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Résumé – La dopamine joue un rôle majeur dans diverses fonctions cérébrales comme
la récompense, l’apprentissage, la régulation des comportements moteurs, etc. Des dys-
fonctionnements dans la signalisation dopaminergique sont associés à de nombreuses
maladies neuropsychiatriques, telles que la schizophrénie, la toxicomanie ou la maladie
de Parkinson. La dopamine exerce ses effets cellulaires principalement par la modu-
lation de la voie AMPc/PKA qui, dans les neurones, joue un rôle essentiel dans la
régulation de nombreuses propriétés cellulaires comme la croissance axonale, l’efficacité
de la transmission synaptique, ou encore l’excitabilité et la plasticité neuronale. Cette
cascade de signalisation est confinée dans des domaines subcellulaires spécifiques ainsi
que sur une échelle de temps précise. Le développement de biosenseurs optiques codés
génétiquement pour mesurer l’AMPc ou l’activité PKA a considérablement amélioré
notre compréhension de ces processus dans les neurones vivants : ils permettent un
suivi des cascades de signalisation, avec une résolution temporelle de quelques se-
condes, à l’échelle cellulaire et même subcellulaire. Dans cette revue, nous décrivons
des données récentes qui mettent en évidence les caractéristiques spatiales et tempo-
relles de la cascade AMPc/PKA lors de l’intégration de signaux neuromodulateurs,
en particulier par la dopamine. L’imagerie de biosenseurs, en fournissant une haute
résolution de lecture de ces événements, émerge aujourd’hui comme un outil de pointe
pour décrypter les mécanismes subtils de la signalisation intracellulaire.

Mots clés : Protéine kinase A / AMP cyclique / phosphodiestérases / imagerie de biosenseurs /
dopamine

Abstract – Physiopathology of cAMP/PKA signaling in neurons.

Cyclic adenosine monophosphate (cAMP) and the cyclic-AMP dependent protein ki-
nase (PKA) regulate a plethora of cellular functions in virtually all eukaryotic cells.
In neurons, the cAMP/PKA signaling cascade controls a number of biological prop-
erties such as axonal growth, synaptic transmission, regulation of excitability or long
term changes in the nucleus. Genetically-encoded optical biosensors for cAMP or PKA
considerably improved our understanding of these processes by providing a real-time
measurement in living neurons. In this review, we describe the recent progresses made
in the creation of biosensors for cAMP or PKA activity. These biosensors revealed
profound differences in the amplitude of the cAMP signal evoked by neuromodula-
tors between various neuronal preparations. These responses can be resolved at the
level of individual neurons, also revealing differences related to the neuronal type.
At the subcellular level, biosensors reported different signal dynamics in domains like
dendrites, cell body, nucleus and axon. Combining this imaging approach with phar-
macology or genetical models points at phosphodiesterases and phosphatases as critical
regulatory proteins. Biosensor imaging will certainly help understand the mechanism
of action of current drugs as well as help in devising novel therapeutic strategies for
neuropsychiatric diseases.
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Abréviations

AC adénylyl cyclase
AMPc adénosine monophosphate cyclique
AKAR senseur de l’activité PKA
AKAP protéine d’ancrage de la PKA
C sous-unité catalytique de la PKA
CFP Cyan Fluorescent Protein
CNG canaux activés par les nucléotides

cycliques
CREB facteur de transcription régulé par

l’AMPc
DARPP-32 Dopamine- and cAMP-regulated

phosphoprotein
Epac protéine d’échange directement activée

par l’AMPc
FRET transfert d’énergie par résonance de

type Förster
GCs guanylyl cyclase soluble
Gi protéine G inhibitrice
Gs protéine G stimulatrice
HCN canaux activés par hyperpolarisation et

par les nucléotides cycliques
NO oxyde nitrique
PDE phosphodiestérase
PKA protéine kinase A
PKG protéine kinase dépendante du GMPc
PP1 protéine phosphatase de type 1
R sous-unité catalytique de la PKA
YFP Yellow Fluorescent Protein

Introduction

L’adénosine monophosphate cyclique (AMPc) et la
protéine kinase A (PKA) sont impliquées dans pra-
tiquement tous les processus physiologiques. La sti-
mulation de certains récepteurs couplés aux protéines
G conduit à l’activation de protéines stimulatrices
(Gs) ou inhibitrices (Gi), qui à leur tour modulent
l’activité des adénylyl cyclases (AC) et la production
d’AMPc. L’AMPc affecte différents types d’effecteurs
en aval, comme des canaux activés par les nucléotides
cycliques (CNG) (Craven & Zagotta, 2006), les ca-
naux cationiques activés par l’hyperpolarisation de
la famille Ih (Kaupp & Seifert, 2001), la protéine
d’échange directement activée par l’AMPc (Epac)
(Gloerich & Bos, 2010), ou encore la protéine ki-
nase AMPc-dépendante ou protéine kinase A (PKA)
(Taylor et al., 1990 ; Tasken & Aandahl, 2004).

La PKA est un tétramère constitué de deux sous-
unités régulatrices (R) et de deux sous-unités cataly-
tiques (C). Lors de la fixation de l’AMPc à la PKA,
les sous-unités C se dissocient des sous-unités R, et
phosphorylent une multitude de protéines cibles. Le si-
gnal AMPc/PKA, comme beaucoup d’autres signaux

cellulaires, a lieu dans l’espace complexe de la cel-
lule vivante. Dans la dimension temporelle, le signal
AMPc/PKA augmente à la suite d’un stimulus neu-
romodulateur, puis diminue au fil du temps lorsque
le stimulus cesse et/ou lorsque des mécanismes de
rétroaction ramènent ce dernier vers le niveau de base.
La dimension spatiale joue également un rôle impor-
tant car la concentration en molécules de signalisation
diminue avec la distance : l’AMPc diffuse dans le vo-
lume cytosolique tout en étant dégradé par les phos-
phodiestérases, des processus classiquement modélisés
par des équations de réaction-diffusion. Les inter-
actions protéine-protéine, telles que celles médiées
par des protéines d’ancrage comme les AKAP, main-
tiennent à proximité tous les partenaires de la cas-
cade de signalisation au sein de �� microdomaines de
signalisation �� (Bockaert et al., 2010 ; Taylor et al.,
2012 ; Scott et al., 2013). En plus de ces facteurs, la
géométrie de la cellule peut affecter l’intégration du
signal, avec un rapport surface/volume élevé favori-
sant l’accumulation d’AMPc et l’activation forte de
la PKA dans des domaines cellulaires de petite taille
(Neves et al., 2008). Ces caractéristiques temporelles
et spatiales de l’intégration des signaux neuromodu-
lateurs sont particulièrement critiques dans le cas des
neurones : ces cellules présentent des domaines mor-
phologiques complexes tels que l’arbre dendritique, les
épines, le corps cellulaire, les axones. . . chacun doté de
fonctions spécifiques. Des méthodologies telles que les
biosenseurs optiques codés génétiquement permettent
ainsi d’analyser les dimensions temporelles et spatiales
de l’intégration d’un signal neuromodulateur dans un
neurone (Zhang et al., 2002 ; Miyawaki, 2003).

De nombreux biosenseurs ont été créés pour
différents signaux biologiques (Lalonde et al., 2005 ;
Van Engelenburg & Palmer, 2008 ; Carlson &
Campbell, 2009 ; Morris, 2010 ; Sipieter et al., 2013),
certains d’entre eux étant conçus plus spécifiquement
pour des applications dans les neurosciences, comme
les biosenseurs pour la mesure du calcium intracellu-
laire ou du potentiel de membrane (Knopfel, 2012 ;
Looger & Griesbeck, 2012) ou encore des biosenseurs
sensibles au glutamate (Okumoto et al., 2005 ; Dulla
et al., 2008 ; Hires et al., 2008 ; Marvin et al., 2013).
Dans ce domaine en pleine expansion, cette revue se
concentre spécifiquement sur la cascade de signalisa-
tion AMPc/PKA dans les neurones.

Biosenseurs FRET pour évaluer les signaux
AMPc ou PKA

L’utilisation d’approches biochimiques telles que le
dosage radio-immunologique permet la mesure des
concentrations d’AMPc totaux ou des activités ki-
nases dans des tissus ou des homogénats de cellules.
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Fig. 1. Biosenseurs FRET pour l’AMPc et la PKA. A) Biosenseur EpaSH150, sonde AMPc constituée du domaine de
fixation à l’AMPc de la protéine Epac1, d’un fluorophore donneur, la mTurquoise2, et d’un fluorophore accepteur, la
cp174Citrine. La fixation d’une molécule d’AMPc au domaine senseur de la sonde EpacSH150 occasionne l’éloignement
des deux fluorophores, et une diminution du transfert d’énergie entre les deux fluorophores. B) AKAR3, sonde PKA
constituée d’un domaine substrat de la PKA, d’un domaine de reconnaissance des acides aminés phosphorylés (le domaine
FHA, Forkhead-associated domain), d’un fluorophore donneur, la CFP, et d’un fluorophore accepteur, la cpVenus. La
phosphorylation par la PKA du résidu thréonine inclus dans le domaine senseur de la sonde AKAR3 occasionne le
rapprochement des deux fluorophores, et une augmentation du transfert d’énergie entre eux. L’augmentation du rapport
de fluorescence accepteur/donneur (ratio F535/F480) reflète l’équilibre entre l’activité de phosphorylation par la PKA
et de déphosphorylation par les phosphatases.

Bien que très spécifiques et sensibles, ces approches
nécessitent de grandes quantités de cellules ou de
tissu, ce qui rend impossible d’analyser en temps réel
et dans des domaines subcellulaires la dynamique de
ces événements. Les canaux ioniques sensibles aux
nucléotides cycliques comme les canaux activés par
les nucléotides cycliques (CNG et HCN) (Craven &
Zagotta, 2006) fournissent un moyen de suivre les va-
riations de concentration en AMPc avec une excel-
lente résolution temporelle, grâce à des enregistre-
ments électrophysiologiques. De plus, les canaux CNG
ont été modifiés pour améliorer leur sensibilité pour
l’AMPc (Rich et al., 2001b) et cette approche a fourni
des informations importantes au sujet de la compar-
timentation sous-membranaire du signal AMPc (Rich
et al., 2001a). L’utilisation de ces canaux est cepen-

dant difficile dans les neurones où leur expression se-
rait susceptible de perturber l’excitabilité en provo-
quant une entrée de calcium, et les enregistrements
électrophysiologiques ne fournissent aucune informa-
tion spatiale. Le développement de biosenseurs FRET
a permis de surmonter ces limites en rendant possible
la visualisation des fluctuations AMPc ou PKA dans
des cellules individuelles, avec une haute résolution
spatiale et temporelle.

Les biosenseurs basés sur le principe de FRET
(transfert d’énergie par résonance de type Förster)
sont constitués d’un domaine sensible au signal biolo-
gique d’intérêt disposé entre une paire de fluorophores,
le donneur et l’accepteur (Figure 1). Le FRET est
le processus physique par lequel l’énergie d’un fluoro-
phore excité (le donneur) est transférée par résonance
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à un fluorophore voisin (l’accepteur). Ce phénomène
dépend fortement de la distance et/ou de l’orienta-
tion relative entre le donneur et l’accepteur (Wouters
et al., 2001 ; Jares-Erijman & Jovin, 2003). Dans un
biosenseur FRET, le signal biologique, par exemple
l’AMPc, déclenche un changement de conformation
du domaine sensible, ce qui modifie l’efficacité de
FRET entre donneur et accepteur, conduisant à des
changements de leurs intensités (ou durée de vie) de
fluorescence. Ces variations dans les propriétés de fluo-
rescence sont mesurables en temps réel par microsco-
pie optique sur des cellules vivantes exprimant ces
biosenseurs.

Certaines limitations de l’imagerie de biosenseurs
comprennent la sensibilité à la photodestruction des
fluorophores, le pH et la température, et il est donc
souhaitable d’utiliser les fluorophores les plus brillants
et les plus stables. Ainsi, profitant du fluorophore don-
neur Turquoise dérivé de la CFP et utilisant le sque-
lette de la protéine Epac1, le biosenseur TEpacVV

présente une photostabilité fortement accrue et un
signal d’amplitude remarquable (Klarenbeek et al.,
2011). L’amélioration radicale des propriétés de bio-
senseur a ouvert de nouvelles possibilités, en particu-
lier en neurobiologie (Polito et al., 2013).

Au-delà de la mesure directe de sa concentration,
les effets de l’AMPc sur l’activité PKA peuvent être
étudiés en utilisant un biosenseur de l’activité PKA de
type AKAR. Les biosenseurs FRET de type AKAR
sont composés d’un domaine qui se lie sur les peptides
phosphorylés et d’un substrat spécifique de la PKA,
l’ensemble étant placé entre les fluorophores de type
CFP et YFP : lorsque le domaine substrat est phos-
phorylé par la PKA, le domaine de reconnaissance des
phosphoamino-acides s’y lie, ce qui entrâıne un chan-
gement de conformation, conduisant à une augmen-
tation de FRET entre la CFP et la YFP. Bien que
communément nommés �� biosenseurs PKA ��, il faut
garder à l’esprit que le niveau de phosphorylation de
ces derniers reflète l’équilibre entre la phosphorylation
effectuée par PKA d’une part et la déphosphorylation
effectuée par les phosphatases d’autre part.

Après la première preuve de concept de AKAR1,
qui manquait de réversibilité (Zhang et al., 2001),
AKAR2 fut un rapporteur efficace (Zhang et al.,
2005), et a été remplacé rapidement par AKAR3, dans
lequel l’accepteur a été substitué par une citrine per-
mutée circulairement (Allen & Zhang, 2006). Par la
suite, le changement du donneur par une protéine
céruléenne plus brillante donna naissance à AKAR4
(Depry et al., 2011) tandis que le changement par une
aquamarine (AqAKARCit) améliora la photostabilité
et la résistance au pH (Erard et al., 2013). Ces étapes
illustrent le long processus de création des biosenseurs
qui, grâce au criblage à haut débit, permettent d’obte-
nir des améliorations rationnelles comme l’utilisation
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Fig. 2. Cinétique et amplitude des réponses PKA à la
membrane, dans le cytosol et dans le noyau dans les neu-
rones thalamiques intralaminaires, à la suite de l’activation
des récepteurs à la sérotonine de type 5-HT7. L’activation
de la PKA à la membrane a été mesurée à l’aide des enre-
gistrements de patch-clamp du courant potassique sensible
à la PKA. L’activation de la PKA dans le cytosol et dans
le noyau a été mesurée par imagerie ratiométrique, en uti-
lisant les biosenseurs AKAR2 et AKAR2-NLS.

de fluorophores plus performants, le tout agrémenté
de coups de chance occasionnels.

Une stratégie similaire a été suivie pour suivre le
niveau de phosphorylation de la protéine CREB, un
facteur de transcription essentiel. CREB est phospho-
rylée par la PKA, ainsi que par la kinase dépendante
de la calmoduline de type IV et par les MAP kinases.
Ce biosenseur, appelé ICAP, mesure le niveau d’acti-
vation de CREB après phosphorylation par la PKA
ou par les MAP kinases (Friedrich et al., 2010).

Analyse spatiale du signal AMPc/PKA
dans les neurones

Grâce à la microscopie optique, l’imagerie de bio-
senseurs permet d’acquérir des données dans une di-
mension spatiale bien définie, que ce soit dans des
neurones individualisés ou dans des compartiments
subcellulaires spécifiques.

Des biosenseurs dérivés d’Epac ou de type AKAR
ont démontré que l’intégration du signal diffère se-
lon le domaine subcellulaire considéré. Par exemple,
dans les dendrites fins et/ou le compartiment sous-
membranaire, les neuromodulateurs produisent des ef-
fets rapides (< 1 min) et puissants sur l’excitabi-
lité de la membrane, conformément à un couplage
fonctionnel très efficace entre les récepteurs, les cy-
clases, la PKA et les canaux cibles. En revanche, le
signal PKA dans le cytosol du corps cellulaire est
plus lent (∼ 6 min) et d’amplitude moindre. Enfin,
le noyau intègre ces signaux cytosoliques sur des
périodes de plusieurs dizaines de minutes (Figure 2),
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conformément à la diffusion passive de la sous-unité
catalytique de la PKA libre dans le noyau, ce qui
résulte en une modulation graduelle de l’expression
génique (Gervasi et al., 2007).

Des réponses à la forskoline plus rapides ont été
observées dans les neurones pyramidaux du cortex
préfrontal (60 s), dans les neurones épineux moyens
du striatum (25 s) (Castro et al., 2013), et dans les
cellules ganglionnaires de rétine (20 s) (Dunn et al.,
2006).

Les neurones striataux, à l’inverse de la majorité
des autres types cellulaires y compris neuronaux, ont
une capacité spécifique de décoder des signaux do-
paminergiques très brefs (Castro et al., 2013). Ces
signaux dopaminergiques phasiques ont été mimés
par la libération de dopamine à partir d’un composé
�� cagé ��, le (N)-1-(2-Nitrophényl)éthylcarboxy-3,4-
dopamine (NPEC-dopamine), sous l’effet d’un flash
de lumière ultraviolette, tandis qu’en parallèle, l’acti-
vité PKA était mesurée avec la sonde AKAR3. Pour
le cortex et pour le striatum, cette libération quasi-
instantanée de dopamine a induit des augmentations
transitoires du ratio d’émission d’AKAR3. Cependant,
les réponses globales ont différé considérablement
entre les deux régions cérébrales : les neurones cor-
ticaux ont été peu sensibles à la dopamine, alors
que les neurones striataux ont activé la PKA de
manière quasi maximale. Autre fait important, seuls
les neurones striataux ont vu augmenter l’expres-
sion des gènes c-fos après cette stimulation brève,
montrant leur capacité à répondre très rapidement
à ce stimulus neuromodulateur au niveau génique.
De telles différences ont été associées à l’expression
différentielle des protéines de signalisation comme
les phosphodiestérases (PDE), les adénylyl cyclases,
ou la DARPP-32, qui déterminent les propriétés
intégratives de chaque neurone (Castro et al., 2013).

Chez la drosophile, l’imagerie de biosenseurs a
révélé des réponses différentes à la dopamine, à l’octo-
pamine, ou à la forskoline dans différents domaines cel-
lulaires (Tomchik & Davis, 2009 ; Gervasi et al., 2010).

Pour comprendre les règles qui déterminent la pro-
pagation du signal AMPc depuis les dendrites jusqu’au
noyau, une étude a combiné modélisation informatique
et imagerie de biosenseurs, ce qui a permis d’étudier
la relation inattendue entre la distance des stimuli par
rapport au corps cellulaire du neurone et l’activation
de la PKA dans son noyau (Li et al., 2015). De manière
inattendue, l’efficacité de la production de l’AMPc
pour déclencher des réponses nucléaires n’est pas une
fonction linéaire décroissant avec la distance depuis
le corps cellulaire, mais est clairement non linéaire en
raison de la géométrie dendritique, qui est susceptible
d’amplifier les signaux en aval de l’AMPc et de contre-
balancer les effets de la distance entre le noyau et le
site d’activation.

L’imagerie simultanée des signaux calciques et
AMPc/PKA a également apporté un nouveau re-
gard sur l’interaction entre ces deux cascades de si-
gnalisation dans des types cellulaires non neuronaux
variés (Landa et al., 2005 ; Harbeck et al., 2006 ;
Willoughby & Cooper, 2006). La même approche
quantitative appliquée à des neurones présentant une
activité spontanée a montré des interactions directes
entre le calcium périodique et des changements tran-
sitoires d’AMPc. Cela a été illustré dans les neu-
rones de la moelle épinière en développement dans
lesquels un signal calcique a déclenché des augmen-
tations transitoires en AMPc, et réciproquement, les
niveaux d’AMPc régulaient la fréquence des transi-
toires calciques (Gorbunova & Spitzer, 2002). Dans les
cellules ganglionnaires de rétine, l’activation du signal
AMPc/PKA par le calcium résulte de l’activité com-
binée des adénylyl cyclases transmembranaires et so-
lubles (Dunn et al., 2009). Plus récemment, Nicol et al.
(2011) ont décrit que l’interaction calcium/AMPc va-
rie selon les régions du cône de croissance des neurones
chez le xénope.

Des analyses plus poussées sur la compartimen-
tation subcellulaire du signal AMPc/PKA peuvent
être réalisées en utilisant des séquences d’adressage
pour localiser le biosenseur dans d’autres domaines
subcellulaires d’intérêt. Cela a été effectué dans des
cellules non neuronales variées (Zhang et al., 2001 ;
Allen & Zhang, 2006 ; Wachten et al., 2010) mais
pas appliqué dans des préparations neuronales jusqu’à
présent. Cette tâche pourrait s’avérer difficile car de
nombreux artéfacts peuvent être causés par l’expres-
sion de grandes quantités de biosenseurs localisés dans
un domaine cellulaire restreint, allant d’effets environ-
nementaux sur le signal de fluorescence du biosenseur
à une perturbation des microdomaines de signalisa-
tion par le biosenseur en lui-même. De façon alterna-
tive, l’imagerie de biosenseurs pourrait s’avérer utile
pour l’analyse de l’effet des perturbations des micro-
domaines de signalisation sur la propagation intracel-
lulaire et l’intégration du signal : à titre d’exemple,
l’inhibition de l’interaction PKA/AKAP avec le pep-
tide Ht31 ou l’interférence ARN (shARN) diminuent
fortement l’efficacité du signal AMPc sur la phospho-
rylation de CREB, résultats apportés par le biosenseur
ICAP (Friedrich et al., 2010).

Amplitude du signal AMPc/PKA

De fortes réponses AMPc aux stimulations beta-
adrénergiques ont été enregistrées avec la sonde
Epac1-camps dans des types cellulaires variés comme
les macrophages, les cardiomyocytes, ou les fibro-
blastes (Leroy et al., 2008 ; Calebiro et al., 2009). Des
lignées cellulaires ont également démontré leur capa-
cité à produire de fortes réponses AMPc, telle la lignée
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de cellules pancréatiques MIN6 (Landa et al., 2005),
qui répond fortement au glucose, ou la lignée de cel-
lules HEK-293, qui répond à l’activation du récepteur
β2-adrénergique (Violin et al., 2008). Dans les neu-
rones, des oscillations spontanées des niveaux d’AMPc
ont été enregistrées dans des cellules ganglionnaires
de rétine en culture, avec une sonde de faible sensi-
bilité pour l’AMPc (Dunn et al., 2006), et de fortes
réponses AMPc ont été enregistrées avec la sonde
Epac1-camps après stimulation β-adrénergique dans
des neurones de l’hippocampe en cultures primaires
(Nikolaev et al., 2004 ; Neves et al., 2008 ; Calebiro
et al., 2009), ou après stimulation par l’ATP dans des
tranches de tronc cérébral en culture (Mironov et al.,
2009).

À l’inverse de ces fortes réponses, dans le cytosol
de neurones pyramidaux, seules de petites réponses
ont été enregistrées avec les biosenseurs de l’AMPc
à la suite de l’activation de divers récepteurs couplés
à des protéines Gs : les récepteurs aux monoamines
(récepteurs β-adrénergiques et D1-dopaminergiques),
ainsi que les récepteurs aux neuropeptides (VIP, CRF,
PACAP) ont tous échoué à activer la sonde Epac1-
camps, une sonde dont l’EC50 pour l’AMPc est de
2,4 μM (Castro et al., 2010, 2013 ; Hu et al., 2011).
Cependant, lorsque les agonistes des récepteurs β1-
adrénergiques ou D1-dopaminergiques ont été testés
avec la sonde plus sensible Epac2-camps300, des
réponses positives ont été obtenues (Castro et al.,
2010, 2013). Au niveau de la PKA, l’activation de
ces divers récepteurs a produit des réponses allant de
20 à 80 % de la réponse maximale (Hu et al., 2011 ;
Nomura et al., 2014), montrant qu’en dépit des pe-
tites quantités d’AMPc produites par l’activation de
ces récepteurs, la PKA était, quant à elle, efficacement
activée dans le cytosol. Cette observation a ensuite été
précisée pour le récepteur D1-dopaminergique dans
les neurones corticaux pyramidaux, et trois biosen-
seurs différents ont apporté des réponses d’ampli-
tude croissante, en accord avec la sensibilité croissante
de ces derniers : Epac1camps < Epac2-camps300 <
AKAR3 (Castro et al., 2013). En somme, ces données
montrent que l’activation de divers récepteurs couplés
aux protéines Gs dans les neurones corticaux py-
ramidaux amène à de petites réponses AMPc, de
l’ordre du micromolaire, mais suffisantes pour activer
la PKA. Des études de modélisation ont suggéré que
la concentration en AMPc libre dans le corps cellu-
laire était d’environ 250 nM durant la stimulation des
récepteurs β1-adrénergiques : cette faible concentra-
tion en AMPc résulterait d’une production d’AMPc
par les adénylyl cyclases conjuguée à une forte activité
des phosphodiestérases, en particulier celle de type 4
(PDE4), exerçant un rôle majeur dans la dégradation
de l’AMPc dans ces neurones (Neves et al., 2008 ;
Castro et al., 2010). Ce faible niveau d’AMPc dans les

neurones matures présents dans des préparations de
tranches de cerveau contraste avec les fortes réponses
AMPc obtenues dans les neurones de cultures em-
bryonnaires, suggérant que le niveau d’AMPc pourrait
être fonction du stade de développement : les neurones
indifférenciés auraient besoin de niveaux élevés en
AMPc pour crôıtre et établir leurs connexions (Dunn
& Feller, 2008), un processus qui pourrait être lié à
l’expression d’autres types d’adénylyl cyclases telles
que l’AC8 dans les neurones embryonnaires, et qui
serait nécessaire à la différenciation axonale et den-
dritique (Shelly et al., 2010). Plus tard, lorsque les
connexions sont établies, le maintien de hauts ni-
veaux d’AMPc s’avèrerait inutilement coûteux pour
les neurones, et le maintien en parallèle de bas niveaux
d’AMPc serait nécessaire à l’établissement d’une com-
partimentation subcellulaire des réponses AMPc. En
cela, la PDE4 est critique pour le maintien de cette
compartimentation subcellulaire dans les neurones py-
ramidaux où de hauts niveaux d’AMPc ne sont pro-
duits que dans l’espace sous-membranaire (Castro
et al., 2010).

Cependant, ce modèle ne s’applique pas à toutes
les régions cérébrales : à la différence des neu-
rones corticaux pyramidaux, les neurones épineux
striataux répondent à l’activation du récepteur D1-
dopaminergique en produisant de hauts niveaux
d’AMPc (Castro et al., 2013). Un certain nombre
de spécificités biochimiques des neurones striataux,
comme un déficit d’activité PDE4, une activité des
adénylyl cyclases importante, et un mécanisme de
rétrocontrôle positif exercé au niveau des phospha-
tases suggère que ces neurones sont spécialement
équipés pour produire d’importants niveaux d’AMPc.
On pense que cette particularité est liée à la fonction
de ces neurones, impliqués dans la détection des si-
gnaux dopaminergiques très brefs associés à un signal
de récompense.

Régulation par les phosphodiestérases
et phosphatases

Le fonctionnement du cerveau fait intervenir un grand
nombre de neuromodulateurs, et la régulation de la si-
gnalisation par les seconds messagers y est donc parti-
culièrement complexe. Le signal AMPc/PKA débute
à un moment précis par la libération de neuromodula-
teurs, déclenchant une série de réponses activatrices,
suivies de près par des mécanismes de rétroaction
négative qui permettent à la cellule de revenir à
l’état �� de base ��. Ces contrôles négatifs comprennent
les phosphodiestérases qui dégradent efficacement les
nucléotides cycliques, et les phosphatases qui contre-
carrent l’action de la PKA.
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Les 21 gènes qui composent les 11 familles de PDE
sont transcrits en plus de 50 variants par épissage
alternatif, traduits en enzymes aux propriétés par-
fois différentes, avec des distributions intracellulaires
uniques et des domaines régulateurs particuliers. Par
exemple, dans les cellules ganglionnaires de la rétine,
la signalisation AMPc/PKA stimulée par le calcium
est fortement régulée par la PDE1, qui est elle-même
activée par le calcium (Dunn et al., 2009). Cette
variété de cascades biochimiques dépendant du cal-
cium converge ensuite vers une régulation du signal
AMPc à la fois dans le temps et dans l’espace.

Dans les neurones pyramidaux du cortex, l’uti-
lisation de biosenseurs a permis de démontrer que
la PDE4 est un intégrateur crucial des réponses
adrénergiques et dopaminergiques, permettant la
compartimentation subcellulaire du signal d’AMPc
(Castro et al., 2010). En effet, dans le cytosol so-
matique, la PDE4 régule étroitement l’amplitude des
réponses AMPc alors que dans les dendrites fins, où
le rapport surface/volume est augmenté, la PDE4
contrôle la production tonique d’AMPc produit par
les adénylyl cyclases tandis que la géométrie facilite
l’obtention de concentrations élevées en AMPc (Neves
et al., 2008 ; Castro et al., 2010, 2013).

Les premières études de réponses AMPc utili-
sant la sonde Epac1-camps dans des neurones in-
dividuels de drosophiles ont révélé l’existence de
sous-populations spécifiques de neurones répondant
différemment à un même neuromodulateur (Shafer
et al., 2008 ; Duvall & Taghert, 2012). Cette mesure
à l’échelle de neurones individuels s’est révélée es-
sentielle pour l’étude des neurones épineux moyens,
qui constituent l’essentiel de la population neuronale
du striatum : environ la moitié d’entre eux exprime
des récepteurs à la dopamine du type D1 et appar-
tient anatomiquement à la �� voie directe ��, alors que
l’autre moitié exprime des récepteurs à la dopamine du
type D2, ainsi que des récepteurs A2A à l’adénosine,
et appartient à la �� voie indirecte �� (Bateup et al.,
2008 ; Bertran-Gonzalez et al., 2008). Les récepteurs
à la dopamine du type D1 et les récepteurs A2A à
l’adénosine sont couplés positivement à la cascade de
signalisation intracellulaire AMPc/PKA, alors que les
récepteurs à la dopamine du type D2 sont couplés
négativement à la cascade AMPc/PKA. En microsco-
pie bi-photonique, l’imagerie de biosenseurs montre
clairement cette dichotomie, avec la moitié des neu-
rones striataux qui répond à l’activation du récepteur
D1, alors que l’autre moitié répond à la stimula-
tion des récepteurs A2A (Castro et al., 2013 ; Polito
et al., 2015). Cette approche d’imagerie permet ainsi
l’analyse spécifique des réponses AMPc/PKA dans
des neurones fonctionnels identifiés et individualisés
dans le contexte anatomique intact de la tranche de
cerveau.

La complexité de la régulation exercée par les
PDE est illustrée dans les neurones du striatum, qui
expriment des niveaux élevés d’ARN messager des
PDE1B, PDE2A et PDE10A (Seeger et al., 2003 ;
Coskran et al., 2006 ; Heiman et al., 2008 ; Lakics
et al., 2010 ; Kelly et al., 2014). Ces enzymes sont ca-
pables de dégrader l’AMPc et le cGMP, mais leur dis-
tribution subcellulaire et/ou leur mise en action par
des mécanismes particuliers permet une action fonc-
tionnelle spécifique.

Par exemple, la PDE10A régule le taux tonique
d’AMPc, et son inhibition induit une augmenta-
tion équivalente de la concentration intracellulaire
de l’AMPc dans les neurones D1 et D2 (Figure 3).
Étonnamment, le signal PKA a été observé exclusi-
vement dans les neurones D2 MSN. Cette différence
entre les neurones D1 et D2 est due à l’activité de
la protéine phosphatase de type 1 (PP1). Celle-ci est
très active dans les neurones D1 et annule l’effet de la
PKA en déphosphorylant aussitôt les substrats de la
PKA. En revanche, dans les neurones D2, la protéine
DARPP-32 inhibe fortement l’activité PP1. En l’ab-
sence de cette activité phosphatase, la PKA exerce des
effets puissants et durables (Polito et al., 2015).

Interaction AMPc / GMPc : rôle de la PDE2

Les effets fonctionnels de la cascade de signalisation
AMPc ont été largement documentés dans le stria-
tum (Hervé & Girault, 2005) mais la signalisation
cGMP est beaucoup moins connue. Le cGMP est pro-
duit par la guanylyl cyclase soluble (GCs) en réponse
à l’oxyde nitrique (NO) et régule divers processus
neurobiologiques (Garthwaite, 2008). La guanylyl cy-
clase soluble est fortement exprimée dans le striatum
(Ariano et al., 1982 ; Matsuoka et al., 1992 ; Ding et al.,
2004) tandis que le NO, produit par des interneu-
rones striataux (Vincent & Kimura, 1992 ; Rushlow
et al., 1995 ; Kawaguchi, 1997 ; Vincent, 2000), dif-
fuse dans tout le complexe striatal, augmentant la
transmission synaptique dopaminergique (West et al.,
2002 ; West & Grace, 2004 ; West & Tseng, 2011). Plus
précisément, le NO diffuse dans les dendrites des neu-
rones du striatum et y module la plasticité synaptique
cortico-striatale in vitro (Calabresi et al., 1999, 2000)
et in vivo (West & Grace, 2004). Bien que ces effets
impliquent clairement le GMPc, l’identité moléculaire
des effecteurs en aval du cGMP reste incertaine, en
particulier parce que la cible habituelle du GMPc,
la protéine kinase dépendante du GMPc (PKG), est
faiblement exprimée dans ces neurones (El-Husseini
et al., 1995, 1999 ; de Vente et al., 2001).

Fait intéressant, les régions du cerveau telles
que l’hippocampe et le striatum, qui expriment
des niveaux élevés de guanylyl cyclase soluble
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Fig. 3. Rôle des phosphodiestérases 2 et 10 (PDE2 et PDE10) dans les neurones épineux moyens de type D1 et de type
D2 du striatum. L’inhibition de la PDE10A augmente l’AMPc et active la PKA à des niveaux similaires dans les deux
types de neurones. Dans les neurones de type D2, la phosphorylation de la DARPP-32 inhibe la protéine phosphatase
PP-1 : les substrats de la PKA restent donc dans l’état phosphorylé, à la fois dans le cytosol et dans le noyau. Dans
les neurones de type D1, la DARPP-32 est dans un état déphosphorylé : PP-1 est pleinement active et déphosphoryle
les substrats de la PKA. En parallèle, la PDE2 apparâıt comme un effecteur important de la signalisation par l’oxyde
d’azote (NO), en modulant indirectement le signal AMPc via le GMPc.

(Matsuoka et al., 1992 ; Ding et al., 2004), expriment
également des niveaux très élevés de PDE2 (Repaske
et al., 1993 ; Wykes et al., 2002 ; Van Staveren et al.,
2003 ; Lin et al., 2010). Ceci suggère que le rôle majeur
du GMPc, au lieu d’activer la PKG, pourrait être de
réguler le niveau d’AMPc via l’activation de la PDE2.
En effet, une caractéristique de la PDE2 est une acti-
vation allostérique de l’activité phosphodiestérase par
le GMPc : en l’absence de GMPc, l’activité de la
PDE2 vis à vis de l’AMPc est faible, mais en présence
du GMPc son activité augmente fortement (Martins
et al., 1982 ; Martinez et al., 2002). L’interaction entre
les signaux AMPc et GMPc par PDE2 a été bien ca-
ractérisée dans le système cardio-vasculaire (Maurice,
2005 ; Nikolaev et al., 2005), où la régulation de
l’AMPc se produit dans un espace confiné et dépend
de la source de GMPc (Castro et al., 2006 ; Stangherlin
et al., 2011). La régulation des nucléotides cycliques
par la PDE2 a été également démontrée dans les neu-
rones du thalamus (Hepp et al., 2007) et du stria-
tum (Lin et al., 2010). Plus précisément, l’imagerie
de biosenseurs a montré que l’activation de la cascade
NO/GMPC réduit fortement les signaux AMPc tran-
sitoires dans les neurones D1 et D2 du striatum (Polito
et al., 2013). Ceci est dû à une activation de la PDE2
par le GMPc (Figure 1). Cet effet inhibiteur du GMPc
sur l’AMPc joue certainement un rôle fonctionnel im-
portant puisque son effet se propage en aval, au niveau
de la réponse PKA induite par la dopamine.

Pathologies du système nerveux central

L’évolution de nombreuses maladies du SNC s’accom-
pagne de remodelages de la signalisation AMPc/PKA.
La connaissance des événements moléculaires qui
contribuent à un dysfonctionnement moteur dans la
maladie de Parkinson a progressé rapidement au cours
de la dernière décennie. Des études sur des modèles
animaux ainsi que chez les patients atteints par cette
maladie montrent des adaptations puissantes de la
neuromodulation dopaminergique lors de la maladie.
D’abord, l’absence de stimulation liée à la perte des
neurones dopaminergiques, puis la stimulation exces-
sive durant le traitement à la L-DOPA, conduisent à
des changements adaptatifs dans les neurones épineux
moyens du striatum et à des modifications de la
réponse fonctionnelle.

Dans le domaine de la psychiatrie, des études cli-
niques et pharmacologiques démontrent une baisse
des niveaux d’expression des sous-unités régulatrices
(RII beta) et catalytiques de la PKA chez les pa-
tients dépressifs mélancoliques, comparés à ceux des
patients non mélancoliques et des sujets sains (Akin
et al., 2005), alors que dans les troubles bipolaires,
les niveaux d’expression des sous-unités catalytiques
et régulatrices (RIIbeta) de la PKA augmentent
(Chang et al., 2003). La PKA n’est pas le seul ac-
teur de la signalisation AMPc qui se trouve affecté
dans les troubles psychiatriques : plusieurs gènes
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de la signalisation AMPc, dont notamment les gènes
codant pour la PDE10A et la sous-unité alpha des
protéines G stimulatrices, présentent des polymor-
phismes associés avec les troubles bipolaires ou la
schizophrénie (Tam et al., 2010 ; Kerner et al., 2011 ;
McDonald et al., 2012 ; Talkowski et al., 2012).

Il est difficilement envisageable de fonder une
stratégie thérapeutique sur une pharmacologie ci-
blant la PKA, car celle-ci est ubiquitaire et présente
peu de variations susceptibles de créer des inhibi-
teurs sélectifs. En revanche, la grande diversité d’iso-
formes des phosphodiestérases, ainsi que leur ex-
pression restreinte à des régions du cerveau, voire
même des types neuronaux spécifiques, laisse envi-
sager la possibilité d’une action ciblée avec des ef-
fets indésirables périphériques réduits. Ainsi, après
la création du sildenafil (inhibiteur de PDE5 plus
connu sous le nom de Viagra), les entreprises phar-
maceutiques se sont lancées dans des projets ciblant
la plupart des phosphodiestérases avec comme am-
bition de traiter des pathologies neurologiques ou
psychiatriques. Par exemple, l’inhibition pharmacolo-
gique de la PDE4 est évaluée depuis longtemps comme
traitement pro-cognitif ou antidépressif (O’Donnell &
Zhang, 2004 ; Renau, 2004), avec des effets cliniques
intéressants mais trop d’effets indésirables. La PDE10
quant à elle semble être une cible thérapeutique
intéressante pour le traitement de la schizophrénie,
du fait d’une expression restreinte au striatum et des
résultats précliniques encourageants (Kehler et al.,
2007 ; Menniti et al., 2007 ; Schmidt et al., 2008 ;
Chappie et al., 2009 ; Kehler & Nielsen, 2011).
Pourtant, les essais cliniques furent décevants. A
posteriori, des études fondamentales révélaient un
mécanisme d’action de ces drogues qui était totale-
ment inattendu (Polito et al., 2015), soulignant l’im-
portance d’une meilleure compréhension mécanistique
au niveau cellulaire avant de tenter d’extrapoler l’ef-
fet d’une drogue à un comportement animal, voire un
effet clinique en psychiatrie.

Divers projets continuent actuellement, qui ciblent
la PDE1, une phosphodiestérase particulièrement
intéressante puisqu’elle intègre le signal calcique en
une activité phosphodiestérase double, ciblant AMPc
et GMPc : son inhibition pourrait traiter des pertes
cognitives (Deal watch, 2011 ; Heckman et al., 2015).
Là encore, le rôle fonctionnel de cette PDE dans la
régulation de l’AMPc et du GMPc est très mal connu à
l’échelle cellulaire, et les approches dynamiques basées
sur l’imagerie de biosenseurs devraient éclairer ce nou-
veau champ d’investigation.

Conclusions

Au cours de la dernière décennie, l’incroyable puis-
sance de la génétique a permis de démontrer l’implica-

tion d’un certain nombre de gènes dans une multitude
de maladies neuropsychiatriques, tandis que la chimie
médicinale a créé des médicaments très spécifiques
pour un certain nombre d’enzymes de signalisation.
Cependant, la fonction précise de ces enzymes de si-
gnalisation reste mystérieuse. L’imagerie de biosen-
seurs, en fournissant une image dynamique des pro-
cessus de signalisation, aidera à mieux comprendre les
principes fondamentaux des processus d’intégration
qui se déroulent dans un tissu ou dans des neurones
individuels. Ce type d’approche peut contribuer à la
compréhension du mécanisme d’action d’un certain
nombre de médicaments au niveau pré-clinique. Alors
que l’imagerie in vivo de l’AMPc / PKA n’a été ap-
pliquée qu’à la drosophile jusqu’à présent (Tomchik &
Davis, 2009 ; Gervasi et al., 2010), l’imagerie du cal-
cium dans le cerveau de rongeurs vivants est couram-
ment effectuée sans obstacle technologique. L’analyse
en temps réel du processus AMPc/PKA dans le cer-
veau d’un animal vivant permettrait d’ouvrir des pers-
pectives considérables pour la recherche fondamentale
et pré-clinique.
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