élimination et la maturation postsynaptique. Lorsque FMRP 
est absente dans le SXF, cette élimination ne se fait plus correctement et conduit à des 
anomalies morphofonctionnelles de la synapse. Ceci est corrélé à une altération de la 
transmission et de la plasticité synaptique ainsi qu'à des déficits sociocognitifs. FMRP est un 
composant clé des granules d'ARN neuronaux dans lesquels les ARNm sont transportés le long 
des axones et des dendrites jusqu'à la base des synapses et libérés en fonction de l'activité 
pour permettre leur traduction locale. Les mécanismes de régulation qui régissent la fonction 
de FMRP sont encore mal compris. Nous avons démontré que FMRP est un substrat de la 
SUMOylation dans le cerveau des mammifères. En combinant approches de biologie 
moléculaire, de biochimie et d'imagerie, nous montrons que la SUMOylation de FMRP est 
déclenchée par l'activation des récepteurs mGlu5 dans les neurones. Ceci conduit à la 
dissociation de FMRP des granules d'ARNm, permettant ainsi leur traduction locale qui, à son 
tour, régule l'élimination et la maturation des épines dendritiques. Dans l'ensemble, nos 
résultats révèlent que la SUMOylation de FMRP est un mécanisme de régulation physiologique 
essentiel de la maturation neuronale. 

 

 

Dans ce travail, J’ai participé à la préparation des cultures primaires de neurones de souris et 

de matériels biologiques lors du processus de révision de cet article.  
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Fragile X syndrome (FXS) is the most frequent inherited cause of intellectual disability and

the best-studied monogenic cause of autism. FXS results from the functional absence of the

fragile X mental retardation protein (FMRP) leading to abnormal pruning and consequently to

synaptic communication defects. Here we show that FMRP is a substrate of the small

ubiquitin-like modifier (SUMO) pathway in the brain and identify its active SUMO sites. We

unravel the functional consequences of FMRP sumoylation in neurons by combining mole-

cular replacement strategy, biochemical reconstitution assays with advanced live-cell ima-

ging. We first demonstrate that FMRP sumoylation is promoted by activation of metabotropic

glutamate receptors. We then show that this increase in sumoylation controls the homo-

merization of FMRP within dendritic mRNA granules which, in turn, regulates spine elim-

ination and maturation. Altogether, our findings reveal the sumoylation of FMRP as a critical

activity-dependent regulatory mechanism of FMRP-mediated neuronal function.

DOI: 10.1038/s41467-018-03222-y OPEN

1Université Côte d’Azur, CNRS, IPMC, 06560 Valbonne, France. 2Université Côte d’Azur, INSERM, C3M, 06200 Nice, France. 3Université Côte d’Azur,

CNRS, INSERM, iBV, 06108 Nice, France. 4Université Côte d’Azur, INSERM, CNRS, IPMC, 06560 Valbonne, France. These authors contributed equally:

Anouar Khayachi and Carole Gwizdek. Correspondence and requests for materials should be addressed to S.M. (email: martin@ipmc.cnrs.fr)

NATURE COMMUNICATIONS |  (2018) 9:757 |DOI: 10.1038/s41467-018-03222-y |www.nature.com/naturecommunications 1

12
3
4
5
6
7
8
9
0
()
:,;

http://orcid.org/0000-0001-6411-1517
http://orcid.org/0000-0001-6411-1517
http://orcid.org/0000-0001-6411-1517
http://orcid.org/0000-0001-6411-1517
http://orcid.org/0000-0001-6411-1517
http://orcid.org/0000-0001-6771-7645
http://orcid.org/0000-0001-6771-7645
http://orcid.org/0000-0001-6771-7645
http://orcid.org/0000-0001-6771-7645
http://orcid.org/0000-0001-6771-7645
mailto:martin@ipmc.cnrs.fr
www.nature.com/naturecommunications
www.nature.com/naturecommunications


I
n neurons, messenger RNA (mRNA) targeting to synapses and
local synthesis of synaptic proteins are tightly regulated.
Indeed, dysregulation of such processes leads to structural

synaptic abnormalities and consequently to neurological dis-
orders1 classified as synaptopathies2. Among them, the fragile X
syndrome (FXS) is the most frequent form of inherited intellec-
tual disablility and a leading monogenic cause of autism with the
prevalence of 1:4000 males and 1:7000 females. FXS results from
mutations within the FMR1 gene causing the loss of function of
the RNA-binding protein FMRP. Localization studies revealed
that FMRP is highly expressed in the central nervous system.
FMRP binds a large subset of mRNAs in the mammalian brain
and is a key component of RNA granules. These granules
transport mRNA along axons and dendrites and are targeted to
the base of active synapses to regulate local translation in an
activity-dependent manner3–5. Therefore, the transport and the
subsequent regulation of local translation are critical processes to
brain development as they play essential roles in stabilizing and
maturing synapses3,4. According the role of FMRP in regulating
translation at synapses, the loss of FMRP function in FXS leads to
a patholological hyperabundance of long thin immature dendritic
protrusions called filopodia6,7. These structural defects result
from an abnormal post-synaptic maturation and/or a failure in
the synapse elimination process8. An increased number of
immature spines associated with severe changes in synaptic
transmission and plasticity as well as in social and cognitive
behaviors have also been reported in Fmr1 knockout (Fmr1−/y)
mouse models for FXS4,9,10.

The majority of FMRP-containing mRNA granules localizes at
the base of dendritic spines3,4. Neuronal activation leads to the
release of mRNAs from dendritic granules and their local trans-
lation at synapses (for a review, see ref. 5). Importantly, this
activity-dependent process requires a tight spatiotemporal reg-
ulation involving many protein–protein interactions. Such a
regulation is mainly governed by post-translational modifications
(PTMs). Previous reports have shown that FMRP function is
regulated by phosphorylation, which inhibits translation of its
associated mRNAs, whereas dephosphorylation of FMRP pro-
motes their translation11,12. Activation of metabotropic glutamate
receptor 5 (mGlu5R) induces dephosphorylation of FMRP and its
subsequent ubiquitination, which ultimately leads to FMRP
degradation via the ubiquitin-proteasome pathway13,14. Thus, a
deeper comprehension of the activity-dependent molecular
mechanisms controlling FMRP is absolutely criticial to under-
standing the functional regulation of FMRP-mediated mRNA
transport and local protein synthesis in physiological and
pathological conditions, including FXS.

Sumoylation is a PTM involved in many cellular signaling
pathways. It consists in the covalent enzymatic conjugation
of the small ubiquitin-like modifier (SUMO) protein to specific
lysine residues of substrate proteins15,16. The sumoylation
process requires a dedicated enzymatic pathway17–19. SUMO
paralogs (~100 amino acids; ~11 kDa) are conjugated to its
substrates via the action of the E2-conjugating enzyme Ubc9.
Sumoylation is a reversible process due to the activity of specific
desumoylation enzymes called Sentrin-proteases (SENPs20). At
the molecular level, sumoylation can modulate the dynamics of
multi-protein complexes by preventing protein–protein interac-
tions and/or by providing new binding sites for novel
interactors21,22.

Sumoylation regulates a wide range of neurodevelopmental
processes18,19,23. For instance, our group has demonstrated the
spatiotemporal regulation of the SUMO system in the developing
rat brain24 and that sumoylation is regulated by neuronal activ-
ity25 and the activation of mGlu5R26. Sumoylation also influences
various aspects of the neuronal function including

neurotransmitter release27,28, spinogenesis29,30, and synaptic
communication31–33.

Here, we report that FMRP is a novel sumoylation substrate in
neurons. We demonstrate that FMRP sumoylation is absolutely
essential to maintaining the shape of mRNA granules in dendrites
and to controlling both the spine density and maturation. We
identify the active SUMO sites on FMRP and show that activation
of mGlu5R rapidly induces FMRP sumoylation triggering the
dissociation of FMRP from dendritic RNA granules to allow for
local translation. Altogether, our findings shed light on sumoy-
lation as an essential activity-dependent mechanism that tunes
spine elimination and maturation in the mammalian brain.

Results
FMRP is sumoylated in vivo. Given the critical importance of
FMRP in brain development and maturation, it is of particular
interest to understand the molecular mechanisms regulating
FMRP function. Thus, we investigated whether FMRP is sub-
jected to sumoylation. To this end, we performed immunoblot
analyses and control assays using several commercial as well as
in-house anti-FMRP and anti-SUMO1 antibodies on rodent brain
homogenates (Fig. 1; Supplementary Fig. 1). We first analyzed rat
brain homogenates in absence or presence of NEM (N-ethyl
maleimide), which protects proteins from desumoylation during
the lysis process31 (Fig. 1a; Supplementary Fig. 1f). FMRP is
detected as isoforms ranging from 70 to 90 kDa. Interestingly, we
found a higher molecular weight band at ~120 kDa that was
detected only in the presence of NEM (Fig. 1a, total lane). The
densitometric analysis of the ratio between the sumoylated form
of FMRP and the total level of FMRP in NEM-treated input lanes
revealed that there is about 4% of sumoylated FMRP in all the
conditions tested (Supplementary Fig. 1c). We confirmed the
upper band to be the sumoylated form of FMRP by immuno-
precipitation experiments with specific anti-FMRP antibodies and
anti-SUMO1 immunoblot (Fig. 1b) or with the converse experi-
ment using anti-SUMO1 immunoprecipitation and anti-FMRP
immunoblot (Fig. 1c). We also validated the sumoylation of
FMRP in wild-type (WT) mouse brain homogenates (Fig. 1d).
Accordingly, we were also able to co-immunoprecipitate the sole
SUMO-conjugating enzyme Ubc9 from mouse brain homo-
genates using anti-FMRP antibodies (Fig. 1e). We further vali-
dated the sumoylation of FMRP in vivo using several
combinations of FMRP/SUMO1 antibodies (Supplementary
Fig. 1d, e, g–j) or in cultured neurons (Supplementary Fig. 1k–n).
Immunolabeling experiments (Fig. 1f) showed that FMRP par-
tially co-localizes with Ubc9 and SUMO1 in dendrites of mouse
hippocampal neurons, providing further evidence of the interplay
between FMRP and the SUMO pathway.

Sumoylation consists in the covalent binding of the SUMO
moiety to a lysine residue of the consensus sequence on the
substrate protein (ΨKxD/E, where Ψ is a large hydrophobic
residue, K is the target lysine, x can be any residue, and D/E are
aspartate or glutamate34). To identify lysine residues in FMRP
potentially targeted by the sumoylation system, we used SUMO-
prediction softwares to analyze the primary sequence of FMRP
and then alignment tools to assess whether these potential sites
are evolutionary conserved across species (Fig. 1g). We identified
three conserved residues, two proximal (K88, K130) and one
distal (K614) lysines as putative targets of the SUMO system. To
validate whether these lysine residues could be sumoylated, we
performed site-directed mutagenesis combined with bacterial
sumoylation assays31,35 (Fig. 1h, i). We demonstrated that FMRP
sumoylation occurs at these residues (K88, K130, and K614) and
showed that their mutation into arginine residues (K-to-R
mutation) abolishes the sumoylation of FMRP (Fig. 1h, i). We
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confirmed these data using sumoylation assays in mammalian
COS7 cells in which the expression of the FMRP-K88,130,614R
mutant prevents the sumoylation of FMRP (Fig. 1j). Consistent
with the sumoylation of FMRP in the brain and according to our
FMRP-SUMO1 models, which were computed using crystal
structures available for the N-terminal part of FMRP, both lysine

residues (K88 and K130) are clearly exposed and accessible to
sumoylation with a solvent accessible surface area (ASA) of ~70%
and ~45%, respectively (Fig. 1k, l). We therefore conclude that
FMRP is a SUMO substrate in vivo and that its sumoylation can
occur at its N-terminal K88 and K130 and C-terminal K614
residues.
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FMRP sumoylation participates in dendritic spine regulation.
FMRP is essential to proper spine stabilization and maturation3,4.
In FXS patients, the lack of functional FMRP leads to an
immature neuronal morphology with a characteristic excess of
abnormally long and thin filopodia36. Similar morphological
defects are also present in Fmr1−/y mouse brains37. Thus, we
hypothesized that FMRP sumoylation could be critical in main-
taining the density and the maturation of dendritic spines. To
address this point, we used attenuated Sindbis particles38–40 to
express either free green fluorescent protein (GFP), the WT GFP-
FMRP, the N-terminal K88,130R, C-terminal K614R or non-
sumoylatable K88,130,614R GFP-FMRP mutants in cultured
Fmr1−/y neurons at 17 days in vitro (17 DIV). We then analyzed
and compared the morphology of dendritic spines 24 h post
transduction (Fig. 2a, b). In GFP-expressing Fmr1−/y neurons,
~60% of protrusions showed an immature phenotype (see
Methods for the spine characterization; Fig. 2a, b). Conversely,
the expression of either FMRP WT or the K614R GFP-FMRP
mutant, which behaves as the WT, promoted spine maturation
(Fig. 2a, b). In stark contrast, expressing either the N-terminal
K88,130R or the non-sumoylatable K88,130,614R GFP-FMRP
mutant failed to promote spine maturation (Fig. 2a, b).

The excess of dendritic protrusions in neurons is a hallmark of
FXS6,7. Interestingly, the density of the protrusions was
considerably decreased upon the expression of the WT or
K614R mutant form of GFP-FMRP (Fig. 2c; GFP control, 7.22 ±
0.16 protrusions per 10 μm; GFP-FMRP WT, 5.34 ± 0.13 protru-
sions per 10 μm; GFP-FMRP-K614R, 5.39 ± 0.13 protrusions per
10 μm), whereas expressing either the N-terminal K130R, the
K88,130R GFP-FMRP mutants, or the non-sumoylatable GFP-
FMRP-K88,130,614R did not affect the spine density with
measured values almost identical to control neurons expressing
free GFP (Fig. 2c). Furthermore, re-expressing WT GFP-FMRP in
Fmr1−/y neurons not only affected the spine number but also
drastically reduced the mean length of immature spines from
~3.7 μm to <2.6 μm (Fig. 2d).

To individually assess the role of the N-terminal lysine residue,
we quantified the morphological changes occuring in Fmr1−/y

neurons expressing GFP-FMRP with a single mutated lysine
residue (K88R or K130R; Supplementary Fig. 2). While the
expression of both mutants promoted spine maturation similarly
to GFP-FMRPWT (Supplementary Fig. 2b, d), the K130R mutant
failed to reduce the density of the protrusions (Supplementary
Fig. 2c; GFP control, 7.22 ± 0.16 protrusions per 10 μm; WT, 5.34
± 0.13 protrusions per 10 μm; K130R, 6.48 ± 0.15 protrusions per
10 μm) indicating that the integrity of the K130 residue is
essential to maintain spine density. Altogether, the data above

indicate that the integrity of both N-terminal lysine residues is
critical for the regulation of spine density and maturation since
the expression of the K-to-R mutant forms failed to restore the
density and the maturity of dendritic spines in Fmr1−/y neurons.
Our initial findings therefore support the role of the N-terminal
sumoylation of FMRP in the regulation of spine elimination and
maturation events.

To start assessing the functional effect of FMRP sumoylation,
we compared synaptic transmission by measuring spontaneous
miniature excitatory post-synaptic currents (mEPSCs) in Fmr1−/y

neurons expressing either GFP-FMRP WT or its non-
sumoylatable K88,130,614R mutant (Supplementary Fig. 3). The
comparison of cumulative distributions indicated that the
amplitude of mEPSCs (from 20 to 40 pA) was significantly
increased in neurons expressing the mutant form of GFP-FMRP
(Supplementary Fig. 3a, b). Moreover, intervals between mEPSC
events (between 300 ms and 1 s) were slightly but significantly
increased upon expression of GFP-FMRP-K88,130,614R when
compared to GFP-FMRP WT indicating that the mEPSC
frequency is decreased in mutant-expressing cells (Supplementary
Fig. 3a, c). Data comparing mEPSC properties in WT and Fmr1−/y

brain slices have been described in the literature with either a
decrease, an increase or no changes in their amplitudes or
frequencies, depending on the brain area recorded, the age of the
animals, and/or the associated genetic background41–43. To our
knowledge, there are no available data on mEPSCs recorded from
FMRP WT-expressing Fmr1−/y cultured hippocampal neurons
and the results from Supplementary fig. 3 indicate that restoring
the expression of FMRP in Fmr1−/y neurons leads to changes in
basal synaptic transmission, occurring most probably via both
pre- and post-synaptic modifications. Additional experiments are
now needed to precisely define the associated mechanisms and to
address the electrophysiological consequences of FMRP sumoyla-
tion in synaptic plasticity in vivo.

Preventing FMRP sumoylation alters the size of mRNA gran-
ules. Since FMRP is an RNA-binding protein, we also examined
whether the mutation of the sumoylation sites interferes with the
RNA-binding capacity of FMRP by performing cross-linking and
immunoprecipitation (CLIP) assays (Fig. 2e, f). FMRP-CLIPed
mRNAs from Fmr1−/y neurons expressing either the WT or
K88,130,614R forms of GFP-FMRP were analyzed by quantitative
PCR to compare the abundance of some known FMRP
target mRNAs (Fig. 2e). Our data showed that either forms of
GFP-FMRP are able to bind target RNAs to similar extent
(Fig. 2f).

Fig. 1 FMRP is sumoylated in vivo in the rat and mouse brain and the SUMO system targets the conserved residues K88, 130, and 614 of FMRP. a

Representative immunoblot anti-FMRP (Ab#056) of P7 post-nuclear rat brain extracts prepared or not in the presence of the cysteine protease inhibitor

NEM to prevent desumoylation. b Immunoblot anti-SUMO1 of NEM-treated P7 post-nuclear rat brain extracts subjected to immunoprecipitation with

FMRP (Ab#056) antibody or control IgG. c Converse immunoblot with anti-FMRP (Ab#056) antibody of NEM-treated P7 post-nuclear rat brain extracts

subjected to immunoprecipitation with SUMO1 antibody or control IgG. d Immunoblot anti-SUMO1 of NEM-treated P1 post-nuclear mouse brain extracts

subjected to immunoprecipitation with FMRP (Ab#056) antibody or control IgG. *Non-specific band. e Immunoblot of post-nuclear mouse brain extracts

(input) subjected to immunoprecipitation with FMRP antibody or control IgG and probed with anti-Ubc9 antibody. f Co-localization assays performed on

cultured mouse neurons (20 DIV) with antibodies directed against Ubc9, FMRP (Ab#4317), SUMO1. Bar, 2 μm. Degree of co-localization (Manders’

coefficient) between FMRP and Ubc9 or SUMO1. N= 3 independent primary cultures with 60 dendrites analyzed for each condition. g Sequence

alignments showing the evolutionary conservation of the potential SUMO-targeted lysine residues (stars) within the consensus sumoylation sites of FMRP.

h, i Bacterial sumoylation assay. Representative immunoblots of purified fractions of N- and C-terminal WT or mutated parts of His-FMRP in a recombinant

bacterial system and probed with anti-FMRP (h, Ab#1C3) or (i, #17722) and anti-SUMO1 antibodies as indicated. j COS7 sumoylation assay. Immunoblots

with anti-FMRP (Ab#056) antibody of full-length WT or lysine-mutated FMRP expressed in COS7 cells with mcherry-SUMO1 WT or mutated (ΔGG) to

prevent its conjugation. k Original X-ray structures fitted of three human N-terminal FMRP (PDB: 4OVA in green, 4QVZ in light green, 4QW2 in dark

green) shown in cartoon representation. K88 and K130 are shown in sphere representation in red and blue, respectively. l Original model of FMRP (PDB:

4OVA) and SUMO1 (PDB: 4WJQ) structural links in cartoon and surface representation (with transparency), respectively, in green and light blue. Lysine

residues 88 and 130 of FMRP are shown in sphere representation in red and blue, respectively
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Since preventing FMRP sumoylation with the K-to-R muta-
tions does not affect the ability of FMRP to interact with its target
RNAs, we hypothesized that FMRP sumoylation is involved in
the transport of mRNAs along dendrites. To this purpose, we first
examined the FMRP-containing granules along dendrites. We

transfected Fmr1−/y neurons to express either the WT or
K88,130R form of GFP-FMRP and performed smFISH experi-
ments using Stellaris probes complementary to three known
FMRP mRNA targets: GFP (for GFP-FMRP), PSD-9544, and
CaMKII mRNAs (Fig. 3a–c). Interestingly, the fluorescence of all
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Fig. 2 The N-terminal sumoylation of FMRP is involved in the regulation of the spine density and maturation. a Representative confocal images of dendrites

from transduced Fmr1−/y neurons expressing free GFP, the WT or the non-sumoylatable K88,130,614R, K88,130R, or K614R forms of GFP-FMRP for 24 h.

Bar, 10 μm. Enlargements of dendrites are also shown. Bar, 5 μm. Histograms show the relative proportion of mature and immature dendritic spines b and

the density of the protrusions c in GFP, in WT, and mutated GFP-FMRP-expressing cells as shown in a. d Histograms of immature spine length measured

from Fmr1−/y neurons expressing the indicated constructs. Data shown in b–d are the mean ± s.e.m. and statistical significance determined by a one-way

analysis of variance (ANOVA) with a Bonferonni post-test. N= ~4500 protrusions per condition from four independent experiments. ***p < 0.001. e, f CLIP

analysis from transduced Fmr1−/y cortical neurons expressing the WT or the K88,130,614R form of GFP-FMRP revealed that they bind the same RNA

repertoire. e Representative immunoblots anti-FMRP of the indicated neuronal extracts subjected or not (Input) to immunoprecipitation (IP) with FMRP

antibodies. GFP-expressing Fmr1−/y neurons were used as a negative control. f Enrichment (CLIPed/Input) of a set of FMRP-target RNA fragments in the

indicated conditions. Several known RNA targets of FMRP (fmr1, map1b, camk2a, sapap3, fxr1, kif3c, and psd95) as well as a non-targeted RNA (tubb3) were

detected by quantitative PCR. Fold enrichment were calculated as described in the Methods section and did not show any statistical differences
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three probe sets was detectable in GFP-positive granules from
secondary dendrites containing either the WT or mutant
K88,130R form of GFP-FMRP (Fig. 3a–c). Together with the
CLIP experiments (Fig. 2e, f), this reveals that both WT and
K88,130R GFP-FMRP-containing granules can travel along
dendrites, carrying their mRNA cargoes.

We further characterized these mRNA granules using co-
localization assays to investigate whether known components of
such granules45,46 are also present in WT and K88,130R-GFP-
FMRP positive granules. As clearly depicted in Fig. 3d–g, both the
WT and K88,130R GFP-FMRP granules co-localize with the
ribosomal protein S6 (Fig. 3d) and the RNA-binding proteins
FXR1 (Fig. 3e), Staufen 1 (Fig. 3f), and Staufen 2 (Fig. 3g),
indicating that these granules contain not only some of the target

mRNAs of FMRP (Fig. 3a–c) but also several described
components of such dendritic mRNA granules45,46.

We then measured the surface of dendritic GFP-FMRP-
positive mRNA granules at different time points post transfection
(Fig. 3h, i). Interestingly, the expression of the K88,130R GFP-
FMRP for 48 h significantly increased the size of FMRP-
containing granules compared to the WT GFP-FMRP-positive
granules (Fig. 3i; WT 48 h, 0.236 ± 0.017 μm2; K88,130R 48 h,
0.305 ± 0.020 μm2). The difference in granule size between the
WT and the K88,130R form of GFP-FMRP was further enhanced
after 72 h of transfection (Fig. 3i; WT 72 h, 0.265 ± 0.020 μm2;
K88,130R 72 h, 0.440 ± 0.030 μm2). All these data reveal that the
expression of GFP-FMRP K88,130R results in larger FMRP-
containing dendritic mRNA granules suggesting that FMRP
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sumoylation could participate in the regulation of FMRP
interactions within these granules.

FMRP has been reported to form homodimers via its N-
terminal 1–134 domain47, where the sumoylatable K88 and K130
residues are localized. Thus, to assess whether the difference in
granule size measured in Fig. 3i results from abnormal interaction
properties of FMRP homodimers directly inside dendritic
granules, we performed fluorescence lifetime imaging microscopy
(FLIM) experiments on neurons co-expressing WT or K88,130R
GFP-FMRP with their respective WT or K88,130R mCherry-
tagged constructs (Fig. 4; Supplementary Fig. 4). We observed a
clear co-localization of the mCherry/GFP-FMRP constructs in
dendritic granules confirming the incorporation of the proteins
into granules (Fig. 4a, b). The energy transfer known as
fluorescence resonance energy transfer from donor green
fluorescent protein (GFP) toward the acceptor mCherry is

quantified by the reduction of the donor fluorescence lifetime
(Fig. 4c). We measured a significant reduction of the donor GFP-
FMRP fluorescence lifetime in presence of mCherry-FMRP
indicating that FMRP/FMRP interaction occurs in dendritic
granules. Interestingly, we also found that this homomeric
interaction is not affected by the K88,130R mutations (Fig. 4c).

Sumoylation triggers FMRP dissociation from mRNA gran-
ules. Our results so far indicate that preventing FMRP sumoy-
lation directly impacts on the morphology of mRNA granules in
dendrites (Fig. 3h, i) without altering the intrinsic FMRP/FMRP
interacting properties within the granules (Fig. 4). Therefore, we
investigated whether the absence of FMRP sumoylation affects
the dissociation of FMRP from dendritic granules. To assess the
diffusion properties of FMRP in dendritic granules, we performed
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live-time restricted photoconversion experiments48 in Fmr1−/y

neurons expressing the photoswitchable WT or K88,130R
Dendra2-FMRP constructs (Fig. 5a, b). Dendra2 is a green-to-red
photoactivatable fluorescent protein that allows the real-time
tracking of a photoconverted protein49,50. We measured and
compared the half-times of the decrease in red photoconverted
fluorescence, which corresponds to the real-time diffusion of WT
and K88,130R Dendra2-FMRP out of dendritic granules
(Fig. 5b–d). In basal conditions, the mean half-time of Dendra2-
FMRP WT fluorescence dissociation from dendritic granules was
significantly shorter than the value measured for the Dendra2-
FMRP K88,130R mutant (Fig. 5d; half-time WT= 101.8 ± 4.5 s vs
half-time K88,130R= 165.3 ± 12.1 s) indicating that the dis-
sociation of WT FMRP from the granules is much faster than for

the K88,130R mutant. These data strongly support the involve-
ment of FMRP sumoylation in controlling the dissociation of the
protein from dendritic mRNA granules.

Activation of mGlu5R regulates FMRP-mediated mRNA
transport51,52 and also modulates its phosphorylation and
ubiquitination13,14. Interestingly, we previously showed that
activation of these receptors also evokes sumoylation in cultured
neurons26. This prompted us to assess whether the application of
the mGluR agonist DHPG triggers FMRP sumoylation in neurons
(Fig. 5e). We first confirmed that the activation of mGlu5R with
DHPG is effective in our neuronal cultures and evokes an
intracellular calcium increase (Supplementary Fig. 5). Then,
FMRP-immunoprecipitates were probed with specific anti-
SUMO1 antibodies and revealed that the sumoylation of FMRP
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is low in basal unstimulated conditions but rapidly increases after
1 and 5 min of DHPG treatment (DHPG 1min, 1.28 ± 0.12 fold/
control; DHPG 5min, 1.73 ± 0.2 fold/control; Fig. 5e) indicating
that FMRP sumoylation is rapidly triggered by the mGlu5R
activation.

These results led us to hypothesize that the activity-dependent
sumoylation of FMRP controls FMRP dissociation from dendritic
mRNA granules. To address this point, we pharmacologically
stimulated mGlu5R in Fmr1−/y neurons expressing either
Dendra2-FMRP WT or K88,130R and measured the dissociation
properties of FMRP from dendritic granules using the photo-
conversion assay (Fig. 5f, g). Interestingly, mGlu5R stimulation
enhanced the exit rate of the red photoconverted Dendra2-FMRP
WT fluorescence from granules by ~40% (Fig. 5f). By contrast,
mGlu5R activation had no effect on the dissociation of Dendra2-
FMRP-K88,130R positive granules (Fig. 5g). These findings
strongly support that the mGlu5R-dependent sumoylation of
FMRP regulates the dissociation of FMRP from dendritic mRNA
granules.

Sumoylation regulates homomeric FMRP–FMRP interaction.
Our data demonstrate that FMRP sumoylation controls FMRP
release from dendritic granules. To further assess the role of
sumoylation in the regulation of FMRP–FMRP interaction, we
combined pull-down assays with in vitro SUMO reactions and
analyzed the impact of sumoylation on the dissociation of FMRP
homomers (Fig. 6).

We purified GST- and His-tagged FMRP (1–160 aa) fusion
proteins and found that GST-FMRP (1–160) specifically interacts
with His-FMRP (1–160 aa) and forms N-terminal FMRP
homodimers in vitro (Fig. 6a). We then performed an in vitro
sumoylation assay31 on purified FMRP (1–160 aa) dimers to
assess whether sumoylation promotes their dissociation
(Fig. 6b–d). First, we verified that the immobilization of GST-
FMRP (1–160 aa) on the glutathione matrix did not prevent the
in vitro sumoylation of the protein (Fig. 6c). Incubation of
immobilized GST-FMRP (1–160 aa) with the sumoylation
reaction mix gave rise to higher molecular weight bands
corresponding to the sumoylated forms of GST-FMRP (1–160
aa). These bands were absent in control conditions (Fig. 6c).

Next, we performed in vitro sumoylation assays on immobi-
lized GST-FMRP–His-FMRP dimers (Fig. 6d). The pool of His-
FMRP (1–160 aa) released by sumoylation was separated from
the remaining immobilized dimers by centrifugation of the
glutathion beads. Proteins either in the supernatant or bound to
the beads were both analyzed by immunoblotting with anti-
FMRP antibodies. As seen in Fig. 6d, the release of His-FMRP

(1–160 aa) from the immobilized dimers was only promoted
upon sumoylation with the concurrent decrease of the remaining
His-FMRP (1–160 aa) in the pelleted FMRP fraction. This
particular set of data demonstrates that sumoylation promotes the
dissociation of FMRP–FMRP dimers.

SUMO-deficient FMRP-expressing WT neurons show FXS
phenotype. Collectively, our data clearly demonstrate that
sumoylation of the N-terminal part of FMRP is essential to allow
for the dissociation of the protein from dendritic mRNA granules
and to promote spine elimination and maturation. To confirm
the key involvement of FMRP sumoylation in neuronal matura-
tion events, we hypothesized that the expression of the non-
sumoylatable FMRP mutant could reverse the spine density and
maturation of WT neurons. Thus, we expressed either the WT or
the K88,130R mutant form of GFP-FMRP into WT mouse neu-
rons (Fig. 7). WT neurons expressing GFP-FMRP-K88,130R
resembled the GFP-expressing Fmr1−/y neurons (Fig. 2) with
>67% of protrusions characterized by an immature phenotype
(Fig. 7a, b). Similarly, the length of dendritic spines in WT
neurons expressing GFP-FMRP-K88,130R was also significantly
increased (Fig. 7c; K88,130R, 3.77 ± 0.08 μm) comparable to the
values measured in Fmr1−/y neurons (Fig. 2d).

Importantly, the density of dendritic spines was dramatically
increased upon the expression of the K88,130R mutant (Fig. 7a, d;
GFP control, 5.03 ± 0.17 protrusions per 10 μm; K88,130R, 6.33 ±
0.24 protrusions per 10 μm), comparable to the values obtained in
Fmr1−/y neurons (Fig. 2c). Interestingly, the expression of the
single K130R mutant in WT mouse neurons also leads to a
significant increase in the density of the protrusions (Fig. 7a, d;
GFP control, 5.03 ± 0.17 protrusions per 10 μm; K130R, 6.29 ±
0.41 protrusions per 10μm) without altering the maturity of
dendritic spines (Fig. 7b, c). As expected, expressing the WT form
of GFP-FMRP in WT neurons did not affect any of the spine
characteristics confirming the essential role of FMRP sumoylation
in spine elimination and maturation processes.

Discussion
Here, we report for the first time that FMRP is a sumoylation
target in vivo. We identify three sumoylatable residues, two of
which lay within the N-terminal domain of FMRP and are the
active SUMO sites. We further find that the activation of meta-
botropic mGlu5R promotes the sumoylation of FMRP and
rapidly leads to the dissociation of FMRP from dendritic mRNA
granules allowing for the regulation of spine elimination and
maturation (Fig. 8). Thus, our work uncovers a novel activity-
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Fig. 8 Schematic model for the mGlu5R-dependent regulation of FMRP function via the sumoylation process. The activity-dependent sumoylation of FMRP

is a key step to dissociate FMRP from dendritic mRNA granules and consequently to regulate spine elimination and maturation
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dependent role of sumoylation in the regulation of FMRP neu-
ronal function.

We provide the first evidence that FMRP sumoylation is
required for spine elimination and proper maturation. The initial
step of spine formation is the emergence of immature long thin
protrusions, which are later on eliminated or matured with
enlargement of spine head8. A tight balance between these pro-
cesses is thus required for the development of a functional neu-
ronal network. This is in line with our data showing a decrease in
the density of protrusions when expressing FMRP in Fmr1−/y

neurons, and an increased density in WT neurons expressing the
SUMO-deficient form of FMRP. Such compensatory and dele-
terious effects support the idea that immature spines are over-
produced and/or less efficiently eliminated when FMRP
sumoylation is perturbed.

In correlation with our findings, the role of sumoylation at the
post-synaptic compartment has already been described for several
proteins19. For instance, sumoylation of the scaffolding calcium/
calmodulin-dependent serine protein kinase (CASK) reduces
CASK interaction with protein 4.1, a protein that connects
spectrin to the actin cytoskeleton in dendritic spines. Mimicking
CASK sumoylation dramatically impairs spine formation53.
According to the importance of sumoylation in the post-synaptic
formation and maturation, our findings demonstrate a role of
sumoylation in spine elimination and maturation by tuning
FMRP dimerization within dendritic mRNA granules. Altogether,
these data shed light on the role of sumoylation as a critical
molecular regulator in neuronal development and maturation.

Interestingly, we demonstrate that the sumoylation of FMRP is
triggered upon mGlu5R activation. mGlu5R has been previously
reported to differentially regulate FMRP function depending on
its subcellular localization. For instance, a direct involvement of
FMRP was shown in targeting and transport of several mRNAs
from the soma along dendrites upon mGlu5R activation52. Fur-
thermore, the repression of mRNA translation exerted by FMRP
in dendrites is counteracted by the activation of mGlu5R51. Here,
we unravel a novel activity-dependent regulation of the FMRP
function. We show that mGlu5R-induced sumoylation of FMRP
drives its own dissociation from dendritic mRNA granules to
regulate both spine elimination and maturation.

It has been previously described that FMRP is a target of
mGluR-dependent PTMs11,13,14,54,55. Activation of mGluRs in
neurons induces a rapid dephosphorylation of FMRP C-terminal
region as a result of an enhanced protein phosphatase 2A (PP2A)
activity11. Conversely, mGluR activation that lasts longer than 5
min results in an mTOR-mediated PP2A suppression followed by
rapid rephosphorylation of FMRP C-terminus by the ribosomal
protein S6 kinase (S6K1)11,55. Accordingly to the role of phos-
phorylation in controlling FMRP function, the lack of S6K1-
dependent FMRP phosphorylation mimics FMRP loss of function
and leads to an increased expression of the FMRP target mRNA
SAPAP355. In addition, Nalavadi et al.14 described a rapid ubi-
quitination of the C-terminal part of FMRP upon stimulation
with the mGlu5R agonist DHPG in rat cultured neurons. FMRP
ubiquitination promotes a proteasome-mediated FMRP degra-
dation, which in turn controls FMRP levels at the synapse.
Interestingly, these authors showed that FMRP ubiquitination
requires a prior FMRP-dephosphorylation carried by PP2A.
Taken together, these pieces of evidence suggest a crosstalk
between various PTMs in the regulation of FMRP function. Here,
we demonstrate that mGlu5R activation triggers a rapid sumoy-
lation of FMRP. This event promotes the release of FMRP from
transport mRNA granules. Thus, the present study adds another
level of complexity to the post-translational regulation of FMRP
and advances our understanding of the activity-dependent con-
trol of FMRP function in neurons. It will therefore be of future

interest to examine whether the interplay between these PTMs
could take place to orchestrate the mGlu5R-dependent regulation
of FMRP.

The present study shows that the activation of mGlu5R directly
promotes FMRP sumoylation, regulating its neuronal function in
spine elimination and maturation. Our work therefore raises the
intriguing possibility that the impairment of FMRP sumoylation
could contribute to FXS physiopathology. Recent publications
have reported missense point mutations within the FMR1 gene in
patients affected by FXS. Importantly, these mutations lead to
amino-acid changes close to the SUMO active sites of FMRP
(F126S56 and R138Q57). Similarly to our data on the K88,130R
FMRP mutant, the FXS R138Q mutation does not modify the
expression of FMRP nor its RNA-binding properties, indicating
that the pathogenicity is caused independently of the FMRP
expression level and the ability of FMRP to bind mRNAs58. To
date, no data have been reported regarding the functional
impairment due to the F126S mutation. Our data report that the
reintroduction of the FMRP WT but not the K88,130R mutant in
Fmr1−/y neurons promotes spine maturation and elimination
demonstrating that FMRP sumoylation is critical for these pro-
cesses. Therefore, an interesting possible explanation could be
that the F126S and R138Q FXS mutations, which are very close to
the active K130-SUMO site, would directly impact on the
mGlu5R-dependent regulation of FMRP sumoylation and con-
sequently, on post-synaptic FMRP-driven regulatory events.
Future work will have to be performed aiming at understanding
the effect of these FXS mutations on FMRP sumoylation. These
next exciting steps will allow assessing whether FMRP sumoyla-
tion defects participate in the pathophysiology of FXS patients,
raising the possibility to identify new targets and potentially
develop novel therapeutic approaches.

Methods
Constructs. GFP-FMRP was obtained by subcloning the isoform 1 of the human
FMR1 sequence into the EcoR1/Pst1 site of the mammalian expression vector
pEGFP-C2 (Clontech). GFP-/Dendra2-/GST-/His-FMRP mutant constructs were
all made by site-directed mutagenesis using the Quick-change mutagenesis solution
(Agilent). pSinRep5 constructs used to produce Sindbis particles were generated
using the Gateway recombination technology (Invitrogen). All constructs were
then entirely sequenced.

Building model for FMRP-SUMO1. Three X-ray structures of human FMRP are
available in Protein Data Bank (PDB, http://www.rcsb.org; PDB ID: 4OVA residues
1–209 at 3.0 Å resolution59, 4QVZ residues 1–213 at 3.2 Å resolution, and 4QW2
residues 1–213 with the mutation R138Q at 3.0 Å resolution60). The solvent ASA
values for each residue have been calculated using Naccess tool61 on all monomers
of each PDB files (4 for 4OVA, 2 for 4QVZ, and 2 for 4QW2). We calculated the
average values for K88 and K130 for each structure. The classical parameters used
are 1.4 for the radius of the “solvent” sphere and 25% for the threshold that
determines if a residue is considered as buried or exposed. We utilized the X-ray
structures of human FMRP PDB ID: 4OVA residues 1–209 at 3.0 Å resolution59

and of human SUMO1 PDB ID: 4WJQ at 1.35 Å resolution62. To build models of
FMRP modified with the SUMO1 protein, we first verified the shape compatibility
and then used the Pymol software to manipulate the structures, make and visualize
the FMRP-SUMO1 models.

Mouse lines and rat strain. All animals (3–10-month-old pregnant female Wistar
rats from Janvier, St Berthevin, France; 3–10 month-old female C57BL/6 WT and
Fmr1 knockout (Fmr1−/y) mice10) were handled in our facility in accordance with
the European Council Guidelines for the Care and Use of Laboratory animals and
approved by the Animal Care and Ethics Committee (Comité Institutionnel
d’Ethique Pour l’Animal de Laboratoire N°28, Nice, France; project reference NCE/
2012-63). All animals had free access to water and food. The light cycle was
controlled as 12 h light and dark cycle and the temperature was maintained at 23 ±
1 °C. Protocols to prepare primary neuronal cultures from mouse embryos at E15.5
or at E18 for rats were also approved by the Animal Care and Ethics Committee
(Comité Institutionnel d’Ethique Pour l’Animal de Laboratoire N°28, Nice, France;
project reference NCE/2012-63). All mice were maintained on a C57BL/6 genetic
background, whereas Wistar rats were exclusively from a commercial source
(Janvier). The Fmr1 knockout (Fmr1−/y) mouse line10 was maintained on a C57BL/
6 background.
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Mouse and rat brain lysate preparation. Brain lysates were prepared as pre-
viously described26 from post-natal P1–3 mouse or P5–7 rat brains. Briefly, freshly
dissected brains were transfered in 5 volumes (w/v) of ice-cold sucrose buffer (10
mM Tris-HCl, pH 7.4, 0.32M sucrose) supplemented with a protease inhibitor
cocktail (Sigma, 1/100), Pefabloc 0.5 mM (Roche), MG132 100 μm (Enzo), ALLN
100 μm (Sigma), and 20 mM freshly prepared NEM (Sigma), and homogenized at
4 °C using a Teflon-glass potter and a motor-driven pestle at 500 rpm. Nuclear
fraction and cell debris were pelleted by centrifugation at 1000×g for 10 min. The
post-nuclear S1 fraction (supernatant) was collected and protein concentration
measured using the BCA protein assay (Bio-Rad).

Primary neuronal cultures. Hippocampal and cortical neurons were prepared
from embryonic (E18) pregnant Wistar rats as previously described26 or from WT
or Fmr1−/y E15.5 pregnant C57BL/6 mice. Briefly, neurons were plated in Neu-
robasal medium (Invitrogen, France) supplemented with 2% B27 (Invitrogen), 0.5
mM glutamine and penicillin/streptomycin (Ozyme) on 60-mm dishes or 24-mm
glass coverslips (VWR) pre-coated with poly-L-lysine (0.5 mg mL−1; Sigma).
Neurons (800,000 cells per 60-mm dish or 110,000 cells per coverslip) were then
fed once a week with neurobasal medium supplemented with 2% B27 and peni-
cillin/streptomycin for a maximum of 3 weeks.

Cell transfection. COS7 cells and primary neurons (14–16 DIV) were transfected
using Lipofectamine 2000 (Invitrogen) according to the manufacturer’s instruc-
tions and used 48–72 h post transfection.

Sindbis virus production and neuronal transduction. Attenuated Sindbis viral
particles (SINrep(nsP2S726)) were prepared and used as previously described38–40.
Briefly, cRNAs were generated from the pSinRep5 plasmid containing the sequence
coding for WT or mutated GFP-FMRP constructs and from the defective helper
(pDH-BB) plasmid using the Mmessage Mmachine SP6 solution (Ambion). cRNAs
were then mixed and electroporated into BHK21 cells. Pseudovirions present in the
culture medium were collected 48 h after electroporation and concentrated using
ultracentrifugation on SW41Ti. Aliquots of resuspended Sindbis particles were
then stored at −80 °C until use. Neurons were transduced at a multiplicity of
infection (MOI) of 0.1–2 and returned to the incubator at 37 °C under 5% CO2 for
24–30 h depending on their subsequent utilization.

Bacterial sumoylation assay in Escherichia coli. Bacterial sumoylation assays
were performed as previously described31,35. Briefly, competent E. coli BL21(DE3)
cells (Invitrogen, France) expressing pE1-E2SUMO1 were transformed with 1 μg of
pET-expression plasmid (Novagen) to express the WT or non-sumoylatable forms
of His-tagged FMRP were selected on LB-Agar plates containing chloramphenicol
(50 μg mL−1) and ampicillin (50 μg mL−1). A 10 mL preculture was then used to
inoculate 50 mL of LB containing chloramphenicol and ampicillin. After incuba-
tion under shaking at 37 °C until OD600 reaches 0.7, cells were cooled down to 20 °
C and isopropyl-β-D-thiogalactopyranoside (IPTG) was added at a concentration of
1 mM. After 4 h at 20 °C, bacteria were pelleted by centrifugation at 4 °C at 7000×g
and kept at −80 °C until use. Pellets were resuspended in 1 mL lysis buffer (25 mM
Tris pH 8, 300 mM KCl, 1 mM EDTA, 20% glycerol, 5% ethanol, 0.5% NP40, 0.5 M
urea, 1 mM DTT) supplemented with proteases inhibitors (leupeptine 1 μg mL−1,
Pepstatine 1 μg mL−1, Aprotinine 1 μg mL−1, Pefabloc 0.5 mM, and freshly pre-
pared NEM 20mM), and incubated under rotation for 30 min at 4 °C in the
presence of 5 mgmL−1 lysozyme. Bacterial cytoplasmic membranes were then
solubilised by addition of 1 mgmL−1 sodium deoxycholate and released DNA
digested by incubation with 50 μg mL−1 of DNAse I and 10 mM MgCl2 for 30 min
at 4 °C. Cellular debris were pelleted by centrifugation at 20,000×g for 15min at 4 °C
and supernatants were incubated with 40 μL of nickel agarose beads (Qiagen) for 2
h at 4 °C under gentle rotation. After three washes (25 mM Tris pH 8, 50 mM KCl,
1 mM EDTA, 20% glycerol, 0.1% Triton X-100, 0.5 M urea, 1 mM DTT), purified
proteins were eluted in 200 μL of βME-reducing sample buffer for 5 min at 95 °C.

COS7 sumoylation assay. Mycoplasm-free COS7 cells (ATCC reference CRL-
1651, Molsheim, France) at 60% of confluence in six-well plates were co-
transfected using 1 μg of the eukaryotic expression vector pTL1-FMRP plasmid63

or its derived non-sumoylatable mutants with 0.5 μg of mCherry or mCherry-
SUMO1 plasmids26 and 0.5 μg of plasmid coding for Flag-Ubc9 using Lipofecta-
mine 2000 (Invitrogen) according to the manufacturer’s instructions. After 48 h of
expression, cells were washed once in PBS containing 20 mM NEM and reduced
for 5 min at 95 °C in βME-containing sample buffer.

CLIP analysis. To isolate neuronal mRNAs associated with WT and SUMO-
deficient GFP-FMRP mutant, UV cross-linking, and FMRP immunoprecipitations
were performed on 20 DIV Fmr1−/y neurons transduced (MOI of 3) at day 19 to
express free GFP, the WT, or the non-sumoylatable K88,130,614R form of GFP-
FMRP. RNAs and proteins were cross-linked through three rounds of UV irra-
diation (400 mJ each; 254 nm). Cells were then scraped in ice-cold PBS, collected
by centrifugation, and lysed in NP40 buffer as described in ref. 64. For each assay, 5
μg of affinity-purified rabbit anti-FMRP antibody (Ab#056) was used to

immunoprecipitate 1 mg of neuronal extracts and 2% of the lysate was used for
assessment of relative RNA expression in the input material. IPs were then carried
out at 4 °C for 4 h and 2% of the homogenate and 10% of the immunoprecipitates
were saved to check for the IP quality using anti-FMRP immunoblots. After three
washes in lysis buffer (50 mM HEPES, pH 7.4, 150 mM NaCl, 0.5% NP40, 10 mM
EDTA, 1 mM NaF, 0.5 mM DTT, protease and phosphatase inhibitors (Pierce),
proteins were digested with proteinase K (1 μg mL−1) for 30 min at 56 °C. IP and
input RNAs were purified through two successive rounds of phenol/chloroform
extraction, then reverse transcribed using a mix of Oligo dT and random primers
and Superscript II enzyme (Invitrogen) according to the manufacturer’s protocol.
RT reactions were diluted two times and 1 μL of diluted material was used for
qPCR analysis. Relative enrichment of the amplified RNA in the IP vs the input in
each condition was calculated with the 2−deltaCt (CtIP–Ctinput).

Oligonucleotides (5′–3′) used in RNA work were as follows:
Fmr1_F: GAACAAAAGACAGCATCGCT; Fmr1_R:

CCAATTTGTCGCAACTGCTC; Camk2a_F: TATCCGCATCACTCAGTAC;
Camk2a_R: GAAGTGGACGATCTGCCATTT; Sapap3_F:
ACCATGTAACCCCGGCTG; Sapap3_R: CCTTGATGTCAGGATCCCC; Fxr1_F:
GTGCAGGGTCCCGAGGT; Fxr1_R: GGTGGTGGTAATCGGACTTC; Kif3c_F:
GGTCCCATCCCAGATACAGA; Kif3c_R: CCAGAAAGCTGTCAAACCTC;
Tubb3_F: CGAGACCTACTGCATCGACA; Tubb3_R:
CATTGAGCTGACCAGGGAAT; PP2a_F: GTCAAGAGCCTCTGCGAGAA;
PP2a_R: GCCCATGTACATCTCCACAC; β-actin_F:
ACGGCCAGGTCATCACTATTG; β-actin_R: CACAGGATTCCATACCCAAGA;
PSD95_F: GGCGGAGAGGAACTTGTCC; PSD95_R:
AGAATTGGCCTTGAGGGAGGA; Map1b_F:
TCCGATCGTGGGACACAAACCTG; Map1b_R:
AGCACCAGCAGTTTATGGCGGG.

Immunoprecipitation. Proteins from rodent brain lysates or cultured neurons
were solubilized for 1 h at 4 °C under gentle rotation in lysis buffer (10 mM Tris-
HCl, pH 7.5, 10 mM EDTA, 150 mM NaCl, 1% Triton X-100, 0.1% SDS) sup-
plemented with a protease inhibitor cocktail (Sigma, 1/100), Pefabloc 0.5 mM
(Roche), MG132 100 μm (Enzo), ALLN 100 μm (Sigma), and 20 mM freshly pre-
pared NEM (Sigma). Then, NaCl concentration was raised to 400 mM and lysates
were sonicated for 10 s, further incubated for 30 min at 4 °C and clarified (for
primary neuronal extracts) or not (for brain homogenates) at 20,000×g at 4 °C for
15 min. Supernatants were diluted 2.5-fold with lysis buffer devoid of NaCl and
pre-cleared for 1 h with a 50/50 mix of untreated and pre-blocked protein G-
sepharose beads (Sigma) with a blocking buffer (PBS containing 5 mgmL−1 BSA,
5 mgmL−1 Dextran (40 kDa), 1 mg mL−1 gelatin, yeast t-RNA 0.1 mgmL−1, and
glycogen 0.1 mgmL−1) for 1 h at 4 °C. Proteins (800 μg) from pre-cleared lysates
were incubated with either 8 μg of mouse monoclonal anti-SUMO1 antibody
(Ab#D11, Santa-Cruz), 4 μg of custom rabbit anti-FMRP (Ab#056, Supplementary
Fig. 1), or 12 μg commercially available rabbit anti-FMRP (#Ab17722, Abcam;
Supplementary Fig. 1) antibodies (or their corresponding IgGs as IP control) for 1
h at 4 °C and then overnight at 4 °C with 30 μL of pre-blocked protein G-sepharose
beads (Sigma). Precipitates were washed three times with 1 mL lysis buffer and
proteins were eluted by boiling the beads 5 min in βME-reducing sample buffer
before SDS-PAGE.

Immunoblotting. Protein extracts were resolved by SDS-PAGE, transferred onto
nitrocellulose membrane (Hybond-C Extra, Amersham or BioTraceNT, PALL),
immunoblotted with the indicated concentration of primary antibodies and
revealed using the appropriate horseradish peroxidase (HRP)-conjugated second-
ary antibodies (GE healthcare) or True Blot (Rockland, Tebu-Bio). Proteins were
then identified using Immobilon Western (Millipore) or Western Lightning Ultra
(Perkin Helmer) chemiluminescent solutions and images acquired on a Fusion
FX7 system (Vilber Lourmat). Full-size blots for cropped gels can be found in
Supplementary figures 6, 7.

Immunocytochemistry. Neurons (18–21 DIV) were fixed in phosphate-buffered
saline (PBS) containing 3.7% formaldehyde and 5% sucrose for 1 h at room tem-
perature (RT). Neurons were then permeabilized for 20 min in PBS containing
0.1% Triton X-100 and 10% horse serum (HS) at RT and immunostained with
either a rabbit monoclonal anti-S6 (1/200; Cell Signaling), a goat anti-Staufen1 (1/
100; Santa-Cruz), a goat anti-Staufen2 (1/100; Santa-Cruz), a rabbit anti-FXR1 (1/
10065), a mouse monoclonal anti-Ubc9 (1/50; BD Bioscience, France), a mouse
anti-SUMO1 (1/50; Ab#D11, Santa-Cruz; 1/50 Ab#2F5–1, DSHB) or rabbit anti-
FMRP (1/200; Custom Ab#056 or 1/50; Ab#4317s, Cell Signaling) antibodies in
PBS containing 0.05% Triton X-100 and 5% HS. Cells were washed three times in
PBS and incubated with the appropriate secondary antibodies (1/400) conjugated
to Alexa488 or Alexa594, and mounted with Mowiol (Sigma) until confocal
examination.

Ratiometric calcium imaging. Mouse cortical/hippocampal neurons (19–23 DIV)
were loaded in neurobasal containing 20 μm Fura-2AM (Invitrogen) for 30 min.
After two washes in physiological 1.6 mM calcium-containing buffer (139 mM
NaCl, 1.25 mM glucose, 15 mM Na2HPO4, 1.8 mM MgSO4, 1.6 mM CaCl2, 3 mM
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KCl, 10 mM HEPES), Fura-2AM-loaded neurons were imaged at 37 °C on an
inverted AxioObserver microscope (Carl Zeiss) equipped with a 300W Xenon
lamp (Suttler instruments) and a Fluar 40× (numerical aperture (NA) 1.4) oil
immersion objective. Fura-2AM was sequentially excited at 340 and 380 nm and
the emission monitored at 510 nm. Images were acquired with a cascade 512
EMCCD camera every 2 s and digitized using Metafluor software (Roper scientific).
The intracellular calcium concentration was estimated by measuring the F340/380
nm ratio of fluorescence. Neurons were treated for 40 s with 100 μM DHPG in 1.6
mM calcium-containing buffer.

GFP-FMRP-associated granules analysis. Fmr1−/y neurons were co-transfected
to express mCherry with the WT or the non-sumoylatable mutant form of GFP-
FMRP either for 48 or 72 h. Cells were then rinse twice in PBS and fixed in PBS
containing 3.7% formaldehyde and 5% sucrose for 1 h at RT and mounted with
Mowiol until use.

smFISH assays. smFISH assays were performed as described previously in ref. 44.
Briefly, Fmr1−/y neurons grown on glass coverslips were transfected as above at 12
DIV to express the WT or the K88,130R mutant form of GFP-FMRP for 48–60 h.
Cells were then fixed in PBS containing 4% formaldehyde for 10 min at RT.
smFISH assays were performed as described previously in ref. 44 with the following
modified prehybridization buffer: formamide 10%, NaCl 68.5 mM, KCl 1.35 mM,
KH2PO4 1 mM, Na2HPO4 5 mM, SSC 2× (Euromedex), dextran sulfate 10%
(Sigma), ribonucleoside vanadyl complexes 10 mM (Sigma), BSA 2 mgmL−1, sal-
mon sperm DNA 0.67 mgmL−1 (Sigma), yeast tRNA 0.67 mgmL−1 (Sigma).
Neurons were incubated overnight at 37 °C in the presence of GFP Quasar 570-
labeled, PSD-95 or CamKII Quasar 670-labeled Stellaris probes (12.5 picomoles in
100 μL of prehybridization buffer), washed 2 times with pre-warmed 10% for-
mamide in 2× SSC for 20 min at 37 °C, three times 1 min with 2× SSC, and twice
for 5 min with 2× SSC under mild agitation prior to coverslip mounting in Vec-
tashield (Clinisciences).

GFP Stellaris probes (used to detect GFP-FMRP mRNA) labeled with Quasar
570 dye were (5′–3′) as follows: tcctcgcccttgctcaccat, atgggcaccaccccggtgaa,
gtcgccgtccagctcgacca, cgctgaacttgtggccgttt, tcgccctcgccctcgccgga,
ggtcagcttgccgtaggtgg, cggtggtgcagatgaacttc, ggccagggcacgggcagctt,
taggtcagggtggtcacgag, tagcggctgaagcactgcac, gtgctgcttcatgtggtcgg,
gcatggcggacttgaagaag, cgctcctggacgtagccttc, gtcgtccttgaagaagatgg,
tcggcgcgggtcttgtagtt, ggtgtcgccctcgaacttca, ttcagctcgatgcggttcac,
gtcctccttgaagtcgatgc, agcttgtgccccaggatgtt, gtggctgttgtagttgtact, ttgtcggccatgatatagac,
caccttgatgccgttcttct, atgttgtggcggatcttgaa, gagctgcacgctgccgtcct, tgttctgctggtagtggtcg,
agcacggggccgtcgccgat, caggtagtggttgtcgggca, ttgctcagggcggactgggt,
atcgcgcttctcgttggggt, cgaactccagcaggaccatg, agagtgatcccggcggcggt,
cttgtacagctcgtccatgc.

PSD-95 Stellaris probes, labeled with Quasar 670 dye were (5′–3′) as follows:
ctctatgatcttctcagctg, taggccctttgataagcttg, tgcgatgctgaagccaagtc, ctattatctccagggatgtg,
ccttcgatgatcttggttac, aggatcttgtctccgatctg, tcatgcatgacatcctctag, atatgtgttcttcagggctg,
ccacctttaggtacacaacg, catagctgtcactcaggtag, tatgaggttgtgatgtctgg,
tagctgctatgactgatctc, tcaacaccattgaccgacag, tgttcatgactggcattgcg,
tactgagcgatgatcgtgac, cgaatcggctatactcttct, ataagctgttcccgaagatc,
tgatatagaagccccgcttg, ttgtcgtagtcaaacagggc, tcaagaaaccgcagtccttg,

gctggcgtcaattacatgaa, catcggtctcactgtcagag, tttgctgggaatgaagccaa,
tctcatagctcagaaccgag, aaggatgatgatggggcgag, agaagatcatcgttggcacg,
aaacttgtcggggaactcgg, tcgtatgagggacacaggat, tatctcatattcccgcttag,
cgggaggagacaaagtggta, tgaatgtccttctccatttt, cagcctcaatgaacttgtgc,
tagaggtggctgttgtactg, gcattggctgagacatcaag, ggatgaagatggcgataggg,
cgcttattgatctctagcac,

agatctcttcaaagctgtcg, cttcgatgacacgtttcact.
CaMKII Stellaris probes, labeled with Quasar 670 dye were (5′–3′) as follows:

tactcttctgtgaatcgggt, taatcttggcagcatactcc, cttcaacaagcggcagatgc,
tcatggagtcggacgatatt, accagtaaccagatcgaaga, gccacaatgtcttcaaacag,
ggcatcagcttcactgtaat, tccaagatctgctggataca, catctggtgacagtgtagca,
ttcacagcagcgcccttgag, tatccaggtgtccctgcgaa, cttcctcagcacttctgggg,
aggtccacgggcttcccgta, agatatacaggatgacgcca, ctggtcttcatcccagaacg,
ctttgatctgctggtacagg, gatgggaaatcataggcacc, ggtgacggtgtcccattctg,
tgatcagatccttggcttct, gggttgatggtcagcatctt, tcagcggccgtgatgcgttt,
agatccatgggtgcttgaga, tctcctgtctgtgcatgcag, ctccggagaagttcctggtg,
gtgctctcagaagattcctt, tcttcgtcctcaatggtggt, ttcctgtttgcgcactttgg, gctgctctgtcactttgata,
ccattgcttatggcttcgat, cttcgtgtaggactcaaagt, ctgtcattccagggtcgcac,
cccagggcctctggttcaaa, gaatcgatgaaagtccaggc, gggaccacaggttttcaaaa,
tgactcgtcacccatcaggt, atgcggatataggcgatgca, gcctgcatccaggtactgag,
cagacgcgggtctcctctga, atctgtggaagtggacgatc, cgagtacataggtggcaatg,
aaatacacggaagtttggct, agatgtccgttaacgcaaaa, acagcattccatacaagagc,
tatagctcacatgtaggcga, ctgagccttatgaagaagcc, ggattgtagatcctgcatgg,
catggagcttgtcagatgag, tttgagcagtggtcattcaa.

Analysis of spine morphology. Fmr1−/y or WT neurons were transduced at 18
DIV with Sindbis virus (MOI of 1) expressing free GFP, the WT or mutated forms
of GFP-FMRP for either 24 h (Fmr1−/y neurons), or 30 h (WT neurons) before use.

Cells were then fixed using PBS containing 3.7% formaldehyde and 5% sucrose for
1 h at RT and mounted in Mowiol before confocal examination.

Confocal imaging. For fixed cells, confocal images (1024 × 1024) were acquired
with a ×63 oil immersion lens (numerical aperture NA 1.4) on an inverted TCS-
SP5 confocal microscope (Leica Microsystems, Nanterre, France). Z-series of 6–8
images of randomly selected secondary dendrites were compressed into two
dimensions using the maximum projection of the LASAF acquisition software
(Leica). Manders’ co-localization parameters were computed using the JaCoP plug-
in from the ImageJ software66 when required.

For GFP-FMRP-containing granule measurements, two Z-series were acquired.
The first was acquired at low laser intensity to clearly identify large granules
without any pixel saturation and the second series was recorded at a higher laser
intensity to detect smaller granules. These two Z-series were then averaged and
compressed into two dimensions by a maximal projection. Measurements of the
surface of GFP-FMRP-containing granules along dendrites were determined
automatically using an home-made ImageJ macro program. Briefly, granules and
dendrites were segmented in each image, and the length of the denditric tree was
measured after a step of skeletonization. The data were then imported in GraphPad
Prism software for statistical analysis.

For dendritic spine imaging, Z-series of six to eight images of secondary
dendrites from GFP-expressing neurons were compressed into two dimensions by
a maximal projection using the LASAF software. About 3000–4500 spines were
analyzed per condition (two to four dendrites per neuron and from 20 to 30
neurons per condition from four independent experiments, which were done blind
for two of them). At the time of acquisition, laser power was adjusted so that all
spines were below the saturation threshold. To analyze dendritic protrusions,
projection images were imported into NeuronStudio software67, which allows for
the automated detection of immature and mature dendritic spines. The length of
individual spines was automatically measured and data were imported in
GraphPad Prism software for statistical analysis. Mature spines were characterized
by a head diameter ranging from 0.3 to 1 µm and a spine length between 0.4 and 3
µm. Immature spines corresponded to protrusions with a head diameter below 0.3
µm and a spine length ranging from 0.5 to 6 µm.

Fluorescence lifetime imaging experiments. Fmr1−/y neurons co-expressing
mCherry with the WT or the non-sumoylatable mutant form of GFP-FMRP for 72
h were fixed in PBS containing 3.7% formaldehyde and 5% sucrose for 1 h at RT
and mounted using Mowiol. FLIM was then performed on a Nikon A1R confocal
laser-scanning microscope equipped with time-correlated single-photon counting
electronics (PicoHarp 300; PicoQuant). Excitation was obtained using a pulsed
laser LDH-D-C-485 (PicoQuant) at a repetition rate of 40 MHz allowing the
acquisition of the full intensity decay. Fluorescence emission was collected by a
hybrid photomultiplier detector (PicoQuant) through a 60 × λS, NA 1.4, oil
objective (Nikon Instruments) and band-pass filter (520/35). The following para-
meters were kept constant for all acquisition: pixel size (70 nm, 512 × 512), pixel
dwell time (4.8 µs), and acquisition time (5 min per image). So as to limit pile-up
and to accumulate enough photons within the 5 min acquisition time, laser exci-
tation power was adjusted to obtain a count rate between 0.4 and 2MHz68. In these
conditions, there was no measurable photobleaching. Each field of view was also
acquired in conventional confocal mode. EGFP and mCherry channels were,
respectively, acquired using the 488-nm excitation with the 525/50-nm band-pass
detection and the 561-nm excitation with the 595/50-nm band-pass detection.

Fluorescence lifetime was measured by fitting the intensity decays with a
monoexponential decay model reconvolved with experimental IRF (instrument
response function) using the software SymPhoTime (PicoQuant). Intensity decays
were fitted pixel by pixel to provide FLIM images and calculated lifetimes
represented using a pseudo-color scale ranging from 1.7 to 2.2 ns. To improve
robustness of the fit, IRF parameters were fixed as the IRF is expected to be
invariant over the acquisition field. The robustness of the fit was assessed by the
calculated standard weighted least square (X2) and the residual69. Values of the
reduced X2 should be close to 1 and residue should be randomly distributed around
zero. The average lifetime of the FLIM image (Tau, ns) was determined from the
barycentre of the frequency histogram associated with the FLIM image. To
calculate the fluorescence lifetime of individual granules, the intensity decay
resulting from all the photons of the granule was fitted using a monoexponential
model reconvolved with IRF.

To get enough photons at each pixel for an accurate intensity decay fit, only
granules with >10,000 photons (integrated number of photons over the decay) were
analyzed, with a minimum pixel threshold of 500 counts for background rejection.
To reach 10,000 photons per granules and to reject granules, which were largely out
of focus, only granules >0.35 µm2 were analyzed (segmentation using ImageJ). To
avoid pulse pile-up and to collect photons fast enough to meet the above criteria,
count rate was kept between 0.4 and 4MHz. Clusters with higher count rate were
excluded from the analysis. In those conditions, the fluorescent lifetime was
invariant.

Dendra2-FMRP-containing granule photoconversion experiments. Experi-
ments were performed as previously described26,48. Briefly, live Fmr1−/y neurons
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expressing the WT or mutated Dendra2-FMRP from were kept in Earle’s buffer
(25 mM HEPES-Tris, pH 7.4, 140 mM NaCl, 5 mM KCl, 1.8 mM CaCl2, 0.8 mM
MgCl2, 0.9 g L−1 glucose) on the heated stage (set at 37 °C) of a Nikon Ti inverted
microscope and imaged using an ultraview spinning disk confocal system (Perkin
Elmer, France). Cells were then stimulated or not with 50 μm DHPG in Earle’s
buffer. After a 10-min incubation time in either control or DHPG solution,
Dendra2-FMRP-granules were photoconverted through a ×100/ NA 1.4 oil
immersion objective for 30 ms using 405-nm laser light (50 mW, 15%). The red
photoconverted Dendra2-FMRP was excited using a 561-nm laser light (50 mW,
17%) and two-dimensional-time series (2 Hz) were collected for 10 min. The
decrease in red fluorescence from the Dendra2-FMRP photoconverted granules
was measured over time using Volocity 6.3 software and data expressed as the
percentage of the initial red photoconverted fluorescence (F/F0). Curves were fitted
using a monoexponential decay equation and data analyzed using GraphPad Prism.

GST- and His-FMRP production and purification. GST- or His-FMRP (1–160)
proteins were produced in E. coli BL21(DE3) cells (Invitrogen, France). A single
colony was picked and used to inoculate 25mL of LB broth supplemented with 50 μg
mL−1 ampicillin. This was used to inoculate 500mL of LB and was shaken at 37 °C
until OD600 reached 0.8. Cells were then transferred at 20 °C and protein synthesis
induced by addition of 1 mM IPTG (Sigma, France). After 4 h at 20°C, cells were
pelleted by centrifugation at 7000×g for 5 min and then gently resuspended in ice-
cold PBS and frozen at −80 °C until use. Pellets were then resuspended in 5 mL
lysis buffer (25 mM Tris-HCl pH 8, 300 mM KCl, 1 mM EDTA, 20% glycerol, 5%
ETOH, 0.5% NP40, 0.5 M urea) supplemented with 1% protease inhibitor cocktail
(Sigma-Aldrich, France). Cells were disrupted by incubation with 1% lysozyme
(Sigma, France) for 30 min at 4 °C followed by another 30 min in the presence of
0.1% deoxycholic acid, 10 mM MgCl2 and 200 ng μL−1 DNase. Lysates were then
clarified by centrifugation at 10,000×g for 15 min. GST- or His-tagged proteins
were purified using either glutathione gel (GE Healthcare) for GST- and GST-
FMRP or Nickel resin (Qiagen) for His-fusion proteins. Proteins were then con-
centrated on Amicon 3-kDa cutoff filters (Millipore) by centrifugation and
resuspended in PBS. Concentrations of purified proteins were determined using the
BCA protein assay (Bio-Rad) and protein quality assessed by SDS-PAGE and
Coomassie Blue protein staining (Clinisciences).

GST-FMRP/His-FMRP dimerization. GST- (control) or GST-FMRP (1–160)
fusion proteins (1 μg) were incubated with an excess of 2 μg His-FMRP (1–160) for
2 h at 4 °C in dimerization buffer (50 mM Tris-HCl pH 8, 150 mM NaCl, 2.5 mM
MgCl2, 0.5% NP40, 0.5 mM DTT, 1% protease inhibitor cocktail) to allow for GST-
FMRP/His-FMRP dimerization. Then, 50 μL of glutathione beads (GE Healthcare)
were added to the dimerization mix and incubated at 4 °C for 2 h. After five washes
in dimerization buffer at 4 °C, immobilized GST-FMRP (1–160)—His-FMRP
(1–160) dimers were processed for in vitro sumoylation assays.

In vitro SUMO assays. Immobilized GST-FMRP/His-FMRP dimers were incu-
bated with 0.15 μg of E1-activating complex (Enzo Life science), 0.1 μg of E2 Ubc9
(Enzo Life science), 3 μg of SUMO1-GG in 20 μL of in vitro SUMO reaction mix
(20 mM HEPES pH 7.3, 110 mM KOAc, 2 mM Mg(OAc)2, 0.5 mM EGTA, 1 mM
DTT 0.05% Tween 20, 0.2 mg mL−1 ovalbumin) including the ATP regenerating
system (20 mM ATP, 10 mM creatine phosphate, 3.5 UmL−1 of creatine kinase,
and 0.6 UmL−1 of inorganic pyrophosphatase (Sigma-Aldrich) for 2 h at 30 °C).
After centrifugation for 5 min at 3000×g at 4 °C, the supernatant containing the
released His-FMRP (1–160) and the pellet containing the remaining immobilized
GST-FMRP/His-FMRP dimers were denatured at 95 °C for 10 min in 5× Laemmli
buffer containing 7.5% β-mercaptoethanol and analyzed by immunoblotting with
FMRP #2F5-1 antibodies.

Electrophysiological recordings. Patch clamp experiments were carried out at RT
(22–25 °C) on mixed cultured cortical/hippocampal neurons obtained from FMRP−/y

mice (four different cultures). FMRP−/y neurons (18 DIV) were transduced for
24–26 h with attenuated Sindbis virus to express GFP-FMRP WT or the non-
sumoylatable GFP-FMRP-K88,130,614R. Patch pipettes displayed a resistance of
4–7MΩ and filled with a solution containing (in mM): 2 Na2-ATP, 130 CsMeSO4,
5 CsCl, 2.5 MgCl2, 1 Na-GTP, 5 EGTA, and 10 HEPES (pH adjusted to 7.2 with
CsOH). The extracellular bathing solution contained (in mM): 145 NaCl, 5 KCl, 2
CaCl2, 2 MgCl2, 10 HEPES, 10 glucose, 0.02 bicuculline, and 0.00025 TTX (pH
adjusted to 7.4 with NaOH). We used the whole-cell configuration to record
mEPSCs from GFP-positive neurons that were voltage-clamped at −70 mV, i.e.,
the estimated reversal potential for chloride. mEPSCs were recorded for 10 min,
starting 1–2 min after the whole-cell mode was achieved and series resistances were
monitored every 50 s by injecting a 5 mV hyperpolarizing current for 10 ms. Data
were sampled at 20 kHz, low-pass filtered at 5 kHz (Axopatch 200B Molecular
Devices), digitalized (Digidata 1440, Molecular Devices) and recorded using
Clampex software (pClamp 10, Molecular Devices). Analysis of series resistances
and mEPSCs were performed offline using Clampfit software (pClamp 10, Mole-
cular Devices). mEPSCs were analyzed over periods of 200 s for which series
resistances were stable, i.e., did not vary for >25%.

Data and statistical analysis. Statistical analyses were calculated using GraphPad
Prism (GraphPad software, Inc). All data are expressed as mean ± s.e.m. Unpaired t
test (Fig. 3i) or non-parametric Mann–Whitney test (Figs. 4c and 5d, f, g) were
used to compare medians of two data sets. For spine morphogenesis experiments,
values represent means ± s.e.m. Statistical significance for multiple comparison
data sets was computed using a one-way analysis of variance with a Bonferroni
post-test (Figs. 2b–d, 5e, 7b–d, and Supplementary Fig. 2b–d). Normality for all
groups was verified using the Shapiro–Wilk test. According to the Levene variance
test, variances were homogenous for the percentage of immature and mature spines
(Figs. 2b–d, 7b–d, and Supplementary Fig. 2b–d). For FLIM, data distributions
were represented as box and whiskers plots displaying upper and lower quartiles,
and maximum and minimum values in addition to median. For electro-
physiological data, distributions were analyzed by a Kolmogorov–Smirnov test
(Supplementary Fig. 3b, c). *p < 0.05 was considered significant.

Data availability. All relevant data are available from the corresponding author
upon reasonable request.
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Annexe 2  

The synaptic balance between sumoylation and 

desumoylation is maintained by the activation of 

metabotropic mGlu5 receptors 

 

(Publié dans Cellular and Molecular Life Sciences, Mars 2019)  

Schorova L1, Pronot M1, Poupon G1, Prieto M1, Folci A1, Khayachi A1, Brau F1, 
Cassé F1, Gwizdek C1 & Martin S2.  

1 Université Côte d’Azur, CNRS, IPMC, 06560, France. 
2 Université Côte d’Azur, INSERM, CNRS, IPMC, 06560 France.  

La SUMOylation est une modification post-traductionnelle réversible essentielle à la 
modulation de la fonction neuronale. Un équilibre étroitement régulé entre SUMOylation et 
déSUMOylation est donc essentiel au bon fonctionnement cérébral et sa perturbation a été 
associée à différents troubles neurologiques. Cet équilibre entre SUMOylation et 
déSUMOylation est régi par l'activité de l'unique enzyme de conjugaison Ubc9, et des enzymes 
de déSUMOylation SENPs. Le laboratoire a démontré que l'activation brève des mGlu5R 
déclenche le piégeage transitoire de Ubc9 dans les épines dendritiques, conduisant à une 
augmentation rapide de la SUMOylation synaptique globale (Loriol et al., 2012). En utilisant 
une combinaison d'approches d'imagerie en temps réel, de biochimie et de biologie cellulaire, 
nous montrons ici que l'activation prolongée des mGlu5R conduit à une accumulation de 
SENP1 à la postsynapse. Ceci entraîne une diminution des niveaux de SUMOylation 
synaptique, les ramenant ainsi à leurs niveaux initiaux. Dans l'ensemble, nos résultats révèlent 
que la signalisation des mGlu5R est un mécanisme central pour le maintien de l'homéostasie 
de la SUMOylation au niveau de la synapse des mammifères. 

 

 

 

J’ai participé à ce projet en préparant les cultures primaires de neurones de rat et en réalisant 

une partie des expériences de FRAP et de biochimie synaptique. J’ai également analysé les 

données que j’ai obtenues et activement contribué au processus d’écriture du manuscrit. 
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Abstract

Sumoylation is a reversible post-translational modification essential to the modulation of neuronal function, including neu-

rotransmitter release and synaptic plasticity. A tightly regulated equilibrium between the sumoylation and desumoylation 

processes is critical to the brain function and its disruption has been associated with several neurological disorders. This 

sumoylation/desumoylation balance is governed by the activity of the sole SUMO-conjugating enzyme Ubc9 and a group of 

desumoylases called SENPs, respectively. We previously demonstrated that the activation of type 5 metabotropic glutamate 

receptors (mGlu5R) triggers the transient trapping of Ubc9 in dendritic spines, leading to a rapid increase in the overall 

synaptic sumoylation. However, the mechanisms balancing this increased synaptic sumoylation are still not known. Here, 

we examined the diffusion properties of the SENP1 enzyme using a combination of advanced biochemical approaches and 

restricted photobleaching/photoconversion of individual hippocampal spines. We demonstrated that the activation of mGlu5R 

leads to a time-dependent decrease in the exit rate of SENP1 from dendritic spines. The resulting post-synaptic accumula-

tion of SENP1 restores synaptic sumoylation to initial levels. Altogether, our findings reveal the mGlu5R system as a central 

activity-dependent mechanism to maintaining the homeostasis of sumoylation at the mammalian synapse.

Keywords Sumoylation · Desumoylation · SENP1 · Synapse · mGlu5 receptor

Introduction

Synapses are highly specialized structures where neuronal 

transmission takes place. The efficacy of neuronal communi-

cation depends on complex protein–protein interactions that 

need to be tightly regulated in a spatiotemporal manner both 

at the pre- and post-synaptic compartments. In this context, 

post-translational modifications (PTMs) play an essential 

role [1]. Among them, sumoylation has emerged as a key 

regulator of the neuronal function [2, 3]. Sumoylation was 

initially described as a PTM restricted to the nucleus and 

controlling the nuclear homeostasis. However, in the last 

decade, sumoylation has also been identified as a crucial 

regulator of extra-nuclear proteins playing important roles 

in neuronal excitability [4–6], post-synaptic differentiation 

[7] as well as in synaptic transmission and plasticity [8–10]. 

Dysregulation in protein sumoylation is directly correlated 

with the development of several neurological disorders, 

including Parkinson’s and Alzheimer’s diseases [2, 3].

At the molecular level, sumoylation consists in the covalent 

enzymatic conjugation of the Small Ubiquitin-like MOdifier 

(SUMO) protein (~ 100 amino acids; ~ 11 kDa) to specific 

lysine residues of substrate proteins [11, 12]. Three func-

tional SUMO paralogs (SUMO1, SUMO2 and SUMO3) are 

expressed in the mammalian brain. The sumoylation process 

requires a dedicated enzymatic pathway. SUMO proteins are 

conjugated to their substrates via the sole E2-conjugating 
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enzyme Ubc9 with or without the help of an E3-ligase. 

Sumoylation is a reversible process due to the activity of spe-

cific desumoylation enzymes called Sentrin-specific proteases 

(SENPs) that are responsible for the removal of SUMO moie-

ties from their substrate proteins [13]. In mammals, SENPs 

form a family of six paralogs characterized by their specific 

subcellular localizations and selectivity for different SUMO 

molecules [13]. Importantly, in neurons, SENP1 is partly 

localized to dendritic spines [14, 15] and can actively remove 

SUMO from target proteins [3, 13].

Sumoylation modulates the dynamics of multi-protein com-

plexes by preventing protein–protein interactions or creating 

new binding sites for specific interactors [16, 17]. Therefore, 

the extent and duration of sumoylation of a specific target 

protein, which is directly linked to the dynamic equilibrium 

between its SUMO conjugation and deconjugation, is critical to 

shape a functional protein network. Consistent with this view, 

we previously demonstrated the existence of a spatiotemporal 

and activity-dependent regulation of the sumoylation process in 

the brain [5, 15]. In particular, we showed that the activation of 

the type 5 metabotropic glutamate receptor (mGlu5R) promotes 

the transient trapping of Ubc9 in dendritic spines leading to an 

overall increase in synaptic sumoylation [5]. Since the homeo-

stasis of protein sumoylation must be preserved to maintain the 

neuronal function [2, 3], the mGlu5R-dependent increase in 

synaptic sumoylation has to be balanced by the desumoylation 

process. However, the activity-dependent mechanisms driving 

the spatiotemporal targeting and removal of the SENP enzymes 

at synapses remain to be elucidated. Investigating such mecha-

nisms is of critical importance to understand how the steady-

state level of synaptic sumoylation is locally maintained.

Here, we characterize the activity-dependent diffusion of 

the desumoylating enzyme SENP1 in dendritic spines of rat 

cultured neurons using a combination of biochemical and live-

imaging approaches. We show that SENP1 is highly mobile in 

neurons and demonstrate that its synapto-dendritic diffusion is 

regulated by the activation of mGlu5R. The sustained activa-

tion of these receptors leads to an increased synaptic localiza-

tion of SENP1 independently of its enzymatic activity. The 

pharmacological activation of the mGlu5R pathway strongly 

decreases the exit rate of SENP1 from dendritic spines, result-

ing in a time-dependent accumulation of SENP1 at post-syn-

aptic sites. Altogether, our data clearly demonstrate that the 

mGlu5R-dependent accumulation of SENP1 at the synapse 

is essential to counteract the earlier Ubc9-driven increase of 

synaptic sumoylation [5]. Thus, we uncover a novel activity-

dependent regulatory pathway to dynamically maintain the 

homeostasis of sumoylation at the mammalian synapse.

Results

The diffusion of SENP1 is regulated by neuronal 
activity

To assess the mobility of SENP1 at synapses and its poten-

tial involvement in the homeostasis of synaptic sumoyla-

tion, we expressed GFP-tagged SENP1 in rat hippocampal 

neurons and verified its subcellular localization (Supple-

mentary figure 1). As expected from the literature [13, 

18], we observed the majority of GFP-SENP1 within 

the nucleus, indicating that the GFP tag does not impair 

the nucleocytoplasmic transport of the desumoylation 

enzyme (Supplementary figure 1a, b). GFP-SENP1 was 

also detected as a diffused fluorescence along the dendritic 

shaft as well as in puncta partly overlapping with PSD95-

positive clusters, indicating that GFP-SENP1 localizes to 

post-synaptic sites (~ 17% of GFP-SENP1 fluorescence 

within PSD95 clusters; Supplementary figure 1c, d). A 

similar distribution was measured for the endogenous 

SENP1 enzyme with ~ 13% of the SENP1 immunoreac-

tivity in PSD95 clusters (Supplementary figure 1e, f).

To further examine that the GFP tag does not affect 

SENP1 activity, we expressed GFP-SENP1-WT in COS7 

cells to monitor its ability to promote desumoylation. As 

expected, the expression of GFP-SENP1 significantly 

decreased SUMO1-modified protein levels (Supplemen-

tary figure 1g–i). Altogether, these findings indicated that 

GFP-SENP1 is functional and has a subcellular localiza-

tion similar to the one reported for the endogenous SENP1 

enzyme [14, 15].

We previously demonstrated that the synapto-dendritic 

diffusion of the sole SUMO-conjugating enzyme Ubc9 is 

regulated by synaptic activity [5]. Since the homeostasis 

of synaptic sumoylation must be maintained, we exam-

ined whether neuronal activity also impacts the synaptic 

diffusion of the desumoylation enzyme SENP1. To this 

end, we combined time-lapse microscopy with the use of 

pharmacological drugs to potentiate synaptic activity. We 

incubated GFP-SENP1-expressing hippocampal neurons 

with the  GABAA receptor inhibitor bicuculline [5], leading 

to an overall potentiation of the neuronal network activity. 

Using live-cell imaging, we recorded the redistribution 

of GFP-SENP1 in real time during neuronal stimulation 

(Fig. 1a–c). Synaptic activation induced by bicuculline led 

to a time-dependent increase in GFP-SENP1 fluorescence 

in dendritic spines, peaking at 25 min after the beginning 

of the treatment (Fig. 1a–c; Supplementary video 1). The 

gradual increase in GFP-SENP1 fluorescence in spines was 

associated with a concomitant decrease in GFP-SENP1 

fluorescence along the dendritic shaft (Fig. 1a–c). Interest-

ingly, GFP-SENP1 fluorescence from the activated spines 
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returned to initial levels when bicuculline was exchanged 

for the control solution indicating that the activity-depend-

ent targeting of GFP-SENP1 into dendritic spines is a fully 

reversible process (Fig. 1a–c; Supplementary video 1). We 

also verified that the overall distribution of GFP-SENP1 

remained unchanged in basal unstimulated conditions over 

the time course of these experiments (Fig. 1d, e).

Activity‑dependent trapping of SENP1 into spines

The synaptic GFP-SENP1 enrichment measured upon the 

bicuculline treatment may depend on an increased entry to 

and/or a decreased in exit of GFP-SENP1 from dendritic 

spines. To unravel this point, we first measured the diffusion 

properties of GFP-SENP1 using spine restricted Fluores-

cence Recovery After Photobleaching (FRAP [5]; Fig. 2; 

Supplementary video 2). To quantitatively measure the syn-

apto-dendritic diffusion of GFP-SENP1, FRAP curves were 

individually fitted to obtain the values of the mobile frac-

tions and the rates of GFP-SENP1 fluorescence recovery in 

basal and bicuculline-activated conditions. The mobile frac-

tion refers to the percentage of GFP-SENP1 that moves from 

the shaft to the bleached spine area over the time course of 

the experiment. The half-time of recovery refers to the time 

necessary for the fluorescence to reach the half of the final 

recovered intensity. In unstimulated basal conditions, we 
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Fig. 1  Activity-dependent redistribution of GFP-SENP1 into spines. 

a Representative confocal images of a time-lapse recording of a GFP-

SENP1 expressing rat hippocampal secondary dendrite in control 

and bicuculline (10  µM)-treated conditions as indicated on the top 

bars. b Quantification of time-lapse experiments showing the varia-

tion of normalized fluorescence intensity ± SEM in spines (n = 34), 

shafts (n = 11) and whole dendritic area. c Histograms showing the 

mean GFP-SENP1 fluorescence intensity ± SEM in spines in control, 

bicuculline plateau (1.29 ± 0.03) and washout (1.07 ± 0.04). Statistics: 

paired, non-parametric one-way ANOVA with Tukey post hoc test. 

p values are indicated on the bars. ns non-significant. d Graphical 

representation and corresponding confocal images of control time-

lapse recording of a GFP-SENP1-expressing hippocampal dendrite. 

Curves represent the mean variation ± SEM of GFP-SENP1 fluores-

cence in spines, shafts and whole dendritic field in control solution. e 

Bar graph shows mean fluorescence intensity ± SEM in spines during 

the 0–5-min and 5–40-min incubation periods with control solution. 
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measured a ~ 75% recovery of the initial fluorescence, indi-

cating that the majority of the bleached GFP-SENP1 fluo-

rescence was dynamically replaced with non-bleached GFP-

SENP1 from the shaft (Fig. 2a, d). Upon a 10- to 25-min of 

bicuculline treatment, the mobile fraction of GFP-SENP1 

remained unchanged (~ 71%). Conversely, the half-time of 

GFP-SENP1 fluorescence recovery increased from ~ 21 s in 

basal conditions (diffusion coefficient: 0.0135 μm2/s) to 28 s 

upon the 10–25 min bicuculline stimulation (diffusion coef-

ficient: 0.010 μm2/s; Fig. 2e, f). The delayed synapto-den-

dritic entry of GFP-SENP1 with unchanged mobile fraction 

suggests that there is an increase in the synaptic residency 

time of GFP-SENP1 in bicuculline-activated neurons.

Upon sustained bicuculline stimulation (> 25 min; Sup-

plementary video 2), the synaptic half-time of GFP-SENP1 

fluorescence recovery and the resulting diffusion coeffi-

cient were not significantly different to the values meas-

ured upon shorter bicuculline treatment (Fig. 2e, f) but the 

mobile fraction of GFP-SENP1 in spines was significantly 

decreased to ~ 57% (Fig. 2d). Altogether, our data suggest 

that the sustained neuronal activation leads to the post-syn-

aptic accumulation of GFP-SENP1, likely due to a reduced 

Fig. 2  SENP1 post-synaptic 

entry is regulated by synaptic 

activity in a time-dependent 

manner. a Representative FRAP 

recordings of GFP-SENP1-

expressing spines in control 

and bicuculline (15 and 40 min 

of treatment) conditions. Scale 

bar 1 μm. b FRAP curves 

corresponding to images in a. 

c Normalized FRAP curves 

showing mean values ± SEM 

of GFP-SENP1 fluorescence 

recovery in spines upon control 

and bicuculline (sustained 

treatments of 10–25 min and 

25–50 min) conditions. d Bars 

represent mobile fraction [ctrl 

(74.5 ± 1.1%); bicu 10–25 min 

(71.2 ± 1.7%); bicu 25–50 min 

(56.2 ± 1.8%)]; e half-time 

recovery [ctrl (20.79 ± 1 s); bicu 

10–25 min (28.25 ± 2 s); bicu 

25–50 min (33.58 ± 1.6 s)]; 

f diffusion coefficient [ctrl 

(0.0135 ± 0.0007 µm2/s); 

bicu 10–25 min 

(0.010 ± 0.0008 µm2/s); 

bicu 25–50 min 

(0.0087 ± 0.0007 µm2/s)] from 

the number of bleached spines 

indicated on the bars (N = 5 

independent cultures). Statis-

tics: T1/2 and diff. coef. were 

analyzed by Kruskal–Wallis 

ANOVA and Fm by parametric 

ANOVA with Tukey post hoc 

test. p values are indicated on 

the bars. ns not significant
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exit of SENP1 from the dendritic spines. Interestingly, this 

post-synaptic accumulation is independent of the desu-

moylation activity of SENP1 since its catalytically inactive 

GFP-SENP1-C603S mutant, which is unable to promote 

protein desumoylation (Supplementary figure 1g–i), shows 

activity-dependent diffusion properties similar to the WT 

form of GFP-SENP1 (Supplementary figure 2). It should 

be noted that the GFP-SENP1-C603S diffusion coefficient 

is decreased in unstimulated conditions. This is not surpris-

ing since the desumoylation-defective GFP-SENP1-C603S 

mutant is still able to recognize and bind sumoylated sub-

strates but cannot remove the SUMO moiety from its target 

proteins. Due to the persisting interaction between GFP-

SENP1-C603S and its substrates, an apparent decreased 

diffusion coefficient is observed (Supplementary figure 2d).

As a complementary approach, we then monitored the 

exit properties of SENP1 from dendritic spines using a 

green-to-red photoswitchable fluorescent Dendra2-tagged 

version of SENP1 (Dendra2-SENP1; Fig. 3; Supplemen-

tary video 3). Using restricted Dendra2 photoconversion 

time-lapse microscopy [5, 19–21], we measured the dif-

fusion properties of the red photoconverted Dendra2-

SENP1 molecules as they exit from dendritic spines in 

control and bicuculline-treated conditions (Fig. 3). As 

hypothesized, a sustained bicuculline stimulation led to 

a significant decrease in the exit rate of the red Dendra2-

SENP1 photoconverted fluorescence from spines (control 

half-time decay, 6.10 ± 1.8 s; Bicuculline, 11.90 ± 2.6 s, 

mean ± SEM; Fig. 3d) and in its diffusion coefficient (con-

trol, 0.289 ± 0.065 μm2/s; Bicuculline, 0.105 ± 0.02 μm2/s, 

mean ± SEM; Fig. 3e). These data further confirm that 

neuronal activation regulates the synapto-dendritic 

exchange of SENP1 leading to synaptic accumulation of 

the enzyme by reducing its exit rate from dendritic spines.

Fig. 3  The synaptic exit of 

SENP1 is regulated by synaptic 

activity. a Representative confo-

cal images of Dendra2-SENP1-

expressing rat hippocampal neu-

rons (19 DIV) during a Dendra2 

photoconversion experiment in 

control and bicuculline condi-

tions. Scale bar 1 μm. b Fluo-

rescence decay curves showing 

the decrease in red fluorescence 

as photoconverted Dendra2-

SENP1 molecules exit from 

spines. The curves correspond 

to the images in a. c Normalized 

fluorescence decay curves are 

shown as mean values ± SEM 

from 12 spines in control and 13 

spines in bicuculline (25–

50 min) conditions. Statistics: 

multiple t tests. d Summary 

histogram of fluorescence decay 

curves from c showing half-time 

decay [ctrl (6.1 ± 1.8 s) and bicu 

(11.9 ± 2.6 s)]. e Diffusion coef-

ficient of fluorescence decay 

[ctrl (0.289 ± 0.065 µm2/s) and 

bicu (0.105 ± 0.020 µm2/s)]. 

N = 3 independent cultures. 

Statistics: Mann–Whitney t test. 
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The synaptic retention of SENP1 is regulated 
by the activation of mGlu5 receptors

We previously demonstrated that the activation of mGlu5 

receptors leads to the transient synaptic trapping of the 

SUMO-conjugating enzyme Ubc9 [5]. To investigate 

whether the activation of mGlu5R also regulates the synap-

tic diffusion of SENP1, we performed FRAP experiments 

in the presence of the group 1 mGluR agonist dihydroxy-

phenylglycine (DHPG; Fig. 4). GFP-SENP1-expressing 

hippocampal neurons were stimulated with DHPG (50 μM) 

and dendritic spines were photobleached at distinct time 

Fig. 4  SENP1 synaptic dif-

fusion is mGluR5 depend-

ent. a Representative FRAP 

recordings of WT GFP-

SENP1-expressing spines in 

control, DHPG (25–50 min), 

MPEP and MPEP + DPHG 

(25–50 min) conditions. Scale 

bar 1 µm. b Mean FRAP 

curves showing values ± SEM 

of GFP-SENP1 fluores-

cence recovery in bleached 

spines in control, DHPG, 

MPEP and MPEP+DHPG 

conditions. c Mobile frac-

tion [ctrl (74.1 ± 1.12%), 

DHPG (58.1 ± 1.46%), 

MPEP (76.7 ± 1.63%) and 

MPEP + DHPG (73.2 ± 1.44%)]; 

d half-time recovery ± SEM 

[ctrl (24.27 ± 0.99 s), 

DHPG (38.16 ± 1.54 s), 

MPEP (23.6 ± 1.32 s) 

and MPEP + DHPG 

(25.33 ± 1.31 s)]; and e 

diffusion coefficient [ctrl 

(0.0115 ± 0.0007 µm2/s), DHPG 

(0.0064 ± 0.0004 µm2/s), 

MPEP (0.0118 ± 0.0012 µm2/s) 

and MPEP + DHPG 

(0.0099 ± 0.0008 µm2/s)]. Spine 

numbers are indicated on the 

bars (N = 3 independent cul-

tures). Statistics: T1/2 and diffu-

sion coefficients were analyzed 

by Kruskal–Wallis ANOVA 

test and the mobile fraction by 

a parametric ANOVA with a 

Tukey post hoc test. p values are 

indicated. ns not significant
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points of the treatment. The mobile fraction of GFP-SENP1 

decreased from 74 to 58% upon sustained DHPG stimula-

tion (Fig. 4a–c), similar to the values measured in bicucul-

line-treated conditions (Fig. 2). In addition, the half-time 

of GFP-SENP1 fluorescence recovery upon DHPG stimula-

tion was dramatically increased as observed upon the bicu-

culline treatment (Fig. 4d; control, 24.27 ± 0.99 s; DHPG, 

38.16 ± 1.54 s; mean ± SEM). This indicates that the activa-

tion of mGlu1/5 receptors is essential to regulate the diffu-

sion and trapping of SENP1 in dendritic spines. Interest-

ingly, the decrease in GFP-SENP1 synaptic diffusion upon 

DHPG treatment was fully prevented when neurons were 

pre-incubated with the specific mGlu5R antagonist MPEP 

(Fig. 4), revealing the specific involvement of mGlu5Rs in 

the process. Together, these findings demonstrate that the 

activation of mGlu5Rs is central to the dynamic regulation 

of SENP1 at synapses.

The synaptic level of endogenous SENP1 
is regulated upon mGlu5R activation

To further confirm the central role of mGlu5R in the homeo-

static regulation of synaptic sumoylation, we measured the 

extent of colocalisation between the endogenous SENP1 and 

the post-synaptic marker PSD95 in basal and DHPG-treated 

conditions (Fig. 5). Consistent with the live-imaging data 

(Figs. 1, 2, 3, 4), the extent of SENP1 immunoreactivity 

in PSD95-positive clusters was significantly increased in 

activated neurons (Fig. 5a, b). We also verified that there 

were no significant alterations of PSD95 and total SENP1 

immunoreactivities upon the DHPG treatment (Fig. 5c, d). 

These findings further support that the mGlu5R activation 

drives the activity-dependent targeting of SENP1 into den-

dritic spines.

The post‑synaptic regulation of protein sumoylation 
is maintained by SENP1 levels

Given the desumoylating activity of SENP1, we finally 

assessed whether the post-synaptic enrichment of endog-

enous SENP1 upon sustained mGlu5R activation could 

regulate the synaptic levels of protein sumoylation (Fig. 6). 

We thus purified Triton X-insoluble post-synaptic density 

fractions (TiF [22, 23]; Fig. 6a, b) from control and DHPG-

treated rat cortical-cultured neurons. TiF fractions were spe-

cifically enriched in post-synaptic proteins such as PSD95 

and Homer1, and importantly, depleted in the nuclear pro-

tein NOPP140, showing the absence of nuclear contaminants 

(Fig. 6b).

Interestingly, the DHPG treatment led to a significant 

increase in the endogenous levels of SENP1 in TiF (Fig. 6c, 

d), further confirming the activity-dependent targeting of 

the enzyme to post-synaptic compartments. In line with 

our previous work [5], the synaptic levels of SUMO1-

modified proteins were increased upon a 10-min mGlu5R 

activation, and this increase was prevented in the presence 

of the mGlu5R antagonist MPEP (Fig. 6e, f). By contrast, 

the post-synaptic enrichment of SENP1 upon sustained 

DHPG stimulation (Fig. 6c, d) restored synaptic sumoyla-

tion to initial levels (Fig. 6e, f). These results strongly sup-

port the mGlu5R-driven homeostatic regulation of synaptic 

sumoylation.

Discussion

The synaptic targeting of several cytosolic enzymes impor-

tant for the synaptic function is controlled by neuronal 

activity [5, 15, 24, 25]. Here, we uncover a novel regula-

tory pathway involved in the targeting of the desumoylation 

enzyme SENP1 to post-synaptic sites. We demonstrate that 

the sustained activation of mGlu5Rs leads to the enrich-

ment of SENP1 in dendritic spines. In particular, we show 

that the activity-dependent accumulation of SENP1 is due 

to a decreased exit rate of SENP1 from spines. The direct 

consequence of such a post-synaptic enrichment of SENP1 

is the restoration of basal sumoylation levels (Fig. 7).
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Fig. 5  Activity-dependent targeting of endogenous SENP1 to spines. 

a Immunolabelling of fixed primary hippocampal neurons for SENP1 

and PSD95 in control and DHPG (40  min) conditions. Scale bar 

1  µm. b Quantitative representation ± SEM of control-normalized 

fluorescence intensity of SENP1 within PSD-95 area [ctrl (1 ± 0.026), 

DHPG (1.236 ± 0.032)]; c size of PSD-95 area [ctrl (1 ± 0.045), 

DHPG (0.933 ± 0.052)]; d total SENP1 staining [ctrl (1 ± 0.064), 

DHPG (1.053 ± 0.058)] from three independent cultures with at least 

six neurons/condition/culture. The number of secondary dendrites is 

indicated on the bars. Statistics: one-way ANOVA with a Tukey post 

hoc test. ns not significant
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Fig. 6  Sustained mGlu5R activation triggers the synaptic trapping 

of SENP1 and the regulation of sumoylation in PSD fractions. a 

Step-by-step scheme of TiF (TritonX100-insoluble fraction) isola-

tion. b Immunoblot analysis of the different TiF purification steps 

with specific markers for the nucleus (NOPP140), post-synaptic 

compartments (PSD-95 and Homer1) and presynaptic terminals 

(synapsin1a/b). Lane labels were as follows: total homogenate (HO), 

supernatants 1–4 (S1–4), pellets 1 and 2 (P1–2), Triton-X100 insolu-

ble Fraction (TiF). Each lane was loaded with 10  µg of proteins. c 

Representative SENP1 immunoblot performed on TIF from control 

and 40-min DHPG-treated cortical neurons (19 DIV). 15 µg of pro-

tein was loaded per lane. Ponceau S staining was used as a loading/

normalization control. d Mean histogram ± SEM of SENP1 levels in 

TiF [DHPG (1.31 ± 0.07) vs control] obtained from five independent 

experiments. Statistics: Mann–Whitney t test. p value is indicated on 

the bars. e Representative SUMO1 immunoblot of TiF proteins puri-

fied from control and 10’ or 40’ DHPG-treated cortical neurons (19 

DIV). Ponceau S staining was used as a loading/normalization con-

trol. f Summary histogram shows the mean ± SEM of SUMO1-mod-

ified proteins [DHPG 10’ (1.51 ± 0.087); DHPG 40’ (1.18 ± 0.11)]. 

Statistics: one-way ANOVA with a Tukey post hoc test. p value is 

indicated on the bars. Control experiments at 10  min using DHPG 

in the presence of the mGlu5R specific antagonist MPEP prevented 

sumoylation of TiF proteins [DHPG + MPEP 10’ (1.08 ± 0.12)]
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Interestingly, we previously reported that Ubc9 is also 

recruited to spines upon mGlu5R activation [5]. Although 

Ubc9 and SENP1 are both targeted to spines in an mGlu5R-

dependent manner, their regulations occur on very different 

timescales. A short mGlu5R activation is sufficient to tran-

siently trap Ubc9 at the post-synapse, resulting in a rapid 

increase in the overall synaptic sumoylation and changes 

of neuronal excitability [5]. Conversely, the post-synaptic 

accumulation of SENP1 requires a sustained activation of 

mGlu5R, leading to a decrease in synaptic sumoylation. 

Thus, our data reveal that sumoylation and desumoylation 

occur sequentially to balance synaptic sumoylation levels. 

First, the activation of mGlu5Rs triggers an increase in 

synaptic sumoylation, and then an increased desumoyla-

tion activity follows to restore the initial levels of protein 

sumoylation (Fig. 7). Altogether, our findings provide novel 

insights into the regulatory mechanisms and dynamics driv-

ing the homeostasis of protein sumoylation at the mamma-

lian synapse.

Given that both the sumoylation and desumoylation 

processes are controlled by the activation of mGlu5Rs, 

although on different timescales, it is likely that other 
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post-translational modifications also play a role in the spa-

tiotemporal regulation of synaptic function. For instance, 

 Ca2+/calmodulin-dependent protein kinase II (CaMKII) 

phosphorylates many synaptic proteins essential to synap-

tic communication and plasticity. Importantly, the targeting 

of CaMKII to dendritic spines is also triggered by synaptic 

activity [24] but, this targeting is rather linked to the activa-

tion of an NMDA receptor-mediated pathway involving cal-

cium mobilization and microtubule dynamics [25]. However, 

whether the activity-dependent targeting of CaMKII to den-

dritic spines of excitatory neurons is additionally regulated 

by the activation of mGlu5R remains unexplored.

Our initial work also revealed that the phosphorylation of 

synaptic proteins is a prerequisite to maintain the sumoyla-

tion/desumoylation equilibrium at synapses [5]. We reported 

that the protein kinase C (PKC)-dependent phosphorylation 

of the synaptic protein content is required for the transient 

trapping of Ubc9 and the subsequent increase in synap-

tic sumoylation. Interestingly, PKC is also a target of the 

sumoylation system and its SENP1-mediated desumoylation 

has been reported to inhibit its kinase activity [26]. Moreo-

ver, SENP1 has been suggested as a potential phosphoryla-

tion substrate based on high predictive values [27]. It was 

also reported that SENP3, a paralog of SENP1, is phospho-

rylated in HeLa cells [28], resulting in the suppression of 

its desumoylation activity [29]. Thus, the direct phospho-

rylation of SENP1 may have a dual role. Its phosphoryla-

tion may inhibit its desumoylase activity, allowing the rapid 

increase in synaptic sumoylation, and/or act as a synaptic 

retention cue leading to the accumulation of SENP1 upon 

mGlu5R activation. Nevertheless, the activity-dependent 

regulation of the SENP1 dynamics and desumoylase activ-

ity by phosphorylation remains to be elucidated. Together, 

this suggests a potential interplay between these two post-

translational systems for the spatiotemporal control of the 

sumoylation/desumoylation equilibrium at synapses.

Despite the recent advances in the field of neuronal 

sumoylation, a better understanding of the regulatory mech-

anisms driving the equilibrium between sumoylation and 

desumoylation at synapses is essential since its deregulation 

may have important implications in neurological disorders, 

especially those involving mitochondrial alteration. Indeed, 

SENP distribution and activity are clearly linked to mito-

chondria, which are inherent components of the mammalian 

synapses. For instance, it has been shown that preventing 

SENP2-driven desumoylation of dynamin-related protein 1 

(Drp1) in neurons leads to increased levels of sumoylated 

Drp1 and to the deregulation of mitochondrial fission [30]. 

The direct consequence of the SENP2 deficiency in mice 

is an early post-natal neurodegeneration, followed by the 

paralysis and premature death of the animals. Furthermore, 

SENP3-driven desumoylation of Drp1 has been reported to 

promote the targeting of Drp1 to mitochondria, which in 

turn, is essential to protect the neurons from death during 

cell reoxygenation after ischemia [31]. To date, however, the 

role of SENP1 in neuronal and synaptic mitochondria is still 

poorly understood.

The current work also raises intriguing questions as 

to whether a deregulated mGlu5R-signaling impairs the 

sumoylation/desumoylation equilibrium. Since mGlu5Rs 

contribute to essential synaptic functions as well as in the 

etiology of several neurological disorders, including schiz-

ophrenia, Fragile X syndrome and chronic pain [32], it is 

likely that alterations of the mGlu5R-signaling pathway 

in such pathological conditions could alter both the Ubc9-

induced synaptic sumoylation and the post-synaptic target-

ing and desumoylation activity of SENP1. Consequently, the 

synaptic levels of protein sumoylation could be dramatically 

unbalanced, resulting in alterations in synaptic transmis-

sion and/or plasticity. Future work will now have to assess 

whether the synaptic enrichment of SENP1 enzymes upon 

sustained synaptic activation, as in epilepsy or stroke, evokes 

protective or detrimental effects to the brain.

It is well accepted that the sumoylation process is a key 

pathway in the regulation of the synaptic function [2, 3]. 

However, the repertoire of identified SUMO substrates at 

synapses is still very limited since very few of them have 

been reported so far. Nevertheless, the recent technical 

advances in mass spectrometry and proteomic analyses will 

soon allow the identification of sumoylated proteins from 

synapses. This would be of great interest to the neuroscience 

field to further assess the role of sumoylation in synaptic 

function and unravel potential alterations in synaptic trans-

mission and plasticity that may be linked to an impaired 

sumoylation/desumoylation balance.

Materials and methods

Constructs

GFP-tagged full length WT human SENP1 in pEGFP-C2 is a 

generous gift from Dr Wang Min [33]. GFP-SENP1-C603S 

mutant construct was made by site-directed mutagenesis 

using Quick-change mutagenesis (Agilent). The constructs 

were entirely sequenced.

Rat strain

Wistar rats were exclusively from a commercial source (Jan-

vier, St Berthevin, France). All animals were handled and 

treated in accordance with the European Council Guidelines 

for the Care and Use of Laboratory animals in our facility. 

Animals had free access to water and food. Lightning was 

controlled as a 12-h light and dark cycle and the tempera-

ture maintained at 23 ± 1 °C. Protocol to prepare primary 
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neuronal cultures from rat embryos at E17 was approved 

by our local Animal Care and Ethics Committee (Comité 

Institutionnel d’Ethique Pour l’Animal de Laboratoire No 

28, Nice, France; Project reference NCE/2012-63).

Cell culture

Hippocampal neurons were prepared from E17 pregnant rats 

as previously described [5, 21]. Briefly, neurons were plated 

in Neurobasal medium (Invitrogen, France) supplemented 

with 2% B27 (Invitrogen), 0.5 mM glutamine and penicillin/

streptomycin (Ozyme) on 100-mm dishes or 24-mm glass 

coverslips (VWR) pre-coated with poly-L-lysine (0.5 mg/

mL; Sigma). Neurons (3.106 cells per 100-mm dish or 

110,000 cells per coverslip) were then fed once a week with 

Neurobasal medium supplemented with 2% B27 and penicil-

lin/streptomycin for a maximum of 3 weeks.

Cell transfection

Mycoplasm-free COS7 cells (ATCC reference CRL-1651, 

Molsheim, France) were transfected with the indicated 

constructs using Lipofectamine 2000 (Invitrogen) accord-

ing to the manufacturer’s instructions and used 48–72 h 

post-transfection.

Sindbis virus production and neuronal transduction

Attenuated Sindbis viral particles [SINrep(nsP2S726)] 

were prepared and used as previously described [7, 34, 35]. 

Briefly, cRNAs were generated from the pSinRep5 plasmid 

containing the sequence coding for the indicated GFP-SENP1 

constructs and from the defective helper (pDH-BB) plasmid 

using the Mmessage Mmachine SP6 solution (Ambion). 

cRNAs were then electroporated into BHK21 cells. Pseu-

dovirions present in the culture medium were harvested 72 h 

after electroporation and concentrated using ultracentrifuga-

tion on SW41Ti. Aliquots of resuspended Sindbis particles 

were then stored at − 80 °C. Neurons were transduced at a 

multiplicity of infection (MOI) of 0.1–1 and returned to the 

incubator at 37 °C under 5%  CO2 for 18 to 24 h until use.

Immunocytochemistry

Hippocampal neurons (19 DIV) treated or not for 40 min 

with 50 μM DHPG or 10 μM Bicuculline at 37 °C were 

fixed with methanol for 20 min at − 20 °C and washed three 

times 5 min in PBS. Cells were then permeabilized for 1 h 

in PBS containing 0.2% Triton X-100, 0.2% of BSA and 5% 

horse serum (HS) at RT. Neurons were stained with a rabbit 

anti-SENP1 (1/200; Sigma-Aldrich), a mouse anti-PSD95 

(1/500; Neuromab) and a guinea pig anti-MAP2 (1/1000; 

Synaptic System) overnight at 4 °C in PBS containing 0.2% 

Triton X-100, 0.2% of BSA. Cells were washed three times 

in PBS and incubated with the appropriate secondary anti-

bodies conjugated to Alexa488, Alexa594 or Alexa 647 as 

indicated and mounted with Mowiol (Sigma). Confocal 

images (1024 × 1024 pixels) were acquired with a 63 × oil-

immersion lens (Numerical Aperture NA 1.4) on a confo-

cal LSM780 microscope (Zeiss, Germany). Z-series of five 

images of randomly selected dendrites were compressed into 

two dimensions using the maximum projection algorithm 

of the Zeiss software. Quantification was performed using 

the ImageJ software and the synaptic enzymatic staining 

was measured with the use of an in-house ImageJ macro 

[5]. Briefly, confocal image of the synaptic marker was 

used to produce a mask after an automated intensity thresh-

old. Masks were then applied to the corresponding images 

and the fluorescence intensity within the synaptic area was 

measured.

Live‑cell imaging

Protocols were performed as previously described [5, 7, 21]. 

Briefly, live GFP-SENP1 expressing neurons were kept on 

a heated stage (set at 37 °C) on a Nikon Ti inverted micro-

scope. GFP fluorescence was excited through a 60 × oil-

immersion lens (Numerical Aperture, 1.4) using a 488-nm 

laser light (50 mW, 3%) and time series (15 Hz) were col-

lected for 210 s as a single image slice using a Perkin Elmer 

Ultra-View spinning disk microscope.

Neurons were treated or not with 10 μM bicuculline or 

50 μM DHPG in Earle’s buffer (25 mM HEPES–Tris, pH 

7.4, 140 mM NaCl, 5 mM KCl, 1.8 mM  CaCl2, 0.8 mM 

 MgCl2, 0.9 g/L glucose) for 10–40 min in Earle’s buffer. 

A 10 min preincubation at 37 °C was applied when spe-

cific inhibitors were used. Pharmacological drugs (30 μM 

MPEP, 10 μM bicuculline or 50 μM DHPG) were all diluted 

in Earle’s buffer.

FRAP measurements

Fluorescence intensity variations in spines were analyzed 

using the FRAP module of the Volocity 6.3 software. Flu-

orescence recovery curve in FRAP allows the direct deter-

mination of two parameters. First the difference between 

the basal level of fluorescence and the recovered plateau 

level after photobleaching reflects the immobile fraction 

of a protein and conversely the mobile diffusible fraction. 

Immobile fractions reflect the direct or indirect binding 

of a protein of interest to cytoskeleton constituents. Sec-

ond, the half-time of recovery specifies the mobility of the 

diffusible fraction of a protein of interest. Fluorescence 

data were collected from regions of interest expressing 

GFP-SENP1. FRAP data were expressed as a percent-

age of initial fluorescence (average fluorescence value 
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from the ten second imaging period immediately before 

photobleaching) over time and fitted with a single-phase 

exponential function (f(t) = y + Ae−kt) using the Volocity 

6.3 software from Perkin Elmer. Mobile fraction (in %), 

half-time of recovery (in seconds) and diffusion coefficient 

(in μm2/s; D = photobleached spine area/4t1/2) values were 

extracted for each experiment using the FRAP module of 

the Volocity 6.3 software. Curves were fitted using a one 

phase exponential association and data statistically ana-

lyzed with Prism 7 (GraphPad, Inc).

Dendra2‑SENP1 photoconversion measurements 
[21]

The GFP tag from the GFP-SENP1 construct was 

exchanged for the photoswitchable Dendra2 protein [19, 

20] (Evrogen JSC, Russia). Individual Dendra2-SENP1-

expressing spines were photoconverted for 30 ms using a 

405 nm laser light (50 mW, 18%). The red photoconverted 

Dendra2-SENP1 was excited using a 561-nm laser light 

(50 mW, 20%) and time series (10 Hz) were collected for 

210 s as a single image slice using a Perkin Elmer Ultra-

View spinning disk microscope. The decrease in red fluo-

rescence from Dendra2-SENP1 photoconverted spines was 

measured over time using the Volocity 6.3 software and 

data expressed as a percentage of the initial red photocon-

verted fluorescence (F/F0).

Triton X‑insoluble fraction (TiF) isolation

TiF were prepared according to established protocols [22, 

23] using 18–20 DIV rat cortical neurons (5 × 100-mm 

dishes per condition with 2.5 × 106 cells) treated for 40 min 

in control, bicuculline (10 μM) or DHPG (50 μM) con-

taining Earle’s buffer solution. Neurons were immediately 

cooled down on ice and homogenized in ice-cold sucrose 

buffer (1  mM HEPES, pH 7.4, 0.32  M sucrose, 1  mM 

EDTA, 1 mM  MgCl2, 1 mM  NaHCO3, mammalian protease 

inhibitors (Roche) and 20 mM NEM (Sigma-Aldrich) to pro-

tect proteins from desumoylation). Nuclear proteins were 

removed from the synaptosomal preparation by centrifuga-

tion at 500g for 5 min. Post-nuclear fractions were further 

centrifuged at 13,000g for 15 min to isolate crude synaptoso-

mal fractions. The crude fractions were then resuspended in 

lysis buffer (75 mM KCl, 1% Triton X-100, 20 mM NEM). 

TiF were finally purified by centrifugation at 100,000g for 

1 h and resuspended in urea-containing lysis buffer (50 mM 

Tris–HCl, pH 6.8, 2% SDS, 10% glycerol and 8 M urea). 

Protein concentrations were determined (BioRad) and sam-

ples were boiled in Laemmli buffer for 10 min.

Immunoblotting

Transfected COS7 cells and primary neurons were homog-

enized in lysis buffer (10 mM Tris–HCl, pH7.5, 10 mM 

EDTA, 150 mM NaCl, 1% Triton X-100, 0.1% SDS) in the 

presence of a mammalian protease inhibitor tablet (Roche), 

proteasome inhibitor MG132 (20 μM) and 20 mM NEM. 

Protein extracts were resolved by SDS-PAGE, transferred 

onto nitrocellulose membrane and immunoblotted with the 

following primary antibodies: mouse anti-SUMO1 (clone 

21C7, DSHB) 1.7 μg/mL; rabbit anti-SENP1 1/250 (Sigma 

Prestige); mouse anti-GFP 1/1000 (Roche, Germany); mouse 

anti-PSD95 1/10000 (NeuroMab); mouse anti-Homer1 

1/1000 (Synaptic System); mouse anti-Synapsin1a/b 1/1000 

(Santa-Cruz); mouse anti-NOPP140 1/700 (Santa-Cruz); 

standard loading controls were included using a mouse 

anti-β-actin antibody 1/1000 (Sigma) or a rabbit anti-tubulin 

1/10000 (Synaptic System) as indicated. Full-size blots for 

cropped gels can be found in Supplementary figure 3.

Statistical analysis

Statistical analyses were calculated using GraphPad 

Prism 7 (GraphPad software, Inc). Data were expressed 

as mean ± SEM. One-way ANOVA was performed with 

the indicated post-test for multiple comparison data sets. 

All data were tested for normal distribution. *p < 0.05 was 

considered significant.
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Ce projet a visé à étudier les conséquences physiopathologiques d'une mutation faux-sens de 
FMR1. Le SXF est la forme héréditaire la plus fréquente de la DI et la cause monogénique de 
l'autisme la mieux décrite. Cette maladie génétique est généralement causée par une 
expansion pathologique du triplet CGG dans le 5'UTR (>200) du gène FMR1 qui conduit à sa 
non-transcription. La protéine FMRP n’est donc pas exprimée, ce qui entraîne des défauts 
synaptiques à l’origine des altérations neurologiques chez les patients atteints de SXF. 
Plusieurs mutations dites faux-sens de FMR1 ont été identifiées chez des patients SXF. Parmi 
elles, la mutation R138Q a été décrite chez trois individus non apparentés. En utilisant un 
nouveau modèle de souris knock-in exprimant la mutation FMRP-R138Q (R138Q-KI), nous 
démontrons que la mutation entraîne des modifications de l'ultrastructure de la post-synapse 
et entraîne une augmentation de la densité des épines dans l'hippocampe des souris KI. Nous 
démontrons également que l'expression de surface des rAMPAs synaptique est augmentée 
dans l'hippocampe des souris KI. Nous montrons enfin que la mutation R138Q altère la LTP 
dans l’hippocampe, entraînant ainsi des déficits socio-cognitifs chez les souris KI adolescentes. 
Dans l'ensemble, nos résultats révèlent que la mutation FMRP-R138Q a un impact important 
sur la fonction synaptique et mettent en évidence les mécanismes potentiels par lesquels 
cette mutation provoque le SXF.  
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T
he formation of functional synapses in the developing
brain is fundamental to establishing efficient neuronal
communication and plasticity, which underlie cognitive

processes. In the past years, synaptic dysfunction has clearly
emerged as a critical factor in the etiology of neurodevelopmental
disorders including Autism Spectrum disorder (ASD) and Intel-
lectual Disability (ID). X-linked ID (XLID) accounts for 5–10% of
ID patients and is caused by mutations in genes located on the X
chromosome. The Fragile X Syndrome (FXS) is the most frequent
form of inherited XLID and the first monogenic cause of ASD
with a prevalence of 1:4000 males and 1:7000 females1. The
majority of FXS patients exhibit mild-to-severe ID associated with
significant learning and memory impairments, Attention Deficit
Hyperactivity Disorder (ADHD), and autistic-like features2–4. To
date, no effective therapeutic strategies are available.

FXS generally results from a massive expansion of the trinu-
cleotide CGG (> 200 repeats) in the 5′-UTR region of the FMR1
gene leading to its transcriptional silencing and consequently, the
lack of expression of the encoded Fragile X Mental Retardation
Protein (FMRP)2,5. FMRP is an RNA-binding protein that binds
a large subset of mRNAs in the mammalian brain and is a key
component of RNA granules. These granules transport
translationally-repressed mRNAs essential for the synaptic func-
tion along axons and dendrites1,3. Neuronal activation triggers
the local translation of these critical mRNAs at synapses allowing
spine maturation and elimination, which are essential processes
to shape a functional neuronal network in the developing brain.
Accordingly, the lack of FMRP expression in FXS patients and
Fmr1 knockout (Fmr1-KO) animal models leads to a pathological
increase in immature dendritic protrusions due to a failure in the
synapse maturation and/or elimination processes6. These defects
correlate with significant alterations in glutamatergic α-amino-3-
hydroxy-5-methyl-4-isoxazolepropionic acid receptor (AMPAR)-
mediated synaptic plasticity, including Long-Term Depression
(LTD) and Potentiation (LTP)1,7. Consequently, these defects
lead to learning and memory deficits and underlie the abnormal
socio-emotional behaviors in Fmr1-KO mice1,7.

While the CGG-repeat expansion is the most frequent cause of
FXS, other mutagenic mechanisms have been reported, including
deletions, promoter variants, missense, and nonsense mutations.
To date, more than 120 sequence variants have been identified in
the FMR1 gene. However, only three missense mutations (I304N,
G266E, and R138Q) have been functionally studied and showed
an association with the etiology of FXS8–13. Among them, the
R138Q mutation is of particular interest since it has been iden-
tified in three unrelated individuals presenting clinical traits of
FXS. The first male patient sequenced displayed ID, anxiety, and
seizures11,13, while the second presented the classical features of
FXS including ID, ADHD, seizures, and ASD14. Interestingly, a
female with mild ID and attention deficits was recently identified
bearing the R138Q mutation15.

The R138Q mutation does not affect the ability of FMRP to
bind polyribosomes and repress the translation of specific target
mRNAs13. In addition, the intracellular perfusion of a short N-
terminal version of FMRP-R138Q in Fmr1-KO CA3 hippocampal
neurons failed to rescue the action potential broadening, sug-
gesting a functional alteration of the FMRP-R138Q truncated
mutant form13. However, the cellular and network alterations
underlying the phenotype described in FMRP-R138Q FXS
patients remain to be elucidated. Here, we have engineered a
knock-in mouse model expressing the recurrent missense R138Q
mutation in FMRP (Fmr1R138Q). We demonstrate that Fmr1R138Q

mice exhibit postsynaptic alterations in the hippocampus,
including an increased dendritic spine density, AMPAR-mediated
synaptic plasticity defects associated with severe impairments in
their socio-cognitive performances.

Results
Fmr1 mRNA and FMRP protein levels in Fmr1R138Q mice. To
assess the pathophysiological impact of the recurrent R138Q
mutation in vivo, we generated a specific knock-in mouse line
expressing the R138Q FXS mutation using classical homologous
recombination in murine C57BL/6 embryonic stem (ES) cells
(Fig. 1a). The R138Q coding mutation was introduced in exon 5
by changing the CGA arginine codon into a CAA nucleotide
triplet coding for a glutamine (R138Q: c.413G > A). The integrity
of the FXS mutation in the Fmr1R138Q mice was confirmed by
genomic DNA sequencing (Fig. 1a). Fmr1R138Q mice were viable,
showed a standard growth and normal fertility and mortality
rates (Supplementary Fig. 1).

The expression pattern of the FMRP protein is developmen-
tally regulated16. To assess whether the R138Q mutation affects
the developmental profile of FMRP, we compared the FMRP
protein levels in the brain of WT and Fmr1R138Q mice at different
postnatal days (PND) (Fig. 1b). As expected from the literature2,5,
the FMRP protein level peaked at PND10–15 (WT PND15: 1.330
± 0.246) and then significantly decreased in the adult brain of WT
mice (WT PND90: 0.441 ± 0.078). FMRP-R138Q protein levels
showed a similar pattern in the developing Fmr1R138Q brain
(Fig. 1b; Fmr1R138Q PND15: 1.300 ± 0.303; Fmr1R138Q PND90:
0.491 ± 0.072), indicating that the R138Q mutation does not alter
the protein expression of the pathogenic FMRP.

Since FMRP is an RNA-binding protein regulating the local
translation of a large number of mRNAs important to the
synaptic function, we compared the total levels of a subset of its
target mRNAs in PND90 WT and Fmr1R138Q male littermate
brains by RT-qPCR (Fig. 1c). We found no significant differences
in the total mRNA levels of the FMRP targets tested.

To determine whether the R138Q mutation alters the brain
morphology, we next performed a Nissl staining on 20-µm-thick
brain coronal slices from PND90 WT and Fmr1R138Q male
littermates. There were no apparent macroscopic defects in the
Fmr1R138Q brain and the structural organization of the
hippocampus was preserved (Fig. 1d).

Fmr1R138Q mice show an increase in hippocampal spine den-
sity. FMRP is essential to proper spine elimination and matura-
tion3. A hallmark of the classical FXS phenotype is a pathological
excess of long thin immature dendritic protrusions17, resulting
from a failure in postsynaptic maturation and/or elimination
processes. To understand if the R138Q mutation impacts spine
maturation and/or elimination, we analyzed the morphology and
density of dendritic spines in the Fmr1R138Q hippocampus
(Fig. 2). We first used attenuated Sindbis viral particles in WT
and Fmr1R138Q cultured hippocampal neurons at 13 days in vitro
(13 DIV) to express free GFP and outline the morphology of
dendritic spines18,19. We then compared the density and mor-
phology of dendritic spines 20 h post transduction (Fig. 2a).
Interestingly, while the length of dendritic spines was similar for
both genotypes (WT: 1.563 ± 0.0717 μm; Fmr1R138Q: 1.521 ±
0.06193 μm), Fmr1R138Q neurons displayed a significant increase
in spine density compared to WT neurons (WT: 6.06 ±
0.126 spines per 10 μm; Fmr1R138Q: 8.16 ± 0.207 spines per
10 μm).

We also evaluated the characteristics of dendritic spines in the
CA1 region of the hippocampus of PND90 WT and Fmr1R138Q

male littermates using Golgi-Cox staining (Fig. 2b; Supplemen-
tary Fig. 2). While there was no difference in spine length and
width, Fmr1R138Q hippocampal neurons displayed a significant
increase in spine density both in basal (Fig. 2b; WT: 8.096 ±
0.232 spines per 10 μm; Fmr1R138Q: 10.62 ± 0.167 spines per
10 μm) and apical dendrites (Supplementary Fig. 2; WT: 8.996 ±
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0.189 spines per 10 μm; Fmr1R138Q: 9.96 ± 0.152 spines per 10
μm). Taken together, these data indicate that the R138Q mutation
rather impairs the elimination of dendritic spines than their
maturation given that dendritic spines are morphologically
similar in WT and Fmr1R138Q brains.

To go deeper into the characterization of dendritic spines, we
performed ultrastructural analyses of WT and Fmr1R138Q

hippocampi using transmission electron microscopy (TEM).
Stereological analyses pointed out a significant increase in the
density of excitatory synapses in the Fmr1R138Q hippocampus
(Fig. 2c; WT: 1.371 ± 0.129 synapses per μm3; Fmr1R138Q: 2.187 ±
0.161 synapses per μm3) in agreement with the Golgi-Cox
staining data (Fig. 2b, Supplementary Fig. 2). Interestingly, while
there was no difference in the length of the postsynaptic densities
(PSD; WT: 232.63 ± 6.26 nm; Fmr1R138Q: 222.73 ± 5.64 nm), the
PSD thickness in Fmr1R138Q hippocampal neurons was largely
reduced (Fig. 2c; WT: 44.70 ± 0.99 nm; Fmr1R138Q: 34.96 ± 0.76
nm). We also measured a significant increase in the density of

synaptic vesicles in Fmr1R138Q hippocampal presynaptic termini
(Fig. 2c; WT: 120.48 ± 4.65 vesicles per μm2; Fmr1R138Q: 148.97 ±
4.25 vesicles per μm2). Altogether, these data reveal that the
R138Q mutation leads to ultrastructural alterations both in the
pre- and postsynaptic compartments.

Increased surface-expressed AMPAR levels in Fmr1R138Q mice.
To characterize the effect of the R138Q mutation on the com-
position of synapses, we compared the total protein levels of
several pre- and postsynaptic proteins in brain homogenates
prepared from WT and Fmr1R138Q male littermates (Fig. 3a;
Supplementary Fig. 3). Interestingly, we measured a significant
increase in the total amount of the GluA1 AMPAR subunit in the
Fmr1R138Q brain (GluA1 Fmr1R138Q: 1.45 ± 0.12 vs WT). All the
other proteins investigated in the Fmr1R138Q brain, including
proteins involved in the trafficking of AMPAR, showed levels
similar to their WT littermates (Fig. 3a; GluA2 Fmr1R138Q: 1.16 ±
0.18; PSD95 Fmr1R138Q: 1.13 ± 0.12; GRIP1 Fmr1R138Q: 1.27 ±
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0.19; PICK1 Fmr1R138Q: 0.92 ± 0.15; Stargazin Fmr1R138Q: 1.02 ±
0.03).

To further explore the AMPAR defects in the Fmr1R138Q brain,
we compared the levels of surface-expressed GluA1 in DIV15 WT
and Fmr1R138Q cultured hippocampal neurons (Fig. 3b). Using
surface-immunolabeling assays with specific anti-GluA1 anti-
bodies, we showed that the surface levels of GluA1 in Fmr1R138Q

neurons were significantly increased (Fig. 3b; Mean surface
GluA1 intensity, WT: 1 ± 0.087; Fmr1R138Q: 1.42 ± 0.13), with a
higher density of surface GluA1-containing clusters (Fig. 3b;
Surface cluster density, WT: 1 ± 0.049; Fmr1R138Q: 1.22 ± 0.06).
Since AMPARs are often concentrated in dendritic spines, this
finding corroborates the increased number of dendritic spines
measured in Fmr1R138Q neurons (Fig. 2). We further confirmed
the significant increase in GluA1 surface expression in Fmr1R138Q

neurons using cell surface biotinylation assays (Fig. 3c; GluA1
Fmr1R138Q: 1.85 ± 0.19 vs WT). Interestingly, while there was no
alteration in the total levels of GluA2 in the Fmr1R138Q brain

(Fig. 3a), the surface expression of GluA2 was significantly higher
in cultured Fmr1R138Q hippocampal neurons (Fig. 3c; GluA2
Fmr1R138Q: 1.50 ± 0.09 vs WT).

We then examined the surface expression of AMPARs in acute
hippocampal slices using BS3-crosslinking assays (Fig. 3d).
Consistent with the above data, the surface expression of both
GluA1 and GluA2 was also significantly increased in the
Fmr1R138Q hippocampus (Fig. 3d, Lanes +BS3; GluA1
Fmr1R138Q: 1.76 ± 0.21 vs WT; Lanes +BS3; GluA2 Fmr1R138Q:
1.58 ± 0.17 vs WT). Altogether, these data clearly indicate that the
R138Q mutation leads to increased surface levels of both GluA1
and GluA2 in vitro and in vivo.

Altered synaptic transmission in the Fmr1R138Q hippocampus.
We showed that the recurrent FXS R138Q missense mutation
leads to an increase in AMPAR surface expression. To assess
whether this increase occurs at least in part synaptically, we
performed super-resolution STimulated Emission Depletion
(STED) microscopy on surface-labeled GluA1 or GluA2 in WT
and Fmr1R138Q cultured hippocampal neurons (Fig. 4a–d). We
first measured the mean fluorescence intensity from surface-
expressed GluA1 and GluA2 at Homer1-labeled postsynaptic sites
(Fig. 4a-c). We found that the mean surface GluA1 fluorescence
intensity per synapse is significantly increased in Fmr1R138Q

neurons (Fig. 4c, WT: 797 ± 28; Fmr1R138Q: 1013 ± 34), whereas
the fluorescence associated with surface-expressed GluA2 is
reduced (Fig. 4c, WT: 1373 ± 34; Fmr1R138Q: 1148 ± 29). At the
postsynapse, AMPARs are organized in 80–90 nm nanodomains
facing presynaptic glutamate release sites for efficient synaptic
transmission20. Thus, we compared the mean number of nano-
domains containing surface-expressed GluA1 and GluA2 in WT
and Fmr1R138Q hippocampal neurons (Fig. 4a, b, d). Consistent
with the literature20, we measured a density of ~2–2.1 nanodo-
mains per spine for both surface-associated GluA1 and GluA2 in
WT neurons (Fig. 4d, WT sGluA1: 2.023 ± 0.107; WT sGluA2:
2.121 ± 0.099 nanodomains per spine). Interestingly, in
Fmr1R138Q spines there was a significant increase in the mean
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Fig. 2 The Fmr1R138Q hippocampus exhibits increased dendritic spine

density and ultrastructural alterations. a Confocal images of secondary

dendrites from GFP-expressing WT and Fmr1R138Q KI cultured hippocampal

neurons. Scale bar, 5 µm. Box plots indicate median (middle line), 25th, 75th

percentile (box), and min to max values (whiskers) obtained for spine

density and length in WT and Fmr1R138Q neurons. N= 48–54 neurons for

~1400–2200 spines analyzed per genotype from six biologically

independent experiments. Two-tailed Mann–Whitney test. ****p < 0.0001.

b Representative images of Golgi-stained basal secondary dendrites of CA1

hippocampal neurons from PND90 WT and Fmr1R138Q littermates.

Histograms show the density of spines, spine length and width from WT

and Fmr1R138Q CA1 secondary dendrites. Error bars represent the mean ± s.

e.m. N= 30 neurons per genotype from three biologically independent

experiments (1500–2000 spines analyzed per genotype). Two-sided

Mann–Whitney test; ****p < 0.0001. c Representative EM images of pre-

and postsynaptic (*) elements in CA1 synapses of PND90 WT and

Fmr1R138Q hippocampi. E endosomes, SV synaptic vesicles, Arrowheads,

postsynaptic densities (PSD). Scale bar, 100 nm. Box plots indicate median

(line), 25th, 75th percentile (box), and min to max values (whiskers) for

PSD length and thickness, the density of synapses and synaptic vesicles in

WT and Fmr1R138Q CA1 hippocampal neurons. Approximately 130 PSD

(length and thickness), 60 presynaptic boutons, and 350 µm2 of total

surface area (synapse density) per genotype were analyzed from three

independent sets of the experiment. Unpaired t test. ns not significant. ***p

= 0.0003; ****p < 0.0001. Source data are provided as a Source Data file.
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number of both surface-associated GluA1 and GluA2 nanodo-
mains (Fig. 4d, Fmr1R138Q sGluA1: 2.582 ± 0.106; Fmr1R138Q

sGluA2 2.554 ± 0.078). These data indicate that the missense
R138Q mutation leads to a significant increase in the number of
postsynaptic nanodomains containing AMPARs. However, while
the mean fluorescence associated with surface-expressed GluA1 is
also increased in hippocampal Fmr1R138Q synapses, the synaptic
fluorescence level from surface-labeled GluA2 is decreased
revealing that the upregulation of surface GluA2 measured in
biochemical experiments is rather due to its extrasynaptic
increase. This indicates that the FXS mutation not only impacts
the surface expression of both GluA1 and GluA2 but also dif-
ferentially perturbs their synaptic targeting, trafficking, and
nanoscale organization.

Finally, to better understand whether the increase in surface-
expressed AMPARs measured in the Fmr1R138Q hippocampus
(Figs. 2, 3, and 4a–d) is associated with alterations in glutamatergic
transmission, we performed whole-cell patch-clamp recordings
in CA1 neurons from hippocampal slices of PND90 WT and
Fmr1R138Q littermates (Fig. 4e–k). We showed that the amplitude of
AMPAR-mediated miniature Excitatory PostSynaptic Currents
(mEPSCs) is significantly enhanced in Fmr1R138Q mice (Fig. 4e, f;
WT: 17.09 ± 0.539 pA; Fmr1R138Q: 18.97 ± 0.405 pA). Interestingly,
we did not measure any significant differences in the frequency
of mEPSCs (Fig. 4g, h; WT: 0.178 ± 0.040Hz; Fmr1R138Q: 0.143 ±
0.025Hz) or the kinetics of these events (Fig. 4i, j) between the two
genotypes.

Altogether the data from the above experiments (Figs. 2–4)
revealed that the R138Q FXS mutation leads to important pre-
and postsynaptic alterations resulting in synaptic transmission
deficits in the Fmr1R138Q hippocampus.

Impaired long-term potentiation in the Fmr1R138Q hippo-
campus. We next investigated the consequences of the R138Q
mutation in hippocampal plasticity. Since the level of surface-
expressed AMPARs is enhanced in the Fmr1R138Q hippocampus,
we wondered whether the induction of LTP could trigger a further
increase in synaptic AMPARs (Fig. 5 and Supplementary Fig. 4). To
test this hypothesis, we first combined surface immunolabeling
assays with the chemical induction of LTP (cLTP21) on WT and
Fmr1R138Q hippocampal neurons (Fig. 5a, b). In line with the lit-
erature21, the level of surface GluA1 was significantly increased
upon cLTP in WT neurons (Mean surface GluA1 intensity, WT:
1.427 ± 0.129 vs basal; Surface cluster density, WT: 1.308 ± 0.08596
vs basal) whereas the surface level of GluA1 in Fmr1R138Q neurons
was unexpectedly decreased (Mean surface GluA1 intensity,
Fmr1R138Q: 0.6354 ± 0.08647 vs basal; Surface cluster density,
Fmr1R138Q: 0.7455 ± 0.08227 vs basal).

Fig. 3 Increased surface expression of AMPAR in hippocampal neurons

of Fmr1R138Q KI mice. a Immunoblots showing the levels of the indicated

synaptic proteins in brain homogenates from PND21 WT and Fmr1R138Q

littermate animals. GAPDH was used as a loading control. Quantification

shows the mean ± s.e.m. of the total levels of the indicated proteins. N= 6

(GluA1, GluA2), N= 7 (PSD95), and N= 4 (GRIP1, PICK1, Stargazin)

biologically independent experiments. Unpaired t test. ns not significant.

**p= 0.0034. b Secondary dendrites from TTX-treated WT and Fmr1R138Q

hippocampal neurons at 15 DIV stained for surface GluA1 (green) and

MAP2 (red). Scale bar, 5 µm. Histograms show mean ± s.e.m. of both

surface intensity and cluster density for GluA1 in WT and Fmr1R138Q

neurons. Values were normalized to their respective basal conditions. N=

47 neurons per genotype from five biologically independent experiments.

Two-tailed Mann–Whitney test. *p= 0.0147 (intensity) and *p= 0.0124

(density). c Immunoblots showing the surface expression of GluA1 and

GluA2 in TTX-treated WT and Fmr1R138Q cultured hippocampal neurons at

15 DIV using biotinylation assays. Histograms show the mean ± s.e.m. of

the normalized level of GluA1 and GluA2 subunits at the neuronal surface in

WT and Fmr1R138Q neurons. N= 7 (GluA1) and 4 (GluA2) biologically

independent experiments respectively. Two-sided ratio t test. **p= 0.0011

(GluA1); **p= 0.0074 (GluA2). d Immunoblots showing the basal surface

expression of GluA1 and GluA2 in PND90 TTX-treated WT and Fmr1R138Q

hippocampal slices using the BS3-crosslinking assay. Control tubulin

immunoblot is included to confirm the absence of BS3 crosslinking

intracellularly. The surface/intracellular ratio in the WT was set to 1 and

Fmr1R138Q values were calculated respective to the WT. Error bars show the

mean values ± s.e.m. N= 6 independent experiments. Two-tailed ratio t

test. **p= 0.0041 (GluA1); **p= 0.0056 (GluA2). Source data are

provided as a Source Data file.
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We confirmed these results using surface biotinylation assays
in WT and Fmr1R138Q hippocampal neurons in basal and cLTP-
induced conditions (Supplementary Fig. 4a–c). The cLTP
treatment triggered the increase in both GluA1 and
GluA2 surface expression in WT neurons (WT GluA1 cLTP:
1.578 ± 0.107; WT GluA2 cLTP: 1.203 ± 0.008). In contrast, the

surface levels of AMPARs upon cLTP were not increased but as
above, rather decreased in Fmr1R138Q hippocampal neurons
(Fmr1R138Q GluA1 cLTP: 0.490 ± 0.073; Fmr1R138Q GluA2 cLTP:
0.899 ± 0.157).

In addition to the data obtained on hippocampal cultures, we
performed BS3-crosslinking assays and showed that the induction
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of cLTP in Fmr1R138Q hippocampal slices led to a significant
reduction in the levels of surface-expressed AMPARs (Fig. 5c–e,
Fmr1R138Q GluA1 cLTP: 0.706 ± 0.008 vs basal; Supplementary
Fig. 4d–f, Fmr1R138Q GluA2 cLTP: 0.860 ± 0.05 vs Fmr1R138Q

basal), further confirming that the R138Q mutation impairs the
AMPAR trafficking. As expected, the cLTP treatment was able to
increase the surface levels of AMPARs in hippocampal slices from
WT littermate brains (Fig. 5c, e, WT GluA1 cLTP: 3.691 ± 0.675
vs basal; Supplementary Fig. 4d–f, WT GluA2 cLTP: 1.953 ± 0.315
vs WT basal).

Altogether, these data indicate that the hippocampal plasticity
is severely impaired in the Fmr1R138Q mice.

It has been demonstrated that the LTP induction promotes a
reorganization of the AMPAR nanodomains22. Thus, to further
assess the impact of the R138Q mutation in cLTP-activated
neurons, we performed super-resolution STED microscopy on
surface-labeled GluA1 in cLTP-treated WT and Fmr1R138Q

hippocampal cells (Fig. 5f–h). As expected, the mean fluorescence
intensity per synapse (Fig. 5f, g; WT basal: 797 ± 28; WT cLTP:
1076 ± 35), as well as the density of the postsynaptic nanodo-
mains (Fig. 5f, h; WT basal: 2.023 ± 0.107; WT cLTP: 2.783 ± 0.09
nanodomains per spine) containing the surface-expressed
GluA1 subunits were both significantly increased in WT cLTP-
treated neurons. In contrast, Fmr1R138Q neurons exhibited a
significant decrease in the mean postsynaptic surface GluA1
fluorescence intensity upon cLTP (Fig. 5f, g; Fmr1R138Q basal:
1013 ± 34; Fmr1R138Q cLTP: 890 ± 30) while the mean density of
surface GluA1-containing nanodomains remained unchanged
(Fig. 5f, h; Fmr1R138Q sGluA1 basal: 2.582 ± 0.05; Fmr1R138Q

sGluA1 cLTP: 2.599 ± 0.040 nanodomains per spine). These data
thus reveal that the R138Q mutation also impacts the synaptic
reorganization of AMPARs upon cLTP in Fmr1R138Q cultured
hippocampal neurons, further confirming that the activity-
dependent trafficking of these receptors is impaired in the
Fmr1R138Q mice.

Altogether, these data indicate that, contrary to WT neurons,
the induction of cLTP does not promote any increase in the
surface nor the synaptic levels of AMPARs in the Fmr1R138Q

hippocampus. Therefore, to determine if the expression of the
FMRP-R138Q mutant also physiologically impacts the AMPAR-
mediated responses, we induced LTP by high-frequency
stimulation (HFS) in acute WT and Fmr1R138Q hippocampal
slices and recorded the postsynaptic responses in CA1 neurons
(Fig. 5i–k). First, we tested the impact of the R138Q mutation on
the CA3 to CA1 synaptic transmission and did not find any
significant differences with the WT responses in Input/Output
curves established following the stimulation of the Schaffer
collaterals (Supplementary Fig. 5). This indicates that the
connectivity between the pre- and postsynaptic sites is preserved
in the Fmr1R138Q hippocampus. Next, we found that the
induction of LTP by HFS was evoked as expected in the WT
hippocampus (WT LTP: 157.2 ± 6.52% vs basal) but was
drastically reduced in Fmr1R138Q male littermates (Fmr1R138Q

LTP: 122.4 ± 10.12% vs basal), in line with the impaired cLTP
seen in both biochemical and imaging experiments (Fig. 5a–h).
In addition, we did not measure any significant difference in the
mean fiber volley (FV) slope between genotypes (Fig. 5i-k),
suggesting that the impaired LTP in the Fmr1R138Q hippocampus
rather arises from postsynaptic impairments than from pre-
synaptic alterations.

Fmr1R138Q mice display ID- and ASD-like features. The R138Q
mutation has been identified in both male and female
patients11,13,15. Since the mutation affects the surface levels of
AMPARs and directly impacts synaptic plasticity in the hippo-
campus, we investigated whether male and female Fmr1R138Q

mice display altered cognitive and/or social performances (Fig. 6).
To avoid possible pitfalls due to an impact of the R138Q mutation
on locomotion, we first tested PND40–45 mice using the open
field test to detect any potential motor defects. We did not
measure any significant differences in the number of crossings
between the two genotypes demonstrating that there is no motor
alteration in the Fmr1R138Q mice (Supplementary Fig. 6).

Communication skills are altered in some FXS patients and
Fmr1-KO mice19. We therefore compared the ultrasonic
vocalization (USV) profile in PND7 WT and Fmr1R138Q pups
removed from the nest and found a ~50% decrease in the number
of USVs in Fmr1R138Q compared to WT animals in both genders
(Fig. 6a, b; Fmr1R138Q male: 75.36 ± 17.71 USVs; WT male: 147.4
± 14.06 USVs; Fmr1R138Q female: 79.88 ± 35.68 USVs; WT
female: 163.4 ± 31.49 USVs). These data indicate that the
R138Q mutation leads to severe communicative deficits in infant
Fmr1R138Q mice.

Next, we evaluated the cognitive performance in PND40–45
males and females with the novel object recognition test (Fig. 6c, d).
We found a profound deficit for both genders as the Fmr1R138Q

mice spent significantly less time than WT animals exploring
the novel object (Fmr1R138Q male: 51.18 ± 3.26%; WT male:
71.16 ± 3.72%; Fmr1R138Q female: 45.27 ± 4.37%; WT female:
66.42 ± 3.31%). In addition, the Fmr1R138Q mice were spending
significantly more time sniffing the old object (Fmr1R138Q

male: 27.27 ± 3.85 s; WT male: 16.46 ± 2.46 s; Fmr1R138Q

female: 19.22 ± 3.13 s; WT female: 9.77 ± 0.98 s), thus showing a
lower discrimination index (Discrimination index Fmr1R138Q male:
2.36 ± 6.51%; WT male: 42.31 ± 7.45%; Discrimination index
Fmr1R138Q female: −9.45 ± 8.73%; WT female: 32.84 ± 6.63%).
These data indicate that the R138Q mutation substantially alters the
cognitive function in the Fmr1R138Q mice.

About 25% of FXS patients present ASD traits, including social
avoidance and decreased social skills. Therefore, to evaluate the
impact of the R138Q mutation in ASD-like behaviors, we tested
sociability in both male and female WT and Fmr1R138Q mice
using the three-chamber test (Fig. 6e, f). As expected, WT animals
from both sexes spent significantly more time sniffing the novel
mouse rather than the empty cage. We showed that both the time
spent sniffing the social stimulus and the ability to discriminate

Fig. 4 Increased synaptic surface expression of AMPAR and basal excitatory transmission in hippocampal Fmr1R138Q neurons. a, b Super-resolution

STED images of surface-expressed GluA1 and GluA2 (STED, green) in postsynaptic Homer1 sites (confocal, red) of TTX-treated WT and Fmr1R138Q

hippocampal neurons. Scale bar, 500 nm. c, d Quantification of (a) and (b). Box plots indicate median (middle line), 25th, 75th percentile (box), and min to

max values (whiskers) obtained for the mean surface GluA1 and GluA2 fluorescence intensity (c) and nanodomains (d) in WT and Fmr1R138Q neurons. N=

17–30 (WT) and 15–30 (Fmr1R138Q) neurons were analyzed from three biologically independent experiments with a total of dendritic spines analyzed

ranging from 878 to 4246. Unpaired t test. ***p < 0.0001; **p= 0.0011. e–k mEPSCs recordings from acute hippocampal slices obtained from PND90 WT

and Fmr1R138Q littermates. Quantification shows the mean values ± s.e.m. (e, g) and cumulative curves ± s.e.m. (f, h) of mEPSC amplitude and frequency. N

= 10–11 neurons per genotype from three independent experiments. Unpaired t test. ns not significant. *p= 0.0111. i Example traces of WT and Fmr1R138Q

single events. j Computed Tau rise and decay. k Representative traces of mEPSC recordings from WT and Fmr1R138Q hippocampal slices. Source data are

provided as a Source Data file.
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between the novel mouse and the empty cage was dramatically
reduced in Fmr1R138Q males (Fmr1R138Q male sniffing time:
42.45 ± 13.84%; WT male: 80.48 ± 4.39%; Discrimination index
Fmr1R138Q male: −15.10 ± 27.69%; WT male: 60.96 ± 8.78%).
However, there was no significant difference between the WT and
Fmr1R138Q female mice (Fmr1R138Q female sniffing time: 63.21 ±

9.25%; WT female: 69.29 ± 10.69%; Discrimination index
Fmr1R138Q female: 26.41 ± 18.51%; WT female: 38.58 ± 21.37%).

Altogether, our behavioral data are in line with our
biochemical and physiological data and reveal that Fmr1R138Q

mice display important communicative, cognitive, and social
deficits.
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Discussion
Synaptic transmission and/or plasticity defects have been clearly
linked to the development of many, if not all, neurological dis-
orders. Therefore, a better understanding of the pathways
underlying these alterations is essential to develop strategies to
rescue the identified dysfunctions and design innovative targeted
therapies to treat these diseases. Here, we generated and char-
acterized a novel mouse model for FXS expressing the recurrent
R138Q missense mutation in the FMRP protein. We show that
the R138Q mutation leads to an increase in spine density,
alterations in both the pre- and postsynaptic organization, and an
impaired LTP in the Fmr1R138Q hippocampus. The consequence
of this plasticity defect is an abnormal socio-cognitive behavior in
Fmr1R138Q mice that resembles the ID and ASD-like traits
described in FXS patients bearing the R138Q mutation. Alto-
gether, our data validate the Fmr1R138Q mouse line as a com-
pelling preclinical model to investigate the molecular mechanisms
underlying the pathology.

To date, only two studies have provided some insights into the
impact of the R138Q mutation on neuronal function13,23. FMRP
is known to participate in the regulation of AMPAR trafficking1,7,
which is critical to maintaining the synaptic function. Alpatov
and colleagues23 investigated the impact of the R138Q mutation
on the basal trafficking of AMPAR and reported that the exo-
genous expression of FMRP-R138Q does not impact the con-
stitutive endocytosis of AMPAR in an Fmr1-KO background.
Here, we revealed an altered surface expression of both GluA1
and GluA2 AMPAR subunits within the postsynaptic membrane
of the Fmr1R138Q hippocampus, participating in an LTP
impairment in these mice. We also identified that the R138Q
mutation leads to alterations in the postsynaptic organization of
AMPAR-containing nanodomains (Fig. 4). Nanoscale scaffolding
domains at the PSD are essential to organize and concentrate
AMPARs to allow an efficient synaptic transmission20,24. These
80-nm AMPAR nanodomains facing presynaptic glutamate
release sites are dynamic and cLTP induction promotes their
nanoscale reorganization20,22,24. Importantly, the calcium-
dependent function of AMPARs also relies on the presence of
edited GluA2 subunits at the synapse, which confers a low Ca2+

permeability to GluA2-containing heteromers (calcium
impermeable, CI-AMPARs). Conversely, GluA1 homomers,
which lack the GluA2 subunit, are permeable to Ca2+ and refer as
CP-AMPARs25–27. In basal conditions, the majority of AMPAR
assemblies in the adult hippocampus contain edited Ca2
+-impermeable GluA2 subunits, which is essential to maintaining

a low intracellular Ca2+ concentration. In the Fmr1R138Q hip-
pocampal synapses, there is an excess of GluA1 subunits asso-
ciated with a decrease in the overall amount of surface-expressed
GluA2 at the synapse (Fig. 4a–d). This likely reflects a different
AMPAR subunit composition in Fmr1R138Q synapses, potentially
favoring the formation of CP-AMPARs. The recruitment of CP-
AMPARs to postsynaptic sites plays a key role in the initial phase
of LTP22,25,26. Interestingly, while we measured an overall
synaptic increase in CP-AMPARs upon cLTP induction in WT
neurons, this event is compromised in the Fmr1R138Q hippo-
campus (Fig. 5g). Thus, it is tempting to speculate that the
enhanced expression of synaptic CP-AMPARs in basal conditions
in Fmr1R138Q neurons likely impairs the recruitment of additional
GluA1-containing CP-AMPARs that are necessary to initiate the
LTP. Furthermore, we showed here that, contrary to the WT
synapse, there is no increase in GluA1-containing nanodomains
upon LTP in Fmr1R138Q neurons (Fig. 5h), which could also
participate in the impaired postsynaptic response measured in the
Fmr1R138Q hippocampus.

The Fmr1R138Q postsynaptic compartment also presents
important ultrastructural alterations and displays an increase in
the density of presynaptic neurotransmitter vesicles and a sig-
nificant reduction of the PSD thickness (Fig. 2). This could lead to
defective synaptic responses including altered diffusive properties
and/or anchoring of AMPARs within the postsynaptic mem-
branes, which is critical to recruiting AMPARs at the hippo-
campal synapse upon LTP induction28,29.

Altogether, these data uncover a previously unsuspected
postsynaptic impact of the R138Q mutation leading to both basal
and activity-dependent AMPAR trafficking defects in the
Fmr1R138Q hippocampus.

The second study investigating the functional impact of the
R138Q mutation reported that the exogenous overexpression of a
truncated (FMRP1–298) version of the FMRP-R138Q mutant fails
to rescue action potential (AP) broadening in Fmr1-KO neu-
rons13, which correlates with an increased presynaptic release30.
However, the presynaptic release per se was not assessed in this
work. The authors also showed that the R138Q mutation disrupts
the interaction of the short FMRP1–298 form with the β4 subunit
of BK channels, thus underlying AP duration13,30. To conclude,
they hypothesized that an alteration of the presynaptic function is
likely responsible for the ID and seizures exhibited by the first
FXS R138Q patient13. Importantly, BK channels are localized
both at pre- and postsynaptic sites31. Consequently, alterations in
FMRP/BK channel interaction may not only be linked to a

Fig. 5 LTP is impaired in Fmr1R138Q mice. a Secondary dendrites from TTX-treated WT and Fmr1R138Q 15 DIV neurons stained for MAP2-positive

microtubule (green) and surface-expressed GluA1 (red) in basal conditions and upon cLTP induction. Bar, 20 µm. b Boxplots indicate median (line), 25th,

75th percentile (box), and min-to-max values (whiskers) obtained for surface GluA1 intensity and cluster density in WT and Fmr1R138Q neurons in control

and cLTP conditions. Values were normalized to their basal conditions. N= 39–42 neurons per genotype from four independent experiments. Two-tailed

Mann–Whitney test. *p= 0.0103; **p= 0.0053 (WT sGluA1 intensity); **p= 0.0034 (KI sGluA1 intensity); **p= 0.0036 (KI sGluA1 cluster). c, d

Immunoblots showing the surface expression of GluA1 in basal and cLTP-induced conditions in PND90 TTX-treated WT (c) and Fmr1R138Q (d) hippocampal

slices using BS3-crosslinking assays. Control Tubulin immunoblot is included to control the absence of intracellular BS3-crosslinking. e The surface/

intracellular ratio in the WT was set to 1 and Fmr1R138Q values were calculated respective to the WT. Bars show the mean ± s.e.m. N= 7 independent

experiments. Two-tailed ratio t test. *p= 0.0358; ***p= 0.0004. f STED images of surface-expressed GluA1 (STED, green) in postsynaptic Homer1 sites

(confocal, red) of cLTP induced WT and Fmr1R138Q hippocampal neurons. Scale bar, 500 nm. g, h Box plots indicate median (middle line), 25th, 75th

percentile (box), and min to max values (whiskers) obtained for the postsynaptic surface-associated GluA1 fluorescent intensity (g) and nanocluster

density (h) computed from STED imaging data in basal and cLTP-treated WT and Fmr1R138Q neurons. N= 13–17 (WT) and 15–18 (Fmr1R138Q) neurons were

analyzed from three independent experiments. g, h Unpaired t test. ***p < 0.0001; **p= 0.0079. ns not significant. Values for control surface GluA1 in (f–

h) are taken from Fig. 4 (c, d) since these experiments were performed in parallel. i Schematic diagram of the stimulating and recording areas in the mouse

hippocampus. j fEPSPs were recorded at CA1 synapses on hippocampal slices from P35-42 WT and Fmr1R138Q littermates in basal conditions and upon LTP

induction by high-frequency stimulation (HFS, 3 x 100Hz, 1 s). k Histograms show the mean ± s.e.m. of fiber volley (FV) and fEPSP slopes from 12–16

neurons per genotype in four independent experiments. Unpaired t test with Welch’s correction. ns not significant; **p= 0.0092. Source data are provided

as a Source Data file.
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Fig. 6 Fmr1R138Q mice show communication deficits and socio-cognitive alterations. a Schematic of the isolation-induced ultrasonic vocalizations (USVs)

test. b Compared to WT animals, Fmr1R138Q KI mice (PND7) emit ~50% less USVs when removed from the nest. Histogram shows the mean values ± s.e.m.

of USVs in WT and Fmr1R138Q males and females. WT, N= 13 males, 11 females; Fmr1R138Q, N= 10 males, 8 females. *p= 0.028. c Schematic of the object

recognition test used to assess the cognitive domain. d Quantification shows the mean values ± s.e.m. of time sniffing the new object (%), the old object

(s), and the discrimination index (%) for both PND40–45 WT and Fmr1R138Q males and females. WT, N= 10 males, 9 females; Fmr1R138Q, N= 10 males, 10

females. *p= 0.011 (male), *p= 0.028 (female), ***p < 0.001. e Scheme of the three-chamber test used to assess sociability. f Histograms show the mean

percentage ± s.e.m. of discrimination index and time sniffing the stimulus mouse for both PND40–45 WT and Fmr1R138Q males and females. WT, N= 7

males, 8 females; Fmr1R138Q, N= 7 males, 8 females. *p= 0.017. Two-way ANOVA with genotype and sex as factors followed by Newman–Keuls post-hoc

test for individual group comparisons were computed for all behavioral studies. Source data are provided as a Source Data file.
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presynaptic impairment as suggested by the authors but also to
the postsynaptic defects unraveled in the present work.

In the present study, we also demonstrated that the R138Q
mutation leads to an increase in the density of synapses in the
Fmr1R138Q hippocampus. Unexpectedly, the frequency of
mEPSCs, which usually correlates with synaptic density, is not
altered (Fig. 4e–k). Recently, it was reported that the FMRP-
R138Q mutant fails to restore activity-dependent bulk endocy-
tosis (ADBE) in Fmr1-KO neurons, perhaps through the loss of
BK channel interaction32. Our EM measurements also revealed a
significant increase in the density of presynaptic vesicles in
Fmr1R138Q hippocampal termini (Fig. 2c). This ultrastructural
observation could potentially result from an impaired presynaptic
glutamate release or a disruption in the exocytosis/recycling
process of the synaptic vesicles. This may in turn directly impact
the neurotransmitter release and, together with the identified
postsynaptic alterations, may mask the effects on the mEPSC
frequency in the Fmr1R138Q hippocampus.

The hippocampal plasticity acts on several brain functions that
impact a wide range of behavioral responses. We found that the
R138Q mutation leads to altered cognitive performances in both
male and female Fmr1R138Q mice using the novel object recog-
nition (NOR) test (Fig. 6c, d), likely due to the impaired hippo-
campal LTP in these mice. Indeed, while it is known that the
perirhinal cortex is critical to object recognition memory assessed
with the NOR test, it has been proposed that the perirhinal cortex
and the hippocampus play complementary roles in the NOR
task33,34. In particular, at the start of the training session, object
information is stored in the perirhinal cortex and when a
threshold amount of information is acquired, object information
is transferred to the hippocampus and becomes strong object
memory. If the threshold is not reached, then the information
remains perirhinal cortex dependent as a weak object memory34.
Thus, it is likely that the impaired LTP observed in the Fmr1R138Q

mice participates in the altered cognitive performances observed
during the NOR test.

Here, we identified strong social deficits in male Fmr1R138Q

mice (Fig. 6f, g). It has been demonstrated that the hippocampal
formation is also involved in different components of the social
repertoire, including social memory, adaptation to new social
contexts, and the maladaptive social behavior observed across
several psychiatric disorders35. While the hippocampal plasticity
defects in the Fmr1R138Q mice may not completely explain the
social deficits observed in males, it is likely they contribute, at
least partially, to such abnormal behavior. Interestingly, we did
not measure any significant impairment in the social behavior of
female Fmr1R138Q mice using the three-chamber test (Fig. 6e, f).
Sex differences in the function of the hippocampus including the
hippocampal neuronal morphology and synaptic plasticity have
been observed in rodents36. For instance, estrogens may interfere
and play a protective role in the Fmr1R138Q social phenotype37.
Indeed, several preclinical, as well as clinical studies reported a
neuroprotective role of estrogens in a number of neurodevelop-
mental disorders38–43, including autism39,40. However, while
estrogens may play a protective role contributing to the normal
behavior of the Fmr1R138Q female mice in the three-chamber test,
on the basis of the current behavioral data we cannot exclude that
Fmr1R138Q female mice still display defects in their social reper-
toire. Such impairments may be either more subtle in females
than in males or revealed by behavioral tasks other than the
three-chamber test.

Since most of the knowledge on FXS derives from studies using
Fmr1-KO models, it is important to compare the phenotype
reported in these models with our data on the Fmr1R138Q mice.
Because the R138Q mutation occurs in the FMR1 gene, it has
been unequivocally associated with the development of an FXS-

like pathology. It is important to stress here that the three
unrelated FMRP-R138Q patients show markedly variable
phenotypes11,13–15, indicating that the same mutation leads to
different clinical features ranging from mild symptoms to a full,
complex classical FXS phenotype. Even if some of the defects
measured in Fmr1R138Q animals are different from those mea-
sured in Fmr1-KO mice, it is important to notice that they rely on
alterations in the same cellular processes, including synaptic
elimination and AMPAR-mediated synaptic function, which
likely underlie the socio-emotional and cognitive deficits. For
instance, an increased spine density and immaturity have been
consistently reported in the Fmr1-KO hippocampus18,19,44,45.
While we also measured an increase in spine density in the
Fmr1R138Q hippocampus, we did not notice any modification in
the overall maturity of the dendritic protrusions. In addition,
while the surface levels of AMPARs are significantly increased in
the Fmr1R138Q hippocampus, it is rather decreased in different
brain regions of the Fmr1-KO mouse46–49, including the hippo-
campus. However, alterations in postsynaptic AMPAR surface
expression result in impaired basal synaptic transmission in both
models49 (Fig. 4). Finally, we have shown that the NMDAR-
mediated LTP is severely impaired in the Fmr1R138Q hippo-
campus. While LTP impairments have also been reported in the
Fmr1-KO hippocampus50,51, the molecular mechanisms under-
lying these defects in Fmr1R138Q mice are likely different from
those in the Fmr1-KO background. We also showed that
Fmr1R138Q mice display reduced social interaction in the three-
chamber test, which is reminiscent of autistic-like features.
Fmr1R138Q mice are also unable to discriminate between a
familiar and a novel object demonstrating that learning and
memory processes are impaired in these animals. Similar cogni-
tive and socio-emotional deficits have been reported in the Fmr1-
KO mice in the same behavioral tasks52,53. Altogether, our data
indicate that different mutations in the FMR1 gene engage dis-
tinct molecular mechanisms leading to similar pathological con-
ditions. Therefore, the identification of additional FMRP-R138Q
patients will undoubtedly help to shed light on the phenotypic
and mechanistic similarities and differences with the classical FXS
pathology.

From a therapeutic point of view, it might be of interest to
target the AMPARs in the Fmr1R138Q brain. The excess of
available AMPARs in the Fmr1R138Q brain may correlate with the
intractable seizures observed in the first-reported patient carrying
the R138Q mutation13. The FDA-approved anti-epileptic
AMPAR antagonist Perampanel54 could be used to reduce the
activity of these glutamate receptors and treat the epileptic
manifestations in FXS patients carrying the R138Q mutation.
Preclinical studies are now required to first investigate the epi-
leptic activity in the Fmr1R138Q mouse line and then determine if
Perampanel can correct the altered AMPAR function, as well as
the socio-cognitive behaviors in these mice.

Generating preclinical models for brain disorders is an essential
step toward the development of efficient therapies to treat human
diseases. In this context, the Fmr1R138Q mouse line certainly
represents a unique preclinical model to test the efficacy of new
molecules and/or the repurposing of existing FDA-approved
drugs to correct the altered pathways identified in these mice.
This may also lead in the near future to the development of
clinical studies to assess the potential benefits of these drugs in
FXS patients. Therefore, gaining insights into this complex neu-
rodevelopmental disorder may lead to innovative therapeutic
strategies for these particular cases of FXS. Nevertheless, since
AMPAR alterations as well as synaptic defects have been linked to
other neurodevelopmental disorders, these approaches might be
extended to classical FXS patients and more generally to patients
presenting ID and ASD in which the AMPAR pathway is altered.
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Methods
Mouse lines. Fmr1R138Q mice were successfully generated at the ‘Institut Clinique
de la Souris’ (ICS; Illkirch-Graffenstaden, France) using standard procedures of
homologous recombination in murine embryonic C57BL/6N stem (ES) cells
(Fig. 1a). Fmr1R138Q mice were backcrossed for more than ten generations into the
C57BL/6J genetic background (Janvier, St. Berthevin, France). All animals were
handled and treated in accordance with the European Council directives for the
Care and Use of Laboratory Animals and following the ARRIVE guidelines. Mice
had free access to water and food. Mice were exposed to a 12-h light/dark cycle and
the temperature was maintained at 23 ± 1 °C with a relative humidity of 45 to 65%.

Histology and nissl staining. Brains of PND90 WT and Fmr1R138Q male litter-
mates were carefully dissected and frozen in pre-cooled isopentane in liquid
nitrogen (−60 °C) for 1 min and stored at −20 °C until cryostat sectioning. Twenty
micrometers section containing the hippocampus were then quickly fixed in 4%
formaldehyde in PBS. Hippocampal sections were then Nissl stained to reveal the
gross architecture of the hippocampus. Fixed sections were first immersed in a
cresyl violet solution (5 g L−1 cresyl violet, 0.3% acetic acid) for 2–3 min, then
quickly washed in distilled water, and 70% ethanol/0.05% acetic acid. After
dehydrating in 100% ethanol, sections were mounted with Entellan and imaged
with a 4x lens on a Leica DMD optical microscope.

Golgi-cox staining. WT and Fmr1R138Q male littermates at PND90 were deeply
anesthetized by an intraperitoneal injection of 50 mg kg−1 sodium pentobarbital.
Mice were then transcardially perfused with a 0.9% NaCl solution (w/v) to remove
blood from the vessels. Brains were stained with the FD Rapid GolgiStain Kit (FD
NeuroTechnologies) following the manufacturer’s instructions. Briefly, tissues were
quickly rinsed in ddH2O and immersed in the impregnation solution for 14 days at
RT in the dark. Brains were then transferred to the tissue-protecting solution and
kept in the dark at RT for a further 72 h. Hundred-micrometers-coronal section
mounted in the tissue-protecting solution on coated slides (2% gelatin, 1% KCr
(SO4)2) were then air dried at room temperature (RT) for 2 h in the dark. After two
4-min washes in ddH2O, sections were stained in an ammonium and sodium
thiosulfate-containing solution for 10 min. Sections were then dehydrated succes-
sively in ethanol with increasing percentage (50 to 100%) and finally, in xylene for
4 min and mounted in Entellan. Images were acquired in the following 48 h using
an Axiovert200M videomicroscope (Zeiss) with a 100x oil immersion lens. Z-series
of randomly selected basal and apical secondary dendrites from CA1 hippocampal
neurons were processed with the Extended Depth of Field plugin of ImageJ.
Dendritic spine length, width, and density were measured in ImageJ and data
imported in GraphPad Prism software for statistical analysis.

Electron microscopy. WT and Fmr1R138Q male littermates at PND90 were deeply
anesthetized by an intraperitoneal injection of 50 mg kg−1 sodium pentobarbital.
Mice were transcardially perfused with a 0.9% NaCl solution and then with 2.5%
glutaraldehyde and 2% paraformaldehyde in 0.15 M sodium cacodylate buffer (pH
7.4). Brains were post fixed for an additional 24–48 h at 4 °C. Hippocampi were
then manually dissected from 100 μm thick vibratome sections. After washing, they
were further fixed in 2% osmium tetroxide, rinsed, stained with 1% uranyl acetate
in water for 45 min, dehydrated, and embedded in epoxy resin (Electron Micro-
scopy Science, Hatfield, PA, USA). Ultrathin 70–90-nm sections were stained with
uranyl acetate and lead citrate, then imaged under a Philips CM10 transmission
electron microscope (TEM; FEI, Eindhoven, Netherlands). Images were acquired at
a final magnification of 25–34000× using a Morada CCD camera (Olympus,
Munster, Germany). Excitatory synapses in the apical dendrite layer of the hip-
pocampal CA1 region were selected for analyses based on the presence of a cluster
of presynaptic vesicles, a defined synaptic cleft, and an electron-dense postsynaptic
density (PSD). The density of excitatory synapses and presynaptic vesicles, as well
as the length and thickness of the PSD, were computed. The average thickness of
the PSD was calculated as described in55,56. The estimation of the density of
excitatory synapses per μm3 of the hippocampus was computed using a size-
frequency stereological method56,57.

Mouse brain lysate preparation. Brain lysates from WT and Fmr1R138Q litter-
mates from the indicated developmental stages (PND3–90) were prepared. Briefly,
freshly dissected brains were transferred in five volumes (w/v) of ice-cold sucrose
buffer (10 mM Tris-HCl pH 7.4, 0.32M sucrose) supplemented with a protease
inhibitor cocktail (Sigma, 1/100) and homogenized at 4 °C using a Teflon–glass
potter. Nuclear fraction and cell debris were pelleted by centrifugation at 1000 g for
10 min. The post nuclear S1 fraction (supernatant) was collected and protein
concentration measured using the BCA protein assay (Biorad).

Total mRNA analysis. Total RNA was extracted from PND90 WT and Fmr1R138Q

brains with the Trizol reagent (Sigma) according to the manufacturer’s recom-
mendations. RNA was then purified using the RNeasy Mini Kit (Qiagen). RT was
performed on 1 µg of RNA with the Superscript IV synthesis kit (Invitrogen).
Quantitative PCR (qPCR) was performed on a Light Cycler 480 (Roche) with
MasterMix SYBRGreen (Roche) using specific oligonucleotides (Supplementary
Table 1) and following the manufacturer’s instructions.

Primary neuronal cultures. The protocol to prepare primary neuronal cultures
from mouse embryos was approved by the National Animal Care and Ethics
Committee (Project reference APAFIS#18648-201901111154666). Hippocampal
neurons were prepared from WT and Fmr1R138Q embryonic (E15.5) C57BL/6
mice. Neurons were plated in Neurobasal medium (Invitrogen, France) supple-
mented with 2% B27 (Invitrogen), 0.5 mM glutamine, and penicillin/streptomycin
(Ozyme) on 60-mm dishes or 16-mm glass coverslips (VWR) pre-coated with
Poly-L-Lysine (0.5 mgmL−1; Sigma). Neurons (600,000 cells per 60-mm dish or
80,000 cells per 16-mm coverslip) were then used at 14–15 DIV.

Sindbis virus production and neuronal transduction. Attenuated Sindbis viral
particles (SINrep(nsP2S726) were prepared by generating cRNAs from the pSin-
Rep5 plasmid (Invitrogen) containing the sequence coding for eGFP and from the
defective helper (pDH-BB) plasmid58,59 using the Mmessage Mmachine
SP6 solution (Ambion). Both cRNAs were then electroporated into BHK21 cells.
Pseudovirions present in the culture medium were harvested 48 h after electro-
poration and ultracentrifugated on a SW41Ti. Aliquots of concentrated Sindbis
particles were titrated and stored at −80 °C until use. Neurons were transduced at a
multiplicity of infection (MOI) of 0.1 and incubated at 37 °C under 5% CO2 for 20
h until use.

Biotinylation assays60. Live Tetrodotoxin (TTX, 0.5 μM)-treated control or
treated Fmr1R138Q hippocampal neurons (14–15 DIV) were surface biotinylated for
10 min at 4 °C on ice using the membrane impermeant Sulfo-NHS-SS-Biotin
(Pierce, 0.3 mg mL−1 in PBS). After three washes in ice-cold PBS, neurons were
incubated with NH4Cl (50 mM in PBS) for 5 min at 4 °C to quench the remaining
unbound biotin. After three more washes in PBS, cells were lysed in extraction
buffer (Tris-HCl 10 mM pH 7.5, NaCl 150 mM, EDTA 10 mM, Triton X-100 1%,
SDS 0.1%, mammalian protease inhibitor cocktail 1%) for 1 h at 4 °C. After
sonication and centrifugation (16,000 g for 15 min at 4 °C), supernatants con-
taining an equal amount of protein were incubated with 50 μl streptavidin beads for
3 h to overnight at 4 °C to immunoprecipitate the surface-biotinylated proteins.
After four washes in extraction buffer, proteins were eluted from the streptavidin
beads by boiling in reducing sample buffer containing 5% β-mercaptoethanol and
then resolved by SDS-PAGE and immunoblotting using the indicated antibodies.
Standard GAPDH controls were included to ensure that there was no intracellular
biotinylation. Bands were quantified using ImageJ and normalized as indicated in
the figure legends.

BS3-crosslinking assays56. Hippocampi from WT and Fmr1R138Q male litter-
mates were included in agar. Two hundred fifty-micrometer-thick hippocampal
slices were prepared in ice-cold oxygenated (5% CO2, 95% O2) sucrose solution
(2.5 mM KCl, 1.25 mM NaH2PO4, 10 mM MgSO4, 0.5 mM CaCl2, 26 mM
NaHCO3, 11 mM glucose, 234 mM sucrose). Free-floating hippocampal slices were
first pretreated with TTX in ECS solution (140 mM NaCl, 1.3 mM CaCl2, 5 mM
KCl, 25 mM HEPES, 33 mM glucose, Tris buffered to pH 7.4, TTX 1 µM) for 10
min at 37 °C and then incubated in ECS or cLTP21 solutions. LTP was chemically
induced with 200 μM glycine, 20 μM bicuculline, and 1 μM strychnine in pre-
warmed ECS for 3 min. After a 20-min washout in ECS, slices were incubated in
the cell membrane-impermeable BS3 crosslinker (PierceNet) that was prepared as a
52 mM stock solution in 5 mM sodium citrate buffer pH 5 and added onto hip-
pocampal slices at a final concentration of 2 mM, for 30 min at 4 °C with gentle
agitation. Glycine (100 mM) was then added for 10 min at 4 °C to quench the
remaining unbound BS3. Slices were homogenized in lysis buffer (50 mM Tris-HCl
pH 7.5, 150 mM NaCl, 1 mM EDTA, 1% SDS, mammalian protease inhibitor
cocktail 1%) for 1 h at RT. After sonication and centrifugation at 16,000 g for 15
min, protein concentration was measured using the BCA protein assay (Bio-Rad).
Proteins (20 μg) were resolved on 7% acrylamide SDS-PAGE gels and blotted for
GluA1 and GluA2. Standard β3-tubulin controls were included to ensure that
intracellular proteins were not BS3 crosslinked. Bands were quantified using ImageJ
software (NIH). A surface/intracellular ratio was performed to analyze the levels of
surface GluA1 and GluA2 expression.

Immunoblotting. Protein extracts were resolved by SDS-PAGE, transferred onto
nitrocellulose membrane (BioTraceNT, PALL), immunoblotted with the following
primary antibodies: mouse anti-FMRP18 1 µg/mL (DSHB, Clone 2F5-1); Rabbit
anti-GluA1 C-terminal 1/1000 (Merk-Millipore #AB1504); Rabbit anti-GluA2 C-
terminal 1/2000 (Synaptic System #182103); Rabbit anti-Homer1 1/1000 (Synaptic
Systems #160003); Mouse anti-PSD95 1/10000 (NeuroMab #75-028 clone K28/43);
Goat anti-GluN1 1/500 (Santa-Cruz #sc-1467); Mouse anti-Synapsin1a/b 1/500
(Santa-Cruz #sc-376623); Rabbit anti-GAD65/67 1/500 (Merk-Millipore
#ABN904); Rabbit anti-CaMKII 1/500 (Santa-Cruz #sc-9035); Rabbit anti-Arc 1/
1000 (Synaptic Systems #156003); Mouse anti-Gephyrin 1/1000 (Synaptic System
#147111); Rabbit anti-vGluT1 1/5000 (Synaptic System #135303). Standard loading
controls were included using a rabbit anti-GAPDH antibody 1/25000 (Sigma
#G9545) or a rabbit anti-β3 Tubulin 1/25000 (Synaptic Systems #302302) as
indicated. Proteins were revealed using the appropriate HRP-conjugated secondary
antibodies (GE healthcare #NA931V and #NA934V). Proteins were then identified
using Immobilon Western (Millipore) chemiluminescent solution and images
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acquired on a Fusion FX7 system (Vilber Lourmat). Full-size blots for cropped gels
are shown in the Source data file.

Immunolocalization of surface-expressed GluA1 AMPAR subunits. Live TTX-
treated WT and Fmr1R138Q hippocampal neurons (14–15 DIV) were incubated
with a mouse monoclonal anti-N-terminal GluA1 antibody (1:100; Merk-Millipore
#MAB2263) for 10 min at RT. After three washes, the neurons were quickly fixed
in PBS containing 3.7% formaldehyde and 5% sucrose for 5 min at RT. Cells were
then thoroughly rinsed and incubated with a non-permeabilizing blocking solution
(0.2% BSA, 5% HS in PBS) for 30 min. Neurons were then stained for 1 h at RT
with the appropriate secondary antibodies (Thermofisher/Invitrogen #A-21202 and
#A-21203; 1:200) conjugated to Alexa488 or 594 as indicated in PBS containing
0.2% BSA. Neurons were then further fixed for 10 min in PBS containing 3.7%
formaldehyde and 5% sucrose to stabilize the surface-associated secondary anti-
bodies. After a 30-min blocking/permeabilizing step in PBS containing 0.2% BSA,
0.2% Triton X-100, and 5% HS, neurons were incubated with guinea pig anti-
MAP2 (1/1000; Synaptic systems #188004) antibodies overnight at 4 °C. Cells were
then washed three times in PBS and incubated with the indicated secondary Alexa-
conjugated antibodies for 1 h at RT, mounted with Mowiol (Sigma), and stored at
−20 °C until confocal examination. The overall surface GluA1 intensity which
represents the fluorescence associated with the GluA1 antibody labeling was then
measured, as well as the density of surface GluA1 clusters, which rather correlates
with the distribution of the surface-expressed AMPARs at synapses along dendrites
since GluA1 is generally concentrated to dendritic spines.

For STED imaging, live TTX-treated neurons were incubated with either a
mouse monoclonal anti-N-terminal GluA1 (1/40, Merk-Millipore #MAB2263) or
GluA2 (1/30, Merk-Millipore #MAB397) antibodies and treated or not for cLTP as
above. To visualize the surface-expressed subunits, neurons were labeled with the
appropriate secondary antibodies conjugated to the StarRED dye (Abberior GmbH
STRED-1001; 1/100) prior to the permeabilization step and staining for Homer1
with a rabbit anti-Homer1 (1/500; Synaptic System). Coverslips were mounted in
Abberior Mount Solid Antifade (Abberior GmbH, Göttingen). STED images were
acquired using a Leica SP8 STED 3X (Leica Microsystems, Nanterre), at 400 Hz
through a 100x/1.4 NA Oil objective using the Leica LAS X software. Z-stack of
confocal images of Homer1 immunolabelled with Alexa594-labeled secondary
antibodies were obtained by a laser excitation at 561 nm and combined with a
STED image acquisition of surface GluA1 or GluA2 immunostained with a StarRed
Fluorophore excited at 633 nm and depleted at 775 nm (20–30% of power). Z-stack
of 2D STED images had a 20 × 20 × 200-nm voxel size and all images were
deconvolved using Huygens Professional (v18.10, Scientific Volume Imaging, The
Netherlands) and the CMLE algorithm with respectively SNR:20 and SNR:14 for
the confocal and STED images with 40 iterations.

Analysis of synaptic AMPAR nanodomains. Deconvolved Z-stack images of
confocal Homer1-Alexa594/STED GluA1/2-StarRed were analyzed using a home-
made macro program in FIJI software48 to quantify the levels of surface-expressed
GluA1 and GluA2 on dendritic spines. Deconvolved Z-stacks were first converted
to 2D images by a sum projection. The Homer1 image was then segmented
(Median filtering, intensity thresholding, Watershed) to delineate mature dendritic
spines with a diameter criterion (>250 nm). Corresponding Spine Regions of
Interest (SROI) obtained was first used to measure the intensity of the surface
GluA1/2 staining below this SROI on GluA1/2 images. Then the number of
nanodomains per spine was counted by an individual SROI screening on GluA1/2
images: each SROI was duplicated to give a small surface GluA1/2 image per spine
and segmented. The number of surface-associated GluA1 and GluA2 nanodomains
detected per spine in secondary dendrites was incremented according to a size
criterion, assuming a maximum size of 90 nm. Data were then imported in
GraphPad Prism software for statistical analysis.

Imaging and analysis of spine morphology. WT and Fmr1R138Q hippocampal
neurons were transduced at 14 DIV with Sindbis virus (MOI of 0.1) expressing free
eGFP for 20 h before fixation in PBS containing 3.7% formaldehyde and 5%
sucrose for 20 min at RT. Cells were then mounted in Mowiol as above. Confocal
images were acquired through a 63x oil objective (numerical aperture NA 1.4) on a
laser scanning confocal microscope LSM780 (Carl Zeiss, Marly-le-Roy, France).
The 488-nm laser power and detection gain (510–550 nm range) were adjusted to
avoid signal saturation. Z-stacks of three to five images of randomly selected GFP-
expressing secondary dendrites were compressed into two dimensions using a
maximum projection with the ImageJ software. Maximal Intensity Projection
images were imported into NeuronStudio61 for the automatic detection of the
dendritic spines. The length of individual spines was automatically measured and
data were imported in GraphPad Prism software for statistical analysis.

mEPSC patch-clamp recordings. Mice were anesthetized (Ketamine 150 mg kg−1

/ Xylazine 10 mg kg−1) and transcardially perfused with aCSF for slice preparation.
Two hundred fifty-micrometer-thick acute transverse hippocampal slices were
prepared. In ice-cold dissecting solution (234 mM sucrose, 2.5 mM KCl, 0.5 mM
CaCl2, 10 mM MgCl2, 26 mM NaHCO3, 1.25 mM NaH2PO4, and 11 mM D-glu-
cose) oxygenated with 95% O2 and 5% CO2 at pH 7.4. Slices were first incubated

for 1 h at 37 °C in aCSF (119 mM NaCl, 2.5 mM KCl, 1.25 mM NaH2PO4, 26 mM
NaHCO3, 1.3 mM MgSO4, 2.5 mM CaCl2, and 11 mM D-glucose) oxygenated with
95% O2 and 5% CO2 at pH 7.4. Slices were used after recovering for another 30 min
at RT. Visualized whole-cell voltage-clamp recording techniques were used to
measure AMPAR miniature excitatory postsynaptic currents (mEPSCs), using an
upright microscope (Olympus France). Whole-cell recordings were performed
using a Multiclamp 700B (Molecular Devices, UK) amplifier, under the control of
pClamp10 software (Molecular Devices, UK). Slices were kept at 32–34 °C in a
recording chamber perfused with 2.5 ml min−1 aCSF (119 mM NaCl, 2.5 mM KCl,
1.25 mM NaH2PO4, 26 mM NaHCO3, 2 mM MgSO4, 4 mM CaCl2, and 11 mM D-
glucose) oxygenated with 95% O2 and 5% CO2. Picrotoxin (50 μM; Sigma-Aldrich,
France) to block GABAergic transmission and TTX (0.5 µM; Abcam, France) to
block sodium channels were added to the aCSF perfusion solution. Recording
pipettes (5–6 MΩ) for voltage-clamp experiments were filled with a solution
containing 117.5 mM Cs-gluconate, 15.5 mM CsCl, 10 mM TEACl, 8 mM NaCl, 10
HEPES, 0.25 mM EGTA, 4 mM MgATP, and 0.3 NaGTP (pH 7.3; Osmolarity
290–300 mOsm). Whole-cell patch-clamp configuration was established at a Vol-
tage holding (Vh) of −65 mV, and cells were left to stabilize for 2–3 min before
recordings. Holding current and series resistance were continuously monitored
throughout the recordings and, if either of these parameters varied by more than
20%, the experiment was discarded. At least 100 events were obtained from each
cell. Experiments and analysis were done blind to the genotype. Recordings were
analyzed using the Clampfit software by applying a threshold search to detect
spontaneous events. The threshold for AMPAR mEPSCs detection was set at −9
pA to exclude electric noise contamination.

Slice preparation and LTP electrophysiological recordings. WT and Fmr1R138Q

male littermate (PND35–42) brains were incubated for 4 min in ice-cold sucrose
cutting solution (19.99 mM KCl, 260 mM NaHCO3, 11.5 mM NaH2PO4, 10 mM
glucose, 220 mM sucrose, 0.2 mM CaCl2, 6 mM MgCl2) gassed with carbogen (95%
O2+ 5% CO2; pH 7.4 at 37 °C; 290–310 mosmol L−1). Sagittal hippocampal slices
(350 μm) were then incubated in standard artificial cerebrospinal fluid (ACSF; 119
mM NaCl, 2.5 mM KCl, 1.3 mM MgCl2, 2.5 mM CaCl2, 10 mM glucose, 1 mM
NaH2PO4, 26 mM NaHCO3). Slices were allowed to recover at 35 °C for 45 min,
continuously oxygenized with carbogen, and then for 45 min at RT. Recordings
were performed in ACSF continuously oxygenized with carbogen at 33–35 °C in a
submerged recording chamber perfused at a low rate (1.8 ml min−1). Glass
microelectrodes (tip diameter 5–10 µm; resistance: 0.2–0.3Ω) were filled with
ACSF. Field recordings were performed using MultiClamp 700B amplifier
(Molecular Devices, Foster City, CA, USA) and Clampfit software. Schaffer col-
laterals in the CA1 region were stimulated using a bipolar electrode and recorded
in the stratum radiatum of the CA1. A baseline of 10 min was recorded in the
current-clamp mode with a single stimulation at 0.1 Hz every 10 s. LTP was
induced by high-frequency stimulation (3 × 100 Hz for 1 s, 30 s inter burst), and
recorded at 0.1 Hz stimulation rate for 50 min. The analysis was performed using
the Clampfit software (Molecular Device). Along with the 0.1 Hz stimulations, fiber
volley (FV) and synaptic response slopes were calculated and normalized to the
baseline levels. Experiments were done blind to the genotype. To assess for synaptic
changes, the EPSP/FV slope ratio was calculated and averaged for 1-min time
periods. Quantification and statistical comparisons were computed by comparing
the EPSP/FV ratios obtained at 40–50 min after induction to the baseline level.

Behavioral tasks. All experiments were performed between 9:00 a.m. and 4:30 p.m.
Both male and female WT and Fmr1R138Q mice were tested. The experiments were
approved by the Italian Ministry of Health (Rome, Italy; Authorization number: 87-
2019-PR) and performed in agreement with the ARRIVE guidelines, with the
guidelines released by the Italian Ministry of Health (D.L. 26/14) and the European
Community Directive 2010/63/EU. All behavioral experiments were performed and
scored blind to the genotype. Data are expressed as mean ± s.e.m.

Locomotor activity. At PND40–45, during the habituation session of the novel
object recognition test, locomotor activity was calculated using a grid that divides
the arena into equally sized squares and that is projected over the recordings. The
number of line crossings made by the animal was quantified to assess its motor
activity.

The Isolation-induced ultrasonic vocalizations (USVs) test. The test was performed
as previously described19. Briefly, each pup (PND7) was individually removed from
the nest and placed into a black Plexiglas arena, located inside a sound-attenuating
and temperature-controlled chamber. USVs from the pups were detected for 3 min
by an ultrasound microphone (Avisoft Bioacoustics, Germany) sensitive to fre-
quencies between 10 and 250 kHz and fixed at 10 cm above the arena. Pup axillary
temperature was measured before and after the test by a digital thermometer. The
emission of USVs was analyzed using Avisoft Recorder software (Version 5.1).

Novel object recognition test. The novel object recognition test was performed at
PND40–45. The test consisted of three phases: habituation, training, and test. In
the habituation phase, the animals were allowed to explore an empty arena (a
Plexiglas arena measuring 40 × 40 × 40 cm3) for 5 min. Twenty-four hours later, on
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the training trial, each mouse was individually placed into the arena containing two
identical objects (A1 and A2), equidistant from each other, and allowed to explore
the objects for 10 min. After 1 h, during the test phase, one copy of the familiar
object (A3) and a new object (B) was placed in the same location as during the
training trial. The time spent exploring each object was recorded for 5 min. The
discrimination index was calculated as the difference in time exploring the novel
and the familiar objects, expressed as the percentage ratio of the total time spent
exploring both objects62.

Three-chamber test. This test was performed at PND40–45. The apparatus was a
rectangular three-chamber box, with two lateral chambers (20.5 (length) × 41
(width) × 22.5 (height) cm) connected to a central chamber (20 (length) × 41
(width) × 22.5 (height) cm). Each lateral chamber contained a small Plexiglas
cylindrical cage. Each experimental mouse was individually allowed to explore the
central compartment for 5 min with both doors closed. Next, each experimental
mouse was individually allowed to explore the apparatus for 10 min and then
confined in the central compartment. An unfamiliar stimulus animal was confined
in a cage located in one chamber of the apparatus, while the cage in the other
chamber was left empty. Both doors to the side chambers were then opened,
allowing the experimental animal to explore the apparatus for 10 min. The per-
centage of time spent in the social approach (sniffing the stimulus animal) and the
discrimination index were scored using the Observer XT, version 12.0 software
(Noldus Information Technology, The Netherlands). The discrimination index was
calculated as the difference in time exploring the stimulus and the empty cage,
expressed as the percentage ratio of the total time spent exploring both the stimulus
and empty cage.

Data manipulation and statistical analysis. Statistical analyses were calculated
using GraphPad Prism (v7.0; GraphPad Software, Inc) or Sigma Plot (v13.0; Systat
Software, Inc, USA) software. All data are expressed as mean ± s.e.m. Unpaired t
test (Figs. 2c, 3a, 4, 5c, d, k and Supplementary Figs. 1b and 3), Ratio t test (Figs. 3c,
d, 5b, h and Supplementary Fig. 4) or non-parametric Mann–Whitney test
(Figs. 2a, b, 3b, 5e and supplementary Fig. 2) were used to compare medians of two
data sets. Statistical significance for multiple comparison data sets was computed
two-way ANOVA with Sidak’s post test (Fig. 1b). Behavioral data (Fig. 6 and
Supplementary Fig. 6) were analyzed by two-way ANOVA including genotype and
sex as factors with a Newman–Keuls post hoc test for individual group compar-
isons. Normality for all groups was verified using the Shapiro–Wilk test. For
electrophysiological data, distributions were analyzed by a Kolmogorov–Smirnov
test (Fig. 4). *p < 0.05 was considered significant.

Reporting summary. Further information on research design is available in the Nature
Research Reporting Summary linked to this article.

Data availability
The datasets generated and analyzed during the current study are available from the
corresponding author on reasonable request. The B6N Fmr1R138Q line is available to the
scientific community via the Mouse Clinical Institute (ICS, Illkirsh, France; http://www.
ics-mci.fr/en/), or the INFRAFRONTIER consortium (the European Research
Infrastructure for phenotyping and archiving of model mammalian genomes (https://
www.infrafrontier.eu/). Source data are provided with this paper.
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Annexe 4  

Bidirectional regulation of synaptic 

deSUMOylation by GroupI metabotropic 

glutamate receptors 

(En préparation) 

Pronot M1, Poupon G1, Pizzamiglio L1, Schorova L1, Prieto M1, Folci A1, Lebel Q1, 
Gwizdek C1, Brau F1 & Martin S2. 

1 Université Côte d’Azur, CNRS, IPMC, France. 
2 Université Côte d’Azur, INSERM, CNRS, IPMC, France. 
 

La SUMOylation joue un rôle central dans la régulation du développement, de la transmission 
et de la plasticité synaptique. L'équilibre SUMOylation/déSUMOylation est orchestré par 
l'action coordonnée de la seule enzyme de conjugaison de SUMO Ubc9 et des enzymes de 
déconjugaison de SUMO appelées SENP. Une régulation étroite de cet équilibre est donc 
essentielle au fonctionnement du cerveau et sa perturbation est associée à plusieurs troubles 
neurologiques. Nous avons précédemment démontré qu'une brève activation des mGlu5R 
piège transitoirement Ubc9 aux post-synapses, ce qui entraîne une augmentation rapide de la 
SUMOylation synaptique globale et des changements dans l'excitabilité neuronale. Une 
activation soutenue des mGlu5R entraîne une accumulation post-synaptique de SENP1 et un 
rétablissement de la SUMOylation synaptique basale. Étant donné que ces deux processus 
sont contrôlés par l'activation des mGlu5R mais à des échelles de temps différentes, d'autres 
mécanismes doivent coexister pour réguler cet équilibre spatio-temporel. En combinant 
technique d'imagerie en temps réel et d'approches biochimiques et pharmacologiques, nous 
avons mis en évidence une régulation bidirectionnelle de la déSUMOylation synaptique par 
les mGluRs du groupe I. Nous avons montré l’importance de l'activation de la PKC et de la 
CaMKII ainsi dans la redistribution synaptique de SENP1. Dans l'ensemble, notre travail a 
permis de fournir des informations supplémentaires sur les mécanismes de régulation 
séquentiels dépendants de l'activité qui conduisent à l'homéostasie synaptique de la 
SUMOylation. 
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Abstract 

Sumoylation is a post-translational modification essential to all cell function. In this context, a tightly 

controlled equilibrium between sumoylation and desumoylation processes is also critical to the neuronal 

function including neurotransmitter release and synaptic plasticity. Disruption of the sumoylation 

homeostasis in neurons has been associated with several neurological disorders. The balance between the 

sumoylation and desumoylation of substrate proteins is governed by the opposite activity of the sole 

SUMO-conjugating enzyme Ubc9 and a group of desumoylation enzymes called SENPs respectively. We 

previously showed that the activation of type 5 metabotropic glutamate receptors (mGlu5R) triggers the 

transient trapping of Ubc9 in dendritic spines, leading to a rapid increase in the overall synaptic 

sumoylation. We also reported that the desumoylase activity of SENP1 at the post-synapse is triggered by 

a sustained activation of these receptors allowing the increased synaptic sumoylation to get back to resting 

levels. Here we combined the use of pharmacological tools with subcellular fractionation and live-cell 

imaging of individual hippocampal spines to demonstrate that the synaptic accumulation of the 

desumoylation enzyme SENP1 is bidirectionally controlled by the activation of type 1 mGlu1 and mGlu5 

receptors. Indeed, the pharmacological blockade of mGlu1R activation during type 1 mGluR stimulation 

leads to a sharp increase in the level of SENP1 accumulation at synapses indicating that mGlu1R acts as a 

brake to the mGlu5R-dependent desumoylation process at the post-synapse. Altogether, our findings reveal 

that type 1 mGluRs work in opposition to dynamically maintain the homeostasis of sumoylation at the 

mammalian synapse. 

 

 

 

 

 

 

 

Keywords: Sumoylation, SENP1, synapse, PKC, CaMKII, mGlu1 and mGlu5 receptors 
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Introduction 

Neuronal transmission takes place in highly specialized structures called synapses. Post-translational 

modifications (PTMs) play an essential role in synaptic communication by dynamically regulating protein-

protein interactions at both pre- and postsynaptic sites. In the past decade, the PTM sumoylation has 

emerged as a key regulator of the neuronal and synaptic function [1, 2]. Sumoylation consists in the 

covalent, but reversible, conjugation of the Small Ubiquitin-like MOdifier (SUMO1-3) polypeptides (~100 

amino acids; ~11 kDa) to specific lysine residues of substrate proteins [3, 4]. It participates in the dynamic 

regulation of multi-protein complexes by creating new binding sites for specific interactors or alternatively, 

by disrupting or preventing protein-protein interactions [5]. Sumoylation regulates the function of several 

extranuclear proteins involved in neuronal excitability [6-8], postsynaptic differentiation [9] as well as in 

synaptic transmission and plasticity [10-12]. 

 

A tight equilibrium between sumoylation and desumoylation is constantly maintained and essential in order 

for the targeted proteins to shape their molecular networks and inherently, to fulfil their functions. This 

balance is preserved by the coordinated action of a dedicated pathway by which SUMO is conjugated to 

their substrates via the sole E2-conjugating enzyme Ubc9 with or without the need of an E3 SUMO-ligase 

and removed via specific desumoylation enzymes called Sentrin-specific proteases (SENPs). There are six 

different SENPs in mammals that are characterized by their selectivity for the SUMO paralogs and/or their 

subcellular localisation [13]. For instance, SENP1 localised partly to dendritic spines [14-17] and can 

actively remove SUMO moieties from target proteins [2, 13, 16]. 

 

Importantly, dysregulation in protein sumoylation has been directly linked to the development of both 

neurodevelopmental and neurodegenerative diseases, including, but not restricted to, the Rett syndrome or 

Parkinson’s and Alzheimer’s diseases [1, 2]. In line with this view that the homeostasis of protein 

sumoylation must be preserved to maintain the synaptic function, we previously reported the existence of 

a spatiotemporal and activity-dependent regulation of the sumoylation process in the brain [7, 15]. In 

addition, we demonstrated that the activation of the metabotropic glutamate mGlu5 receptor promotes the 

transient trapping of Ubc9 in dendritic spines leading to an overall increase in synaptic sumoylation [7]. 
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More recently, we showed that the sustained activation of type 1 mGluRs triggers the accumulation of 

SENP1 at post-synaptic sites by decreasing the exit rate of SENP1 from dendritic spines [16]. However, 

the activity-dependent mechanisms and signalling pathways driving the spatiotemporal redistribution of the 

SENP enzymes at synapses are still not fully understood and such investigation is of critical importance to 

better understand how the levels of synaptic sumoylation is locally maintained. 

 

Here, we identified a bidirectional role of type 1 mGlu1 and mGlu5 receptors on the activity-dependent 

accumulation of the desumoylating enzyme SENP1 in dendritic spines using a combination of biochemical 

and live cell-imaging approaches. We show that the mGlu5R activation is primarily responsible for the 

accumulation of SENP1 in dendritic spines of rat cultured hippocampal neurons whereas the activation of 

mGlu1R rather acts as a brake to this accumulation. This activity-dependent accumulation at post-synaptic 

sites requires the activation of either PKC or CaMKII downstream of the mGluRs. Altogether, our data 

clearly demonstrate that type 1 mGlu1 and mGlu5 receptors act in opposition to finely tune the synaptic 

levels of SENP1 enzymes in order to maintain the level of sumoylation at synapses. 

 

 

Results 

The synaptic accumulation of SENP1 is triggered by the activation of mGlu5R  

The post-synaptic targeting of several enzymes important for the synaptic function is triggered by neuronal 

activity [7, 15, 16, 18, 19]. To assess how the synaptic accumulation of the desumoylation enzyme SENP1 

is activity-dependently regulated, we expressed a GFP-tagged version of SENP1 [16] in rat hippocampal 

neurons and combined time-lapse microscopy with the use of Dihydroxyphenylglycine (DHPG) to activate 

group 1 mGlu1 and mGlu5 receptors (Fig. 1). Using live-cell imaging, we recorded the redistribution of 

GFP-SENP1 into dendritic spines in real time during the mGluR stimulation. Activation of type 1 mGluRs 

with DHPG led to a slow but significant increase in GFP-SENP1 fluorescence in dendritic spines, reaching 

a plateau 40 min after the beginning of the drug application (Fig. 1; Supplementary video 1). In parallel, 

we monitored a decrease in GFP-SENP1 fluorescence in the dendritic shaft as soon as the plateau of GFP-

SENP1 fluorescence was reached (Fig. 1A,B). The synaptic GFP-SENP1 fluorescence accumulated in 
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dendritic spines returned to initial levels when the DHPG was exchanged for the control solution indicating 

that the type 1 mGluR-dependent accumulation of GFP-SENP1 into the post-synaptic compartments is 

reversible (Fig. 1; Supplementary video 1). We also verified that the overall fluorescence and synapto-

dendritic localisation of GFP-SENP1 remain unchanged in basal unstimulated conditions over the time 

course of these experiments (Supplementary fig. 1). 

 

It is essential to note here that the gradual accumulation of GFP-SENP1 at post-synaptic sites measured 

upon the sustained activation of type 1 mGluRs results from the concomitant activation of both mGlu1 and 

mGlu5 receptors in the presence of DHPG. Since these G-protein coupled receptors can trigger distinct 

signalling pathways [20], we assessed how the activation of each of these receptor subtypes induces the 

phosphorylation of the MAP kinases ERK (Fig. 2). As expected, the phosphorylation of ERK was triggered 

by the incubation of hippocampal neurons with the DHPG and this type 1 mGluR-dependent increase in 

the level of phospho-ERK in response to DHPG was fully blocked when the cells were coincubated with 

the specific mGlu5R antagonist MPEP, but not when neurons were treated in the presence of the potent 

non-competitive mGlu1R antagonist JNJ16259685 [21]. These data indicate that the activation of these 

receptors differentially promotes the phosphorylation of the ERK pathway with the mGlu5Rs being the sole 

activator of this signalling cascade in rat cultured hippocampal neurons. 

 

Since type 1 mGluRs have also been reported to act in an agonist-independent way characterized by a 

constitutive activity in absence of agonist, we first assessed the effect of the selective non-competitive 

mGlu1R antagonist JNJ16259685 on the synaptic accumulation of GFP-SENP1 using time-lapse 

microscopy (Fig. 3). The specific inhibition of mGlu1R constitutive activity with the JNJ16259685 led to 

a slow but significant increase in GFP-SENP1 fluorescence in dendritic spines, reaching a plateau about 40 

min after the start of the mGlu1R non-competitive antagonist application (Fig. 3; Supplementary video 

2). This synaptic accumulation was mirrored by a decrease in the dendritic shaft indicating that the 

constitutive activity of mGlu1Rs participates in the regulation of the steady state levels of SENP1 in 

dendritic spines. 
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To further identify the contribution of each subtype of mGluRs in the activity-dependent accumulation of 

SENP1 into dendritic spines, we measured the impact of the mGlu1R antagonist JNJ16259685 in the 

presence of the type 1 mGluR agonist DHPG (Fig. 4; Supplementary video 3). Surprisingly, time-lapse 

recordings of the synaptic targeting of GFP-SENP1 in the presence of both DHPG and JNJ16259685 

revealed that the accumulation of GFP-SENP1 into spines is far much faster and reach higher levels when 

the activation of mGlu1R is prevented. Indeed, the levels of synaptic GFP-SENP1 fluorescence 

accumulation were three times higher than in DHPG condition alone (Fig. 1; DHPG plateau (50-55’; 1.094 

± 0.021) Vs [DHPG + JNJ16259685] plateau (50-55’; 1.277 ± 0.018). These data therefore suggest that 

both the targeting to and the exit from dendritic spines are oppositely regulated by type 1 mGluRs with the 

activation of mGlu5Rs being responsible for the targeting of SENP1 in dendritic spines and mGlu1Rs rather 

acting as a brake to this post-synaptic accumulation.  

 

The mGlu5R-dependent accumulation of SENP1 at synapses requires the activation of either PKC 

or CaMKII 

Although on different timescales, both the sumoylation and desumoylation processes at synapses are 

controlled by the activation of type 1 mGluRs [7, 16]. However, the molecular pathways underlying this 

enzymatic balance are not fully understood. Since the activation of the Protein Kinase C (PKC) is required 

for the rapid but transient trapping of the SUMO-conjugating enzyme Ubc9 into spines [7], we questioned 

whether PKC activity is also important for the mGlu5R-dependent accumulation of GFP-SENP1 at post-

synaptic sites. Time-lapse recordings of JNJ16259685-treated neurons stimulated with DHPG to 

specifically activate mGlu5Rs were coincubated with Chelerythrine, a potent inhibitor of PKC activity [22]; 

Fig. 5 A,B; Supplementary video 4). Since the accumulation of GFP-SENP1 is much faster and to a larger 

extent when mGlu1Rs are antagonized (Fig. 4), we compared the levels of desumoylation enzymes 

accumulated just 20 minutes after the start of the DHPG incubation (between 30 and 35’ in the experimental 

time sequence shown in fig. 4). We demonstrated that the accumulation GFP-SENP1 induced by a specific 

mGlu5R activation is fully blocked when hippocampal neurons are coincubated with the PKC inhibitor 

Chelerythrine (Fig. 5A,B; [JNJ16259685 + DHPG] plateau 20-25’; 1.171 ± 0.010) Vs [JNJ16259685 + 

DHPG + Chelerythrine] plateau (20-25’; 1.004 ± 0.018). 
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The Calcium/Calmodulin-dependent protein kinase 2 (CaMKII) is a serine/threonine-protein kinase that is 

also centrally involved in the synaptic function upon neuronal stimulation [19]. We thus investigated 

whether the activity of the CaMKII could be involved in the post-synaptic accumulation of SENP1. We 

performed time-lapse recordings on GFP-SENP1 expressing hippocampal neurons pretreated for 10 

minutes with the potent CaMKII inhibitor KN93 [23, 24]; Fig. 5A,C; Supplementary video 4). We found 

that similarly to the PKC, the need of a functional CaMKII activity is required to allow the mGlu5R-

dependent synaptic accumulation of GFP-SENP1 (Fig. 5A,C; [JNJ16259685 + DHPG] plateau 30-35’; 

1.168 ± 0.012) Vs [JNJ16259685 + DHPG + KN93] plateau (30-35’; 1.008 ± 0.012). Altogether, these data 

indicate that the post-synaptic accumulation of GFP-SENP1 in response to a neuronal stimulation via the 

mGlu5Rs absolutely requires the activation of either PKC or CaMKII kinases. 

 

The synaptic levels of endogenous SENP1 are significantly increased when mGlu1Rs are specifically 

blocked  

To further confirm that the sole activation of mGlu5R is also leading to the post-synaptic accumulation of 

endogenous SENP1 enzymes, we measured the extent of colocalisation between the endogenous SENP1 

and the postsynaptic marker PSD95 in basal, DHPG and [DHPG + JNJ16259685]-treated conditions (Fig. 

6). In line with the live-imaging data, the extent of SENP1 colocalisation with PSD95-positive post-synaptic 

sites was significantly increased in the [DHPG + JNJ16259685]-treated hippocampal neurons confirming 

that the specific activation of mGlu5Rs acts as a trigger for the retention and accumulation of endogenous 

SENP1 into spines.  

 

To assess the central action of mGlu5R on the synaptic accumulation of the endogenous SENP1 in a more 

integrated system, we prepared synaptosomal fractions from post-natal day 14 (PND14) rat brain slices 

(Fig. 7A,B) and measured the synaptic levels of SENP1 following a 10-min stimulation with either 

JNJ16259685, DHPG or [DHPG + JNJ16259685] (Fig. 7C,D). We found that synaptosomal fractions were 

specifically enriched in synaptic proteins such as Synapsin1, PSD95 and Homer1, and importantly, devoid 
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of Coilin and GM130 proteins demonstrating the absence of nuclear and Golgi contaminants respectively 

(Fig. 7B).  

 

Interestingly, incubation of PND14 brain slices with DHPG led to a significant increase in the endogenous 

levels of SENP1 in synaptosomes which was enhanced when brain slices were coincubated with [DHPG + 

JNJ16259685] to specifically activate mGlu5Rs (Fig. 7C,D), further confirming the mGlu5R-driven 

targeting and accumulation of the enzyme to synapses. Altogether these findings demonstrate that the sole 

activation of mGlu5R drives the activity-dependent dynamics of SENP1 into spines and strongly support 

the mGlu5R-driven homeostatic regulation of the synaptic sumoylation process.  

 

 

Discussion 

The synaptic balance between sumoylation and desumoylation is essential to maintain a proper synaptic 

communication [7, 16]. Here, we demonstrated that both type 1 mGlu1 and mGlu5 receptors are involved 

in this dynamic regulation (Fig. 8). We showed that these receptors work in opposition to control the levels 

of SENP1 present at the post-synapse. Indeed, the amount of SENP1 is largely increased in synapses when 

mGlu1Rs are blocked during a type 1 mGluR stimulation. This post-synaptic accumulation of SENP1 in 

response to the sole mGlu5Rs activation requires the prior activation of either PKC or CaMKII, downstream 

of the mGluRs activation (Fig. 8). 

 

The regulation of the synaptic balance between sumoylation and desumoylation appears more complex than 

initially thought. Both these processes are regulated by the activation of mGluRs and require PKC/CaMKII 

activities. First, a rapid transient mGlu5R- and PKC-dependent synaptic trapping of the SUMO-conjugating 

enzyme Ubc9 allows the rapid sumoylation of synaptic target proteins [7], which is then followed by the 

activity of SENP1 desumoylation enzymes to get post-synaptic SUMO-modified proteins back to their 

basal levels [16]. In this work, we provide an additional level of complexity with the demonstration that 

mGlu1Rs act as a brake to the mGlu5R-dependent accumulation of SENP1 enzymes at synapses. Since 

Glutamate binds to both type 1 mGluRs, the precise tuning of the desumoylation process at synapses could 
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rely on different but not mutually exclusive pathways. For instance, the composition in type 1 mGluRs of 

each synapse could be different, with synapses expressing more mGlu1R than others. Therefore, activated 

synapses presenting higher levels of mGlu1Rs will show less SENP1 accumulation than synapses where 

mGlu5Rs are mostly present. Another possibility is that the level of mGlu1R-mGlu5R heterodimers could 

be different between synapses, leading to distinct signalling pathways activation and thus, to a delayed, or 

to a more rapid accumulation of SENP1 in activated neurons. Alternatively, this could be the result of a 

differential binding of type 1 mGluRs to Calmodulin for instance as previously demonstrated [20]. Since 

phosphorylation events from either PKC or CaMKII are essential to the synaptic accumulation of SENP1, 

we cannot exclude that SENP1 could also be a direct target of these kinases. The phosphorylation of SENP1 

could thus be essential to control either its activity or its subcellular targeting and/or retention in dendritic 

spines. In line with this hypothesis, SENP1 could readily be phosphorylated in response to neuronal 

activation since its primary sequence presents high predictive values for Ser/Thr phosphorylation [25]. Of 

interest is the report that SENP3, a paralog of SENP1, can be phosphorylated in HeLa cells [26]. It was 

then demonstrated that the phosphorylation of SENP3 prevents its desumoylase activity [27]. Therefore, 

the hypothetical activity-dependent phosphorylation of SENP1 could also inhibit its desumoylase activity 

and consequently leading to a rapid increase in synaptic sumoylation. Another possibility is that the 

phosphorylation of SENP1 could represent a synaptic retention cue. In this case, this modification would 

rather participate in the accumulation of SENP1 in mGlu5R-activated synapses in line with our data. In any 

case, extensive studies remain to be done to assess whether SENP1 is activity-dependently phosphorylated 

in response to type 1 mGluRs activation and how this post-translational modification impacts the activity 

and/or the synaptic localisation of the desumoylase. 

 

Interestingly, Thalhammer and colleagues reported that the increase in synaptic activity leads to the 

targeting of CaMKII to dendritic spines of excitatory neurons [18]. However, this post-synaptic activity-

dependent targeting of the kinase is linked to the activation of NMDA receptor and to the underlying 

signalling pathways that involve calcium mobilization and microtubule dynamics [19]. While the SENP1 

desumoylase accumulation is not mediated by the activation of NMDAR [16], it remains to be determined 

whether the synaptic targeting of CaMKII is also driven by the activation of type 1 mGluRs. If this is the 
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case, it would be in favor of a role of the CaMKII phosphorylation directly on SENP1 to trigger or 

participate in its synaptic retention. In addition, CaMKII may phosphorylate many additional synaptic 

proteins other than SENP1 following neuronal activation, which is essential to the synaptic function. 

Therefore, we cannot rule out the possibility that this increased synaptic phosphorylation could also act as 

a retention matrix to capture SENP1 into dendritic spines. Thus, we can make the assumption that an 

interplay between these two post-translational modifications occur in a dynamic way to spatiotemporally 

control the sumoylation/desumoylation balance at synapses. 

 

Another interesting aspect of the current data is the potential link between brain diseases presenting defects 

in type 1 mGluR signalling or subcellular/synaptic receptor expression and/or organization. For instance, it 

is now clearly established that alteration of mGlu5R-dependent functions are clearly involved in the 

aetiology of several neurological disorders, including Fragile X syndrome, schizophrenia or chronic pain 

[28]. Therefore, we can postulate that a functional alteration in the mGluR function could also directly 

impact the homeostasis of protein sumoylation/desumoyation by deregulating the synaptic targeting of 

Ubc9 and SENP1 in activated neurons. It would thus be of interest to investigate the synapto-dendritic 

trafficking of both Ubc9 and SENP desumoylases in a diseased context to define whether the altered mGluR 

function impairs the synaptic levels of sumoylated proteins. This is of particular interest in the case of the 

Fragile X syndrome since it was shown that the sumoylation of the Fragile X Mental Retardation Protein 

FMRP is central to the activity-dependent release of its bound mRNAs allowing the synaptic elimination 

and maturation process in the developing brain [9, 29]. In light of the current data, this particular field of 

research seems of importance because it could provide an additional angle for the development of future 

therapeutic intervention for diseases presenting altered type 1 mGluR functions.  
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Materials and methods 

Constructs 

GFP-tagged full length WT human SENP1 in pEGFP-C2 is a generous gift from Dr Wang Min [30]. The 

construct was entirely sequenced. 

 

Rat strain 

Wistar rats were from a commercial source (Janvier, St Berthevin, France). Animals were treated in 

accordance with the European Council Guidelines for the Care and Use of Laboratory animals in our 

facility. Animals had free access to water and food. Lightning was controlled as a 12h light and dark cycle 

and the temperature maintained at 23 ± 1°C. Protocol to prepare primary neuronal cultures from rat embryos 

at E18 was approved by the National Animal Care and Ethics Committee (Project reference 

APAFIS#18647-2019011110552947v3). 

 

Cell culture 

Hippocampal neurons were prepared from E18 pregnant rats as previously described [7, 9, 16, 31]. Briefly, 

neurons were plated in Neurobasal medium (Invitrogen, France) supplemented with 2% B27 (Invitrogen), 

0.5 mM glutamine and penicillin/streptomycin (Ozyme) on 100-mm dishes or 24-mm glass coverslips 

(VWR) pre-coated with poly-L-Lysine (0.1 mg.mL-1; Sigma). Neurons (3.106 cells per 100-mm dish or 

100,000 cells per coverslip) were then fed once a week with Neurobasal medium supplemented with 2% 

B27 and penicillin/streptomycin for a maximum of 3 weeks. 

 

Sindbis virus production and neuronal transduction 

Attenuated Sindbis viral particles (SINrep(nsP2S726)) were prepared and used as previously described [32-

34]. Briefly, cRNAs were generated from the pSinRep5 plasmid containing the sequence coding for the 

indicated GFP-SENP1 constructs and from the defective helper (pDH-BB) plasmid using the Mmessage 

Mmachine SP6 kit (Ambion). cRNAs were electroporated into BHK21 cells. Pseudovirions from the 

culture medium were harvested 72h after electroporation and concentrated using ultracentrifugation on 

SW41Ti. Aliquots of Sindbis particles were stored at -80°C. Neurons were transduced at 17 to 20 days in 
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vitro (DIV) a multiplicity of infection (MOI) of 0.05 and returned at 37°C under 5% CO2 for 18 to 24h until 

use. 

 

Immunocytochemistry 

TTX (0.5 µM)-treated hippocampal neurons (18-21 DIV) were preincubated or not for 10 min with 0.1 µM 

JNJ16259685 (Hello Bio) and then treated or not for 30 min with 50 µM DHPG at 37°C. Neurons were 

fixed with methanol for 20 min at -20°C and washed three times 5 min in PBS. Cells were then 

permeabilized for 1h in PBS containing 0.2% Triton X100, 0.2% of BSA and 5% Horse Serum (HS) at RT. 

Neurons were stained with a rabbit anti-SENP1 (1/200; Sigma-Aldrich), a mouse anti-PSD95 (1/500; 

Neuromab) and a guinea pig anti-MAP2 (1/1000; Synaptic System) overnight at 4°C in PBS containing 

0.2% Triton X100, 0.2% of BSA. Cells were washed three times in PBS and incubated with the appropriate 

secondary antibodies conjugated to Alexa488, Alexa594 or Alexa 647 as indicated and mounted with 

Mowiol (Sigma). Confocal images (1024×1024 pixels) were acquired with a 63X oil-immersion lens 

(Numerical Aperture NA 1.4) on a confocal LSM780 microscope (Zeiss, Germany). Z-series of 5 images 

of randomly selected dendrites were compressed into two dimensions using the maximum projection 

algorithm of the Zeiss software. Quantification was performed using the ImageJ software and the synaptic 

enzymatic colocalisation was measured with the JACoP macro.  

 

Live cell imaging 

TTX-treated GFP-SENP1 expressing hippocampal neurons were treated with the indicated drugs for the 

indicated time on the figures. A 10-min preincubation time at 37°C was applied when specific inhibitors 

were tested. Pharmacological drugs used alone or in combination in Earle’s buffer (25 mM HEPES-Tris 

pH 7.4, 140 mM NaCl, 5 mM KCl, 1.8 mM CaCl2, 0.8 mM MgCl2, 0.9 g.L-1 glucose) were: TTX (0.5µM); 

JNJ16259685 (0.1µM); DHPG (50 µM); Chelerythrine (50 µM); H89 (1 µM); KN93 (1 µM), Nocodazol 

(33 µM) and Taxol (0.1 µM). Live neurons (18-21 DIV) were kept on a heated stage (set at 37°C) on a 

Nikon Ti inverted microscope. GFP fluorescence was excited through a 63X oil-immersion lens (Numerical 
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Aperture, 1.4) using a 488 nm laser light (50 mW, 3%) and time series (0.1 Hz) were collected for a 

maximum of 70 min as a single image slice using a Perkin Elmer Ultra-View spinning disk microscope. 

 

Synaptosomal isolation from brain slices 

Synaptosomes preparation were adapted from previously published protocols [7, 9, 31, 34]. Three hundred 

µm-thick P14 rat brain slices were prepared in ice-cold oxygenated (5% CO2, 95% O2) aCSF solution (125 

mM NaCl, 1.25 mM NaH2PO4, 25 mM Glucose, 1 mM MgCl2, 2 mM CaCl2, 2.5 mM KCl, 25 mM 

NaHCO3). Free-floating brain slices were first pre-treated with TTX (0.5 µM) in the presence or absence 

of JNJ16259685 (0.1µM) in aCSF solution (119 mM NaCl, 2.5 mM CaCl2, 2.5 mM KCl, 1.25 mM 

NaH2PO4, 1.3 mM MgSO4, 25 mM NaHCO3, 11 mM Glucose 10 mM HEPES, buffered to pH 7.4) for 

10 min at 37 °C and then incubated with or without DHPG (100 µM) for 10 min. Brain slices (250 mg) 

were homogenized in ice-cold sucrose buffer (10 mM Tris pH 7.4, 0.32 M Sucrose, Mammalian protease 

inhibitors (Roche) and 20 mM NEM (Sigma-Aldrich) to protect proteins from desumoylation). Nuclear 

proteins were removed from the synaptosomal preparations by centrifugation at 1,000g for 5 min at 4°C. 

The supernatant was then loaded on a 4-layer Percoll-Sucrose gradient (20%/10%/6%/2% Percoll in 

sucrose buffer). The gradient was centrifuged at 15,000 rpm for 10 min at 4°C using a SW41Ti rotor 

(Beckman). The synaptosomal fraction was recovered at the interface between 10% and 20% and washed 

in HEPES Buffer (5 mM HEPES pH7.4, 140 mM NaCl, 3 mM KCl, 1.2 mM MgSO4, 1.2 mM CaCl2, 1 

mM NaH2PO4, 5 mM NaHCO3, 10 mM Glucose, mammalian protease inhibitors and 20 mM NEM) and 

centrifuge at 10,000g for 15 min.  The pellet was resuspended in (50 mM Tris-HCl pH 7.5, 150 mM NaCl, 

1 mM EDTA, 1% SDS, mammalian protease inhibitor cocktail 1% and 20 mM NEM) for 1h at RT. After 

sonication and centrifugation at 16,000 g for 15 min, protein concentration was measured using the 

Bradford protein assay (Bio-Rad). 

 

Immunoblotting 

Protein extracts (25 μg) were resolved by SDS-PAGE, transferred onto nitrocellulose membrane and 

immunoblotted with the following primary antibodies: Rabbit anti-SENP1 1/250 (Sigma Prestige); Mouse 
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anti-PSD95 1/10000 (NeuroMab); Mouse anti-Homer1 1/1000 (Synaptic System); Mouse anti-

Synapsin1a/b 1/1000 (Santa-Cruz);Mouse anti-SOD2 1/2000 (Santa Cruz); Mouse anti-NOPP140 1/700 

(Santa-Cruz); Rabbit anti-Coillin 1/500 (Santa Cruz); Rabbit anti-GM130 1/500 (BD Biosciences); Rabbit 

anti-ERK1/2 1/1000 (Cell Signalling); Rabbit anti-phosphoERK1/2 1/2000 (Cell Signalling). Standard 

loading controls were included using ERK1/2 labelling or ponceau staining as indicated. 

 

Statistical analysis 

Statistical analyses were calculated using GraphPad Prism 7 (GraphPad software, Inc). Data were expressed 

as mean ± s.e.m. One-way ANOVA were performed with a Tukey post-hoc test for multiple comparison 

data sets and unpaired t-test for the Phospho-ERK experiments. All data were tested for normal distribution. 

*p<0.05 was considered significant. 
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Figure legends 

Fig. 1 Activity-dependent redistribution of GFP-SENP1 into spines 

(A) Representative confocal images of a time-lapse recording of a GFP-SENP1 expressing rat hippocampal 

secondary dendrite in control and DHPG (50 µM)-stimulated conditions as indicated. (B) Quantification of 

time lapse experiments showing the variation of normalized fluorescence intensity ± SEM in spines (n = 

38) and shafts (n = 11). (C) Histograms showing the mean GFP-SENP1 fluorescence intensity ± s.e.m. in 

spines in control, DHPG plateau (50-55’; 1.094 ± 0.021) and washout (1.028 ± 0.042). Statistics: One-way 

ANOVA with Tukey post-hoc test. P-values are indicated on the bars. ns, non-significant.  

 

Fig 2. Diffential MAPK phosphorylation upon type 1 mGluRs activation 

 (A) Representative immunoblotting using anti-phospho- and total ERK antibodies of total proteins 

extracted from cortical neurons preincubated or not with a mGlu1R antagonist JNJ16259685 (0.1 µM), 

mGlu5R antagonist MPEP (33 µM) or ERK antagonist PD98059 (1 µM) and treated for 10 min with 100 

µM DHPG. ERK total was used as a loading control. (B) Summary histograms show means ± s.e.m. of 

three independent experiments. Statistics: Unpaired t-test between treated conditions and the corresponding 

controls. P-values are indicated on the bars. ns, non-significant 

 

Fig 3. The constitutive activity of mGlu1Rs participates in the steady state regulation of the synaptic 

SENP1 content 

(A) Representative confocal images of a time-lapse recording of a GFP-SENP1 expressing rat hippocampal 

secondary dendrite in JNJ16259685 (0.1 µM)-stimulated conditions as indicated. (B) Quantification of time 

lapse experiments showing the variation of normalized fluorescence intensity ± SEM in spines (n = 30) and 

shafts (n = 30). (C) Histograms showing the mean GFP-SENP1 fluorescence intensity ± s.e.m. in spines in 

control, plateau (50-55’; 1.092 ± 0.020) and washout (1.094 ± 0.022). Statistics: Paired, non-parametric 

one-way ANOVA with Tukey post-hoc test. P-values are indicated on the bars. ns, non-significant.  

 

Fig 4. Blockade of mGlu1R activation during type 1 mGluR stimulation leads to a sharp 

accumulation of GFP-SENP1 in dendritic spines 



20 

(A) Representative confocal images of a time-lapse recording of a GFP-SENP1 expressing rat hippocampal 

secondary dendrite in JNJ16259685 (0.1 µM) + DHPG (50 µM)-stimulated conditions as indicated. (B) 

Quantification of time-lapse experiments showing the variation of normalized fluorescence intensity ± SEM 

in spines (n = 31) and shafts (n = 30). (C) Histograms showing the mean GFP-SENP1 fluorescence intensity 

± s.e.m. in spines in control, plateau (50-55’; 1.277 ± 0.018) and washout (1.223 ± 0.024). Statistics: Paired, 

non-parametric one-way ANOVA with Tukey post-hoc test. P-values are indicated on the bars. ns, non-

significant.  

 

Fig. 5 Activation of either PKC and CaMKII is required for the accumulation of SENP1 at synapses. 

(A) Representative confocal images of a time-lapse recording of a GFP-SENP1 expressing rat hippocampal 

secondary dendrite preincubated 10 min with JNJ16259685 (0.1 µM) and either PKC antagonists 

Chelerythrine (5 µM) or CaMKII antagonist KN93 (1 µM) and treated for 25 min with DHPG (50 µM) as 

indicated. (B) Histograms showing the mean GFP-SENP1 fluorescence intensity ± s.e.m. in spines at the 

plateau (20-25 min of treatment) in control, DHPG+ JNJ16259685 (1.171 ± 0.010) and 

Chelerythrine+DHPG+ JNJ16259685 (1.004 ± 0.018) conditions. (C) Histograms showing the mean GFP-

SENP1 fluorescence intensity ± s.e.m. in spines at the plateau (20-25 min of treatment) in control, DHPG+ 

JNJ16259685 (1.168 ± 0.012) and KN93+ JNJ16259685+DHPG (1.008 ± 0.012) conditions. Statistics: 

Ordinary one-way ANOVA with Tukey post-hoc test. P-values are indicated on the bars. ns, non-

significant. 

 

Fig. 6 Blockade of mGlu1R activation during type 1 mGluR stimulation leads to an accumulation of 

endogenous SENP1 in dendritic spines.  

(A) Immunolabelling of fixed primary hippocampal neurons for SENP1 and PSD95 in control, DHPG (40 

min) and JNJ+DHPG (40 min) conditions. Scale bar = 1 µm. (B) Quantitative representation ± s.e.m. of 

control-normalized colocalization of SENP1 within PSD-95 area (Pearson’s Correlation coefficient: control 

[0.384 ± 0.012], DHPG [0.412 ± 0.010], DHPG+ JNJ16259685 [0.460 ± 0.010] from 3 independent cultures 

with dendrites of control (n = 17); DHPG (n = 19); DHPG+ JNJ16259685 (n = 17). Statistics: Non-

parametric ANOVA Kruskal-Wallis test. ns, not significant. 
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Fig. 7 Blockade of mGlu1R activation during type 1 mGluR stimulation leads to a sharp 

accumulation of SENP1 in a more integrated system 

(A) Step-by-step scheme of synaptosomal isolation. (B) Immunoblots of the different Synaptosomal 

purification steps with specific markers for the postsynaptic compartments (PSD-95 and Homer1), 

presynaptic terminals (Synapsin1a/b), the nucleus (Coilin), and the golgi (GM130). Lanes were labelled as 

follows: total homogenate (HO), supernatant (S1), pellet 1 (P1), Synaptic Fraction (Syn). Each lane was 

loaded with 10 µg of proteins. (C) Representative SENP1 immunoblot performed on synaptosomal 

fractions from control, JNJ16259685; 10 min DHPG and 10 min DHPG+ JNJ16259685-treated P14 rat 

brain slices. 25 µg of protein was loaded per lane. Ponceau S staining was used as a loading/normalization 

control. (D) Mean histogram ± s.e.m. of SENP1 levels in synaptosomes (JNJ16259685 [1.33 ± 0.212], 

DHPG [1.61 ± 0.123], DHPG+JNJ16259685 [1.87 ± 0.219]) obtained from 5 independent experiments. 

Statistics: Ratio paired t-test. P-value is indicated on the bars. 

 

Fig. 8 Schematic model of the bidirectional regulation of SENP1 accumulation by type 1 mGluRs at 

the mammalian synapse. 
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Supplementary information 

Supplementary figures 

Supplementary fig. 1 Control time-lapse recordings on GFP-SENP1-expressing hippocampal 

neurons. 

(A) Representative confocal images of a GFP-SENP1-expressing rat hippocampal secondary dendrite for 

75 min at 37°C. (B) Curves represent the mean variation ± s.e.m. of GFP-SENP1 fluorescence in spines (n 

= 20) and shafts (n = 10) over time. (C) Bar graph shows mean fluorescence intensity ± s.e.m. in spines 

during the 0-10 min (0.9986 ± 0.001), 10-55 min (0.9991 ± 0.006) and washout (1.004 ± 0.008) incubation 

periods. Statistics: One-way ANOVA with Tukey post-hoc test. P-values are indicated on the bars. 

 

Supplementary videos 

Supplementary video 1  

Time-lapse imaging (0.033 Hz; 30 fps) of GFP-SENP1 showing the redistribution of the desumoylation 

enzymes into spines in basal condition and upon neuronal activation with bicuculline. 

 

Supplementary video 2  

Comparative time-lapse imaging (0.033 Hz; 30 fps) of the synaptic GFP-SENP1 fluorescence in basal and 

JNJ16259685-treated conditions. 

 

Supplementary video 3  

Time-lapse imaging experiments (0.033 Hz; 30 fps) of the synaptic GFP-SENP1 fluorescence variation in 

basal and [JNJ16259685 + DHPG]-treated conditions. 

 

Supplementary video 4  

Comparative time-lapse imaging (0.033 Hz; 30 fps) of the synaptic accumulation of GFP-SENP1 in 

[JNJ16259685+DHPG] ± Chelerythrine or KN93. 
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La SUMOylation est une modification post-traductionnelle dynamique qui consiste en la 
conjugaison enzymatique covalente de la protéine SUMO (Small Ubiquitin-like MOdifier) sur 
des résidus lysine spécifiques de protéines cibles. Au cours des dix dernières années, la 
SUMOylation est apparue comme un régulateur important de la fonction neuronale, jouant 
un rôle dans le développement du cerveau, l'excitabilité neuronale, la transmission synaptique 
et la plasticité. Il est important de noter que les altérations du processus d'homéostasie de la 
SUMOylation sont associées à une variété de troubles cérébraux. Néanmoins, le répertoire 
disponible des substrats SUMOylés identifiés au niveau des synapses est encore extrêmement 
limité. Cette identification de substrats SUMOylés synaptiques endogènes est rendue difficile 
en raison notamment des faibles niveaux de protéines SUMOylées au niveau des synapses 
mais dépend aussi de l'âge de développement étudié. Pour surmonter ces difficultés, nous 
avons combiné des approches de fractionnement subcellulaire à partir de cerveaux de rats à 
P14, période où la SUMOylation synaptique est à son maximum, avec des 
immunoprécipitations SUMO2/3 spécifiques pour purifier et enrichir nos échantillons en 
protéines synaptiques SUMO2/3-ylées. Ensuite, en utilisant la spectrométrie de masse, nous 
avons identifié 803 protéines synaptiques SUMO2/3-ylées, y compris les cibles SUMO Ubc9, 
CASK et Synapsin1 précédemment identifiées dans la littérature. Ces données représentent la 
première cartographie détaillée des cibles SUMO2/3 au niveau des synapses et identifient de 
nombreuses nouvelles cibles synaptiques de la SUMOylation, dont Flotilline-1 et SynGAP. Il 
est intéressant de noter que de nombreuses protéines identifiées sont également directement 
impliquées dans des troubles neurologiques, ce qui suggère que la dérégulation des processus 
de SUMOylation pourrait participer à l'étiologie de ces maladies cérébrales. 
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Abstract 

Synapses are highly specialized structures that interconnect neurons to form functional networks 

dedicated to neuronal communication. During brain development, synapses undergo activity-

dependent rearrangements leading to both structural and functional changes. Many molecular 

processes are involved in this regulation, including post-translational modifications by the Small 

Ubiquitin-like MOdifier SUMO. To get a wider view of endogenous synaptic SUMO-modified proteins 

in the mammalian brain, we combined subcellular fractionation of rat brains at the post-natal day 14 

with denaturing immunoprecipitation using anti-SUMO2/3 antibodies and tandem mass spectrometry 

analysis. Our screen identified 803 candidate SUMO2/3 targets, which represents about 18 % of the 

synaptic proteome. Our dataset includes neurotransmitter receptors, transporters, adhesion 

molecules, scaffolding proteins as well as vesicular trafficking and cytoskeleton-associated proteins, 

defining SUMO2/3 as a functional regulator of the synaptic organization. 
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Introduction 

A functional neuronal network relies on the coordinated organization of billions of highly 

specified contact points called synapses that interconnect neurons allowing communication in the 

mammalian brain. During the brain development, synapses undergo constant activity-dependent 

protein content rearrangements leading to both structural and functional changes. Many processes 

are involved in this modulation, including protein, mRNA and organelle transports along axons and 

dendrites, synaptic vesicular trafficking, synapto-dendritic exchanges, local translation and protein 

degradation. Post-translational modifications (PTM) such as SUMOylation regulate protein function as 

well as the shaping of macromolecular complexes.  

SUMOylation consists in the covalent but reversible attachment of one or more SUMO peptide 

(around 100 amino acids, i.e. 11 kDa) on lysine residues of target proteins. SUMO conjugation is 

achieved by the sole E2 SUMO-conjugating enzyme Ubc9. Substrate recognition by Ubc9 is either direct 

or mediated by bridging proteins called E3 ligases. There are three SUMO paralogs (SUMO 1, 2 and 3) 

in the mammalian brain. SUMO2 and SUMO3 are nearly identical except three additional N-terminal 

residues in the SUMO3 sequence and are generally referred to SUMO2/3. SUMO1 shares around 50% 

identity with SUMO2/3 and even though SUMO1 and SUMO2/3 have an overlapping set of targets and 

functions, they differ in their subcellular abundance and their properties to form poly-SUMO chains1,2. 

SUMOylation is readily reversible upon the activity of specific deSUMOylation enzymes called SENPs. 

At the molecular level, protein SUMOylation can inhibit interactions by promoting a steric 

hindrance or contribute to new protein-protein interactions by providing an additional binding site for 

partners presenting SUMO-Interacting Motifs (SIMs)1,2. The consequences of SUMOylation are diverse. 

For instance, it can regulate the activity or the subcellular localization of some target proteins and/or 

enhance or inhibit protein degradation via its crosstalk with the Ubiquitin system. SUMOylation can 

also impact protein solubility and/or aggregation3,4 and acts as a spatiotemporal shaping of protein–

protein interactions within macromolecular complexes5. 

The SUMOylation process was initially characterized in the nucleus, where the SUMO 

substrates are far more abundant. However, it is now clear that SUMOylation also plays important 

roles extracellularly, for instance in mitochondrial fusion/fission6, cytoskeleton organization7 or in 

cellular trafficking8. In the brain, expression of the SUMO machinery and the profile of protein 

SUMOylation varies according to brain areas9, cell types10 and sub-cellular compartments11-14 and 

evolves with brain maturation and neuronal activity11,12,15-20. As expected, the nuclear compartment of 

neuronal cells is highly enriched in SUMO enzymes and substrates11,13. In synapses, the levels of 

SUMOylated proteins are much lower, with the highest levels occurring during the synaptogenesis 
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period in childhood11. The presence of synaptic SUMOylated proteins has been questioned despite the 

multiple reports demonstrating the functional and physiological impact of specific SUMOylated 

proteins at synapses3,21-26. In line with these reports, recent work using super resolution microscopy 

confirmed the presence of SUMO1, SUMO2/3, Ubc9 and SENPs in both pre- and post-synaptic 

compartments13,14.  

SUMOylation regulates several synaptic proteins3,24 involved in spine formation27, neuronal 

excitability28, presynaptic neurotransmitter release29,30 and the synaptic communication and 

plasticity15,31,32. In addition, neuronal activity often acts as a trigger to promote SUMOylation12,15,33 

leading to a fine tuning of the synaptic function. 

Although the repertoire of identified SUMO substrates at synapses is regularly expanding, a 

broader view of the SUMO-modified proteins at the mammalian synapse is still missing. Here, we used 

subcellular fractionation on post-natal day (PND) 14 rat brain, denaturing immunoprecipitations with 

specific anti-SUMO2/3 antibodies and mass spectrometry analysis to identify a panel of SUMO2/3-

modified proteins at the mammalian synapse. We then validated some SUMO-modified proteins 

among the 803 identified SUMO2/3 targets. This unique dataset represents about 18% of the synaptic 

proteome and includes neurotransmitter receptors, transporters, adhesion molecules, scaffolding 

proteins as well as vesicular trafficking and cytoskeleton-associated proteins, revealing a central 

regulatory function of the mammalian synapse by the SUMOylation process.  

 

 

Results 

Strategy to identify endogenous synaptic SUMO2/3-modified proteins 

The expression levels of SUMO-modified substrates as well as the components of the 

sumoylation machinery are developmentally and spatially regulated in the mammalian brain, with a 

peak of SUMO2/3-ylated proteins at post-natal days (PND) 14 during the synaptogenesis period34 

(Figure 1A,B). PND 14 rat brains were thus subjected to biochemical fractionation to purify the 

synaptosomal fraction. The quality of the fractionation was then assessed by immunoblotting using 

antibodies against specific markers for different subcellular compartments (Supplementary Figure 1A). 

As expected, the synaptosomal fraction was highly enriched in synaptic markers such as PSD95, 

Synaptotagmin and Homer compared to the other fractions. Synaptosomes also contain mitochondria 

and some endoplasmic reticulum. In line with this, the respective markers for mitochondria and 

endoplasmic reticulum, CoxIV and Calnexin, were also detected in the synaptosomal fractions. 
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Importantly, synaptosomes were totally devoid of nuclear markers confirming the high quality of the 

fractionation process.  

Four independent synaptosomal preparations from PND 14 rat brains were subjected to 

proteomics analysis. We established a list of 4379 proteins detected in at least 3 of the 4 preparations 

(Supplementary Table 1). This protein list was then used as our synaptic proteome reference. More 

than 88% of the proteins listed were found in at least three previously published synaptic proteomes 

and 97% were detected at least once as synaptic components (Supplementary Table 2). Gene Ontology 

(GO) terms enrichment analysis showed that 10 of the top 20 for GO Cellular Components terms are 

associated to synapses whereas the other terms are linked to mitochondria and vesicular structures. 

Consistently, the top 20 for GO Biological Processes terms revealed the involvement of the identified 

proteins in synapse organization, vesicle organization and trafficking, mitochondria organization as 

well as nucleotide metabolic processes (Supplementary Figure 1B,C). Altogether, these data confirmed 

the enrichment of the samples in synaptic components further highlighting the quality of the 

synaptosomal purification.  

Previous proteomic studies on brain SUMOylation were performed using adult and/or whole 

brain extracts35-39 and consequently, identified a majority of nuclear proteins as neuronal SUMO 

targets. To elaborate the most efficient protocol to assess synaptic SUMO2/3-ylation, we compared 

the levels of SUMO2/3-ylated proteins between synaptosomes and the other subcellular fractions of 

the brain (Figure 1C). As expected, the SUMO2/3 immunoreactivity was maximum in the nuclear 

fraction, whereas the synaptic SUMO2/3-ylation levels represented less than 1% of the total brain 

SUMO2/3-ylation. Considering the dynamic range of the Orbitrap Q-Exactive Plus mass spectrometer 

used in this study, it was absolutely necessary to enrich the preparations in synaptic materials prior to 

isolate SUMO2/3-ylated proteins by denaturing immunoprecipitation40 and identification by mass 

spectrometry. 

To specifically isolate synaptic SUMO2/3-modified proteins, we performed 

immunoprecipitation using a commercially available mouse monoclonal SUMO-2/3 antibody (Clone 

12F3) that binds an epitope within the peptide CQIRFRFDGQPINE in SUMO2/3 (Ref40; Supplementary 

Figure 2). This antibody specifically recognized proteins conjugated to SUMO2 but not conjugated to 

SUMO1 (Supplementary Figure 2A). Besides, peptide competition experiments monitored by dot blot 

using recombinant SUMO2 confirmed that free CQIRFRFDGQPINE peptides interfere between SUMO2 

and the monoclonal SUMO2 antibody (Supplementary Figure 2B). We then showed that SUMO2/3 

antibodies are able to specifically immunoprecipitate SUMO2/3-ylated proteins from rat brain in 

denaturing conditions (Supplementary Figure 2C,D). We then performed a SUMO2/3 
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immunoprecipitation combined with a peptidic elution40 to purify SUMO2/3-ylated proteins from 

denatured rat synaptosomes. Solubilisation in 1% SDS efficiently extracted proteins from synaptic 

membranes, in particular those embedded in detergent resistant compartments such as the post-

synaptic density41. Given the low levels of SUMO2/3-modified proteins at synapses, we performed 

immunoprecipitation experiments on synaptosomal lysates purified from a total of 10 PND 14 rat 

brains per MS analysis. To assess the quality of this process, 10% of the proteins isolated with anti-

SUMO2/3 antibodies or mouse IgG as negative control were separated on gradient SDS-PAGE and silver 

stained (Figure 1D, left panel) or immunoblotted for SUMO2/3 (Figure 1D, right panel). Eluates from 

SUMO2/3 antibody-mediated immunoprecipitation showed a clear enrichment in SUMOylated 

proteins compared to eluates from matching IgG controls confirming that this approach allows to 

efficiently purify synaptic SUMO2/3-ylated proteins.  

Four synaptic SUMO2/3 immunoprecipitation assays and their IgG controls were performed 

independently. After protein separation by SDS-PAGE and in gel Trypsin digestion, samples were 

analyzed by LC-MS/MS. MS data were processed using Proteome Discoverer 2.2 against the Swissprot 

Rattus Norvegicus database and only Master Proteins with 1% False Discovery Rate (FDR) for both 

peptides and proteins were considered. The hierarchical clustering according to the protein 

composition clearly showed that eluates from SUMO2/3 and IgG immunoprecipitations cluster 

separately, thus reflecting the specificity of our approach (Figure 1E). Then, the list of synaptic 

SUMO2/3-ylated proteins was built using the following selection criteria: i) for each SUMO2/3 

immunoprecipitation experiment, proteins present in the respective IgG control were subtracted from 

the proteins identified following the SUMO2/3 immunoprecipitation and ii) the proteins present in at 

least 3 of the 4 filtered lists were selected as candidate SUMO2/3 targets. This finally led to a list of 

803 synaptic SUMO2/3-ylated proteins with 291 (36%) present in all four experiments (Supplementary 

Table 3). 

 

Insights into the synaptic SUMO2/3-ylome 

To analyze the relevance of the synaptic SUMO2/3-ylome, we first compared the list of 

SUMO2/3-yalted target proteins with reference components of synapse-specific databases or with 

previously published proteomic datasets obtained from synaptosomes or subspecific components of 

synaptosomal fractions (Figure 2 and Supplementary Table 4). We showed that more than 97% of the 

SUMO2/3-ylome were detected in at least five synaptic datasets with, on average over the different 

selected PSD proteomes, about 40% of the candidate SUMO2/3 target proteins associated with the 

Post-Synaptic Density (Supplementary Table 4). Thus, the list of SUMO2/3-ylated candidate proteins 
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identified largely overlapped with previously characterized synaptosomal protein datasets, 

demonstrating that the SUMO2/3-ylome is directly connected to the synaptic compartment.  

Noteworthy, our dataset presented many proteins found to be SUMOylated in previous target 

specific studies such as mitochondrial proteins (DJ-1/Park742, Sirt343), constituents or regulatory 

factors of the cytoskeleton (β-actin, α-Tubulin, RhoGDI, Septins)7,44, signaling molecules (RAS45, β-

catenin46, CYLD47), proteins involved in cellular trafficking (Flotillin-148, EDH349, hnRNPA2B150) as well 

as the well described SUMO-conjugating enzyme Ubc911,35, the PKC-α and PKC-ε3,51 or SOD152.  

To go deeper in the validation of the proteomic screen, we next verified the endogenous 

SUMOylation profile of a selection of candidate SUMO2/3 targets by immunoprecipitation/blotting 

with specific target antibodies. We first analyzed the modification of the SUMO conjugating enzyme 

Ubc9 that was previously reported to be SUMOylated in the brain by both SUMO1 and SUMO2/311,35. 

In PND14 synaptosomes, free Ubc9 is slightly detected as 18 kDa protein and appears mainly as a 

modified form (Figure 3A, left panel) that corresponds to a SUMO1-conjugated form11. Several SUMO-

targeted lysines were identified in Ubc9 by proteomics or target specific approaches11,35,53. Here, we 

showed at least four bands upper to the unmodified Ubc9 by immunoprecipitation assays on PND14 

synaptosomal lysates using anti-SUMO2/3 antibodies followed by anti-Ubc9 immunoblot (Figure 3A, 

middle panel). Similar results were obtained in converse experiments where anti-Ubc9 

immunoprecipitation was combined with SUMO2/3 immunoblotting (Figure 3A, right panel), thus 

confirming the modification of Ubc9 by SUMO2/3 at synapses.  

Using a similar approach based on conversed and complementary immunoprecipitations, we 

analyzed the SUMO2/3-ylation profile of Flotillin-1/Reggie-2 (Figure 3B). Flotillin-1 is a multifunctional 

protein involved in signaling, actin cytoskeleton remodeling or receptor endocytosis/trafficking54. In 

the brain, it participates in synapse formation and neurite branching54. Flotillin-1 has been shown to 

be SUMOylated on several target lysines in cell lines35 and in a cellular model of cancer48. Our data 

indicate that Flotillin-1 is also modified by SUMO2/3 at synapses, presenting multiple conjugated forms 

in line with the previous reports (Figure 3B).  

We next examined the SUMO2/3-ylation of Synaptic Ras-GTPase-activating protein SynGAP 

(Figure 3C). SynGAP is a downstream effector of NMDA receptors that tunes down the activity of Ras 

and Rap GTPases and impacts AMPA receptor trafficking within postsynaptic membranes55. SynGAP is 

predominantly localizes at the PSD where it interacts with the scaffolding protein PSD-95. Both 

SUMO2/3 immunoprecipitation on synaptosomal extracts followed by SynGAP immunoblotting and its 

converse experiment allowed the detection of a 140-150 kDa SUMO2/3-ylated form of the protein 

(Figure 3C). 
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In addition to these biochemical validations, we compared our dataset to two previously 

published rodent brain SUMO2/3-ylomes35,36. Thirty-six proteins of our synaptic SUMO2/3-ylome (i.e. 

4.5%) were formerly shown to be modified by SUMO2/3 in the Central Nervous System 

(Supplementary Table 5). This narrow overlap is largely explained by the fact that these proteomic 

analyses were performed on whole adult brain extracts without any synaptic enrichments and as such, 

essentially identified nuclear SUMOylated conjugates. Interestingly, an extended comparison with 

SUMOylomes obtained from 15 previous proteomics analysis in other cellular models indicates that 

62% of our identified SUMO targets were also found in these studies. The overlap increased to 74% 

when alternative approaches were included (Supplementary Table 5). Altogether, these analyses 

further validated the SUMO immunoprecipitation approach on synaptosomal-enriched fractions from 

PND14 brains.  

 

SUMO2/3, a functional regulator of the synaptic organization 

We identified 803 SUMO2/3-modified protein candidates, which represents around 18% of our 

reference synaptic proteome (Figure 2 and Supplementary Table 4). To assess the biological meaning 

of this synaptic SUMO2/3-ylome, we performed Gene Ontology terms as well as KEGG and Reactome 

pathways enrichment analysis (Figure 4). Consistent with the clear overlaps with known synaptic 

proteomes and sub-proteomes (Figure 2 and Supplementary Table 4), the top 20 of enriched GO 

Cellular Components C terms were connected to synapses, mitochondria and vesicles. Regarding GO 

Biological Processes or KEGG/Reactome pathways (Figure 4C,D), the synaptic SUMO2/3-modified 

proteome was enriched in proteins associated with neuronal development, organization and function, 

such as dendritic development (30 genes/proteins found in the SUMO2/3 dataset over 301 

genes/proteins in the category), axon guidance (19/218), post-synapse organization (27/205), long-

term potentiation (14/65) or depression (13/62), as well as glutamatergic (21/115), dopaminergic 

(19/129) and GABAergic synapses (14/87). In line with an enrichment in glutamatergic synapses, the 

synaptic SUMO2/3-ylome was also highlighted for the molecular function of glutamate receptors 

(12/67) and ionotropic glutamate receptor binding (9/44; Figure 4B). Besides, vesicle-associated 

pathways as well as mitochondrial organization and processes, closely related to the synaptic function, 

clearly emerged in these analyses. Interestingly, the regulation of the actin cytoskeleton, which is 

involved in the shaping and intracellular trafficking at synapses as well as the proteasome, which 

participates in synaptic protein homeostasis, were also featured (Figure 4C,D). Cellular Components 

and Biological Processes enrichment analysis using the synapse specific annotation database SynGO56 

clearly corroborated the involvement of the synaptic SUMO2/3-ylome in synaptic organization, 

transmission and plasticity (Figure 4E,F). 
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Synaptic subdomains are organized around large dynamic protein networks. One of the main 

roles of SUMOylation is the modulation of protein-protein interactions. Since proteins subjected to 

SUMOylation are highly interconnected57, we tested the interconnectedness of the synaptic SUMO2/3-

ylome using the STRING tool. As illustrated in Figure 5A, the synaptic SUMO2/3 targets assembled in a 

highly organized network. 74% of all identified proteins (599/803) were connected at high STRING 

confidence with an average node degree of 5.61, and 98% (551/803) of the proteins belonged to the 

core cluster. Using the Cytoscape resource, proteins connected according to experiments interaction 

source were extracted and the new network was submitted to clusters analysis (Figure 5B). Our 

settings highlight eight sub-complexes with an average node degree superior or equal to 3. The four 

prevalent clusters comprised numerous functionally related proteins from the cytoplasmic and 

mitochondrial ribosomes, the NADH deshydrogenase and the proteasome. Consistent with these 

findings, modification of the proteasomal subunits was robustly reported in different SUMO 

proteomes57-59 (Supplementary Table 5). In addition to the proteasome, ribosomes were also detected 

as one of the most dominant clusters in SUMOylome networks analysis57,58 and many mitochondrial 

ribosomal proteins were detected as SUMO substrates in several proteomics analysis (Supplementary 

Table 5). The other clusters were composed of proteins of the PSD, some members of the cytoplasmic 

dynein complex as well as the retromer complex involved in intracellular trafficking, or some aminoacyl 

t-RNA synthetases (ARS) associated with the ARS-interacting multi-functional protein 2.  

In the above sections, we highlighted an enrichment in SUMO2/3-modified proteins dataset in 

KEGG pathways referring to addiction and neurodegenerative diseases. To get a broader view of the 

connections between the synaptic SUMO2/3-ylome and human brain disorders, we interrogated 

diseases databases using the ToppGene web tool. We found that 318 proteins out of the 803, which 

corresponds to about 40% of the SUMO2/3-ylome, are connected with at least one brain disease 

(Supplementary Table 6). In the enrichment analysis, the first 25 hits displayed many 

neurodevelopmental, psychiatric or neurodegenerative disorders, including, but not restricted to, 

schizophrenia, autism, epilepsy, Alzheimer's and Parkinson's diseases (Figure 6).  

 

Discussion 

During the formation of a functional neuronal network, synapses undergo massive molecular, 

structural and functional changes. Post-translational modifications dynamically control protein-protein 

interactions, impacting their functions and are thus, key determinants for these essential processes. In 

the present study, we identified 803 SUMO2/3-modified proteins at the synapses of PND 14 rat brains. 
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The main difficulties classically encountered in the identification of endogenous SUMOylated 

proteins are the reversible nature of the SUMO conjugation process and the low proportion of 

modified protein for most SUMO substrates. In the case of synapses, the levels of SUMOylation are 

very low in comparison to the levels detected in other subcellular compartments. We estimate here 

that the nuclear fraction shows SUMOylation levels of more than one hundred-fold higher than in the 

synapse. In addition, the overall volume of the synaptic compartment is minimal compared to the rest 

of the cell. Synapses also present highly cohesive subdomains like the postsynaptic density, 

compromising the efficient biochemical protein extraction. To circumvent these difficulties, there is an 

absolute need to enrich biochemical preparations in synaptic proteins and use a substantial amount 

of starting materials. We thus purified SUMO2/3-ylated proteins by denaturing immunoprecipitation 

on synaptic preparations from 10 PND14 rat brains per point i.e., when the synaptic SUMO levels are 

at their maximum, prior to the identification of SUMO2/3-ylated by tandem mass spectrometry. These 

conditions should be considered as a gold standard to efficiently identify synaptic SUMO targets at the 

mammalian synapse. Among the 803 synaptic SUMO2/3 target proteins identified, which represents 

around 18% of the whole set of synaptic proteins, we experimentally validated three of them, Ubc9, 

Flotillin-1 and SynGAP. Moreover, a bioinformatic analysis revealed that many proteins of this dataset 

are found SUMOylated in previous target specific studies. The comparison of our list of proteins to 

other available SUMOylomes characterized by proteomics or by alternative approaches revealed that 

there is an overlap of more than 70% with the current dataset. 

 

Surprisingly, our protein list contains a few proteins traditionally referenced as nuclear SUMO 

targets. This is the case for instance for RanGAP1, one of the most abundant and stable SUMO targets, 

predominantly associated to the nuclear envelope. Interestingly, RanGAP1 has been observed in the 

nucleus of neurons but localized also in their axons and dendrites60,61 where it may regulate the 

availability of factors involved in axonal growth or anterograde transport by controlling the GTP-bound 

state of the small GTPase Ran. The current list of proteins also contains Trim28/Kap1, a transcriptional 

repressor and a ubiquitin and SUMO ligase able to auto-SUMOylate62. Yet, Trim28/Kap1 has been 

shown to ubiquitinylate targets out of the nucleus such as the vacuolar protein sorting Vps3463 or the 

mitochondrial BCL2A164. Importantly, both RanGAP1 and Trim28 have been referenced in synaptic 

datasets (Supplementary Table 2) and it is thus not surprising to have also identified some SUMO2/3 

target proteins initially linked to the nucleus in the present synaptic SUMOylome. 

 

The network analysis of SUMO targets as well as the identification of the cellular 

compartments and the biological pathways enriched in our dataset revealed that many protein clusters 
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are regulated by SUMO at the synapses including ribosomal and proteasomal protein complexes. These 

two machineries play an essential role in synaptic protein homeostasis, ribosomes by promoting local 

translation, and the proteasome, by driving protein degradation. Components of both complexes were 

frequently identified in SUMO proteomics analysis57-59. However, the functional role of SUMO in the 

regulation of these complexes is still poorly defined. These protein assemblies combining multivalent 

but dynamic interactions are perfect candidates for SUMOylation65. Indeed, collective SUMOylation of 

protein subunits may stabilize and/or modulate these complex assemblies, SUMO acting as a glue to 

hold the components together through intermolecular SUMO-SIM interactions. 

In addition, several proteins located in the post-synaptic density has been identified as 

SUMOylated in the MS analysis. For instance, the PSD is composed of hundreds of different proteins 

including neurotransmitters receptors, scaffold proteins, and many signaling molecules. The PSD is 

organized as a thickly packed but highly dynamic interconnected assembly of many proteins, creating 

a defined synaptic subdomain. Recent studies suggest that the assembly and activity-dependent 

modulation of the PSD composition involves liquid-liquid phase separation (LPPS)66. LLPS governs the 

formation of many membraneless compartments or macromolecular structures as the nucleolus, the 

PML bodies and stress or mRNA transport granules67. Interestingly, increasing evidences point out a 

central role of SUMOylation in the composition of LLPS-based structures. One of the best-characterized 

examples is its role in the tuning of PML bodies formation67. More recently, SUMO has been involved 

in the regulation of the LLPS promoted SOP-2 bodies68 and in stress granules assembly and 

disassembly69. It is interesting to note that intrinsically disordered regions (IDR) that are key drivers to 

LLPS, are the preferential domains targeted by SUMO70. At synapses, LLPS would also be involved in 

the organization of the PSD notably through interactions between PSD95 and SynGAP66. Since we 

showed that SynGAP is SUMO2/3-ylated at synapses, it would be of interest to examine whether its 

modification could interfere within its interaction with PSD95 and thus, participate in the regulation of 

the synaptic organization. LLPS may also play a role in the clustering of the reserve pool of synaptic 

vesicles through Synapsin 1-mediated interactions or via the formation of active zone complexes 

containing RIM1α and RIM-binding proteins66. Strikingly, RIM1 α and synapsin1 are known SUMO 

targets; Synapsin 1 being modified in its IDR at the lysine 687 (Refs29,71). Since the present dataset 

includes numerous proteins associated with the PSD as well as components of synaptic vesicles, we 

can easily speculate that SUMOylation of some of these proteins represents an effective way to 

modulate the dynamic formation and/or elimination of synaptic LLPS mediated protein complexes. 

 

The MS screen also identified many mitochondrial proteins as SUMO2/3 targets. The results 

are consistent with the presence of SUMOylation and deSUMOylation enzymes as well as SUMOylated 
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proteins associated with mitochondria in cell line models or in cultured neurons9,43,72. In addition, a 

number of studies dedicated to elucidate the function of specific mitochondrial SUMO targets 

indicated that SUMOylation participates in mitochondrial biogenesis, regulates their fusion/fission 

processes42 and contributes to the metabolic adaption of mitochondria to stress43. It is thus not 

surprising that SUMO2/3 substrates are also identified at synapses as mitochondria are natural 

components of this compartment. Interestingly, mutations of the mitochondrial SUMO target DJ-1, 

also identified in the present screen, are associated with early-onset familial Parkinson's disease (PD). 

The most deleterious DJ-1 mutation associated with PD leads to the aberrant SUMOylation of DJ-1 

compromising the function and solubility of the protein42, which reinforced the idea that SUMOylation 

is essential to the synaptic mitochondrial function in physiological conditions.  

The overall SUMO system is essential for the proper development and function of the brain. 

Indeed, disruption of the SUMOylation/deSUMOylation balance in animal models leads to deleterious 

effects such as neurodegeneration, seizure, impairments in learning and memory and/or dysfunctional 

behaviors73-75. In the context of hypothermia, hibernation or ischemia, SUMOylation levels are 

significantly increased as part of a physiological neuroprotective response to stressful events. Thus, 

many efforts have been arrayed to pharmacologically modulate the SUMOylation machinery to protect 

the brain from damages caused by cerebral ischemia76. Several studies have also highlighted a tight 

link between SUMO and brain disorders24,77. In neurodegenerative disorders such as Alzheimer’s and 

Parkinson’s diseases, several proteins involved in the etiology of these diseases are modified by 

SUMO77. In addition, human AD brains present an increased SUMOylation level both in cortical tissue 

and synaptosomal lysates26. Consistent with these findings, diseases annotation connects the present 

SUMO2/3 dataset to a large spectrum of neurological disorders, from neurodevelopmental 

pathologies to neurodegenerative diseases including schizophrenia, autism, epilepsy, Alzheimer's and 

Parkinson's diseases. By enlarging the repertoire of pathophysiological processes potentially affected 

by SUMOylation, our results provide additional perspectives to propose new biological markers or 

complementary therapeutic strategies. In particular, considering the neuroprotective effect of SUMO 

in response to cellular stresses, one can imagine to target brain pathologies involving altered 

SUMOylation levels using drugs modulating the SUMO system. 

To conclude, we report here that around 18% of the synaptic proteome is detected as 

SUMO2/3-ylated and propose that this post-translational modification regulates a wide range of 

cellular processes from synapse formation to synaptic transmission and plasticity. SUMO2/3 targets 

functionally connected synaptic proteins, suggesting that protein-group SUMOylation occurs at 

synapses and contributes to the modulation of synaptic multimeric complexes. A broader view would 

now require the characterization of the SUMO1-ylome as well as the identification of synaptic proteins 
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presenting SUMO-interacting motifs. Moreover, SUMOylation evolving with brain development and 

life span, it would be particularly interesting to follow the SUMOylation profile of synaptic proteins 

over the age. With the current work, we finally propose an overall picture of the SUMO2/3 landscape 

at the mammalian synapse. Recent advances in imaging techniques allow to spatially and functionally 

map individual synapses according to their content in specific markers78 revealing that synapses are 

much more diverse than anticipated with each brain region having specific signatures regarding their 

synaptic composition. It is likely that PTM also participate in this identity card. In this context, detecting 

the SUMOylation status of specific target proteins in the brain at the single cell level is likely one of the 

most promising challenge in the future. 

 

 

Methods  

Rat Strain 

Wistar rats were exclusively from a commercial source (Janvier, St Berthevin, France). All animals were 

handled and treated in accordance with the ARRIVE Guidelines. Animals had free access to water and 

food. Lightning was controlled as a 12h light and dark cycle and the temperature maintained at 23 ± 

1°C. For brain retrieval, PND 14 pups were euthanized by decapitation according to a protocol 

approved by the Animal Care and Ethics Committee and forebrains were immediately excised and 

used.  

Synaptosomal preparation  

Synaptosomal preparation was adapted from previously published protocols 15. Fresh forebrains of 

four PND 14 rats were homogenized in 26 mL of ice-cold Sucrose Buffer (0.32 M Sucrose, 10 mM Tris-

HCl pH 7.4, complete EDTA-free protease inhibitor cocktail Roche, 20 mM NEM) using a 30 ml glass-

Teflon homogenizer with 12 gentle strokes. The homogenate (total fraction, Tot) was centrifuged at 

1000 g for 5 min at RT in a JA4.2 rotor (Beckman). The supernatant (cytoplasmic fraction, Cyt) was then 

layered by 2 ml on the top of a four-step Percoll-sucrose density gradient (2 mL of 20% Percoll, 2 mL 

of 10% Percoll, 2 mL of 6% Percoll, and 2 mL of 2% Percoll in Sucrose Buffer) and centrifuged at 18 000 

rpm for 10 min at 4°C in a SW41Ti rotor (Beckman). Synaptosomal fraction was recovered at the 10-

20% interface Percoll layers. This fraction was then washed in 10 mL of HEPES Buffer (5 mM HEPES, 

140 mM NaCl, 3 mM KCl, 1.2 mM MgSO4, 1.2 mM CaCl2, 1 mM NaH2PO4, 5 mM NaHCO3, 10 mM 

Glucose, complete EDTA-free protease inhibitor cocktail Roche, 10 mM NEM) and centrifuged at 

10,000 g for 10 min in JA25.5 rotor (Beckman). The synaptosomal pellet was resuspended in 
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Denaturing Lysis Buffer (20 mM Sodium Phosphate buffer pH7.4, 150 mM NaCl, 5 mM EDTA, 5 mM 

EGTA, 1% Triton X-100, 0.5% DOC, 1% SDS, complete EDTA-free protease inhibitor cocktail Roche, 10 

mM NEM), supplemented with 50 mM DTT and boiled for 10 min at 95°C. Protein concentration was 

determined using standard Bradford assay.  

Antibodies immobilization on Protein-G Sepharose beads 

For IP beads preparation, 60 µL of Protein-G Sepharose beads (Sigma, P3296) were washed 3 times 

and incubated in PBS for 45 min at RT with a ratio of 2 µg of anti-SUMO-2/3 mouse monoclonal 

antibody (Clone 12F3, Cytoskeleton) or mouse IgG antibody as a negative control per 100 µg of 

synaptosomes. After two washes in 20 mM Sodium Phosphate buffer (NaPi) pH7 and two washes in 

Triethanolamine Buffer (200 mM Triethanolamine, pH 8.2), beads were incubated for 1h at RT in 30 

mM dimethylpimelidate (DMP) freshly resuspended in Triethanolamine Buffer to crosslink the 

antibodies to the beads. The crosslinking step was stopped by resuspension of the beads in 50 mM 

Tris-HCl pH8. Finally, the beads were washed once with 200 mM Glycine pH2.9 and twice with 20 mM 

NaPi pH8.  

Immunoprecipitation experiments 

The denaturing immunoprecipitation protocol was adapted from Ref40. Briefly, the denaturated 

synaptosomal fractions were diluted in Dilution Buffer (20 mM NaPi pH7.4, 150 mM NaCl, 5 mM EDTA, 

5 mM EGTA, 1% Triton X-100, 0.5% DOC, complete EDTA-free protease inhibitor cocktail Roche, 10 mM 

NEM) to obtain a final concentration of 0.1% SDS. The lysate was centrifuged for 10 min at 20,000 g at 

4°C. 8 mg of proteins, corresponding to synaptosomes isolated from ten PND14 rat brains, were 

incubated with 160 µg of immobilized anti-SUMO-2/3 mouse monoclonal antibody, or mouse IgG 

antibody as a negative control, overnight at 4°C under soft rotation. Beads were washed 3 times for 5 

minutes at 4°C in Wash Buffer (20 mM NaPi pH7.4, 150 mM NaCl, 5 mM EDTA, 5 mM EGTA, 1% Triton 

X-100, 0.5% DOC, 0.1% SDS, complete EDTA-free protease inhibitor cocktail Roche). Beads were 

additionally washed in Wash Buffer containing 500 mM NaCl for 30 min at 37°C. Proteins bound to the 

beads were then eluted 3 times for 30 min at 37°C with 200 µl of Wash Buffer supplemented with 0.5 

mg/mL of SUMO2 peptide (CQIRFRFDGQPINE). Eluates were pooled and subjected to TCA precipitation 

prior to quality controls and mass spectrometry analysis. 

SUMO2/3-ylated proteins immunoprecipitation from total brain extracts were performed as described 

above with few modifications: Beads were coated after antibody immobilization in Coating Buffer (PBS 

1X, BSA 5 mg/mL, Dextran 40 kDa, 5 mg/mL, Gelatin 1 mg/mL). Proteins bound to the beads were 

eluted in 2X Laemmli buffer + 5% β-mercaptoethanol. 
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Target immunoprecipitation: For the validation of SUMO targets, synaptosomal fractions were 

denaturated in Denaturation buffer (20 mM NaPi pH7.4, 150 mM NaCl, 5 mM EDTA, 5 mM EGTA, 1% 

Triton X-100, 1% SDS, complete EDTA-free protease inhibitor cocktail Roche, 10 mM NEM) for 15 min 

at 56°C. The denaturated synaptosomal fraction was diluted in Dilution Buffer to obtain a final 

concentration of 0.1% SDS. Lysates were centrifuged for 15 min at 20,000g à 4°C. 800 µg of proteins 

were incubated with immobilized anti-Ubc9 or not immobilized anti-SynGAP or anti-Flotillin-1 on 

coated Protein-G Sepharose beads, overnight at 4°C under rotation. The corresponding IgG antibody 

was used as a negative control. The beads were then washed 3 times at 4°C in Wash Buffer. Proteins 

were eluted in Laemmli Buffer supplemented with 5% β-mercaptoethanol. 

Mass spectrometry analysis 

Sample preparation: Proteins from immunoprecipitation eluates were separated on SDS-PAGE on Bis-

Tris gradient gel (4-20%, Mini-PROTEAN®, BioRad) and colored by Coomassie staining (Imperial blue). 

Each lane was manually excised into 10 bands. Proteins contained into gel slices were 

reduced/alkylated and digested by a treatment with DTT/IAA and trypsin. Tryptic peptides were 

isolated by successive extractions in 1% formic acid (FA), in water and in acetonitrile (ACN). Peptides 

extracts from adjacent bands were pooled two by two prior to LC-MS/MS analysis, concentrated under 

vacuum and solubilised in 15 µL of aqueous 0.1% formic acid. The resulting five peptides mix were then 

subjected to LC-MS/MS analysis. 

NanoHPLC-Q-exactive plus analysis: Peptide separations were carried out on a nanoHPLC (ultimate 

3000, Thermo Fisher Scientific). 5 µl of peptidic solution was injected and concentrated on a µ-

Precolumn Cartridge Acclaim PepMap 100 C18 (i.d. 5 mM, 5 µm, 100 Å, Thermo Fisher Scientific) at a 

flow rate of 10 µL/min and using solvent containing H2O/ACN/FA 98%/2%/0.1%. Next, peptides 

separation was performed on a 75 µm i.d. x 500 mM (3 µm, 100 Å) Acclaim PepMap 100 C18 column 

(Thermo Fisher Scientific) at a flow rate of 200 nL/min. Solvent systems were: (A) 100% water, 0.1%FA, 

(B) 100% acetonitrile, 0.08% FA. The following gradient was used t = 0 min 4% B; t = 3 min 4%B; t = 170 

min, 35% B; t = 172 min, 90% B; t = 180 min 90% B (temperature set at 35°C). The nanoHPLC was 

coupled via a nanoelectrospray ionization source to a Hybrid Quadrupole-Orbitrap High Resolution 

Mass Spectrometer (Thermo Fisher Scientific). MS spectra were acquired at a resolution of 70 000 (200 

m/z) with a scan range of 150−1800 m/z, an AGC target value of 5e5 and a maximum injection time of 

50 ms. 10 most intense precursor ions were selected and isolated with a window of 2 m/z and 

fragmented by HCD (Higher energy C-Trap Dissociation) with normalized collision energy (NCE) of 27. 

MS/MS spectra were acquired in the ion trap at a resolution of 17 500 (200 m/z) with an AGC target 

value of 2e5 and a maximum injection time of 100 ms. 
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Protein identification: Data were reprocessed using Proteome Discoverer 2.2 equipped with Sequest 

HT. Files were searched against the Swissprot Rattus Norvegicus Reviewed and Unreviewed FASTA 

database. A mass accuracy of ±10 ppm was used to precursor ions and 0.02 Da for product ions. 

Enzyme specificity was fixed to trypsin with two missed cleavages allowed. Because of previous 

chemical modification, carbamidomethylation of cysteines was set as a fixed modification and only 

oxidation of methionine was considered as dynamic modification. Reverses decoy databases were 

included for all searches to estimate false discovery rates, and filtered using Percolator algorithm with 

a 1% FDR.  

SDS-PAGE and Western Blotting  

Samples from the anti-SUMO2/3 immunoprecipitations and the associated IgG negative control were 

resolved by SDS-PAGE followed by silver staining (Silver Quest Kit; Invitrogen) for quality control or 

Coomassie staining (Imperial blue) prior to in gel trypsin digestion and mass spectrometry analysis. For 

immunoblotting, proteins separated by SDS-PAGE were transferred onto nitrocellulose membrane 

(BioTrace NT, Pall Corporation) and immunoblotted using the following primary antibodies at the 

indicated dilution: mouse anti-SUMO2/3 (clone 12F3, Cytoskeleton, ASM23) 1/1000, rabbit polyclonal 

anti-SUMO2/3 (Dr Guillaume Bossis, IGGM, France) 1/750, mouse anti-SUMO1 (clone 21C7, DSHB) 1.5 

μg/ml, mouse anti-Synaptotagmin (Stressgen, SYA-148) 1/2000, rabbit anti-PSD95 (Millipore, AB9708) 

1/2000, rabbit anti-Homer (Synaptic System, 160003) 1/1000, mouse anti-CoxIV (Abcam, ab14744) 

1/2000, mouse anti-SOD2 (Santa Cruz, sc-137254) 1/2000, mouse anti-Calnexin (Santa Cruz, sc-23954), 

rabbit anti-GM130 (BD Biosciences, 610823) 1/500, mouse anti-Nopp140 (Santa Cruz, sc-374033) 

1/700, mouse anti-Fibrillarin (Invitrogen, MA3-16771) 1/2000, rabbit anti-Histone H4 (Active Motif, 

39269 ) 1/2000, mouse anti-Ubc9 (BD Biosciences, 610749) 1/250, rabbit anti-SynGAP (Synaptic 

System, 157002) 1/1000; mouse anti-Flotillin1 (BD Biosciences, 610820) 1/500. Primary antibodies 

were revealed using the appropriate horseradish peroxidase (HRP)-conjugated secondary antibodies 

(GE healthcare) or True Blot (Rockland, Tebu-Bio). Proteins were then identified using Immobilon 

Western (Millipore), SuperSignal Femto chemiluminescence (ThermoScientific) or Western Lightning 

Ultra (Perkin Helmer) chemiluminescent solutions and images acquired on a Fusion FX7 system (Vilber 

Lourmat). Full-size blots for cropped gels can be found in Supplementary Figure 3.  

Bioinformatics analysis 

To compare proteome datasets, protein identifiers were converted to Entrez Gene identifiers using 

Uniprot, DAVID and db2db conversion tools. When rat datasets were compared to human or mouse 

datasets, human or mouse homologs to rat proteins were identified using the DRSC Integrative 

Ortholog Prediction Tool or alternatively Blast. Hierarchical clustering of SUMO2/3 and control 
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immunoprecipitation eluates was performed using Euclidian distance according to the presence (score 

= 1) or the absence (score = 0) in each sample of all identified proteins. Gene Ontology (GO) terms 

enrichment analysis were performed using clusterProfiler (ontology level 2) on the web interface 

Proteore79. KEGG and Reactome pathways enrichment analysis were performed using DAVID. 

Enrichment analysis using the synapse specific database SynGO56 were performed against the “brain 

expressed” background, setting medium stringency and second level terms as labels for Cellular 

Component representation and top-levels terms as labels for Biological Pathways representation. 

Disease annotations were conducted with the ToppGene portal on the human homologs of the rat 

protein dataset. Network analysis were performed using the STRING web tool (v. 11.0) combined to 

the Cytoscape application (v.3.8.2) implemented by the StringApp plug-in. Details for enrichment 

analysis are available in Supplementary Table 6.  
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Figure legends 

Figure 1. Identification of the synaptic SUMO2/3-ylome. A. Workflow to identify the synaptic 

SUMO2/3-ylome. 14PND rat brains, presenting intense synaptogenesis, neurotransmission and high 

levels of SUMO2/3-ylation, were subjected to biochemical subcellular fractionation to prepare 

synaptosomes. Denaturing immunoprecipitations were performed on the synaptosomal fractions 

using specific anti-SUMO2/3 antibodies and peptidic elution. Isolated proteins were then identified by 

LC-MS/MS. The SUMO2/3-ylation profile of several selected targets was analyzed by biochemical 

approaches and the biological significance of the synaptic SUMO2/3-ylome was brought out by bio-

informatics analysis. B. Immunoblotting of SUMO2/3ylation levels in PND14 and adult brain for 

SUMO2/3 (left panel). Ponceau-S staining was used stain total proteins normalization (right panel). C. 

SUMO2/3-ylation levels detected by immunoblotting on 20 µg of proteins from indicated subcellular 

fractions. After low-speed centrifugation of the total brain lysate (Tot), the supernatant corresponding 

to the cytoplasmic fraction (Cyt) was loaded on sucrose percoll gradients to isolate the synaptosomal 

fraction (Syn)15 and the nuclear fraction (Nuc) in the pellet was purified on sucrose cushions80. D. Ten 

percent of the SUMO2 12F3 or control IgG immunoprecipitated proteins were subjected to silver 

staining (left panel) or SUMO2 immunoblotting (right panel). E. The different immunoprecipitation 

experiments were hierarchically clustered by aggregation according to their protein composition using 

the Euclidian average distances. Uncropped images are available in Supplementary Figure 3. 

 

Figure 2. Venn diagrams showing overlap between the synaptic SUMO2/3-ylome and the indicated 

proteomes. Numbers indicate the number of proteins specifically present in the present study (blue), 

in the referenced previous studies (grey) and at the intersection of the protein sets. Details in the 

Supplementary Table 4.  

 

Figure 3. SUMO2/3-ylation profile of Ubc9, Flotillin-1 and SynGAP at synapses. (A) Immunoblot anti-

Ubc9 of cytoplasmic and synaptic extracts from PND 14 rat brain (left panel). Representative 

immunoblot using anti-Ubc9 of synaptic SUMO2/3 or control IgG immunoprecipitated proteins (middle 

panel; n=3 independent experiments) and immunoblot using anti-SUMO2/3 antibody of synaptic Ubc9 

or control IgG immunoprecipitated (right panel; n=3 independent experiments). Similarly to (A), 

immunoblot of cytoplasmic and synaptic extracts from PND 14 rat brain (left panel), synaptic SUMO2/3 

or control IgG immunoprecipitated proteins (middle panel; n=3 independent experiments) and the 

converse immunoprecipitation (right panel; n=3 independent experiments) were done for Flotillin-1 
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(B) and SynGAP (C). Black arrows indicate SUMO2/3-ylated forms of the different SUMO targets. 

Uncropped images are available in Supplementary Figure 4. 

 

Figure 4. Terms enrichment analysis of the synaptic SUMO2/3-ylome according to the Gene 

Ontology, KEGG, Reactome and SynGO knowledge bases. A-D. The list of the SUMO2/3-modified 

synaptic proteins was subjected to enrichment analysis for GO Cellular Components (A), GO Molecular 

functions (B), GO Biological Pathways terms (C), for KEGG and Reactome pathways (D) against the rat 

proteome. Categories were classified according to the -Log10 of the P value adjusted using the 

Benjamini- Hochberg method. The number of counts compared to category hits is indicated. The list 

of the SUMO2/3-modified synaptic proteins was subjected to enrichment analysis for Cellular 

Components (E) or Biological Pathways (F) using the SynGO synaptic component curator tool. Details 

are available in Supplementary table 6.  

 

Figure 5. Network organization of the synaptic SUMO2:3-ylome. (A) STRING network analysis of all 

identified SUMO2/3-ylated protein candidates, with a STRING interaction confidence of 0.7 or greater 

on all active interaction sources. (B). STRING network was imported into the Cytoscape application 

implemented by the StringApp plug-in and further filtrated for experiments edges with a confidence 

of 0.4 or greater. The resulting sub-complex (346 components) was subjected to MCL clustering at 

granulosity 4, which resulted in 96 sub-complexes including 8 clusters with an average degree superior 

or equal to 3 illustrated here. Node size reflects the average node degree within the network. 

 

Figure 6. Diseases annotation enrichment analysis of the synaptic SUMO2/3-ylome. A-B. Proteins 

from the SUMO2/3 dataset were analyzed for correlation with diseases using ToppGene with the full 

gene set as background. Categories were classified according to the -Log10 of the P value adjusted 

using the Benjamini-Hochberg method. The number of counts compared to category hits is indicated. 

Details are available in Supplementary table 6.  
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Supplementary information 

 

Supplementary Figure 1: Quality control of the synaptic proteome. A. Western blot analysis of brain 

subcellular fractions. Tot = total brain lysate, Cyt = cytoplasmic fraction, Nuc = nuclear fraction, Syn = 

synaptosomal fraction. The list of the identified synaptic proteins was subjected to enrichment analysis 

for the GO Cellular Components terms (B) or the GO Biological Pathways terms (C) against the rat 

proteome. Categories were classified according to the -Log10 of the p- value adjusted using the 

Benjamini-Hochberg method. The number of counts compared to category hits is indicated. 

Enrichment details are available in Supplementary Table 6.  

 

Supplementary Figure 2: Characterization of the 12F3 mouse monoclonal anti-SUMO2/3 antibody. 

A. Western blotting on bacterial extract from Bl21 bacteria containing (+) or not (-) a SUMOylation 

system specifically expressing and conjugating SUMO1 or SUMO2. B. Dot blot performed on 

immobilized recombinant SUMO2 protein detected by anti-SUMO2/3 12F3 antibody (dilution 1/2000) 

pre-incubated (right panel) or not (left panel) with the CQIRFRFDGQPINE peptide at final concentration 

of 10 µg/ml. C-D. Western blotting on SDS eluate from denaturing immunoprecipitation on whole PND 

14 rat brain extracts (input lane) using immobilized mouse IgG antibody (IgG lane) or 12F3 monoclonal 

mouse anti-SUMO2/3 antibody (S2/3 lane). Immunopurified proteins (IP) were detected using the 

12F3 mouse monoclonal anti-SUMO2/3 antibody (C left panel), polyclonal rabbit SUMO2/3 (C right 

panel) or the 21C7 mouse monoclonal anti-SUMO1 antibody (D).  

 

Supplementary Figure 3: Original uncropped blots. Orange boxed regions represent the portion used 

in the main and supplementary figures. 
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Supplementary Table 1: PND 14 rat brain synaptic proteome. 

10 µg of proteins from four independent synaptosomal preparations were separated on gradient SDS-

PAGE, subjected to in gel Trypsin digestion and analyzed by LC-MS/MS analysis. Protein identification 

from raw data was performed using Proteome Discover 2.0. Only Master Proteins with 1% FDR for 

both peptides and proteins and detected in at least 3 of the 4 preparations were selected to establish 

the reference PND 14 synaptic proteome. 

 

Supplementary table 2: Synaptic proteome identified in the present study vs selected published 

synaptic proteomes and databases. 

 

Supplementary table 3: Synaptic SUMO2/3-ylome  

Proteins eluted from four independent denaturing immunoprecipitations using anti-SUMO2/3 

antibodies or mouse IgG as negative control were separated on gradient SDS-PAGE, subjected to in gel 

Trypsin digestion and analyzed by LC-MS/MS analysis. Protein identification from raw data was 

performed using Proteome Discover 2.0. Only Master Proteins with 1% FDR for both peptides and 

proteins were considered for further analysis. For each immunoprecipitation, proteins identified in 

mouse IgG eluate were withdrawn in the concomitant anti-SUMO2/3 eluate. The proteins present in 

at least 3 of the 4 filtrated lists were selected as synaptic candidates for SUMO2/3 modification. 

 

Supplementary table 4: Synaptic SUMO2/3-ylome vs selected published synaptic proteomes and 

databases. 

 

Supplementary table 5: Synaptic SUMO2/3-ylome vs selected published SUMOylomes. 

 

Supplementary table 6: Details for enrichment analysis. 

 

 

 

Remarque : Les ‘Supplementary tables’ ne sont pas incorporées dans mon manuscrit de thèse car 

leurs volumes et dimensions sont trop importantes. 
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