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 Résumé 
Le Syndrome de l’X Fragile (SXF) est la forme la plus fréquente de déficience 

intellectuelle héréditaire. Le phénotype des patients SXF est complexe. En effet, ils 

présentent aussi des traits autistiques, de l’hyperactivité et un déficit de l’attention. Au 

niveau du cerveau, le phénotype majeur est la présence d’épines dendritiques plus 

nombreuses, plus longues et plus fines. Ces anomalies morphologiques sont associées 

à des formes altérées de plasticité synaptique chez le modèle murin de SXF, la souris 

Fmr1-KO.  Le SXF est causé par l’expansion (plus de 200 fois) du triplet nucléotidique 

CGG dans le 5’UTR du gène Fragile X Mental Retardation 1 (FMR1). L’hyperméthylation 

de cette région du gène FMR1 et, surtout de son promoteur, induit la suppression de 

l’expression de FMR1 et donc l’absence de la protéine FMRP codé par ce dernier. Une 

expansion entre 50 et 200 fois du triplet est considérée comme une prémutation et est 

associée à deux autres maladies :  le syndrome du tremblement-ataxie lié au X Fragile 

(FXTAS), une maladie neurodégénérative, et l’insuffisance ovarienne liée à la 

prémutation de l’X Fragile (FXPOI).  

FMRP se lie à l’ARNm et est impliquée dans la régulation de plusieurs étapes du 

métabolisme de l’ARN, en particulier dans la modulation de la traduction de plusieurs 

protéines synaptiques. Aucune thérapie n’est aujourd’hui disponible pour traiter les 

patients atteints de SXF.   

J’ai montré que FMRP module l’expression de la Phosphodiesterase 2A (PDE2A) 

au niveau synaptique. PDE2A est une enzyme impliquée dans la dégradation de l’AMPc 

et du GMPc, deux seconds messagers qui jouent un rôle critique dans le 

développement et la différenciation des neurones. Quand FMRP est absente, le niveau 

et l’activité de PDE2A sont augmentés et, en conséquence, les niveaux d’AMPc et de 

GMPc sont réduits dans le cortex et l’hippocampe.  

J’ai montré que le traitement avec un inhibiteur spécifique de la PDE2A, le BAY  



2  

  

60-7550, rétablit les déficits sociaux chez les souris Fmr1-KO jeunes et adolescentes, la 

morphologie anormale des épines dendritiques et la Long Term Depression mGluR-

dépendante exagérée. Afin de valider par une approche génétique que la réduction du 

niveau (et de l’activité) de la PDE2A pourrait avoir un rôle thérapeutique pour le SXF, 

j’ai croisé la lignée Pde2a+/- avec les souris Fmr1-KO et analysé le phénotype 

comportemental, la morphologie neuronale et les voies de signalisation liées à l’AMPc 

et au GMPc dans l’hippocampe et le cortex des souris générées par ce croisement. En 

effet, j’ai pu montrer que les animaux Fmr1-KOxPde2a+/- ont un phénotype 

sociocognitif normal comparé aux les animaux Fmr1-KO et Pde2a+/-. En effet, les souris 

Pde2a+/- ont un comportement très similaire à celui des animaux Fmr1-KO même si les 

altérations moléculaires dans le cerveau apparaissent inversées comparées à celles des 

souris Fmr1-KO.  

Dans leur ensemble, mes résultats montrent l’importance des voies AMPc et 

GMPc qui dépendent de PDE2A dans la pathophysiologie de FXS et dans le 

neurodéveloppement. En effet, j’ai identifié un nouveau modèle de maladies du 

développement du cerveau dû à la réduction du niveau d’activité de Pde2a+/-.  

Dans la première partie de mon doctorat, j’ai contribué à l’identification de la 

morphologie des neurones corticaux obtenus à partir d’un modèle murin de FXTAS.  

Mots-clés : Syndrome de l’X Fragile, Déficience Intellectuelle, Trouble du spectre de 
l’autisme, AMPc, GMPc, PDE2A  
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Abstract 
Fragile X Syndrome (FXS) is the most common form of inherited intellectual 

disability (ID). In addition to ID, patients might exhibit autistic features, hyperactivity 

and attention-deficit disorder, language dysfunction and seizures. Approved and 

effective therapies are not yet available for FXS. The main hallmark of FXS in the brain 

is the presence of immature and denser dendritic spines. This abnormality is associated 

with altered synaptic plasticity in our animal model of FXS, the Fmr1-KO mice. FXS is 

caused by a CGG repeat expansion with a number of repeats higher than 200 in the 

5’UTR of the Fragile X Mental Retardation 1 (FMR1) gene. Methylation of this region 

and of its surrounding sequences, including the promoter of FMR1, results into the 

silencing of the gene and the loss of its encoded protein, FMRP. An expansion with a 

number of repeats variable between 50 and 200 is considered as a premutation and is 

associated with two pathological conditions other than FXS: The Fragile X-associated 

Tremor Ataxia Syndrome (FXTAS), and the Fragile X associated Primary Ovarian 

Insufficiency (FXPOI).  

FMRP is an RNA-binding protein implicated in various steps of RNA metabolism. 

In particular, it plays a role in the translational regulation of a subset of synaptic 

proteins.   

We showed that FMRP modulates the synaptic expression of Phosphodiesterase 

2A (PDE2A), an enzyme implicated in the degradation of cAMP and cGMP. In. the 

absence of FMRP, the levels and the activity of PDE2A are increased, and, 

consequently, cAMP/cGMP levels are reduced in the cortex and hippocampus of Fmr1-

KO mice.  

The blockade of PDE2A with a specific and powerful inhibitor of PDE2A, Bay 

607550, rescues various in vitro, ex vivo and in vivo FXS phenotypes. In particular, I 

contributed to this study by showing that the treatment with Bay 60-7550 rescues 

social deficits in young and adolescent Fmr1-KO mice and abnormal dendritic spine 
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morphology in hippocampus. In order to validate this new therapeutic target for FXS, I 

crossed Pde2a+/- mice with Fmr1-KO mice and analyzed their behavior, neuronal 

morphology and signaling pathways linked to cAMP/cGMP levels in the hippocampus 

and cortex. I found that double mutant animals (Fmr1-KO x Pde2a+/-) have a normal 

social and cognitive behavior compared to both Fmr1-KO and Pde2a+/- mice. Indeed, 

Pde2a+/- mice display behavioral deficits similar to those characterizing the Fmr1-KO 

mouse, even if the molecular alterations seem to be opposite.  

In conclusion, my results highlight the key role of PDE2A-dependent cAMP and 

cGMP levels and their correlated pathways in neurodevelopment.   

Furthermore, in addition to my main project, in the first part of my doctoral 

stage, I participated to the characterization of neuronal morphology in the mice model 

of FXTAS showing that this neurodevelopmental marker is dependent on the level of 

the Fmr1 mRNA, which displays elevated levels in these mice in the presence of the 

Fmr1 premutation.   

Key words: Fragile X Syndrome, Intellectual Disability, Autism Spectrum Disorder, 

cAMP, cGMP, PDE2A  
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Introduction  
  

Chapitre 1.  Le Syndrome de l’X Fragile  

 I.  Les troubles du neurodéveloppement   

Les troubles du neurodéveloppement (TND) regroupent un nombre important 

de maladies cliniquement hétérogènes qui se caractérisent par des déficits dans la 

cognition, la communication, le comportement et le fonctionnement moteur. Ils 

résultent d’un développement atypique du cerveau à différents stades, notamment au 

niveau de la neurogénèse, la prolifération et la migration des neurones et de la glie 

ainsi qu’au niveau de la formation des synapses.  

 Les TND les plus communs incluent les troubles du spectre de l’autisme (TSA), 

le déficit intellectuel (DI), le trouble du déficit de l’attention avec hyperactivité 

(Attention Deficit Hyperactivity Disorder, ADHD) ou encore les troubles moteurs. Par 

extension, les troubles neuropsychiatriques, tels que la schizophrénie et les troubles 

bipolaires, peuvent rentrer dans cette catégorie ainsi que l’épilepsie. La co-occurrence 

de plusieurs de ces troubles chez un seul individu est très fréquente. Par exemple, les 

troubles neuropsychiatriques sont présents chez 30 à 50% des patients atteints de DI 

(Einfeld et al., 2011), et chez 50% ayant un TSA (Mazefsky et al., 2012).  

Les facteurs de causes de ces troubles sont multiples et variés (Fig.1). Ils peuvent 

être d’ordre génétique (variation du nombre de copies, mutations) de façon 

majoritaire, ou dans une moindre mesure, d’ordre environnemental in utero ou 

postnatal (expositions à des médicaments, infections, trauma obstétrique, hypoxie, 

malnutrition, etc…). De nombreuses études de séquençage d’exome ont permis 

d’associer des milliers de gènes avec des TND comme la DI et les TSA (Najmabadi et al., 

2011; Sanders et al., 2012; Xu et al., 2011).  
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 II.  La déficience intellectuelle  

L’Organisation mondiale de la santé (OMS) définit la déficience intellectuelle 

comme «la capacité sensiblement réduite de comprendre une information nouvelle ou 

complexe, et d’apprendre et d’appliquer de nouvelles compétences ». Elle est 

caractérisée par un quotient intellectuel (QI) en dessous de 70 et des limitations du 

fonctionnement adaptatif.   

1. Aperçu historique de la DI  

 Des traces de l’étude de la déficience intellectuelle sont retrouvées dans les 

premières civilisations égyptiennes, grecques et romaines anciennes. Dans ces temps-

là, la DI n’était pas différenciée des troubles mentaux et faisait déjà l’objet de 

stéréotypes et de stigmatisation comme jusqu’à tôt dans notre société récente. Les 

premières descriptions de DI furent trouvées dans des écrits de l’ancienne Egypte dans 

lesquels ils s’efforçaient de trouver des traitements à diverses maladies 

(Scheerenberger, 1983). A l’inverse, dans la Grèce et Rome antique, les populations 

avaient un regard moins bienveillant envers les personnes ayant des handicaps, allant 

jusqu’à les tuer par eugénisme, soutenues par certains philosophes de l’époque 

comme Platon (Richards et al., 2014). C’est au 17eme siècle que la première description 

de DI comme maladie fut faite par Thomas Willis. Depuis la terminologie décrivant la 

DI a évolué.  

 Au début des années 1900, les personnes ayant une DI étaient décrites par les 

termes « imbécile », « faible d’esprit », « idiot » ou encore « crétin » (Barr, 1904). Par 

la suite, l’association American Psychiatric Association (APA) publie en 1952 le premier 

Diagnostic and Statistical manual (DSM-I) qui décrit la condition comme « déficience 

mentale », puis comme « retard mental » en 1968 dans le DSM-II et enfin le terme « 

déficience intellectuelle » dans le dernier DSM à date en 2013.  
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2. Tableau clinique.  

La DI est caractérisée par trois aspects précis : des déficits cognitifs, des déficits 

dans le comportement adaptatif et enfin la survenue de ces déficits pendant la période 

développementale. Le fonctionnement adaptatif concerne trois domaines principaux : 

le domaine conceptuel (langage, mémoire), le domaine social et le domaine pratique 

(autonomie dans la vie quotidienne).  

La DI chez un individu est classée en fonction de la gravité des déficits cognitifs 

et du fonctionnement adaptatif. Cette classification se fait par le test de QI qui permet 

d’évaluer les performances de l’individu. Le résultat est donné sous la forme d’un score, 

qui est par définition à 100 dans la population générale. On parle de DI quand le score 

est inférieur à 70. L’OMS considère comme déficience légère un QI entre 50 et 69, 

déficience moyenne un QI entre 35 et 49, déficience grave un QI entre 20 et 34 et 

déficience profonde un QI en dessous de 20.  

Bien que des suspicions de DI puissent apparaître dans la petite enfance, une DI 

peut être diagnostiquée plus formellement à partir de 5 ans. Cependant des enfants 

ayant une DI plus légère peuvent n’être diagnostiqués que plus tard dans la scolarité, 

lorsque les tâches cognitives sont plus difficiles (Reschly, 2009).  

Les personnes ayant une DI sont particulièrement sujets aux comorbidités. Le 

plus souvent on retrouve chez ces personnes de l’épilepsie, un retard du langage ou un 

comportement agressif chez 25% d’entre eux. De plus, la prévalence des troubles 

psychiatriques est plus élevée chez ces personnes, comme les troubles anxieux, de 

l’humeur et psychotique (Einfeld et al., 2011).  
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3. Epidémiologie et causes.  

La DI toucherait entre 1 et 3% des personnes dans le monde, avec un ratio de 

1,6 homme touché pour 1 femme (Leonard and Wen, 2002).   

La première cause connue de DI est d’ordre génétique qui compte pour la moitié 

des cas, notamment les aberrations chromosomiques (Marrus and Hall, 2017). Le 

diagnostic génétique de la DI a historiquement commencé par l’identification de la 

trisomie 21 comme la cause du Syndrome de Down (Lejeune et al., 1959) et du X fragile 

sur le chromosome X comme la cause du syndrome de l’X Fragile.  

L’incidence des DI est aussi liée à des facteurs environnementaux. En effet, la 

prévalence dans les pays en voie de développement y est deux à trois fois supérieure 

par rapport aux pays développés, ce qui pourrait s’expliquer par un niveau de vie plus 

précaire, un risque d’infection et de malnutrition plus important pendant la petite 

enfance, et un plus haut taux d’accidents périnataux.   

D’autres causes externes ont pu être décrites, comme les infections du système 

nerveux (méningite), traumatismes crâniens, infections pendant la grossesse (rubéole, 

toxoplasmose) ou encore la prise de drogue ou d’alcool, ce dernier entraînant un 

syndrome de l’alcoolémie fœtale. Enfin, pour près d’un quart des patients atteints, la 

cause n’est pas connue à ce jour.  
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 III.  Les troubles du spectre autistique  

1. Histoire de l’autisme  

Le mot « autisme » est dérivé du mot grec « autós » qui veut dire « soi-même ». 

Le psychiatre suisse Eugen Bleuler fut le premier à utiliser ce terme en 1911 dans son 

ouvrage « Dementia praecox ou groupe des schizophrénies » dans lequel il décrit le 

retrait psychique et délire hallucinatoire de patients schizophrènes.   

Cependant, le premier cas documenté d’autisme date de 1747 et fut celui de 

Hugh Blair de Borgue, un lord écossais. Son plus jeune frère, tuteur légal de Blair, 

réussit à annuler son mariage, en invoquant son incapacité à s’engager dans un contrat 

de mariage. En effet, il était décrit comme perdant son « bon sens » et ayant une « folie 

silencieuse ». Hugh Blair montrait des difficultés à avoir des relations sociales, manque 

de tact et un regard anormal, ainsi que des difficultés de langage et écholalie, la 

répétition systématique des phrases. De plus, il avait des comportements stéréotypés 

et anormaux, comme la collection de plumes d’oiseaux et de brindilles et le fait de 

s’assoir toujours à la même place à l’Eglise (“Autism in History,” n.d.). 

Près de deux cents ans plus tard, durant les années 1940, Leo Kanner, psychiatre 

américano-autrichien, et Hans Asperger, pédiatre autrichien, redéfinissent les 

caractéristiques des enfants autistes que l’on connaît aujourd’hui. En 1943, Kanner 

décrit les symptômes d’isolement sociale, comme des difficultés à interagir avec les 

autres, et de troubles du langage chez un groupe de 11 enfants non atteints de troubles 

psychiatriques connus (Kanner, 1968). En 1944, Asperger décrit quant à lui 4 enfants 

souffrant d’isolement sociale, n’éprouvant que peu de sentiments pour les autres mais 

n’ayant pas de difficultés de langage. Ces enfants pouvaient avoir des compétences 

exceptionnelles en mathématique ou en science avec des façons de penser créatives 

et originales mais avec des intérêts très restreints (Asperger, 1991) (Frith U, 1991). Ces 

recherches amèneront à un nouveau sous-groupe des troubles du spectre de l’autisme, 
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le Syndrome d’Asperger, officiellement défini cliniquement par Lorna Wing en 1981 

(Wing, 1981).  

Depuis les débuts de Kanner et Asperger, l’autisme a été défini comme un 

trouble rare et restreint jusqu’à être aujourd’hui une condition très étudiée, commune 

et très vaste/hétérogène, d’où sa nouvelle dénomination « trouble du spectre de 

l’autisme » adopté en 2013 dans la 5e édition du Manuel diagnostique et statistique de 

l'Association américaine de psychiatrie (DSM-5).   

2. Tableau clinique et classification des TSA  

L’autisme est aujourd’hui considéré comme un ensemble de troubles, différents 

entre chaque individu en fonction de ses capacités sociales et cognitives. Le terme « 

spectre » permet de rendre compte de cette diversité.  

Historiquement, les enfants décrits comme autistes avaient des déficits dans 

trois domaines principaux, appelé « triade autistique » :  

- L’interaction sociale   

- La communication verbale et non verbale   

- Et des comportements répétitifs et restreints  

C’est cette triade que l’on retrouve dans le DSM-4 en 1994 avant de passer dans 

le DSM-5 à deux domaines principaux (Communication sociale et comportement 

répétitif). Ce changement de taxonomie entraîne des critères plus stricts pour le 

diagnostic des TSA, et les individus précédemment diagnostiqués en tant qu’Asperger 

avec le DSM-4 ne le sont plus avec le DSM-5 et perdent leurs accès aux soins spécifiques 

aux Etats-Unis (Volkmar et al., 2012; Volkmar and McPartland, 2014).  
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Table I. Critères diagnostiques du TSA. DSM-V (2013)  

A. Déficits persistants de la communication et de l’interaction sociale dans différents contextes : 

1. Déficits dans la réciprocité émotionnelle et sociale : allant d’une approche sociale 

anormale, échec d’établissement d’une conversation, à un manque total d’intérêt et 

d’émotions.  

2. Déficits dans la communication non-verbale : allant du contact visuel et langage corporel 

anormal, difficultés à comprendre les gestes, à une absence totale d’expressions faciales 

et de communication non-verbale.  

3. Déficits du développement, du maintien et de la compréhension des relations : allant 

d’une difficulté à adapter son comportement en fonction des contextes sociaux 

différents, difficulté à se faire des amis, à une absence d’intérêt pour ses pairs.  

B. Comportement, intérêts et activités restreints et répétitifs :  

1. Caractère stéréotypé ou répétitif de mouvements, d’utilisation d’objet ou du langage 

(battements de mains, alignement de jouets, écholalie, phrase idiosyncratique)  

2. Intolérance aux changements, inflexible sur les habitudes et patterns de comportement 

verbal et non verbal (grande détresse face aux changements, rituels pour saluer, besoin 

de prendre la même route ou de manger la même chose tous les jours).  

3. Intérêts très restreints et fixes, anormaux dans leur intensité ou dans leur but (fort 

attachement avec des objets inhabituels, intérêts extrêmement restreints et répétitifs)  

4. Hyper ou hyporéactivité aux stimulations sensorielles ou intérêt inhabituel pour les 

aspects sensoriels de l’environnement (indifférence apparente face à la douleur ou la 
température, réponse aversive envers sons ou textures spécifiques, sent et touche les 

objets de façon excessive, fascination visuelle pour les lumières et mouvements)  

C. Les symptômes doivent être présents dès la période précoce du développement (mais ne 

doivent pas être nécessairement totalement manifestes avant que les demandes sociales 

n’excèdent les capacités limitées de la personne, ou peuvent être masqués par des stratégies 

apprises plus tard dans la vie).  

D. Les symptômes causent un déficit cliniquement significatif dans le fonctionnement social, 

professionnel ou dans d’autres domaines.   
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E. Ces troubles ne sont pas mieux expliqués par une déficience intellectuelle (trouble du 

développement intellectuel) ou un retard global du développement.   

La personne doit présenter l’ensemble des symptômes de la catégorie A et au 

moins deux de la catégorie B pour répondre aux critères du TSA d’après le DSM-5.  

Au niveau mondial, la Classification Internationale des Maladies (CIM)-10 

publiée par l’OMS considère encore à ce jour la triade autistique, et classe les TSA dans 

les troubles envahissants du développement.  

Les premiers signes et symptômes peuvent apparaitre entre 6 et 12 mois, mais 

dans la plupart des cas un diagnostic fiable peut être établi à partir de 24 mois (Guthrie 

et al., 2013). Les déficits d’interaction sociale et le retard du langage sont les principaux 

déficits chez les enfants de moins de 3 ans.  

Près des trois quarts des enfants atteints de TSA présentent un autre trouble 

médical, psychiatrique ou neurologique. Comme le montre une récente méta-analyse, 

entre 25 et 32% sont atteints de trouble du déficit de l'attention avec ou sans 

hyperactivité (TDAH) (Lai et al., 2019) ce qui représente 66% des patients atteint de 

TDAH (Davis and Kollins, 2012; Leitner, 2014). La dépression se retrouve chez 11% des 

enfants atteints de TSA (Lai et al., 2019) et 80% souffrent d’au moins un trouble 

d’anxiété (Simonoff et al., 2008). D’autres peuvent être atteints d’hyper ou 

d’hyposensibilité en réaction à différents stimuli externes (son, lumière, odeur ou 

douleur).  

3. Epidémiologie et causes  

La prévalence des TSA a constamment augmenté ces 20 dernières années, 

notamment aux Etats-Unis d’après le Center for Disease Control (CDC). L’incidence 

passe de 1 enfant atteint pour 150 en 2000 à 1 pour 54 en 2016 (Maenner et al., 2020). 

Une récente revue estime la prévalence à 1.5% dans les pays développés, soit une 

personne sur 66 (Lyall et al., 2017). En France, les TSA concerneraient 700 000 
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personnes et une naissance sur 150 (Haute Autorité de Santé). Les TSA touchent toutes 

les populations dans le monde, quelle que soit leur origine ou statut socioéconomique.   

Il existe cependant une différence en fonction du sexe de l’individu. Les garçons 

sont quatre à cinq fois plus atteints que les filles (Christensen et al., 2016) bien que 

d’autres rapports plus récents relativisent cette différence qui serait de 3 pour 1 

(Loomes et al., 2017). Cela pourrait s’expliquer par une validation historique des 

diagnostics sur les garçons, ce ratio pouvant encore évoluer aux vues des futurs progrès 

de détection. D’autres théories furent proposées pour expliquer ce ratio, comme 

l’implication des chromosomes sexuels et du rôle des hormones, sans que celles-ci 

soient confirmées (Baron-Cohen et al., 2011). De plus, les filles sembleraient avoir des 

symptômes plus sévères associés à plus de comorbidités psychiatriques et de 

déficience intellectuelle (Hartley and Sikora, 2009).  

L’une des premières idées reçues, et depuis réfutée, sur les causes de l’autisme 

était d’un mauvais traitement, d’une mauvaise éducation de l’enfant par les parents, 

telle que les prétendues « mères réfrigérateurs ». Aujourd’hui, le consensus 

concernant les causes du TSA est qu’il provient de facteurs génétiques et 

environnementaux, bien que la génétique y joue un rôle majeur. En effet des études 

étudiant la prévalence du TSA chez des jumeaux homozygotes ont montrés que si l’un 

des jumeaux est atteint de TSA l’autre a entre 36 et 95% de risques d’être atteint aussi 

(Sandin et al., 2017). Chez des jumeaux hétérozygotes ce risque tombe entre 0 et 30% 

(Hallmayer et al., 2011; Rosenberg et al., 2009). Les frères et sœurs d’enfant avec un 

TSA ont 2 à 8% de risques d’être eux aussi diagnostiqués, et ce risque monte à 12-20% 

si l’enfant concerné a des déficits dans l’un des trois domaines altérés dans l’autisme 

(Bolton et al., 1994).  

Bien que la part de la génétique dans l’apparition du TSA est grande, sa diversité 

l’est tout autant, avec la participation d’allèles, patterns hérités et variations du 

nombre de copies (CNV) et polymorphisme à nucléotide simple (SNP).  
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Des symptômes typiques du TSA se retrouvent chez des personnes souffrant de 

maladies provoquées par des anomalies génétiques ou chromosomiques comme le 

syndrome de Down, de Rett et de l’X Fragile. Ce dernier, bien que le plus commun, ne 

représente cependant que 5% des personnes ayant un TSA.   

Il a été mis en évidence ces dernières années le rôle significatif des mutations de 

novo, non héritables, dans le TSA, dont ils en seraient responsables dans 15 à 25% des 

cas (Ronemus et al., 2014). De façon intéressante, la fréquence des mutations de novo 

dans les lignées germinales d’origine paternelle augmente avec l’âge du père (Kong et 

al., 2012). Enfin, il est important de noter que la présence d’un historique 

psychiatrique, en particulier la schizophrénie, chez les parents est associé à une 

augmentation du risque de TSA chez l’enfant (Jokiranta et al., 2013).  

4. Traitements   

La prise en charge des patients ayant un TSA se divise en deux catégories de 

traitement, comportemental et pharmacologique. A ce jour, aucun réel traitement 

pharmacologique pour les TSA n’est disponible. La prise en charge médicamenteuse 

peut se faire au niveau des comorbidités dont les patients sont affectés, tels que 

l’anxiété, le TDAH ou l’épilepsie.               

Deux antipsychotiques, aripiprazole et risperidone, sont les deux seuls 

médicaments approuvés par la FDA américaine (Food and Drug Administration) afin de 

soigner les problèmes d’irritabilité, d’hyperactivité et d’agressivité chez les enfants 

diagnostiqués TSA et souffrant de ces symptômes.   

5. TSA vs DI  

L’une des idées fausses sur l’autisme la plus répandue est qu’il est lié à une 

déficience intellectuelle. Or cette dernière ne rentre pas dans les critères de diagnostic 

du TSA et n’en a jamais fait partie. Cependant, la co-occurrence de TSA et de déficience 

intellectuelle est possible. 70% des patients ayant un TSA présentent aussi différents 



24  

  

niveaux de déficience intellectuelle et 10% des individus présentant une déficience 

intellectuelle auraient aussi un TSA (Newschaffer et al., 2007).  

Le Syndrome de l’X Fragile (SXF) est la première cause génétique de TSA, bien 

que ne représentant de 5% des cas (Mendelsohn and Schaefer, 2008; Muhle et al., 

2004). Dans le cas du SXF, tous les individus atteints ont une déficience intellectuelle, 

mais entre 15 et 60% auraient un TSA. Cet écart entre les différentes études 

d’épidémiologie s’explique par différentes méthodologies et diagnostics utilisés 

(Budimirovic and Kaufmann, 2011).  
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 IV.  Le Syndrome de l’X Fragile  

1. Découverte du syndrome  

La première description d’une déficience intellectuelle liée au chromosome X fut 

faite en 1943 par James Purdon Martin et Julia Bell en rapportant le cas d’une famille 

dans laquelle ils ont observé la présence de déficience intellectuelle et de démence 

chez 11 garçons sur 2 générations. Leurs travaux ont permis de comprendre que cette 

déficience était liée au sexe et était héritable (Martin and Bell, 1943). Ils nomment la 

maladie le syndrome de Martin-Bell. Du fait de l’absence de problème moteur et 

sensoriel mais avec la présence d’un déficit de la parole, ils émettent l’hypothèse que 

le dysfonctionnement cérébral se situe principalement dans le cortex préfrontal. 

Cependant, ils ne relèvent pas l’une des caractéristiques physiques la plus récurrente, 

le macroorchidisme, une taille anormale des testicules.  

Lubs fut le premier à montrer une anomalie, un pincement, sur le bras long du 

chromosome X chez quatre hommes d’une même famille et leur mère (Lubs, 1969), 

ensuite appelé « site fragile » (Hecht and Kaiser-McCaw, 1979). Ce site fragile se 

présente comme une zone de fragilité de la chromatine, visible sur le chromosome lors 

d’un caryotype. Pour reproduire cette observation, Sutherland en 1977 démontre 

l’importance de la culture des cellules en milieu pauvre en folate (Sutherland, 1977). 

Peu de temps après, Turner lie une macroorchidie à un retard mental lié à l’X chez 

certains patients (Turner et al., 1980).  

Une description plus complète de la maladie, maintenant appelée syndrome de 

l’X Fragile, fut faite par F. de la Cruz en 1985, notamment sur les caractéristiques 

physiques et comportementales (de la Cruz, 1985). La cause génique du SXF fut trouvée 

et séquencée en 1991 et sera nommée le gène FMR1, Fragile X Mental Retardation 1 

(Oberlé et al., 1991; Verkerk et al., 1991; Vincent et al., 1991).  
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Deux autres maladies associées à ce gène furent caractérisées par la suite : le 

syndrome du tremblement-ataxie lié au X Fragile (FXTAS), une maladie 

neurodégénérative, et l’insuffisance ovarienne liée à la prémutation de l’X Fragile 

(FXPOI) (Cronister et al., 1991; Hagerman et al., 2001).  

2. Cause, épidémiologie et hérédité   

Le syndrome de l’X fragile est la première cause de retard mental héréditaire.  

Le SXF est causé par l’absence de la protéine Fragile X Mental Retardation Protein 

(FMRP), une protéine se liant à l’ARN ayant un rôle majeur dans la régulation de 

l’expression d’un grand nombre d’ARN messagers essentiels pour le bon 

développement et fonctionnement du cerveau particulièrement. Cette absence est 

due à l’inactivation du gène FMR1. En effet, le SFX est causé par l’expansion d’une 

répétition du triplet nucléotidique CGG dans le 5’-UTR (untranslated region), le 

promoteur de FMR1, dont la localisation en Xq27.3 fut découvert par Krawczun en 1985 

(Krawczun et al., 1985). Cette expansion va amener à une méthylation excessive des 

cytosines de la région et l’inactivation du gène, et le nombre de répétitions définit 

différents états cliniques. Les individus manifestant le SXF ont la mutation complète et 

plus de 200 répétitions du triplets CGG, pouvant aller jusqu'à 1000 triplets 

ininterrompus (Fig.2).  

Ceux ayant un nombre de répétitions compris entre 55 et 200 répétitions 

portent la prémutation et ont une production excessive de FMRP qui est liée au FXTAS 

et FXPOI. En effet les niveaux d’ARNm de FMR1 sont 2 à 8 fois plus élevés chez les 

personnes portant la prémutation, engendrant une séquestration de protéines 

importantes pour le fonctionnement neuronal par la structure en tête d’épingle qui se 

forme dans les répétitions CGG (Hagerman and Hagerman, 2013).  

A cela s’ajoute certains individus ayant le SXF avec un mosaïcisme de répétitions 

de CGG de longueurs différentes, avec des cellules présentant la mutation complète et 

d’autres la prémutation. Un mosaïcisme de méthylation existe aussi, avec des cellules 
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ayant l’allèle FRM1 méthylé et d’autres non méthylé. Ces deux types de mosaïque 

entraînent la production partielle de FMRP, et les individus touchés peuvent présenter 

un tableau clinique moins sévère que les individus chez qui FMRP est totalement 

absente.  

Enfin, un nombre croissant de patients ayant une mutation ponctuelle ou par 

délétion, ou encore un shift du cadre de lecture du gène FMR1 a été reporté (Myrick et 

al., 2014; Quartier et al., 2017). Les individus ayant ces mutations pouvant amener à 

une perte de fonction ou l’absence de FMRP ne représentent cependant qu’une faible 

portion des personnes touchées par le SXF.  

La prévalence de la mutation complète du SXF dans la population mondiale est 

estimée à 1 pour 4000 chez les hommes et 1 pour 7000 pour les femmes, bien qu’une 

importante méta-analyse remette en cause ces chiffres. En effet, après application d’un 

modèle statistique permettant de prendre en compte les caractéristiques des 

populations sur près de 50 études de prévalence, la méta analyse a déterminé une 

prévalence de 1 pour 7143 hommes et 1 pour 11,111 femmes (Hunter et al., 2014). De 

plus la prévalence semble varier dans les différentes régions du monde en raison de 

différences dans les haplotypes prédisposant de l’expansion des CGG en fonction des 

différences dans les populations et de l’effet fondateur. Ce dernier correspond à la 

perte de variation génétique lors de l’établissement d’une nouvelle population formée 

à partir d’un petit nombre d’individus. Par exemple, une très grande prévalence pour 

le SXF (1 pour 19 chez l’homme et 1 pour 46 chez la femme) a été rapporté à Ricaurte 

en Colombie (Saldarriaga et al., 2018).  

La prévalence de la prémutation serait de 1 pour 855 chez l’homme et 1 pour 

591 chez la femme (Hunter et al., 2014). Le FXTAS touche près de 40% des hommes et 

16% des femmes ayant la prémutation après 50 ans, alors que le FXPOI apparaît chez 

16 à 20% des femmes portant la prémutation (Hagerman and Hagerman, 2013).  
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3. Tableau clinique  

a. Caractéristiques physiques  

Les nouveau-nés, plus tard diagnostiqués comme atteints du SXF, ne montrent 

pas de caractéristiques ou de symptômes décelables à la naissance. Associé à un 

historique familiale inexistant, cela rend le diagnostic néonatal impossible. A la 

naissance, le poids, la taille et la circonférence de la tête des enfants SXF se situent 

dans des valeurs normales (Lachiewicz et al., 2000). Bien que par la suite les courbes 

de croissance de taille et de poids semblent suivre une évolution normale, la 

circonférence du crâne est supérieure à la moyenne à l’âge prépubère et la majorité 

des enfants SXF développent une macrocéphalie.   

Les caractéristiques physiques se précisent et deviennent plus visibles au cours 

de l’enfance. Plus de 80% des individus ont un ou plusieurs traits physiques qui 

comprend :  

- Une dysmorphie faciale dans plus de 75% des cas, dont un visage allongé, des 

oreilles proéminentes et/ou une mâchoire prognathe (80% des hommes adultes 

atteints).  

- Une macroorchidie, une taille anormale des testicules qui apparaît à la puberté, 

chez 95% des hommes adultes. Le volume testiculaire peut atteindre 50 mL, 

contre 20 à 30 mL chez des jeunes adultes sains. Ce volume s’explique par une 

augmentation des inclusions lysosomales dans les cellules de Sertoli et des 

anomalies dans la différenciation des spermatides (Johannisson et al., 1987), qui 

pourraient engendrer un dérèglement de la spermatogénèse, et donc d’une 

diminution de la fertilité (Hersh et al., 2011).  

- Un tonus musculaire amoindrie, une hypotonie, particulièrement au niveau du 

visage.  
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- Une hyperlaxité ligamentaire (67% des patients) qui est une atteinte des tissus 

conjonctifs se traduisant par une souplesse articulaire particulière. Les mains 

sont caractérisées par des doigts aplatis et des plis palmaires profonds.  

- Un affaissement de la voûte plantaire (« pied plat »).  

- Des otites à répétition liées à des infections fréquentes   

- Un strabisme dans de plus rares cas (8%)  

Ces anomalies physiques peuvent être expliquées en partie par une hypotonie 

musculaire et dysplasie du tissu conjonctif (Opitz et al., 1984). Une manifestation 

possible de la dysplasie est un prolapsus de la valve mitrale, retrouvé essentiellement 

chez les patients adultes (Ramírez-Cheyne et al., 2019). Chez les femmes, le phénotype 

physique, s’il est présent en premier lieu, y est moins prononcé mais similaire aux 

hommes.  

D’autres problèmes d’ordre médical ont été décrits chez les patients SXF comme 

des reflux gastro-œsophagiens, constipation, cycle éveil-sommeil ou encore l’épilepsie 

(Kidd et al., 2014). Bien que généralement bénigne dans le SXF, l’épilepsie touche 20% 

des patients (Musumeci et al., 1999) et apparait entre 4 et 10 ans en disparaissant à la 

puberté le plus souvent (Sabaratnam et al., 2001). Il est intéressant de noter que la 

présence de l’épilepsie chez les patients SXF est significativement associée à l’autisme 

(Berry-Kravis et al., 2010).  

Enfin, il a été montré assez tôt que les niveaux basals et stimulés d’AMPc dans 

les plaquettes sont réduits chez les patients atteints de SXF, ce qui constitue un 

marqueur biochimique important (Berry-Kravis and Huttenlocher, 1992) .  

b. Les troubles cognitifs.  

Le trouble clinique le plus important associé au SXF est le retard global du 

développement et la déficience intellectuelle. La sévérité de la déficience intellectuelle 

varie d’un patient à l’autre et aussi selon le sexe, la gravité de la DI étant moindre chez 



31  

  

les femmes atteintes du SXF (Hessl et al., 2009b; Schneider et al., 2009). Le quotient 

intellectuel (QI) moyen des individus masculins se situe entre 40 et 51, ce qui est 

considéré comme un retard mental modéré. Certains patients se retrouvent avec un 

score encore inférieur et présentent un retard mental profond alors que 18% des 

individus SXF ont un score supérieur à 70 et ont donc un retard considéré comme léger 

(Alanay et al., 2007). Le QI des patients est directement corrélé avec le niveau de 

production de FRMP, et de façon similaire les individus avec un mosaïcisme comme 

précédemment décrit ont un QI plus élevé (Schneider et al., 2013). Les principales 

difficultés des patients atteints sont de traiter les informations de façon ordonnée, 

d’établir des liens de cause à effet ou encore de résoudre des problèmes 

d’arithmétique (Schneider et al., 2009).  

Enfin le retard psychomoteur se retrouve à l’âge moyen des patients SXF lors de 

la première marche (2.12 ans en moyenne) et des premiers mots (2.43 ans en 

moyenne) qui sont supérieurs à la moyenne (Alanay et al., 2007).  

c. Les troubles comportementaux  

Les troubles comportementaux chez les patients SXF sont typiquement plus 

marqués que les caractères physiques et sont considérés comme un critère important 

pour poser un diagnostic clinique. Ces principaux troubles sont : l’hyperactivité, qui se 

retrouve chez 80 à 90% des patients, un déficit de l’attention, l’impulsivité, l’évitement 

du regard, une altération des interactions et de la communication sociale, écholalie, 

hypersensibilité à des stimuli (son et/ou lumière), stéréotypies (battements des mains, 

…). Ces troubles se retrouvent dans le TSA, dont 67% des garçons SXF et 23% des filles 

sont diagnostiqués (Bailey et al., 2008; Clifford et al., 2007). Il est décrit que le SXF est 

la cause monogénique la plus fréquente d’autisme, comptant pour 5% des patients 

atteints de TSA (Mendelsohn and Schaefer, 2008). La plupart de ces troubles résulte 

d’un haut niveau d’anxiété et d’une faible capacité d’adaptation à un environnement 

nouveau.  
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Certains de ces troubles diminuent au fil du temps après la puberté, comme 

l’agressivité et les crises de colères. Cependant le comportement peut se détériorer 

rapidement en étant exposé à l’alcool par exemple (Salcedo-Arellano et al., 2016).  

Chez les filles ayant la mutation complète, les troubles comportementaux 

suivent ceux des garçons en étant moins prononcés (Dahlhaus, 2018).   

d. Au niveau du cerveau   

Les études structurelles du cerveau par imagerie par résonnance magnétique 

(IRM) ont montré des altérations volumétriques de certaines régions précises chez les 

patients atteint du SXF. L’anormalité la plus importante est l’élargissement du noyau 

caudé, qui est plus prononcé chez les patients que chez les patientes atteintes du SXF 

(Hallahan et al., 2011; Reiss et al., 1995). Cette anomalie se retrouve tôt dans le 

développement, dans les trois premières années, et persiste chez l’adulte (Sandoval et 

al., 2018). Des études d’IRM fonctionnelle montrent une activité réduite (Bruno et al., 

2017), et un métabolisme de la choline et du glutamate réduit dans cette région chez 

des patients SXF par rapport à des sujets sains (Bruno et al., 2013). De façon 

intéressante, l’élargissement du noyau caudé est négativement corrélé au niveau de 

FMRP (Gothelf et al., 2008) et positivement corrélé à une aggravation des déficits 

cognitifs et comportementaux (Sandoval et al., 2018).   

Une réduction du vermis du cervelet a aussi été identifiée de façon constante 

chez les patients (Gothelf et al., 2008; Mostofsky et al., 1998), apparaissant dès un an 

(Hoeft et al., 2010). De plus, une réduction du volume du cervelet a aussi été observée 

chez de jeunes patients, corrélée à la présence de TSA (Hoeft et al., 2008), alors que le 

volume de cette région est positivement corrélé au QI.  

De nombreuses altérations modérées du volume sont aussi retrouvées 

spécifiquement dans certaines régions de la substance grise du lobe cortical, comme 

une réduction dans les lobes temporal et frontal, ainsi qu’une augmentation du volume 

dans les lobes pariétal et occipital (Gothelf et al., 2008). Enfin, l’hippocampe serait plus 
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volumineux chez les patients jeunes (Hoeft et al., 2008), mais cette anomalie ne serait 

plus retrouvée chez les patients plus âgés.  

Des études fonctionnelles ont pu mettre en évidence différents patterns 

d’activation dans ces régions du cerveau. Par exemple, lors d’une tâche de mémoire de 

travail, les patients ont une activité neuronale diminuée dans le cortex frontal (Kwon 

et al., 2001).  

Au niveau cellulaire, il a été mis en évidence dans le cerveau de patients atteints 

du SXF des anomalies morphologiques des contacts synaptiques, les épines 

dendritiques.   

Les premières analyses morphologiques post-mortem du cortex ont montré une 

augmentation du nombre d’épines dendritiques par rapport à des individus sains 

(Hinton et al., 1991; Irwin et al., 2001a; Rudelli et al., 1985), une morphologie altérée 

avec des épines plus longues, fines et immatures (Rudelli et al., 1985), comme les 

filopodes présents pendant la période post-natale. Ces anomalies signifieraient que les 

phénomènes de pruning, élimination des épines surnuméraires, et de maturation sont 

altérés dans le SXF (Fig.3).  

Ces anomalies morphologiques et numéraires pourraient expliquer et être à 

l’origine des déficits retrouvés chez les patients, en altérant le fonctionnement de la 

transmission synaptique. De façon intéressante, des anomalies morphologiques des 

épines dendritiques ont aussi été observées chez des patients atteints d’autres formes 

de déficience intellectuelle comme le syndrome de Down (Ferrer and Gullotta, 1990) 

et de Rett (Armstrong et al., 1995; Kaufmann and Moser, 2000).   
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Figure 3. Les épines dendritiques des patients SXF sont plus longues, fines et denses. Golgi 

staining de neurones montrant la morphologie des épines dendritiques chez une personne 

atteinte de SXF (A) et chez une personne saine (B). (Irwin et al., 2001b)  

  

4. Le FXTAS  

Le FXTAS est une maladie neurodégénérative progressive dépendant de l’âge qui 

est caractérisée par des tremblements, apparaissant en moyenne deux ans avant une 

ataxie cérébelleuse, un trouble de la coordination des mouvements (Leehey et al., 

2007). D’autres troubles y sont associés comme une déficience cognitive, de l’anxiété 

ou des troubles parkinsoniens (Hagerman et al., 2001). Ces troubles apparaitront chez 

les hommes de plus de 50 ans ayant la prémutation, 17% seront atteint à cet âge et 
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75% à l’âge de 80 ans (Jacquemont et al., 2004). Une atrophie cérébrale a été décrite 

dans le cervelet, le thalamus et le striatum (Jacquemont et al., 2003) et le nombre de 

répétitions du triplet CGG est corrélé à la sévérité de l’atrophie. Le niveau d’ARNm de 

FMR1 est augmenté d’un facteur 2 à 8, alors que le niveau de FMRP est normal ou 

légèrement diminué chez les patients ainsi que chez le modèle murin CCG-KI (Berman 

et al., 2014; Hagerman, 2013; Schneider et al., 2020; Tassone et al., 2000).  

Une autre des caractéristiques neuropathologiques du FXTAS est la présence 

d’inclusions eosinophiliques intranucléaires dans le système nerveux central et 

périphérique, historiquement identifiées pour la première fois dans des neurones et 

astrocytes en 2002 (Greco et al., 2002; Jacquemont et al., 2003). Ces inclusions sont 

particulièrement présentes dans l’hippocampe et le cortex frontal et temporal. Leur 

constitution est très hétérogène et se compose d’ubiquitine, heat-shock protéines, 

protéines se liant à l’ARN et réparant l’ADN et plus de 200 autres protéines (Iwahashi 

et al., 2006; Ma et al., 2019). L’ARNm de FMR1 fait partie de ces inclusions (Hagerman, 

2013). De plus, la traduction de la répétition CGG de la prémutation en protéine riche 

en polyglycine, FMRpolyG, serait liée aux inclusions nucléaires quand elle est 

surexprimée (Sellier et al., 2017). Toutefois des études récentes ont émis des doutes 

sur le réel niveau d’expression du peptide endogène dans les tissus des patients FXTAS 

(Ma et al., 2019).  

5. Modèles animaux  

a. Modèle murin Fmr1 KO  

La souris est un modèle animal qui présente de nombreux avantages expliquant 

sa large utilisation dans le milieu de la recherche. La souris possède près de 99% de ses 

gènes en commun avec l’Homme (Chinwalla et al., 2002).   

Le gène FMR1 est très conservé parmi les espèces. Chez la souris le gène Fmr1 

est localisé sur le chromosome X comme chez l’humain. Les protéines FMRP de 

l’humain et de la souris partagent une homologie de séquence de 97% (Claude T.  
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Ashley et al., 1993), et l’expression et la localisation de FMRP chez la souris dans les 

différents tissus est similaire à celles chez l’humain (Bakker et al., 2000). Ceci fait du 

modèle murin un excellent outil dans l’étude du SXF.  

Le premier modèle murin du SXF fut produit par le Dutch-Belgian Fragile X 

Consortium (“Fmr1 knockout mice,” 1994). Une copie mutée du gène Fmr1 contenant 

la séquence du gène de la néomycine dans l’exon 5 fut insérée par recombinaison 

homologue dans des cellules souches embryonnaires à la place de la copie d’origine. 

Ces cellules recombinées furent injectées dans des blastocytes et transférées dans 

l’utérus de femelles pseudo-gestantes. Des mâles chimères provenant de ces embryons 

ont été accouplés à des femelles sauvages pour produire des femelles hétérozygotes 

pour la mutation, et ces dernières, croisées avec des mâles sauvages permettent 

d’avoir des mâles Fmr1 KO. On constate une absence totale de la protéine FMRP chez 

ces animaux, bien qu’une faible quantité d’ARNm de Fmr1 soit détectable (Yan et al., 

2004).  

Pour pallier ce problème, un deuxième modèle a été généré en 2006 par 

l’insertion de sites loxP (locus of crossing over) entre le promoteur et l’exon 1 du gène 

Fmr1. Après croisement avec des souris exprimant la Cre recombinase, la transcription 

du gène Fmr1 est totalement supprimée (Mientjes et al., 2006).  

Ces deux modèles ne reproduisent pas l’expansion des triplets nucléotidiques 

CGG que l’on trouve chez l’humain. Cependant lors de l’insertion d’environ 230 

répétitions de CGG dans la région 5’ UTR du gène Fmr1 dans un modèle de souris Knock 

In (KI), la méthylation du promoteur et l’inhibition induite de la transcription n’est pas 

retrouvées (Brouwer et al., 2007). De plus, FMRP n’est jamais exprimée chez les souris 

alors que la protéine semble être exprimée jusqu'à la dixième semaine de gestation 

chez l’embryon humain ayant la mutation complète avant d’être indétectable par la 

suite (Willemsen et al., 2002).  
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Les souris KO ont un taux de fécondité et une espérance de vie similaires à celles 

des souris sauvages. Aucune différence au niveau de la morphologie globale et des 

organes vitaux n’a été décrite. Cependant, on retrouve dans ce modèle un 

macroorchidisme identique à celui présent chez l’humain.  

Aucune anomalie au niveau de l’anatomie du cerveau n’a été observée sur les 

souris KO de première génération grâce à des études par IRM (“Fmr1 knockout mice,” 

1994, p. 1; Kooy et al., 1999). Le volume total du cerveau des Fmr1-KO est comparable 

à celui des sauvages. Des différences volumétriques ont été plus récemment observées 

chez des souris Fmr1 KO provenant d’une souche différente FVB (Lai et al., 2016).   

La morphologie des épines dendritiques chez ce modèle est aussi altérée. En 

effet, il a été retrouvé des anomalies semblables à celles des patients dans le cortex 

occipital et somato-sensoriel et l’hippocampe des souris Fmr1 KO (Comery et al., 1997; 

Galvez and Greenough, 2005; Grossman et al., 2006; McKinney et al., 2005; Nimchinsky 

et al., 2001), avec un nombre plus important d’épines dendritiques plus longues et 

fines, et donc immatures. Des analyses dans la couche V du cortex somato-sensoriel de 

jeunes souris Fmr1 KO d’un mois montrent une augmentation de la densité et de la 

longueur des épines par rapport aux souris sauvages, mais cette différence n’est plus 

retrouvée à quatre semaines (Galvez and Greenough, 2005; Nimchinsky et al., 2001). 

Cependant cette normalisation à quatre semaines ne semble pas se maintenir, 

puisqu’une augmentation de la densité des épines immatures chez la souris adulte 

Fmr1 KO est retrouvée dans cette même étude. De façon intéressante, des anomalies 

sont retrouvées dans d’autres régions du cerveau à des âges plus avancés, comme une 

plus grande densité d’épines plus longues dans le cortex visuel chez des souris Fmr1 KO 

de 16 semaines, plus précisément sur les cellules pyramidales de la couche V marquées 

par Golgi-Staining (Comery et al., 1997).  

La potentialisation et la dépression à long terme, respectivement LTP et LTD, 

représentent une augmentation et une diminution sur le long terme du signal entre 
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deux synapses. Ces deux phénomènes sont considérés comme expliquant 

électrophysiologiquement les processus de mémorisation et de mémoire. Leurs 

analyses ont montré chez le modèle du SXF :  

- Une augmentation de la LTD dépendant du récepteur métabotropique au 

glutamate (mGluR) dans l’hippocampe (Huber et al., 2002).  

- Une réduction de la LTP dans le cortex (Li et al., 2002), associée à une diminution 

de la sous unité GluR1 du récepteur AMPA.           

De nombreuses études ont montré que le comportement social des souris Fmr1 

KO était anormal. Concernant les interactions sociales, ces souris ne montrent pas de 

préférence entre un nouveau congénère inconnu et un objet, et engagent moins 

d’interactions d’affiliation (reniflement, poursuite, grooming) avec une autre souris du 

même âge et même sexe (Dahlhaus and El-Husseini, 2010; Maurin et al., 2019a; 

McNaughton et al., 2008) ou du sexe opposé (Pietropaolo et al., 2011). Les souriceaux 

Fmr1 KO de 13 jours présentent aussi un déficit de la discrimination sociale dans le test 

du Homing dans lequel ils sont placés dans une cage contenant 1/3 de litière provenant 

du nid de la mère, et 2/3 de litière propre et doivent retrouver la litière contenant 

l’odeur de la mère depuis la partie propre (Maurin et al., 2019a).  

Les enfants atteints du SXF ayant un retard du langage, et les vocalisations 

ultrasoniques (USVs) des rongeurs étant considérées comme relevant dans l’étude des 

déficits du langage (Fischer and Hammerschmidt, 2011), il est intéressant de s’attarder 

sur la communication sociale des souris Fmr1 KO. Ces USVs sont émis lors de 

l’isolement d’un jeune souriceau de sa mère ou lors de la présentation à un mâle adulte 

d’une femelle ou de son urine. Les études sur les souris Fmr1 KO mettent en évidence 

des anomalies du nombre d’USVs émis, parfois plus de vocalisations (Spencer et al., 

2011), parfois moins (Gholizadeh et al., 2014), et certaines études ne montrent aucune 

différence  (Hodges et al., 2017; Pietropaolo et al., 2011). Cette inconsistance dans les 

résultats pourrait s’expliquer par des différences de protocole et d’âge des souris 
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étudiées (Reynolds et al., 2016). Une analyse plus profonde au niveau de la fréquence 

et des types de vocalisations montre une différence marquée entre souris sauvages et 

Fmr1 KO, ces dernières faisant des appels à plus haute fréquence et à plus de syllabes 

par exemple (Belagodu et al., 2016; Hodges et al., 2017).  

Un comportement anormal souvent rapporté et constant chez les Fmr1 KO est 

une augmentation de leur locomotion dans le test de l’open field (Dahlhaus and 

ElHusseini, 2010; Pietropaolo et al., 2011; Spencer et al., 2005; Yuskaitis et al., 2010a), 

cohérente avec l’hyperactivité retrouvé chez les patients atteints du SXF. Le temps 

passé au centre de l’open field est par ailleurs considéré comme un indicateur d’anxiété 

et les souris Fmr1 KO y passent plus de temps que les sauvages (Spencer et al., 2005), 

montrant une diminution potentielle de l’anxiété environnementale des souris 

mutantes. D’autres tests d’anxiété vont dans ce sens, comme le zero maze et le 

elevated plus maze, dans lesquels les souris Fmr1 KO passent plus de temps dans les 

quadrants/bras ouverts que les sauvages  (Liu and Smith, 2009; Yuskaitis et al., 2010a). 

Ces résultats nous amènent à penser qu’une anxiété environnementale amoindrie 

coexiste avec une anxiété sociale augmentée chez le Fmr1 KO, comme le montrent les 

anomalies d’interactions sociales précédemment décrites, ainsi que l’augmentation 

des réponses d’anxiété chez le Fmr1 KO en face de son reflet dans un miroir (Spencer 

et al., 2005).   

Les souris Fmr1 KO présentent de plus des comportements stéréotypés 

similaires à ceux que l’on en retrouve chez les patients. Elles passent plus de temps à 

se lécher que leurs congénères sauvages (“Evidence for social anxiety and impaired 

social cognition in a mouse model of fragile X syndrome. - PsycNET,” n.d.; Pietropaolo 

et al., 2011), et enterrent plus de billes lors du test du Marble Burying (Scharkowski et 

al., 2018; Spencer et al., 2011).  

Des anomalies de réponses à des stimulus ont aussi été notées chez les Fmr1 

KO, notamment sur le Prepulse inhibition (PPI) et le sursaut suivant le stimulus. Le PPI 
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est une mesure de la réponse sensorimotrice qui intervient quand un faible préstimulus 

diminue la réponse à un stimulus plus fort (pulse) dans les 100 milliseconds. Des déficits 

de PPI ont été enregistrés chez des patients atteints du SXF (Hessl et al., 2009a). A 

l’inverse des patients, les souris mutantes ont une augmentation du PPI et un sursaut 

réduit (Pietropaolo et al., 2011; Spencer et al., 2011).  

Concernant les capacités cognitives des souris mutantes, le Dutch-Belgian 

Fragile X Consortium a historiquement caractérisé la mémoire spatiale du premier 

modèle Fmr1 KO grâce au test de la piscine de Morris ou Morris Water Maze 

(MWM)(“Fmr1 knockout mice,” 1994). Le MWM est un test dépendant de 

l’hippocampe, qui permet d’évaluer la capacité de mémorisation spatiale des souris à 

localiser une plateforme submergée sous une eau opaque en utilisant des repères 

visuels (Morris, 1984). Dans l’étude du Consortium, les souris X Fragile mettent 

significativement plus de temps à apprendre l’emplacement de la plateforme lors du 

premier jour de l’apprentissage, mais ne présentent pas de différence par rapport aux 

souris sauvages lors du test final, lorsque la plateforme est retirée et le temps que 

passe le sujet dans le quadrant contenant auparavant la plateforme est comptabilisé. 

De façon intéressante, les souris Fmr1 KO ont un déficit d’apprentissage plus important 

lors du « reversal », lorsque la plateforme est changée de place après la première série 

de test. Ceci pourrait indiquer que les souris mutantes ont des difficultés à réagir à un 

changement d’environnement. Ces résultats sur le « reversal » ont pu être répétés sur 

des fonds génétiques différents sans pour autant voir une différence lors du test de la 

première position de la plateforme  (“Mildly impaired water maze performance in 

maleFmr1 knockout mice,” 1997; Nolan and Lugo, 2018).  

Le test de reconnaissance d’un nouvel objet ou Novel Object Recognition (NOR) 

est un autre test fréquemment utilisé afin de tester la mémoire des souris mutantes. Il 

permet de caractériser la mémoire à court et long terme en fonction du temps laissé 

entre la phase d’apprentissage et la phase de test. Bien que nombreuses variantes 

existent, le NOR consiste principalement à présenter deux objets identiques lors de la 
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phase d’apprentissage et de remplacer un des deux objets par un différent lors du test. 

Les souris ayant tendance à naturellement être attirées par la nouveauté, elles se 

focaliseront plutôt sur le nouvel objet. Les souris Fmr1 KO ont des difficultés à 

différencier les deux objets lors du test : avec 3 minutes (Ventura et al., 2004), 24h 

d’intervalle chez la souche FVB (Gomis-González et al., 2016; Seese et al., 2020), avec 

3 minutes (Felgerolle et al., 2019), 24 h d’intervalle (Costa et al., 2018),  chez la souche 

C57BL/6J.  

4.2. Modèle murin du FXTAS.  

Un modèle de knock-in (CGG KI) fut développé en remplaçant la répétition triplet 

nucléotidique endogène CGG8 par la répétition CGG98 humain, reproduisant ainsi la 

prémutation associée au FXTAS (Bontekoe et al., 1997; Brouwer et al., 2008). De façon 

similaire aux patients atteints de FXTAS, ces souris présentent des inclusions nucléaires 

dans le cerveau (Brouwer et al., 2008). De plus, il a été montré que ces souris CGG KI 

ont des déficits cognitifs lors du test du MWM à 52 semaines et des déficits moteurs 

au test du rotarod à 70 semaines (Van Dam et al., 2005), et des déficits progressifs de 

la perception spatiale (Hunsaker et al., 2009). Enfin, les neurones en culture issus 

d’hippocampes de CGG KI ont des dendrites plus courts et une arborisation dendritique 

réduite (Chen et al., 2010)  

Plus récemment, un modèle murin inductible présentant les inclusions 

nucléaires spécifiques au FXTAS dès quatre semaines ne montre pas de déficits 

comportementaux spécifiques (Haify et al., 2020).  

4.3. Rattus novergicus.  

Plus récemment par rapport à la souris, deux modèles de rats Fmr1 KO ont été 

créés par la technique de zinger-finger nucléase (ZNF) en 2009 (Geurts et al., 2009) et 

de CRISPR-Cas9 en 2017 (Tian et al., 2017). L’avantage de l’utilisation des rats par 

rapport aux souris est leur cerveau plus gros, la facilité à les entrainer à des tâches plus 

complexes, et leur distance évolutive avec l’humain plus réduite. On retrouve chez ce 



42  

  

modèle de rat une macroorchidie, une mGluR-LTD exagérée dans l’hippocampe (Tian 

et al., 2017), une densité d’épines dendritiques élevée (Till et al., 2015) ainsi que des 

déficits dans des tests du comportement social (Hamilton et al., 2014; Tian et al., 2017). 

Cependant ce modèle ne présente pas de déficits de vocalisations ou dans l’activité 

locomotrice, ni dans la mémoire spatiale dans le test du MWM (Hamilton et al., 2014;  

Till et al., 2015), bien que le modèle de 2017 montre bien des déficits dans le MWM 

(Tian et al., 2017). Les rats Fmr1 KO montrent aussi des difficultés dans la 

reconnaissance d’objet dans une étude plus récente (Asiminas et al., 2019).  

4.4. Drosophila melanogaster.  

Drosophila melanogaster possède un seul gène orthologue FMR1 conservé, 

nommé dFMR1, et la protéine produite dFMRP similaire à 56% à la protéine humaine 

FMRP, notamment au niveau des domaines fonctionnels (domaines KH et RGG box : 

voir partie V.2.a) (Wan et al 2000). Le premier mutant dFMR1 fut produit peu de temps 

après son clonage (Zhang et al., 2001) et est viable et fertile. Cependant, la viabilité des 

mutants est étroitement liée et sensible au fond génétique, si bien que certains 

peuvent être léthaux (Morales et al., 2002). Chez ces mutants, des altérations du 

comportement reliés au SXF ont été caractérisés, comme des déficits de l’interaction 

sociale (Bolduc et al., 2010), de la mémoire olfactive (Monyak et al., 2017) mais aussi 

des altérations de comportement propres à la drosophile comme la parade nuptiale 

(Gross et al., 2015).  

4.5. Danio rerio.  

Le poisson zèbre est un petit poisson d’Asie du Sud de la famille des Cyprinidés 

couramment utilisé en laboratoire depuis 1981 pour de nombreuses raisons 

(Streisinger et al., 1981) : son homologie génomique avec l’humain, sa fertilisation 

externe, sa transparence embryonnaire et son faible coût logistique. Le premier 

modèle Fmr1 KO a été créé en 2009 par la technique de TILLING (Targeting Induced 

Local Lesions in Genomes) en induisant des lésions à des endroits précis du génome 
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(den Broeder et al., 2009). Ces animaux présentent une hyperactivité et une 

augmentation de l’anxiété face à un nouvel environnement (Ng et al., 2013), ainsi 

qu’une plus grande fréquence de temps passé en banc (shoaling) (Wu et al., 2017).  

  

6. Traitements.  

A ce jour, aucun traitement spécifique pour le SXF n’est disponible, et la prise en 

charge clinique se focalise sur le traitement symptomatique des comorbidités et des 

problèmes psychiatriques. La Sertraline, un inhibiteur spécifique de la recapture de la 

sérotonine, est par exemple couramment utilisé pour traiter l’anxiété chez les patients 

SXF.  

De nombreux essais cliniques constituant de grands espoirs ont à chaque fois 

échoués, notamment sur les antagonistes des récepteurs glutamatergiques 

métabotropiques, mGluR, comme le mavoglurant. En effet, parmi toutes les cibles 

caractérisées pour traiter le SXF, la voie glutamatergique a été l’une des premières à 

être testée. La signalisation des mGluR est exagérée en absence de FMRP, ce qui cause 

une hyperexcitabilité des neurones (Bear et al., 2004). La réduction génétique ou 

l’inhibition pharmacologique de ces récepteurs a montré un effet positif sur plusieurs 

phénotypes comportementaux de la souris Fmr1 KO (Thomas et al., 2012, 2011; Veloz 

et al., 2012). Les essais cliniques sur les différents antagonistes des mGluR n’ont 

malheureusement pas conclu à un effet bénéfique chez l’Homme.  

Une autre voie de signalisation, la voie inhibitrice GABA, a été également 

intensément étudiée dans le SXF, dont une altération de l’expression de récepteurs 

GABA et une diminution de la production de GABA a été observé dans le cadre de la 

maladie (Adusei et al., 2010). De même que pour la voie mGluR, l’activation de la voie 

GABAergique a corrigé un certain nombre de phénotypes altérés dans des études 

précliniques chez la souris et la drosophile, mais leur efficacité chez l’Homme n’a pour 

l’heure pas été montrée lors des essais cliniques (Braat and Kooy, 2015).  
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Très récemment, un essai clinique sur l’efficacité d’un inhibiteur de la 

phosphodiestérase 4D, BPN14770, chez des patients adultes atteints de SXF a montré 

une amélioration des performances dans l’expression orale, la lecture et dans la vie 

quotidienne (Berry-Kravis et al., 2021).  

Ces essais cliniques ont par ailleurs montré que la réponse au placebo est très 

importante et que cela démontrait l’absence de mesures quantitatives efficace pour 

apprécier l’effet réel du traitement sur les différents comportements et capacités des 

patients. De plus, le début d’essais cliniques sur de jeunes enfants montre l’effort 

donné à constater l’effet des traitements sur le développement précoce du cerveau qui 

est altéré.  
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 V.  La protéine FMRP et ses ARNm cibles.  

1. Le gène FMR1.  

 Le gène FMR1 fait 38 kilobase (kb) de long et est constitué de 17 exons au niveau 

de la région Xq27.3 (Eichler et al., 1993). Son transcrit majeur mesure 3.9 kb dont 0.2 

correspond au 5’UTR, 1.9 kb à la séquence codante et 1.8 kb au 3’UTR. Les autres 

transcrits sont produits à partir de différents épissages alternatifs affectant les exons 

12, 14, 15 et 17 (Claude T. Ashley et al., 1993; Verkerk et al., 1993). Au niveau du 5’UTR, 

il a été identifié plusieurs sites de fixations de facteurs transcriptionnels, comme NRF1 

et USF1 et 2 (Kumari and Usdin, 2001), qui affecteraient le profil d’expression spatio-

temporelle du gène FMR1 au cours du développement.  

 Le profil d’expression du gène FMR1 a été particulièrement étudié au cours du 

développement embryonnaire par hybridation in situ et immunohistochimie sur tissus 

humains et murins. Chez l’humain et la souris, le gène FMR1 est exprimé dans 

l’ensemble des tissus fœtaux et son expression reste élevée dans le cerveau, les ovaires 

et les testicules à l’âge adulte (Devys et al., 1993; Hinds et al., 1993; Tamanini et al., 

1997).  

Plus précisément, on a pu observer une forte expression de FMR1 dans le 

système nerveux sur des fœtus humain âgés de 8-9 semaines (Abitbol et al., 1993)). A 

20 semaines, l’expression est également élevée dans les testicules (Tamanini et al., 

1997) et dans le cerveau, particulièrement dans l’hippocampe, à 18-25 semaines 

(Abitbol et al., 1993).  

Bakker et al. ont montré que bien que FMR1 ne soit pas exprimé durant les deux 

premiers jours d’embryogenèse, les niveaux d’expression dans tous les tissus 

augmentent jusqu’au 14eme jour, particulièrement dans ceux d’origine ectodermique 

qui donneront par exemple le cerveau (Bakker et al., 2000). Par la suite, le pic 

d’expression de FMRP est atteint treize jours après la naissance, proche du pic de 
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synaptogénèse (Semple et al., 2013), particulièrement dans le cerveau et les testicules 

(Bonaccorso et al., 2015).  

2. La protéine FMRP   

a.  Structure de la protéine.  

FMRP est une protéine de taille attendue moyenne de 71 kDa d’une séquence 

de 632 acides aminés (aa). Elle fait partie d’une famille de protéines qui comprend ses 

deux paralogues FXR1P et FXR2P. Elle est connue pour interagir avec différents 

partenaires protéiques et des ARNs grâce à plusieurs domaines qui ont été caractérisés 

dans ses régions N-terminale, C-terminale et centrale (Fig.4).  

 On retrouve deux domaines d’interaction protéique Tudor (TD) en tandem, 

appelés Agenet ou Tud1/Tud2 (Ramos et al., 2006)..  

Il existe deux domaines KH (K Homology), KH1 et KH2, d’environ 70 aa qui ont 

pour fonction de reconnaître l’ARN (Valverde et al., 2008, 2007). KH2 semble aussi 

important pour l’association de FRMP avec les polyribosomes (Darnell et al., 2005). Une 

RGG box, séquence de 20 à 25 aa riche en glycine et arginine, lie aussi l’ARN (C. T. Ashley 

et al., 1993). Un troisième domaine d’interaction à l’ARN KH0, a été découvert après 

les deux précédents, mais qui est aussi un domaine d’interaction protéique (Myrick et 

al., 2015).  

Une séquence d’export nucléaire (NES, nuclear export signal) se trouve dans la 

région centrale, ainsi qu’une séquence de localisation nucléaire (NLS, nuclear 

localisation signal) présent dans la région N-terminale du domaine KH0, qui adresse la 

protéine FMRP au noyau.  

FMRP subit des modifications post-traductionnelles par phosphorylation sur 

différents sites, le plus souvent sur ser499 chez la souris (Ceman et al., 2003). Cette 

phosphorylation est déclenchée par la voie mGluR qui contrôle la dégradation de FMRP 
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B) Régulation de la traduction    

La première observation faite d’une régulation de la traduction par FMRP se 

retrouve dans la quantité de protéines chez la souris Fmr1 KO ou chez les patients 

(Jacquemont et al., 2018). La synthèse protéique basale dans des tranches 

d’hippocampe de souris Fmr1 KO est plus élevée par rapport au WT (Osterweil et al., 

2010), ce qui suggère que FMRP est tout d’abord un répresseur de la traduction.  

La présence de FMRP dans les polyribosomes dans plusieurs lignées cellulaires 

et dans le cerveau a été observée par sédimentation après centrifugation sur gradient 

de sucrose et par immunofluorescence montrant une co-localisation (Khandjian et al., 

1996).   

FMRP semble bloquer les ribosomes lors de la phase d’élongation de la synthèse 

des protéines. En effet, FMRP co-sédimente dans les gradients de sucrose avec les 

polyribosomes bloqués sur l’ARNm après traitement à la puromycine (Stefani et al., 

2004), qui relargue les ribosomes en cours de traduction mais pas ceux bloqués en 

élongation, ou à l’homoharringtonine (Shah et al., 2020), qui bloque les ribosomes sur 

le codon start (AUG) mais permet aussi aux autres de continuer l’élongation. 

Différentes hypothèses expliquent comment FMRP ralentit et/ou bloque la 

translocation des ribosomes ; en tant que barrage physique (Darnell et al., 2011) ou en 

bloquant l’association des tRNA avec le ribosome (Chen et al., 2014).   

Bien que FMRP soit historiquement reconnue comme un répresseur de la 

traduction, elle peut aussi moduler positivement la traduction de certains transcrits par 

la présence de motifs spécifiques sur l’ARN (Bechara et al., 2009; Tabet et al., 2016).  

C) Liaison à des motifs spécifiques de l’ARN   

G-quadruplex : Le G-quadruplex est une structure particulière de l’ARN riche en 

guanines. Il est défini par la liaison deux à deux de quatre guanines dans un 

appariement de type Hoogsteen qui va donner un G-quartet. Le G-quadruplex est un 

empilement d’au moins deux G-quartets. Le domaine RGG box de FMRP reconnaît et 
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se lie à cette structure 3D (Maurin et al., 2018; Melko and Bardoni, 2010). De plus, on 

retrouve le G-quadruplex dans plusieurs ARNs cibles de FMRP, comme MAP1B 

(Microtubule Association Protein 1B), PP2Ac (Protein Phosphatase 2A catalytic 

subunit), APP ou CamKIIa (Darnell et al., 2001; Melko and Bardoni, 2010; Westmark 

and Malter, 2007). De façon intéressante, des études avaient montré que FMRP se fixe 

avec une forte affinité à son ARNm Fmr1 (Ceman et al., 1999), et le site sur lequel la 

protéine se fixe est une structure G-quadruplex (Schaeffer et al., 2001).  

SoSLIP : Il a été montré que FMRP se lie à l’ARNm Sod1 (Superoxyde dismutase 1) et 

module positivement son expression par une structure secondaire appelé SoSLIP (Sod1 

mRNA Stem Loops Interacting with FMRP) (Bechara et al., 2009). Ce motif composé de 

trois structures stem-loop indépendantes est reconnu par le domaine RGG box de 

FMRP.  

Séquences/motifs spécifiques : Ascano et al. ont identifiés ces deux nouveaux sites de 

fixation ,ACUK/WGCA , dans des ARNm cibles de FMRP dans des cellules HEK293 

surexprimant FMRP. Ces deux motifs sont principalement localisés entre la séquence 

codante et le 3’UTR des ARNm cibles (Ascano et al., 2012). De façon intéressante, 

l’ARNm Sod1 contient aussi 29 motifs ACUK/WGCA répétés. Plus récemment, les motifs 

GWRA, TAY et particulièrement CTGKA ont aussi été montré comme étant des 

séquences spécifiquement reconnues par FMRP (Maurin et al., 2018).  
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3.  Identification des ARNm cibles de FMRP   

L’identification des ARNm ciblés par FMRP est une branche importante de la 

recherche actuelle et passée sur le SXF. L’utilisation des techniques de CrossLinking 

ImmunoPrecipitation (CLIP) et de ribosome profiling a permis l’établissement par 

plusieurs équipes de recherche d’une liste d’ARNm cibles importantes. Concernant le 

CLIP, en liant de façon covalente FMRP à l’ARN par UV, la précipitation de FMRP par 

anticorps spécifique permet de récolter les ARNs ciblés par la protéine. L’analyse par 

séquençage à haut débit permet d’identifier par la suite ces ARNs associés. C’est ce qui 

a été fait dans mon laboratoire d’accueil, en listant plus de 4000 cibles ARN (Maurin et 

al., 2018). Maurin et al. ont réalisé un HITS-CLIP (high-throughput sequencing of RNA 

isolated by CLIP) dans le cortex, l’hippocampe et le cervelet de souris à P13, au pic 

d’expression de FMRP. Ils ont identifié 1610 nouvelles cibles potentielles dont 57 

précédemment liées à l’autisme (SFARI), qui sont impliquées notamment dans les voies 

de signalisation du calcium et de l’AMPc/GMPc. Parmi ces cibles, l’un des ARN les plus 

enrichis dans ce CLIP est l’ARNm codant pour la Phosphodiestérase 2A (PDE2A), qui est 

surexprimée dans les synapses des neurones des souris Fmr1 KO (Maurin et al., 2018)  

(Fig.5). 
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Chapitre 2 : AMPc/GMPc et PDE2A  

I.  AMPc et GMPc, deux seconds messagers à la croisée des 

chemins.  

1. Création et dégradation.  

 L’Adenosine MonoPhosphate cyclique (AMPc) et le Guanosine MonoPhosphate 

cyclique (GMPc) sont deux seconds messagers régulant un grand ensemble de voies de 

signalisation (Fig.6).  

 En 1958, Earl W. Sutherland identifie pour la première fois l’AMPc dans un 

extrait de foie comme second messager et suggère alors qu’il est un médiateur des 

effets cellulaires des neurotransmetteurs et des hormones (Butcher and Sutherland, 

1962; Rall and Sutherland, 1958), ce qui lui vaudra le Prix Nobel de Physiologie ou 

médecine. Une trentaine d’années plus tard ce même prix sera décerné à Robert F. 

Furchgott, Louis J. Ignarro et Ferid Murad pour leurs travaux sur le rôle du dioxyde 

d’azote (NO) et du GMPc dans le système cardiovasculaire.   

La production d’AMPc est possible grâce aux Adenylate Cyclases (AC) qui 

catalysent sa synthèse en partant d’ATP. L’AMPc est principalement synthétisé par des 

AC transmembranaires, activées par la dissociation de la sous-unité Gα du récepteur 

couplé à la protéine G (GPCR) en réponse à un stimulus extracellulaire, comme une 

hormone ou un neurotransmetteur. Une seconde source d’AMPc dans la cellule 

provient des AC solubles régulées par le calcium et le bicarbonate (Kamenetsky et al., 

2006). Les différents isoformes d’ACs peuvent être adressés vers des localisations 

subcellulaires bien distinctes, ce qui permet la génération du signal AMPc de façon 

ciblée.  

De façon analogue, la production de GMPc est due aux Guanylate Cyclases (GC) 

en partant de GTP. Ces GC sont divisés en deux catégories : les solubles, activées par le 

monoxyde d’azote (NO), et les transmembranaires, activées par des peptides 
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natriurétiques de type C (CNP) (Potter, 2011). Le NO, qui est l’activateur principal de la 

synthèse de GMPc, est lui-même synthétisé par l’enzyme NOS (Nitric Oxyde Synthase) 

en réponse à une augmentation des niveaux de Ca2+. Le NO, produit en postsynaptique, 

agit de façon rétrograde en stimulant les GCs pré-synaptiques.  

L’AMPc et le GMPc sont dégradés par une grande famille d’enzyme, les 

phosphodiestérases (PDEs). La diversité et la localisation des différentes ACs/GCs et 

PDEs sont déterminantes pour le contrôle spatio-temporel du signal porté par les 

niveaux d’AMPc et de GMPc. La dégradation des deux seconds messagers par les PDEs 

vont réduire leur niveau et ramener la Protéine Kinase A (PKA) et la Protéine Kinase G 

(PKG) à une forme inactive, formant ainsi un rétrocontrôle négatif. De plus, la PKA peut 

elle-même inhiber l’activité de certaines ACs (Chen et al., 1997; Iwami et al., 1995).  

2. Implication dans de nombreuses voies de signalisation.  

La cible principale de l’AMPc et du GMPc est la PKA et la PKG, respectivement. 

Ces deux protéines ont pour fonction de phosphoryler de nombreuses cibles et de 

moduler le signal des deux seconds messagers, en le multipliant ou en l’éteignant en 

fonction des protéines ciblées.  

La PKA est une holoenzyme formée de deux sous-unités de régulation (R) et deux 

sous-unités catalytiques (C). La PKA est activée par la liaison de l’AMPc sur les sous-

unités R engendrant un changement conformationnel qui libère les sous-unités C 

(Taylor et al., 1990). Ces sous-unités vont alors pouvoir promouvoir la phosphorylation 

de certains résidus (sérine et/ou thréonine) des protéines cibles. L’activation de PKA 

peut se faire de façon indirecte par la CamKII qui active certaines ACs, et donc la 

production d’AMPc (Mizunami et al., 2014).  

 La voie principale de la PKA qui est une composante majeure de la plasticité 

neuronale est la phosphorylation Ser133, et donc l’activation, du facteur de 

transcription CREB (cAMP response element binding response). CREB phosphorylé 

(PCREB) interagit directement avec l’ADN sur les régions CRE (cAMP response 
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element), induisant la transcription de nombreux gènes spécifiques comme les 

récepteurs AMPA (Borges and Dingledine, 2001), le facteur de croissance BDNF (Brain 

derived neurotrophic factor) (Esvald et al., 2020) ou d’autres facteurs de transcription 

comme c-Fos (Sheng et al., 1990).  

La voie AMPc/PKA peut aussi aboutir indirectement à la phosphorylation de 

CREB via la kinase ERK (Extracellular signal-related kinase). CREB est phosphorylée par 

les protéines kinases Rsk activées par ERK (Impey et al., 1998). PKA semble agir sur 

l’activation de ERK de deux façons : par la voie de la small G-protein Rap1/kinase B-Raf 

(Grewal et al., 2000) et par des protéines Epacs qui activent à leur tour Rap1 (de Rooij 

et al., 1998).  

Une autre cible de la PKA est la protéine GSK3 (Glycogene synthase kinase 3). 

GSK3 est une kinase qui a la particularité d’être constitutivement active, qui est inhibée 

en réponse à un stimulus par une phosphorylation, et dont les substrats doivent être 

pré-phosphorylés. GSK3 se réfère en fait à deux paralogues, deux protéines 

homologues provenant de deux gènes différents, GSK3α et GSK3β. Cependant, leurs 

domaines catalytiques sont pratiquement identiques. Cette enzyme est 

majoritairement cytosolique, bien que présente aussi dans la mitochondrie et le noyau 

(Hur and Zhou, 2010).   

La phosphorylation en sérine 21 de la GSK3α et en sérine 9 de la GSK3β est 

l’inhibition la plus fréquente de l’activité de GSK3, qui peut être médiée entre autres 

par la PKA. En effet, la phosphorylation de la sérine provoque le repliement du N-

terminal de GSK3 vers le domaine de liaison au substrat, agissant comme un substrat 

pré-phosphorylé, ce qui va empêcher la phosphorylation des substrats de GSK3 (Frame 

et al., 2001).  

GSK3 phosphoryle particulièrement des substrats déjà phosphorylés, donc issus 

d’une autre voie de signalisation activée, le plus souvent sur un résidu à 4 résidus en C-

terminal de la cible de GSK3. L’action de GSK3 est donc particulièrement limitée dans 
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le temps et la localisation. GSK3 doit être activé, donc sous forme non-phosphorylée, 

en même temps que son substrat doit être phosphorylé par une kinase susceptible 

d’inhiber GSK3. Par exemple, CREB est reconnue par la GSK3 seulement lorsqu’elle est 

sous forme active, phosphorylée en ser133. GSK3 inactive CREB par la phosphorylation 

en sérine 129. Or l’inactivation de GSK3 se fait le plus souvent par la phosphorylation 

de résidu sérine. Un autre signal est donc nécessaire pour lever l’inhibition de la GSK3. 

Ce paradoxe permettrait de réguler finement les effets de la GSK3 sur CREB (Grimes 

and Jope, 2001). En plus de CREB, GSK3 régule plusieurs autres facteurs de 

transcription comme c-Fos/Jun, NF-KappaB ou encore STAT3 (Jope and Johnson, 2004; 

Sutherland, 2011).  

Les protéines Epac lient l’AMPc avec une forte affinité et activent les protéines 

de la famille des « small GTPases » Ras, Rap1 et Rap2 (de Rooij et al., 1998). 

L’importance d’Epac a été établie dans l’adhésion cellulaire, les jonctions 

intercellulaires, l’exocytose ou encore la différentiation cellulaire (Cheng et al., 2008) 

mais aussi dans la plasticité synaptique.  

Enfin, l’AMPc est impliqué au niveau pré-synaptique dans la synthèse et le 

relargage de neurotransmetteurs comme le glutamate et la dopamine 

(RodríguezMoreno and Sihra, 2013; Schoffelmeer et al., 1985).  

De façon similaire à la PKA, la PKG est un homodimère constitué de deux sous-

unités C et R. Chaque sous-unité contient deux sites de liaison au GMPc sur le domaine 

R. Contrairement à la PKA, la liaison du GMPc n’engendre pas la dissociation de C.   

Au niveau post-synaptique, l’activation de la voie GMPc/PKG induit la 

phosphorylation de CREB, bien que de façon plus minime que AMPc/PKA (Lu and 

Hawkins, 2002). Cependant, la PKG pourrait indirectement participer à la 

phosphorylation de CREB en stimulant le relargage de Ca2+ depuis les stocks sensibles 

à la ryanodine. Cela induirait l’activation des protéines Rsk2 activés par ERK, sensible 

au Ca2+ comme décrit précédemment (Impey et al., 1998).   
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De façon similaire à l’AMPc, au niveau présynaptique, le GMPc est associé au 

relargage des neurotransmetteurs (Arancio et al., 1996).  

 

Figure 6. Schéma récapitulant les voies de signalisation impliquant l’AMPc et le GMPc, ainsi 
que la création et la dégradation spécifique de ces derniers. Les flèches rouges indique une 

inhibition, les flèches vertes une activation. PKA : cAMP-dependent Protein Kinase, Ca2+CaM: 

Ca2+/calmodulin-dependent protein kinase II, EPAC : Exchange Protein directly Activated by 

cAMP, Rap : Ras-related protein, ERK : Extracellular signal-Regulated Kinase, Raf : rapidly 

accelerated fibrosarcoma, DARP32 : dopamine- and cAMP-regulated neuronal 

phosphoprotein, PP1 : protein phosphatase-1, MEK : MitogEn-activated protein kinase Kinase, 

PKG : cGMP-dependent protein kinase, PrKG : protein kinase, cGMP-dependent, GSK3 : 

glycogen synthase kinase 3, iNOS : inducible nitric oxide synthase; NO : nitric oxide, CREB : 

cAMP response element-binding protein, CNP : C-type natriuretic peptide. (Delhaye and 

Bardoni, 2021).  
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3. Rôle de la balance AMPc/GMPc dans les neurones.  

La balance entre les niveaux d’AMPc et de GMPc est essentielle pour le 

modelage des circuits neuronaux et des neurones eux-mêmes. Par exemple, 

localement pour la polarisation neuronale, la formation de l’axone est favorisée par 

une concentration élevée d’AMPc mais basse de GMPc (Shelly et al., 2007). A l’inverse, 

la formation des dendrites est favorisée par une concentration élevée de GMPc et 

basse d’AMPc (Shelly et al., 2010a).   

La différenciation des neurones se fait aussi au niveau des neurotransmetteurs, 

qui permettent la bonne connectivité du système nerveux avec une balance régulée 

entre excitation et inhibition. Le choix du neurotransmetteur semble lié aux pics 

calciques spontanés, et leurs fréquences induisent le devenir en excitateur ou 

inhibiteur du neurone (Spitzer et al., 2004). Il existe un lien fort entre les pics calciques 

et l’élévation transitoire d’AMPc qui sont interdépendants (Gorbunova and Spitzer, 

2002), ce qui pourrait expliquer le rôle de l’AMPc dans la spécification du 

neurotransmetteurs.  

De plus, la croissance axonale est dépendante de fortes concentrations en AMPc 

(Cai et al., 2001; Roisen et al., 1972) et est aussi liée aux pics calciques. Une fréquence 

faible de ces pics de calcium est associée à une croissance axonale forte alors qu’une 

haute fréquence est visible dans des axones à croissance lente (Gomez and Spitzer, 

1999; Tang et al., 2003).   

  

4. Rôle dans la plasticité synaptique  

La cascade de signalisation AMPc/PKA est impliquée dans la régulation de la 

potentialisation à long terme (LTP) au niveau post- et pré-synaptique. Brown et al. ont 

montré que la LTP induite par Theta Pulse Simulation est dépendante du signal AMPc 

post-synaptique en inhibant la PP1 (Post-synaptic phosphatase-1), ce qui va augmenter 



58  

  

l’activité de CamKII, une kinase dépendante des niveaux de Ca2+ qui peut phosphoryler 

les récepteurs AMPA (Brown et al., 2000). De même, la PKA phosphoryle la sous-unité 

GluR1 du récepteur AMPA, ce qui entraîne son insertion dans la zone post-synaptique 

active (Esteban et al., 2003) et augmente sa probabilité d’ouverture (Banke et al., 

2000). La déphosphorylation de ce site Ser845 augmente par ailleurs l’endocytose du 

récepteur (Lee et al., 2000). De plus, la PKA s’attache à la protéine d’échafaudage 

AKAP150 pour réguler la phosphorylation de la sous-unité GluR1 et l’incorporation de 

récepteur AMPA perméable au Ca2+ à la synapse lors de la LTD dépendant des 

récepteurs NMDA (Sanderson et al., 2016). L’étude de l’inhibition et de l’activation 

pharmacologique ou génétique de la PKA a montré par ailleurs l’importance de 

l’activité de la PKA dans la LTP dans les tranches hippocampales. L’inhibition de 

l’activité de la PKA diminue la LTP (Huang and Kandel, 1994; Impey et al., 1996) alors 

que son activation participe à la génération de la LTP (Frey et al., 1993). Enfin au niveau 

comportemental, la dérégulation de l’activité de PKA de façon pharmacologique et 

génétique engendre des déficits de la mémoire spatiale (Abel et al., 1997; Sharifzadeh 

et al., 2005) et de la mémoire contextuelle (Ahi et al., 2004).  

Une autre cible principale de l’AMPc, Epac, semble être impliquée dans la 

plasticité synaptique. L’activation d’Epac peut induire la LTD dans des tranches 

d’hippocampe, indépendamment de l’internalisation des AMPAR contenant GluA2/3 

et de la voie MAP kinase (Ster et al., 2009). De plus, l’utilisation d’un agoniste d’Epac 

toujours sur des tranches hippocampales maintient la LTP induite dépendamment de 

la voie ERK (Gelinas et al., 2008).  

En ce qui concerne les cibles de PKA, l’implication de GSK3 dans la plasticité 

synaptique est décrite depuis quelques années. De façon générale, l’inhibition de GSK3 

est nécessaire pour la LTP alors que son activité constitutive est essentielle à la LTD  

(Hooper et al., 2007). Plus particulièrement, chez la souris sur-exprimant GSK3β 

(Hooper et al., 2007) ou exprimant un mutant GSK3β ne pouvant être inhibé 

(Dewachter et al., 2009) la LTP est perturbée.   
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Guanylate Cyclase, PKG : cGMP-dependent protein kinase, GSK3 : glycogen synthase kinase 3, NO : 

nitric oxide, CREB : cAMP response element-binding protein, (P) Ser845 : phosphorylation en sérine 

845.  

 II.  Les phosphodiestérases  

1. Une grande famille d’enzymes  

L’activité des phosphodiestérases a été décrite pour la première fois en 1886 par 

le Dr Henry Hyde Salter en observant la capacité bronchodilatatrice de la caféine sur 

un asthmatique (Boswell-Smith et al., 2006). Le mécanisme n’était pas connu à 

l’époque mais on sait aujourd’hui que la caféine est un inhibiteur faible non sélectif de 

PDE. L’activité enzymatique des PDEs est de catalyser l’hydrolyse de la liaison 

phosphate en 3’ de l’APMc et du GMPc, générant ainsi leur forme inactive 5’AMP et 

5’GMP, respectivement. Les phosphodiestérases composent une grande famille, 

classés en 11 sous-classes de protéines codées par 21 gènes. De nombreux variants 

d’épissage sont produits depuis ces gènes, résultant en des isoformes à la localisation 

subcellulaire bien spécifique.   

Les PDEs sont réparties en trois groupes en fonction de leur spécificité envers 

les deux nucléotides : celles spécifiques à l’AMPc (PDE4, PDE7 et PDE8), celles 

spécifiques au GMPc (PDE5, PDE6 et PDE9), et celles hydrolysant les deux (PDE1, PDE2, 

PDE3, PDE10 et PDE11). Dans ce dernier groupe, les PDEs ont tout de même une plus 

grande affinité pour l’un ou l’autre second messager (Azevedo et al., 2014). Cette 

spécificité est associée à un « switch glutamine », un résidu glutamine très conservé 

qui permet de réguler la liaison du nucléotide au domaine de liaison (Zhang et al., 

2004).  

Les différentes structures de ces enzymes, dont la région catalytique et les 

domaines de régulation, sont partagées entre les isoformes et très conservés entre les 

espèces. Dans chaque sous-famille de PDEs, les parties N- et C-terminale sont les 
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régions variables contenant les domaines définissant la localisation subcellulaire de 

l’isoforme concernée.   

2. Rôle dans les troubles du neurodéveloppement  

L’implication des PDEs dans les troubles du neurodéveloppement est tout 

d’abord mise en évidence par les études génétiques qui font le lien entre les deux. Le 

Science Genetic Association Consortium a conduit une récente étude d’association 

pangénomique (Genome-wide association ou GWAS) à grande échelle qui a relié 

certaines variations génétiques dans des gènes codant pour des PDEs avec des 

capacités cognitives chez l’Homme (Lee et al., 2018). Des SNPs (Single-Nucleotide 

Polymorphisms) sur PDE1C, PDE2A, PDE4B et PDE4D sont significativement associés à 

la performance cognitive et au niveau de scolarité (Gurney, 2019). La plus grande 

significativité statistique concerne le SNP rs72962169 dans le gène PDE2A associé à un 

niveau scolaire plus élevé. D’autres études tendent à montrer l’implication des PDEs 

dans les troubles neurodéveloppementaux.   

Un SNP intronique dans le gène PDE1C est associé au TSA de façon significative 

dans une méta-analyse GWAS de près de 16 000 individus (The Autism Spectrum 

Disorders Working Group of The Psychiatric Genomics Consortium, 2017) et une 

mutation faux-sens sur le gène PDE1B a été identifiée chez des personnes atteintes de 

TSA (Rubeis et al., 2014) et de schizophrénie (John et al., 2019).  

Une mutation homozygote de site d’épissage dans PDE2A a été retrouvée chez 

deux patients atteints d’un syndrome de Rett atypique ayant un retard du 

développement (Haidar et al., 2020). Une mutation homozygote entraînant la perte de 

fonction de PDE2A a été associée à un trouble du mouvement précoce héréditaire et à 

un déficit intellectuel (Salpietro et al., 2018). De même, dans une récente publication, 

une mutation homozygote avec apparition d’un codon stop a été repérée chez deux 

enfants de la même famille ayant une dyskinésie paroxystique, caractérisée par des 

mouvements involontaires, et un déficit intellectuel (Doummar et al., 2020). Dans cette 
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même étude, un troisième patient atteint de ces mêmes troubles présente une double 

mutation hétérozygote, l’une étant une mutation non-sens donnée par la mère, l’autre 

une mutation de site d’épissage donnée par le père (Table II). 

Table II. Mutations de Pde2a connues chez des patients  
Mutation Atteinte sur 

PDE2A 

Phénotype Référence 

1 patient Mutation homozygote faux-

sens(c.1439A>G)(Asp480Gly) 

Mutation dans 

domaine GAF-B 

Trouble moteur, 

déficience 

intellectuelle 

Salpietro et al., 

2018 

2 patients 

(famille 

consanguine) 

Mutation homozygote de 

site d’épissage (c.323+1G>A) 
Exon 4 - Protéine 

tronquée ? 

Syndrome de 

Rett atypique, 

régression, 

retard du 

développement 

Haidar et al., 

2020 

2 patients 

(frère et 

sœur) 

Mutation homozygote avec 

apparition de codon stop 

(c.1180C>T) (Gln384*) 

? Dyskinésie, 

retard du 

développement, 

épilepsie, réseau 

mitochondrial 

altéré 

Doummar et al., 

2020 

1 patient Double mutation 

hétérozygote :  une faux-sens 

(c.446C>T)(Pro149Leu) et 

une de site d’épissage 
(c.1922+5G>A)(Ala618Val) 

En amont des 

domaines GAF-A 

et B  

Dyskinésie, 

retard du 

développement, 

réseau 

mitochondrial 

altéré 

Doummar et al., 

2020 

 

 De plus, des patients ayant un trouble bipolaire ont des niveaux réduits d’ARNm 

de PDE2A dans l’hippocampe, le cortex entorhinal et le striatum, tandis que des 

patients atteints de schizophrénie, trouble bipolaire et de dépression ont des niveaux 

réduits dans l’amygdale. Enfin des patients atteints de schizophrénie montrent des 

niveaux réduit d’ARNm de PDE2A au niveau du cortex frontal (Farmer et al., 2020).  

Des mutations dans les gènes DISC1 et PDE4B réduisant l’interaction entre ces 

deux protéines, réduisant l’activité de PDE4B, est corrélé à la schizophrénie (Millar, 

2005). De façon intéressante, un SNP dans le gène PDE4B est associé à un effet 

protecteur envers la schizophrénie chez les femmes (Pickard et al., 2007) et différents 

polymorphismes sont associés à un effet protecteur contre les troubles paniques chez 

des sujets russes (Malakhova et al., 2019).  
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Enfin, une mutation dans le gène PDE4D a été montrée comme étant une cause 

de l’acrodysostosis de type 2 (ACRDYS2), une maladie caractérisée par une DI sévère 

(Linglart et al., 2012; Michot et al., 2012).   

3. Modèles animaux.  

Quelques modèles animaux KO pour certaines PDEs commencent ces dernières 

années à faire leur apparition et à être caractérisés, nous donnant des informations 

précieuses sur le rôle de ces enzymes sur le comportement, certaines maladies ou 

encore de l’implication des PDEs dans la plasticité synaptique.  

Le knock-down de Pde1b dans l’hippocampe améliore la mémoire spatiale et 

contextuelle dans les tests du labyrinthe de Barnes et du Contextual Fear Conditioning 

(CFC) (McQuown et al., 2019), tandis que le KO total présente une hyperactivité 

locomotrice, des déficits dans la mémoire spatiale (Reed et al., 2002), ainsi qu’un 

phénotype antidépressif (Hufgard et al., 2017).  

Le modèle murin KO Pde2a a été généré mais est léthal au stade embryonnaire 

E17 à cause d’une défaillance cardiaque.   

Les souris Pde4b-KO présentent une diminution du PPI et une réponse 

locomotrice exagérée aux amphétamines, corrélée à une diminution de l’activité 

dopaminergique et sérotoninergique dans le striatum (Siuciak et al., 2007). Dans deux 

autres études, les souris Pde4b-KO ont des déficits de mémoire associative dans le test 

de peur conditionnée (Rutten et al., 2011), passent moins de temps dans le 

compartiment « light » lors du test du Dark-Light et explorent moins lors du test de 

l’open field (Zhang et al., 2008). De façon intéressante, on trouve dans ce modèle une 

LTD plus persistante au niveau de l’hippocampe par rapport aux WT en réponse à une 

induction (Rutten et al., 2011). Quant au modèle murin Pde4d-KO, ces souris 

présentent une diminution de l’immobilité lors du test de suspension par la queue et 

de nage forcée (Zhang et al., 2002). Ces résultats suggèrent une implication de PDE4B 

et PDE4D dans le comportement anxieux et la dépression.  
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Les souris Pde10-KO présentent une diminution de l’activité exploratoire, une 

réponse locomotrice aux amphétamines augmentée ainsi qu’un retard d’apprentissage 

lors de test d’évitement conditionné (Siuciak et al., 2008).   

Enfin, les souris Pde11a-KO présentent des ventricules latérales élargis, une 

augmentation de l’activité dans le CA1, une hyperactivité dans le test de l’open field et 

un déficit dans la formation de la mémoire sociale (Kelly, 2017; Kelly et al., 2010).  
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 III.  La PDE2A  

1. Biologie de la PDE2A  

La phosphodiestérase 2A (PDE2A) est doublement spécifique en hydrolysant 

l’AMPc et le GMPc (Rosman et al., 1997). Elle fut identifiée pour la première fois dans 

le foie de rat en 1971 par Beavo, Hardman et Sutherland (Beavo et al., 1971), et a été 

clonée et séquencée pour la première fois en 1986 (Sass et al., 1986). Cette enzyme est 

un homodimère, dont chaque monomère fait environ 105 kDa. Elle est composée en 

N-terminal de deux domaines GAF (cGMP-binding PDE, Anabaena adenylyl cyclases, 

Escherichia coli FhlAs), GAF-A et GAF-B. Cette PDE a la particularité d’être activée par 

l’un de ses substrats, le GMPc, qui se lie sur le domaine GAF-B. Cette capacité permet 

à l’enzyme de médier la « communication » entre les deux cascades de signalisation 

provoquées par l’AMPc et le GMPc.   

Le résidu glutamine précédemment mentionné régulant la spécificité des PDEs 

envers leur substrat est dans la PDE2A le Gln859. Dans cette enzyme, ce résidu est 

capable d’effectuer une rotation libre, lui permettant de former des liaisons 

hydrogènes avec les deux seconds messagers (C-R Yang 2012)   

La PDE2A hydrolyse l’AMPc et le GMPc avec des valeurs de Km similaires (30µM 

pour l’AMPc et 10µM pour le GMPc) et une Vmax de 120µmol par minute et par mg 

(Martins et al. 1982). La liaison du GMPc au domaine GAF-B de l’enzyme augmente 

l’hydrolyse de l’AMPc d’un facteur 5 à 30 (Gesellchen Zaccolo 2011).  

2. Expression et localisation subcellulaire  

PDE2A est exprimée dans le système nerveux central et périphérique ainsi que 

dans le reste du corps, comme dans le cœur, les cellules endothéliales ou encore les 

glandes surrénales. Mais c’est dans le cerveau que l’expression de la PDE2A est la plus 

importante.  
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L’expression de PDE2A dans le système nerveux central est principalement 

située au niveau antérieur (prosencéphale), et se trouve peu au niveau postérieur 

(rhombencéphale) et moyen (mésencéphale). L’hybridation in situ d’ARNm de Pde2a 

dans le cerveau de rat montre des niveaux importants de PDE2A dans la substance grise 

de la région antérieure, dans le bulbe olfactif, les cellules pyramidales de l’hippocampe 

et dans le noyau médian de l’habenula (Stephenson et al., 2012). Des patterns 

d’expression similaires se retrouvent en immunohistochimie. Au niveau du cortex 

somato-sensoriel, PDE2A est fortement exprimée dans la couche corticale I, et le 

neuropile des couches II et III. Un plus faible marquage se trouve aussi dans le neuropile 

de la couche V et dans la couche IV. Dans l’hippocampe, la PDE2A est exprimée 

fortement dans le CA1 et la région terminale des mossy fiber du CA3 (Stephenson et 

al., 2012). Le pattern d’expression dans le cortex de rat est similaire à celui du cortex 

chez l’humain, le primate, le chien et la souris (Stephenson et al., 2009) De plus, la 

PDE2A est retrouvée préférentiellement dans les axones et les terminaisons des 

neurones.  

PDE2A est en réalité composée de 3 variants, au rôle et localisation différente, 

PDE2A1, PDE2A2 et PDE2A3. PDE2A1 est soluble dans la cellule, tandis que PDE2A2/3 

sont associés à la membrane (Noyama and Maekawa, 2003). Plus particulièrement, le 

variant PDE2A2 est associé aux membranes des mitochondries, au niveau de la matrice 

(Acin-Perez et al., 2011). Cependant, une autre étude a conclu à la localisation de ce 

variant plutôt au niveau de l’espace intermembranaire et de la membrane externe de 

la mitochondrie (Monterisi et al., 2020). Enfin, le variant PDE2A3 est associé à la 

membrane des synapses par myristoylation et palmitoylation (Russwurm et al., 2009).  

3. Effets de l’inhibition de la PDE2A  

De façon surprenante, malgré la forte présence de la PDE2A au sein du système 

nerveux et notamment limbique, ses inhibiteurs n’ont pas suscité autant d’attention 

que ceux des autres PDEs.  L’un des inhibiteurs de la PDE2A les plus étudiés et 
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commercialement disponible est le Bay 60-7550, ayant une sélectivité pour la PDE2A 

50 fois supérieure que pour la PDE1C et au minimum 100 fois supérieur que pour les 

autres PDEs (Boess et al., 2004). L’inhibition de la PDE2A par le Bay 60-7550 a montré 

des effets bénéfiques sur l’apprentissage, la mémorisation et la plasticité synaptique. 

En effet, l’administration de Bay 60-7550 permet à des rats d’avoir des performances 

améliorées dans les tests de reconnaissance d’un nouvel objet à 24h d’intervalle, et de 

reconnaissance d’un congénère (Boess et al., 2004). Dans cette même étude, 

l’inhibition de PDE2A augmente la LTP induite dans la région CA1 de l’hippocampe. 

D’autres études montrent l’effet bénéfique de l’administration de Bay 60-7550 sur les 

performances de rats lors de test de reconnaissance de nouvel objet (Bollen et al., 

2015; Domek-Łopacińska and Strosznajder, 2008).   

Dans des modèles de neuro-dégénération, l’injection de Bay 60-7550 a aussi 

montré des effets bénéfiques lors des tests de MWM dans des modèles de maladie 

d’Alzheimer (Ruan et al., 2019; L. Wang et al., 2017) et de NOR dans un modèle 

d’ischémie (Soares et al., 2017).   

De plus, l’administration de Bay 60-7550 à des souris soumises à un stress aigüe 

et prolongé est bénéfique sur le comportement anxieux associé à ce modèle lors des 

tests d’anxiété, caractérisant l’effet anxiolytique de cet inhibiteur (Chen et al., 2021). 

Une utilisation du Bay 60-7550 contre l’alcoolisme serait possible étant donné son effet 

inhibiteur de la consommation et de la préférence à l’alcool chez la souris (Shi et al., 

2018).  

De façon intéressante, le rôle de la PDE2A dans la douleur est suggéré par l’effet 

bénéfique du Bay 60-7550 sur l’inflammation radiculaire et l’allodynie mécanique chez 

un modèle de rat souffrant d’hernie discale lombaire (J.-N. Wang et al., 2017).  

D’autres inhibiteurs de la PDE2A, moins utilisés, ont pour autant montré d’autres 

effets bénéfiques chez différents modèles animaux. Hcyb1 a un effet neuroprotecteur 

et antidépressif chez la souris (Liu et al., 2018), tandis que TAK-915 améliore les déficits 
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cognitifs et sociaux dans un modèle de rat schizophrène (Nakashima et al., 2018) et 

améliore le déclin cognitif lié à l’âge chez la souris (Nakashima et al., 2019).  

A ce jour, un seul inhibiteur spécifique de la PDE2A de Pfizer a été testé au cours 

d’un essai clinique afin de traiter la migraine, mais les résultats n’ont pas été 

communiqués.  
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Objectifs de la thèse  
La dérégulation de l’expression de de l’ARNm et/ou de la protéine pour laquelle 

FMR1 code est à la base de plusieurs pathologies – notamment le SXF et le FXTAS – qui 

peuvent avoir un impact dans le développement du cerveau. L’étude des réseaux 

moléculaires jouant un rôle dans la physiopathologie de ces maladies est donc 

essentielle à l’identification de nouvelles cibles thérapeutiques. D’autre part, la 

capacité de corriger les phénotypes au niveau préclinique (in vitro, ex-vivo ou in vivo 

dans des modèles animaux) représente la première étape pour la mise en place de 

thérapies innovantes et efficaces chez les patients.   

Pour le SXF, je me suis concentré sur l’étude de l’impact que la modulation du 

niveau d’expression de PDE2A – dont FMRP règle la traduction – a dans le 

développement du cerveau, par des expériences de comportement et de 

caractérisations moléculaires et cellulaires.  En partant de l’observation que le niveau 

d’expression de PDE2A dans le cortex et l’hippocampe des souris Fmr1 KO est 

augmenté, j’ai utilisé plusieurs approches complémentaires entre elles :   

- La réduction pharmacologique de l’activité de PDE2A dans la souris modèle du  

SXF.   

- La réduction génétique du niveau d’expression de PDE2A, par croisement des souris 

Fmr1 KO avec la lignée Pde2a+/-.  

- La sur-expression de PDE2A dans le cortex d’embryons WT.  

Pour le FXTAS et les souris CGG-KI, j’ai étudié l’impact de la modulation d’un des 

éléments physiopathologiques connu de la maladie - le niveau d’ARNm de Fmr1 - sur 

des phénotypes neuronaux liés au développement (e.g. morphologie des épines, taille 

du premier neurite).  
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Matériels et méthodes  
    

La plupart des matériels et méthodes utilisés sont complétement décrits dans 

les articles en annexe à la fin de cette thèse. Concernant mes derniers résultats non 

publiés à ce jour, les matériels et méthodes nouvellement utilisés sont listés ci-dessous.  

1. Souris Pde2a+/-  

Les souris Pde2a+/- (B6; 129P2-PDE2A<tm1Dgen>/H; EM:02366) nous ont été données 

par le Dr Emanuela Pellegrini et le Dr Fabio Naro, Università la Sapienza – Rome (Italy)  

Ces souris transgéniques sont génotypées par le set de primers suivant :  

    Pde2a screen F1: 5′-CTGCCTGATGGTGAAGAAAGGCTA-3′,  

    Pde2a screen F2: 5′-GGGCCAGCTCATTCCTCCCACTCAT-3′,  

    Pde2a screen R: 5′-TGAGCAGACCCCTTATGGAAGGTG-3′  

2. Novel Object Recognition (NOR)  

2.1 Apparatus   

Ce test est réalisé dans une arène de 20cm sur 38cm et des parois de 30cm. Les 

parois sont opaques et blanches. Les souris sont testées par groupe de quatre à l’âge 

de 2 mois. Les deux sets d’objets différents sont des petites bouteilles de shampoing 

vertes et des boîtes de lamelles blanches et vides. Les objets et l’arène sont nettoyés à 

l’éthanol 70% puis à l’eau entre chaque souris.  

2.2 Procédure  

Les animaux sont tout d’abord habitués à l’arène vide pendant cinq minutes les 

deux jours précédant le test. Durant la phase d’apprentissage, les animaux sont placés 

dans l’arène avec deux objets identiques (soit deux bouteilles, soit deux boîtes) 

pendant dix minutes. Cinq minutes ou une heure après, une seconde phase de test 
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permet aux animaux d’explorer l’arène avec cette fois un des deux objets remplacé par 

un de l’autre set. La disposition des objets et le choix des sets utilisés pour chaque 

souris est aléatoire afin d’éviter tout biais de préférence d’objet et d’emplacement.   

Lors de ces deux phases de test, le temps d’exploration est enregistré 

manuellement à l’aide d’un logiciel de comptage développé à l’institut (BTT, S. 

Moreno). L’exploration d’un objet est définie quand le nez de l’animal est dirigé vers 

l’objet à moins de 2 cm. Quand l’animal se trouve sur l’objet ce comportement n’est 

pas considéré comme exploratoire envers l’objet.  

Un index de discrimination est calculé lors de la seconde phase du test, qui est 

corrigé par le temps total d’exploration, et qui correspond à la formule suivante : 

(temps d’exploration du nouvel objet – temps d’exploration de l’ancien objet)/(temps 

d’exploration total). Le temps d’exploration total durant les deux phases est calculé 

afin de vérifier l’effet des génotypes sur l’exploration de façon général. Les animaux 

présentant des temps d’exploration anormaux, inférieurs à 10s, sont exclus de 

l’analyse.  

3. Piscine de Morris (MWM)  

La piscine utilisée est circulaire, de 90cm de diamètre et 100 cm de profondeur, 

remplie d’une eau opacifiée et maintenue entre 23 et 24 °C. Une plateforme de 8cm 

de diamètre est utilisée pour la Cue Task et la phase d’apprentissage (Trial), à 1cm sous 

la surface de l’eau, et est enlevée le jour du Probe Test. La plateforme est repositionnée 

à l’opposé lors du Reversal. Quatre indicateurs spatiaux sont accrochés aux murs aux 

quatre points cardinaux et un rideau sépare la piscine du reste de la pièce.  Lors de la 

Cue Task un bouchon flotteur est placé sur la plateforme afin de vérifier les capacités 

visuelles et locomotrices des animaux. Chaque jour de test, les animaux sont relâchés 

dans l’eau 4 fois, à chaque point cardinal, sauf le jour du Probe Test où elles sont testées 

une fois depuis l’Ouest. Les animaux ont 90 secondes pour trouver la plateforme, et 
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doivent rester 30 secondes sur celle-ci. Si une souris n’atteint pas la plateforme dans le 

temps imparti, elle est aidée à la rejoindre et doit y rester 30 secondes.  

Le test se compose de deux jours de Cue Task, quatre jours d’apprentissage Trial 

et d’un jour de Probe Test   

Le temps de latence avant de trouver et de rester sur la plateforme est mesuré 

pour chaque souris, ainsi que le temps passé dans chaque quadrant le jour du Probe 

Test par le logiciel Anymaze.  

4. Zero Maze élevé (ZME)  

L’apparatus du ZME est une plateforme en forme de « O » surélevée qui est 

divisée en deux sections fermées par des parois et deux sections ouvertes. Chaque 

animal est placé au départ à l’entrée d’une section fermée et laissé rentrer de lui-même 

dans cette zone. Le test dure 5 minutes, durant lequel la latence de sortie dans la zone 

ouverte, le nombre de transitions et le temps passés dans ces zones est comptabilisé. 

L’animal est considéré dans une section quand ces quatre pattes sont dans ladite 

section.  

5. Western Blot  

Les hippocampes congelés sont broyés puis resuspendus et lysés dans un 

tampon de lyse particulier pour étudier les phosphorylations. Ce tampon contient 1% 

Trion X100, 20 mM Tris HCl (pH7.6), 150 mM NaCl, 5 mM orthovanadate, 1mM PMSF, 

30mM β-Glycérophosphate, 10mM NaF et un cocktail d’inhibiteurs de protéases et 

phosphatases. Après sonication, centrifugation et récupération du surnageant, du 

NuPAGE LDS Sample Buffer (4x) et du NuPAGE Sample Reducing Agent (10x) 

(Invitrogen) sont rajoutés. Les échantillons sont dénaturés à 95°C ou 35°C (pour les 

mGluR5) pendant 10 minutes. L’électrophorèse des échantillons est réalisée sur gels 

pré-coulés NuPAGE 4-12% Bis-Tris (Invitrogen) et migrés pendant 1.5h à 150V dans du 
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tampon NuPAGE MOPS SDS Running Buffer (Invitrogen). Les protéines sont ensuite 

transférées sur membrane de nitrocellulose pendant 1.5h à 100V constant.  

Par la suite, les membranes sont saturées dans 5% de lait TBS-0.1%Tween 

pendant 1h, puis incubées sur la nuit à 4°c avec les anticorps primaires suivant : anti-

GAPDH (Millipore, 1:5000), anti-PDE2A (Abcam, 1 :1000), anti-GSK3β (CellSignaling, 1 

:1000), anti-GSK3β(ser9) (CellSignaling, 1 :1000) et anti-COX4 (SantaCruz, 1 :1000)  

Les membranes sont lavées trois fois avec du TBS-0.1%Tween et incubées avec 

l’anticorps secondaire (1 :5000) pendant 1h à température ambiante. Après trois 

lavages en TBS-0.1%Tween, les membranes sont révélées avec Immobilon Western 

(Millipore). La quantification de l’intensité des bandes se fait avec ImageJ.  

6. Electroporation in utero (EIU)  

L’électroporation in utero a été réalisée sur des cerveaux d’embryons de souris 

au stade E14.5, en ciblant la région corticale (Fig.7). Les électroporations ont été faites 

avec les électrodes connectées à l’électroporateur NEPA GENE. Les paramètres 

suivants ont été utilisés : 4 pulses de 50V, P(on) 50ms, P(off) 1s, et 5% decay rate. Les 

mères sont anesthésiées par un mélange kétamine (1mg/kg)/xylazine(10mg/kg) par 

injection intra-péritonéale, avec un anesthésique local Lidocaïne (2mg/kg) au niveau 

de l’ouverture et un antidouleur Buprénorphine en sous-cutanée.  

Le plasmide a été produit par clonage du gène Pde2a dans un plasmide 

contenant le promoteur du gène Cdk5, permettant l’expression spécifique dans les 

neurones, et le gène codant pour la protéine GFP, transfecté dans des bactéries Stbl2 

(ThermoFischer). La solution finale de plasmide à 1µg/µl contenant du tampon endo-

free TE et du colorant fast-green 1X est injectée dans un des deux ventricules de 

l’embryon par micro-injecteur. Le plasmide Cdk5-GFP est électroporé dans les mêmes 

conditions comme contrôle. La mère est ensuite sacrifiée et les embryons récupérés au 

stade E17.5, 72h plus tard.  
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Figure 8. Protocole d’électroporation in utero. Après injection de la solution contenant le 

plasmide et le Fast Green dans un des ventricules, les embryons sont électroporés avec les 

électrodes d’une façon à cibler les couches corticales, comme présenté ici.  

  

7. Immunohistochimie :   

Les cerveaux perfusés en PFA 4% de souris de 13 jours et les cerveaux des 

embryons issus de l’EIU ayant passés 24h en PAF 4% ont été coupés au vibratome en 

tranches de 40µm.   

En fluorescence : Les coupes flottantes sont initialement placées 5 minutes dans 

du NH4Cl puis perméabilisées dans du Triton 0.3%/PBS pendant 10 minutes à 

température ambiante. Elles sont ensuite saturées pendant 2 heures dans 2.5% Goat  
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Serum/PBS (Blocking) puis incubées sur la nuit à 4°C avec l’anticorps primaire. Du True 

Black1X en EtOH 70% est mis sur les coupes pendant 10 minutes. Après lavages au PBS, 

les coupes sont ensuite incubées avec l’anticorps secondaires pendant 2 heures à 

température ambiante et les noyaux sont marqués au DAPI (1 :1000) pendant 10 

minutes. Les anticorps utilisés dans cette étude sont : anti-CUX1 (Millipore,1 :200), anti-

Ctip2 (Abcam,1 :200) et anticorps secondaires conjugués-Alexa594 (1 :200).   

En visible : Après perméabilisation identique, les coupes flottantes sont placées 

dans du PBS/0.3%H2O2 pour bloquer les peroxydases endogènes, puis dans la solution 

de Blocking et incubées avec l’anticorps primaire anti-GFP (Invitrogen, 1 :1000) sur la 

nuit à 4°C. Les coupes sont ensuite incubées dans la solution GAR-HRP (DAKO) pendant 

30 minutes. Les coupes sont enfin plongées une à une dans la solution de révélation 

DAKO liquid DAB afin de chronométrer le temps de coloration. Seules les coupes 

marquées sont ensuite montées sur lames.  

Analyse par macro sur Fuji (ImageJ) créée par F. Brau de la plateforme imagerie 

de l’IPMC. La macro segmente le cortex en dix sections égales et compte le nombre de 

cellules marquées par section en fluorescence, ou compte l’intensité en enlevant le 

fond en visible (coupes issues de l’EIU).  

8. Statistiques : 

Les datas sont analysées par Two-Way Anova avec comme facteurs les différents 

génotypes et/ou le traitement. Les datas de caractérisation de la lignée Pde2a+/- sont 

analysées par t-test paramétrique quand le nombre de valeurs est suffisant et suivant 

une loi normale, non-paramétrique sinon. Les datas sont exprimées en moyenne ± 

SEM. Les tests statistiques appropriés pour chaque expérimentation sont décrits dans 

les légendes des figures correspondantes. Les analyses statistiques et les figures ont 

été réalisées sur GraphPad Prism version 6.0. 
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Résultats  

  

I. Effet d’un traitement aigu et chronique en Bay 60-7550 sur les souris 

Fmr1 KO  

A mon arrivée dans le laboratoire, l’ARNm de Pde2a a été identifié comme cible 

de FMRP à un moment clé du développement neuronal, tandis que PDE2A est 

surexprimé dans le cerveau des Fmr1 KO. Les bénéfices de l’inhibition 

pharmacologique de PDE2A sur les phénotypes in vitro et ex vivo du modèle murin du 

SXF ont pu être montrés par la suite. En effet, le traitement au Bay 60-7550 rétablit la 

morphologie neuronale, axonale et des épines dendritiques, et la LTD dépendant des 

mGluR exagérée chez le Fmr1 KO (voir Publication 1). Pour aller plus loin, nous avons 

voulu caractériser l’effet du Bay 60-7550 sur les déficits comportementaux des souris 

Fmr1 KO, à savoir un déficit de discrimination sociale dans le test du Homing, et une 

diminution de l’interaction sociale à l’adolescence, d’une façon semblable aux patients 

SXF. La dose de Bay 60-7550 utilisée a été choisis en amont lors de tests de vocalisations 

ultrasoniques (USVs) pour avoir une dose sans effet chez les souris WT. 

J’ai pu montrer que l’inhibition de PDE2A par une injection intra-péritonéale 

unique de Bay 60-7550 améliore les performances des souriceaux Fmr1 KO de 13 jours 

lors du test du Homing, au niveau de la latence et du temps passé dans la litière 

d’origine (Fig.9A-B). De façon intéressante, les performances des souriceaux WT ne 

sont pas altérées par le traitement. A l’inverse, cette injection unique n’a pas permis 

de rétablir de façon significative les déficits d’interaction sociale des souris Fmr1 KO 

d’un mois (Fig.9C).   

J’ai traité de façon chronique avec le Bay 60-7550 les souris du 5ème au 21ème jour 

après la naissance et testé leurs capacités sociales après un intervalle de 9 jour sans 

traitement. Cette période de traitement choisie se situe autour du pic d’expression de 

FMRP et de la synaptogénèse, et correspond à une période de développement chez les 
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Figure 11. La surexpression de PDE2A ralentit la migration corticale des neurones électroporés. 

(A) Fréquence de distribution des neurones électroporés par pourcentage de marquage dans le 

cortex divisé en 10 segments. (B) Images représentatives des coupes de cerveau d’embryons à 
E17.5. Datas représentés en moyenne ± SEM, analysés par Two-Way Anova  (Fplasmide(9,70)= - 

1.642e-013, P>0.9999; Fbins(9,70)=23, P<0.0001; Finteraction(9,70)=-3.873, P=0.0005) (adjusted 

pvalue : ***P<0.0005)(n : cdk5-GFP = 4, cdk5-Pde2a-GFP = 6).  

  

III.  Effet de la réduction génétique de PDE2A chez la souris Fmr1 

KO  

1. La réduction génétique de PDE2A rétablit une partie des déficits du 

comportement social des souris Fmr1 KO  

  

Afin de montrer l’importance de la PDE2A dans le phénotype de nos souris Fmr1 

KO, j’ai entrepris le croisement entre ces souris et une nouvelle lignée Pde2a+/-, afin de 

réduire génétiquement l’activité de la PDE2A, qui est surexprimé dans le modèle du 

SXF. Je me suis d’abord intéressé à l’impact de ce croisement sur le comportement 

social de nos souris.  

Lors du test du Homing, la réduction génétique de PDE2A chez les souriceaux 

double mutants Fmr1 KO x Pde2a+/- ne permet pas de rétablir les déficits de 

discrimination sociale présents chez les souriceaux Fmr1 KO, mettant significativement 

plus de temps à retrouver la litière d’origine que les WT (Fig.12A). De plus, les 

souriceaux Pde2a+/- ne semblent pas avoir de phénotype particulier lors de ce test.  

En ce qui concerne les interactions sociales à l’adolescence, lors du test du jeu 

social, les souris Fmr1 KO x Pde2a+/- vont établir un nombre d’interactions similaires à 

celui des souris WT (Fig.12B). La réduction génétique de PDE2A chez ces souris permet 

donc de rétablir les déficits de comportement social des souris Fmr1 KO. De façon 

intéressante, dans ce test les souris Pde2a+/- présentent un défaut d’interaction, 

similaire aux souris Fmr1 KO. Un niveau trop ou peu élevé de PDE2A est donc associé à 

un déficit de comportement social à l’adolescence.  
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 IV.  Caractérisation de la lignée Pde2a+/-  

1. Le comportement social, cognitif et anxieux est altéré chez les souris Pde2a+/-  

Etant donné les précédents résultats obtenus sur les souris Pde2a+/-, j’ai voulu 

caractériser de façon plus précise les déficits comportementaux de ces souris. Les 

animaux ont donc passé une batterie de test de comportement social, cognitif et 

d’anxiété en plus de ceux précédemment présentés.  

Tout d’abord, il m’a semblé important de caractériser les vocalisations 

ultrasoniques des souriceaux Pde2a+/- étant donné les résultats précédents sur les 

déficits d’interactions sociales de cette lignée. En effet, les déficits de communication 

sociale font aussi partie des troubles caractéristiques des TSA et sont donc pertinent 

dans la caractérisation comportementale de cette lignée en tant que possible nouveau 

modèle de maladie du neurodéveloppement. Lors de la mesure des vocalisations à P10, 

il apparaît que les souriceaux Pde2a+/- émettent près de deux fois moins de 

vocalisations ultra-soniques par rapport aux WT quand ils sont séparés de leur mère 

(Fig.14A). Ces souris présentent donc une diminution de la communication sociale à un 

stade du développement précoce, en plus des déficits d’interaction sociale 

précédemment décrits à l’adolescence.  

Le test de la reconnaissance du nouvel objet (NOR) a été reconduit, avec cette 

fois un intervalle de temps d’une heure, une tâche plus complexe pour les souris faisant 

appel à la mémoire à long terme. Les souris Pde2a+/- discriminent encore une fois moins 

bien le nouvel objet que les souris WT (Fig.14B).  

Enfin, je me suis intéressé au comportement d’adaptation à un nouvel 

environnement anxiogène chez ces souris, étant donné la dominance de ce type de 

trouble chez les patients atteints de TSA ou d’autres NDD. Lors du test du Zero Maze 

élevé, les souris Pde2a+/- mettent plus de temps à sortir du bras fermé pour la première 
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Barre d’échelle : 10µm (C) Quantification de l’expression de PDE2A par rapport à GAPDH (n : 

WT=4, Pde2a+/-=4) (D) Western Blot montrant la quantité de PDE2A dans un lysat de neurones 

corticaux au stade embryonnaire E14.5 avant mis en culture. Datas représentées en moyenne 

± SEM, analysés par (A) t test et (C) Mann-Whitney test (adjusted p value : **P<0.01, 

***P<0.001).  

  

4. Le positionnement des couches corticales est inchangé chez les souris  

Pde2a+/-  

En prenant en compte mes résultats obtenus avec la surexpression de PDE2A 

dans la migration corticale (Fig.11), j’ai voulu quantifier l’impact de la réduction 

génétique de PDE2A sur l’agencement final des couches corticales. J’ai pour cela 

marqué sur des tranches de cerveau WT et Pde2a+/- par immunohistochimie les 

couches corticales II et IV par CUX1 et la couche V par Ctip2 (Fig.17B et D). Le cortex est 

divisé en dix segments identiques et le nombre de cellules marquées est comptabilisé. 

Aucune différence n’a pu être quantifiée entre les deux génotypes sur le 

positionnement des différentes couches marquées à ce stade du développement  

(Fig.17A et C).   
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5. Les souris Pde2a+/- ont une LTD mGluR-dépendant fortement altérée  

L’inhibition de PDE2A par le Bay 60-7550 rétablit la LTD mGluR-dépendante 

exagérée dans la région CA1 de l’hippocampe des souris Fmr1 KO (Maurin et al., 

2019b). Ceci indique clairement l’implication de l’AMPc et/ou du GMPc dans cette 

forme de plasticité synaptique. Nous nous sommes donc intéressés, en collaboration 

avec la société EphyScience, à l’impact de la réduction génétique sur la réponse 

électrophysiologique à l’induction de la LTD. Le potentiel post-synaptique d’excitation 

(field excitatory post-synaptic potential, fEPSP) de neurones pyramidaux de la région 

CA1 de l’hippocampe a été enregistré après stimulation électrique par électrode. La 

pente de ce potentiel est mesurée à chaque intensité de simulation afin de caractériser 

la transmission synaptique basal dans un premier temps. Aucune différence 

significative de la transmission basale entre les deux génotypes n’a pu être mise en 

évidence (Fig.18A).  

A l’inverse, l’application de DHPG (100µM, 5min), un agoniste des mGluRs de 

groupe I et V, induit une LTD significativement plus faible dans les tranches 

d’hippocampes des souris Pde2a+/- comparé aux souris WT (Fig.18B-C).  

Par western blot et l’utilisation d’anticorps ciblant les récepteurs mGluR5, je me 

suis intéressé à l’expression de ces récepteurs et leur dimérisation dans ces deux 

lignées. Mes résultats préliminaires suggèrent que la dimérisation des mGluR5 serait 

altérée dans l’hippocampe des souris Pde2a+/- (Fig.19), pouvant expliquer la résistance 

à l’induction de LTD par le DHPG.  
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V. Effet de la réduction du niveau d’ARNm de Fmr1 sur la 

morphologie et la protéomique des neurones corticaux de 

souris modèle du FXTAS.  

Le FXTAS est une maladie neuro-dégénérative rare liée à la présence de la 

prémutation du gène FMR1, entre 50 et 200 répétitions du triplet CGG dans le 5’UTR, 

qui se caractérise par une ataxie et un déclin cognitif. Un des marqueurs moléculaires 

de cette maladie est une présence élevée d’ARNm de FMR1 chez les patients FXTAS et 

dans la souris modèle CGG-KI. Cependant, l’expression de FMRP reste normale, voire 

légèrement diminuée, malgré la dérégulation du niveau d’ARNm. Dans cette étude, 

nous avons caractérisé l’impact de la réduction du niveau d’ARNm de Fmr1 sur la 

morphologie et la protéomique des neurones corticaux de souris CGG-KI (voir 

Publication 2). 

J’ai pu observer que les neurones CGG-KI avaient une arborisation dendritique 

réduite et un neurite plus court à 2DIV par rapport au neurones WT. L’utilisation de 

deux shRNA différents (sh-1a et 1b) réduisant les niveaux d’ARNm de Fmr1 permet de 

rétablir ce phénotype morphologique altéré dans les neurones CGG-KI.   

Par la suite, je me suis concentré sur la morphologie des épines dendritiques des 

neurones corticaux en culture à 20DIV. Après transfection permettant l’expression de 

la GFP, j’ai observé que les neurones CGG-KI transduits ont une densité d’épines plus 

grande, et qui sont plus longues et larges (Fig.22B-D). Cependant aucune différence de 

distribution de morphologie spécifique (fine, « stubby », « mushroom ») n’a pu être 

constatée entre les neurones WT et CGG-KI (Fig.22E-G). Le phénotype morphologique 

des neurones CGG-KI est rétabli par la transduction des deux shRNA.   

Ces résultats montrent l’implication des niveaux élevés d’ARNm de Fmr1 sur la 

morphologie altérée des neurones CGG-KI.  

Enfin, nous avons montré par analyse protéomique que le rétablissement du 

phénotype morphologique des neurones CGG-KI par la réduction d’ARNm de Fmr1 est 
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aussi associé à un rétablissement du niveau de 29 protéines, dont des protéines liant 

l’ARN.   

  

 

Figure 22. La réduction du niveau d’ARNm Fmr1 normalise la morphologie des épines 
dendritiques des neurones corticaux CGG-KI. (A) Images confocales représentatives de la 

morphologie des épines mesurée par NeuronStudio. Barre d’échelle : 2µm. (B-G) Histogrammes 

montrant la moyenne ± SEM dans chaque culture de la densité(B), la longueur(C) et le 

diamètre(D) des épines dendritiques, ainsi que le pourcentage d’épines fines (E), sous forme « 
stubby »(F) et sous forme « mushroom »(G). Datas analysées par one-way Anova avec le test 

de multiple comparaison de Tukey. (adjusted p value : *P<0.05, ***P<0.001)  
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Discussion Projet 1  
  

I. Rôle de la PDE2A dans le comportement social, cognitif et 

anxieux  

 

L’inhibition pharmacologique -de façon chronique ou ponctuelle- de PDE2A par 

le Bay 60-7550 permet de rétablir les comportements sociaux altérés des souris Fmr1 

KO dont les déficits de communication, de discrimination et d’interaction sociale. De 

façon similaire, la réduction génétique de PDE2A dans le même modèle murin améliore 

pour la plupart ces déficits, ainsi que leur capacité cognitive.  

La réduction pharmacologique et génétique de l’activité de PDE2A permet de 

rétablir des déficits comportementaux bien décrits chez les souris Fmr1 KO, comme les 

déficits d’interaction sociale et de reconnaissance d’un nouvel objet. De façon 

surprenante, les souris double mutantes Fmr1 KO x Pde2a+/- ne montrent pas 

d’amélioration lors du test Homing à P13. Pourtant l’enzyme est exprimée dans un 

groupe spécifique de neurones dans le bulbe olfactif (Korsak et al., 2017) qui est très 

impliqué pendant ce test, et le traitement par le Bay 60-7550 permet de rétablir ce 

déficit. Il pourrait donc y avoir un phénomène de compensation chez les souris doubles 

mutantes et Pde2a+/- avec d’autres phosphodiestérases présentes dans le bulbe 

olfactif. De la même façon, les souris Pde2a+/- performent aussi bien que les souris 

sauvages, ne montrant pas de signe de déficit de la mémoire spatiale étudiée par 

MWM. Cependant il me semble essentiel de préciser que je n’ai jamais pu apprécier de 

déficits lors de ce test chez nos souris Fmr1 KO non plus.  

Il a été montré que l’inhibition de PDE2A permet d’améliorer les capacités 

cognitives des souris sauvages adultes lors du test du nouvel objet (Boess et al., 2004). 

A l’inverse, la réduction génétique de PDE2A pendant toute la vie de la souris et de son 

neurodéveloppement a plutôt tendance à détériorer ses capacités lors de ce test. Les 
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effets bénéfiques de l’inhibition pharmacologique pourraient s’expliquer par son 

caractère transitoire et à court terme. Cependant, j’ai pu mettre en évidence un effet 

bénéfique sur le long terme d’un traitement chronique sur le comportement social et 

la morphologie des épines dendritiques des souris Fmr1 KO. Ce traitement n’ayant pas 

eu d’effet sur les souris sauvages, les faibles doses utilisées lors du traitement 

chronique peuvent expliquer la différence entre l’impact nul de l’inhibition chronique 

de la PDE2A chez les souris WT et les déficits présents chez les souris Pde2a+/-.  

D’une façon intéressante , il est à noter que l’inhibition de la PDE4D par le 

BNP14770 en traitement chronique permet de rétablir aussi les déficits d’interactions 

sociales et d’améliorer la morphologie altérée des épines dendritiques des souris Fmr1 

KO (Gurney et al., 2017), d’une façon similaire à mes données. De plus, des résultats 

positifs d’un essai clinique de Phase II sur des patients adultes atteints du SXF ont été 

récemment publiés (Berry-Kravis et al., 2021). Pour expliquer ces données, il a été 

récemment montré que l’inhibition de la PDE2A et de la PDE4D a un effet synergique 

bénéfique sur le processus de consolidation de la mémoire (Paes et al., 2021). Etant 

donnée le rôle similaire et en synergie de ces deux phosphodiestérases au niveau 

synaptique, ces derniers résultats nous confortent dans la validité de la PDE2A comme 

cible thérapeutique pour le SXF et dont l’inhibition pourrait supplémenter celle de la 

PDE4D en thérapie. 

De façon générale, ces données sur le rôle de l’AMPc et du GMPc dans la 

pathophysiologie du SXF montre que leur modulation pourra être une approche 

thérapeutique. D’autre part l’importance de ces deux seconds messagers a été montré 

par beaucoup d’autres études.  Par exemple, dans le modèle environnementale de TSA 

par l’injection d’acide valproïque (VPA) chez la souris enceinte, l’inhibition de la PDE2A 

par le Bay 60-7550 rétablit aussi les défauts de vocalisation et de comportement social 

(données du laboratoire non publiés). De façon complémentaire, l’inhibition de la PDE5 

rétablit l’altération morphologique du tube neural retrouvée chez les embryons en 

contact de l’acide valproïque (Tiboni and Ponzano, 2015), et l’inhibition de la PDE10A 
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permet d’améliorer les défauts de comportements sociaux et l’anxiété des rats modèle 

VPA (Luhach et al., 2021). 

Toutefois l’importance d’une précise modulation de PDE2A n’est pas seulement 

critique dans les comportements socio-cognitifs. En effet, les souris Pde2a+/- montrent 

de façon intéressante un comportement anxieux que l’on ne retrouve pas chez les 

souris Fmr1 KO lors du test du Zero Maze élevé. Cependant bien qu’ils mettent plus de 

temps à sortir du bras fermé, sûr pour eux, ils ne passent pas significativement moins 

de temps dans les bras ouverts par rapport aux WT. Ceci pourrait être expliqué par une 

capacité d’adaptation à un nouvel environnement plus lente, suivie d’une phase 

d’exploration plus intense avec potentiellement une hyperactivité qui reste encore à 

caractériser. De plus au premier jour de la Cue Task lors du MWM, les souris Pde2a+/- 

sont plus lentes à comprendre le principe de la plateforme submergée pour pouvoir 

être remises en sécurité. Au deuxième jour de Cue Task, ce comportement n’est plus 

présent, nous faisant penser à une difficulté d’adaptation liée au stress. PDE2A est 

fortement exprimée dans le cortex surrénalien et l’hypophyse (Stephenson et al., 

2009), où elle pourrait réguler le relargage d’hormones du stress, respectivement 

l’aldostérone et les glucocorticoïdes, libérées après un stress physique et 

psychologique. Enfin, il est intéressant de noter que le Bay 60-7550 a été initialement 

proposé comme anxiolytique et, en effet, son administration a des effets anxiolytiques 

sur des animaux non stressés (Masood et al., 2009) et des modèles de stress (Soares et 

al., 2017). Ainsi, ces études semblent donc prouver que différents modes de régulation 

de l’activité de PDE2A peuvent engendrer des phénotypes comportementaux opposés.  

  

 II.  Rôle de la PDE2A dans le phénotype cellulaire et moléculaire  

Mes résultats ont permis de mettre en évidence le rôle important de la PDE2A 

dans la physiopathologie du SXF. La présence de déficits du comportement social et 

des capacités cognitives similaires entre les souris Fmr1 KO, où la PDE2A est 

surexprimée, et les souris Pde2a+/-, où elle est sous-exprimée, montrent le rôle critique 
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de la régulation fine des niveaux d’AMPc et de GMPc pour le bon fonctionnement et 

développement du cerveau. En effet, la dérégulation des niveaux des deux seconds 

messagers ne se fait pas dans le même sens entre les deux génotypes, mais les déficits 

y sont similaires.   

a) La croissance du neurite  

Le rôle critique de la balance AMPc/GMPc dans l’élongation et l’orientation des 

prolongements neuronaux, axones et dendrites, est bien décrit (Shelly et al., 2010b). 

Dans ce sens mes résultats montrent que la croissance des neurites de neurones 

corticaux en culture est corrélée à la quantité de PDE2A présente. De façon 

intéressante, mon laboratoire a montré que la croissance de ces prolongements dans 

ces conditions est plus lente chez les neurones Fmr1 KO par rapport aux WT (voir 

Publication 1), à l’inverse des neurones Pde2a+/- qui présentent une croissance 

accélérée du neurite à 2DIV. Rappelons que chez la souris Fmr1 KO, il y a une 

surexpression de la PDE2A. De plus, l’inhibition spécifique de PDE2A par le traitement 

en Bay 60-7550 des neurones WT augmente significativement la longueur des neurites, 

le même phénotype que j’observe dans les cultures de neurones Pde2a+/-. A ce stade 

les réductions pharmacologique et génétique de l’activité de la PDE2A ont le même 

effet sur ce phénotype, à l’inverse des tests comportementaux. Enfin, dans ce sens, il a 

été démontré l’effet bénéfique d’inhibiteurs de PDE2A, dont le Bay 60-7550, sur la 

croissance axonale dans des tranches de cerveau ex vivo (Heine et al., 2013, 2011).   

En conclusion, ces différents résultats confirment le rôle de PDE2A dans la 

croissance des neurites. L’étude de la morphologie des épines dendritiques complétera 

mon étude sur l’impact de l’augmentation de l’AMPc et du GMPc chez les souris 

Pde2a+/-.  

b) Le phénotype mitochondrial  

La PDE2A2 est une isoforme de PDE2A (Delhaye and Bardoni, 2021) 

spécifiquement exprimé dans la mitochondrie qui régule la voie de signalisation 
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AMPc/PKA, dont l’activation est souvent associée à une mitophagie plus faible, une 

forme spécifique d’autophagie éliminant les mitochondries défectueuses. En effet, PKA 

phosphoryle DRP1 (dynamin-related protein 1), qui est une protéine essentielle pour 

la fission mitochondriale (Monterisi et al., 2020), et inhibe sa capacité à induire la 

fission, ce qui va favoriser au final l’élongation mitochondriale (Cribbs and Strack, 

2007). Il n’est donc pas étonnant de constater des défauts de morphologie 

mitochondriale chez des patients ayant différentes mutations sur PDE2A (Doummar et 

al., 2020). En effet, le marquage par Mitotracker montre dans les fibroblastes de ces 

patients un réseau de mitochondrie désorganisé. En figure 21, les images en 

microscopie électronique du CA1 des souris Pde2a+/- à un mois suggèrent un 

déséquilibre dans la balance fusion/fission ou dans la mitophagie des mitochondries.  

De l’autre côté, la diminution d’expression de COX4 que j’ai identifiée par WB 

dans les extraits d’hippocampe obtenus des mêmes souris pourrait être corrélée à ces 

déficits. En effet, il a été montré qu’en condition d’hypoxie la PKA phosphoryle COX4 

et induit sa dégradation et la diminution de son activité (Prabu et al., 2006). La 

diminution de PDE2A2 dans la mitochondrie, entraînant une élévation d’AMPc et donc 

de l’activité de PKA, pourrait donc être directement responsable de la diminution de 

COX4 en agissant sur sa dégradation, sans pour autant être liée à un déficit du nombre 

de mitochondrie.  

c) Le phénotype moléculaire  

GSK3 est une des kinases ayant le plus grand nombre de substrats dans la plupart 

des cellules (Sutherland, 2011). Elle est impliquée dans une large variété de processus 

du neurodéveloppement comme la neurogénèse, la migration et la morphologie 

cellulaire et est en aval d’un grand nombre de voies de signalisation dont celles 

dépendant de l’AMPc et du GMPc(Beurel et al., 2015). En effet, la modulation 

prédominante de son activité se fait par sa phosphorylation dépendante de la PKA, de 

la PKG, de la voie PI3K/AKT et d’autres kinases (Beurel et al., 2015; Lin et al., 2007; 
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Yoshimura et al., 2006). Différentes études ont montré dans l’hippocampe des souris 

Fmr1 KO âgées d’un mois un niveau de phosphorylation de GSK3β comparable aux 

souris WT (Min et al., 2009)(Guo et al., 2012; Yuskaitis et al., 2010b). Cette diminution 

serait cohérente avec une diminution du niveau d’AMPc nécessaire à la 

phosphorylation de GSK3β et donc compatible avec l’augmentation de l’activité de 

PDE2A dans l’hippocampe des souris Fmr1 KO, comme nous l’avons montré (Maurin et 

al., 2019b).   

 J’ai montré que le niveau de phosphorylation de GSK3β est réduit dans 

l’hippocampe des souris Pde2a+/-, ce qui signifie que son niveau d’activation est 

augmenté par rapport aux WT. Il est connu que la PKA peut bloquer directement 

l’activité de GSK3β en le phosphorylant. Si c’était le cas pour la PKA dont l’activité 

dépend de PDE2A, on s’attendrait plutôt à un niveau de phosphorylation plus élevé 

que chez le WT et donc à l’inactivation de GSK3β. Donc la phosphorylation de GSK3β 

au niveau du neurone totale pourrait être dérégulée de façon indirecte par la 

diminution de PDE2A, en passant par la dérégulation d’une autre voie régulant cette 

phosphorylation précédemment mentionnée. Alternativement, la compensation de ce 

phénotype avec l’augmentation du niveau d’expression d’autres PDEs pourrait 

expliquer le phénotype des souris Pde2a+/-. En effet, par exemple, la surexpression de 

PDE10A chez la souris Pde1b KO a été observée (Hufgard et al., 2017). Il sera quand 

même important de quantifier le niveau de phosphorylation de GSK3 à la synapse où 

les compensations pourraient être différentes puisque toutes les PDEs ne sont pas 

localisées dans ce compartiment neuronal.  

Il est intéressant de noter que GSK3β est retrouvée dans la mitochondrie, 

contrairement à GSK3α, et est connue pour réguler leur activité (Yang et al., 2017). 

L’inhibition par phosphorylation de GSK3β augmente la biogénèse des mitochondries  

(Undi et al., 2017), et atténue l’apoptose mitochondriale induite par céramide en 

inactivant les caspases 2 et 8 (Lin et al., 2007). Il est ainsi possible que la sur-activation 

chez les souris Pde2a+/- de GSK3β par la diminution de la phosphorylation en Ser9 ait 
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un effet inverse à cette inhibition et soit aussi impliquée dans les déficits 

morphologiques relevés.  

d) La migration corticale  

En se basant sur le rôle de PDE2A dans la croissance axonale, j’ai émis 

l’hypothèse que cette enzyme pouvait aussi avoir un rôle dans la migration des 

neurones lors du développement et notamment dans l’architecture corticale, dont les 

couches supérieures sont les plus immuno-marquées pour PDE2A chez le rat 

(Stephenson et al., 2012). Il est par ailleurs intéressant de noter que chez la souris Fmr1 

KO il existe une altération de la distribution des couches corticales persistant à l’âge 

adulte (Lee et al., 2019), de la même façon que chez le GSK3 :NeuroD6 KO où la 

migration corticale radiale est compromise(Morgan-Smith et al., 2014). Chez la souris 

Pde2a+/-, l’agencement des couches corticales n’est pas altéré par rapport aux souris 

WT à 13 jours après la naissance. Il est néanmoins possible qu’à l’inverse de chez le 

Fmr1 KO, et de façon similaire à la croissance du neurite, la réduction de PDE2A 

entraîne une accélération de la migration radiale corticale, invisible à cet âge. Dans ce 

sens, j’ai entrepris de sur-exprimer PDE2A dans les neurones corticaux par la technique 

de l’électroporation in utero. Chez le Fmr1 KO, dans lequel PDE2A est surexprimé, la 

migration corticale entre les âges embryonnaires E14.5 et E17.5 est altéré (La Fata et 

al., 2014). J’ai donc voulu savoir quelle était la part de PDE2A dans ce déficit. En 

augmentant l’expression de PDE2A par cette technique j’ai pu constater que les 

neurones électroporés et surexprimant PDE2A ont un retard dans la migration corticale 

radiale, qui n’est pas aussi fort que dans le modèle Fmr1 KO dans la littérature. Ainsi la 

PDE2A semble avoir un rôle dans la migration corticale des neurones, mais son 

expression altérée à elle seule ne peut expliquer les déficits retrouvés chez le Fmr1 KO. 

Ceci est d’ailleurs cohérent avec le fait qu’en absence de FMRP plusieurs voies 

impliquées dans la migration neuronale sont altérées, comme celles régulées par les 

RhoGTPase (Abekhoukh and Bardoni, 2014; Gonzalez‐Billault et al., 2012) , dont Rac1 

qui est par ailleurs lié au modelage du cytosquelette, essentiel dans le processus de 
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migration, et altéré dans le SXF (Castets et al., 2005; La Fata et al., 2014; Schenck et al., 

2003). De façon intéressante, la PKA régule l’activité de plusieurs membres de la famille 

des RhoGTPase, comme Rac1 et Cdc42, ainsi qu’un grand nombre d’autres protéines 

ayant un rôle dans la migration, l’adhésion et les mouvements cellulaires (Howe, 2004). 

Enfin, la PKA peut phosphoryler l’actine, réduisant sa polymérisation (Ohta et al., 1987), 

et l’intégrine α4, réduisant sa liaison à la paxillin essentielle à la migration cellulaire 

(Han et al., 2001), faisant tout deux partis du cytosquelette. Ces éléments permettent 

de comprendre l’importance de l’axe AMPc/PKA dans la régulation de la migration 

cellulaire et donc de l’importance de sa régulation par la PDE2A.  

  

 III.  Rôle de la PDE2A dans la LTD  

La LTD mGluR-dépendante induite est connue pour être exagérée chez les Fmr1 

KO et nous avons montré que l’inhibition de PDE2A par le Bay 60-7550 permettait de 

rétablir une LTD normal (Voir Publication 1).  A l’inverse, ici je montre que les souris 

Pde2a+/- présentent une LTD fortement diminuée. Mes résultats préliminaires sur la 

dimérisation des récepteurs mGluR5 pourraient expliquer cette altération. En effet, à 

la membrane, la forme dimérisée représente la forme active des mGluR5. Une 

diminution de cette conformation expliquerait une plus faible réponse au DHPG, et 

donc une LTD diminuée.   

De plus, il serait aussi important d’étudier l’internalisation des récepteurs AMPA 

en réponse à la signalisation des récepteurs métabotropiques glutamatergiques, qui 

est excessive chez le Fmr1 KO (Nakamoto et al., 2007). En effet, l’état de 

phosphorylation des sous-unités des AMPAR est associé à leur internalisation et à la 

LTD. Par exemple, la LTD hippocampale et l’internalisation est diminuée chez des souris 

ne pouvant avoir la phosphorylation en Ser845 de la sous-unité GluA1, phosphorylée 

normalement par la PKA (Lee et al., 2010, 2003).  
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 Dans les deux lignées de souris, il semble que la transmission synaptique y soit 

tout autant altérée, pouvant ainsi expliquer les déficits comportementaux. Il est 

intéressant de noter que les phénotypes cellulaires et moléculaires peuvent aussi être 

opposés en aboutissant au même phénotype comportemental comme l’altération de 

la LTD.  

IV. La souris Pde2a+/-, nouveau modèle de maladie 

neurodéveloppementale ?  

Des mutations sur le gène Pde2a sont présentes chez des patients atteints de 

déficience intellectuelle et de retard du développement. En considération des 

différents déficits comportementaux, cellulaires et moléculaires, je peux conclure que 

la lignée Pde2a+/- récapitule une forme de maladie du neurodéveloppement. 

Cependant il reste de nombreux phénotypes à caractériser afin de pouvoir au mieux 

catégoriser cette lignée vers une maladie précise du neurodéveloppement, bien que 

ces troubles partagent très souvent de nombreux déficits. Dans ce sens, l’activité 

basale des animaux Pde2a+/- devrait être étudiée étant donné que différents KO 

d’autres phosphodiestérases présentent soit de l’hyperactivité pour le Pde1b KO, soit 

de l’hypoactivité pour le Pde4b KO et le Pde10a KO.  

 De plus, le test du PPI semble essentiel à réaliser. Ce test est connu pour étudier 

les modèles animaux de schizophrénie et est surtout utilisé chez les patients atteints 

de schizophrénie (Swerdlow et al., 2018). Ce test pourrait être utilisé afin de 

caractériser la lignée Pde2a+/- comme modèle de schizophrénie. En effet, ces souris ne 

présentent pas d’altération de la discrimination-mémoire sociale à 13 jours lors du test 

du Homing, mais bien une altération des capacités cognitives à l’âge adulte. Ils 

présentent cependant une altération de la communication sociale à un stade précoce 

(10 jours). De façon intéressante, il est connu que 30 à 50% des patients développant 

la schizophrénie pendant l’enfance ont d’abord, plus tôt, des troubles du spectre de 
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l’autisme (Rapoport et al., 2009). De ce fait, les souris Pde2a+/- pourraient représenter 

un nouveau modèle de schizophrénie apparaissant pendant l’enfance.  

Enfin, les patients ayant une mutation sur le gène PDE2A présentent notamment 

des troubles du mouvement. Dans ce sens, il semble intéressant de vérifier les 

performances motrices des souris Pde2a+/- à l’aide du test du Rotarod par exemple. La 

comparaison entre notre lignée Pde2a+/- et les patients ayant ces mutations est 

cependant difficile. En effet, l’effet des mutations sur la fonction de PDE2A n’a pas été 

correctement décrite jusqu’à présent dans la plupart des cas. Nous ne savons donc pas 

si ces mutations entraînent une perte ou un gain de fonction de la protéine, ou 

affectent différentiellement l’affinité de PDE2A pour l’AMPc et/ou le GMPc. 

De façon étonnante, il est intéressant de noter que l’impact des PDEs dans le 

neurodéveloppement a donné lieu à peu d’études par l’utilisation de modèles animaux 

KO. En effet dans de nombreux cas, le phénotype d’animaux KO n’est pas connu, 

comme c’est le cas pour PDE5 dont l’inhibition pharmacologique a pourtant été 

intensivement étudiée (Devan et al., 2006; Prickaerts et al., 2002; Zhang et al., 2002). 

Mais ces inhibiteurs de phosphodiestérase sont le plus souvent administrés en post-

natal et ne permettent pas de comprendre le rôle critique des PDEs durant le 

neurodéveloppement et la synaptogénèse par exemple. Bien qu’étudier une famille de 

protéines aussi importante dont certains membres n’ont pas des actions 

spécifiquement centrées au niveau du cerveau, leurs études semblent nécessaires afin 

de comprendre le rôle de chaque PDE sur le neurodéveloppement normal et 

pathologique.  

La caractérisation de ce nouveau modèle Pde2a+/- ouvre donc de nombreuses 

perspectives de recherche. Par exemple, l’activation des voies de signalisations par 

l’AMPc est depuis longtemps décrite comme contrôlant la production de cytokine pro-

inflammatoire (Teixeira et al., 1997). De faibles concentrations en AMPc favorisent 

l’inflammation par la production de cytokines comme les interleukines IL-12, IL-17 et 
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TNFα entre autres (Pieretti et al., 2006), tandis que l’inhibition de GSK3β permet de 

réduire la production de ces marqueurs pro-inflammatoire (Ding et al., 2017). De plus, 

il est connu que la microglie, les macrophages résidant dans le système nerveux central 

répondant et produisant ces cytokines, est impliquée dans certaines maladies du 

neurodéveloppement, de par son rôle dans la neurogénèse et la synaptogénèse dont 

le pruning (Sominsky et al., 2018). De façon intéressante, les souris adultes Fmr1 KO 

présentent une microglie moins activée dans le cortex (Lee et al., 2019), allant à 

l’encontre d’une suractivation retrouvée chez des patients atteints de TSA (Suzuki et 

al., 2013), mais pouvant expliquer la diminution de l’élimination des synapses médiée 

par la microglie. L’étude de l’état de la microglie et le statut inflammatoire des souris 

Pde2a+/- serait donc pertinente dans le futur.  
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Discussion Projet 2  
  

Rôle de l’augmentation des niveaux d’ARNm de FMR1 sur la morphologie des 

épines dendritiques dans un modèle murin du FXTAS  

Longtemps les porteurs d’une prémutation du triplet de nucléotides CGG dans 

le gène FMR1 ont été considérés comme normaux. Cependant, depuis 20 ans des 

études ont montré qu’ils représentent en fait une population à risque pour les TSA, la 

dépression et les troubles bipolaires. De plus, les femmes présentent un risque très 

élevé d’insuffisance ovarienne prématurée (POF = Premature Ovarian Failure) et les 

hommes peuvent être atteints d’une forme de FXTAS après 50 ans, une maladie 

neurodégénérative caractérisée par une ataxie et un syndrome parkinsonien. La cause 

de la neurodégénération a d’abord été expliquée par une mort neuronale associée à la 

présence d’inclusion nucléaire. Au niveau moléculaire, deux phénotypes particuliers 

ont été observés : une augmentation des niveaux d’ARNm de FMR1, de 2 à 8 fois avec 

un niveau quasi-normal de FMRP, et la présence d’un peptide riche en polyglycine 

résultant de la traduction de l’expansion CGG.   

Nous nous sommes intéressés au phénotype neurodéveloppemental, 

caractérisé par une morphologie neuronale anormale a été observée dans les neurones 

des modèles murins de FXTAS au cours du développement en absence des inclusions 

nucléaires.  

Nous avons utilisé un modèle murin du FXTAS afin de caractériser l’impact de la 

diminution des niveaux d’ARNm de Fmr1 au niveau morphologique et moléculaire des 

neurones en culture. Le rétablissement de la morphologie altérée des neurones FXTAS 

par la diminution des niveaux d’ARNm de Fmr1 montre bien que c’est cette présence 

élevée qui est responsable de la morphologie altérée, et non les inclusions nucléaires 

qui sont absentes à ce stade du développement. En effet, ces inclusions ne sont 
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retrouvées que chez des animaux KI-CGG âgés de plus de 12 semaines (Hunsaker et al., 

2009). Elles pourraient donc être des mécanismes de défense.  

L’analyse protéomique comparative des neurones exprimant le contrôle ou le 

shRNA spécifique de l’ARNm de Fmr1 nous a permis de sortir une liste de protéines 

dérégulées dans les neurones KI-CGG, normalisés après traitement. Plusieurs de ces 

protéines sont des protéines liant l’ARN, comme Tia1, Hnrnpll et ROAA, laissant penser 

que les niveaux élevés d’ARNm de Fmr1 interfèrent avec le métabolisme de l’ARN. De 

façon intéressante, d’autres protéines dont les niveaux d’expression sont rétablis par 

la réduction d’ARNm de Fmr1 sont impliqués dans la régulation du cytosquelette 

d’actine, qui agit sur la morphologie des neurones et en particulier celle des épines 

dendritiques. Nous pouvons ici faire le lien direct avec les altérations morphologiques 

des épines dendritiques que nous avons montrés, dont des épines dendritiques plus 

longues, avec une tête plus large, et une densité de ces épines augmentée le long des 

dendrites étudiés. Cependant, la maturation des épines n’est pas altérée, comme le 

montre nos analyses des différents types d’épines, ce qui suggère que l’élévation du 

niveau d’ARNm de Fmr1 n’interfère pas avec la maturation mais a un impact plus subtil 

sur la morphologie.  
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Conclusion & Perspectives   
Globalement, je suis convaincu d’avoir atteint les objectifs de mon travail en 

étudiant des cibles thérapeutiques pour le SXF et le FXTAS dont la validation a été faite 

au niveau préclinique.   

Projet 1  
Mon travail a permis de mettre en évidence le rôle de PDE2A dans le 

développement du cerveau en utilisant deux modèles murins du neurodéveloppement, 

le Fmr1 KO et le Pde2a+/- dont beaucoup de phénotypes peuvent être corrélés à une 

altération de l’expression de PDE2A et, en conséquence, à une altération du niveau 

d’AMPc et de GMPc dans le cerveau.  Cette conclusion est confortée par la 
normalisation de plusieurs phénotypes in vivo dans le double mutant. Mon travail a 

d’ailleurs définitivement prouvé l’intérêt de l’inhibition de PDE2A comme thérapie de 
choix pour le SXF.    

La suite de ce projet se fera dans l’analyse plus approfondie des souris doubles 
mutantes Fmr1 KO x Pde2a+/- afin de comprendre quelles voies de signalisations sont 

corrigées dans le cerveau de ces souris et de les corréler à la correction des phénotypes 

socio-cognitifs, si présents, et des formes de plasticité synaptique altérées chez les 

souris « parentales », Fmr1 KO et Pde2a+/-.  

La caractérisation des souris Pde2a+/- devra se poursuivre dans l’étude de 
plusieurs comportements surtout en corrélation avec ce qui est observé chez les 

patients ayant des mutations ponctuelles dans le gène PDE2A (précédemment discuté 

comme la sensibilité avec le PPI et les troubles du mouvement avec le rotarod, ainsi 

que l’étude de la sensibilité douloureuse). Du point de vue moléculaire, je crois qu’il 
sera fondamental de comprendre le rôle du niveau d’AMPc et de GMPc dans 
l’altération de la fonction mitochondriale et dans l’activation de la microglie.  

Projet 2  
Cette étude a été une preuve de concept sur le rôle de l’ARNm de FMR1 dans la 

physiopathologie des phénotypes développementaux des neurones FXTAS. L’analyse 
protéomique comparative a permis d’identifier des protéines différemment exprimées 

entre les neurones WT et CGG-KI qui ont été corrigées par la réduction de l’expression 
de FMR1. Ce résultat doit représenter un point de départ pour mettre au point de 

futures thérapies pour le FXTAS.  
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Abstract

The fragile X mental retardation protein (FMRP) is an RNA-binding protein involved in translational regulation of mRNAs

that play key roles in synaptic morphology and plasticity. The functional absence of FMRP causes the fragile X syndrome

(FXS), the most common form of inherited intellectual disability and the most common monogenic cause of autism. No

effective treatment is available for FXS. We recently identified the Phosphodiesterase 2A (Pde2a) mRNA as a prominent target

of FMRP. PDE2A enzymatic activity is increased in the brain of Fmr1-KO mice, a recognized model of FXS, leading to

decreased levels of cAMP and cGMP. Here, we pharmacologically inhibited PDE2A in Fmr1-KO mice and observed a rescue

both of the maturity of dendritic spines and of the exaggerated hippocampal mGluR-dependent long-term depression.

Remarkably, PDE2A blockade rescued the social and communicative deficits of both mouse and rat Fmr1-KO animals.

Importantly, chronic inhibition of PDE2A in newborn Fmr1-KO mice followed by a washout interval, resulted in the rescue of

the altered social behavior observed in adolescent mice. Altogether, these results reveal the key role of PDE2A in the

physiopathology of FXS and suggest that its pharmacological inhibition represents a novel therapeutic approach for FXS.

Key words: autism spectrum disorder, Fmr1-KO mice, Fmr1-KO rats, fragile X syndrome, phosphodiesterase 2A
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Introduction

Fragile X syndrome (FXS) is a rare genetic neurodevelopmental

disorder with a prevalence of 1:4000 males and 1:7000 females

representing the most common form of inherited intellectual

disability (ID) and a leading genetic cause of autism spectrum

disorder (ASD). Patients may also exhibit a range of disabling

neurological problems including hyperactivity, attention deficit,

anxiety and epileptic seizures in addition to facial dysmorphims

and physical abnormalities (Bassell and Warren 2008; Maurin

et al. 2014; Castagnola et al. 2017). FXS is caused by the absence

of expression of the FMR1 gene, which ultimately leads to the

lack of its product, the fragile X mental retardation protein

(FMRP), a translational modulator of synaptic proteins and a reg-

ulator of mRNA transport at the synapse. Consequently, neurons

of both FXS patients and Fmr1-KO mice exhibit abnormal den-

dritic spines associated with altered forms of synaptic plasticity

(Bassell and Warren 2008; Maurin et al. 2014; Castagnola et al.

2017). Furthermore, altered volumes of specific brain structures

that develop prenatally or early postnatally in young FXS chil-

dren (Gothelf et al. 2008; Hoeft et al. 2010) and Fmr1-KO pups (Lai

et al. 2016) have been described. The abundance of many synap-

tic proteins is altered in the absence of FMRP and, consequently,

multiple molecular pathways are dysregulated in Fmr1-KO neu-

rons (Maurin et al. 2018). However, despite the research efforts

made both at preclinical and clinical levels, approved therapies

are not yet available for FXS (Budimirovic et al. 2017; Castagnola

et al. 2017; Erickson et al. 2017). Towards this goal, it is essential

to have a better understanding of the pathophysiology of FXS

and of the role played by FMRP during brain development.

Therefore, we used High Throughput Sequencing-Cross Linking

Immuno-Precipitation (HITS-CLIP) to identify FMRP RNA targets

at postnatal day (PND) 13, an early developmental stage of

mouse brain, when FMRP is most highly expressed and synapto-

genesis peaks (Maurin et al. 2018). At this age, in hippocampus

and in cortex a prominent target of FMRP is the Phosphodiesterase

2A (Pde2a) mRNA (Maurin et al. 2018), which encodes an enzyme

involved in cAMP and cGMP degradation (Maurice et al. 2014).

PDE2A levels and activity are increased (Maurin et al. 2018 and

this study) in Fmr1-KO, resulting in reduced levels of cAMP and

cGMP, 2 intracellular secondary messengers having key roles in

neuronal differentiation, development and function (Shelly et al.

2010; Park et al. 2014). Here, we unravel the pathophysiological

relevance of PDE2A activity in FXS by combining in vitro,

ex vivo, and in vivo experiments and using 2 rodent models of

FXS. We conclud that PDE2A represents a novel therapeutic tar-

get to treat children affected by FXS.

Materials and Methods

Neuronal Cultures and Spine Morphology Analysis

Primary cortical neurons were prepared from embryos at E15.5

obtained from pregnant C57Bl/6 Fmr1-KO and wild type (WT)

mice as previously described (Khayachi et al. 2018). Neurons (17

days in vitro) were treated with 0.2 μM BAY607550 or DMSO

(control) for 24 h in total. After 5 h of pharmacological treat-

ment, neurons were transduced with attenuated Sindbis viral

particles pSinRep5(nsP2726)-expressing GFP at a multiplicity of

infection (MOI) of 0.1. Transduced neurons (18 days in vitro)

were washed twice in PBS at room temperature (RT) after 19 h

of transduction, and then fixed (Devader et al. 2015). Sequential

confocal images (512 × 220 pixels; Zoom 3.0; Average 4; Speed 7)

of GFP-expressing neurons were acquired with a 63X oil-immersion

lens (Numerical Aperture NA 1.4) on an inverted Zeiss LSM780

confocal microscope. Z-series of 7–8 images of randomly selected

secondary dendrites (3 independent cultures, 24–30 neurons per

condition) were analyzed using NeuronStudio software, which

allows for the automated detection of immature and mature spines

(Rodriguez et al. 2008; Devader et al. 2015).

The dendritic spine morphology analysis was scored and

analyzed by trained observers who were unaware of treatment

conditions.

cAMP and cGMP Detection

1) ELISA test: Frozen ground hippocampi from PND 13 mice,

were resuspended in 10 volumes of 0.1 N HCl and centrifuged

to remove debris. Supernatants were used directly for cGMP

measurement. ELISA was then carried out according to the

manufacturer’s instructions (Direct cGMP ELISA kit; Enzo Life

Science). 2) cAMP-Glo Max assay: Primary cortical neurons

(17–21 days in vitro) cultured in 96 wells plates were stimulated

in 2 biological replicates with 10 μM Forskolin and 1 μM

BAY607550 in dPBS supplemented with CaCl2 and MgCl2 for

30min at 37 °C. cAMP concentration was measured with the

cAMP-Glo Max assay (Promega) according to the manufac-

turer’s indications. 3) cAMP Biosensors: Brain slices were pre-

pared from male mice at PND 7–11, transduced with Sindbis

viral particles to express the cAMP biosensor Epac-SH150 (Polito

et al. 2013). Wide-field images were obtained with an Olympus

BX50WI or BX1WI upright microscope with a 40× 0.8 NA water-

immersion objective and an ORCA-AG camera (Hamamatsu).

Images were acquired with iVision (Biovision, Exton, PA, USA).

The excitation and dichroic filters were D436/20 and 455dcxt.

Signals were acquired by alternating the emission filters with a

filter wheel (Sutter Instruments, Novato, CA, USA), HQ480/40

for the donor, and D535/40 for the acceptor. Images were ana-

lyzed with custom routines according to the IGOR Pro environ-

ment (Wavemetrics, Lake Oswego, OR, USA). The emission ratio

was calculated for each pixel as F480/F535. The pseudocolor

images display the ratio value coded in hue and the fluores-

cence of the preparation coded in intensity. The amplitudes of

responses were quantified for each neuron as the fractional

change in ratio from its own baseline and maximal final ratio

response (in the presence of forskolin and IBMX). Responses

obtained from CA1 neurons were averaged for each experiment

(i.e., brain slice). Data were analyzed with SPSS statistical soft-

ware version 22.0 (Chicago, IL, USA). Normality in variable dis-

tributions and homogeneity of variances across groups were

assessed with the Shapiro–Wilk and Levene tests, respectively.

Animals

The experiments were performed following the ARRIVE (Animals

in Research: Reporting In Vivo Experiments) guidelines (Kilkenny

et al. 2010). Fmr1-knockout (KO) and WT mice on a C57BL/6J con-

genic background were obtained from Prof. R. Willemsen

(Mientjes et al. 2006), while Fmr1-KO and WT rats on a Sprague-

Dawley background were purchased from Horizon Discovery (for-

merly SAGE Labs, USA). All animals were generated and housed

in groups of 4 in standard laboratory conditions (22 °C, 55 ± 10%

humidity, 12-h light/12-h dark diurnal cycles) with food and water

provided ad libitum.

Behavior

Experimental testing was performed between 12:00 and 16:30

each day during the 12-h light period. Only male mice and rats

were used. Animal care was conducted in accordance with the
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European Community Directive 2010/63/EU. The experiments

were approved by the local ethics committee (Comité d’Ethique

en Expérimentation Animale CIEPAL-AZUR N. 00 788.01;

APAFIS#4985-2 016 032 314 169 426 v4APAFIS#8100-2 016 112 217

148 206 v3), by the French Ministry of Research and by the

Italian Ministry of Health. The number of animals used in each

experiment is indicated in the figure legends.

Electrophysiology

Hippocampal slices were prepared from WT and Fmr1-KO mice

on a C57BL/6J genetic background at PND 13 as previously

described (Costa et al. 2012), following protocols approved by

local ethics committee (OPBA, University of Catania) and by the

Italian Ministry of Health (N. 35212016-PR). Data were acquired

and analyzed with the Signal software (Cambridge Electronic

Design, England). Excitatory Post Synaptic Current (EPSC)

amplitude was measured as the difference between peak and

baseline current. EPSC amplitude values were averaged over

1min and expressed as % of baseline (mean EPSC amplitude

calculated from EPSCs recorded during at least 15min before

[S]-3,5-Dihydroxyphenylglycine [DHPG] application). Different

sets of values were compared using the appropriate statistical

tests indicated in the corresponding figure legend. The amount

of long-term depression (LTD) induced by metabotropic group I

glutamate receptor (mGluR) was calculated 40min after LTD

induction by DHPG application and is expressed by indicating

EPSC amplitude as percentage of baseline (% EPSC).

Drug Treatment

BAY607550 (Cayman) was dissolved in 10% DMSO/8.75% Tween

80/8.75% polyethylene glycol/saline. For the behavioral experi-

ments, BAY607550 or Lu AF64280 (or their vehicles) were admin-

istered intraperitoneally (i.p.) 30min before testing. BAY607550

was administrated at the doses of 0.05mg/kg at infancy and

0.1mg/kg at adolescence, while Lu AF64280 was a administered

at 0.5mg/kg. Drug doses and pretreatment intervals were based

on literature (Boess et al. 2004; Masood et al. 2008, 2009; Ding

et al. 2014; Redrobe et al. 2014; Wang et al. 2017) and our pilot

data showing that, at the doses used in the present study, drugs

did not affect the behavior of WT animals. In one experiment,

chronic treatment was carried out by a daily i.p. injection of

0.05mg/kg BAY607550 to mice from PND 5–21 and mice were

tested for social interaction after a washout interval of 9 days.

One pup per litter from different litters per treatment group was

used in the behavioral experiments, to control for any potential

litter effect. Animals were randomly allocated to each treatment

group. Coding of the drug solutions ensured that both during

experimentation and behavior analysis, the experimenter was

unaware of the treatment of the animals. The number of ani-

mals per group is indicated in the figure legends.

The Isolation-Induced Ultrasonic Vocalizations Test

The test was performed as previously described (Servadio et al.

2016). Briefly, each pup (at PND 10 for mice and PNDs 5 and 9

for rats) was individually removed from the nest and placed

into a black Plexiglas arena, located inside a sound-attenuating

and temperature-controlled chamber. Pup ultrasonic vocaliza-

tions (USVs) were detected for 3min by an ultrasound micro-

phone (Avisoft Bioacoustics, Germany) sensitive to frequencies

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 ana-

lyzed using Avisoft Recorder software (Version 5.1).

Homing Behavior Test

At PND 14, the litter was separated from the dam and kept for

30min in a temperature-controlled holding cage. Then, each

mouse pup was placed into a Plexiglas box whose floor was

covered for 1/3 with bedding from the pup’s home cage and for

2/3 with clean bedding. The pup was located at the side of the

box covered by clean bedding, and its behavior was videore-

corded for 4min for subsequent analysis. The following para-

meters were scored using the Observer 3.0 software (Noldus

Information Technology): latency (s) to reach the home-cage

bedding area; total time (s) spent by the pup in the nest bedding

area.

Social Interaction Test

The test was performed as previously described (Terranova and

Laviola 2005; Jamain et al. 2008). The 28–30-day-old mice were

individually habituated to the experimental apparatus (a

Plexiglas cage measuring 30 × 30 × 30 cm3) for 5min the day

before testing. On the test day, the animals were isolated for

2 h before testing, to enhance their social motivation and thus

facilitate the expression of social interaction during testing.

The test consisted of placing 2 animals (same treatment and

weight) into the test cage for 10min.

The behavior of the animals was recorded using a video cam-

era with zoom lens, DVD recorder and LCD monitor. Behavior

was assessed per single animal and analyzed by a trained

observer who was unaware of genotype and treatment condi-

tions using the Observer XT software (Noldus, The Netherlands).

The following parameters were scored (Terranova and

Laviola 2005; Jamain et al. 2008):

a. Social activities:

1. Social sniffing: sniffing any part of the body of the part-

ner, including the anogenital area.

2. Following: moving in the direction of or pursuing the

partner, who moves away.

3. Mutual circle: partners are mutually sniffing each other’s

anogenital region, while describing tight circles with

their reciprocal following movements.

4. Pushing past: the focal animal passes between the wall

of the cage and the body of the partner by pushing its

own body through the narrow space available.

5. Crawling under/over: the focal animal crawls under-

neath or over the partner’s body, crossing it transversely

from one side to the other.

6. Social grooming: chewing and licking the fur of the

partner.

7. Social rest: the focal animal is being groomed by the

partner.

8. Pushing under: the focal animal pushes its own snout or

the whole anterior part of its body under the partner’s

body, and rests for at least 3 s.

9. Social inactivity: the focal animal is lying flat or standing

still (eyes closed or open) while maintaining close physi-

cal contact with the partner.

b. Nonsocial activities:

1. Running: the focal animal performs a sudden, rapid, vigor-

ous, and erratic darting, characterized by frequent and sharp

changes in direction and without any obvious target.

2. Inactive: Self-explanatory.

3. Exploring: Self-explanatory.
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4. Digging: the focal animal is digging in the sawdust,

pushing and kicking it around, using the snout and/or

both the forepaws and hindpaws.

The average frequency of total social activities, quantified as

number of events during the 10min testing session, was

graphed.

Statistical Analysis

Results are expressed as mean ± standard error of the mean

(SEM). All statistical analyses were based on biological replicates.

Appropriate statistical tests used for each experiment are

described in the corresponding figure legends. All statistical

analyses were carried out using the GraphPad Prism Version 6.0e.

Results

PDE2A Dysregulation is Involved in the

Physiopathology of FXS

Pde2a is expressed both in cortex and hippocampus (e.g., supra-

granular layer of neocortex, CA1 and CA3 regions of hippocam-

pus) (Stephenson et al. 2009, 2012), with a high and homogenous

expression in the mouse CA1. To assess whether the increased

abundance of the PDE2A protein in the absence of FMRP that we

described (Maurin et al. 2018) is associated with its elevated

activity in hippocampus, we measured cAMP levels in single

neurons of the CA1 area in Fmr1-KO and WT mouse brain slices.

For this purpose, we used the Epac-SH150
fluorescent biosensor

that detects an increase in cAMP levels by a decrease in FRET

between the donor and acceptor fluorophores (Polito et al. 2013).

These changes were monitored in real-time by ratiometric fluo-

rescence imaging. cAMP synthesis was first stimulated using for-

skolin, leading to a steady-state biosensor emission ratio. PDE2A

was then activated using the NO donor DEANO, which decreased

the biosensor ratio. PDE2A activity was then blocked by the addi-

tion of the potent and specific PDE2A inhibitor BAY607550 (Boess

et al. 2004), which increased the biosensor ratio, revealing the

effective contribution of PDE2A in cAMP degradation. A final

application of forskolin and the nonselective phosphodiesterase

inhibitor IBMX increased the biosensor ratio to its maximum. An

example of this analysis in WT neurons is reported in Figure 1A,

B. Then we performed these assays in hippocampal slices

obtained from PND 7–11 WT and Fmr1-KO mice. cAMP levels eli-

cited by forskolin and DEANO stimulation were significantly

lower in the absence of Fmr1 expression, consistent with an ele-

vated PDE2A activity in the Fmr1-KO hippocampus (Fig. 1C). We

confirmed these findings by a detailed analysis of cAMP

Figure 1. The increased activity of PDE2A results into decreased cAMP levels. (A) Hippocampal brain slices expressing the Epac-SH150 biosensor were imaged with

wide-field fluorescence microscopy (here exemplified with a measure in a WT brain slice). Images show the raw fluorescence intensity at 535 nm (in gray scale) and

the ratio (in pseudocolor), reporting changes in cAMP concentration before stimulation and at different times of the recording during the different treatments (a–e),

as indicated by the corresponding lines on the graph in panel “B”. The calibration square on the pseudocolor image indicates from left to right increasing fluorescence

intensity levels, and from bottom to top increasing ratio values. The width of the square is used as a scale bar. Its size is indicated above it in micrometers. (B) Each

trace on the graph indicates the F480/F535 emission ratio measured on the regions (neuron) delimited by the color contour drawn on the gray scale image (upper left

panel). The black trace corresponds to the mean of the 5 colored traces. (C) Quantification of cAMP in WT and Fmr1-KO hippocampal slices: the successive responses

to forskolin, DEANO and BAY607550 were quantified as a fraction of the maximal response measured in the presence of IBMX. (C) Average ratio response to forskolin

(10 μM), forskolin + DEANO (10 μM) and forskolin + DEANO + BAY607550 (0.2 μM) for WT and Fmr1-KO. Mean ± SEM is shown. In each experiment (i.e., brain slices

tested, one slice per animal) a variable number of neurons have been considered (between 1 and 6). Results from n = 12 WT and n = 16 Fmr1-KO experiments are

shown. Two-way ANOVA followed by Bonferroni multiple comparisons post hoc test revealed a significantly lower level of cAMP in Fmr1-KO slices for the FSK +

DEANO condition (Ftreatment(1,26) = 640, P < 0.001; Fgenotype(1,26) = 1.25, P = 0.278; Fgenotype x treatment(1,26) = 15.76, P = 0.001) followed by Bonferroni multiple comparisons

post hoc test (adjusted P value **P < 0.01). (D) Time course measurement of cAMP levels after DEANO application in the presence or in the absence of FMRP.
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degradation kinetics in the presence and in the absence of FMRP

upon PDE2A activation with DEANO: the decrease in biosensor

ratio upon PDE2A stimulation with DEANO was significantly fas-

ter in Fmr1-KO neurons than in WT (Fig. 1D).

In addition, using an ELISA immuno-assay, we showed that

cGMP levels are also significantly decreased in Fmr1-KO hippo-

campi (Supplementary Fig. S1). Collectively, these data indicate

that there is an elevated activity of PDE2A in hippocampal

Fmr1-KO neurons.

Blocking PDE2A Activity Suppresses the Exaggerated

LTD in Fmr1-KO hippocampus

A hallmark of FXS is the exaggerated LTD induced by mGluR acti-

vation in the hippocampal CA3-CA1 synapses (Huber et al. 2002).

To assess whether inhibition of PDE2A can prevent the exagger-

ated synaptic plasticity characterizing FXS hippocampi, we mea-

sured LTD expression in the presence and in the absence of

BAY607550. AMPA receptor-mediated excitatory postsynaptic cur-

rents (EPSCs) were recorded from CA1 pyramidal neurons under

whole-cell patch clamp following stimulation of Schaffer collat-

erals, in the continuous presence of D-AP5 (50 μM) and bicuculline

(5 μM). Bath application of DHPG (100 μM, 5min), an agonist of

group I mGluRs, induced a LTD of EPSC amplitude that in WT

was not modified in the presence of BAY607550 (50 nM; Fig. 2A,C).

The amount of mGluR-LTD is exaggerated in Fmr1-KO hippo-

campi (EPSC amplitude: 40 ± 9% vs. 78 ± 9% in Fmr1 KO vs. WT,

P < 0.05; Fig. 2B,C), as previously reported (Costa et al. 2012;

Castagnola et al. 2017). Intracellular BAY607550 (50 nM) in Fmr1-

KO mouse hippocampal neurons reverted the exaggerated

mGluR-LTD to a level that is not statistically different from WT

control recordings (EPSC % amplitude: 78 ± 9% vs. 86 ± 7% in WT

vs. Fmr1-KO treated with BAY607550; Fig. 2B,C). Remarkably,

BAY607550 treatment (50 nM) had no effect on mGluR-LTD in WT

slices (Fig. 2A–C). These results clearly show the implication of

PDE2A-mediated regulation of cAMP and cGMP in the exagger-

ated mGluR-dependent LTD in Fmr1-KO mice.

Inhibiting PDE2A Activity Restores Axonal Length and

Spine Maturation in Cultured Cortical Fmr1-KO Neurons

The presence of abnormal immature dendritic spines in the

brain of FXS patients and in primary neuronal cultures of

mouse Fmr1-KO models of FXS (Comery et al. 1997; Irwin et al.

2000; Nimchinsky et al. 2001; Antar et al. 2005, 2006) is another

hallmark associated with the functional absence of FMRP.

Importantly, both cAMP and cGMP have been reported to exert

an important role in axonal growth and dendritic spine matu-

ration (Shelly et al. 2010; Shen and Cowan 2010; Averaimo and

Nicol 2014; Akiyama et al. 2016). Therefore, to assess the

involvement of PDE2A in synaptic morphology, we first ana-

lyzed cAMP levels in cultured cortical neurons in the absence

or in the presence of PDE2A inhibitors (Supplementary Fig. S2).

We then assessed the impact of an inhibition of PDE2A activity

on the maturation of dendritic spines (Fig. 3) and on axonal

growth (Fig. 4) in Fmr1-KO cultured cortical neurons. To quan-

tify the activity of PDE2A in FXS neurons, we measured cAMP

levels in cultured Fmr1-KO upon forskolin stimulation associ-

ated with pan-PDE inhibition with IBMX (Supplementary

Fig. S2). This latter treatment led to a significant increase in

cAMP levels both in the presence and in the absence of FMRP

expression (Supplementary Fig. S2A), while treatment with

Rolipram (a specific inhibitor of PDE4) did not (Supplementary

Fig. S2B). Conversely, the specific blockade of PDE2A activity

by BAY607550 promoted a significant increase in cAMP levels

in Fmr1-KO neurons without affecting its abundance in WT

neurons (Supplementary Fig. S2C). This finding suggests a

PDE2A-dependent regulation of cAMP levels in Fmr1-KO

neurons.

Figure 2. Blockade of PDE2A rescues the exaggerated hippocampal mGluR-

dependent LTD in the Fmr1-KO brain. (A) DHPG (100 μM, 5min) induces a

mGluR-LTD of EPSCs recorded from CA1 pyramidal neurons obtained from WT

mouse slices (n = 6). BAY607550 (50 nM, added intracellularly in the recording

pipette) did not modify the amount of mGluR-LTD of EPSCs recorded from CA1

pyramidal neurons in WT slices (n = 6). (B) In mouse Fmr1-KO slices (n = 9),

mGluR-LTD was reversed in the presence of intracellular BAY607550 (50 nM). (C)

Bar graphs show % EPSC amplitude (mean ± SEM from groups of neurons)

40min after application of DHPG in control conditions or in the presence of

intracellular BAY607550 (50 nM). Bar graphs show the mean ± SEM values of

EPSC % after the indicated pharmacological treatments. Two-way ANOVA were

computed (Fgenotype(1,22) = 1.159, P = 0.2933; Ftreatment(1,22) = 3.919, P = 0.2933;

Fgenotype × treatment(1,22) = 10.24; P = 0.0041) with Bonferroni’s post-tests for multi-

ple comparisons of data sets, using genotype (Fmr1-KO or WT) and treatment

(BAY607550 or vehicle) as between-subjects factor (adjusted P value: *P = 0.0276;

**P = 0.0037).
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In cultured Fmr1-KO neurons (Fig. 3A), the specific inhibition

of PDE2A by BAY607550 strongly promoted spine maturation by

increasing the number of mushroom spines (Fig. 3B) and

reduced the number of immature filopodia (Fig. 3E) to normal

WT levels. BAY607550 also had a positive impact on the matu-

rity of Fmr1-KO neurons by increasing the head size of mush-

room spines (Fig. 3C) and concomitantly reducing the length of

thin immature spines to WT levels (Fig. 3F–G). Finally, the

BAY607550 treatment affected neither the length of mature

spines (Fig. 3D) nor the density of dendritic protrusions (Fig. 3H)

in Fmr1-KO neurons.

Abnormal axonal growth has been observed in the fly model

of FXS (Morales et al. 2002). Since both cAMP and cGMP fulfill

critical roles in axonal growth (Shelly et al. 2010; Shen and

Cowan 2010; Averaimo and Nicol 2014; Akiyama et al. 2016), we

assessed whether PDE2A activity regulates the length of axons.

Figure 3. Inhibition of PDE2A activity improves Fmr1-KO dendritic spine morphology in cultured cortical neurons. (A) Representative high-resolution confocal images

showing GFP-expressing WT and Fmr1-KO mouse secondary dendrites treated or not for 24 h with 0.2 μM BAY607550 to block PDE2A activity. Spine morphology was

assessed using NeuronStudio software 19 h post-transduction and compared with the measurement obtained from control DMSO-treated neurons. Scale bars: 2 μm.

All summary histograms present mean ± SEM values, statistical significance was assessed with 2-way ANOVA. The percentage of mature mushroom spines (Fgenotype

(1,110) = 10.98, P = 0.0012; Ftreatment(1,110) = 7.042, P = 0.0091; Fgenotype × treatment(1,110) = 8.984; P = 0.0034), (B) mushroom head width (Fgenotype(1,1678) = 18.15, P < 0.0001;

Ftreatment (1, 1678) = 22.06, P < 0.0001; Fgenotype × treatment(1,1678) = 28.41; P < 0.0001), (C) and mushroom spine length (Fgenotype(1,1599) = 7.217, P = 0.0073; Ftreatment(1,1599) =

3.665, P = 0.0558; Fgenotype × treatment(1, 1599) = 0.002329; P = 0.9615) (D) measured in secondary dendrites of control and BAY607550-treated neurons. The percentage of

immature thin spines (Fgenotype(1, 111) = 30.25, P < 0.0001; Ftreatment(1,111) = 12.09, P = 0.0007; Fgenotype × treatment(1,111) = 8.911; P = 0.0035) (E) and thin spine length (Fgenotype

(1, 878) = 23.16, P < 0.0001; Ftreatment(1,878) = 17.37, P < 0.0001; Fgenotype × treatment(1,878) = 0.6166; P = 0.4325) (F) is presented. The consequence of the BAY607550 treatment

on the distribution of the thin spine length is depicted as cumulative frequency curves in (G). (H) Histograms showing the mean ± SEM values of protrusion frequency

after the indicated pharmacological treatments. Two-way ANOVA were computed with Bonferroni post hoc test to assess the treatment effect in neurons from each

genotype. (Adjusted P value: **P < 0.01; ***P < 0.001. N = ~1000.) Protrusions per condition (3 independent mouse cortical neuron cultures; 24–30 neurons per condition).

ns, not significant.
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Using an immunocytochemistry-based approach, we measured

axon length of 2 days in vitro neurons and showed that Fmr1-

KO neurons had significantly shorter axons than WT cells

(Fig. 4A–C). The blockade of PDE2A for 24 h with BAY607550 was

sufficient to fully rescue the axonal growth defect of FXS neu-

rons (Fig. 4).

Critical Role of PDE2A Activity in Defining Social Deficits

Displayed by 2 Rodent Models of FXS

The Fmr1-KO mouse model of FXS recapitulates the main

behavioral traits initially described in FXS patients, such as cog-

nitive deficit and social interaction impairments (Mientjes et al.

2006; Maurin et al. 2014). Since we identified Pde2a mRNA as a

target of FMRP during the early postnatal life in the mouse

brain and since we showed that PDE2A expression was

increased in Fmr1-KO brains (Maurin et al. 2018), we investi-

gated whether an acute PDE2A blockade in vivo rescued the

altered phenotype of Fmr1-KO infant (PND 10-14) and adoles-

cent (PND 30) mice in FXS-relevant behaviors (Fig. 5). At

infancy, Fmr1-KO pups displayed early communicative deficits,

since they vocalized significantly less compared with WT pups

when separated from the dam and siblings at PND 10 (Fig. 5A,B).

Furthermore, Fmr1-KO animals showed early deficits in social

discrimination, since they were unable to use olfactory cues to

discriminate between a neutral odor and their own cage odor in

the homing behavior test (Fig. 5C,D). BAY607550 has been shown

to efficiently cross the blood-brain barrier when administered

i.p., promoting comparable PDE2A inhibition levels as the intra-

cranial injection route (Wang et al. 2017). Our results showed

that inhibition of PDE2A activity through i.p. administration of

BAY607550 normalized the altered USV profile displayed by PND

10 Fmr1-KO mice (Fig. 5B). Remarkably, we validated this result

by inhibiting PDE2A with Lu AF64280, another highly specific

PDE2A inhibitor (Redrobe et al. 2014). Similar to BAY607550, Lu

AF64280 was able to revert the altered USV frequency displayed

by Fmr1-null pups (Supplementary Fig. S3). This confirms that

PDE2A blockade is able to rescue the communicative deficit dis-

played by Fmr1-KO mice in the USV test. Furthermore, we found

that treatment with BAY607550 improved the performance of

Fmr1-KO pups in the homing behavior test (Fig. 5C–E) without

altering the performance of WT pups. Our results pointed out

that altered social behavior is a core phenotypic characteristic of

the FXS mouse model. Accordingly, compared with WT animals,

adolescent Fmr1-KO mice showed reduced social interaction, a

phenotype that was rescued by PDE2A inhibition (Fig. 5F).

PDE2A is a Therapeutic Target for FXS

The elevated activity of PDE2A may underlie the deficits in com-

municative and social domains displayed by Fmr1-KO mice

throughout development. To confirm this possibility, we chroni-

cally treated Fmr1-KO mice with BAY607550 from PND 5 to

PND21, and tested their social abilities after a washout interval

of 9 days. Strikingly, early treatment with BAY607550 reversed

the social deficits displayed by Fmr1-KO mice at PND 30, showing

that the beneficial effects of early PDE2A pharmacological block-

ade are long-lasting (Fig. 5G). Importantly, the administration of

BAY607550 had no effect on the behavior of WT mice (Fig. 5B,D–

G), further indicating the specificity of this treatment for the FXS

phenotype. Finally, chronically administered BAY607550 rescued

the abnormal dendritic spine length in the CA1 region of the hip-

pocampus of Fmr1-KO mice (Supplementary Fig. S4). To validate

PDE2A as a therapeutic target for FXS, we extended the behav-

ioral analysis to Fmr1-KO infant rats. Similar to Fmr1-KO mice,

Fmr1-KO rats vocalized less than WT controls when separated

from their mother and siblings at PND 5 and PND 9 (Fig. 6A,B).

Remarkably, acute administration of BAY607550 also normalized

their altered USV pattern (Fig. 6A,B) and the ability of these

infant rats to communicate, without affecting the behavior of

WT control animals (Fig. 6A,B).

Discussion

Role of PDE2A in Hippocampus and Cortex

Development

We have shown that an elevated amount of the PDE2A protein is

present in Fmr1-null cortex and hippocampus (Maurin et al.

2018). Due to the heterogeneous pattern of the expression level of

PDE2A in these brain regions (Stephenson et al. 2009, 2012), we

measured here the PDE2A activity at the single cell level demon-

strating that the activity of PDE2A is also significantly increased

Figure 4. PDE2A activity is associated to axon growth regulation. (A, B) Representative pictures of 2 days in vitro cultured WT (A) and Fmr1-KO (B) primary cortical neu-

rons treated with vehicle or 1 μM BAY607550 as indicated (scale bar: 10 μm). (C) Histogram of axon length of WT and Fmr1-KO neurons treated with vehicle or with

1 μM BAY607550 for 24 h. Results show the mean axon length ± SEM from 3 independent cultures on 73 randomly selected cells for each condition. Two-way ANOVA

with Tukey post hoc test: DMSO:KO versus DMSO:WT. *Adjusted P value = 0.0256; BAY:WT versus DMSO:WT. **Adjusted P value = 0.0081; BAY:KO versus DMSO:WT.

ns: Adjusted P value = 0.4114; BAY:WT versus DMSO:KO. ****Adjusted P value < 0.0001; BAY:KO versus DMSO:KO. ****Adjusted P value < 0.0001; BAY:KO versus BAY:

WT. ns: Adjusted P value = 0.3547; ns, not significant.
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in the absence of FMRP. Since an important fraction of PDE2A is

localized at the synapse (Russwurm et al. 2009; Maurin et al.

2018), we reasoned that its elevated activity in FXS neurons could

impact local cAMP and cGMP homeostasis. It has been reported

that the levels of both cAMP and cGMP have critical roles in axon

elongation and guidance (Shelly et al. 2010; Akiyama et al. 2016)

and in regulating the morphology and growth of dendritic spines

(Dityatev and El-Husseini 2011). Indeed, Fmr1-KO neurons show

an increased PDE2A activity as well as an increased density of

spines compared with WT neurons. Blocking the excess of PDE2A

activity in Fmr1-KO cells leads to spine maturation without

decreasing the protrusion density. In WT cells, there is no effect

of the BAY607550 on spine maturation but there is an increase in

the density of protrusion suggesting separated roles of PDE2A

activity in spine formation and maturation but not in spine elimi-

nation. This latter result is consistent with our recent findings

showing that the density of spines is restored in Fmr1-KO olfac-

tory neurons by depleting CYFIP1, a protein connecting FMRP

with actin remodeling via Rac1 (Abekhoukh et al. 2017). Moreover,

the reduced length of growing axons that we found in 2 DIV

Fmr1-KO neurons may result from the elevated levels of PDE2A

that lead, in turn, to a reduced concentration of axonal cAMP and

cGMP. Indeed, the normal length of growing axons is restored

after treatment with the specific PDE2A inhibitor BAY607550.

Furthermore, it is known that cGMP stimulates synthesis of gluta-

mate via phosphoglycerate kinase (PGK) (Neitz et al. 2011).

Consistent with a reduction of cGMP, glutamate levels are

reduced in the Fmr1-KO cortex (Davidovic et al. 2011) and hippo-

campus (Hebert et al. 2014). PDE2A is the only PDE identified so

far at the presynaptic active zone, associated with docked vesi-

cles and illustrating the importance of such a compartmentalized

action (Maurin et al. 2018). Indeed, cAMP abundance coupled to

PKA signaling is critical to modulate assembly/disassembly/prim-

ing/recycling of neurotransmitter vesicles and, consequently, for

synaptic transmission and plasticity events (Crawford and

Mennerick 2012) and basal synaptic transmission (Gomez and

Breitenbucher 2013). Here we show that the pharmacological

inhibition of PDE2A activity rescues the exaggerated mGluR-

dependent LTD in Fmr1-KO hippocampal slices, a well-

characterized hallmark of Fmr1-KO brain (Huber et al. 2002).

As we already explained, cGMP and cAMP are involved in

axonal growth, spine maturation and synaptic plasticity. Since

PDE2A modulates the level of both cAMP and cGMP, we can

suggest that its elevated activity in the absence of FMRP contri-

butes to the definition of a neuronal FXS phenotype character-

ized by altered dendritic morphology, altered axonal length and

exaggerated mGluR-LTD.

Figure 5. Inhibition of PDE2A activity rescues abnormal behaviors in infant and

adolescent Fmr1-null mice. (A) Scheme of the USV test performed at PND 10.

The 30min after treatment with BAY607550 or vehicle, pups were separated

from the dam and ultrasonic vocalizations (USV) were recorded for 3min. (B)

Fmr1-KO mice emit less USVs when removed from the nest at PND 10, and this

communicative deficit is reversed upon BAY607550 injection (Fgenotype(1,63) =

7.07, P = 0.01; Ftreatment(1,63) = 3.80, P = 0.05; Fgenotype×treatment(1,63) = 4.09; P = 0.04);

n: WT-VEH = 17; WT-BAY = 17; KO-VEH = 16; KO-BAY = 17); (C) presentation of

the homing test performed at PND 14; Fmr1-KO mice show (D) longer latency to

reach the home-cage bedding (Fgenotype(1,45) = 11.79, P = 0.001; Ftreatement(1,45) =

5.86, P = 0.02; Fgenotype×treatment(1,45) = 8.81; P = 0.005) and (E) spend less time in

the nest area (Fgenotype(1,45) = 5.51, P = 0.02; Ftreatment(1.45) = 5.37, P = 0.02;

Fgenotype×treatment(1,45) = 6.63; P = 0.013) in the homing behavior test at PND 14 (n:

WT-VEH = 14; WT-BAY = 16; KO-VEH = 9; KO-BAY = 10); both these parameters

are normalized when Fmr1-KO mice are treated with BAY 607 550. (F, G) Social

interaction was evaluated at PND 30, results are reported for acute (F) (n: WT-

Veh = 18; WT-Bay = 22; KO-Veh = 12; KO-Bay = 9) (Fgenotype(1,57) = 7.53, P = 0.008;

Ftreatment(1,57) = 0.05, P = 0.82; Fgenotype×treatment(1,57) = 5.43; P = 0.02), and chronic

treatment (G) (n: WT-Veh = 11; WT-Bay = 14; KO-Veh = 8; KO-Bay = 7) (Fgenotype

(1,36) = 28,71 P < 00001; F(treatment) 1,36 = 4.358 P = 0.0440; Fgenotype×treatment (1,36) =

9.539 P = 0.0039). Data represent mean ± SEM (adjusted P value: *P < 0.05, **P <

0.01, ***P < 0.001). Two-way ANOVA was used to assess the effects of BAY607550

in Fmr1-KO and WT mice, using genotype (Fmr1-KO or WT) and treatment

(BAY607550 or vehicle) as between-subjects factor, followed by Tukey multiple

comparison post hoc test where appropriate.

Figure 6. Inhibition of PDE2A activity rescues communication deficit in infant

Fmr1-KO rats. Fmr1-KO rats emit less USVs when removed from the nest at PND

5 and 9, and this communicative deficit is reversed upon BAY607550 injection

at (A) PND 5 (n: WT-Veh = 8; WT-Bay = 8; KO-Veh = 9; KO-Bay = 9) (Fgenotype(1,32)
= 5.67, P = 0.023; Ftreatment(1,32) = 6.76, P = 0.014; Fgenotype×treatment(1,32) = 7.12; P =

0.012) and (B) at PND 9 (n: WT-Veh = 8; WT-Bay = 8; KO-Veh = 10; KO-Bay = 10)

(Fgenotype(1,30) = 22.72, P < 0.001; Ftreatment(1,30) = 8.27, P = 0.007; Fgenotype×treatment

(1,30) = 4.28; P = 0.047). Data represent the mean number of emitted USV (±SEM)

per 3min-recording session. (Adjusted P value **P < 0.01, ***P < 0.001.) Two-way

ANOVA was used to assess the effects of BAY607550 in Fmr1-KO and WT rats,

using genotype (Fmr1-KO or WT) and treatment (BAY607550 or vehicle) as

between-subject factors, followed by Tukey multiple comparison post hoc test

where appropriate.
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PDE2A has a Crucial and Evolutionarily Conserved Role

in the Physiopathology of FXS

We show here that Fmr1-KO pups have profound deficits in

both social communication and social discrimination from the

first days of life, as revealed by their altered USV profile and

impaired homing behavior, respectively. This, in turn, may

alter the proper development of social behavior and social rec-

ognition (Terry and Johanson 1996; Melo et al. 2006). In line

with this hypothesis, Fmr1-KO mice show deficits in social

interaction at the adolescent age (Liu and Smith 2009;

Dahlhaus and El-Husseini 2010; Kazdoba et al. 2014) that mirror

the phenotype observed in FXS patients. Considering the impact

of the pharmacological inhibition of PDE2A on the in vitro and

ex vivo FXS phenotypes, we assessed whether the PDE2A inhibi-

tor BAY607550 could revert the altered phenotype displayed by

Fmr1-KO animals in social communication, social discrimina-

tion, and social interaction. Administration of BAY607550 nor-

malizes the USV profile displayed by Fmr1-KO mice and rats. In

addition, this treatment rescues the altered performance of

Fmr1-KO pups in the homing behavior test, and increases the

frequency of social interactions observed in Fmr1-KO mice to

similar levels as WT animals. While PDE2A was previously

linked to cognitive processes (Gomez and Breitenbucher 2013;

Redrobe et al. 2014; Lueptow et al. 2016), here, for the first time,

we associate its increased activity with altered social deficits. It

is interesting to notice that PDE2A is coexpressed with FMRP in a

specific class of neurons in the olfactory bulb (Korsak et al. 2017).

These neurons have been shown to play a role in thermosensing

and detecting stress in congeners as well as in pheromone sens-

ing behavior (Juilfs et al. 1997). This can lead to the speculation

that modulating PDE2A activity in these neurons may influence

the social behavior. In conclusion, PDE2A may be an attractive

target to simultaneously treat the social and communicative

dysfunctions characterizing FXS patients. Importantly, mice

chronically treated with BAY607550 during the early postnatal

development period clearly benefit of the positive effect of this

therapy when tested at adolescence. This result strongly sug-

gests that inhibition of PDE2A during infancy has long-term pos-

itive effects and provides a strong preclinical rationale for a new

therapeutic strategy for FXS patients. Remarkably, we used very

low doses of BAY607550 that do not affect the behavior of WT

animals. This is important not only because our approach tar-

gets a pediatric population but also because low doses should

reduce possible toxic side effects of the drug. Interestingly, sev-

eral trials have been performed in the past with various formu-

lations and dosages of PF-05 180 999 to treat migraine. We note

that the trial in which the highest dosage (360mg) was tested

was discontinued for safety issues, nevertheless former trials

using lower doses (30 or 120mg) were completed but results are

yet to be published (https://clinicaltrials.gov; #NCT01429740 and

#NCT01981499). These studies are however encouraging for

future therapeutic intervention for central nervous system (CNS)

disorders. Indeed, a phase 1 study has been conducted to inves-

tigate the pharmacological properties of TAK915 (another PDE2A

inhibitor from Takeda pharmaceuticals (Nakashima et al. 2018))

in order to guide dosage in future clinical studies in schizophre-

nia (https://clinicaltrials.gov/ct2/show/results/NCT02584569). We

would suggest that TAK915 may also be used to investigate

other CNS disorders in the future.

Our data clearly highlight that PDE2A abundance has a piv-

otal role in the physiopathology of FXS (Maurin et al. 2018).

While cGMP metabolism had never been studied in FXS, it has

already been proposed that the convergence of altered path-

ways in FXS neurons is responsible for an altered abundance of

cAMP in this syndrome. All these pathways are mostly postsyn-

aptic signaling cascades and their relevance for FXS up to date

was only studied in adult Fmr1-KO mice (Choi et al. 2016;

Sethna et al. 2017). Inhibition of Pde4D was recently shown to

have positive effects on LTD, learning and memory in adult

Fmr1-KO mice (Gurney et al. 2017). These results provide evi-

dence for the crucial role of cAMP abundance in synaptic plas-

ticity in Fmr1-KO mice. However, the PDE4 enzyme family

modulates cAMP but not cGMP levels and does not appear to be

directly involved in the pathophysiology of FXS since its

expression is not deregulated in the synaptosomal preparations

obtained from both young and adult Fmr1-KO mice (Tang et al.

2015). Furthermore, Pde4D mRNA is not a prominent FMRP tar-

get in all the CLIP assays that have been performed so far

(Darnell et al. 2011; Ascano et al. 2012; Tabet et al. 2016; Maurin

et al. 2018).

Also, up to now, most of the treatments proposed for FXS

have been tested in adult mice and, even when successful,

their translation to the clinic failed (Budimirovic et al. 2017;

Castagnola et al. 2017; Erickson et al. 2017). Considering these

unsuccessful results, an increasing amount of data suggests

the need to treat patients affected by neurodevelopmental dis-

orders at the earliest possible age (Khalfallah et al. 2017 for

review, and this study) and for a long period of time (Erickson

et al. 2017). Remarkably, BAY607550 treatment rescues the

communication deficits in both Fmr1-KO mice and rats. This

strongly argues in favor of a conserved contribution of PDE2A

activity in the regulation of processes and/or communication

circuits underpinning social behaviors. In the same direction,

our findings showing the rescue of social interaction after 9

days of washout suggest that the chronic treatment performed

in infancy of these mice was sufficient to modify circuits for an

extended time-period. Even if these processes should be inves-

tigated in depth in the near future, overall these findings fur-

ther reinforce the translation potential of this targeted

therapeutic approach for FXS.

Conclusions

PDE2A is an overlooked phosphodiesterase previously linked to

cognitive processes (Boess et al. 2004; Redrobe et al. 2014;

Mikami et al. 2017; Nakashima et al. 2018). Here, for the first

time, we establish a relationship between its altered expression

and defects in axonal growth, maturation of dendritic spines,

mGluR-dependent hippocampal LTD and altered social com-

munication, social discrimination and social interaction beha-

viors at early developmental ages in Fmr1-KO animals. FXS is

the leading inherited cause of ID and ASD and the Fmr1-KO

mouse and rat models are not only widely recognized animal

models of FXS but also genetic models of ASD. Since we high-

light here that PDE2A abundance has a pivotal role in the

pathophysiology of FXS, an implication of PDE2A in other forms

of autism can be hypothesized and therefore, targeting PDE2A

could be considered a generalized pharmacological target to

treat social deficits common to both ASD and FXS.

Supplementary Material

Supplementary material is available at Cerebral Cortex online.
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Fragile X-associated tremor ataxia syndrome (FXTAS) is a rare

disorder associated to the presence of the fragile X premuta-

tion, a 55–200 CGG repeat expansion in the 50 UTR of the

FMR1 gene. Two main neurological phenotypes have been

described in carriers of the CGG premutation: (1) neurodeve-

lopmental disorders characterized by anxiety, attention deficit

hyperactivity disorder (ADHD), social deficits, or autism spec-

trum disorder (ASD); and (2) after 50 years old, the FXTAS

phenotype. This neurodegenerative disorder is characterized

by ataxia and a form of parkinsonism. Themolecular pathology

of this disorder is characterized by the presence of elevated

levels of Fragile X Mental Retardation 1 (FMR1) mRNA, pres-

ence of a repeat-associated non-AUG (RAN) translated

peptide, and FMR1 mRNA-containing nuclear inclusions.

Whereas in the past FXTAS was mainly considered as a late-

onset disorder, some phenotypes of patients and altered

learning and memory behavior of a mouse model of FXTAS

suggested that this disorder involves neurodevelopment. To

better understand the physiopathological role of the increased

levels of Fmr1mRNA during neuronal differentiation, we used

a small interfering RNA (siRNA) approach to reduce the abun-

dance of this mRNA in cultured cortical neurons from the

FXTAS mouse model. Morphological alterations of neurons

were rescued by this approach. This cellular phenotype is asso-

ciated to differentially expressed proteins that we identified by

mass spectrometry analysis. Interestingly, phenotype rescue is

also associated to the rescue of the abundance of 29 proteins

that are involved in various pathways, which represent putative

targets for early therapeutic approaches.

INTRODUCTION
The Fragile X Mental Retardation 1 (FMR1) gene encodes the fragile

X mental retardation protein (FMRP), an RNA binding protein

whose functional absence causes fragile X syndrome (FXS), the

most common form of intellectual disability (ID) and autism spec-

trum disorder (ASD). The mutation in the FMR1 gene causing FXS

is the presence of a repeated sequence encompassing >200 CGG re-

peats in its 50 UTR. Hypermethylation of this sequence determines

gene promoter inactivation, causing the silencing of the FMR1

gene.1 Although 6–54 CGG repeats in the 50 UTR of FMR1 is a poly-

morphism in normal individuals, a repeat sequence of variable length

(55–200 CGG repeats) represents the premutation1 that can cause

fragile X tremor ataxia syndrome (FXTAS) in patients over 50 years

of age.2,3 This is an adult-onset progressive neurodegenerative disor-

der leading to a variable combination of ataxia, essential tremor, gait

imbalance, parkinsonism, peripheral neuropathy, anxiety, and cogni-

tive decline, occurring predominantly in older men carrying the

premutation. It is known that people carrying the premutation have

a reduced hippocampal volume that correlates with impaired perfor-

mance in standardized tests of memory.3 At the cellular level, this

disorder is characterized by the presence of eosinophilic, ubiquitin-

positive nuclear inclusions, which have been observed throughout

the brain, with a high percentage being located in the hippocampus

of patients, as well as in the animal model of the disease.3,4 Inclusions

are negative for tau isoforms, alpha-synuclein, or polyglutamine

peptides, reflecting a new class of inclusion disorder.3 At the molecu-

lar level, FXTAS is characterized by an elevated (2- to 8-fold) level of

FMR1 mRNA, whereas the level of FMRP is normal or slightly

reduced in patients, as well in the CGG-KI mouse model.2–4

The FMR1 mRNA is a component of nuclear inclusions3. The

product of repeat-associated non-ATG (RAN) translation of

the FMR1 mRNA was also reported to be involved in the generation

of inclusions when overexpressed.5,6 Although FXTAS is a late-onset

disorder, it is also characterized by a set of developmental hallmarks,

such as self-reported memory problems, autism-related traits, atten-

tion deficit hyperactivity disorder (ADHD), executive functioning,

and psychopathology.7 Knockin (KI) mouse models have been gener-

ated displaying both neurodegenerative and neurodevelopmental
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phenotypes. It was reported that neuronal abnormalities and behav-

ioral alterations in the animal model are present before the appear-

ance of neuronal inclusions. Indeed, cultured hippocampal neurons

obtained from a CGG-KI display shorter dendritic length and

reduced dendritic complexity.4,8–10 In CGG-KI mice, cortical migra-

tion is also affected. Indeed, at embryonic day (E) 17, a 2-fold higher

percentage of migrating neurons was detected to be oriented toward

the ventricle in wild-type (WT) compared with CGG-KImice.11All of

these abnormalities were observed in inclusion-free cells, because

CGG-KI mice display ubiquitin-positive intranuclear inclusions in

neurons and astrocytes of the hippocampus and cerebellar internal

cell layer starting at 12 weeks of age.4,8,9,11 Here we investigated the

impact of normalization of Fmr1 mRNA levels on the morphology

and proteomics of cortical cultured neurons obtained from a FXTAS

mouse model (CGG-KI)8,9 before the generation of nuclear inclu-

sions. By this analysis we have obtained a deeper insight into the phys-

iopathological role of Fmr1mRNA levels in FXTAS and identified pu-

tative targetable pathways for early treatments.

RESULTS
Hippocampal neurons were isolated from knockin-CGG (KI-CGG)

E15.5 mice harboring the CGG premutated allele. It has been shown

that these mice display abnormal cortical neuron migration patterns

in utero.10,11 Furthermore, abnormal dendritic architecture and

reduced cellular viability have been observed in hippocampal primary

neurons of KI-CGG mice, where increased expression of Fmr1 is

already present even if nuclear inclusions are not detected.10 Indeed,

nuclear inclusions appear first in the hippocampus of these mice at

the age of 3 months, whereas the same hallmark appears later in

the parietal neocortex.8,9 We decided to explore whether cultured

cortical neurons obtained from these mice have an abnormal

morphology of dendrites and axons during development before the

appearance of nuclear inclusions. We studied the dendritic arboriza-

tion of wild-type (WT) and KI-CGG cortical neurons by Sholl

analysis, as previously described,12 and observed that KI-CGG neu-

rons have a reduced arborization compared with controls (Figures

S1A and S1B). To assess whether Fmr1 mRNA levels impact the

morphology of these cultured neurons, we produced lentiviruses ex-

pressing two different shRNAs selectively reducing the expression of

Fmr1mRNA (sh-1a and sh-1b) and one shRNA control (sh-C),13 and

we used them to transduce cortical cultured neurons obtained from

WT and from KI-CGG mice. The infection was performed at 5

DIV (days in vitro), and RNA and proteins were prepared from these

cultures at 20 DIV. As expected,4,13 Fmr1mRNA levels were elevated

2-fold in cultured KI cortical neurons compared with WT. sh-1a

reduced Fmr1 transcript levels by 30%, whereas sh-1b reduced

them by 50%, (Figure 1A). FMRP levels are not changed in KI

cultured neurons compared with WT,10,13 and as previously shown

in patients.2,3 Similarly, the expression level of FMRP was not affected

by Fmr1 knockdown in KI neurons (Figure 1B), as we already

observed by transfecting fibroblasts obtained from FXTAS patients

with the same shRNAs.13 We then analyzed the arborization of WT

and KI cortical neurons transduced with Fmr1 shRNAs. We

confirmed that KI neurons transduced with the lentivirus expressing

the control shRNA (KI-C) are less arborized than WT

neurons transduced with the same lentivirus (Figures 1C and 1D).

However, KI neurons transduced with lentivirus expressing either

sh-1a or sh-1b displayed a normal dendritic arborization (Figures

1C and 1D).

In 2 DIV neurons we measured the axon length, and we found that

they are significantly shorter in Fmr1-KI neurons compared with

Figure 1. Role of Fmr1 mRNA Levels in Dendritic

Arborization

(A) RNA was prepared from cultured WT and knockin-

CGG (KI-CGG) neurons transduced with the control (C)

shRNA or two different shRNAs directed against Fmr1

mRNA (1a and 1b). The level of Fmr1 mRNA was

measured by qRT-PCR using specific primers. Ten

different experiments have been carried out for each

transduced lentivirus, and a reduction of Fmr1 levels

was observed by using both shRNAs. Results are pre-

sented as mean ± SEM; one-way ANOVA with Tukey’s

multiple comparisons test, **p < 0.01. (B) Representative

western blot analysis of cell cultures of cortical neurons

transduced with C, 1a, or1b shRNAs. FMRP (70 kDa)

and b-tubulin (50 kDa) were revealed with specific anti-

bodies. (C) Image of WT and KI-CGG cortical neurons

transduced with lentiviruses expressing C, 1a, or 1b

shRNAs. Scale bars: 20 mm. (D) Sholl analysis of WT and

KI cultured mouse cortical neurons transduced with C or

1a or 1b shRNAs. Reduced arborization of KI-CGG

neurons is rescued by Fmr1 knockdown. Two-

way ANOVA was used to compare KI-C and 1a treat-

ments: genotype F(2; 1,527) = 227.9, p < 0.0001;

treatment (34; 1,527) = 34.12, p < 0.0001; interaction F(68; 1,527) = 3.067, p < 0.0001; two-way ANOVA was used to compare KI-C and 1b treatments: genotype F(2;

1,318) = 293.6, ****p < 0.0001; treatment F(34; 1,318) = 36.21, ****p < 0.0001; interaction F(68; 1,318) = 3,803, p < 0.0001.
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WT (Figure S2). We confirmed that KI-C neurons have shorter axons

than WT-C, but the length of these axons was normalized in KI-1a

and KI-1b neurons (Figures 2A and 2B).

We then focused on dendritic spine abnormalities. The absence of

FMRP causes a peculiar morphology of dendritic spines that has

been described in FXS patients and in the mouse model, where

it is particularly evident in young animals.14,15 Conversely, the

study of dendritic spines in the brain of FXTAS patients was never

reported, and in Fmr1 KI mice it was studied only in hippocampi

and in the visual cortex from adult animals, displaying an

increased length of spines.4,16 Here we studied the morphology

of dendritic spines of 20 DIV cultured cortical neurons. KI-C

spines are longer, denser, and larger than controls. All of these

hallmarks are rescued in KI-1a and KI-1b neurons (Figures 3A–

3D), indicating that the elevated level of Fmr1 mRNA causes a

set of morphological alterations in KI-CGG neurons. However,

the percentage of the different types of spines (thin, stubby, and

mushroom) is not significantly different in the two genotypes (Fig-

ures 3E–3G).

To get deeper insight into the molecular pathology of FXTAS

cultured neurons, we performed a proteomic analysis of neurons

that have been transduced with control shRNA or with the

shRNAs targeting the Fmr1 mRNA. Protein extracts of three rep-

licates for each condition were analyzed by nano-liquid chroma-

tography-tandem mass spectrometry (nano-LC-MS/MS) after

tryptic digestion.17 A total of 487 proteins were identified (Table

S1), among which 251 have a ratio >2 (upregulation) or <0.5

(downregulation) for at least one of the three comparisons

(WT-C versus KI-C, WT-C versus KI-1a, and WT-C versus

KI-1b) with a p value <0.10. Interestingly, the abundance of 29

differentially expressed proteins is rescued after reduction of

Fmr1 mRNA by using both specific shRNAs (Table 1). Gene

Ontology analysis of these proteins reveals a significant enrichment

of proteins involved in different biochemical pathways, among

which are GTP binding and RNA binding proteins (Figure 4;

Table S2).

DISCUSSION
Two main neurological phenotypes have been described in carriers of

the CGG premutation: those exhibiting neurodevelopmental disor-

ders characterized by anxiety, ADHD, social deficits, or ASD, and

after 50 years old, FXTAS, a neurodegenerative disorder.3 For some

time, nuclear inclusions have been considered as the cause of

neurodegeneration, whereas more recent studies suggest that nuclear

inclusions may represent a mechanism used by neurons to protect

themselves from toxic events.4,18–20 So far, two other main

physiopathological elements are known to underpin the FXTAS

phenotype: the elevated abundance of FMR1 mRNA2 and the

presence of a RAN polypeptide.5,6 We considered that it is crucial

to unravel the role of each element in the molecular pathology of

FXTAS to understand the progression of the disorder and its role

in pathophysiology. Indeed, it is interesting to remind that neuronal

abnormal dendritic morphology (e.g., reduced length and number of

dendrites that display longer spines) has been observed in FXTAS

neurons at a time of development when nuclear inclusions are not

detectable.3,4,8–11 These findings suggest that some developmental

abnormalities may contribute to the late manifestation of neurode-

generative process and/or that the disease appears, with subtle

phenotypes, earlier than predicted up to date. So far, no specific

treatment is available for FXTAS patients. A therapy based on

allopregnanolone was shown to improve cognitive functioning in pa-

tients with FXTAS and to partially alleviate some aspects of neurode-

generation, but no data are known for neurodevelopmental hall-

marks,21 opening the possibility to search for new targetable

pathways in young patients. In this study, we used a murine model

of FXTAS to investigate the impact that the reduced level of Fmr1

mRNA, but not of its encoded protein, has on the morphological

and molecular phenotypes of FXTAS cultured neurons. Certainly,

by reducing Fmr1 mRNA levels, we are also supposed to reduce

RAN levels, which is possibly involved in the pathophysiology of

FXTAS.6 However, that peptide was never detected at endogenous

levels in neurons so far.3,22

First, we defined phenotypes that were never considered before

in cultured cortical neurons obtained from the FXTAS mouse

Figure 2. Fmr1 mRNA Levels Are Associated to Axon Growth

(A) Representative pictures of 2 days in vitro cultured WT-C, KI-C, KI-1a, and KI-1b primary cortical neurons. Scale bars: 10 mm. (B) Histogram of axon length of WT and KI

cultured neurons transfected with C, 1a, or 1b shRNAs. Results show mean axon length ± SEM of 150 randomly selected cells for each condition from three independent

cultures. One-way ANOVA with Tukey’s multiple comparisons test, *p < 0.05.

Molecular Therapy: Nucleic Acids

548 Molecular Therapy: Nucleic Acids Vol. 18 December 2019



model: axon length and dendrite morphology. All of these new phe-

notypes are detected in cells not yet displaying nuclear inclusions,

which are known to first appear in hippocampal neurons of 12-

week-old KI-CGG mice.9 Interestingly, these animals have mild

learning and memory deficits,4,9 and this behavioral phenotype is

consistent with the phenotype that we observed in cultured cortical

neurons. Importantly, we confirm that these phenotypes are associ-

ated with the levels of Fmr1 mRNA because they are rescued after

the expression of shRNAs specifically targeting this mRNA. We can

deduce that an elevated abundance of Fmr1 mRNA may interfere

with normal RNA metabolism. We can predict that the overexpres-

sion of Fmr1mRNAmay also likely interfere with the normal activity

of RNA binding proteins or microRNAs (miRNAs) in neuronal soma,

and at the synapse by competing for their binding at specific sites or at

miRNA response elements (MREs).13 All of these considerations sug-

gest that Fmr1mRNAmetabolism can be regulated by a large number

of RNA binding proteins and can be co-regulated with a plethora of

other RNAs. For this reason, as the second step of our study, we

performed a differential proteomic analysis of neurons expressing

control or Fmr1-specific shRNAs, and we observed that a set of

proteins, whose expression is deregulated in KI-CGG neurons, is

normalized after treatment. Consistently, several proteins rescued

by Fmr1-specific shRNAs are RNA binding proteins (e.g., Tia1,

Hnrnpll, and ROAA). In addition, some proteins whose levels were

rescued by the reduction of Fmr1 mRNA abundance are involved

in the regulation of actin cytoskeleton dynamics, which is known to

modulate the morphology of neurons and, in particular, of dendritic

spines. Defective synaptic actin regulation seems to be involved in

different neurodevelopmental and psychiatric disorders.23 Interest-

ingly, we have shown here that in KI-CGG neurons, dendritic spines

are more numerous, and they appear overall longer and with a larger

head, but the percentage of the various types of spines is unchanged.

These results are consistent with a previous study displaying longer,

but not immature, spines in the CGG-KI visual cortex.16 In addition,

our findings suggest that, at least at 20 DIV, the elevated levels of

Fmr1 mRNA do not interfere with the spine maturation process

but cause subtle abnormalities of their features, which may have an

impact on synaptic transmission. Other rescued proteins belong to

the Rab-GTPase family, a sub-class of the RAS superfamily, which

spatially and temporally orchestrates specific vesicular trafficking

that is critical for synaptic function in neurons in brain develop-

mental disorders,24 as well as in Parkinson’s disease.25 Along the

same direction, another interesting protein is CLIP2, a cytoplasmic

linker factor that is considered as a mediator between organelles

and the cytoskeleton.26Consistent with their role in neurons, mutants

of this class of proteins are associated with impaired cognitive

Figure 3. Reduction of Fmr1 mRNA Levels Normalizes Dendritic Spine Morphology in KI Cortical Neurons

(A) Representative high-resolution confocal images showing dendritic spine morphology were assessed using NeuronStudio software and compared with the measurement

obtained from control transduced neurons. Scale bars: 2 mm. All histograms present mean ± SEM values. Statistical significance was assessed by one-way ANOVA with

Tukey’s multiple comparisons test. (B–G) Histograms showing the mean ± SEM values of (B) protrusion frequency in the various cultures, *p < 0.05; (C) spine length, ***p <

0.001; (D) spine head size, ***p < 0.001; (E) percentage of thin spines; (F) percentage of stubby spines; and (G) percentage of mushroom spines.
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Table 1. Proteins Differentially Expressed in the Different Samples Studied

Name

UniProt Accession

Number WT-C KI-C

WT-C/

Ki-C

Log (Fold

Change) p Value KI-1a

WT-C/

Ki-1a

Log (Fold

Change) p Value KI-1b

WT-C/

KI-1b

Log (Fold

Change) p Value

spjO89023jTPP1_MOUSE O89023 0.00 0.93 0.00 NA 0.00001 0.00 NA NA 1.00000 0.00 NA NA 1.00000

spjP05132jKAPCA_MOUSE P05132 5.16 10.17 0.51 �0.29 0.00132 5.83 0.89 �0.05 0.81905 4.79 1.08 0.03 0.81905

spjP21126jUBL4A_MOUSE P21126 0.33 1.53 0.21 �0.67 0.04762 0.66 0.49 �0.31 0.51266 0.38 0.85 �0.07 0.51266

spjP21278jGNA11_MOUSE P21278 7.43 4.06 1.83 0.26 0.03470 6.49 1.14 0.06 0.69780 7.98 0.93 �0.03 0.69780

spjP24369jPPIB_MOUSE P24369 8.43 12.31 0.68 �0.16 0.03540 6.73 1.25 0.10 0.68137 9.91 0.85 �0.07 0.68137

spjP30677jGNA14_MOUSE P30677 2.57 0.93 2.77 0.44 0.04928 2.40 1.07 0.03 0.88974 3.24 0.79 �0.10 0.88974

spjP35283jRAB12_MOUSE P35283 5.82 3.08 1.89 0.28 0.00979 5.87 0.99 0.00 0.95886 5.51 1.06 0.02 0.95886

spjP52912jTIA1_MOUSE P52912 0.00 0.93 0.00 NA 0.00001 0.00 NA NA 1.00000 0.32 0.00 NA 1.00000

spjP56371jRAB4A_MOUSE P56371 5.81 3.08 1.89 0.28 0.00560 5.87 0.99 0.00 0.94159 5.19 1.12 0.05 0.94159

spjQ80TS3jAGRL3_MOUSE Q80TS3 0.97 2.16 0.45 �0.35 0.01678 0.37 2.64 0.42 0.17665 0.38 2.53 0.40 0.17665

spjQ8BGH2jSAM50_MOUSE Q8BGH2 2.28 0.29 7.74 0.89 0.01329 2.07 1.10 0.04 0.79778 2.13 1.07 0.03 0.79778

spjQ8BHC4jDCAKD_MOUSE Q8BHC4 0.00 0.93 0.00 NA 0.00001 0.31 0.00 NA 0.37390 0.00 NA NA 0.37390

spjQ8CHT0jAL4A1_MOUSE Q8CHT0 2.94 0.63 4.64 0.67 0.02926 2.43 1.21 0.08 0.54007 1.95 1.51 0.18 0.54007

spjQ91ZR1jRAB4B_MOUSE Q91ZR1 5.82 3.68 1.58 0.20 0.02923 5.51 1.05 0.02 0.71442 5.19 1.12 0.05 0.71442

spjQ921F4jHNRLL_MOUSE Q921F4 0.97 0.00 N NA 0.00000 0.98 0.99 0.00 0.98875 0.78 1.24 0.09 0.98875

spjQ922D8jC1TC_MOUSE Q922D8 1.28 2.78 0.46 �0.34 0.00809 0.92 1.40 0.15 0.72353 1.29 1.00 0.00 0.72353

spjQ99020jROAA_MOUSE Q99020 1.63 0.31 5.34 0.73 0.04589 1.69 0.97 �0.02 0.90543 2.19 0.74 �0.13 0.90543

spjQ99PU5jACBG1_MOUSE Q99PU5 2.92 1.55 1.88 0.27 0.01399 2.73 1.07 0.03 0.62466 2.61 1.12 0.05 0.62466

spjQ9CPY7jAMPL_MOUSE Q9CPY7 1.61 3.38 0.48 �0.32 0.00921 2.00 0.81 �0.09 0.53465 1.43 1.13 0.05 0.53465

spjQ9CW03jSMC3_MOUSE Q9CW03 0.33 1.53 0.21 �0.67 0.04762 0.71 0.46 �0.34 0.64890 0.38 0.85 �0.07 0.64890

spjQ9CYR6jAGM1_MOUSE Q9CYR6 0.33 1.86 0.18 �0.75 0.01091 0.00 N N 0.37390 0.32 1.04 0.02 0.37390

spjQ9DCN2jNB5R3_MOUSE Q9DCN2 4.53 6.79 0.67 �0.18 0.00385 4.79 0.95 �0.02 0.62926 4.48 1.01 0.00 0.62926

spjQ9WTX2jPRKRA_MOUSE Q9WTX2 0.33 1.53 0.21 �0.67 0.04762 0.00 N N 0.37390 0.00 N N 0.37390

spjQ9Z0H8jCLIP2_MOUSE Q9Z0H8 4.51 8.09 0.56 �0.25 0.04003 4.68 0.96 �0.02 0.88427 5.62 0.80 �0.10 0.88427

trjA0A087WPM2j

A0A087WPM2_MOUSE
A0A087WPM2 1.94 2.78 0.70 �0.16 0.00099 1.64 1.18 0.07 0.61624 1.12 1.73 0.24 0.61624

trjA0AUM9jA0AUM9_MOUSE A0AUM9 0.00 0.93 0.00 NA 0.00001 0.00 NA NA 1.00000 0.00 NA NA 1.00000

trjD3YZ68jD3YZ68_MOUSE D3YZ68 39.80 47.10 0.84 �0.07 0.03447 38.80 1.03 0.01 0.89853 36.50 1.09 0.04 0.89853

trjE9Q7C9jE9Q7C9_MOUSE E9Q7C9 7.46 9.91 0.75 �0.12 0.03009 5.75 1.30 0.11 0.10120 7.97 0.94 �0.03 0.10120

trjS4R232jS4R232_MOUSE S4R232 5.50 3.04 1.81 0.26 0.03279 5.50 1.00 0.00 0.99389 5.17 1.06 0.03 0.99389

NA, not applicable.
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functions.21,24,27 Importantly, we also found mitochondrial proteins

(e.g., pyrroline-5-carboxylate dehydrogenase [Aldh4a1/P5CDH]

and Samm50) that are deregulated in CGG-KI neurons, confirming

the importance of mitochondria in the pathophysiology of FXTAS,

as previously reported by independent studies.28,29 This result sug-

gests that an altered mitochondrial function is probably involved in

early phenotypes of this disorder. Remarkably, the levels of those pro-

teins were normalized by the reduction of Fmr1 mRNA abundance.

Thus, our data show molecular alterations that may contribute to

explain the neurodevelopmental phenotypes of the mouse model

and patients carrying the CGG premutation, thus providing an indi-

cation for future early therapies to treat CGG-premutation carriers.

For instance, Aldh4a1/P5CDH is a mitochondrial matrix NAD(+)-

dependent dehydrogenase that catalyzes the second step of the pro-

line degradation pathway, converting pyrroline-5-carboxylate to

glutamate. Altered function of this enzyme can result in a deregula-

tion of the glutamate signaling, which is at the basis of various forms

of brain disorders, as well as of Parkinson’s disease.30,31 Thus,

Aldh4a1/P5CDH could be a therapeutic target for FXTAS patients

during different periods of life and phases of the disorder associated

with the CGG premutation. Other targets may be small GTPases by

using, in this case, a strategy based on the modulation of their regu-

lators, as recently proposed.32,33 In conclusion, by our approach, we

defined altered pathways in FXTAS neurons that are due to the

increased levels of Fmr1mRNA and impact on neuronal morphology.

They represent the molecular pathology underpinning the late

FXTAS phenotype. In particular, differentially expressed proteins be-

tween WT and CGG-KI neurons are promising pharmacological

targetable molecules for early therapeutic intervention for FXTAS.

On the other side, future gene therapies could also target the

CGG-repeat by excising it, as already shown in an induced pluripo-

tent stem cell (iPSC) line.34

MATERIALS AND METHODS
Animals

The experiments were performed following the Animals in Research:

Reporting In Vivo Experiments (ARRIVE) guidelines.35 Fmr1

knockin (KI) and wild-type (WT)mice on a C57BL/6J congenic back-

ground were produced as described previously.36 All animals were

generated and housed in groups of four in standard laboratory condi-

tions (22�C, 55% ± 10% humidity, and 12-h light/12-h dark diurnal

cycles) with food and water provided ad libitum. Animal care was

Figure 4. Gene Ontology Classification of Rescued Proteins in KI-CGG Neurons

(A and B) The DAVID Gene Ontology Functional Annotation Clustering tool40was used to show functional classification of rescued proteins in Ki-CGG neurons involved in (A)

nucleotide-GTP binding and (B) RNA binding.
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conducted in accordance with the European Community Directive

2010/63/EU. All experiments were approved by the local ethics

committee (Comité d’Ethique en Expérimentation Animale

CIEPAL-AZUR N. 00788.01).

Lentivirus Generation

Lentivirus particles were produced as previously described.37

Axon Length Measurements

Dissociated neurons were transfected with lentivirus plasmids by

using Nucleofector as previously described.13 Neurons were cultured

for 48 h and then fixed. Axons were labeled with anti-Tuj1 antibody,

and the size of individual growing axons (distance from the soma to

the tip of the axon) was manually measured using the ImageJ

software.15

Neuronal Culture and Dendritic Spine Morphology Analysis

Primary neurons were prepared from E15.5 pregnant C57BL/6

Fmr1CGG/y and WT mice as previously described.12,15 Neurons

(5 days in vitro) were transduced with lentivirus as previously

described.12 Transduced neurons (20 days in vitro) were rinsed

twice in PBS at room temperature (RT) after 19 h of transduction

and then fixed with 4% paraformaldehyde and Triton-permeabi-

lized. Sequential confocal images (512 � 220 pixels; zoom 3.0;

average 4; speed 7) of GFP-expressing neurons were acquired

with a 63� oil-immersion lens (NA 1.4) on an inverted Zeiss

LSM780 confocal microscope. z series of seven to eight images of

randomly selected secondary dendrites were analyzed using the

NeuronStudio software, which allows for the automated detection

and quantification of dendrite parameters and morphological clas-

sification, as previously performed.15

Protein Extraction and Western Blot Analysis

Immunoblotting was performed as follows: cells or grinded tissues

were homogenized in lysis buffer, and debris was removed by

centrifugation (20,000 � g, 10 min, 4�C).38 Protein content in

the supernatant was measured using the Bradford assay (Bio-

Rad), and samples were separated on NuPAGE Bis-Tris 4%–12%

gels in MOPS buffer. Separated proteins were transferred to nitro-

cellulose membranes (Bio-Rad). Membranes were blocked with

PBS-Tween (0.05%) and milk (5%), and incubated with primary

antibodies overnight.

Antibodies

The monoclonal 1C3 anti-FMRP antibody39 was used at a 1:1,000

dilution, the anti-Tuj1 (BioLegend; TUJ1 1-15-56) antibody was

used following the manufacturer’s instructions, and the monoclonal

anti-b-tubulin antibody (Sigma) was used at a 1:10,000 dilution.

qRT-PCR

qPCR was performed on a LightCycler 480 (Roche) with MasterMix

SYBRGreen (Roche) as previously described.13 Primers used to

amplify Fmr1 mRNA were previously reported.37

Protein Identification and Analysis

Proteomic analysis was performed as previously described17 and

resulted in the identification of around 2,000 proteins for each condi-

tion. These proteins were then compared to highlight the proteins

identified under only one condition or under several conditions

(“on/off” effect) and to highlight proteins predominantly identified

in one condition relative to another (up if ratio >2, down if ratio

<0.5). In order to compile a short list of differentially regulated

proteins, a Student’s t test was performed after normalization of the

spectral count quantification data. This allowed us to obtain a p value

used to make this short list: from the global alignment table of the

2,888 different proteins, we focused on proteins with a p value

threshold less than 0.10.

Statistical Analysis

Results are expressed as mean ± SEM. All statistical analyses were

based on biological replicates. Appropriate statistical tests used for

each experiment are described in the corresponding figure legends.

All statistical analyses were carried out using GraphPad Prism version

6.0e.
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Abstract

Phosphodiesterases (PDEs) are enzymes involved in the homeostasis of both cAMP and cGMP. They are members of a
family of proteins that includes 11 subfamilies with different substrate specificities. Their main function is to catalyze the
hydrolysis of cAMP, cGMP, or both. cAMP and cGMP are two key second messengers that modulate a wide array of
intracellular processes and neurobehavioral functions, including memory and cognition. Even if these enzymes are present in
all tissues, we focused on those PDEs that are expressed in the brain. We took into consideration genetic variants in patients
affected by neurodevelopmental disorders, phenotypes of animal models, and pharmacological effects of PDE inhibitors, a
class of drugs in rapid evolution and increasing application to brain disorders. Collectively, these data indicate the potential
of PDE modulators to treat neurodevelopmental diseases characterized by learning and memory impairment, alteration of
behaviors associated with depression, and deficits in social interaction. Indeed, clinical trials are in progress to treat patients
with Alzheimer’s disease, schizophrenia, depression, and autism spectrum disorders. Among the most recent results, the
application of some PDE inhibitors (PDE2A, PDE3, PDE4/4D, and PDE10A) to treat neurodevelopmental diseases,
including autism spectrum disorders and intellectual disability, is a significant advance, since no specific therapies are
available for these disorders that have a large prevalence. In addition, to highlight the role of several PDEs in normal and
pathological neurodevelopment, we focused here on the deregulation of cAMP and/or cGMP in Down Syndrome, Fragile X
Syndrome, Rett Syndrome, and intellectual disability associated with the CC2D1A gene.

Introduction

The family of phosphodiesterases

Cyclic adenosine monophosphate (cAMP) and cyclic gua-
nosine monophosphate (cGMP) are second messengers that
regulate a variety of signaling pathways via direct interac-
tion with cAMP-dependent protein kinase A (PKA) and
cAMP-dependent protein kinase G (PKG), respectively [1].

Adenylate and guanylate cyclases (AC and GC) catalyze the
synthesis of cAMP and cGMP starting from ATP and GTP,
respectively. In the brain, activation of AC is mediated by
heterotrimeric G proteins upon activation of G protein-
coupled receptors (GPCRs) by extracellular stimuli (Fig. 1),
while soluble AC is directly activated by Ca2+ [2] (Fig. 1).
In the brain, soluble GC is mainly activated by nitric oxide
(NO) and transmembrane GC is activated by C-type
natriuretic peptide (CNP) [3] (Fig. 1). cAMP and cGMP
are hydrolized by phosphodiesterases (PDEs). The enzy-
matic activity of PDEs was used as one of the initial pro-
cesses providing evidence for the physiological importance
of cAMP. Today, we know that PDEs catalyze the hydro-
lysis of the 3′ phosphate bond of cAMP and cGMP to
generate 5′ AMP and 5′ GMP, respectively [1]. Mammalian
PDEs are classified in 11 subfamilies of proteins encoded
by 21 different genes, each one displaying multiple splice
variants. These spliced variants often have different sub-
cellular localization (Fig. 2) [1, 4]. PDEs are divided into
three groups based on their specificity to cyclic nucleotides:
specific to cAMP (PDE4, PDE7, and PDE8), specific to
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cGMP (PDE5, PDE6, and PDE9), and hydrolyzing both
cAMP and cGMP (PDE1, PDE2, PDE3, PDE10, and
PDE11). The PDEs in the last group have a higher affinity
for one of the two cyclic nucleotides [1, 4]. This specificity
is associated with a “glutamine switch”, a highly conserved
glutamine residue that regulates the binding of the cyclic
nucleotide purine ring in the binding domain [5]. The
structural features of these enzymes, their regulatory
domains, and catalytic regions are common among isoforms
and are highly conserved across species. In each subfamily,
the main variable regions between each member are the N-
and C-terminal domain-containing elements for subcellular
localization that is a critical element to define the specific
function of each PDE [4, 6]. In Fig. 2, the 11 subfamilies
are shown and for each one the functional domains are
presented. Moreover, the activity of some PDEs depends on
cGMP (PDE2, PDE3, PDE5, and PDE6), while cAMP
activates PDE10A [1] (Fig. 1). PDEs are expressed in the
cells of all tissues. The precise spatiotemporal expression of
PDEs is crucial for the accurate regulation of cAMP and
cGMP levels. Indeed, all PDEs appear to be expressed in

the brain according to http://mousebrain.org/celltypes/ and
each PDE displays a specific expression pattern, as illu-
strated in Supplementary Table I [7]. A study by Lakics
et al. compared the expression levels of PDEs in different
human brain regions [8]. In Supplementary Table II, we
summarize the results of this study indicating the 2–3 most
highly expressed PDEs in each of the analyzed brain
regions. The expression of PDEs during brain development
is poorly studied. In Supplementary Table III, we sum-
marized the studies on this subject reported on Mouse Brain
Atlas https://mouse.brain-map.org/static/atlas.

Role of PDEs in the brain

In the brain, both cAMP and cGMP are essential during
neurodevelopment as well as in maintaining synaptic
plasticity, and ultimately in learning and memory [9–11].
Indeed, it has been reported that the levels of both cAMP
and cGMP have critical roles in axon elongation and
guidance [12, 13] and in regulating the morphology and
growth of dendritic spines, where they have opposite

Raf

Fig. 1 Neuronal pathways involving PDEs. Schematic of the reg-
ulation of cAMP synthesis by Adenylate Cyclases (AC) or s(soluble)
AC and of cGMP synthesis by guanylate cyclases (GC) or s(soluble)
GC. Specific degradation of cAMP and cGMP is catalyzed by various
PDEs whose specificity is shown. Targets of cAMP and cGMP are
shown, as well as well-known neuronal pathways involved in neuro-
development. Red arrows indicate inhibition while green arrows
indicate activation. PKA cAMP-dependent Protein Kinase, Ca2+CaM
Ca2+/calmodulin-dependent protein kinase II, EPAC Exchange Protein

directly Activated by cAMP, Rap Ras-related protein, ERK Extra-
cellular signal-Regulated Kinase, Raf rapidly accelerated fibro-
sarcoma, DARP32 dopamine- and cAMP-regulated neuronal
phosphoprotein, PP1 protein phosphatase-1, MEK MitogEn-activated
protein kinase Kinase, PKG cGMP-dependent protein kinase, PrKG
protein kinase, cGMP-dependent, GSK3 glycogen synthase kinase 3,
iNOS inducible nitric oxide synthase; NO nitric oxide, CREB cAMP
response element-binding protein, CNP C-type natriuretic peptide.
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effect [12]. cAMP abundance coupled to PKA signaling is
critical to modulate assembly/disassembly/priming/recy-
cling of neurotransmitter vesicles and, consequently, for
synaptic transmission and plasticity events [14]. cGMP
signaling can be transmitted through cyclic nucleotide-
gated or hyperpolarization-activated cyclic nucleotide-
gated ion channels. Furthermore, pharmacological inhi-
bition of soluble GC or PKG slowed down the rate of
recycling as well as endocytosis of synaptic vesicles.
Indeed, the NO/cGMP/PKG pathway is known to mod-
ulate transmitter release and long-term changes of
synaptic activity in various brain regions [15]. Overall, the
balance between cAMP and cGMP levels is considered to
be essential for shaping neuronal circuits [16]. Both
cAMP- and cGMP-dependent signaling have been
involved in neuronal migration [17]. In particular, a recent
study suggested that primary cilium and centrosome

integrate the cAMP signaling to favor neuronal migration
[18]. Signal transduction starts when cAMP and cGMP
induce the activation of PKA and PKG, respectively.
Hence, PKA and PKG phosphorylate key proteins of a
large array of downstream pathways. As an example,
Fig. 1 illustrates the role of PKA and PKG in pathways
involved in learning and memory (e.g., cAMP response
element-binding protein (CREB) [19]) and in a large
number of neurodevelopmental and psychiatric disorders
(e.g., GSK3) [20]. Furthermore, cAMP activates the
exchange protein directly activated by cAMP (EPAC),
which regulates kinases (e.g., ERK and Raf) and Rap
GTP-binding protein, a small-GTPase similar to Ras.
These factors have key roles in modulation of molecular
signaling involved in various aspects of neuronal differ-
entiation, like the establishment of neuronal polarity or
axonal growth and cone movement [21–24] (Fig. 1).
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Fig. 2 Structure, localization and implication of PDEs in brain

disorders. Left panel. The structure of each PDE subfamily is indi-
cated by representing the various domains. Catalytic domain providing
the substrate specificity: CAT. Regulatory domains: GAF: the name is
related to the proteins it is found in: cGMP-specific phosphodies-
terases, adenylyl cyclases and the bacterial transcription factor FhlA.
Ca2+CaM Ca2+/calmodulin binding site; PAS Per-ARNT-Sim domain,
that is a structural motif. TD transmembrane domain. REC cheY-
homologous receiver domain. UCR upstream conserved region. ISD
isoform specific domain. Regions that are submitted to alternative
splicing have been indicated as VSD variant-specific domain. This
domain is called PAT7 in PDE9A variants [148] Pγ is part of the
PDE6 holoenzyme in rod. Isoforms originated by different genes exist
and are indicated for the following subfamily: PDE1 (A, B, and C),
PDE3 (A and B), PDE4 (A, B, C and D), PDE6 (A, B and C), PDE7

(A and B) and PDE8 (A and B). PDE2, PDE5, PDE9, PDE10 and
PDE11 subfamilies are represented by only one member, namely
PDE2A, PDE5A, PD9A, PDE10A and PDE11A. Splicing variants (in
blue) of the same protein are indicated when they determine a specific
subcellular localization. Middle panel. Localization of each isoform
and variant is indicated [4, 6, 148]. Cy Cytosol, Me membrane; Mi
mitochondria; Nu Nucleus. Right panel. Brain disorders involving the
various PDEs are indicated according to all the genetic and pharma-
cological information considered in the text. Neurodevelopmental
disorders are highlighted in red. AD Alzheimer disease; ASD autism
spectrum disorder; BP bipolar disorder; DS down syndrome; HD
Huntington disease; ID intellectual disability; FXS fragile X syn-
drome; MDD major depression disorder, RTT Rett syndrome, SCZ
schizophrenia.
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Genetic evidence of the implication of PDEs in

neurodevelopmental disorders

Recent large-scale genome-wide association studies
(GWAS) conducted by the Science Genetic Association
Consortium [25] linked genetic variation in some PDE
genes with multiple measures of human cognitive func-
tion. Single-nucleotide polymorphisms (SNPs) found in
PDE1C, PDE2A, PDE4B, and PDE4D reached genome-
wide significance with educational attainment and cogni-
tive performance [26]. Of note, in this study, the highest
statistical significance was reached by SNP rs72962169 in
the PDE2A gene for GWAS/Educational attainment as
measured by the highest level of education achieved
(Eduyears), conjoint analysis/Eduyears, and multi-trait
analysis/Eduyears [25]. Starting from this information, we
considered here the genetic evidence in patients and in
transgenic animals (See also Supplementary Table IV)
supporting the implication of PDEs in neurodevelop-
mental brain disorders.

Three PDE1 genes (PDE1A, PDE1B, and PDE1C) have
thus far been identified. Enzyme activity is increased by
Ca2+/calmodulin binding to the regulatory site located in
the N-terminal region of the enzyme [27]. An intronic SNP
in the PDE1C gene was found to be associated with autism
spectrum disorder (ASD; p value < 1.0E−04) in a GWAS
meta-analysis of 7387 ASD cases and 8567 controls [28].
Inherited missense variants in PDE1B gene have also been
identified in probands with ASD [29] and with schizo-
phrenia (SCZ) [30]. The knockdown of Pde1b in the hip-
pocampus enhances spatial and contextual memory [31].
Conversely, Pde1b-knockout (KO) mice display locomotor
hyperactivity, spatial learning deficits [32], and
antidepressant-like phenotypes [33]. These findings indicate
the need to tightly modulate Pde1b expression levels by
pharmacological approaches to observe an impact on socio-
cognitive behavior.

PDE2A is a dual-specific PDE that breaks down both
cAMP and cGMP and is activated by cGMP. A homo-
zygous splicing mutation in PDE2A was found in two
patients with atypical Rett syndrome (RTT), displaying
neurodevelopmental delay [34], while a homozygous loss-
of-function mutation in PDE2A was associated with early-
onset hereditary chorea-predominant movement disorder
and intellectual disability (ID) [35]. Patients with bipolar
disorder showed reduced PDE2A mRNA levels in the
hippocampus, caudal entorhinal cortex, and striatum, while
patients with SCZ, bipolar disorder, and major depressive
disorder (MDD) showed reduced PDE2A mRNA levels in
the amygdala. Furthermore, patients with schizophrenia
have reduced PDE2A mRNA levels in the frontal cortical
region [36]. Pde2a-KO mice have been generated but they
are lethal during embryogenesis due to cardiac failure [37].

To our knowledge, no studies have been performed on
heterozygous animals so far.

The PDE4 family comprises four genes, PDE4A–D, each
expressed as multiple variants. The selective modulation of
individual PDE4 subtypes revealed that individual subtypes
exert unique and non-redundant functions in the brain [38].
The role of PDE4 in learning and memory has been studied
extensively in the Drosophila fruit fly, where only one
homolog of the family known as dunce (dnc) is present, and
in mice. Mutational studies in flies have identified PDE4 as
a key modulator of a signaling pathway critical for asso-
ciative learning, courtship behavior, and neurodevelopment.
Deletion of the dnc gene in Drosophila disrupts learning
and memory by preventing the hydrolysis of cAMP, thereby
altering the normal spatial and temporal patterning of cAMP
signaling [39, 40].

PDE4B interacts directly with DISC1, which is a well-
known genetic risk factor for mental illness. Mutations in
the DISC1 and PDE4B genes reduce the association
between both proteins, reducing PDE4B activity, which has
been shown to be correlated with SCZ [41]. In particular, it
was reported that an SNP in PDE4B conferred a protective
effect against SCZ in women [42]. The implication of the
PDE4B gene in behavior and mood is also supported by the
association of PDE4B gene polymorphisms with protection
from panic disorder in Russians subjects [43]. Pde4b-KO
mice show a significant reduction in prepulse inhibition and
an exaggerated locomotor response to amphetamine corre-
lated with decreased striatal dopamine and serotonin activ-
ity [44]. Pde4b-KO mice display enhanced early long-term
potentiation following multiple induction protocols, and
they exhibit significant behavioral deficits in associative
learning using a conditioned fear paradigm [45]. In addi-
tion, they display decreased head-dips and time spent in
head-dipping in the hole-board test, reduced transitions and
time on the light side in the light–dark transition test, and
decreased initial exploration and rears in the open-field test
were observed [46]. Overall, these studies suggest that
PDE4B is involved in signaling pathways that contribute to
anxiogenic-like effects on behavior [46]. PDE4D mutations
have been reported as causative for acrodysostosis type 2
with or without hormone resistance (ACRDYS2), a disorder
characterized by severe ID [47, 48], leading to the conclu-
sion that altered PDE4D levels may affect brain function-
ing. Pde4d-KO mice exhibit decreased immobility in tail
suspension and forced swim tests [49], suggesting that
PDE4D may play a role in the pathophysiology and phar-
macotherapy of depression.

PDE10A is a dual-specific PDE that breaks down both
cAMP and cGMP. Pde10-KO mice display a modest
impairment of latent inhibition, a decrease in exploratory
locomotor activity, and a delay in the acquisition of con-
ditioned avoidance responses. Furthermore, a decrease in
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spontaneous firing in striatal medium spiny neurons and a
significant change in striatal dopamine turnover, which is
accompanied by an enhanced locomotor response to
amphetamines, was observed in these mice [50]. All these
data support the strong implication of PDE10A in striatal
function, and thus its possible involvement in the patho-
physiology of disorders such as Huntington (HD) and
Parkinson disease (PD) and SCZ [51–53] (see below).

PDE11A is also a dual-specific PDE that breaks down
both cAMP and cGMP. PDE11A4, one of the four PDE11A
splice variants, is involved in the hippocampal formation in
humans and rodents, and is highly enriched in the rodent
ventral hippocampal formation compared to the dorsal
hippocampal formation [54]. Pde11A-KO mice show
enlarged lateral ventricles and increased activity in CA1,
altered formation of social memories and abnormal stabili-
zation of mood [54, 55]. This latter conclusion is also
supported by other authors associating PDE11A with both
MDD and response to antidepressant drugs [56]. Indeed, 16
SNPs in PDE11A were studied in patients affected by MDD
and sharing 18 common haplotypes. Six haplotypes showed
significantly different frequencies between the MDD group
and the control group. Furthermore, in patients treated with
two different antidepressant drugs—increasing the cGMP/
cAMP ratio [57, 58]—the frequency of one haplotype was
significantly lower in the remitter group than in the non-
remitter group [56].

Pharmacological modulation of PDEs

Similar to the generation of animal models, the identifica-
tion of specific and powerful inhibitors of PDEs allowed
studying the functional role of these enzymes, paving the
way for their use in the clinic.

A well-known inhibitor of PDE1B is DSR-141562,
which inhibits locomotor hyperactivity and reverses social
interaction and novel object recognition in normal mice and
rats. This molecule was also shown to improve cognition in
the marmoset, a non-human primate [59] by acting through
CREB and DARPP32 [32, 59] (Fig. 1). DSR-141562 has
been proposed as a therapeutic candidate for positive,
negative, and cognitive symptoms in schizophrenia [59].

Many specific PDE2A inhibitors have been generated
and characterized. Hcyb1 produces neuroprotective and
antidepressant‐like effects in mice [60]. TAK-915 shows
efficacy in ameliorating cognitive and social impairment in
induced rat models of SCZ [61] and it improves cognitive
impairment associated with aging in mice [62]. To date, one
phase I clinical trial has been reported for this compound
(Supplementary Table V). A clinical trial has been carried
out using a specific PDE2A inhibitor by Pfizer to treat
migraine, but the results have not been communicated to the
scientific community (Supplementary Table V). This study

suggests a possible role of PDE2A in pain control. This
hypothesis is supported by a study reporting that Bay
60–7550, another well-known inhibitor of PDE2A, alle-
viates radicular inflammation and mechanical allodynia in a
rat model of non-compressive lumbar disc herniation [63].
Bay 60–7550 is likely the most studied PDE2A inhibitor,
probably due to its commercial availability. It has been
reported to have anxiolytic properties and to ameliorate
learning, memory, and synaptic plasticity in normal animals
[64–66] and in neurodegeneration models [67, 68]. This
drug could also be used for treatment of alcoholism since it
was reported to decrease ethanol intake and preference in
mice [69]. Despite all these results, no clinical trials testing
Bay 60–7550 have been reported, suggesting possible
toxicity of this compound. Controversial results concerning
the poor ability to cross the blood-brain barrier after oral
administration to adult rats [64, 70] and the efficacy of this
drug in treating brain disorders when used by intraperitoneal
injection in adult and infant mice and rats, might suggest
that the bioavailability of Bay 60–7550 in the brain is
dependent on the route of administration and/or by the age
of the treated subject [65, 71, 72]. PDE2A has been also
involved in the pathophysiology of FXS (see below).

Cilostazol is the most studied PDE3-specific inhibitor
already used in clinics for the treatment of symptoms of
intermittent claudication due to its vasodilator and anti-
platelet actions [73]. A clinical trial in patients with mild
cognitive impairment is in progress using this compound
(Supplementary Table V). This new potential use of cilos-
tazol is based on retrospective study showing that patients
using this drug daily as an antiplatelet drug have a
decreased risk of developing dementia [74] and reduces the
decline in cognitive function in patients with stable AD
[75]. In the hippocampus, Cilostazol increases the levels of
c-fos and of insulin-like growth factor 1 (IGF-1) [76] and
activates CREB in PC12 cells [77].

Several clinical trials have been carried out using roflu-
milast, a highly specific PDE4 inhibitor. Double-blind stu-
dies have shown that acute treatment with roflumilast
improves verbal memory performance in elderly and heal-
thy participants [78] and in patients with SCZ [79]. FCPR16
also shows antidepressant-like effects in mice exposed to
chronic unpredictable mild stress [80]. Rolipram is another
well-known PDE4 inhibitor, whose utilization results into
the increased phosphorylation of CREB [81]. Consistently,
a single injection of rolipram improves spatial memory
deficits in aged mice [82] and memory consolidation of
conditioned fear [81]. Furthermore, in the model of
Amyloidβ-induced memory impairment, mimicking AD,
both treatments with rolipram or BPN14770 improve
memory performances [83–85]. Rolipram abolishes long-
term memory defects in a mouse model of Rubinstein-Taybi
syndrome, caused by the presence of a truncated form of
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CREB [86] and has antipsychotic properties [87]. This drug
was used to improve the phenotype of both fly and mouse
models of FXS [88].

PDE5 inhibitors are essential for the vascular effects and
treatment of erectile dysfunction. However, PDE5A inhi-
bitors have been implicated in memory function in various
studies. In rats, sildenafil, an inhibitor of PDE5, promotes
neurogenesis, reduces neurological deficits, and promotes
functional recovery after stroke and focal cerebral ischemia
[89]. In addition, this drug improves cognition and spatial
learning [90, 91]. Sildenafil has been shown to produce
long-lasting amelioration of synaptic function, CREB
phosphorylation and to increase Brain-Derived Neutrophic
Factor (BDNF) levels [92]. In humans, sildenafil affects
selective auditory attention and verbal recognition memory
[93]. In particular in AD patients, a single dose of this drug
increased cerebral blood flow and the cerebral metabolic
rate of oxygen [92].

WYQ-C36D, a high-affinity PDE9A inhibitor, produces
antidepressant-like, anxiolytic-like, and memory-enhancing
effects in stressed mice [94]. Inhibition of PDE9A in rats
with PF-4447943 and PF-4449613 demonstrated the
implication of this PDE in tasks depending on hippocampal
cholinergic function and sensory gating. These results
suggested the utilization of PDE9A inhibitors to treat AD,
SCZ, or HD [95]. However, two double-blind randomized
controlled phase II studies using two different inhibitors of
PDE9A, namely BI 409306 or PF-04447943, failed to
prove efficacy in improving cognition in patients with AD
[96, 97]. Another clinical trial testing the effect of BI
409306 on SCZ patients is currently ongoing (Supplemen-
tary Table V). Recently, the treatment of a HD rat model
with PF-4447943 suggested that this drug facilitates striatal
cGMP signaling and glutamatergic cortico-striatal trans-
mission. This could help to alleviate motor and
cognitive symptoms associated with HD by restoring striatal
function [98].

Data obtained by studying a mouse model supported the
pivotal role of PDE10A in striatal signaling and striatum-
mediated salience attribution, a process that is severely
disrupted in patients affected by schizophrenia [99]. Indeed,
TAK-063 (Balipodect) and T-251 dose-dependently sup-
press hyperactivity and improve cognitive deficits, respec-
tively, in MK-801 mice, a model for acute psychosis
[99, 100]. A phase II randomized and placebo-controlled
clinical trial showed a potential beneficial effect of TAK-
063 in subjects with acute exacerbation of SCZ [101]. Two
clinical trials are currently testing another PDE10A inhi-
bitor, Lu AF11167, for the treatment of negative symptoms
in patients with SCZ (Supplementary Table V). These latter
results are consistent with the observation that Pde10a

mRNA is a target of miR-137, whose absence is associated
with SCZ. Partial loss of miR-137 in heterozygous

conditional KO mice results in increased PDE10A levels
and in deregulated synaptic plasticity, repetitive behavior,
and impaired learning and social behavior. Both treatment
with papaverine, a PDE10A inhibitor, and knockdown of
Pde10a ameliorate the deficits observed in the miR-137
mouse model [102]. PDE10 inhibition increases the
expression of BDNF and the phosphorylation of both
CREB and the alpha-amino-3-hydroxy-5-methyl-4-iso-
xazole propionate (AMPA) receptor GLUA1 in a mouse
model of HD [103]. Of note, the implication of this receptor
in neurodevelopmental disorders is well known [104].
Indeed, recently, papaverin has been reported to attenuate
neurobehavioral abnormalities in a rat model of ASD [105]
and to ameliorate hyperactivity, inattention and anxiety in a
model of attention deficit hyperactivity disorder (ADHD)
[106].

Altered activity of PDEs in neurodevelopmental disorders—

preclinical conclusion and translational elements

Down syndrome (DS) is the most frequent form of ID
(1:600 newborns) and is caused by an extra copy of chro-
mosome 21. A specific region on this chromosome, namely
the DS critical region, is necessary and sufficient to produce
the main phenotype of DS: cognitive congenital mal-
formations (particularly cardiovascular) and dysmorphic
features. Immune disturbances in DS account for auto-
immune alopecia, autoimmune thyroiditis and leukemia,
respiratory tract infections, and pulmonary hypertension
[107]. Several genes in triple dosage have been reported to
contribute to ID in patients with DS. The most studied is the
dual-specificity tyrosine phosphorylation-regulated kinase

1A (DYRK1A) gene encoding a kinase involved in the for-
mation and maturation of dendritic spines from dendrites
[108]. Mutations in DYRK1A have been found in patients
affected by ASD [109]. DYRK1A has CREB among its
targets [110], whose activity is regulated by both cAMP and
cGMP (Fig. 1), thus suggesting a clear interference of
deregulated expression of DYRK1A in cAMP and/or cGMP
pathway in DS. Another factor with elevated expression
levels in DS is the amyloid precursor protein. This
deregulated expression is likely the cause of β-amyloid (Aβ)
plaques that are present in young patients with DS and
represent one of the neuropathology hallmarks shared
between DS and AD [111]. As reported in Supplementary
Table V, several clinical trials to treat AD with PDE inhi-
bitors are currently ongoing. Hence, this information,
together with reduced levels of cAMP reported in one of the
most-widely used models of DS, the Ts65Dn mouse [112],
pushed some authors to study the implication of PDE
activity in the pathophysiology of DS. In a recent study, the
administration of cilostazol (PDE3 inhibitor) to Ts65Dn
mice from fetal to adult age ameliorated cognition and
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sensorimotor function in females. The same treatment in
males improved their hyperactive locomotion and spatial
memory [113]. Overall, these results seem to be consistent
with the previous observation that cilostazol promotes the
clearance of Aβ plaques and rescues cognitive deficits in a
mouse model [113] of AD and reduces the cognitive decline
in patients affected by AD [75].

FXS is caused by the silencing of the fragile X mental

retardation gene (FMR1). FXS is the most common form of
inherited ID (1:4000 males and 1:7000 females). Patients
might also display hyperactivity, attention deficit, ASD,
language problems, and seizures [114]. Deregulation of
cAMP was one of the first molecular hallmarks defined in
FXS patients [115]. FMR1 encodes the fragile X mental
retardation protein (FMRP), an RNA-binding protein that is
highly expressed in all brain regions in both neurons and
glial cells and mainly involved in translational regulation,
being both a repressor and an enhancer of translation [116].
Among the mRNA targets of FMRP, three PDEs, PDE1A,
PDE2A, and PDE10A, have been identified [116]. The
expression of PDE2A in the cortex and hippocampus is
negatively modulated by FMRP both on a translational level
and by affecting dendritic transport of encoding mRNAs
[116]. Consistently, PDE2A expression levels are elevated
in Fmr1-KO brains, resulting in reduced levels of both
cAMP and cGMP. Treatment of Fmr1-KO mice with Bay
60–7550 normalizes the social and cognitive deficits of
infant and adolescent Fmr1-KO mice, increased the
maturity of axons and dendritic spines of Fmr1-KO neurons
and normalizes the exaggerated hippocampal m-GluR5
long-term depression of Fmr1-KO CA1 [72]. Inhibition of
PDE2A activity by Bay 60–7550 rescues the release of
synaptic vesicles, which is reduced in the absence of FMRP
[117]. Consistently, PDE2A is the only PDE associated
with docked vesicles [118]. Collectively these findings
suggest the implication of PDE2A in the release of neuro-
transmitters. Another target of FMRP is the mRNA
encoding Pde10a, whose expression is likely increased in
the Fmr1-KO mouse brain [116]. Balipodect, an inhibitor of
PDE10A, has been accepted by the European Medicine
Agency as a potential treatment for FXS (EMADOC-
628903358-742). The specific inhibition of PDE4D by
BNP14770, a drug developed by Tetra Therapeutics, was
shown to be potentially useful for the treatment of FXS.
While rolipram—already used to treat FXS animal models
[88] inhibits all subtypes of PDE4, BPN14770 is selective
for PDE4D. BNP14770 inhibits the enzyme by closing one
of the two upstream conserved regions at the regulatory
domains across the active site, which limits cAMP access.
Daily treatment of Fmr1-KO mice for 14 days with
BNP14770 improves social interaction and natural beha-
viors (such as nesting and marble burying), and rescues the
altered dendritic spine morphology of Fmr1-null neurons

[119]. The details of two clinical trials for this molecule are
shown in Supplementary Table V. Positive results obtained
in the phase II clinical trial with BNP14770 and enrolling
30 FXS adult male subjects (age 18–41 years) were recently
announced: https://www.fraxa.org/positive-results-reported-
in-phase-ii-fragile-x-clinical-trial-of-pde4d-inhibitor-from-
tetra-therapeutics/. It was reported that BPN14770 antag-
onizes the amnesic effects of scopolamine, increases cAMP
signaling in the brain, and increases BDNF and markers of
neuronal plasticity associated with memory [85]. This might
suggest that this drug will be beneficial to other forms of ID
and ASD.

ID associated with the coiled-coil and C2 domain-

containing 1A (CC2D1A) gene. Functional loss of CC2D1A
causes a rare form of autosomal recessive ID, sometimes
associated with ASD and seizures [120]. While in Droso-

phila, the loss of the ortholog of CC2D1A, lgd, is embry-
onically lethal [121], Cc2d1a conditional KO mice display
deficits in neuronal plasticity and in spatial learning and
memory, which are accompanied by reduced sociability,
hyperactivity, anxiety, and excessive grooming [122]. The
CC2D1A gene encodes a transcriptional repressor with
essential functions in controlling synapse maturation. This
protein regulates the expression of the 5-hydroxytryptamine
(serotonin) receptor 1A gene in neuronal cells (HTR1A),
likely playing a role in the altered regulation of HTR1A,
that is known to be associated with SCZ, anxiety, and MDD
[123]. CC2D1A is also localized in cytoplasm where it acts
as a scaffold protein in the PI3K/PDK1/AKT pathway
[124]. CC2D1A is an interactor of PDE4D regulating its
activity and thereby fine-tuning cAMP-dependent down-
stream signaling [125]. Indeed, it regulates CREB activation
in hippocampal neurons by increasing PDE4D activity only
in male Cc2d1a-deficient mice. Consistently, the male
mouse model for CC2D1A-associated disorder shows a
deficit in spatial memory that can be restored by inhibiting
PDE4D activity. Cc2d1a-deficient female mice do not dis-
play this phenotype and pharmacological treatment has no
effect on their behavior [125].

RTT is a neurodevelopmental disorder that mostly affects
girls (1:10000 newborns). In classical RTT, girls display an
apparently normal development for 6–18 months before
developing severe phenotypes characterized by language
problems, deficits in learning and coordination, stereo-
typies, sleep disturbances, seizures, and breathing defi-
ciencies. Overall, RTT is considered to have a characteristic
clinical course of four stages: (I) early-onset stagnation, (II)
developmental regression, (III) pseudostationary period,
and (IV) late motor deterioration. RTT is caused by muta-
tions in Methyl CpG binding Protein 2 (MECP2), an X-
linked gene encoding a transcription factor that binds
methylated DNA and acts both as a repressor and enhancer
of transcription [126]. The protein modulates a network of
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pathways, including the BDNF, PI3K, and ERK pathways
[127]. Dysfunction of MECP2 affects morphology and
density of dendritic spines, synaptic plasticity, and neuronal
migration [126]. Furthermore, reduced cAMP levels were
found in neurons of organotypic slices obtained from the
brain of a mouse model of RTT due to increased activity of
PDE4. Indeed, treatment with rolipram allowed normal-
ization of the growth of neuronal processes and the cAMP
transients evoked by electrical stimulation in preBötC
neurons [128]. Consistently, reduced levels of CREB and
phospho-CREB have been reported in neurons differ-
entiated from human embryonic stem cells and from
induced pluripotent stem cells lacking functional MECP2
and displaying an altered arborization. Rolipram rescued
these cellular phenotypes as well as several behavioral
phenotypes in female RTT mice [129].

Discussion

The results obtained thus far indicate that modulation of
PDE activity can be effective for disorders characterized by
depressive behavior or memory deficits (Fig. 2) [130, 131].
Clinical trials have mostly addressed the treatment of AD
[132] and schizophrenia [133], while two trials are in pro-
gress for a form of ASD and only one for depression
(Supplementary Table V). We believe that understanding
the role of PDE treatment in neurodevelopmental disorders,
such as ID, ASD, or both is a very important result obtained
from recent studies. Indeed, the pharmacological inhibition
of two PDEs (PDE2A and PDE4D) has been associated
with multiple autism-like behaviors and cognitive deficit at
different ages in mouse models [116, 119, 125]. The inhi-
bition of PDE10A has been proposed for FXS (even if no
data have been published yet), ASD [105], and ADHD
[106]. The inhibition of PDE3 has been used in DS and is
potentially useful for ASD [113]. Indeed, this drug protects
against cognitive impairment and white matter disintegra-
tion in a mouse model of chronic cerebral hypoperfusion
[73], a phenotype characterizing some ASD patients [134].
It is also interesting to consider that low cAMP con-
centrations favor inflammation due to the increase in IL-8,
IL-12, IL-17, IL-22, IL-23, tumor necrosis factor-α, γ-
interferon, chemokine C–X–C motif ligand 9 (CXCL9), and
CXC10 levels [135]. This suggests that PDE inhibitors are
thought to have anti-inflammatory and neuroprotective
effects. Increasing experimental evidence supports the pre-
sence of neuroinflammation as a relevant element of neu-
rodevelopmental disorders [136, 137]. This indicates the
importance of carrying out specific screenings of the
expression levels of PDEs in cohorts of patients affected by
idiopathic neurodevelopmental diseases such as ASD and/
or ID. To achieve this, it could be useful to measure the

levels of cAMP and/or cGMP in neurons derived from
induced pluripotent stem cells or in extracellular vesicles
from the central nervous system obtained from fibroblasts
and blood, respectively, of these patients. The most accurate
method to measure the dynamic levels of these second
messengers in real-time is represented by the use of specific
FRET-based cAMP (or cGMP) biosensors [18, 138]. This
could help to establish therapeutic approaches with mole-
cules modulating the activity of specific PDEs.

PDEs involved in various brain disorders so far (Fig. 2)
are cAMP-specific, cGMP-specific or have a double target.
This can raise the issue whether an altered cAMP/cGMP
ratio could represent a pathophysiological element for these
diseases. In this context, a good example is provided by the
studies on depression showing that phenotypic improve-
ment can be reached by changing the cGMP/cAMP ratio
and then, paradoxically, both by increasing cGMP levels or
by reducing cAMP levels [56–58, 130]. Moreover, also
PDEs involved in FXS target both cAMP and cGMP
[72, 116, 119] (Fig. 1). Indeed, PDE4 is a cAMP-specific
isoform, while both cAMP and cGMP are targets of
PDE10A and PDE2A, this latter enzyme being stimulated
by cGMP (Fig. 1) [1]. PDE1A is activated by Ca2+ [1] and
is involved in FXS [116], a disorder displaying a deregu-
lated Ca2+ homeostasis in brain [139, 140]. We can spec-
ulate that an altered cAMP/cGMP ratio is a
pathophysiological element in FXS and the modulation of
one of those PDEs is sufficient to restore it. This could
explain the results in preclinical tests [72, 119] and clinical
assays (Supplementary Table V). Thus, it would be difficult
to dissect the impact of each PDE in the neurological-
psychiatric phenotypes present in FXS. This led to the
conclusion that PDE transgenic animals are a main need in
the field. Indeed, it is surprising that only a few PDEs have
been extensively studied for their impact on brain function
by using classical KO animal models. Here, we have
reported those models displaying clear psychiatric or neu-
rodevelopmental disorders. In the case of Pde2a, the KO
phenotype has never been studied since homozygous
mutant mice are not viable [37]. In other cases, a phenotype
was not known or was never reported (e.g., PDE5). This
latter example is very interesting because pharmacological
inhibition of PDE5 resulted in potentiating neurogenesis
and memory enhancement [89–92]. The use of pharmaco-
logical preclinical studies is critical to reach the clinical
setting but is not enough to understand the role of PDEs
during brain development. Indeed, these drugs are admini-
strated only during the post-natal life and often after the
weaning, thus missing the possibility to evaluate their
impact in early steps of brain development and/or synap-
togenesis. Furthermore, genetic silencing of specific PDEs’
variants could allow to study the modulation of cAMP and
cGMP abundancy in subcellular compartments (Fig. 2).
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Studying such a large family of proteins is challenging due
to their overlapping functions and because of their actions
that are not brain specific. However, tools exist today (e.g.,
conditional KO and optogenetics) to conduct studies
focused on the spatio-temporal role of each PDE in normal
and pathological brain development and to elucidate their
effects on socio-cognitive behaviors at different ages. These
studies should also allow the identification of compensation
activities by the various members of the PDE family, as
suggested, for instance, by the observation that the
expression levels of Pde10a mRNA are elevated in the
striatum of Pde1b-KO mice [33].

It is critical that the effects of genes and pathways
impacted by the various brain-expressed PDEs be studied
in detail in various brain regions and at the synaptic level
during brain development. These studies will result in the
precise identification of the molecular pathways modu-
lated by each PDE. For instance, an link between PDE3-
dependent cAMP signaling with the IGF-1 pathway was
established using the specific PDE3 inhibitor cilostazol
[76]. Recombinant IGF-1 and some related compounds
have emerged as potential therapeutics for the treatment of
neurodevelopmental disorders [141]. Trofinetide is a
neurotrophic peptide derived from IGF-1 that has a long
half-life and is well tolerated. Chronic treatment of Fmr1-
KO mice with trofinetide corrects learning and memory
deficits, hyperactivity, and social interaction deficits dis-
played by these animals [142]. Thus, a phase II clinical
trial for trofinetide was performed. After only 28 days of
treatment, improvements in higher sensory tolerance,
reduced anxiety, better self-regulation, and more social
engagement were observed (NCT01894958). Interest-
ingly, upon the sponsoring of ACADIA Pharmaceuticals
Inc., a phase III clinical trial with trofinetide is in progress
in 5–15 years old girls affected by RTT (NCT04181723).
On the same way and consistent with previous results
linking cAMP with BDNF transcription [143],
inhibition of PDEs has been reported to increase BDNF
levels [52, 53, 85, 92, 103], whose deregulation is
involved in the pathophysiology of depression [144], SCZ
[133, 145], RTT [126, 146], and FXS [147]. Therefore,
we conclude that these findings support the idea of future
therapies for psychiatric disorders at the crossroads of
pathways involving cAMP and/or cGMP and neurotrophic
factors.

Finally, the surprising results from Zamarbide et al.
(CC2D1A) and Tsuji et al. (DS) suggest the possibility that
a sex-specific regulation (or deregulation) of cAMP or
cGMP levels exists [113, 125]. These findings are particu-
larly important for the treatment of ASD and ID, since the
ratio of incidence of this disorder is 3:2 in males vs.
females, and this could result in a sex-specific treatment.
This possibility should be considered for future studies on

PDEs, reinforcing the need to study their relevance for PDE
action on brain development and functioning at various ages
when sex hormones are present (or not) and they can affect
PDE-related pathways differently.
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Annexe 1   
  

Le laboratoire s’est aussi intéressé à une autre cible de FMRP trouvé par le 

HITSCLIP, Cacna1a, codant pour la sous-unité α1 formant le pore du canal calcique 

voltagedépendant de type P/Q Cav2.1.   

Nous avons montré des déficits d’homéostasie calcique basale dans les 

neurones de souris Fmr1 KO par imagerie calcique ratiométrique. Les neurones Fmr1 

KO ont aussi une entrée de calcium altérée en réponse à un stimulus dépolarisant, et 

ont une expression altérée de Cav2.1 à la surface. Cette étude identifie donc le défaut 

d’homéostasie calcique comme nouveau biomarqueur cellulaire, nouveau phénotype 

des neurones Fmr1 KO.  

J’ai pour ma part réalisé pour cette étude la colocalisation de FMRP et Cav2.1 

par immunocytochimie et l’immunoprécipitation de Cav2.1 par FMRP dans un extrait 

de cervelet de souris WT. Ces résultats montrent que FMRP module la localisation 

subcellulaire et interagit directement avec Cav2.1, pouvant expliquer les défauts 

retrouvés dans les neurones Fmr1 KO.  
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Fragile X syndrome (FXS), the most common form of inherited intellectual disability (ID)

and a leading cause of autism, results from the loss of expression of the Fmr1 gene which

encodes the RNA-binding protein Fragile X Mental Retardation Protein (FMRP). Among

the thousands mRNA targets of FMRP, numerous encode regulators of ion homeostasis.

It has also been described that FMRP directly interacts with Ca2+ channels modulating

their activity. Collectively these findings suggest that FMRP plays critical roles in Ca2+

homeostasis during nervous system development. We carried out a functional analysis of

Ca2+ regulation using a calcium imaging approach in Fmr1-KO cultured neurons and we

show that these cells display impaired steady state Ca2+ concentration and an altered

entry of Ca2+ after KCl-triggered depolarization. Consistent with these data, we show

that the protein product of the Cacna1a gene, the pore-forming subunit of the Cav2.1

channel, is less expressed at the plasma membrane of Fmr1-KO neurons compared to

wild-type (WT). Thus, our findings point out the critical role that Cav2.1 plays in the altered

Ca2+ flux in Fmr1-KO neurons, impacting Ca2+ homeostasis of these cells. Remarkably,

we highlight a new phenotype of cultured Fmr1-KO neurons that can be considered a

novel cellular biomarker and is amenable to small molecule screening and identification

of new drugs to treat FXS.

Keywords: Fragile X syndrome, Cav2.1, calcium homeostasis, ratiometric calcium imaging, Cacna1a

INTRODUCTION

Fragile X syndrome (FXS) is the most common form of inherited intellectual disability (ID) and

the leading identified monogenic cause of autism (Maurin et al., 2014; Castagnola et al., 2017).

FXS is caused by the silencing of the Fmr1 gene encoding the Fragile X Mental Retardation

Protein (FMRP), an RNA-binding protein modulating the expression of thousands of mRNAs

primarily at the translational level in particular, it has been shown to regulate translation at

the synaptic level. Furthermore, FMRP has been reported to be involved in different steps of

RNA metabolism, indeed it is a component of various ribonucleoproteic complexes (mRNPs),

including the RNA granules, the mRNP involved in transport along neurites (Maurin et al., 2014,

2018a).

Several reports have shown that FMRP binds multiple RNAs encoding regulators of ion

homeostasis and more particularly involved in the calcium ion pathway (Brown et al.,

2001; Miyashiro et al., 2003; Darnell et al., 2011; Ascano et al., 2012; Maurin et al., 2018a).
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Furthermore, the search for FMRP-interacting proteins has

resulted into the identification of dozens of partners, including

ion channels (Bardoni et al., 2006; Ferron, 2016; and this study).

Consistently with these findings, ion homeostasis defects in FXS

neurons have been described (Chen et al., 2003; Meredith et al.,

2007; Brown et al., 2010; Deng et al., 2013; Ferron et al., 2014;

Hebert et al., 2014; Zhang et al., 2014; Contractor et al., 2015;

Myrick et al., 2015; Wahlstrom-Helgren and Klyachko, 2015;

Achuta et al., 2018). In particular, FMRP has been reported to

directly interact with twomembers of the Voltage Gated Calcium

Channels (VGCC) family, namely Cav2.1 and Cav2.2 (Ferron

et al., 2014).

Cytosolic calcium concentration is set by the balance between

calcium influx and efflux as well as by the exchange of calcium ion

with internal stores. Calcium homeostasis is tightly controlled

and involves multiple protein complexes such as ATPase pumps,

transporters and ion channels in various cellular compartments

(Clapham, 2007).

VGCCs respond to plasma membrane depolarization by

allowing extracellular calcium ions to flow into cells according

to their concentration gradient. Calcium can then act as

a second messenger of cell depolarization activating various

key intracellular signaling pathways, inducing contraction in

muscle cells, protein phosphorylation, secretion and synaptic

transmission. VGCCs are heteromers composed by the assembly

of a pore-forming subunit (encoded by the corresponding

α1 gene) and auxiliary ß and α2∂ proteins (Dolphin, 2016).

VGCCs can be distinguished as L-, N-, R- and P/Q-type channels

depending on the identity of the pore-forming subunit. L- and

T-type VGCCs are found in a great variety of cells, while N-, P/Q-

and R-type are mostly expressed in neurons (Catterall, 2011).

The Cacna1a gene encodes the P/Q-type VGCC Cav2.1,

which is critical for the depolarization-evoked release of

neurotransmitters at the presynaptic terminals (Simms and

Zamponi, 2014). Cav2.1 is mostly expressed in the cerebellum,

consequently mutations in the Cacna1a gene are associated

with several neurological disorders such as episodic ataxia

and spino-cerebellar ataxia (Zhuchenko et al., 1997). More

recently, new mutations in this gene have been identified in four

unrelated families with ID, attention deficit, hyperactivity and

autism spectrum disorder (Damaj et al., 2015). This suggests

that Cav2.1 may play a previously under-appreciated role in

brain regions other than the cerebellum and could have be

implicated roles in cognition, memory and social interaction

regulation. Indeed, regulation of Cav2.1 channels by calcium

sensor proteins is required for normal short-term synaptic

plasticity, LTP, and spatial learning and memory in mice (Nanou

et al., 2016).

We thus investigated calcium homeostasis using ratiometric

calcium imaging in Fmr1-KO neurons. Our results show that

neurons lacking FMRP are not only more sensitive to Cav2.2

inhibition but also less sensitive to Cav2.1 inhibition compared

to wild-type (WT) neurons and this is a consequence of an

impaired membrane expression of this channel in the absence of

FMRP. We propose here a model in which FMRP is involved in

the regulation of the relative membrane expression of P/Q- and

N-type VGCCs.

MATERIALS AND METHODS

Primary Neuronal Cultures
Cultures were prepared from the cortex of embryonic stage

E14.5 WT and Fmr1-KO embryos as previously described

(Abekhoukh et al., 2017; Maurin et al., 2018a). Neurons

(250,000 cells) were plated on ornithine-coated glass coverslips

(35 mm diameter) and cultivated in complete medium:

Neurobasal (Invitrogen) supplemented with B-27 (Invitrogen)

and glutamax (Invitrogen). Neurons were fed weekly by

removing 10% of the culture medium and replacing it with fresh

complete medium.

Ratiometric Calcium Imaging
Primary cortical neurons Day-In-Vitro 19–23 (DIV 19–23;

13 independent cultures) grown on coverslips were incubated

in neurobasal containing 20 µM Fura2-AM (Invitrogen) for

30 min at 37◦C. After two washes with HEPES-buffered

Tyrode’s calcium solution (in mM: 139 NaCl, 15 glucose,

1.25 Na2HPO4 dibasic heptahydrate, 1.8 MgSO4 heptahydrate,

1.6 CaCl2 dihydrate, 3 KCl, 10 HEPES), coverslips were placed in

a metal chamber on an inverted microscope (AxioObserver, Carl

Zeiss) equipped with a 300W Xenon lamp (Sutter Instruments)

and a Fluar 40× NA 1.4 oil immersion objective. Cells were

perfused at 22◦C throughout the recording with Tyrode’s calcium

solution. The pharmacological stimulations were performed

by supplementing the calcium recording solution with either

DiHydroxyPhenylGlycine (DHPG, 100 µM) or KCl (50 mM)

or VGCC antagonist (ω-agatoxin-Iva (100 nM); ω-conotoxin

GVIa (1 µM); Nitrendipine (1 µM)) or VGCC antagonist (same

concentrations) + KCl. A calibration step was performed at

the end of every recording by applying successively 0 Ca2+ (in

mM: 129 NaCl, 15 glucose, 1.25 Na2HPO4 dibasic heptahydrate,

1.8 MgSO4 heptahydrate, 0.5 EGTA, 3 KCl, 10 HEPES), then

0 Ca2+ + ionomycin (5 µM) and finally 10 Ca2+ + ionomycin

(5 µM; in mM: 129 NaCl, 15 glucose, 1.25 Na2HPO4 dibasic

heptahydrate, 1.8 MgSO4 heptahydrate, 10 CaCl2 dihydrate,

3 KCl, 10 HEPES) solutions. This calibration step allows to

quantify the lowest and the highest probe fluorescence F340/380
ratio for every Region of Interest (ROI); the maximal value

was used subsequently to normalize the fluorescence F340/380
measurements. Every recording experiment followed the same

protocol:

Tyrode’s—40 s; Tyrode’s + DHPG—40 s; Tyrode’s—60 s;

Tyrode’s + KCl—20 s; Tyrode’s—60 s; Tyrode’s + KCl—20 s;

Tyrode’s—60 s; Tyrode’s +VGCC antagonist—60 s; Tyrode’s +

KCl + VGCC antagonist—20 s; Tyrode’s + VGCC

antagonist—60 s; Tyrode’s + KCl + VGCC antagonist—20 s;

Tyrode’s + VGCC antagonist—60 s; Tyrode’s + KCl + VGCC

antagonist—20 s; Tyrode’s + VGCC antagonist—60 s; Tyrode’s

(0 Calcium)—80 s; calibration (see above).

Fura2 was sequentially excited at 340 nm and 380 nm,

and the emission monitored at 510 nm. Images were acquired

with a cascade 512 EMCCD camera every 2 s using the

Metafluor software (Roper Scientific). For each recorded cell,

the intracellular calcium concentration [Ca2+]i was estimated by

measuring the F340/380 nm ratio of fluorescence normalized to the
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maximal probe fluorescence measured when cells were perfused

with the 10 Calcium + ionomycin solution. ω-agatoxin-IVa and

ω-conotoxin GVIa were purchased from Smartox, Nitrendipine

from Sigma-Aldrich. Resting calcium levels (‘‘baseline’’) were

measured as the average fluorescence from the first 40 s of

each recording. For KCl stimulation, for each cell analyzed we

report the results of the mean of two maximal F340/380 in two

consecutive stimulations. The Drug Response (DR) represents

the mean of the two max F340/380 in two consecutive stimulations

over the mean of the three max F340/380 in three consecutive

stimulations in the presence of antagonist. The results of the

pharmacological stimulations (DHPG, KCl) are reported as fold

change over baseline levels. Only cells for which the DHPG

stimulation elicited a fold change greater than 1.1 times the

baseline levels in F340/380 ratio were considered responsive

cells.

Immunoprecipitation
Cerebella from WT and Fmr1-KO mice were grinded in liquid

nitrogen into fine powder and resuspended in 5 v/w with PBS

containing 1% Igepal. Samples were cleared with 15 µl of naked

Dynabeads A (Thermofisher) for 30 min at 4◦C on a rotating

wheel. During this time, 30 µl of Dynabeads A were incubated

with anti-FMRP primary antibody for 1 h at room temperature

on a rotating wheel, with 100 µg of tRNA, ssDNA and BSA.

The ‘‘pre-clear’’ beads were then removed and samples were

centrifuged for 10 min at 14,000 rpm at 4◦C. Supernatants

were incubated with antibody-coated beads overnight at 4◦C

on a rotating wheel. Beads were washed three times with PBS

containing 0.1% Igepal and incubated for 15 min at 55◦C with

100 mM dithiothreitol and 2× Laemmli sample buffer. Eluted

proteins were then resolved on 4%–12% gradient SDS–PAGE

using MOPS buffer (Invitrogen).

Biotinylation
Primary neurons plated at the density of 200,000 cells per well

were used for biotinylation experiments at DIV 15. Neurons were

washed twice with PBS and incubated with EZLink Sulfo-NHS-

LC-Biotine (0.3 mg/ml in PBS, Thermo Scientific) for 10 min

at 4◦C. After a quick wash with PBS, unbound biotin molecules

were quenched with 50 mM NH4Cl for 5 min. After two washes

with ice-cold PBS, proteins were extracted using lysis buffer

containing 10 mM Tris-HCl pH 7.5, 10 mM EDTA, 150 mM

NaCl, 1% Triton X-100, 0.1% SDS and 1% mammalian protease

inhibitor cocktail (Sigma-Aldrich). Two-hundred microgram of

proteins from each condition were incubated overnight at 4◦C

with streptavidin-conjugated beads (Sigma-Aldrich). Beads were

then washed three times with lysis buffer and resuspended in

Laemmli buffer. Proteins were separated in 7% acrylamide-bis-

acrylamide gel. Primary antibodies anti ß-Actin (Sigma, #A5441;

1/1,000), anti-Cav2.1 (Alomone Labs, #ACC-001; 1/1,000) and

anti ß3-tubulin (Synaptic Systems, #302302; 1/1,000) were

used.

RNA extraction and RT-qPCR were performed as previously

described (Maurin et al., 2018a). The sequences of the primers

used in this study are provided in Table 1.

TABLE 1 | Sequences of the primers used in this study.

Forward Reverse

Cacna1a GAGTATGACCCTGCTGCCTG TGCAAGCAACCCTATGAGGA

Cacna1b TGCGTTCTCGAGCTTCATGG CGCTTGATGGTCTTGAGGGG

Cacna1c GAACCATATCCTAGGCAATGCAG AAGAGCCCTTGTGCAGGAAA

Cacna1e TGAGTTTGTCCGTGTCTGGG GAGGGACATCTCTTGCCGAG

c-Kit GGAGTGTAAGGCCTCCAACG TGGGCCTGGATTTGCTCTTT

Klf4 CAGGATTCCATCCCCATCCG TGGCATGAGCTCTTGATAATGGA

Gfap CAGATCCGAGGGGGCAAA TGAGCCTGTATTGGGACAACT

Dlg4 GGCGGAGAGGAACTTGTCC AGAATTGGCCTTGAGGGAGGA

Tbp AGGCCAGACCCCACAACTC GGGTGGTGCCTGGCAA

Sequences are presented from 5’ to 3’ end.

Polyribosome Fractionation
Samples from polyribosome fractionation were described

previously (Maurin et al., 2018a). Polyribosome fractionation

was performed as described previously (Bechara et al., 2009) on

20%–50% (w/w) continuous sucrose gradients. Fractions were

separated on a BR-188 Density Gradient Fractionation System

(Brandel). Fold changes in Cacna1a mRNA levels between WT

and Fmr1-KOwere assessed by RT-qPCR and were calculated for

individual fractions 6–14 according to the formula 2−ddCp where

ddCp is (Cp Pde2a KO fractionx−Cp Gapdh KO fractionx) −

(Cp Pde2aWT fractionx−CpGapdhWT fractionx). Results from

fractions 6 to 8 (light), 9 to 11 (medium) and 12 to 14 (heavy)

were pooled and analyzed together.

Protein Extraction and Western Blot
Analysis
Cells and tissues extracts were processed as described previously

(Maurin et al., 2018a). Primary antibodies anti ß-Actin (Sigma,

clone AC-74; 1/1,000) and anti-Cav2.1 (Alomone Labs, #ACC-

001; 1/1,000) were incubated overnight at 4◦C in PBS 0.05%.

Immunocytochemistry on Primary Neurons
Primary neurons grown on glass coverslips were washed

three times with PBS at room-temperature and then fixed

using 4% Paraformaldehyde (PFA) in PBS for 10 min at room

temperature. After rinsing briefly with PBS, free aldehydes were

blocked with 50 mMNH4Cl in PBS for 5 min. Then, a saturation

step was performed with PBS containing 10% Fetal Bovine

Serum and 0.1% Triton X-100 for at least 20 min. Neurons

were incubated with antibodies diluted in PBS containing 10%

Fetal Bovine Serum and 0.1% Triton X-100 in a humidified

chamber overnight at 4◦C. After three PBS washes, neurons were

incubated with secondary antibodies for 1 h at RT. After three

PBS washes cells were incubated for 3 min in a PBS solution

containing DAPI (10 µg/ml). The glass coverslips were finally

washed once with ddH2O and mounted (Dako Fluorescent

Mounting Medium) on glass slides and stored in the dark at

4◦C. The polyclonal anti-Cav2.1 (Alomone Labs, #ACC-001)

antibody was used at a dilution of 1/50. The 1C3 antibody

against FMRP was used at a dilution of 1/200 (Castets et al.,

2005). Colocalization quantifications of FMRP and Cav2.1 in one

confocal plan (average of three scans) were carried out using the

JACoP plugin for ImageJ (Bolte and Cordelieres, 2006). Cells

were examined on a TCS SP5 confocal microscope (Leica).
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Cell Shape Analysis
We designed an ImageJ (Schneider et al., 2012) dedicated

macro to analyze simultaneously the cell shape and the

Fura2 fluorescence ratio variations (in time) obtained by

sequential excitation at 340 and 380 nm. First, kinetics images of

340 and 380 nm excitation were stacked together and any lateral

drift was corrected using the StackReg plugin (Thévenaz et al.,

1998). A mask and a list of ROIs for each cell was obtained on the

last 340 nm image after a filtering (recursive TopHat followed

by an unsharp mask) and a Huang intensity thresholding. Then

the 340 and 380 nm images were separated in two stacks and

their F340/380 ratio calculated after a background measurement

and subtraction in each image of the stack. The ROIs were then

used on the 340/380 stack to get individual cell measurements of

shape parameters (Aspect Ratio, Roundness, Area, Solidity) and

F340/380 fluorescence ratios during time.

Multivariate Analysis of the Cell
Morphology Parameters
Baseline and KCl data were extracted and normalized to

the maximal calcium value obtained for each cell with the

10 mM Calcium + ionomycin solution and combined to cell

morphology parameters extracted from the images. Both cell

morphology, normalized baseline and KCl data were then used

for unsupervised analysis. Data were first log10 transformed,

then mean-centered and scaled. Then, dimension reduction was

performed using Barnes-Hut implementation of t-Distributed

Stochastic Neighbor Embedding (tSNE), with perplexity

parameter set to 40. K-means clustering was performed on the

two-dimension tSNE projection and the optimal number of

clusters was determined using the Gap statistic. Significance of

the differences between continuous variable distributions was

assessed using eitherMann-Whitney or Kruskal-Wallis rank sum

tests as appropriate. All analyses and graphical representations

were performed using the R statistical package or Prism Software

6-2 version (GraphPad Software, Inc., San Diego, CA, USA).

Statistics
The Kolmogorov-Smirnov test was used to assess the normality

of the distribution of the datasets. To compare non-normally

distributed data, two non-parametric tests were used: the

Mann-Whitney test was applied to data of two unpaired

samples, while the Kruskal-Wallis test was used to examine

the significance of four unpaired groups. Data are expressed as

mean± SEM, and the P values (or adjusted P values)< 0.05 were

considered statistically significant. RT-qPCR analysis of mRNA

expression were analyzed using ANOVA TWO WAY with

Sidak’s multiple comparisons post hoc test. The statistical analysis

was performed using Prism Software 6-2 version (GraphPad

Software, Inc.).

Animal Experiments
The experiments were performed following the ARRIVE

(Animals in Research: reporting in vivo Experiments)

guidelines (Kilkenny et al., 2010). Animal care was conducted

in accordance with the European Community Directive

2010/63/EU. The experiments were approved by the local

ethics committee (Comité d’Ethique en Expérimentation

Animale CIEPAL-AZUR N. 00788.01; APAFIS#4985-

2016032314169426 v4APAFIS#8100-2016112217148206 v3).

RESULTS

Calcium Homeostasis Is Impaired in
Fmr1-KO Cells
We investigated calcium homeostasis using Fura2 ratiometric

imaging in primary neuron cultures derived from the cortex

of E14.5 WT and Fmr1-KO embryos. According to our

immunocytochemistry results, these cultures are enriched in

neurons and have limited mature astrocyte content (less than

10% of cells) that are mostly present in cell aggregates

(Supplementary Figures S1A,B). Therefore, these regions were

avoided in subsequent calcium recordings. RT-qPCR analysis

of the expression of GFAP and PSD95 markers showed that

the absence of FMRP does not affect the relative amounts

of astrocytes and neurons in Fmr1-KO cultures compared to

WT (Supplementary Figure S1C). We systematically applied a

series of consecutive drug treatments followed by a calibration

step that allowed us to quantify the minimum and maximum

fluorescence of Fura2 in each analyzed cell. We used the

normalized fluorescence ratio ([F340/380]/max[F340/380]) as an

indirect quantification of the actual intracellular calcium

concentration. By this imaging approach we investigated the

functionality of several key parameters of calcium homeostasis

in neurons in the presence or in the absence of FMRP.

Cellular Analysis
Our imaging data clearly show the heterogeneity of the neuronal

types present in primary neuron cultures (Figures 1A–C).

Cells differ in size, shape, resting intracellular calcium levels

and maximum calcium entry upon KCl stimulation. We

wondered whether the absence of FMRP could have different

impacts on calcium homeostasis in different cell types. The

Fura2 fluorescence ratio and the shape analysis of the ROIs

were simultaneously quantified by an ImageJ lab-made macro

giving the shape descriptors for each ROI (area, roundness,

solidity, circularity). Roundness reflects how circular a ROI

is, while solidity and circularity indicate how soft (high

scores) or rough (low scores) are the contours of the region.

We then performed an unsupervised multivariate analysis

(Supplementary Figures S2A,B) to group cells according to their

size, shape and calcium homeostasis parameters (baseline levels,

maximum calcium levels upon KCl stimulation) identifying

four distinct and homogeneous groups of cells (Supplementary

Figures S2C–H). Representative images of ROIs detected in

each cluster are shown in Supplementary Figure S3. Cells in

group 1 and 3 differ in size and in the complexity of their

contour, have a higher resting calcium concentration and high

calcium entry upon KCl stimulation. Group 2 cells are small with

rough contours and display a limited calcium entry following

KCl stimulation, characteristics that suggest an astrocytic lineage.

Group 4 ROI are small elongated objects that mostly correspond
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to neurites (Supplementary Figure S3). We considered the

repartition of WT and Fmr1-KO cells in these clusters and our

results indicate a homogeneous distribution of cells from the

two genotypes in all clusters (Supplementary Figures S2I–L).

The number of DHPG-responding cells was also similar in

both genotypes (Supplementary Figure S4). We focused our

analysis on cells belonging to group 1 and 3 which according

to this analysis, have neuron characteristics. These cells were

subsequently analyzed together. The steady state intracellular

Ca2+ concentration, measured prior to any pharmacological

treatment during the first 40 s of the recording, is elevated in the

absence of FMRP (Mann-Whitney test, P < 0.0001; Figure 1D).

The metabotropic Glutamate receptor pathway has been

described to be deregulated in FXS (Huber et al., 2002;

Bear et al., 2004). The activation of this pathway with

pharmacological agonists like DHPG triggers calcium release

from internal stores through IP3 receptors as a consequence

of the activation of the Phospholipase C and IP3 second

messenger pathway. The calcium ion release from intracellular

stores in response to DHPG is variable and not significantly

different in the absence of FMRP compared to WT cells at the

population level (Mann-Whitney test, P = 0.9963, not significant;

Figure 1E).

We next induced cell depolarization by applying a 50 mM

KCl solution onto the cultures, as in these conditions VGCCs are

the main determinants of calcium entry in neurons (Mao et al.,

2001). VGCCs respond to cell depolarization, upon which they

open and allow calcium ion entry through their pore-forming

subunit. We thus analyzed for each cell the fold change

in F340/380 induced by KCl over baseline levels. Our results

show that calcium entry through voltage-dependent plasma

membrane channels upon KCl-induced neuron depolarization

is slightly decreased in Fmr1-KO neurons (Mann-Whitney test,

P < 0.0001; Figure 1F). Last, we observed that after the KCl

stimulations Fmr1-KO neurons had significantly higher mean

F340/380 ratio over the 40 s that followed the KCl stimulation

compared to WT, suggesting a deregulated return to baseline

levels in the absence of FMRP (Mann-Whitney test, P < 0.005;

Figure 1G).

Highly specific pharmacological blockers have been identified

for all these VGCC subfamilies (Zamponi et al., 2015). For

instance, we used specific pharmacological blockers of VGCCs:

dihydropyridines, such as nitrendipine, block L-type VGCCs

(Peterson et al., 1996) by binding to transmembrane domains

of the α1 subunit hence affecting the gating mechanism of

the L-type VGCCs. ω-Conotoxin-GVIa (Conotoxin) blocks

N-type VGCCs (Ichida et al., 2005) by interacting with

the channel pore. ω-Agatoxin IVa (Agatoxin) inhibits P/Q-

type VGCCs (Adams et al., 1993) by binding to two

extracellular loops of the α1 subunit that are close to the

sensor domain of the P/Q-channel. Thus, we used some of

these blockers in order to further investigate the molecular

determinants of such calcium homeostasis deregulations. Within

each neuron expressing or not FMRP, we measured the DR

as the ratio of the mean of the maximal depolarization-

induced Ca2+ entry in the presence of a VGCC-specific

antagonist on the mean calcium entry in the absence of a

VGCC-specific antagonist. All the antagonists tested significantly

reduced calcium ion entry upon KCl stimulation. Indeed,

each antagonist treatment produced a DR that was statistically

different from 1, the DR value expected for a drug having

no effect (one sample t-test, P < 0.0001; Figures 2A–C).

Nevertheless, Nitrendipine (1 µM) reduced KCl-triggered

calcium ion entry similarly in WT and Fmr1-KO cells

(Mann Whitney test, n.s.: P = 0.2968; Figure 2A). The ω-

Conotoxin-GVIa (Conotoxin; 1 µM) was more efficient in

Fmr1-KO cells (Mann Whitney test, P < 0.0001; Figure 2B).

On the contrary, the ω-Agatoxin IVa (Agatoxin; 100 nM)

had a fainter effect in Fmr1-KO than in WT cells (Mann

Whitney test, P < 0.0001; Figure 2C). These findings strongly

suggest that N- and P/Q-type channels are deregulated

in Fmr1-KO neurons. These results are recapitulated in

Table 2.

Cacna1a Expression Is Altered in Fmr1-KO
Primary Neurons
The pore forming unit of P/Q-type VGCC is encoded by the

Cacna1a gene, whose mRNA is a target of FMRP (Darnell et al.,

2011), in particular also during early brain development (at

Post-Natal Day 13, PND 13; Maurin et al., 2018a). We therefore

investigated how FMRP regulates Cacna1a expression in Fmr1-

KO primary cultured neurons and in cortical extracts of Fmr1-

KOmouse. We precisely characterized the time course of various

α1 gene expression in WT and Fmr1-KO primary neurons by

RT-qPCR. Cacna1a is the most upregulated α1 gene of the Cav2

family between DIV 14 and 21, and its expression is reduced

in Fmr1-KO neurons (Figures 3A–D) at DIV 21 compared to

WT cells. We therefore investigated whether FMRP modulates

Cacna1a mRNA half-life by measuring Cacna1a stability

together with control RNAs in primary neurons treated with

the polymerase II inhibitor Actinomycin D. We observed

that, consistent with a previous report (Sharova et al., 2009),

Actinomycin D treatment triggers a strong decrease in Klf4

transcript expression (Figure 3E) which is not due to cell toxicity,

as we could show that in the same conditions c-Kit expression

is stable over time (Figure 3F). In these conditions, Cacna1a

expression is affected to a similar extent in WT and Fmr1-KO

neurons (Figure 3G), excluding a role of FMRP in regulating

Cacna1a mRNA stability. We concluded that the decreased

expression levels of Cacna1a mRNA in Fmr1-KO cells do not

depend on the half-life of this mRNA in the absence of FMRP

but it is likely due to a decreased transcription level. Thus, we

analyzed Cacna1a translation in the cortex of WT and Fmr1-KO

mice by quantifying Cacna1a mRNA levels in different fractions

of polyribosome preparations obtained from WT and Fmr1-KO

PND 13 mouse cortex. Our results show that Cacna1a mRNA

polyribosome association is increased in the light and medium

polyribosome fractions, which argues in favor of an increased

translation of this mRNA in the absence of FMRP (Figure 3H).

Western blot analysis of total Cav2.1 protein levels in

DIV 17–21 primary neurons showed no statistically significant

difference between WT and Fmr1-KO cells (Mann-Whitney

test, P = 0.7, not significant; Figures 4A,B). We also analyzed

Cav2.1 expression at the plasma membrane of Fmr1-KO and
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FIGURE 1 | Calcium homeostasis is deregulated in Fragile X mental retardation 1-knockout (Fmr1)-KO neurons. (A) Profiles of the ratiometric calcium imaging

response. Left panels show the emission of Fura2 at 340 nm. Middle panels show the emission of Fura2 at 380 nm. Right panels show the 340 nm/380 nm ratio of

fluorescence (F340/380). Upper panels show the emission of Fura2 upon 1.6 mM Ca2+ perfusion. Middle panels show the emission of Fura2 upon 100 µM

DiHydroxyPhenylGlycine (DHPG) perfusion. Lower panels show the emission of Fura upon 50 mM KCl perfusion. The scale bar of each panel is 50 µm. (B) Sample

traces of Fura2 recording upon metabotropic glutamate receptor stimulation with DHPG (100 µM) or (C) depolarization with KCl (50 mM) in wild-type (WT) cells. For

each cell recorded, the Fura2 fluorescence at each time was normalized to the maximum Fura2 fluorescence ratio observed in the presence of a solution containing

10 mM CaCl2 and ionomycin (5 µM). The mean stabilized F340/380 ratio of Fura2 fluorescence during the first 40 s of recording in the absence of any stimulation is

represented in (D). The log2 fold change in normalized F340/380 after 100 µM DHPG stimulation over baseline normalized ratio is presented in (E). The log2 fold

change in normalized F340/380 after 50 mM KCl stimulation over baseline normalized ratio is presented in (F). The return to baseline following a KCl stimulation is

shown for WT and Fmr1-KO neurons (G). Mann-Whitney test: ∗∗∗∗P < 0.0001; ∗∗P < 0.005; ns: P = 0.9963, not significant. WTn = 697; KOn = 744. These results

are summarized in Table 2.

Frontiers in Molecular Neuroscience | www.frontiersin.org 6 September 2018 | Volume 11 | Article 342



Castagnola et al. FMRP Regulates Cav2.1 Expression

TABLE 2 | Results summary.

Mean ± SEM WT (n) Mean ± SEM KO (n) P value P value significance

Figure 1D resting −1.636 ± 0.016 (697) −1.459 ± 0.0141 (744) <0.0001 ∗∗∗∗

Figure 1E DHPG 0.3221 ± 0.0150 (222) 0.2989 ± 0.0105 (211) 0.9963 ns

Figure 1F KCl 1.297 ± 0.0142 (697) 1.154 ± 0.0147 (744) <0.0001 ∗∗∗∗

Figure 1G After KCl 0.5509 ± 0.0054 (697) 0.5709 ± 0.0051 (744) 0.0038 ∗∗

Figure 2A Nitrendipine response 0.3497 ± 0.0215 (121) 0.3273 ± 0.0196 (138) 0.2968 ns

Figure 2B Conotoxin response 0.1088 ± 0.0087 (222) 0.1681 ± 0.0090 (219) <0.0001 ∗∗∗∗

Figure 2C Agatoxin response 0.1478 ± 0.0085 (213) 0.0961 ± 0.0087 (249) <0.0001 ∗∗∗∗

Mann-Whitney test was used to assess statistical significance.

FIGURE 2 | Voltage gated calcium channels (VGCC)-specific pharmacological approach reveals a decreased P/Q channel sensitivity to ω-Agatoxin IVa in Fmr1-KO

cells. (A) Quantification of the drug response (DR; normalized max F340/380 in the presence of drug/normalized max F340/380 in the absence of drug) to Nitrendipine

(1 µM; WT: n = 121; KO: n = 138), (B) ω-conotoxin G IVa (1 µM; WT: n = 222; KO: n = 219) and (C) ω-Agatoxin IVa (100 nM; WT: n = 213; KO: n = 249). The DR

was compared in WT and Fmr1-KO with Mann-Whitney test: ∗∗∗∗P < 0.0001; ns: P = 0.2969, not significant. These results are summarized in Table 2.

FIGURE 3 | Cacna1a expression is deregulated in the absence of Fragile X Mental Retardation Protein (FMRP). (A) In vitro time-course of Cacna1a, (B) Cacna1b,

(C) Cacna1c and (D) Cacna1e mRNA expression. Results are presented as the mean ± SEM, ANOVA two way Sidak’s multiple comparisons post hoc test:
∗P < 0.05. Quantification of Klf4 (E), c-Kit (F) and Cacna1a (G) mRNA levels upon actinomycin D treatment in Day-In-Vitro (DIV) 19–20 neuronal cultures. The mRNA

levels of c-Kit as well as those of Klf4 are used for comparison according to stability data from Sharova et al. (2009). Results are presented as the mean ± SEM,

ANOVA two way with Sidak’s multiple comparisons test: ∗∗∗∗P < 0.0001; ns, not significant (c-Kit: PWT = 0.8386; PKO = 0.0694. Cacna1a: PWT = 0.4902;

PKO = 0.1071). (H) Quantification of Cacna1a mRNA relative expression levels (Fmr1-KO/WT) in light, medium and heavy polyribosomal fractions, respectively.

Results are presented as the mean ± SEM, One-sample t-test: ∗P < 0.05; ∗∗P < 0.001; ns: P = 0.0717, not significant.
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FIGURE 4 | Cav2.1 protein is mis-expressed at the plasma membrane of

Fmr1-KO cortical neurons. (A) Western blot analysis of biotinylated Cav2.1 in

DIV 15–19 cortical neurons. β-tubulin is used as the loading control, whereas

actin is used as the immunoprecipitation control. (B) Quantification of total and

cell-surface Cav2.1 protein levels. Results are presented as the mean ± SEM,

Mann-Whitney test: ∗P < 0.05; ns: P = 0.7, not significant.

WT primary neurons by performing biotinylation assay. Our

results show that Cav2.1 protein is less expressed at the cell

surface of Fmr1-KO neurons (Mann-Whitney test, P < 0.05;

Figures 4A,B).

Since it was reported that, when overexpressed, FMRP

directly interacts with both Cav2.1 and Cav2.2 (Ferron et al.,

2014), we assessed whether Cav2.1 and FMRP are colocalized

in cortical neurons. Using double immunofluorescent staining

and confocal microscopy, we observed and quantified their

colocalization using Mander’s coefficients both in soma and in

neurites (Figures 5A–C). These findings were also confirmed

by biochemistry experiments performed on cerebellar extracts

from PND 13 mice in which we showed that endogenous Cav2.1

co-immunoprecipitates with FMRP (Figure 5D).

DISCUSSION

We and others have shown that among the FMRP mRNA

targets many encode ion channels, sensors of intracellular

ion concentration and other regulators of ion homeostasis

(Brown et al., 2001; Darnell et al., 2011; Maurin et al., 2018a).

Nonetheless, the direct interaction of FMRP with ion channels

has been reported previously (Brown et al., 2010; Ferron et al.,

2014; Myrick et al., 2015; Ferron, 2016). Also, it is not surprising

that deregulations of expression levels as well as activities of ion

channels have been shown in Fmr1-KO neurons (Chen et al.,

2003; Meredith et al., 2007; Brown et al., 2010; Deng et al., 2013;

Ferron et al., 2014; Zhang et al., 2014; Deng and Klyachko, 2016),

some directly implicating VGCC deregulation in FXS (Chen

et al., 2003; Meredith et al., 2007; Deng et al., 2013; Ferron et al.,

2014; Zhang et al., 2014). Even if some of the conclusions of

various studies were not completely convergent (Meredith et al.,

FIGURE 5 | Endogenous Cav2.1 interacts and partially co-localizes with

FMRP. (A) Single plane confocal analysis of FMRP (revealed with the 1C3

antibody) and Cav2.1 (revealed with the antibody anti-Cav2.1) localization in

DIV 13 primary neuronal cultures. The scale bar of each panel is 50 µm.

(B) Quantification of the colocalization of FMRP and Cav2.1 in the soma

(n = 19) and (C) in neurites (n = 14) was performed with the JACoP plugin for

ImageJ. CC, correlation coefficient; M1, fraction of FMRP overlapping with

Cav2.1; M2, fraction of Cav2.1 overlapping with FMRP. (D) Endogeneous

FMRP co-immunoprecipitation with Cav2.1 in mouse cerebellar extracts.

FMRP was revealed with the 1R antibody (Bonaccorso et al., 2015).

2007; Ferron et al., 2014; Zhang et al., 2014), collectively these

works suggest that the Ca2+ signaling-associated pathways may

be involved in the physiopathology of FXS. For this reason, we

decided to study calcium homeostasis in live, cultured neurons in

the presence and in the absence of FMRP, using calcium imaging.

FMRP Regulates VGCC Expression and
Function
VGCCs play key roles in neurons, notably by regulating

membrane excitability, neurotransmitter release and gene

expression modulation (Simms and Zamponi, 2014). Alterations

in the plasma membrane expression of these channels lead

to pathological phenotypes, ranging from ataxia, ID, ASD

and epilepsy (Yue et al., 1997; Damaj et al., 2015). Thus, to

gain further insight in the Ca2+ pathway-associated molecular

pathology in FXS, we carried out a pharmacological approach

using VGCC-specific antagonists in our cellular model. We

showed that both N- and P/Q-type VGCC inhibition differently

affected KCl-mediated entry in WT and Fmr1-KO neurons.

Indeed, blocking N-type VGCCs was more efficient in Fmr1-

KO than in WT neurons and conversely, P/Q-type inhibition

had less effect in Fmr1-KO neurons, suggesting that both Cav2.2
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and Cav2.1 activities are deregulated in the absence of FMRP.

Interestingly, Cacna1a mRNA is a target of FMRP in various

brain regions (Maurin et al., 2018a) and here we show that:

1. Themembrane levels of Cav2.1 channels are reduced in Fmr1-

KO neurons, consistent with the reduced sensitivity to P/Q-

type VGCC inhibition with Agatoxin. Since the intracellular

levels of Cav2.1 do not appear to be altered (Figure 4), we

conclude that Cav2.1 direct interaction with FMRP could play

a role in its function/localization in the absence of the partner.

Also, the altered actin cytoskeleton organization described

in different FXS cell lines (Castets et al., 2005; Nolze et al.,

2013; Abekhoukh and Bardoni, 2014; Abekhoukh et al., 2017)

may explain the reduced membrane expression of Cav2.1,

since cytoskeleton is the route for the correct subcellular

localization of mRNAs (Bramham and Wells, 2007). It is

worth reminding that altered sublocalization of membrane

proteins (encoded by mRNA targets of FMRP) have been

already described, such as diacylglycerol lipase-α (DGL-α;

Jung et al., 2012), Homer 1 (Giuffrida et al., 2005; Aloisi et al.,

2017) and Kv4.2, (Gross et al., 2011). Similarly, Cav2.1 could

be one of the deregulated elements. Interestingly, FMRP binds

the mRNAs of other of its interacting proteins such as FMRP,

CYFIP2, FXR1, Cav2.2 (Darnell et al., 2011; Maurin et al.,

2018a), suggesting a tight regulation of a FMRP-containing

complex in a FMRP-dependent manner. Furthermore, the

multiple mRNA targets of FMRP likely generate a network

of interactions among FMRP-dependent pathways whose

functional consequences are not easily predictable only

considering the main role of FMRP as a translational

repressor.

2. Even if the level of the mRNA encoding Cacna1a is slightly

decreased in Fmr1-KO neurons at DIV21 (Figure 3A), the

translational upregulation of this mRNA (as predicted by

the increased polyribosome association of Cav2.1 mRNA

in Fmr1-KO brain compared with WT; Figure 3H)

counterbalances the reduced mRNA level of Cacna1a

in mature neurons. As in a yin-yang effect, this leads

to unaltered total Cav2.1 levels. We did not find any

FMRP-dependent effect on RNA stability of Cacna1a, leading

to the conclusion that the reduced level of Cacna1amRNA in

Fmr1-KO neurons is rather due to an indirect transcriptional

deregulation.

Pre-synaptic Calcium Channels in FXS
and ASD
Cav2.2 was previously described to be more expressed and

present at the plasma membrane of cells in the absence

of FMRP (Ferron et al., 2014). This is consistent with the

increased sensitivity to conotoxin that we observed in Fmr1-

KO neurons compared to WT. At the molecular level, this

abnormality was explained on the basis of the interaction (by

overexpression) between FMRP and both Cav2.2 and Cav2.1

channels (Ferron et al., 2014). Interestingly, we confirmed here

this latter finding by showing that the interaction between

the endogenous proteins also occurs in brain (Figure 5D).

Remarkably, we showed here that in Fmr1-KO cells Cav2.1

expression deregulation is opposite to the one of Cav2.2 (Ferron

et al., 2014). As we already stated, FMRP also binds Cav2.1

mRNA transcripts, indeed strongly suggesting a central role

of FMRP in the regulation of P/Q- and N-type channels

relative expression. Interestingly, it was shown that in cultured

hippocampal synapses, P/Q- and N-type channels have preferred

plasma membrane slots (Cao et al., 2004; Cao and Tsien,

2010) and according to this model, there are exclusive N-type

channel slots and P/Q- preferring slots that can be used by

N-type channels. For instance, in neurons expressing mutated

P/Q-channels that lead to familial hemiplegic migraine type

disease, N-type channel currents are increased, either by an

increased release probability or rather by an increased N-type

expression at the plasma membrane (Cao and Tsien, 2010).

Collectively, these findings suggest that some P/Q-type channel

slots can actually be occupied by N-type channels upon P/Q-

type deficiency. Since FMRP has been shown previously to

regulate N-type expression by targeting this channel to the

proteasome (Ferron et al., 2014), it is tempting to speculate

that FMRP is a molecular adaptor regulating the relative

plasma membrane expression of N- and P/Q-type channels.

In addition, by regulating the subcellular mRNA localization

and/or translation of these channel types, it may also directly

modulate their presence at the plasma membrane (Figure 6).

Future studies will clarify the precise molecular mechanisms

underpinning this deregulation in FXS, but it is interesting

to underline here that an imbalance between the levels and

the activities of N- and P/Q-type channels, could have some

impacts on the physiopathology of FXS. Indeed, the differences

in N- and P/Q-type inactivation kinetics, their various effects on

short term plasticity (Inchauspe et al., 2004) and their different

sensitivity to G-protein-coupled receptor-mediated inhibition

of neurotransmitter release may have strong impacts on the

functioning of synapses (Bourinet et al., 1996). Noteworthy, P/Q-

type channel activity, but not N-type, mediates GABA release

in fast spiking interneurons in rat pre-frontal cortex (Zaitsev

et al., 2007). This suggests that abnormal GABA secretion at

the temporoammonic branch of the perforant path in the Fmr1-

KO mouse model (Wahlstrom-Helgren and Klyachko, 2015)

could be related to Cav2.1 expression defects. Furthermore,

it was reported that the maximal inhibition by the GABAB

receptor agonist baclofen was greater for EPSCs mediated by

N-type channels than for those mediated by P/Q-type channels

(Ishikawa et al., 2005). Consequently, in Fmr1-KO mice it

is likely that the compensation of P/Q- by N-type channels

have strong consequences on GABAB inhibition by weakening

its effect on presynaptic release, likely leading to network

hyper-excitability.

Impairment of Calcium Homeostasis as a
New Phenotype of Fmr1-KO Neurons. Is It
a Novel Biomarker?
Implications of our findings are twofold, biological and clinical.

Indeed, the FXS research field actively seeks new treatments

and biomarkers to evaluate their efficiency (Castagnola et al.,

2017; Maurin et al., 2018b) and, to date, the main cellular
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FIGURE 6 | Our working model of FMRP-mediated regulation of VGCC developmental switch. In WT cells, N-type channels (in yellow), that are expressed first, are

inserted in the plasma membrane and occupy most of the available N- and P/Q-preferring “channel slots” at the synapse (Cao et al., 2004; Cao and Tsien, 2010).

We hypothesize that upon development and probably upon specific stimuli, FMRP could contribute to the replacement of N- by P/Q-type (in purple) VGCCs. In

Fmr1-KO neurons, this replacement could be impaired resulting in an altered plasma membrane expression ratio between P/Q- and N-type channels.

biomarker of cultured Fmr1-KO neurons is represented by

their abnormal dendritic spine morphology, whose analysis

requires exquisite expertise (Khayachi et al., 2018). Conversely,

using spectroscopy, calcium concentration measurements can

be routinely performed in most laboratory settings, making it

an easy and robust marker to monitor drug efficacy. Here, we

applied this technique to primary cultured neurons but it will also

be possible to perform it in iPS-derived neurons thus obtaining,

for the first time, a molecular marker that can be functionally

quantified. This can be useful for diagnostic purposes and

particularly as a follow-up for specific therapies. Indeed, the

search for specific and easily measurable biomarkers for FXS

as well as for ASD is urgent. For instance, since 2009 one of

the conclusions of the Outcome Measures Working Groups for

Fragile X was ‘‘. . .research on biomarkers for detecting treatment

response in FXS was in its infancy, but this was an area of

utmost importance’’ (Berry-Kravis et al., 2013). More recently,

the accurate analysis of 22 double-blind controlled clinical trials

in FXS finalized between 2008 and 2015 led to the conclusion

that the readouts employed to evaluate the outcome of treatments

were in general of moderate/poor quality (Budimirovic et al.,

2017). Last but not least, this cellular biomarker could be used as

the readout for screenings of small-molecule (singular) libraries

(Bardoni et al., 2017) to define new treatments opportunities

for FXS.

Study Limitations
There are several limitations of this study that one may

consider:

1. Our ImageJ macro analysis resulted in the identification

of four types of cells, which is clearly underestimating the

complexity of the cell population. We nevertheless trust

that this approach will be useful to identify a cell type of

interest in the future, associating morphological parameters

with molecular/physiological determinants; interestingly, Ota

et al. (2018) very recently published a study highlighting the

benefits of identifying cells according to their shape;

2. In agreement with the expression levels of Cav2.1, we

focused our study on mature neuron cultures. This VGCC

deregulation may not be observed in different culture settings;

3. The polyribosome fractionation experiments were performed

on cortex extracts from PND 13 mice, preventing the

identification of actively translating ribosomes through

pharmacological inhibition. Therefore, we can only speculate

that the increased presence of Cacna1a mRNA in light and

medium fractions reflects an increased translation of this

mRNA in Fmr1-KO mice;

4. The working model describing the putative role of FMRP

in the regulation of N- and P/Q-type VGCCs at the plasma

membrane (Figure 6) awaits a molecular mechanism and

therefore is speculative. It nevertheless may be considered as a

starting point for future analyses.
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FIGURE S1 | Cortical primary neuronal cultures show a negligible level of

astrocytic growth. (A) Fluorescent analysis showing the level of GFAP (in green) in

Day-In-Vitro (DIV) 12 WT primary neuronal cultures compared to the total number

of cells (DAPI staining in blue for nuclei). (B) Percentage of GFAP-positive cells

(20 imaged regions; n = 261 DAPI-positive cells; n = 23 GFAP-positive cells).

(C) Quantification of Gfap and Psd95 (Dlg4 transcript) mRNA levels in DIV

20 cortical neurons (n = 3 independent cultures). Results are presented as the

mean ± SEM, Mann-Whitney test: ns, not significant (Gfap: P = 0.3701; Psd95:

P = 0.6200).

FIGURE S2 | Unsupervised analysis of the shape and calcium homeostasis

parameters of primary neuron cultures leads to the identification of four different

groups of Regions-of-Interest (ROIs). Shape and calcium homeostasis parameters

were first visualized in 2-dimension space using t-Distributed Stochastic Neighbor

Embedding (t-SNE), then K-means clustering was performed on the 2-dimension

t-SNE projection, and the optimal number of clusters, was determined using the

Gap statistic. (A) t-SNE representation of the data, with cells colored by

genotype. The distribution of WT (black dots) and Fmr1-KO (red dots) is

homogeneous and vastly overlapping in all clusters. (B) t-SNE representation of

the data, with cells colored by cluster. The distribution of the parameters of

interest by clusters are presented using boxplots. The boxplots are defined as

25th percentile–75th percentile, the horizontal line corresponds to the median

value, and whiskers extend to the min-max values. (C) Area covered by the cells,

(D) cell circularity, (E) cell solidity, (F) cell roundness, (G) cell resting intracellular

calcium concentration and (H) maximal KCl-triggered intracellular calcium

concentration. (I–L) Number of cells from each genotype in the various

experiments: ω-agatoxin-IVa (Aga), ω-conotoxin GVIa (Cono), Nitrendipine (Nitren)

or in the absence of VGCC antagonist (NoDrug) show the homogeneous WT and

Fmr1-KO cell distribution in all identified clusters.

FIGURE S3 | Representative images of ROIs identified using the ImageJ macro.

Left panels are pseudo-colored images of stabilized unstimulated cells (a, d, g, j).

Middle panels represent the same cells during KCl stimulation (b, e, h, k).

Right panels show the macro output result (c, f, i, l). The ROIs are encircled

by a yellow line and the numbers indicate to which cluster ROI were attributed.

FIGURE S4 | The percentage of DHPG-responding cells is similar in WT and

Fmr1-KO neurons. Cells in which the pharmacological stimulation elicited at least

a 1.1 fold change in the F340/380 ratio compared to baseline F340/380 were

considered DHPG-responsive and were counted in each cell cluster.
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Annexe 2  
  

Considérant les résultats précédents, nous avons décidé d’étudier l’interaction 

dynamique entre les cellules et leur environnement en développant une technique de 

tri cellulaire, le aiFACS (agonist-induced Functional Analysis and Cell Sorting). Cette 

technique permet l’enregistrement et le tri simultané des cellules en temps réel en 

fonction de leur réponse immédiate et individuelle à un stimulus. Comme preuve de 

concept, nous avons utilisé le aiFACS sur le cerveau de souris dissocié, un tissu très 

hétérogène, en récupérant les interneurones par stimulation au KCl ou à l’agoniste des 

récepteurs glutamate AMPA, après les avoir triés par rapport à leur niveau calcique. 

Après le stimulus par AMPA, un séquençage ARN en single-cell de ces interneurones 

sélectionnés par aiFACS a abouti à une classification en neuf clusters. De plus, nous 

avons utilisé le aiFACS sur le cerveau de souris Fmr1 KO et avons montré que les 

interneurones Fmr1 KO ont une réponse défectueuse à l’AMPA comparé aux cellules 

WT.  
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ABSTRACT 

To get a better insight into the dynamic interaction between cells and their environment, we 

developed the agonist-induced Functional Analysis and Cell Sorting (aiFACS) technique, which 

allows the simultaneous recording and sorting of cells in real-time according to their immediate and 

individual response to a stimulus. By modulating the aiFACS selection parameters, testing different 

developmental times, using various stimuli and multiplying the analysis of readouts, it is possible to 

analyze cell populations of any normal or pathological tissue. The association of aiFACS with single-

cell transcriptomic allows building a functional tissue cartography based on specific pharmacological 

response/s of cells. As proof of concept, we used aiFACS on the dissociated mouse brain, a highly 

heterogenous tissue, enriching it in interneurons upon stimulation with KCl or with an agonist of the 

glutamate receptors, AMPA,  and upon sorting based on calcium levels. After AMPA stimulus, single-

cell RNA-sequencing of these aiFACS-selected interneurons resulted in a nine-cluster classification. 

Furthermore, we used aiFACS on interneurons derived from the brain of the Fmr1-KO mouse, a 

rodent model of Fragile X syndrome. We show here that these interneurons manifest a generalized 

defective response to AMPA compared to wild type cells, affecting all the analyzed cell clusters at one 

specific post-natal developmental time.  
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INTRODUCTION 

The selection, cloning and morphological/functional characterization of individual cells in a 

suspension or from a tissue is a fastidious and lengthy procedure, although several techniques have 

been set up to reach this goal: limiting dilutions, laser micro-dissection (Datta et al. 2015), cytoplasm 

aspiration (Cadwell et al. 2016; Fuzik et al. 2016) micro fluidics (Pollen et al. 2014; Tasic et al. 2016; 

Zeisel et al. 2015) and flow cytometry (Fulwyler 1965). The latter is a robust and powerful technique 

allowing the fast analysis and sorting of cell subsets from an initial heterogeneous sample. Cells can 

be sorted according to various parameters and are amenable to further characterization such as single-

cell transcriptomics or mass spectrometry. Single-cell transcriptomics is the unique tool providing a 

precise and simultaneous analysis of the expression levels of thousands of genes in a complex 

heterogeneous population at the single-cell level (Poulin et al. 2016). Applied to the study of a 

pharmacological stimulation, this technique can decipher homeostatic gene regulation at the tissue 

level from the modulation of the abundance of a given cell population, a phenomenon that is widely 

observed during development (Ofengeim et al. 2017; Poulin et al. 2016). 

Coupling flow cytometry analysis and cell sorting with single-cell transcriptomics makes it 

possible to link a cell phenotype to its genotype, providing a direct access to the molecular cues of a 

given phenotype. In this context, the key point is to submit the cells under analysis to the same 

stimulus. The functional FACS analysis of intracellular pH or calcium variations using fluorescent 

probes (Chow et al. 2001; Vines et al. 2010), commonly consists to add a stimulation (drugs, osmotic 

variations…) into the sample tube containing the stained cell suspension before to analysis or sorting. 

While it takes up to 30 seconds for the sample to reach the flow cell (the chamber aligning the cells in 

order to pass one-by-one through the laser beam for sensing), it can be considered that the 

fluorescence signal is measured “at equilibrium”, as its detection and the physiological stimulus are 

temporally far from each other. This lag time prevents a comparable and accurate analysis of cell to 

cell calcium variations on commercial flow cytometers, compared to the efficient sampling of calcium 

imaging (from few milliseconds to seconds) obtained in fluorescence microscopy (due to the 

combination of quick local delivery of drugs with high recording rates). As the cell suspension in the 

sample tube is currently injected under pressure into the cytometer fluidics of many commercial flow 
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cytometers, the removal of the sample tube to study cellular responses to drug stimulations is required. 

This manual step increases the lag of ,time and, in turn, contributes to the observation of "stationary" 

cellular responses. Moreover, this methodology presupposes that the first and last cell analyzed in the 

tube behave in an equivalent way. With the appearance of sample lines using peristatic pumping in 

commercial FACS (i.e. sample tube at atmospheric pressure) technical approaches have been proposed 

to add drugs to the cells without discontinuity (Arnoldini et al. 2013; Vines et al. 2010). While the lag 

of time corresponding to the tube removal was suppressed, all the cells remained simultaneously 

exposed to the drug but analyzed at different times. Encouraging approaches to "fast" calcium 

response measurements by flow cytometry have been proposed in the past, based on a fluidic 

modification in a FACS analyzer (Tárnok 1996; Zwartz et al. 2011). A way to monitor brief kinetics 

and the possibility to sort the cells by modifying the tubing configuration of a FACStar Plus cytometer 

was also described (Dunne 1991). However, no sorting evidence was demonstrated. These approaches 

remained in the form of prototypes and were only used to carry out analysis (Time zero Instrument).  

The agonist-induced Functional Analysis and Cell Sorting (aiFACS) prototype we developed 

is built on a FACS Aria III as an add-on. It allows to analyze all the aforementioned parameters but 

also to sort cells according to their immediate and individual response to a stimulus. We used it on 

mouse brains and we were able to obtain enriched preparations of interneurons. Further application of 

aiFACS to FXS mouse brains highlights the functional and molecular impairment of interneurons, 

thus validating in this model the power of this technique as a new tool to study brain disorders. Beside 

the brain, aiFACS can be employed to analyze cell populations of any normal and pathological tissue 

including tumors.  

  



 

 

5 

 

 

RESULTS  

 

Set up of Agonist-Induced Functional Analysis and Cell Sorting (aiFACS) 

We designed the aiFACS prototype in order to be able to sort cells according to their response to a 

pharmacological stimulation that is monitored in real time with a fluorescent calcium indicator (Figure 

1A). The sorter fluidics (BD FACAria III) is modified to allow drug injection into the sample line. 

Thanks to a "Y" connector, a tubing (shown in red, Figure 1A) with a diameter of 0.19 mm that is 

equivalent to that of the sample line (shown in blue, Figure 1A) is connected to two syringes, upstream 

of the solenoid valve and the flow cell. Two valves open or closed alternately control the injection 

syringes containing PBS and agonist and allow the injection pad to be selected. The speed of injection 

of the solutions is controlled using a  peristaltic micro-pump  to synchronize it with the FACS 

flowrate. The incubation time between each cell and the drug is thus controlled (red tubing, Figure 

1A). In basal conditions, a sample resuspension buffer (D-PBS) is infused. To induce stimulation, the 

experimental drug, is injected (1,6X). The cells are sorted according to their response to the drug. The 

precise dilution of the agonist is determined by the flow rate of the instrument and of the pump. Its 

definition was possible by using beads (PE and APCCY7, respectively) instead of D-PBS and agonist 

and counting them before and after aiFACS.  

 Using the Miltenyi Neuron Isolation kit (Berl et al. 2017; Holt and Olsen 2016), we freshly 

dissociated 18 Post-Natal Day (PND 18) mouse adult brains to obtain RNA from the neuronal and 

non-neuronal collected populations that we used to measure the expression of several neuronal 

markers by RT-qPCR (Supplemental Figure S1). The neuron fraction is enriched in interneuron 

(Gad2, Cnr1 not shown) and pyramidal cell (Itpr1,Mef2c, NeuroD1,Nrgn) markers, and depleted in 

microglial (Grn), immature neuron (Sox2),  astrocyte (Gfap), oligodendrocytes (Mog2,Mbp) and 

endothelial cells (Rapgef4).  

 We injected neurons labelled with Fluo-4 AM in order to monitor the calcium response and 

we set up the machine using the parameters indicated in red in Supplemental Figure S2A. In this first 

step, based on our previous experience with ratiometric calcium imaging (Castagnola et al. 2018), we 
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used KCl (63mM final) as agonistic drug to elicit calcium entry into cells. We added fluorescent beads 

to monitor the agonist perfusion and the increase in K
+
 ion concentration in the sample line. At time t0 

the D-PBS perfusion starts and it is stopped at time t1, when the KCl perfusion is opened (Figure 1B). 

Each cell will be in contact with KCl for 3.2 seconds (Supplemental Figure S2A). The appearance of 

the beads corresponds to the arrival of cells stimulated with KCl in the flow cell (Figure 1C). The 

increased level of calcium can be appreciated in the graph in Supplemental Figure S2B. In order to 

verify the amplitude of neuronal response and have a positive control of stimulation, ionomycin is 

added to KCl at time t2 (Figure 1B). Pre-sort viability is determined by labeling dissociated neurons 

with DAPI staining (Figure 1D). The viability of the cells having responded to KCl and after sorting 

by aiFACS can be monitored with the previous labeling and it is determined through re-analysis of the 

cells (Figure 1D). Remarkably, post-aiFACS KCl-responsive cells are viable (>90%) and capable of 

growing neurites when seeded on ornithine-coated glass coverslips (Figure 1E). 

 

aiFACS selection and characterization of AMPA-responding interneuron populations 

To obtain a proof of concept that this new method allows to select and study neuronal populations 

using a pharmacological stimulation, we decided to activate a ionotropic receptor by its agonist and 

using α- amino-3-hydroxy-5-methyl-4-isoxazolepropionic acid (AMPA). After brain dissociation, 

cells stained with Fluo-4 were gated based on their fluorescence. We injected the cells in the FACS 

supplying the flow cell with a neutral D-PBS (baseline condition). After 3 minutes of recording, we 

stimulated cells with an AMPA solution (126 μM final). Also in this case each cell was in contact with 

the drug for 3.2 seconds. The gating strategy is detailed in the Methods section and the various steps 

are shown in Supplemental Figure S3. In our analysis, we focused on the cells that exhibit a 

homogenous Fluo-4 staining and we called them gating-dependent cell population 1 (GD1 cells; 

Figure 2A). To be able to quantify precisely the response to the stimulation using the intracellular 

calcium concentration changes, the ‘resting’/unstimulated/baseline fluorescence of the cell population 

should be as homogeneous as possible. Indeed, this point is critical to be able to set an activation 

‘threshold’ beyond which responding cells are sorted. Resting Ca2+ levels in the GD1 population, 

compared to the remaining cell population (GD2, cells) are less variable allowing to set this threshold 
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(Figure 2A). This cell population is not contaminated with microglia (Supplemental Figure S4A, B) 

and is enriched in Gad2- and Calb2-expressing cells compared to GD2 (Figure 2B). This suggests that 

our strategy favored the selection of interneurons (Le Magueresse and Monyer 2013). To get more 

insight in the interneuron sub-population selected, GD1 cells were used to carry out single-cell 

transcriptomics with the 10x Genomics Chromium and Illumina sequencing platform. After quality 

control, we analyzed 2,170 cells (1,287 AMPA and 883 baseline), with a median UMI per cell of 

6,652. The canonical correspondence analysis (CCA) of the two aggregated samples led to the 

identification of nine cell clusters (Figure 3A and 3B). The AMPA response of each cluster is 

illustrated in Figure 3C. The selection of the various markers was carried out on the basis of previous 

publications (Paul et al. 2017; Rosenberg et al. 2018; Tasic et al. 2016; Mi et al. 2018; Zeisel et al. 

2015; Zeisel et al. 2018; La Manno et al. 2016). 

GD1 cells are broadly split into inhibitory (Dcx, Gad1, Gad2, Dlx6, Dlx1, Dlx5, and Dlx2) and 

excitatory neurons (Slc17a7, Slc17a6, Nrn1, Neurod1, and Neurod2) (Figure 3A and 3B). We 

identified two clusters of cycling progenitors (Top2a, Ube2c, Mki67, Hmgb2, and Cenpf; Figure 3A 

and Supplemental Figure S5A) already engaged toward the inhibitory (Dlx1, Dlx5 and Dlx2) or 

excitatory lineages (Selm, Meis1, Pax6, E2f1, Cog7, and Cd63). Inhibitory neurons were split in three 

main populations that express Meis2 in combination with other markers: Tiam2/Nrxn3, Pbx1/Sox4 and 

Synpr/Calb2/Pbx3. We also identified two inhibitory neuron clusters further advanced in their 

maturation process: “Sema3c” (Calb2, Sema3c, Id2, and Cnr1), composed of VIP neuron precursors, 

and inhibitory mature neurons composed of “Rora” cells (Cldn3, Akap7, Cttnbp2, Gad1, and Gad2) 

that may give rise to CCK (Figure 3A, 3B and 3G). Next, we identified a continuum of three 

excitatory cell clusters, separated by their differentiation status: ventricular zone or dentate gyrus 

granule cell intermediate progenitors (Hes6 and Ccnd2), and two clusters of further differentiated cells 

(Neurod1, Neurod2, Apc, Nrxn1, Rbfox3, and Map1b), that could be split according to their 

intermediate or final maturation, as indicated by the expression of pre- and post-synaptic markers 

(Snap25, Grin2b and Pclo), cytoskeletal (Mapt) and potassium channel expression (Kcnb2 or Kcna1 

and Kcnk2) (Figure 3A and 3B). Distribution of some specific markers (Meis2, NeuroD1, NeuroD2, 

and Gad2) is shown in the context of various clusters (Figure 3D – 3G). The post-aiFACS selection 
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clearly shows that AMPA stimulation promoted the positive selection of Meis2 interneurons (12 % to 

38 % of the sorted cells; Figure 3H).  

In summary, aiFACS is a tool to analyze a tissue response to a pharmacological stimulation, 

offering new information on ion homeostasis players but also on the cellular specificities that drive the 

heterogeneity of the cell response. 

 

aiFACS selection through AMPA stimulation unveils impaired Fmr1-KO interneurons 

In order to validate that aiFACS is helpful to study brain disorders, we applied it to dissociated 

neurons from mouse Fmr1-KO brains, the murine Fragile X Syndrome (FXS) model. This disorder is 

due to the lack of function of the Fragile X Mental Retardation Protein (FMRP). Indeed, recent studies 

highlighted interneuron dysfunctions in FXS (Cea-Del Rio and Huntsman 2014; Goel et al. 2018; 

Le Magueresse and Monyer 2013; Olmos-Serrano et al. 2010; Patel et al. 2013; Yang et al. 2018) as 

well as their alteration in expression, trafficking and functioning of AMPA receptors (AMPARs) 

(Cheng et al. 2017). To carry out this part of the study, we implemented the technique by introducing a 

dynamic selection to simultaneously analyze  wild type (WT) and Fmr1-KO samples. We dissociated 

PND 18 WT and Fmr1-KO brains and cells from both genotypes were stained with Fluo-4. WT cells 

were further labeled with Alexa-Fluor 594-coupled Wheat Germ Agglutinin (WGA 594), while Fmr1-

KO cells were labeled with Alexa-Fluor 647 WGA. This labeling allowed the mixing of cells of both 

genotypes to perform a combined analysis (Figure 4A). In following experiments the dyes were 

switched. Following the previous procedure, we selected 5,000 cells for each condition (baseline and 

upon AMPA stimulation). 

Since upon AMPA stimulation GD1 cells are strongly enriched in Meis2-expressing cells, we 

measured the expression levels of Meis2 by RT-qPCR after AMPA stimulation of both WT and Fmr1-

KO GD1 cells  obtained from new sets of mice by evaluating the fold change respective to the 

expression of aiFACS selected WT neurons (Figure 4B). Our results show that the response to AMPA 

of GD1 Fmr1-KO neurons compared to WT neurons is impaired for the mRNA levels of Meis2, 

Neurod1 and Neurod2 markers, while no changes were observed for mRNA expression of Gad2 

(Figure 4B). This suggests that AMPA-responding Fmr1-KO GD1 cells display an abnormal level of 



 

 

9 

the analyzed genes compared to WT or that a different number of cells express this marker in WT and 

Fmr1-KO. To get more insight, we performed single-cell sequencing on AMPA-stimulated GD1 cells 

dissociated from Fmr1-KO brains. We analyzed 1,047 Fmr1-KO GD1 cells with a median UMI per 

cell of 6,585. Targets mRNAs of FMRP selected by HITS-CLIP (Maurin et al. 2018) were identified 

in each cluster. We use the top 200 mRNA prominent targets of FMRP from HIT-CLIP we previously 

carried-out  (Maurin et al. 2018). We calculated a signature score ( i.e. a composite expression score of 

a set of genes using Seurat’s AddModuleScore function using standard parameters. 

https://www.rdocumentation.org/packages/Seurat/versions/3.1.4/topics/AddModuleScore). This score 

is plotted as a boxplot per cell type (wt/ko samples aggregate) (Supplemental Figure S5B).  We 

identified the same cell clusters present in AMPA stimulated WT GD1 cells, even if their proportions 

are altered (Figure 4C). This suggests an overall impairment in AMPA response in the absence of 

FMRP as cells from each cluster are affected. This variability could be explained by the different level 

of maturity or developmental profile of the cells composing each cluster in WT vs Fmr1-KO.  

To evaluate this hypothesis, we measured the levels of the analyzed markers at baseline 

(Figure 5A) by using new sets of non-littermates PND 18 and PND 19 WT and Fmr1-KO mouse 

neuronal populations submitted to aiFACS. By RT-qPCR, we observed an elevated expression of the 

two pro-neuronal genes Neurod1 and Neurod2 in Fmr1-KO baseline GD1 cells. To assess whether the 

phenotype we observed is associated to the developmental process, we decided to repeat the analysis 

in mice older than PND 18. Remarkably, at PND 19 by RT-qPCR we observed that the expression 

levels of Meis2 Neurod1, Neurod2 and Gad2 do not show a significantly different abundance between 

the two genotypes (Mann-Whitney test, Meis2, ns p = 0.285; Neurod1 ns p = 0.2857; Neurod2 ns p = 

0.5714; Gad2 ns p = 0.1905. Figure 5B). Consistently, the analysis of PND 19 GD1 Fmr1-KO neurons 

revealed that their response to AMPA is unchanged compared to WT neurons for all the analyzed 

markers (Supplemental Figure S6). We can therefore suggest that AMPA-responding Fmr1-KO GD1 

cells might be changed at this time of development, at least for the GD1 cells expressing these 

markers. 
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DISCUSSION 

 

A new approach to study pharmacological responses of cells 

We developed the agonist-induced Functional Analysis and Cell Sorting (aiFACS) prototype with the 

need to explore the cell-specific answer to environmental/pharmacological stimuli in particular for fast 

kinetics studies, since classical FACS analysis does not allow the sorting of living cells all submitted 

to a same brief stimulus at the same time. Using this technique we demonstrated the calcium 

monitoring in real time with a fluorescent indicator and sorting of cells according to their calcium 

answer upon pharmacological treatment. The entry of calcium into the neurons is tightly controlled 

process and it is due to the opening of Ca
2+ 

permeable channels that are known to respond to a large 

array of stimuli such as membrane depolarization or extracellular chemical messengers that can 

directly activate the channel or can act indirectly via intracellular molecular signaling (Barrit et al. 

1999; Taylor et al. 2002).  In particular, fast and brief increases of intracellular calcium levels are 

known to be involved in various steps of neuronal development. Indeed, calcium transients have a 

pivotal role in the regulation of neurotransmitter phenotypes, dendritic morphology and axonal 

growth, and guidance (Rosenberg and Spitzer  2011). The modulation of all these parameters is critical 

for the specification of the neuronal subtype.  Hence, the duration and the quality of the stimulus are 

the most critical aspects to manage while setting-up the aiFACS method, because they represent the 

key modulators of the selection. Indeed, the duration of the stimulus is dependent on the length of the 

red tubing (Figure 1A) and on the speed of the sample flow rate (Supplemental Figure 2A), as 

mentioned previously by Tàrnok et al. (1996) in its fixed time flow cytometry approach. For instance, 

we decided to use a stimulus of 3.2 sec based on  our previous studies by using calcium imaging in 

cultured neurons. Indeed, after 3.2 sec we observed the appearance of a peak of intracellular calcium 

in cultured cortical neurons upon various stimuli (Castagnola et al.  2018). This controlled time is a 

very critical point  since a too long time of contact between the neurons and the agonist, due to long 

process of cell sorting by classical FACS, could result into a modification of neuronal gene 

expression. For instance activation of Creb by phosphorylation was observed already after one minute 

(Bito et al. 1996). Moreover, aiFACS allows applying one or  more stimuli to the same cells under 
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analysis in a subsequent manner, as we showed in Figure 1 for KCl and ionomycin. aiFACS-selected 

cells can be analyzed by various downstream methods, including single-cell sequencing. This 

technique allows to unravel cell identity, define the molecular determinants of the pharmacological 

response and directly access gene expression differences including splice variants and edited 

transcripts. Furthermore, by introducing dynamic selection, WT and one or more mutants can be 

analyzed simultaneously in the same run or multiple individuals having the same genotype can be 

multiplexed and analyzed separately, but simultaneously. To show the power of aiFACS, we used the 

brain as a highly specialized and heterogeneous tissue. By applying this technique to PND 18 mouse 

brains, we demonstrated the possibility of enriching our samples in interneurons responding rapidly to 

the pharmacological agonist. To date, the study of interneurons has been confined to restricted brain 

areas or circuits, due to the limited availability of high throughput analysis tools allowing a thorough 

and precise analysis of the complex molecular, spatial, anatomical and connection heterogeneities of 

the brain (Le Magueresse and Monyer 2013). By our approach, we are convinced that it will be 

possible to provide a novel function-based classification of interneuron cells rather than a 

classification basen on (or in addition to) other parameters such as localization, morphology and gene 

expression. 

 

The proof of concept in Fragile X syndrome 

We compared WT and Fmr1-KO aiFACS-selected cell responses to AMPA. Our results show a global 

altered AMPA response in the Fmr1-KO cells, in agreement with other studies (Cheng et al. 2017). 

The same clusters of cells were selected but their ratio is different between WT and Fmr1-KO cells. 

Indeed, we repeated the aiFACS selection on additional sets of WT and Fmr1-KO mouse brains and 

we validated that Fmr1-KO cells display abnormal levels of Meis2, Neurod1 and Neurod2, while 

overall consistent levels of Gad2 (Figure 4B). These data confirm  that the balance of 

inhibitory/excitatory neuronal activity is abnormal in the FXS brain, as previously suggested  

(Contractor et al. 2015; Li et al. 2020) Remarkably, we uncover the specific deregulation of Meis2 

interneuron responsiveness to AMPA stimulation. Meis2 is a crucial transcription factor for 

interneuron maturation in the rodent brain. Mutations or deletions of this gene have been associated to 
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neurodevelopmental disorders displaying intellectual disability and autism spectrum disorder (Giliberti 

et al. 2019; Verheije et al. 2019). Meis2 is a marker of Lateral Ganglionic Eminence (LGE)-derived 

interneurons that are Medium Spiny Neurons (MSNs) of the striatum. Moreover, Meis2 interneurons 

are in the Rostral Migratory System (RMS), giving rise to dopaminergic periglomerular interneurons 

of the Olfactory Bulb (OB) (Agoston et al. 2014; Allen et al. 2007; Fujiwara and Cave 2016). Meis2 

interneurons were never involved in the pathophysiology of FXS before and altered levels of Meis2 

(mRNA or protein) were never observed in studies involving large Fmr1-KO brain regions. Indeed, 

the previous analysis of cortex and hippocampus transcriptomics of Fmr1-KO mouse did not reveal 

substantial differences with WT samples (Maurin et al. 2018). Therefore, our data clearly show that 

aiFACS allows to highlight unexpected impairments in cell subtypes by carrying out a functional 

sensitive cellular selection.  

In summary, our results point out the presence of functional and molecular impairments in 

Fmr1-KO interneurons subtypes that are synchronized with brain development and they open up new 

research perspectives for FXS. Remarkably, we observed that the expression levels of some markers, 

such as the two pro-neural genes Neurod1 and Neurod2, which are deregulated at PND 18, appear 

normalized when analyzed at PND 19. Even if more detailed analysis will be needed for a deep 

understanding of post-natal neuronal development in Fmr1-KO mouse, which has received little 

attention (Maurin et al.  2019; Tang et al. 2015),  we can consider that this different expression could 

be a consequence of an altered developmental profile of Fmr1-KO interneurons dependent on the 

function of FMRP. This protein is known to modulate a network of pathways, including calcium 

signaling, which is supposed to be completely disorganized in its absence (Maurin and Bardoni 2018; 

Maurin et al. 2018; Miyashiro et al. 2003; Richter and Coller 2015; Castagnola et al. 2018; Ferron 

2016 ).  

We present aiFACS as a new tool to analyze interneurons from mouse brains. It was 

developed  on a simpler and similar basis of previous technical modifications on commercial flow 

cytometers designed to optimize Real-Time flow cytometry cellular assays in the past (Dunne et al. 

1991; Tárnok et al. 1996; Zwartz et al. 2011; Arnoldini et al. 2013; Vines et al.  2010). Fluidics of 

flow cytometers use principally two different technologies to inject the sample into the sheath fluid: a 
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pressure applied on the sample tube or a peristatic pumping. As pressure was the main commercial 

technology available in the 90’s, (Dunne et al. 1991; Tárnok et al.  1996) using an approach  similar 

than one previously described (Kelley 1989) with a derivation of the pressurization from the cytometer 

to create a stimulus line to mix drugs with the cells. Later, with the Accuri C6 flow cytometer based 

on a sample injection at atmospheric pressure (Arnoldini et aL. 2013; Vines et al.  2010) suggested to 

simply add the stimulation into the sample tube. While simpler, this latter approach has the main 

drawback to monitor heterogeneous cellular stimulations as the first and last cell monitored will be 

exposed for different length of time to the drug. If our aiFACS approach seems closer to the first 

developments (Dunne et al. 1991; Tárnok et al.  1996), it offers the advantage to be more flexible in 

connecting a stimulus line to a commercial flow cytometer and manage multiple drug injections and 

proved to be efficient with sorting strategies, while previous developments only shown cell analysis. 

This is a key aspect to perform further single-cell Omics studies. The proof of concept on the FXS 

mouse model confirmed that aiFACS allows the collection of a wealth of new information concerning 

the molecular pathology of a brain disorder. This was possible by using both a sophisticated approach 

such as single-cell RNA sequencing and a simple and inexpensive technique like RT-qPCR. We used 

here well-defined parameters based on our previous experiments and a specific readout, the 

intracellular calcium level. Our parameters and conditions of works resulted in the study of a specific 

cell brain population. However, by modulating the aiFACS selection parameters, testing different 

developmental times, using various stimuli and multiplying the analysis of readouts, we think that  it 

will be possible to extend the use of aiFACS to other brain cell type and also to a large panel of 

normal pathological tissues, including tumors. Lasty, in perspective, the aiFACS can be applied to 

study second messenger modulations, kinase activations, ionic fluxes and many other biochemical and 

pharmacological mechanisms at the level of individual cells.  
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METHODS 

Animal handling and care. Animal care was conducted in accordance with the European Community 

Directive 2010/63/EU. WT and Fmr1-KO mice on a C57BL/6J congenic background were obtained 

from Prof. R. Willemsen (Mientjes et al. 2006) and reported as Fmr1-KO 2. All animals were 

generated and housed in groups of six in standard laboratory conditions (22°C, 55 ± 10% humidity, 

12-h light/12-h dark diurnal cycles) with food and water provided ad libitum. Only brains from male 

animals were analyzed. For timed pregnancies, noon on the day of the vaginal plug was counted as E 

0.5. The experiments were performed following the Animals in Research: Reporting In Vivo 

Experiments (ARRIVE) guidelines (Kilkenny et al. 2010). The experiments were approved by the 

local ethics committee (Comité d'Ethique en Expérimentation Animale CIEPAL-AZUR N. 00788.01). 

 

Brain dissociation and neuron isolation. Full brains were dissected from PND 18 mice. A brief wash 

with complete D-PBS (supplemented with 0.5% bovine serum albumin, 1% pyruvate and 15 mM 

glucose) was performed before cutting the brains in six equally thick sagittal sections (2 mm) using a 

mouse brain matrix slicer (CellPoint Scientific) and 5 razorblades. Brain slices were dissociated 

mechanically using a gentleMACS™ Octo Dissociator and enzymatically using the Adult Brain 

Dissociation kit (Miltenyi Biotec) following the manufacturer’s instructions. The Neuron Isolation Kit 

(Miltenyi Biotec) was used for magnetic selection of neuronal cells. 

 

Neuron labelling. WT and Fmr1-KO neuronal suspensions were labelled at 37°C with a combination 

of the Fluo-4 calcium indicator (5 µg/ml; Invitrogen) and either Alexa-Fluor 594-coupled Wheat Germ 

Agglutinin (WGA) or Alexa-Fluor 647-coupled WGA (5 µg/ml; Invitrogen) in D-PBS for 20 and 10 

min. The dyes were switched at each experiments A centrifugation at 300g for 10 minutes at room 

temperature was then performed and cells were resuspended in 300 µl of D-PBS. Prior to sorting, 

neurons were labeled with 0.05 µg/ml DAPI.  
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 aiFACS and cell sorting. Cells were sorted, using a 100 µm nozzle, on a FACSAria III (BD 

Biosciences) equipped with four lasers. Fluo-4, Alexa Fluor 594, DAPI, Alexa Fluor 647, and APC-

Cy7 (Invitrogen) were excited at 488nm, 561nm, 405nm, and 633nm respectively, and detected 

through BP530/30, BP610/20, BP450/40, BP660/20, and BP780/60 filters. The sorter was 

implemented with a homemade injection system (Figure 1A). The sample line was improved, 

upstream of the solenoid valve, with an injection system composed of two syringes controlled by 

valves and a peristaltic micro-pump. D-PBS was put in the first syringe. A 1,6X agonist solution (100 

mM KCl or 200 µM AMPA or 10 µM ionomycin) was prepared and APC-CY7- labeled CompBead 

compensation particles (BD Biosciences) were added to the solution before putting it in the second 

injection syringe. Both the MINIPULS 3 peristaltic pump (Gilson) and the cytometer flow rate were 

set to 39 µl/min. Baseline acquisition and sorting were done with the valve of the buffer syringe 

opened. Once the valve of the agonist syringe was opened, the valve of the buffer syringe was closed. 

The agonist solution running in the flow cell was monitored by the appearance of the beads. In this 

moment the agonist-responding cells started to be sorted. Cells were collected in D-PBS. Data were 

analyzed with BDFACSDiva v6 software (BD Biosciences).  

 

Gating strategy. Cells and beads are identified by their size/structure profile. A first region "cells" is 

drawn around the GD1 population. Next, the living cells are identified as DAPI negative. Doublets are 

excluded on morphological parameters SSC then FSC. Among the living cells, in singlets, a graph of 

the fluorescence of WGAs coupled either to Alexa Fluor 594 (605/40 channel) or to Alexa Fluor 647 

(APC channel) allows us to identify the cells from each mouse phenotype. For each mouse, the basal 

level of Fluo-4 is represented as a function of cell size. A region above this baseline is defined and 

will be used to identify the cells that respond to the agonist so that we can sort them. The appearance 

of the beads gives the signal for the start of the stimulation and thus the sorting (Supplemental Figure 

S2). 

 

RNA preparation and RT-qPCR. Total RNA from aiFACS-sorted cells was extracted using Trizol 

reagent (Sigma) according to the manufacturer's instructions. In each experimental sample 1µg of 
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RNA (Supplemental Figure S1) or 5,000 cells (Fig. 2B, 4B, 5A, 5B and Supplemental Figure S6) per 

condition were used. RNA was purified using 500 µl of Trizol reagent and precipitated from the 

aqueous phase with 500 µl of Isopropanol (VWR Medicals) and 1 µl of glycogen (20 µg/µl, 

Invitrogen). RNA was resuspended in 20 µl (Supplemental Figure S1) or 11 µl (Fig. 2B, 4B, 5A, 5B 

and Supplemental Figure S6)  of Nuclease Free H2O. Either 1 µg (Supplemental Figure S1) or 11 µl  

(Fig. 2B, 4B, 5A, 5B and Supplemental Figure S6) of RNA were added to the RT reaction that was 

performed using the Superscript IV synthesis kit (Invitrogen). An initial amplification was done with a 

denaturation step at 65°C for 5 min, followed by oligo d(T) annealing at 23°C for 10 min, primer 

annealing at 53°C for 10 min and primer extension at 80°C for 10 min. Upon completion of the 

cycling steps, the reactions were stored at -20°C. Quantitative PCR (RT-qPCR) was performed on a 

Light Cycler 480 (Roche) with MasterMix SYBRGreen (Roche) following the manufacturer’s 

instructions and according to the MIQE guidelines
 
(Bustin et al. 2009). Primer sequences are presented 

in Supplemental Table S1. 

 

Immunofluorescence and antibodies. aiFACS-sorted neurons were plated on ornithine-coated glass 

coverslips (35 mm diameter) and cultivated in complete medium: Neurobasal (Invitrogen) 

supplemented with B-27 (Invitrogen) and GlutaMAX (Invitrogen) as previously described 

(Abekhoukh et al. 2017; Maurin et al. 2019). Neuronswere fixed and immunofluorescence was carried 

out with Microtubule Associated Protein 2 (MAP2; Bio Legend) antibody detected with a secondary 

Goat anti-chicken Alexa 594 (Invitrogen) 6 days after the selection as previously described ( Drozd et 

al. 2019). Fluorescent images were taken using a wide-field upright fluorescence microscope 

(Axioplan2, Carl Zeiss, Marly-le-Roi, France), with an ORCA ER CCD camera (Hamamatsu, Massy, 

France) through a Rhodamine filter set (BP565/30 ; LP585 ; BP620/60) and a PlanApoChormat 

63x/1.4 DIC oil immersion objective (pixel size : 100nm). 

Microglia was labeled as previously described (Cazareth et al. 2014) using the following antibodies 

BV510 anti-mouse CD45: clone 30-F11 (BD Biosciences) and AlexaFluor700 anti-mouse CD11b: 

clone M1/70 (Sony Biotechnonolgy). 
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Droplet-based scRNA-seq. Single-cell suspensions were converted to barcoded scRNA-seq libraries 

using the Chromium Single Cell 3’ Library, Gel Bead & Multiplex Kit and Chip Kit (10x Genomics), 

aiming for an estimated 2,000 cells per library and following manufacturer’s instructions. Samples 

were processed using kits pertaining to V2 barcoding chemistry of 10X Genomics. Libraries were 

sequenced on an Illumina NextSeq500, and mapped to the mouse genome (build mm10) using Cell 

Ranger (10X Genomics). Gene positions were annotated as per Ensembl build 84. 

  

Single-cell gene expression quantification and determination of the major cell types. Raw gene 

expression matrices generated per sample using Cell Ranger (version 2.0.0) were loaded and 

processed in R (version 3.4.3). Samples were analyzed independently within the Seurat workflow 

using the Seurat R package (version 3.0.0). First, cells that had over 95% dropouts were removed. 

Gene expression matrices from remaining cells were normalized using SCTransform from Seurat 

package. To reduce dimensionality of each dataset, the resulting variably expressed genes were 

summarized by principal component analysis, and the first 30 principal components further 

summarized using UMAP dimensionality reduction. The three samples independent analyses were 

then integrated using Canonical Correlation Analysis (CCA). The analysis workflow was then re-run 

on an integrated dataset. Cell clusters in the resulting UMAP two-dimensional representation were 

annotated to known biological cell types using canonical marker genes described in literature (Paul et 

al. 2017; Rosenberg et al. 2018; Tasic et al. 2016; Mi et al. 2018; Zeisel et al. 2015; Zeisel et al. 2018; 

La Manno et al. 2016). 

 

 

Statistics. Statistical tests used in each experiment are indicated in the figure legends. Data are 

expressed as mean ± SEM and the p values (or adjusted p values) < 0.05 were considered as 

statistically significant. Statistical analysis was performed using Prism Software version 7 (GraphPad 

Software, Inc.). 
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DATA AVAILABILITY 

Single-cell transcriptomic data are deposited in the GEO database, accession number: GSE142274. All 

single-cell analyses R scripts will be made available through github 

(https://github.com/ucagenomix/sc.castagnola.2020). 
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FIGURE LEGENDS 

 

FIGURE 1. The aiFACS technique. A) Schema of the instrumental apparatus: BD FACSAria III 

implemented with the aiFACS device. The fluidics of the sorter is modified to allow the injection of a 

pharmacological agonist. Two syringes, one containing D-PBS (in grey) and the other containing the 

agonist (in green) are connected to their respective tubing: the D-PBS tubing (in grey) and the agonist 

tubing (in green). These are further connected to a downstream Y-shaped connector that enters the 

flow cell (the chamber in which the cells are aligned to pass one-by-one through the light beam for 

sensing). The sample is connected to the sorter through a tubing (in blue) having the same diameter as 

the agonist tubing (in green). A peristaltic micro-pump (P) allows to control the speed of solution 

injection and to synchronize it to the speed of sample flow in the sorter. The incubation time between 

each cell of the sample and the agonist is also controlled (red tubing). B) Time vs Fluo-4 AM bi-

parametric graph showing the response of the cells to different stimuli in real time. At time t0 the 

opening of the D-PBS valve starts the perfusion and the baseline levels of fluorescence (in the red 

rectangle) are obtained with continuous perfusion. At time t1 the D-PBS valve is closed and that of the 

agonist is opened. The magnitude of the cellular calcium response to the KCl agonist (50 mM final) is 

shown in the light-blue rectangle. At time t2 ionomycin is added to KCl as a positive control of 

stimulation. The maximal response of the cells is displayed in the green rectangle. C) Addition of 

beads to the agonist solution allows real time detection of the agonist presence. Bead fluorescence is 

shown in purple. D) aiFACS allows viable recovery of stimulated cells. Upper panels: discrimination 

of cells based on scatter parameters (FSC: forward scatter; SSC: side scatter) before sorting (55.3 % of 

the total population; left panel). The pre-sort viability is determined by labelling the cells with DAPI 

(95.5 % of the cells in the red region; right panel). Lower panels: discrimination of cells based on 

scatter parameters (FSC: forward scatter; SSC: side scatter) after sorting (90.9 % of the total 

population; left panel). The viability of the cells after KCl stimulation and aiFACS sorting is 

determined by re-analyzing the DAPI staining (99,7 % of the cells in the red region; right panel). E) 

Sorted neurons are viable and can grow neurites when plated on L-ornitin-coated glass coverslips, 
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cultivated for up to 6 Days In Vitro (DIV 6) in complete neurobasal medium and analyzed by 

immunocytochemistry (MAP2 staining). 63X Magnification - Scale bars: 10 µm. 

 

 

FIGURE 2. The gating strategy. A) Discrimination of cells based on scatter parameters (FSC: 

forward scatter; SSC: side scatter). Cells were gated according to their size/structure. GD1: gating-

dependent cell population 1; GD2: gating-dependent cell population 2. B) RNA was purified from WT 

GD1 and GD2 cells. Neuronal and non-neuronal marker levels were analyzed in both populations by 

RT-qPCR. The graph (on the left) shows mRNA expression relative to the total WT neuron 

suspension (WT input). GD1 and GD2 cells were live-imaged two hours after aiFACS sorting (on the 

right). 63X Magnification - Scale bars: 15 µm. 

 

 

FIGURE 3. Single-cell transcriptomic analysis of GD1 cells. A) Heatmap of marker gene 

expression for the nine identified cell clusters in the aggregated dataset before and after stimulation. 

Ex-Neurod2, Ex-Sept4, Ex-Selm and Ex-Top2a: excitatory clusters; Inh-Top2a, Inh-Sox4, and Inh-

Synpr: inhibitory clusters. Sema3c: ependymal cells. Akap7: oligodendrocytes. B) UMAP 

representation of the distribution of the nine clusters. C) UMAP representation of the two aggregated 

WT samples: baseline and AMPA. D) UMAP representation of the Meis2-expressing cell cluster. E) 

UMAP representation of the Neurod1-expressing cell cluster. F) UMAP representation of the 

Neurod2-expressing cell cluster. G) UMAP representation of the Gad2-expressing cell cluster. H) 

Relative proportion of cells by cluster type for individual samples. 

 

 

FIGURE 4. aiFACS multiplex analysis. A) Left panel: PND 18 WT and Fmr1-KO brains were 

processed by aiFACS. The brain dissociation is carried out mechanically with the gentleMACS™ 

Octo Dissociator (Miltenyi Biotec) and enzymatically with the Adult Brain Dissociation kit (Miltenyi 

Biotec). The selection of neuronal cells is performed magnetically with the Neuron Isolation Kit 
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(Miltenyi Biotec). Central panel: neurons from the two genotypes were multiplexed by fluorescent 

labeling with Wheat Germ Agglutinin (WGA; WGA647 for WT and WGA594 for Fmr1-KO), 

processed and analyzed simultaneously. Upper right panel: the injection of fluorescently-labeled beads 

simultaneous to the perfusion with AMPA (100 µM final) allows to monitor the agonist concentration 

in the flow cell. Central and lower panels: real-time monitoring of neuronal responses to AMPA 

stimulation through Fluo-4 fluorescence quantification. B) mRNA was purified from 5,000 GD1 cells 

and inhibitory and excitatory marker expression levels were quantified by RT-qPCR and compared in 

WT and Fmr1-KO. Marker expression upon AMPA stimulation at PND 18 in both genotypes is 

presented as the fold change respective to the expression of aiFACSed WT neurons (input WT). 

Results are presented as the mean ± SEM, Mann-Whitney test. p values: Meis2, * p = 0.0159; Neurod1 

* p = 0.0317; Neurod2 * p = 0.0286; Gad2 ns p = 0.9048. For Meis2, Neurod1 and Gad2: WT n = 4; 

Fmr1-KO n = 5. For Neurod2: WT n = 4; Fmr1-KO n = 4. Each n corresponds to two (non-littermate) 

mouse brains  and it is the mean of two independent replicates. C) Percentage of cells belonging to the 

nine clusters after single-cell analysis of AMPA response in WT and Fmr1-KO GD1 cells. Ex-

Neurod2, Ex-Sept4, Ex-Selm and Ex-Top2a: excitatory clusters; Inh-Top2a, Inh-Sox4, and Inh-Synpr: 

inhibitory clusters. Sema3c: ependymal cells. Akap7: oligodendrocytes. 

 

 

FIGURE 5. Baseline gene expression at PND 18 and PND 19. A) At PND18, mRNA was purified 

from 5,000 GD1 cells and inhibitory and excitatory marker expression levels were quantified by RT-

qPCR and compared between WT and Fmr1-KO brains. Baseline marker expression in both 

genotypes is presented respective to the expression of aiFACSed WT neurons (input WT). Results are 

presented as the mean ± SEM, Mann-Whitney test. p values: Meis2, ns p = 0.1905; Neurod1 * p = 

0.00317; Neurod2 * p = 0.0286; Gad2 ns p = 0.7302. For Meis2, Neurod1 and Gad2: WT n = 4; 

Fmr1-KO n = 5. For Neurod2: WT n = 4; Fmr1-KO n = 4. Each n corresponds to two non -littermate 

mouse brains and it is the mean of two independent replicates. B) At PN19, mRNA was purified from 

5,000 GD1 cells and inhibitory and excitatory marker expression levels were quantified by RT-qPCR 

and compared between WT and Fmr1-KO brains. Baseline marker expression in both genotypes is 
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presented respective to the expression of aiFACSed WT neurons (input WT). Results are presented as 

the mean ± SEM, Mann-Whitney test. p values: Meis2, ns p = 0.285; Neurod1 ns p = 0.2857; Neurod2 

ns p = 0.5714; Gad2 ns p = 0.1905. For Meis2, Neurod1 and Gad2: WT n = 5; Fmr1-KO n = 4. For 

Neurod2: WT n = 5; Fmr1-KO n = 3. Each n corresponds to two non-littermate mouse brains and it is 

the mean of two independent replicates. 
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