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Résumé 

La plasticité cérébrale est régulée de façon dynamique au cours d’une vie : atteignant 

des sommets au cours de l’enfance, elle est réduite chez l’adulte.  Toutefois, des 

circonstances particulières appellent à vouloir stimuler la malléabilité du cerveau adulte : 

pour favoriser la réhabilitation suite à un accident vasculaire cérébral ou un traumatisme 

crânien, pour aider l’adaptation spécifique nécessaire pour vivre avec une nouvelle 

prothèse ou encore pour améliorer l’efficacité de la thérapie cognitivo-comportementale 

suite à un traumatisme émotionnel qui a laissé un souvenir de peur qui s’est développé 

en syndrome de choc post-traumatique.  Toutes ces situations demandent des 

capacités d’adaptation et une flexibilité exceptionnelles au système nerveux central.  Or, 

pour retrouver une plasticité cérébrale telle qu’au niveau juvénile, la littérature nous 

apprend qu’il faut diminuer la puissance inhibitrice générée par un type d’interneurones 

particuliers, ceux exprimant la parvalbumine (PV+).   

Les fonctions des interneurones PV+ dépendent autant de leur patron de connectivité 

que de l’environnement extracellulaire dans lequel ils évoluent.  En effet, en innervant 

des centaines de neurones cibles, délivrant une forte inhibition périsomatique en 

formant de multiples synapses autour de leur corps cellulaire et de leurs dendrites 

proximales, ils ont été impliqués dans l’intégration synaptique des neurones pyramidaux 

et dans la synchronisation des circuits corticaux.  Toute manipulation ciblant cette 

arborescence axonale complexe pourrait s’avérer efficace à l’augmentation de la 

plasticité cérébrale en diminuant l’inhibition qu’elle génère.  Ainsi, comprendre la 

signalisation moléculaire restreignant la croissance de l’arborescence axonale et la 
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formation de boutons fonctionnels au cours de la longue phase développementale qui 

caractérise les interneurones PV+ aiderait à identifier des méthodes efficaces afin 

d’activer cette signalisation moléculaire chez l’adulte.  De plus, comprendre les 

régulations épigénétiques liées au développement et à la maturation structurelle et 

fonctionnelle des interneurones PV+ offrirait une cible de choix afin de dématurer ces 

circuits inhibiteurs et lever un frein sur la plasticité cérébrale adulte. 

Nous démontrons ici que l’expression du récepteur des neurotrophines p75NTR chez les 

interneurones PV+ au cours de leur développement restreint la maturation de leur 

arborescence axonale, autant in vitro que in vivo, ainsi que l’agglomération des filets 

périneuronaux, autour de leur corps cellulaire. Aussi, en utilisant une version modifiée 

du test de ligation de proximité, nous avons résolu une controverse et démontré que le 

récepteur est toujours exprimé chez les interneurones PV+ du cortex adulte.  Enfin, 

l’activation de la signalisation via p75NTR des interneurones PV+ par son ligand proBDNF 

est suffisante pour déstabiliser leur connectivité et restaurer la plasticité du cortex visuel 

suite à une privation monoculaire. 

Également, l’inactivation d’un régulateur épigénétique, l’histone déacétylase Hdac2, 

spécifiquement chez les interneurones PV+ suffit à diminuer leur connectivité efférente 

ainsi que l’agglomération des filets périneuronaux autour de leurs corps cellulaire tout 

en augmentant la rétention de l’extinction des souvenirs de peur, témoignant d’une 

augmentation de la plasticité cérébrale adulte.  Par le séquençage d’ARNm en cellule 

unique, suivi de l’hybridation in situ RNAscope, nous avons identifié le gène Acan, 

codant pour aggrécane, une composante protéique des filets périneuronaux, comme 

étant exprimé de façon autonome à la cellule par les interneurones PV+ du cortex 
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préfrontal adulte. Enfin, nous avons démontré qu’une seule injection d’un nouvel 

inhibiteur spécifique pour Hdac2 avant le paradigme d’extinction suffit à augmenter la 

rétention des souvenirs d’extinction chez l’adulte, tout en réduisant l’expression de Acan 

et l’agglomération des filets périneuronaux dans le cortex préfrontal. 

En somme, nos travaux ont montré que le remodelage des circuits des interneurones 

PV+ en ciblant soit le récepteur p75NTR, soit l’histone déacétylase Hdac2, peut 

efficacement augmenter la plasticité cérébrale chez l’adulte. 

 

Mots-clés : Interneurones, Parvalbumine, Plasticité cérébrale, p75NTR, Hdac2, 

Dominance oculaire, Extinction de la peur, Filets périneuronaux, Acan. 

 





 

Abstract 

Brain plasticity is dynamically regulated during a lifespan: it reaches a peak during 

juvenile age and decreases in adulthood.  However, exceptional circumstances can 

drive the need to foster adult brain plasticity: to help rehabilitation after a stroke or a 

head trauma, to increase the adaptability of an individual facing a new life with a 

prosthetic, to improve the efficiency of cognitive behavioral therapy to cope with the 

indelible fear memory trace created by an emotional trauma. All these situations require 

exceptional adaptation capabilities and cognitive flexibility. Several studies have 

suggested that reducing inhibitory drive, in particular of a specific GABAergic 

interneuron population, the parvalbumin-expressing interneurons (PV+), could be an 

effective approach to recover juvenile brain plasticity, thereby increasing adult brain 

plasticity. 

PV+ interneuron functions depend on their axonal connectivity pattern as well as their 

specific extracellular environment.  Indeed, by contacting hundreds of postsynaptic 

neurons and delivering a strong perisomatic inhibitory drive by forming multiple 

synapses on their somata and proximal dendrites, PV+ interneurons strongly regulate 

pyramidal cell synaptic integration and cortical circuit synchronisation. PV+ interneuron 

maturation is a prolonged process, which reaches plateau only after the end of 

adolescence, and correlates with the decline of developmentally regulated- brain 

plasticity.    We hypothesize that manipulations specifically targeting PV+ interneuron 

highly complex axonal arborisation, and thus reducing their inhibitory drive, could be 

efficient tools to foster adult brain plasticity.  Understanding the molecular signalling that 
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restricts PV+ cell axonal arborisation growth and the formation of functional presynaptic 

boutons during their long developmental phase may help identifying efficient methods to 

activate this molecular pathway, thus reducing PV+ interneuron connectivity, in adults.  

In addition, understanding the epigenetic regulation of structural and functional 

maturation of PV+ interneurons may offer a choice target to dematurate these inhibitory 

circuits and lift a brake on adult brain plasticity. 

Here, we demonstrate that the expression levels of neurotrophin receptor p75NTR during 

PV+ interneurons development constrain the maturation of their connectivity as well as 

the perineuronal net agglomeration around their cell bodies in a cell-autonomous 

fashion, both in vitro and in vivo.  Also, by using a modified version of the proximity 

ligand assay, we solve a long-standing debate by demonstrating p75NTR expression in 

PV+ interneurons in adult cortex. Finally, we show that promoting p75NTR signalisation in 

PV+ cortical interneurons by its ligand proBDNF is sufficient to destabilize their 

connectivity and restore cortical plasticity following monocular deprivation in the adult 

visual cortex. 

We further show that the deletion of the epigenetic regulator histone deacetylase 2 

(Hdac2), specifically in PV+ interneurons, is sufficient to decrease their efferent 

connectivity and perineuronal net agglomeration around their cell bodies, while 

increasing fear extinction retention, a measure of brain plasticity.  By single-cell RNA 

sequencing, followed by RNAscope in situ hybridization, we found that the Acan gene, 

which encodes for aggrecan, a critical perineuronal net protein component, is expressed 

cell-autonomously by PV+ interneurons in adult prefrontal cortex.  Finally, we showed 

that a single injection of a novel Hdac2 specific inhibitor before extinction training is 
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sufficient to increase fear extinction retention in adults, while reducing Acan expression 

and perineuronal net agglomeration in prefrontal cortex. 

In summary, our work shows that increasing remodeling of PV+ interneuron circuits by 

targeting either p75NTR receptor or histone deacetylase Hdac2 efficiently foster adult 

brain plasticity. 

Keywords: Interneurons, Parvalbumine, Brain plasticity, p75NTR, Hdac2, Ocular 

dominance, Fear extinction, Perineuronal nets, Acan. 

 





 

Table des matières 

Résumé ........................................................................................................................... 5 

Abstract ........................................................................................................................... 9 

Table des matières ........................................................................................................ 13 

Liste des figures ............................................................................................................ 19 

Liste des sigles et abréviations ...................................................................................... 23 

Remerciements ............................................................................................................. 26 

Chapitre 1 – Introduction générale ................................................................................ 27 

1.1 La plasticité cérébrale .......................................................................................... 27 

1.1.1 Les périodes critiques de la plasticité cérébrale ............................................ 28 

1.1.1.1 Le modèle de la dominance oculaire ...................................................... 31 

1.1.1.2 Le modèle de l’extinction de la peur ........................................................ 34 

1.1.2 La régulation des périodes critiques de plasticité .......................................... 40 

1.1.2.1 L’ouverture des périodes critiques .............................................................. 41 

1.1.2.2 La fermeture des périodes critiques ........................................................... 43 

1.2 Cibler les interneurones exprimant la parvalbumine pour augmenter la plasticité 

cérébrale chez l’adulte ............................................................................................... 45 

1.2.1 Le développement des interneurones PV+ .................................................... 46 

1.2.1.1 Les divers types d’interneurones corticaux ............................................. 47 

1.2.1.2 La spécification précoce des interneurones corticaux ............................. 48 

1.2.2.3 La migration vers le cortex ...................................................................... 50 

1.2.1.4 La formation des synapses ..................................................................... 51 

1.2.2 Les filets périneuronaux ................................................................................ 56 

1.2.2.1 Structure et composition des filets périneuronaux .................................. 58 



14 

1.2.2.1.1 L’acide hyaluronique ........................................................................ 59 

1.2.2.1.2 Les protéoglycanes .......................................................................... 60 

1.2.2.1.3 Les protéoglycanes de type chondroïtine-sulfate ............................. 60 

1.2.2.1.4 Tenascines et Haplns ....................................................................... 61 

1.2.2.2 Désassemblage ...................................................................................... 62 

1.2.2.3 Fonctions ................................................................................................ 63 

1.2.2.3.1 Barrière physique ............................................................................. 63 

1.2.2.3.2 Voies signalétiques particulières ...................................................... 64 

1.2.2.3.3 L’activité neuronale .......................................................................... 66 

1.2.2.3.4 La mémoire ...................................................................................... 67 

1.3 Le récepteur p75NTR ............................................................................................. 68 

1.3.1 Structure et fonctions ..................................................................................... 69 

1.3.2 Le récepteur p75NTR et la plasticité synaptique .............................................. 73 

1.3.3 Le récepteur p75NTR et la plasticité cérébrale ................................................ 76 

1.4 L’histone déacétylase 2 ........................................................................................ 77 

1.4.1 L’acétylation de la chromatine et la régulation des périodes critiques de 

plasticité ................................................................................................................. 77 

1.4.1 Structure et fonctions ..................................................................................... 80 

1.4.2 Hdac1 et la plasticité corticale ....................................................................... 83 

1.4.3 Hdac2 et la mémoire de peur ........................................................................ 83 

1.5 Hypothèse et objectifs .......................................................................................... 86 

Chapitre 2 ...................................................................................................................... 90 

p75 Neurotrophin Receptor Activation Regulates the Timing of the Maturation of Cortical 

Parvalbumin Interneuron Connectivity and Promotes Juvenile-like Plasticity in Adult 

Visual Cortex ................................................................................................................. 90 



15 

Published: Baho E, Chattopadhyaya B, Lavertu-Jolin M, et al., J Neurosci. 2019 Jun 

5;39(23):4489-4510. ............................................................................................... 91 

2.1 Author contribution: .............................................................................................. 92 

2.2 Acknowledgments ................................................................................................ 95 

2.3 Abstract ................................................................................................................ 96 

2.4 Significance statement ......................................................................................... 97 

2.5 Introduction .......................................................................................................... 98 

2.6 Methods and materials ....................................................................................... 101 

2.6.1 Mice ............................................................................................................. 101 

2.6.2 Cortical organotypic culture and biolistic transfection .................................. 101 

2.6.3 Western Blots .............................................................................................. 103 

2.6.4 Proximity Ligation Assays (PLA).................................................................. 105 

2.6.5 Fluorescent multiplex RNAscope................................................................. 106 

2.6.6 Immunohistochemistry ................................................................................. 108 

2.6.7 Perineuronal nets labeling ........................................................................... 109 

2.6.8 Analysis of PV cell innervation in cortical organotypic cultures ................... 109 

2.6.9 Imaging and analysis of immunolabeling in vivo .......................................... 111 

2.6.10 Minipump implant and Monocular Deprivation (MD) .................................. 112 

2.6.11 In Vivo Electrophysiology .......................................................................... 112 

2.6.12 In Vivo Optical Imaging .............................................................................. 114 

2.6.13 Experimental Design and Statistical Analysis ............................................ 117 

2.7 Results ............................................................................................................... 118 

2.7.1 Cortical PV cells express p75NTR during development and in the adult brain

 ............................................................................................................................. 118 

2.7.2 p75NTR downregulation during the first postnatal weeks induces the 

formation of exuberant PV cell innervation in cortical organotypic cultures .......... 119 



16 

2.7.3 Increased p75NTR activation inhibits the formation of PV cell innervation in 

cortical organotypic cultures ................................................................................. 122 

2.7.4 p75NTR regulates the timing of the maturation of PV cell connectivity in vivo.

 ............................................................................................................................. 125 

2.7.5 p75NTR activation destabilizes PV cell connectivity in adult brain .............. 126 

2.7.6 proBDNF-mediated p75NTR activation in PV cells promotes cortical plasticity 

in adult mice ......................................................................................................... 128 

2.8 Discussion .......................................................................................................... 131 

2.9 References ......................................................................................................... 137 

2.10 Figures ............................................................................................................. 144 

Chapitre 3 .................................................................................................................... 167 

Enhancing adult neuroplasticity by epigenetic regulation of parvalbumin-expressing 

GABAergic cells ........................................................................................................... 167 

3.1 Author contribution: ............................................................................................ 168 

3.2 Acknowledgements ............................................................................................ 171 

3.3 Abstract .............................................................................................................. 172 

3.4 Introduction ........................................................................................................ 174 

3.5 Materiel and Methods......................................................................................... 177 

3.5.1 Animals ........................................................................................................ 177 

3.5.2 Mice genotyping .......................................................................................... 177 

3.5.3 Immunohistochemistry ................................................................................. 178 

3.5.4 Confocal imaging ......................................................................................... 180 

3.5.5 Image analysis............................................................................................. 180 

3.5.6 Behavioral testing ........................................................................................ 181 

3.5.7 Viral vector and stereotaxic injections ......................................................... 183 

3.5.8 Neuronal cell dissection and dissociation. ................................................... 184 



17 

3.5.9 Single cell capture and sequencing ............................................................. 185 

3.5.10 Computational analysis of single-cell transcriptomic data ......................... 186 

3.5.11 Cell type Identification ............................................................................... 187 

3.5.12 Fluorescent multiplex RNAscope ............................................................... 188 

3.5.13 Drug treatment........................................................................................... 190 

3.5.14 Statistical analysis. .................................................................................... 190 

3.5.14 Data availability ......................................................................................... 191 

3.6 Results ............................................................................................................... 192 

3.6.1 Adult PV-Cre;Hdac2lox/lox mice show enhanced retention of fear extinction . 192 

3.6.2 Postnatal deletion of Hdac2 in PV+ cells reduces their enwrapping by PNN194 

3.6.3 Hdac2 regulates Aggrecan expression in PV+ cells ..................................... 195 

3.6.4 Acute pharmacological Hdac2 inhibition in PV+ cells after fear training 

increases the retention of fear extinction and reduces Acan/Aggrecan expression.

 ............................................................................................................................. 198 

3.6.5 Hdac2 deletion in PFC PV+ cells promotes dynamic changes in Acan 

expression ............................................................................................................ 199 

3.6.6 Postnatal deletion of Hdac2 in PV+ cells enhances their remodelling potential

 ............................................................................................................................. 200 

3.7 Discussion .......................................................................................................... 202 

3.8 References ......................................................................................................... 209 

3.9 Figures ............................................................................................................... 218 

3.10 Supplementary Figures .................................................................................... 235 

Chapitre 4 – Discussion et perspectives ...................................................................... 239 

4.1 Résumé des résultats ........................................................................................ 239 

4.2 Discussion et perspectives ................................................................................. 245 

4.2.1 L’expression de p75NTR chez les interneurones PV+ ................................. 245 



18 

4.2.2 Le polymorphisme Val66Met de BDNF ....................................................... 246 

4.2.3 La signalisation intracellulaire en aval de p75NTR dans les interneurones PV+

 ............................................................................................................................. 248 

4.2.4 La régulation de l’expression génique en aval de la signalisation via p75NTR

 ............................................................................................................................. 249 

4.2.5 Les synapses périsomatiques PV+ .............................................................. 250 

4.2.6 La S-nitrosylation de Hdac2 ........................................................................ 251 

4.2.7 p75NTR et Hdac2 : deux voies distinctes ou imbriquées ? ............................ 252 

4.2.8 L’extinction de la mémoire de peur versus la diminution de l’expression de la 

peur ...................................................................................................................... 254 

4.2.9 L’extinction de la mémoire de peur et le sexe ............................................. 256 

4.2.10 Les modèles du syndrome de stress post-traumatique ............................. 257 

Chapitre 5 – Conclusion .............................................................................................. 259 

Références bibliographiques ....................................................................................... 261 

 

 



 

Liste des figures 

Chapitre 1 
Figure 1. – La séquence des périodes critiques de plasticité observée dans le 

cerveau murin. ............................................................................................................... 30 

Figure 2. – La privation monoculaire durant la période critique de plasticité du cortex 

visuel chez le rongeur. ................................................................................................... 32 

Figure 3. – Schéma simplifié du conditionnement de la peur au son. ....................... 35 

Figure 4. – Diversité des interneurones GABAergiques du néocortex. ..................... 48 

Figure 5. – Les filets périneuronaux s’agglomèrent autour du corps cellulaire et des 

dendrites proximales des neurones, principalement les interneurones PV+. ................. 58 

Figure 6. – Représentation schématique de la structure des filets périneuronaux. .. 59 

Figure 7. – Les mécanismes signalétiques de p75NTR. ............................................. 72 

Figure 8. – Représentation schématique de la régulation de l’acétylation des histones 

de la chromatine. ........................................................................................................... 81 

Figure 9. – Représentation schématique de l’hypothèse de travail. ......................... 87 

 

Chapitre 2 
Figure 1. – A subset of PV cells express p75NTR mRNA and protein. ................... 144 

Figure 2. – Controls for RNAscope probe specificity. ............................................. 146 

Figure 3. – p75NTR expression in cortical PV cells decreases during the first 

postnatal month. .......................................................................................................... 148 

Figure 4. – Cre-mediated inactivation of p75NTR in single PV cells induces the 

formation of more complex innervations. ..................................................................... 150 

Figure 5. – p75NTR∆DD mimics, while p75NTRwt rescues the innervation phenotype 

of p75NTR-/- PV cells. .................................................................................................. 152 

Figure 6. – mut-proBDNF mediated activation of p75NTR in PV cells during their 

maturation phase impairs the development of their innervations. ................................ 154 

Figure 7. – Blocking or increasing tPA activity during early postnatal development 

reduces and increases mBDNF levels in organotypic cultures, respectively. .............. 156 



20 

Figure 8. – Modulation of tPA activity affects the formation of PV cell innervations 

during early postnatal development. ............................................................................ 157 

Figure 9. – Cortical PV cells form more perisomatic boutons and are precociously 

enwrapped by PNN in Nkx2.1_Cre; P75NTRflx/flx mice. ............................................... 159 

Figure 10. – mut-proBDNF destabilizes PV cell innervation even after it has reached 

maturity. 161 

Figure 11. – proBDNF-mediated p75NTR activation in cortical PV cells reduces their 

perisomatic boutons. ................................................................................................... 163 

Figure 12. – proBDNF-mediated p75NTR activation in cortical PV cells restores 

ocular dominance plasticity in adult visual cortex in vivo. ............................................ 165 

 

Chapitre 3 
Figure 1. – Postnatal Hdac2 deletion restricted to PV+ cells decreases the 

spontaneous recovery of fear memory after extinction in adult mice. .......................... 218 

Figure 2. – PV_Cre;Hdac2lox/lox  mice show reduced PNN agglomeration around 

cortical PV+ cell bodies and decreased PV+ cell efferent synaptic connectivity. .......... 220 

Figure 3. – PNN components and metalloproteases are expressed by different cell 

types in mouse PFC. ................................................................................................... 222 

Figure 4. – PV+ cell-specific Hdac2 deletion leads to reduced Acan mRNA expression 

and Aggrecan condensation around PV+ cell bodies in adult mouse PFC. ................. 224 

Figure 5. – PV+ cell-specific Hdac2 re-expression in PV_Cre;Hdac2lox/lox mice rescues 

Aggrecan condensation around PV+ cell bodies in PFC. ............................................. 226 

Figure 6. – Hdac2 inhibition before extinction training decreases the spontaneous 

recovery of fear memory, while decreasing Acan mRNA expression and Aggrecan 

agglomeration around PFC PV+ cell somata in wild-type but not in PV-Cre;Hdac2lox/lox 

mice. 228 

Figure 7. – Hdac2 deletion or pharmacological inhibition promotes Acan dynamic 

expression in PFC PV+ cells following fear extinction training. .................................... 231 

Figure 8. – PV+ cell perisomatic connectivity show increased remodeling following 

extinction training in PFC and BLA of PV-Cre;Hdac2lox/lox mice. .................................. 233 

 



21 

 

Figure 1. – Supplementary. Hdac2 expression is decreased in PV+ cells of 

PV_Cre;Hdac2lox/lox mice. ............................................................................................ 235 

Figure 2. – Supplementary. Adult PV_Cre;Hdac2lox/lox  mice show increased fear 

extinction retention compared to their control PV_Cre;Hdac2+/+ littermates. ............... 236 

Figure 3. – Supplementary. Expression levels of VGLUT1 (Slc17a7), GAD1 (Gad1) 

and GAD2 (Gad2) in clusters 1-18. ............................................................................. 237 

Figure 4. – Supplementary. mRNA expression of different PNN components and 

metalloproteases in distinct cell types in prefrontal cortex of P40 mice identified by single 

cell RNAseq (DropSeq). .............................................................................................. 238 

 

Chapitre 4 
Figure 1. – Modèle des rôles opposés de la signalisation proBDNF-p75NTR et de 

Hdac2 sur le phénotype cellulaire des interneurones PV+ et la plasticité du cerveau 

adulte. 240 

Figure 2. – Relation entre le récepteur p75NTR et Hdac2. ..................................... 253 

 

 





 

Liste des sigles et abréviations 

ADAMTS : Désintégrine et métalloprotéase avec motifs, a disintegrin and 

metalloproteinase with thrombospondin motifs. 

BDNF : Facteur neurotrophique dérivé du cerveau, Brain-derived neurotrophic factor. 

chABC : Chondroïtinase ABC, Chondroitinase ABC. 

CS : Chondroïtine-sulfate, Chondroitin sulfate. 

CSPG : Protéoglycane de type chondroïtine-sulfate, Chondroitin-sulfate proteoglycan. 

DD : Domaine de la mort, Death domain. 

ECM : Matrice extracellulaire, Extracellular matrix. 

EGC : Éminence ganglionnaire caudale, Caudal ganglionic eminence. 

EGL : Éminence ganglionnaire latérale, Lateral ganglionic eminence. 

EGM : Éminence ganglionnaire médiane, Medial ganglionic eminence. 

Erk : Kinase régulée par signaux extracellulaires, Extracellular signal-regulated kinase. 

GABA : Acide γ-aminobutyrique, γ-aminobutyric acid. 

GAD : Glutamate décarboxylase, Glutamate decarboxylase. 

HA : Acide hyaluronique, Hyaluronic acid. 

HAS : Hyaluronane synthase, Hyaluronane synthase. 

Hdac : Histone déacétylase, Histone deacetylase. 

LTD : Dépression à long terme, Long-term depression. 

LTP : Potentialisation à long terme, Long-term potentialisation. 

MAG : Glycoprotéine associée à la myéline, Myelin-associated glycoprotein. 

MeCP2 : Protéine de liaison au méthyl CpG, Methyl CpG binding protein. 

MMP : Métalloprotéase, Métalloprotease. 



24 

NCAM : Molécule d’adhésion neurale, Neuronal cell adhesion molecule. 

NGF : Facteur de croissance neural, Nerve growth factor. 

NT : Neurotrophine, Neurotrophin. 

PG : Protéoglycane, Proteoglycan. 

PirB : Récepteur pairé B semblable à l’immunoglobuline, Paired immunoglobulin-like 

receptor B expression. 

PM : Privation monoculaire, Monocular deprivation. 

PNN : Filet périneuronal, Perineuronal net. 

PSA : Acide polysialique, Polysialic acid. 

PV : Parvalbumine, Parvalbumin. 

SST : Somatostatine, Somatostatin. 

RVG : Glycoprotéine du virus de la rage, Rabies virus glycoprotein. 

SC : Stimulus conditionnel, Conditionnal stimulus. 

SI : Stimulus inconditionnel, Inconditionnal stimulus. 

SST : Somatostatine, Somatostatin. 

TNF : Facteur de nécrose tumorale, Tumor Necrosis Factor. 

Trk : Récepteur tropomyosine kinase, Tropomyosin receptor kinase. 

VIP : Polypeptide intestinal vasoactif, Vasoactive intestinal polypeptide. 

WFA : Lectine de Wisteria floribunda, Wisteria floribonda lectin. 

 

 



 

 

 

 

 

 

 

À Yann, Alan, Élise. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

  



26 

Remerciements 

Je tiens à remercier chaleureusement tous ceux qui m’ont si bien aidée dans cette belle 

et grande aventure. 

Tout particulièrement, je remercie ma directrice de recherche, Graziella, pour sa 

patience, sa sensibilité et son engagement.  Elle a su m’accueillir dans son équipe et 

me guider en cultivant ma confiance en moi. 

Je dédie une pensée toute spéciale aux collègues qui m’ont accompagnée. Mayukh 

Choudhury, pour les longues discussions, les bières et les danses effrénées. Patricia 

Awad, pour le support émotionnel, l’écoute et la complicité. Alexis Lupien-Meilleur, pour 

les discussions, les soirées et les escapades en congrès. Et Marie-Claude Guyot pour 

son esprit aiguisé, ses lumineux conseils et grâce à qui je suis enfin « zen et 

rayonnante ». 

Un clin d’œil à tous les membres du laboratoire et de l’axe de recherche sur le Cerveau.  

Merci de m’avoir supportée, écoutée et endurée.   

Enfin, un merci gigantesque à Yann, la moitié de moi-même, pour être là depuis et pour 

toujours. Mon roc, ma flamme. 

 

 



 

Chapitre 1 – Introduction générale 

 

1.1 La plasticité cérébrale 

La plasticité, ou la malléabilité, du cerveau peut être divisée sous deux termes : la 

plasticité structurale et la plasticité fonctionnelle.  La plasticité structurale réfère à des 

changements anatomiques de la connectivité neuronale, où des connexions 

synaptiques peuvent être perdues ou nouvellement formées, où le nombre de cibles 

cellulaires peut varier, où le nombre de jonctions synaptiques peut être augmenté ou 

diminué.  Au contraire, la plasticité fonctionnelle réfère au changement dans la force de 

la synapse, qu’elle soit renforcée par la potentialisation à long terme (long-term 

potentialisation - LTP) (1, 2) ou affaiblie par les mécanismes de dépression à long terme 

(long-term depression - LTD) (3), affectant ainsi la fonction des synapses déjà 

existantes (4). Alors que la plasticité fonctionnelle est observable tout au long d’une vie, 

le cerveau en développement, le cerveau en jeune âge, est caractérisé par une 

plasticité structurale impressionnante qui forgera les circuits neuronaux afin de leur 

conférer leurs fonctions. Ainsi, les circuits neuronaux sont modelés par les expériences 

vécues durant des périodes critiques de développement, où chacun peut alors adapter 

son comportement à l’environnement qui l’entoure. Pour un développement normal du 

cerveau, il est nécessaire de retrouver un équilibre entre les programmes de maturation 

intrinsèques et les stimuli environnementaux (5) lors de cette période de forte plasticité 

structurale.   
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L’idée derrière l’étude des mécanismes régulant l’ouverture et la fermeture des périodes 

critiques de plasticité est d’identifier des moyens qui permettraient de réactiver les 

caractères de la plasticité structurale juvénile chez l’adulte, une fois que les circuits 

neuronaux sont moins plastiques.  On pourrait alors imaginer l’utilité du remodelage des 

circuits neuronaux chez des patients victimes d’un accident cardio-vasculaire ou d’un 

traumatisme crânien afin de leur redonner leurs fonctionnalités.  Ou encore chez les 

patients souffrant de maladies neurodéveloppementales, des interventions 

pharmacologiques qui augmenteraient la plasticité synaptique pourraient aider à corriger 

certaines altérations des circuits. En somme, une compréhension approfondie des 

mécanismes qui définissent les limites temporelles de la plasticité pourrait aider à 

l’établissement de voies thérapeutiques nouvelles permettant la réhabilitation suite à 

une blessure ou encore à l’amélioration des capacités mnémoniques et d’apprentissage 

chez l’adulte. 

 

1.1.1 Les périodes critiques de la plasticité cérébrale 

Les périodes critiques de plasticité sont des fenêtres de temps au cours du 

développement postnatal où le développement et la maturation des fonctions 

neuronales, et des circuits qui les sous-tendent, sont hautement réceptifs aux stimuli 

environnementaux et aux expériences vécues (6).  La définition même de ces périodes 

critiques se retrouve au cœur du débat nature contre culture qui transcende les 

sciences, qu’elles soient humaines ou biologiques.  Ainsi, on se demande depuis 

longtemps de quelles façons sont développées nos capacités cognitives : par des 

facteurs intrinsèques inscrits dans le génome ou par des facteurs extrinsèques telles les 
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expériences vécues durant l’enfance ?  En fait, la réponse se trouve probablement dans 

l’interaction de ces deux mondes, où les expériences vécues, parfois même 

intergénérationnelles, viennent s’inscrire dans l’expression de nos gènes.   

 

Il existe une variété de périodes critiques : les différentes régions du cerveau, pour 

différentes fonctions cérébrales, s’ouvrent devant les expériences de la vie et ses 

facteurs environnementaux pour acquérir de façon permanente des fonctions 

essentielles [Figure 1, p. 30] (7-11).  De plus, les périodes critiques ne se déroulent pas 

au même rythme selon les régions du cerveau et les fonctions qu’elles remplissent (12).  

La maturation du cerveau se fait selon un gradient rostro-caudal, selon les différentes 

modalités et les différents niveaux hiérarchiques de traitement de l’information.  Ainsi, 

les périodes critiques s’étalent en cascades, demandant la fermeture des périodes 

critiques pour les modalités sensorielles primaires avant celle des aires associatives, 

puis cognitives, de sorte que les mécanismes de régulation des périodes critiques pour 

les régions du cerveau remplissant des fonctions de haut niveau tel que le cortex 

préfrontal se poursuivent jusqu’au début de l’âge adulte (5, 13).  Ce concept a amené à 

revoir nos connaissances sur les maladies neuropsychiatriques telles que l’autisme (14), 

la schizophrénie et le trouble bipolaire (15, 16), appréciant les caractéristiques de ces 

maladies comme pouvant être attribuées à des défauts dans la régulation des périodes 

critiques entre les différentes régions du cerveau. 
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Figure 1. –  La séquence des périodes critiques de plasticité observée dans le cerveau 

murin. 

Les fenêtres de temps correspondant au maximum de plasticité du cortex somatosensoriel 
(17, 18), du cortex auditif (7), du cortex insulaire (19), de l’amygdale (20), du cortex visuel (21-
23) et des aires cognitives (24, 25) s’échelonnent selon un répertoire respectant l’émergence 
des circuits inhibiteurs exprimant la parvalbumine. 

Adaptée de Reh, R. K. and al., PNAS, 2020 (5). 
Reproduction avec permission 

 

Enfin, il faut savoir que la régulation de l’ouverture et la fermeture des périodes critiques 

ne dépendent pas tant de l’âge en soi mais bien de l’expérience vécue durant cette 

période (13).  En effet, si les stimuli ne sont pas présentés, les régions du cerveau 

demeurent alors en suspens, attendant une activation pour engranger leur maturation 

(26, 27).  De l’autre côté, grandir dans un environnement enrichi, assurant une variété 

d’expériences aux systèmes neuronaux en développement, prolonge les périodes 

critiques dans le temps (28, 29). Comprendre de façon approfondie les mécanismes qui 

sous-tendent la diminution de la plasticité structurale du cortex cérébral adulte 

permettrait d’identifier de nouveaux moyens thérapeutiques d’augmenter la malléabilité 
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du cerveau adulte dans certaines situations particulières, après un accident vasculaire 

cérébral par exemple. 

 

Les périodes critiques ont été grandement étudiées dans les systèmes sensoriels : dans 

le cortex visuel pour l’acquisition de la vision binoculaire (8), dans le cortex auditif pour 

l’affinement des cartes tonotopiques (30), dans le cortex somatosensoriel pour 

l’acquisition des représentations en tonneaux des vibrisses (31), mais aussi dans le 

système moteur ou dans les aires cognitives, par exemple dans l’aire de Broca pour 

l’acquisition du langage.  Les périodes critiques ont aussi été étudiées dans les aires 

sous-corticales telles que dans l’amygdale en ce qui a trait à la gestion de la mémoire 

émotionnelle (20, 32, 33). Nous poursuivrons en s’intéressant à deux modèles de 

plasticité cérébrale qui seront utilisés dans cette étude : le modèle de la dominance 

oculaire [Section 1.1.1.1, p. 31] et le modèle de l’extinction des souvenirs de peur 

[Section 1.1.1.2, p. 34]. 

 

1.1.1.1 Le modèle de la dominance oculaire 

L’étude des effets des expériences sensorielles vécues sur le développement du 

cerveau a grandement avancé grâce au modèle de la dominance oculaire.  En effet, il 

est aisé de manipuler les stimuli visuels des deux yeux indépendamment et de mesurer 

les changements de plasticité au niveau du cortex visuel via la dominance oculaire 

[Figure 2, p. 32].  La dominance oculaire réfère au fait que les neurones du cortex 

visuel sont activés à différents degrés par la présentation d’un stimulus visuel par un œil 

plus que l’autre (34). Autrement dit, bien que le cortex visuel primaire (V1) reçoive des 
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signaux provenant des deux yeux, les neurones qui le composent répondent 

préférentiellement aux signaux provenant d’un des deux yeux.  

 

 

Figure 2. –  La privation monoculaire durant la période critique de plasticité du cortex 

visuel chez le rongeur.  

La privation monoculaire entraîne une perte de réponse envers l’œil privé et un gain envers 
l’œil ouvert, tel que mesuré par les décharges neuronales unitaires enregistrées dans le 
cortex visuel de souris (35).  Les cellules à dominance oculaire, évaluées sur une échelle de 7 
points selon leur réceptivité, indiquent un biais typique vers l’œil contralatéral (1-3) chez le 
rongeur (à gauche).  Après 3 jours ou plus de privation monoculaire durant la période critique 
de plasticité, la distribution se déplace vers l’œil ouvert, l’œil ipsilatéral (4-7, à droite). 

Adaptée de Hensch, T. et al., Nature Reviews Neuroscience, 2005(36). 
Reproduction avec permission. 

 

Tirant avantage de cette propriété, appelée la dominance oculaire (DO), il est possible 

d’évaluer les mécanismes moléculaires et cellulaires qui sous-tendent les capacités 

plastiques des circuits du cortex visuel.  Les travaux pionniers de Hubel et Weisel (8, 
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37-40) chez le chat ont montré les niveaux d’organisation déjà présents du cortex visuel 

à la naissance de même que la dégénérescence de ces connexions lors de la privation 

visuelle, qu’elle soit monoculaire, binoculaire ou générée par l’absence de stimuli 

environnementaux (ex., l’élevage dans le noir).  Ainsi, la privation monoculaire (PM), si 

elle est maintenue au-delà de la période critique, précisément durant la 4e et 5e semaine 

postnatale chez le rongeur (35), engendre une réorganisation synaptique difficilement 

réversible des circuits visuels : elle réduit le pourcentage de cellules qui seront excitées 

par l’œil qui a été suturé pendant la période critique au bénéfice de l’œil qui a profité des 

stimuli environnementaux (8). Si toutefois les stimuli sont rétablis durant cette période 

critique de développement du cortex visuel, l’acuité visuelle et la vision binoculaire 

reviendront à la normale.  Cependant, la capacité à modifier la dominance oculaire 

diminue avec l’âge de sorte que si les stimuli sont rétablis seulement à l’âge adulte, 

aucune compensation ne pourra ramener l’acuité visuelle de l’œil qui avait été privé et la 

vision binoculaire se trouvera dès lors affectée (41). Or, une certaine plasticité résiduelle 

du cortex visuel persiste à l’âge adulte : si l’œil resté ouvert lors de la PM est suturé une 

fois la PM terminée au-delà de la période critique, forçant ainsi l’usage unique de l’œil 

affaibli, la dominance oculaire demeure malléable : les colonnes corticales dévouées à 

l’œil affaibli s’élargiront (42, 43). Enfin, la privation monoculaire, si imposée directement 

à l’âge adulte, n’engendre pas la même réorganisation structurale et fonctionnelle que 

durant la période critique de développement (13).  En effet, la suture d’un œil chez 

l’adulte n’a pas de conséquence sur l’acuité visuelle puisque la plasticité structurale y 

est grandement diminuée.  De ce fait, évaluer l’acuité visuelle suite à la privation 

sensorielle chez l’adulte permet d’identifier, de valider et de manipuler des voies 
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moléculaires spécifiques capables de favoriser la plasticité cérébrale au-delà de la 

fermeture de la période critique de plasticité. 

 

1.1.1.2 Le modèle de l’extinction de la peur 

Autant des études chez des modèles animaux que chez l’humain ont montré que les 

systèmes qui sous-tendent la gestion de la mémoire émotionnelle passent par des 

périodes critiques de plasticité dépendante de l’expérience au cours de leur 

développement.  Le conditionnement de la peur est un modèle d’étude de la mémoire 

associative où le sujet est entraîné à associer un stimulus conditionnel (SC) tels qu’un 

contexte environnemental, une odeur particulière ou un son distinctif à la prédiction d’un 

stimulus inconditionnel (SI) aversif tel qu’un choc électrique (44, 45).  En raison de 

l’association qui suit la présentation répétée SC-SI, seule la présentation du SC est 

suffisante pour appeler le comportement de peur chez l’humain et chez les modèles 

animaux (augmentation du rythme cardiaque, sécrétion de cortisol, comportement 

d’immobilisation typique chez le rongeur), témoignant du conditionnement de la peur 

(44, 46). Afin de diminuer la réponse de peur engendrée par la présentation du SC, la 

thérapie d’exposition est utilisée chez l’humain, selon le courant behavioriste de la 

psychologie cognitive.  Cette thérapie d’exposition est étudiée chez la souris avec le 

protocole d’extinction de la peur (47-49) .  Ainsi, la souris conditionnée sera placée dans 

un nouveau contexte où le SC seul sera présenté de façon répétée afin de faire 

diminuer la réponse comportementale de peur.  Toutefois, autant chez les rongeurs que 

chez l’humain, l’extinction, c’est-à-dire la capacité de réencoder une réponse de peur 

préalablement apprise, a ses limites : seul le passage du temps est suffisant pour voir la 
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résurgence de l’association SC-comportement de peur (appelée la récupération de la 

peur), la présentation du SC en contexte de conditionnement conduira au 

renouvellement de la peur et l’avènement d’une seule association SC-SI rétablira la 

peur à son niveau conditionné (rétablissement de la peur [Figure 3, p. 35]). 

 

 

Figure 3. –  Schéma simplifié du conditionnement de la peur au son. 

Le comportement de peur (l’immobilité) peut réapparaitre malgré l’extinction suite à la 
présentation du stimulus inconditionnel (rétablissement de la peur – reinstatement), à la 
présentation du stimulus conditionnel dans un contexte différent de celui de l’extinction 
(renouvellement de la peur – renewal), ou simplement suite au passage du temps 
(récupération de la peur – spontaneous recovery ou retrieval).  L’immobilité est représentée 
par la forme étoilée qui entoure la souris.  Les couleurs réfèrent à des contextes différents. 

Adaptée de Meis, S., Cell and Tissue Research, 2020 (50). 
Reproduction avec permission. 
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L’étude de l’extinction de la mémoire de peur a suscité beaucoup d’intérêt dans la 

communauté scientifique puisqu’un défaut dans l’acquisition et la persistance de la 

mémoire d’extinction est à la base des désordres anxieux tels que le syndrome de 

stress post-traumatique et les phobies (51-54).  Dès lors, bien comprendre les bases 

cellulaires et moléculaires qui sous-tendent les circuits responsables de traiter la 

mémoire d’extinction a une haute importance clinique.  La régulation de la mémoire de 

peur, ainsi que celle de l’extinction, impliquent une panoplie de régions cérébrales, 

l’hippocampe, l’amygdale et le cortex préfrontal médial étant au cœur de l’acquisition et 

de la consolidation des souvenirs de peur et des souvenirs d’extinction (55-59). 

L’amygdale peut être divisée en deux régions principales : l’amygdale basolatérale ainsi 

que l’amygdale centrale.  Alors que l’amygdale basolatérale est une région semblable 

au cortex et contient 80% de neurones glutamatergiques pour 20% de neurones 

GABAergiques, l’amygdale centrale est une région semblable au striatum et est 

composée de neurones GABAergiques en étoile qui projettent vers les régions 

responsables des comportements défensifs.  L’acquisition de la mémoire de peur 

dépend de la plasticité dépendante de l’activité au niveau de l’amygdale latérale (60, 

61).  En effet, une activation optogénétique des neurones de projections de l’amygdale 

latérale peut substituer, du moins en partie, la présentation du SI pendant la période 

d’acquisition de la mémoire de peur, entraînant le réponse comportementale (62). Des 

études récentes in vivo ont utilisé l’optogénétique pour manipuler les interneurones 

exprimant la parvalbumine (PV+) [Section 1.2, p. 45], ciblant le corps cellulaire de leurs 

neurones cibles, ainsi que les interneurones exprimant la somatostatine (SST+), eux 

ciblant l’arbre dendritique de leurs neurones cibles, afin d’identifier leurs fonctions 

pendant l’acquisition de la mémoire de peur (63-66).  Il a été démontré que la 
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présentation du SC excite les interneurones PV+ de l’amygdale, inhibant alors les 

interneurones SST+, ce qui résulte en la désinhibition des neurones glutamatergiques 

de l’amygdale basolatérale.  Le SI quant à lui, inhibe autant les interneurones PV+ que 

les SST+, ce qui mène donc à la désinhibition complète des neurones glutamatergiques.  

De ce fait, l’association du SC et du SI implique une désinhibition le long de l’axe 

somato-dendritique plus forte que celle déployée par le SI seul (revu dans (59)). D’un 

autre côté, l’apprentissage de la mémoire d’extinction quant à lui requiert les mêmes 

régions cérébrales que l’apprentissage de la mémoire de peur.  Toutefois, certains 

conçoivent la mémoire d’extinction comme indépendante de la mémoire de peur (67), 

alors que d’autres modélisent l’extinction comme l’acquisition d’un nouvel apprentissage 

qui vient inhiber les souvenirs de peur (48). Dans le premier ordre d’idées, il a été 

montré que si l’on divise les neurones de l’amygdale basolatérale selon la région du 

cortex préfrontal ciblée (soit le prélimbique ou l’infralimbique), on s’aperçoit que les 

neurones de peur ciblent préférentiellement le prélimbique alors que les neurones 

d’extinction ciblent l’infralimbique.  De plus, la balance d’activité entre ces deux sous-

populations déterminent l’expression de la peur au moment du test de récupération (68).  

Ces expériences démontrent que les communications entre l’amygdale et le cortex 

préfrontal sont au cœur de la compétitivité entre la mémoire de peur et celle de 

l’extinction lors de la présentation du stimulus conditionnel.  Dans le deuxième ordre 

d’idées, des expériences-clefs ont montré que l’extinction de la mémoire de peur réduit 

l’activité des neurones de peur dans l’amygdale basolatérale, ce qui suggère que 

l’extinction est essentiellement la réduction de la mémoire de peur.  Ce mécanisme 

emploie les interneurones de l’amygdale (69, 70), mais pourrait aussi impliquer l’activité 

coordonnée d’une autre région de l’amygdale, soit les cellules intercalées (71, 72).  Une 
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étude élégante a démontré le remodelage spécifique des synapses périsomatiques 

provenant des interneurones PV+ autour des neurones de peur dont la réponse est 

diminuée après la procédure d’extinction, alors que les synapses périsomatiques des 

interneurones exprimant la cholecystokinine demeurent inchangée, autour des mêmes 

neurones (73). 

 

Le cortex préfrontal médian est en étroite relation avec l’amygdale dans la régulation de 

la mémoire de peur et d’extinction. En utilisant des méthodes de traçage 

monosynaptique, utilisant le virus de la rage modifié, des connections étroites entre 

l’amygdale basolatérale et les neurones du cortex préfrontal ont été mises en lumière et 

forment une boucle réciproque avec au centre les interneurones PV+ de l’amygdale (74).  

Ainsi, en plus d’exercer un contrôle sur l’activité de l’amygdale, l’activité des 

interneurones PV+ de l’amygdale affecte l’activité du cortex préfrontal en modulant de 

façon dynamique cet ensemble réciproque.  En utilisant des souris génétiquement 

modifiées pour identifier les neurones activées pendant l’acquisition de la mémoire de 

peur versus les neurones activés pendant la période d’extinction, le tout couplé avec de 

l’optogénétique pour inhiber les interneurones PV+ de l’amygdale, ces travaux ont 

montré une répercussion certaine de l’amygdale sur les oscillations thêta du cortex 

préfrontal et ainsi l’expression de la peur suite à l’extinction (74). D’autres ont plutôt 

enregistré les patrons d’activité et utilisé l’optogénétique pour questionner le rôle du 

cortex préfrontal dans l’expression de la mémoire de peur suite à l’extinction.  Ils ont 

montré que l’expression de la peur coïncide avec l’inhibition des interneurones PV+ du 

cortex préfrontal (75).  Ainsi, l’inhibition de ces interneurones PV+ désinhibe les 

neurones de projection du cortex préfrontal et synchronise leurs patrons d’activité en 
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remettant à zéro les oscillations locales en phase thêta, ce qui entraîne l’expression de 

la peur (75).  Ce qui est intéressant dans cette étude, c’est d’abord l’utilisation de souris 

de type sauvage pour l’enregistrement des patrons d’activité du cortex préfrontal, puis 

l’utilisation de l’optogénétique pour démontrer que l’inactivation des interneurones PV+ 

du cortex préfrontal conjointement avec la présentation du SC cause la réapparition du 

comportement de peur après l’extinction, alors que leur activation inhibe la présentation 

du comportement d’immobilité.  Cette expérience simple et directe démontre 

l’importance des circuits d’interneurones PV+ et leur forte implication dans réapparition, 

ou non, du comportement de peur lors du test de récupération de la peur, ainsi que le 

pouvoir détenu par le cortex préfrontal sur l’amygdale. 

 

En somme, l’étude de l’extinction des souvenirs de peur a fait émerger deux modèles : 

un premier où les souvenirs de peur sont effacés suite au protocole d’extinction (20, 

76) ; un second où les souvenirs de peur sont en compétition avec les souvenirs 

d’extinction qui deviennent alors une mémoire de sécurité (73, 74, 77-79).  Or, il a été 

démontré que le cerveau juvénile encore malléable est capable d’effacer de façon 

permanente les souvenirs de peur conditionnée au bénéfice du souvenir de sécurité 

acquis lors de l’extinction.  Le résultat de l’extinction est donc fonction de l’âge : durant 

la période critique de P13-P17  (32, 33), elle mène à l’effacement alors qu’avant ou 

après, elle est inefficace et la réponse de peur revient spontanément (80).  Il semblerait 

aussi que l’extinction soit plus efficace lorsqu’elle survient le plus rapidement possible 

suite à l’expérience traumatique (1 à 3 jours), alors que les rongeurs qui reçoivent la 

procédure d’extinction plus tard témoignent d’un état d’hyper vigilance persistant au lieu 

d’un effacement complet (81).  Comprendre les mécanismes qui sous-tendent la 
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diminution en fonction de l’âge du niveau de plasticité du système cérébral régulant les 

souvenirs de peur pourrait aider à déployer de nouvelles méthodes pour augmenter la 

plasticité du cerveau adulte et ainsi améliorer l’efficacité de la thérapie d’exposition pour 

les gens souffrant du syndrome de choc post-traumatique. 

 

Des parallèles utiles peuvent être définis concernant les périodes critiques de plasticité 

des systèmes visuel et de la peur.  Ainsi, nous considérerons l’effacement de la 

mémoire de peur analogue à l’amblyopie puisque les deux ne peuvent être induits qu’en 

période critique (82).  De la même façon, la procédure d’extinction est semblable à la 

privation monoculaire puisque ceux-ci sont les procédures d’induction de la plasticité 

cérébrale (82).  Enfin, l’acuité visuelle de même que la persistance de l’extinction des 

souvenirs de peur dans le temps sont deux mesures du niveau de plasticité des 

systèmes (82). 

 

1.1.2 La régulation des périodes critiques de plasticité 

Les moments d’ouverture et de fermeture des périodes critiques varient donc, en 

fonction de la région cérébrale, mais aussi en fonction des processus, sensoriels, 

mnémoniques ou cognitifs.  Est-ce que ces différentes périodes critiques partagent les 

mêmes facteurs communs ? Quels sont les facteurs, intrinsèques ou extrinsèques, 

responsables de l’augmentation de la plasticité cérébrale au commencement de la 

période critique ? La fermeture de la période critique, ou la diminution de la plasticité 

cérébrale avec l’âge, provient-elle de l’épuisement des facteurs favorisant la plasticité 

ou requiert-elle des mécanismes actifs venant limiter les capacités ré-organisationnelles 
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du cerveau ?  Si la fermeture de la période critique est un processus actif, venant freiner 

la plasticité du cerveau, diminuant alors les capacités d’adaptation du cerveau adulte, 

serait-il possible de lever ses « freins moléculaires » afin d’augmenter les capacités 

adaptatives du cerveau adulte ? 

 

1.1.2.1 L’ouverture des périodes critiques 

Il s’avère qu’un facteur déterminant de l’ouverture des périodes critiques de plasticité est 

le niveau d’inhibition corticale engendré par le développement du système inhibiteur.  

Ce dernier forme jusqu’à 20-30% des neurones corticaux, sécrète l’acide γ-

aminobutyrique (GABA) comme neurotransmetteur et remplit des fonctions variées, 

allant de la régulation de l’excitabilité et l’intégration neuronale à la génération des 

synchronies temporelles et des oscillations parmi les circuits de neurones excitateurs en 

passant par la régulation, au cours du développement, de la migration et la 

différentiation neuronale ainsi que le raffinement des circuits de façon expérience-

dépendante.  Deux glutamate décarboxylases, Gad67 et Gad65, sont responsables de 

la synthèse de GABA et l’inactivation des gènes codants pour chacune de ces enzymes 

entraîne une diminution des taux de GABA (83, 84).  L’enzyme Gad67 est présente 

dans le corps cellulaire et les terminaisons axonales et synthétise jusqu’à 90 % du 

GABA (85) alors que les autres 10 % sont synthétisés par la Gad65, exprimée plus tard 

au cours du développement de façon activité-dépendante dans les boutons 

présynaptiques et liée aux vésicules synaptiques (86, 87).  L’ablation de Gad1 (codant 

pour Gad67) est léthale (83).  Toutefois, les souris Gad2-/- (codant pour Gad65) sont 

viables et montrent un relâche de GABA, bien que faible, suite à une forte stimulation 
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(84, 88).  Or, cette diminution de l’inhibition corticale est suffisante pour prévenir 

l’ouverture de la période critique de plasticité.  De plus, les niveaux de plasticité se 

trouvent rétablit lorsque les souris mutantes sont traitées avec le diazépam, un composé 

de la famille des benzodiazépines qui augmente l’efficacité du GABA sur les récepteurs 

GABAA, rétablissant ainsi la stimulation inhibitrice et démontrant son importance dans 

l’ouverture des périodes critiques (84).  Et encore, lorsqu’infusée quotidiennement, la 

benzodiazépine est capable d’induire une période critique précoce (P15-20) pendant 

une courte PM (89).  Ainsi, l’augmentation de la transmission inhibitrice via les 

récepteurs GABA semble induire l’augmentation de la plasticité lors de l’ouverture des 

périodes critiques. Enfin, des travaux ont montré l’importance, pour l’augmentation de la 

plasticité, du nombre de récepteurs GABAA présents sur la membrane des dendrites 

proximales et du corps cellulaire des neurones excitateurs (90).  Comme ces sous-

régions membranaires sont préférentiellement ciblées par les interneurones exprimant 

la PV [Section 1.2, p. 45], ces derniers ont alors été désignés comme joueurs-clefs 

dans la régulation des périodes critiques de plasticité. Dès lors, toute manipulation 

permettant d’accélérer la maturation ou la transmission inhibitrice via les interneurones 

PV+ aura le même effet sur l’ouverture de la période critique.  En effet, que ce soit en 

augmentant les niveaux de facteurs de croissance (brain-derived neurotrophic factor - 

BDNF) (91, 92) [Section 1.2.1.4, p. 51] ou du facteur de transcription Otx2 (21, 93) ou 

en enlevant une molécule d’adhésion cellulaire, soit l’acide polysialique, (polysialic acid - 

PSA) (94) [Section 1.2.1.4, p. 51] ou une molécule liant l’ADN (methyl CpG binding 

protein 2 - MeCP2) (95, 96), on accélère à la fois la maturation des circuits PV+ ainsi 

qu’on devance l’ouverture des périodes critiques. En somme, il semblerait que 
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l’accélération du développement de l’inhibition via les interneurones GABAergiques 

exprimant la PV permet d’ouvrir les périodes critiques de plasticité plus rapidement. 

 

1.1.2.2 La fermeture des périodes critiques 

La fermeture des périodes critiques de plasticité demande aussi une élévation du niveau 

d’inhibition corticale.  En effet, lors de l’élevage des souris dans le noir, on observe une 

diminution du niveau d’activité cérébrale, de sécrétion de BDNF (97) ainsi que de 

relâche des circuits inhibiteurs du cortex visuel  (27, 98), ce qui entraîne une 

prolongation de la période critique de plasticité vers l’adulte (26, 99, 100).  Or, ce 

phénomène peut être compensé soit par l’infusion directe de diazépam dans le cortex 

visuel (99), ou par la surexpression de BDNF (101) ou encore par la stimulation générée 

par l’élevage dans un environnement enrichi (102), ce qui soutient l’importance du 

GABA pour la fermeture de la période critique.  En effet, la surexpression de BDNF 

dans une souris transgénique, mène autant à l’accélération de l’ouverture que de la 

fermeture de la période critique de plasticité du cortex visuel, phénomène accompagné 

par un développement précoce de la circuiterie inhibitrice et une diminution devancée 

de la plasticité synaptique qu’est la LTP (91).  Ainsi, BDNF régule le développement des 

interneurones GABAergiques (103), en plus d’accentuer la relâche de GABA (104) et de 

réguler l’inhibition synaptique de façon activité-dépendante (105). De la même façon, les 

animaux élevés dans le noir montrent une diminution du nombre de filets périneuronaux 

au niveau du cortex visuel, de même qu’une diminution d’expression de Gad65 dans les 

boutons présynaptiques entourant les corps cellulaires des neurones ciblés.  Toutefois, 

l’élevage dans un environnement enrichi, bien que les rats soient toujours élevés dans 
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le noir, mène à un rétablissement, autant du nombre de filets périneuronaux que 

d’expression de Gad65 en corrélation avec un rétablissement de la dominance oculaire 

suite à la privation monoculaire (102).  En somme, ces expériences démontrent 

l’importance du développement des circuits GABAergiques dans le régulation de la 

fermeture des périodes critiques de plasticité. 

 

En étudiant de façon approfondie les niveaux de plasticité du cortex visuel chez les 

rongeurs, les chercheurs ont identifié plusieurs freins moléculaires, qu’ils soient 

fonctionnels ou structuraux, qui limitent de façon active la plasticité et ainsi ferme les 

périodes critiques de plasticité du cerveau en développement (106, 107). Les freins 

agissant sur la structure des circuits sont les filets périneuronaux (perineuronal nets - 

PNNs) (108), la signalisation inhibitrice reliée à la myéline et transigeant via le récepteur 

Nogo (109) ainsi que l’expression du récepteur pairé B semblable à l’immunoglobuline 

(paired immunoglobulin-like receptor B expression (PirB) (110).  Les freins fonctionnels 

agissant sur la balance excitation/inhibition à l’intérieur des circuits sont par exemple la 

protéine liant le récepteur nicotinique (Lynx1) (111).  Enfin, le niveau d’acétylation de la 

chromatine est aussi un frein moléculaire venant restreindre le niveau de plasticité 

cérébrale au cours du développement (112-114). De façon notable, ces freins 

moléculaires représentent autant de leviers potentiels pour augmenter la plasticité 

cérébrale adulte, que ce soit dans le cortex visuel ou dans les régions cérébrales 

associées à la régulation de la mémoire de peur. Alors que nous détaillerons les 

mécanismes abordés dans cet ouvrage, soit les filets périneuronaux [Section 1.2.2, p. 

56], le récepteur Nogo en raison de son affinité pour le récepteur p75NTR [Section 1.3, 
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p. 68] et l’acétylation des histones [Section 1.4, p. 77], le lecteur est invité à se référer 

aux revues suivantes (5, 82, 107, 115) pour explorer les autres mécanismes possibles. 

 

1.2 Cibler les interneurones exprimant la parvalbumine pour 

augmenter la plasticité cérébrale chez l’adulte 

Au niveau du cerveau antérieur, les interneurones GABAergiques forment une classe 

hétérogène d’interneurones inhibiteurs : ils diffèrent quant à leur morphologie, leur 

patron de connectivité ou leurs propriétés électrophysiologiques.  De façon intéressante, 

ce ne sont pas tous les circuits GABAergiques qui sont impliqués dans la régulation de 

la plasticité corticale.  Plusieurs travaux ont montré que le développement d’une classe 

spécifique d’interneurones, celle formant plus de la moitié des circuits inhibiteurs du 

cortex et exprimant la PV, une protéine liant le calcium, est intimement lié à l’ouverture 

et la fermeture des périodes critiques de plasticité. Les interneurones PV+ forment leurs 

synapses inhibitrices spécifiquement au niveau du corps cellulaire et des dendrites 

proximales de leurs cibles et sont capables de générer des potentiels d’action à haute 

fréquence (116, 117).  De ce fait, ils sont capables de générer un contrôle puissant sur 

leurs cibles cellulaires, restreignant les fenêtres temporelles pour l’intégration des flux 

synaptiques excitateurs et ainsi faciliter l’encodage précis des informations dans le 

cerveau (118-120). Comme le niveau de plasticité corticale adulte est restreint par la 

force inhibitrice GABAergique générée par les circuits PV+, au cours des travaux de 

cette thèse, nous nous sommes demandé s’il serait possible d’activer certaines voies 

moléculaires pour affaiblir les connexions efférentes des interneurones PV+ chez 
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l’adulte, d’une façon contrôlée et transitoire, afin de diminuer la puissance inhibitrice et 

ainsi favoriser la plasticité cérébrale. 

 

Dans cette section [Section 1.2.1, p. 46], nous détaillerons les grandes lignes du 

développement des interneurones PV+. De plus, nous nous intéresserons à une 

structure particulière de la matrice extracellulaire qui se condense autour des corps 

cellulaire des interneurones PV+ lors de leur maturation et qui est étroitement liée à 

leurs fonctions : les PNNs [Section 1.2.2, p. 56]. 

 

1.2.1 Le développement des interneurones PV+ 

Les interneurones GABAergiques synthétisent tous le GABA comme neurotransmetteur 

mais diffèrent quant à leur patron de connectivité, leurs propriétés électrophysiologiques 

et les protéines marqueurs qu’ils expriment. Ils ont tous la capacité d’influencer l’activité 

des circuits neuronaux, avec leurs caractères de spécificité spatiale et temporelle.  Le 

développement des interneurones suit de grandes étapes et se poursuit jusqu’à l’âge 

adulte :  la multiplication des progéniteurs, leur spécification, la migration vers la région 

et couche laminaire corticale appropriée, l’acquisition de leurs caractéristiques 

morphologiques et de leur patron de connectivité spécifiques, et enfin l’adoption de leurs 

propriétés électrophysiologiques matures grâce à l’expression d’une combinaison 

unique de canaux. (Voir (121-123) pour des revues exhaustives sur le développement et 

les fonctions de la variété d’interneurones corticaux.) 
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1.2.1.1 Les divers types d’interneurones corticaux 

Les interneurones exprimant la PV constituent la plus grande classe d’interneurones 

corticaux [Figure 4, p. 48].  Partageant tous la capacité de générer des décharges à 

haute fréquence (124, 125) (jusqu’à 200Hz)), ils se déclinent en trois sous-classes : les 

cellules chandeliers, les cellules à panier et les interneurones translaminaires.  Les 

cellules chandeliers forment leurs synapses sur les segments initiaux des axones des 

cellules pyramidales (126).  Chez les rongeurs, elles sont plus abondantes au niveau 

des couches 1 et 2, ainsi que la couche 6 du cortex et leur distribution varie quant aux 

régions corticales (127). Effectivement, alors qu’on les retrouve de façon plus clairsemé 

au niveau du néocortex, les interneurones chandeliers sont plus denses dans les cortex 

piriforme et entorhinal, témoignant de leurs diverses origines embryonnaires (pallium 

dorsal versus pallium latéral et médial respectivement) (127). Et il est important de noter 

qu’une certaine proportion des cellules de type chandelier ne contient pas de niveau 

détectable de protéine PV (128).  Les interneurones translaminaires PV+, bien que 

relativement rare, sont plus abondants dans les couches 5 et 6 du cortex et se 

caractérisent par le fait qu’ils contactent les cellules pyramidales de plusieurs couches 

corticales à la fois puisque leur axone couvre toute l’épaisseur du cortex (129, 130).  

Enfin, les cellules à panier PV+ sont le type le plus abondant d’interneurones du cortex : 

on les retrouve dans les couches 2 à 6 de toutes les régions corticales. Ils sont 

caractérisés par leur axone très complexe, contactant des centaines de cellules 

pyramidales et autres interneurones au niveau de leur corps cellulaire et de leurs 

dendrites proximales (117). 
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Figure 4. –  Diversité des interneurones GABAergiques du néocortex. 

Représentation schématique des grandes classes d’interneurones corticaux du néocortex de la 
souris.  Les interneurones peuvent être définis en trois grandes classes selon leur expression de 
la parvalbumine (PV), de la somatostatine (SST) ou du récepteur à la sérotonine 3A (Htr3a).  
Noter qu’une petite fraction des cellules à panier PV+ exprime aussi la SST. 

Adapté de Lim, L., Neuron, 2018 (122). 
Reproduction avec permission. 

 

1.2.1.2 La spécification précoce des interneurones corticaux 

La vaste majorité des interneurones GABAergiques inhibiteurs sont générés dans la 

partie ventrale du télencéphale, une région germinale qui comprend trois zones 

morphologiques distinctes : les éminences ganglionnaires caudale (EGC), médiane 

(EGM) et latérale (EGL) (121).  De plus, il a été récemment montré que des 

interneurones proviennent aussi de la région pré-optique et migrent jusqu’à 

l’hippocampe et le cortex (131).  Les interneurones générés dans les éminences 

ganglionnaires atteignent le cortex via une migration tangentielle sur de longues 

distances avant de procéder à une migration radiale intra-corticale vers leur position 
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laminaire finale (132).  Les interneurones exprimant la PV, ainsi que ceux exprimant la 

SST, formant à eux deux près de 70% des interneurones du cortex, sont générés dans 

le EGM.  Le EGC quant à lui fournit les interneurones exprimant le récepteur 

ionotropique sérotoninergique 5-HT-3A qu’on retrouvent dans les couches superficielles 

du cortex (133). Enfin, le EGL produit quant à lui principalement les interneurones 

GABAergiques du striatum et du prosencéphale basal (134). 

 

L’étude du développement embryonnaire des interneurones GABAergiques chez les 

rongeurs a montré qu’il est étroitement régulé par un code combinatoire de divers 

facteurs de transcription qui détermine le destin cellulaire ainsi que la route migratoire 

adéquate de chaque type d’interneurones (122).  Ainsi, la lignée GABAergique est 

déterminée par l’expression des facteurs de transcription à homéoboite Dlx1/2 et Dlx5/6, 

elle-même engendrée par le facteur de transcription proneural Mash1 (135).  Ceux-ci 

sont essentiels à la genèse, la spécification et la migration de tous les interneurones 

corticaux (136).  Pour cette raison, les souris mutantes pour Dlx1/2 ou Mash1 ont des 

interneurones GABAergiques incapables de migrer hors des éminences(135, 137).  

L’identité régionale du EGM et de l’aire pré-optique est spécifiée par le facteur de 

transcription à homéoboîte Nkx2.1, dont l’expression débute juste avant le début de la 

neurogénèse. Les interneurones PV+ sont générés suite à une cascade 

transcriptionnelle spécifique au EGM et qui comprend les facteurs Nkx2.1 et Lhx6 (123).  

Les souris avec ablation de Nkx2.1 montrent des défauts de migration tangentielle des 

interneurones et comptent une population corticale déficitaire de 50% des cellules 

exprimant la PV ou la SST (138).  La prolifération et la spécialisation des sous-régions 
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ventrale et dorsale du EGM se fait via l’intégration de plusieurs voies de signalisation 

classiques telles que celle de Sonic Hedgehog et des Wnts/β-caténine (139, 140).  Alors 

que la sous-région dorsale du EGM génère les interneurones SST+, la sous-région 

ventrale fournit les interneurones PV+, les cellules à panier dans une première vague, 

puis les cellules chandeliers en deuxième. 

 

1.2.2.3 La migration vers le cortex 

Les interneurones dérivés du EGM, EGC et de la région pré-optique partagent 

essentiellement les mêmes mécanismes cellulaires pour se rendre jusqu’au cortex (141-

143).  Ils se déplacent en évitant le striatum en raison d’une signalisation répulsive 

Sema3A et Sema3F fortement sécrétées par la striatum (132).  De plus, une 

signalisation attractive impliquant neuregulin1 (Nrg1), un membre de la superfamille des 

facteurs de croissance de l’épiderme, et le récepteur ErbB4, exprimé par la plupart des 

interneurones à ce stade (144), s’assure d’attirer les interneurones en migration vers le 

cortex.  Ainsi, en absence de ErbB4, la plupart des interneurones ne peuvent s’y rendre 

(145). 

 

Le changement entre la migration tangentielle vers une migration radiale vers les 

différentes couches laminaires du cortex semble impliquer des molécules telles que 

Cscl12 (146) et Nrg3 (147). La position laminaire adoptée par les interneurones semble 

être influencée par des signaux envoyés par les cellules pyramidales.  D’abord, les 

interneurones acquièrent leur position seulement après que les cellules pyramidales se 
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soient différenciées en une couche corticale particulière.  Ensuite, une perturbation de la 

formation des couches corticales entraîne une mauvaise localisation des interneurones 

(148, 149).  

 

L’activité neuronale est aussi un facteur important pour entraîner une distribution 

laminaire normale des interneurones au travers du cortex.  La terminaison de la 

migration des interneurones est liée à l’activation de l’expression du co-transporteur 

potassium/chlore KCC2.  Ce dernier diminue la mobilité des interneurones en réduisant 

la fréquence des vagues calciques spontanées en réponse au GABA (150).  En 

conséquence, la réduction de l’excitabilité des interneurones au cours de la première 

semaine postnatale est suffisante pour perturber la distribution laminaire des 

interneurones (151). En somme, la localisation précise des interneurones dans les 

diverses couches corticales est le résultat de l’intégration d’un programme intrinsèque 

de maturation et de divers signaux spécifiques produits par des classes distinctes de 

cellules pyramidales. 

 

1.2.1.4 La formation des synapses 

De nombreux travaux ont montré que lors de leur maturation, les interneurones PV+ 

forment leurs synapses périsomatiques de façon dépendante au niveau d’activité.  En 

fait, la densité et la force de l’innervation GABAergique sont régulées par les niveaux 

d’activité neuronale et l’expérience (54, 152-154).  La privation sensorielle pendant la 

période critique de plasticité a montré qu’elle réduisait la maturation de l’innervation des 
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cellules à panier PV+ du cortex visuel (152) et somatosensoriel (153).  Toutefois, il est 

possible d’étudier les voies moléculaires affectant le développement de l’arborescence 

axonale des cellules PV+ en culture organotypique, même en absence des afférences 

thalamiques (152). 

 

Le neurotransmetteur GABA a des rôles plus complexes que seulement la transmission 

inhibitrice.  En fait, le GABA régule la morphogénèse des axones GABAergiques et 

leurs synapses et ainsi la maturation et la plasticité de l’innervation inhibitrice (155).  Le 

knock-out du gène Gad1, codant pour Gad67, l’enzyme responsable de la synthèse 

basale de GABA, dans une cellule à panier PV+, entraîne une réduction de la complexité 

des embranchements axonaux de façon autonome à la cellule, en plus d’une diminution 

du nombre de synapses périsomatiques atour des neurones pyramidaux du cortex 

visuel (155).  In vivo, la souris Gad1+/- possède une diminution de 30 % en GABA qui 

s’accompagne d’une réduction de la maturation de l’innervation périsomatique chez 

l’adolescent (155).  En plus d’activer les récepteurs GABAA et GABAB sur la membrane 

postsynaptique, le GABA active des autorécepteurs GABAB qui modulent les canaux 

calciques et donc la relâche de GABA (156, 157). Il est par ailleurs suggéré que la 

modulation des dynamiques calciques présynaptiques dans les interneurones en 

développement influence la mobilité des cônes de croissance de même que la stabilité 

des boutons présynaptiques (158).  Ou encore, l’activation des récepteurs GABA peut 

engendrer la relâche de facteurs rétrogrades qui agirait ensuite pour promouvoir le 

branchement des axones et la formation des synapses (159). 
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Toutefois, un blocage complet de la relâche de GABA, soit en inactivant Gad1 et Gad2, 

codant pour les deux enzymes Gad67 et Gad65, soit en inactivant vGAT (le gène 

codant pour le transporteur vésiculaire de GABA responsable de remplir les vésicules 

synaptiques) dans une cellule isolée en culture organotypique, entraîne un phénotype 

inverse : une prolifération marquée de petites synapses périsomatiques avec 

surcroissance axonale (160), ce qui suggère que le GABA participe plutôt à l’élimination 

de synapses émergentes au lieu de leur formation. 

 

Une autre approche a été utilisée pour varier la relâche synaptique d’une cellule à 

panier PV+ isolée en culture organotypique : soit de réduire l’excitabilité neuronale et la 

décharge de potentiels d’action via la signalisation par le récepteur à l’allostatine (161), 

soit de surexprimer TeNT-Lc afin de supprimer la relâche de vésicules synaptiques, 

qu’elle soit spontanée ou évoquée (162).  Comme précédemment, alors que la 

réduction de la transmission synaptique diminue le nombre de synapses inhibitrices 

formées au cours du développement, le blocage complet de la relâche entraine une 

surproduction de boutons synaptiques durant la phase de maturation axonale.  

Cependant, lorsque la relâche de neurotransmetteur est bloquée après le pic de 

formation des boutons, on observe une diminution drastique du nombre de boutons 

périsomatiques, de la complexité de l’arborisation axonale ainsi que du nombre de 

cellules postsynaptiques contactées (163). 
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D’autres candidats potentiels idéaux pour lier l’activité neuronale à la formation et la 

maturation des synapses sont les neurotrophines, car elles sont en effet synthétisées et 

relâchées en fonction de l’activité et ont des propriétés trophiques (164, 165). Et comme 

BDNF n’est produit que par les neurones pyramidaux, on le retrouve donc au bon 

endroit et au bon moment pour poser l’hypothèse selon laquelle il peut ajuster le nombre 

et la force des synapses inhibitrices en fonction de l’activité des cellules pyramidales. Et 

effectivement, des données ont montré que l’application de BDNF favorise la formation 

des synapses GABAergiques en culture hippocampiques ou corticales (166-168), de 

même qu’il favorise la maturation de l’innervation GABAergique dans le cortex visuel 

(91).  Enfin, le stress induit par la séparation de le mère en jeune âge entraîne une 

diminution transitoire de BDNF durant le développement précoce, ce qui entraine un 

retard de développement du système GABAergique et résulte en une diminution du 

nombre de synapses GABAergiques au niveau du cortex préfrontal (169).  De quelle 

façon BDNF agirait sur le système inhibiteur ? BDNF pourrait agir comme un signal 

rétrograde : sa sécrétion à partir des cellules pyramidales influencerait alors les sites 

présynaptiques GABAergiques localement (170).  Ou encore, il pourrait agir comme 

signal antérograde : BDNF signalerait à plusieurs neurones GABAergiques et 

influencerait alors l’innervation GABAergique globalement (171, 172).  Or, en culture 

organotypique du cortex visuel, il a été montré que le knock-out de BDNF dans une 

cellule pyramidale unique entraîne une diminution du nombre et de la force des 

synapses GABAergiques l’entourant alors que les cellules pyramidales sauvages 

avoisinantes sont inaffectées (173), argumentant en faveur d’un rôle local de BDNF. 



55 

Enfin, l’activité neuronale module les propriétés intrinsèques et le patron de connectivité 

des interneurones corticaux entre autres via la régulation de programmes 

transcriptionnels propres aux types cellulaires.  Par exemple, chez les interneurones 

SST+, l’activité neuronale induit l’expression du facteur de transcription à réponse rapide 

Npas4 afin de réguler la formation de synapses excitatrices sur ceux-ci, en induisant 

l’expression de protéines synaptiques et du canal potassique Kv1.1 (174).  Chez les 

interneurones exprimant le polypeptide intestinal vasoactif (vasoactive intestinal 

polypeptide – VIP), l’activité neuronale induit plutôt un programme transcriptionnel 

différent, qui favorise la formation de synapses inhibitrices (175). Chez les cellules à 

panier PV+, l’activité neuronale module l’expression ainsi que la translocation 

cytoplasme-noyau du facteur de transcription Etv1 (176) qui induit alors l’expression de 

Kv1.1, canal potassique rectifiant qui se trouve au segment initial de l’axone et qui est 

responsable du début tardif des potentiels d’action chez ceux-ci (177).  Ainsi, les 

cellules à panier PV+ peuvent ajuster leur excitabilité et s’adapter de façon réversible 

aux variations d’activité les entourant. 

 

D’autres signaux semblent être présents afin de restreindre la formation de synapses 

GABAergiques pendant l’élaboration très complexe de son arbre axonal dont la 

maturation s’étend jusqu’au début de l’âge adulte.  En effet, une formation synaptique 

précoce et excessive pourrait faire obstacle à une croissance axonale adéquate.  La 

PSA, dont l’expression au niveau du cortex visuel est déterminée par l’activité 

neuronale, module les interactions cellule-cellule médiées par les molécules d’adhésion 

(178, 179) dont la molécule d’adhésion neurale (neuronal cell adhesion molecule – 
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NCAM) (180).  Or, la suppression prématurée du PSA entraîne une maturation précoce 

des synapses périsomatiques inhibitrices formées par les cellules à panier du cortex 

visuel.  Étant donnée le rôle des cellules à panier PV+ dans le déclenchement de la 

période critique de plasticité, cette digestion enzymatique de le PSA devance le début 

de la plasticité pour la dominance oculaire (94). 

 

Nous voulons donc étudier les cascades moléculaires pouvant restreindre la formation 

de synapses inhibitrices au cours du développement dans l’optique de pouvoir réactiver 

ces voies de signalisations chez l’adulte afin de diminuer la puissance inhibitrice et ainsi 

favoriser une plasticité cérébrale de type « juvénile ». 

 

1.2.2 Les filets périneuronaux 

Bien qu’elle fût l’objet de moins d’attention que ses composantes cellulaires, la matrice 

extracellulaire (extracellular matrix – ECM), classée en trois compartiments (la 

membrane basale, la matrice diffuse et la matrice condensée), compose de 10 à 20 % 

du volume du système nerveux central (181).  La membrane basale forme un feuillet 

protecteur, une frontière entre les cellules endothéliales et les cellules 

parenchymateuses.  Elle est essentiellement formée de collagène et de laminine.  Alors 

que la matrice diffuse se retrouve au travers du parenchyme neuronal, la matrice 

condensée, appelée filets périneuronaux (PNNs), se forme autour du corps cellulaire et 

des dendrites proximales d’un sous-ensemble de neurones. La matrice, qu’elle soit 

diffuse ou condensée, est essentiellement enrichie de protéoglycanes. Bien que les 
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PNNs furent d’abord identifiés et décrits par Camillo Golgi il y a plus d’un siècle, la 

diversité de leurs composantes ainsi que les règles qui gouvernent la dynamique de leur 

assemblage/désassemblage sont un mystère qui commence à se révéler. 

 

L’utilisation de l’agglutinine ou lectine de Wisteria floribonda (WFA), qui lie le résidu N-

acétylgalactosamine des glycoprotéines présentes dans la majorité (>80 %) des PNNs, 

a révélé leur présence dans plusieurs régions du système nerveux central [Figure 5, p. 

58].  La condensation des PNNs autour du corps cellulaire des interneurones PV+ 

coïncide avec leur maturation (182).  D’un autre côté, l’injection dans le système 

nerveux central de la chrondroïtinase ABC (chABC), une enzyme bactérienne qui coupe 

les chaînes latérales des protéoglycanes de type chondroïtine-sulfate (CSPG) présentes 

dans les PNNs, a démontré l’importance des PNNs dans la régularisation de l’activité 

des interneurones PV+ et la fermeture des périodes critiques de plasticité de même que 

dans les processus mnémoniques et d’apprentissage.  Ainsi, les PNNs sont impliqués 

dans les dysfonctions telles que la dépendance et les maladies 

neurodéveloppementales comme l’autisme, le syndrome de l’X fragile et la 

schizophrénie, soulignant l’importance d’approfondir les connaissances autant sur 

l’expression, les modifications post-traductionnelles et les règles d’assemblage des 

différentes composantes des PNNs en condition physiologique au cours du 

développement que dans l’optique de favoriser la plasticité cérébrale chez l’adulte. 
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Figure 5. –  Les filets périneuronaux s’agglomèrent autour du corps cellulaire et des 
dendrites proximales des neurones, principalement les interneurones PV+.  

 
Immunofluorescence montrant les PNNs marqués avec WFA (rouge) et la protéine aggrécane 
(vert) au niveau de cortex somatosensoriel de souris à P60.  Projection maximale d’une image 
obtenue en microscopie confocale avec un objectif 63X. 

 

1.2.2.1 Structure et composition des filets périneuronaux 

Dans cette section, nous détaillerons les diverses molécules qui composent les PNNs et 

qui sont représentés schématiquement à la Figure 6, p.59. 
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Figure 6. –  Représentation schématique de la structure des filets périneuronaux. 

L’hyaluronane, sécrétée par l’hyaluronane synthase, lient les membres de la famille des 
lecticanes (aggrécane, brévicane, versicane et neurocane) via les protéines link et tenascine-
R pour former des agrégats supra-moleculaires à la surface des neurones. 

Adaptée de Tsien, PNAS, 2013(183). 
Reproduction avec permission. 

 

1.2.2.1.1 L’acide hyaluronique 

La base de l’exosquelette que forment les PNNs est montée à partir des hyaluronanes 

synthases (HAS: HAS1, HAS2, HAS3), enzymes transmembranaires qui synthétisent 

l’acide hyaluronique (HA) directement à partir du neurone par extrusion (184). Alors que 

HAS2 et HAS3 sont exprimées au niveau du corps cellulaire, HAS1 est retrouvée dans 

les axones (185).  L’HA est un polymère formé de centaines de répétitions de 

disaccharides formés d’acide glucuronique – N-acétylglucosamine (GlcA-GlcNac), 

formant une chaîne peu flexible et chargée négativement.  Ainsi, elle confère des sites 

d’hydratation multiples, déterminant la densité et la viscosité des PNNs.    
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1.2.2.1.2 Les protéoglycanes 

Une grande proportion de l’ECM est formée de protéoglycanes (PGs) (186). Ceux-ci 

sont composés de chaînes de glycosaminoglycanes (GAGs) attachées de façon 

covalente à une portion protéique centrale (187). La variabilité des chaînes de 

disaccharides provient de la grande diversité des enzymes les synthétisant de même 

que par leurs différents patrons de sulfatation qui définissent alors 5 types de CSPGs 

(CS-A/B/C/D/E) (188). On note que l’héparane sulfate (HS), composée de GlcA ou IdoA 

et de GalNac, et que la chondroïtine-sulfate (CS), formée de GlcA et GalNac, sont les 

plus importantes chaînes de GAGs du système nerveux central et sont enrichies dans 

les PNNs en comparaison à la matrice diffuse (187, 189, 190).  

 

1.2.2.1.3 Les protéoglycanes de type chondroïtine-sulfate 

Les CSPGs sont des protéoglycanes qui diffèrent quant à leur portion protéique centrale 

ainsi que par le nombre varié de chaînes de GAGs qui leur sont associées (191).  Elles 

regroupent les protéines sécrétées de la famille des lecticanes ainsi que deux protéines 

qui demeurent ancrées à la membrane : phosphacane et NG2 (CSPG4). La famille des 

lecticanes est composée d’aggrécane (CSPG1), brévicane (CSPG7), neurocane 

(CSPG3) et versicane (CSPG2), cette dernière étant exprimée sous forme de quatre 

variants alternatifs (192). Alors que toutes sont décorées d’un nombre variant de 

quelques à des centaines de chaînes de GAGs de type chondroïtine-sulfate, seule 

aggrécane est associée à des chaînes de GAGs de type kératine-sulfate.  De plus, 

aggrécane est la seule CSPGs retrouvée dans pratiquement tous les PNNs. Son rôle 

dans l’assemblage des PNNs a été démontré comme primordial puisqu’on retrouve, 
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chez la souris déficiente en aggrécane, une diminution de marquage des PNNs à l’aide 

de WFA bien que les autres composantes ne soient pas affectées (193). Neurocane est 

exprimée par les neurones et par les astrocytes. Brévicane est présente sous deux 

formes (194), soit exprimée par les neurones et sécrétée, soit produite par les cellules 

gliales et ancrée à la membrane (195, 196) . 

 

La portion protéique des CSPGs qui est glycosylée est encadrée de 2 ou 3 sous-

domaines globulaires (G1 et/ou G2 en N-terminal, G3 en C-terminal). Le domaine G1 

est caractérisé par un domaine immunoglobuline et de deux répétitions PG en tandem 

tandis que le domaine G2, contenu uniquement dans aggrécane, ne contient que deux 

répétitions PG. C’est via les répétitions PG que le domaine G1 assure la liaison des 

CPSGs à l’HA via les protéines de la famille Hapln. Le domaine G3 est composé de 

trois sous-domaines : un sous-domaine EGF, un sous-domaine lectine ainsi qu’un sous-

domaine similaire à la protéine de régulation du complément. C’est via ce sous-domaine 

lectine commun que les CSPGs interagissent de façon calcium-dépendante avec 

tenascine-R et tenascine-C via leur domaine fibronectine de type III 3-5 (197-199), 

lesquelles sont les seules tenascines exprimées dans le système nerveux central (200, 

201).  

 

1.2.2.1.4 Tenascines et Haplns 

Les tenascines forment un pont entre les CSPGs via leur domaine G3 et sont exprimées 

autant par les neurones eux-mêmes que par les cellules gliales (202).  Leur 

hétérogénéité est due à l’épissage alternatif de même que par l’activité des 
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métalloprotéases.  Leur importance a été démontrée par la génération de la souris 

knock-out pour Tn-R puisqu’on y observe une diminution marquée de la présence de 

l’agglomération de HA et des CSPGs dans les PNNs (203).  

 

Les protéines Haplns, quant à elles, stabilisent le lien entre le domaine G1 des CSPGs 

et HA, complétant la structure en filet caractéristique des PNNs (204). Trois des quatre 

membres de cette famille sont exprimés dans le système nerveux central, Hapln1, 2 et 

4.  Alors que Hapln1 et 4 sont exprimés par les neurones entourés de PNNs, Hapln2 est 

sécrétée par les oligodendrocytes avoisinants et se retrouve autour des nœuds de 

Ranvier (205). Il est à noter que Hapln1 forme le pont entre la plupart des lecticanes et 

HA, tandis que Hapln4 interagit spécifiquement avec brévicane (189, 206). De ce fait, 

Hapln1 est primordiale à l’assemblage des PNNs.  La surexpression de Hapln1, 

accompagnée de HAS3, dans un système hétérologue tel que les cellules HEK suffit à 

générer une matrice extracellulaire condensée qui ressemble celle des PNNs (207).  

Enfin, bien que l’expression des CSPGs demeure inchangée, on observe une diminution 

de l’agglomération des PNNs chez la souris Hapln1 KO (208). 

 

1.2.2.2 Désassemblage 

La variabilité des PNNs est complexifiée par l’action de différentes protéases sécrétées 

dans la matrice extracellulaire. Nous distinguerons deux grandes familles : les ADAMTS 

(a disintegrin and metalloproteinase with thrombospondin motifs) qui regroupe 19 

membres exprimés dans le SNC dont 7 sont reconnus pour dégrader les PGs, puis les 

MMPs qui est composée de 25 membres, dont seulement trois sont retrouvés dans le 
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cerveau. Les sept protéoglycanases ADAMTS du cerveau sont exprimées par les 

astrocytes (209, 210) et récemment, ADAMTS-8 et ADAMTS-15 ont été reconnues 

comme étant aussi exprimées par les interneurones PV+ (211).  Les protéoglycanases 

MMPs clivent aggrécane et brévicane près de leur domaine G1.  Seule MMP9, 

exprimée à la fois par les neurones, les astrocytes et les oligodendrocytes, a été 

identifiée comme un joueur-clé dans la régulation des PNNs. En effet, la diminution des 

PNNs observée autour des interneurones PV+ du cortex auditif de la souris Fmr1KO 

peut être ramenée à la normale en diminuant l’expression trop élevée de MMP9 (212). 

 

1.2.2.3 Fonctions 

Bien qu’ils diffèrent quant à leur structure au travers des différentes régions du cerveau, 

les PNNs remplissent des fonctions essentielles pour les neurones qu’ils entourent. 

 

1.2.2.3.1 Barrière physique 

La structure des PNNs, avec ses nombreuses chaînes de GAGs, crée un 

environnement fortement chargé négativement, ce qui permet de conserver à forte 

concentration les ions positifs, créant une forme de réservoir (184).  C’est cette propriété 

qui contribue à conserver un fort potentiel de membrane au repos (213).  En générant 

un tri ionique aux abords de la membrane, les PNNs facilitent les décharges à haute 

fréquence, typiques des interneurones PV+ (214). Enfin, les PNNs qui contiennent 

aggrécane, mais non brévicane, en retenant les ions Fe3+, protègent contre le stress 

oxydatif généré par le fer (215). Les PNNs jouent un rôle important dans la plasticité 

synaptique.  En effet, structurellement, les PNNs forment un filet qui entoure le corps 
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cellulaire et les dendrites proximales, générant des trous libérant l’accès la membrane 

pour la formation des contacts synaptiques.  Ainsi, les PNNs sont capables de contrôler 

l’activité nerveuse en régulant l’accessibilité au neurone-cible en agissant comme une 

barrière physique. De plus, par le démontage des PNNs à l’aide de l’hyaluronidase dans 

des cultures neuronales hippocampiques, il a été démontré que la diffusion latérale des 

récepteurs AMPA à la membrane postsynaptique est restreinte par la présence des 

PNNs(216). L’ajout de ChABC aux neurones corticaux en culture augmente la motilité 

des épines dendritiques, augmentant leur turnover.  Ensuite, au niveau du CA3, des 

changements de plasticité structurelle et fonctionnelle engendrés par l’application in vivo 

de ChABC ont favorisé l’augmentation spécifique de géphyrine sur les interneurones 

PV+ (217). Il s’avère donc que des modifications de la structure des PNNs, même 

subtiles, puissent augmenter localement la plasticité synaptique, réduisant le potentiel 

inhibiteur des interneurones PV+. 

 

1.2.2.3.2 Voies signalétiques particulières 

Les PNNs sont impliqués directement dans plusieurs voies signalétiques, dont deux 

exemples seront décrits ici. Deux séquences peptidiques ont été identifiées comme 

étant capables de s’associer avec les GAGs : XBBXBX et XBBBXXBX où B est un 

résidu basique et X un résidu hydrophile (218). 

 

Le premier exemple réfère à Otx2, un facteur de transcription à homéodomaine. Chez la 

souris, Otx2 est retrouvé dans le noyau des interneurones PV+ du cortex, où il joue un 

rôle important dans leur maturation et l’agglomération des PNNs.  Il a été récemment 
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suggéré qu’Otx2 est capable de réguler l’expression d’aggrécane (219). Toutefois, le 

locus Otx2 est silencieux dans le cortex post-natal. On retrouve plutôt l’ARN messager 

codant pour Otx2 dans les régions sous-corticales de la voie optique : dans le noyau 

géniculé latéral, les colliculi supérieurs et la rétine (21). C’est dans sa portion N-

terminale qu’Otx2 contient une région peptique (RKQRRER) capable d’interagir avec les 

GAGs.  C’est donc via les PNNs qu’Otx2 peut intégrer les cellules PV+. Une 

accumulation constante de Otx2 dans les cellules PV+ est nécessaire pour maintenir le 

cerveau adulte dans un état peu plastique : en effet, une diminution de Otx2 entraînera 

une dématuration des cellules PV+, qui diminueront alors leur PNNs, entraînant une 

augmentation de la plasticité cérébrale après la fermeture de la période critique.   

 

Un deuxième exemple vient des sémaphorines, des molécules impliquées dans le 

guidage axonal et qui signalent via les récepteurs de la famille des plexines. Les 

sémaphorines sont soit sécrétées, soit ancrées à la membrane plasmique.  La portion 

C-terminale de Sema3A contient un domaine (RKQRRQR) hautement semblable à la 

région peptidique de Otx2 capable d’interagir avec les GAGs. Bien que son interaction 

directe avec les GAGs ne soit pas encore démontrée, Sema3A se retrouve aux 

alentours des cellules PV+, en colocalisation avec les composantes des PNNs que sont 

aggrécane, versicane et Tn-R, tout en étant absente après un traitement à la ChABC ou 

chez la souris KO pour Halpn1, laquelle ne condense pas de PNNs(220).  Il semble 

donc que la signalisation via la voie Sema3A-plexines soit dépendante de l’intégrité 

structurale des PNNs. 
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1.2.2.3.3 L’activité neuronale 

La relation entre la formation et le maintien des PNNs au niveau cortical et le niveau 

d’activité neuronale en est une d’interdépendance.  En effet, au cours du 

développement, l’augmentation de l’activité neuronale est nécessaire à l’agglomération 

des PNNs autour des cellules PV+, tel que démontré par l’absence de PNNs dans le 

cortex visuel des souris élevées dans le noir(108). On pense que ceci est dû à la 

régulation activité-dépendante de l’expression de Halpn1.  De la même façon, la 

diminution de l’activité du cortex somato-sensoriel, par l’ablation des vibrisses chez la 

souris, entraîne une diminution de la condensation des PNNs (221). Dans des cellules 

hippocampiques in vitro, la diminution de la fréquence des potentiels d’action ou le 

blocage des récepteurs AMPA, des récepteurs glutamatergiques non-NMDA ou des 

canaux calciques de type L entraînent tous une diminution de la condensation des 

PNNs autour des cellules PV+ (222).  Par ailleurs, l’intégrité structurale des PNNs autour 

des cellules PV+ est essentielle au maintien de leurs propriétés électrophysiologiques 

matures et de leurs contacts synaptiques.  Comme mentionné précédemment, les PNNs 

participent au tamponnage des ions nécessaires aux décharges à haut débit.  De plus, il 

a été démontré in vitro que la formation des PNNs diminue l’excitabilité des 

interneurones PV+ (222).  Les contacts synaptiques sur les cellules PV+ sont eux-aussi 

influencé par la structure des PNNs, car les cellules PV+ entourés de PNNs contenant 

du brévicane reçoivent plus de contacts glutamatergiques (223). De plus, les études 

utilisant ChABC in vivo pour désintégrer les PNNs ont montré une diminution de 

l’inhibition via les cellules PV+ au niveau du cortex préfrontal (224). Comme les 

interneurones PV+ demeurent une source majeure d’inhibition corticale, régulant les 
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oscillations nécessaires aux fonctions cérébrales de haut niveau, bien sûr que ces 

dernières seront influencées par la structure et l’intégrité des PNNs. 

 

1.2.2.3.4 La mémoire 

Les études utilisant l’injection de ChABC ou d’hyaluronidase pour digérer les chaînes de 

GAGS décorant les CSPGs ou pour couper la structure primaire formée de HA, dans 

diverses régions du cerveau ont permis de mettre en lumière le rôle inouï de la structure 

des PNNs dans la formation et la maintenance de la mémoire.  En effet, au niveau de 

l’hippocampe, la destruction des PNNs entraîne une difficulté à transformer les 

souvenirs à court terme en mémoire à long terme (225, 226).  L’utilisation de la ChABC 

en combinaison avec l’hyaluronidase au niveau de l’hippocampe empêche la formation 

de la mémoire à long terme de la peur contextuelle alors qu’au niveau du cortex 

préfrontal, elle empêche la formation de la mémoire à long terme de la peur 

conditionnée au son (226).  De la même façon, la digestion des PNNs de l’amygdale 

avant la formation de la mémoire de la peur conditionnée rend cette dernière plus labile, 

donc plus prône à être remplacée par la mémoire de l’extinction (20).  De par son action 

sur la mémoire et sur la fermeture des périodes critiques de plasticité, la formation des 

PNNs au cours du développement entraîne une diminution de la capacité à apprendre.  

L’ablation des PNNs du cortex périrhinal augmente la reconnaissance des objets 

nouveaux (227). De plus, elle augmente la plasticité synaptique du cortex auditif adulte 

de la gerboise, augmentant ainsi les capacités d’un apprentissage nouveau sans 

toutefois entraîner la disparition des souvenirs déjà présents à la mémoire (228). 
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En somme, ces données pointent toutes vers un rôle des PNNs dans la consolidation de 

la mémoire à long terme et la stabilité des apprentissages en renforçant les circuits PV+.  

Par conséquent, il est important de comprendre de façon approfondie le patron 

d’expression cellulaire des différentes composantes formant les PNNs ainsi que les 

mécanismes transcriptionnels régulant leur expression en fonction de l’activité pour 

identifier de nouveaux moyens thérapeutiques afin de favoriser la plasticité cérébrale 

adulte. 

 

1.3 Le récepteur p75NTR 

Dans le but de réduire la connectivité des circuits inhibiteurs PV+ afin de favoriser la 

plasticité cérébrale chez l’adulte [Section 1.2, p. 45], il est important de s’intéresser aux 

mécanismes moléculaires capables de restreindre la formation des synapses au cours 

de la longue phase de maturation des interneurones corticaux PV+, qui se prolonge 

jusqu’à la fin de l’adolescence. Or, au cours du développement, la croissance des 

interneurones GABAergiques est influencée, entre autres, par les facteurs 

neurotrophiques présents dans leur environnement, tels que BDNF (229).  Il faut savoir 

que BDNF est d’abord synthétisé en tant que propeptide (proBDNF, 32 kDa). Il peut soit 

être sécrété tel quel (165, 230), soit être clivé (mature BDNF (mBDNF, 14 kDa)) de 

façon intra-cellulaire par des enzymes telles que la furine ou les pro-convertases (par 

exemple, PC1) avant d’être sécrété dans l’environnement.  Lorsque proBDNF est 

sécrété, il peut alors être clivé de façon extra-cellulaire via l’activation de l’enzyme 

plasmine.  Cette activation est régulée par l’activateur tissulaire du plasminogène (tPA) 

ou par des métalloprotéases telles que MMP7 par exemple (231).  Les taux ambients de 
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proBDNF/mBDNF sont donc finement régulé. D’abord l’expression du gène lui-même 

est régulée de façon dépendante de l’activité neuronale, via le promoteur IV (91, 173, 

229, 232).  Ensuite, les patrons d’activité neuronales viennent déterminer les taux de 

sécrétion et de clivage de proBDNF en mBDNF : en effet, sur des cultures 

hippocampiques il a été montré que des stimulations à basse fréquence stimule la 

sécrétion de proBDNF alors que des stimulations à haute fréquence induit une 

augmentation des taux extracellulaires de mBDNF en favorisant la sécrétion de tPA.   

 

De nombreuses études ont mesuré les effets de la signalisation de mBDNF via le 

récepteur TrkB sur la croissance axonale des interneurones GABAergiques, toutefois le 

rôle de la signalisation via proBDNF/p75NTR demeure inconnu.  Étant donnée l’impact de 

la signalisation proBDNF/p75NTR sur la rétraction axonale, nous nous sommes demandé 

si l’activation du récepteur p75NTR serait suffisante pour réduire la connectivité efférente 

des interneurones PV+ et réactiver la plasticité cérébrale du cortex visuel chez l’adulte.  

Dans cette section, nous détaillerons la structure et les fonctions intracellulaires du 

récepteur p75NTR [Section 1.3.1, p. 69], ainsi que son rôle dans la plasticité synaptique 

[Section 1.3.2, p. 73] et la plasticité cérébrale [Section 1.3.3, p. 76]. 

 

1.3.1 Structure et fonctions 

Le récepteur des neurotrophines p75 (p75NTR ou Nerve Growth Factor Receptor, NGFR 

ou TNFRSF16), est un membre de la superfamille des facteurs de nécrose tumorale 

(Tumor Necrosis Factor, TNF) (233).  Une fois activé par son ligand, il peut influencer 
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plusieurs voies intracellulaires : allant de la survie/mort cellulaire et la croissance 

axonale jusqu’à la plasticité synaptique (233-235). 

 

Le récepteur, comme son nom l’indique, a d’abord été identifié comme étant un 

récepteur pour le facteur de croissance des nerfs (Nerve Growth Factor, NGF) (236). 

Puis, il a été démontré qu’il peut lier, bien qu’avec une faible affinité, toutes les 

neurotrophines : le BDNF, la neurotrophine 3 (NT-3) et la neurotrophine 4 (NT-4) (234, 

235). Ces neurotrophines peuvent aussi activer des récepteurs à tyrosine kinase : les 

récepteurs kinases à tropomyosine-A, -B, -C (tropomyosin receptor kinases (Trk)) (aussi 

connus comme étant NTRK1, 2 et 3) (237).  Ceux-ci activent alors différentes voies 

signalétiques dont celle des MEK/MAPK, celle de la kinase régulée par signaux 

extracellulaires (extracellular signal-regulated kinase (Erk)), la voie de PI3K-Akt ainsi 

que celle de la phospholipase C gamma (238). De plus, il a été démontré que le 

récepteur p75NTR peut être activé par la liaison aux neurotrophines avant qu’elles ne 

soient clivées, donc sous forme de propeptide (239, 240).  Lorsque le récepteur est lié 

aux pro-neurotrophines, il favoriserait alors l’inhibition de la croissance et la mort 

cellulaire (241). Ainsi, les deux types de récepteurs peuvent agir de façon soit 

antagoniste, indépendante ou synergétique (231). 

 

Quelques autres molécules ont été identifiées comme ligands du récepteur p75NTR : les 

polypeptides dérivés de la myéline tels que la glycoprotéine associée à la myéline 

(myelin-associated glycoprotein, MAG) et Nogo (reticulon-4) (242, 243), les 
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glycoprotéines du virus de la rage (rabies virus glycoprotein, RVG) (244) et le peptide β-

amyloïde (245, 246). Certains de ces ligands peuvent lier directement le récepteur 

p75NTR, alors que d’autres nécessiteront une liaison avec des co-récepteurs.  C’est le 

cas des pro-neurotrophines qui lieront le récepteur p75NTR avec ces co-récepteurs de la 

famille des Vps10, soit sortilin, SorL1 et SorCS2 (247, 248).  Les ligands dérivés de la 

myéline nécessitent quant à eux la présence du récepteur Nogo (NgR, ou RTN4R) et 

Lingo-1 pour signaler via le récepteur p75NTR (242, 243, 249).  

 

Le domaine intracellulaire du récepteur p75NTR contient un death domain (DD) en C-

terminal qui est adjoint au seul passage transmembranaire via une portion de liaison 

longue de 60 acides aminés (250). Le DD est un domaine protéique globulaire de 80-90 

acides aminés caractérisé par un paquet de six hélices alpha (251, 252) qui 

interagissent ensemble via des liaisons disulfures pour former des dimères de 

récepteurs en absence de ligand (253, 254).  Ainsi, le récepteur p75NTR est caractérisé 

par l’absence d’un domaine catalytique. Tout comme les autres membres de la famille 

de récepteurs TNFRSF, la signalisation via le récepteur p75NTR passe par la 

séquestration ou le relâchement de partenaires protéiques dans l’environnement 

intracellulaire.  Ainsi, la liaison des ligands au récepteur p75NTR entraîne la séparation 

des deux DDs du dimère, ce qui change alors l’affinité pour certains effecteurs en aval.  

Bien que plusieurs partenaires protéiques semblent avoir été identifiés, les mécanismes 

moléculaires selon lesquels différentes voies signalétiques peuvent être engagées en 

aval de p75NTR demandent encore des éclaircissements [Figure 7, p. 72].  La voie 

intracellulaire la plus connue est la régulation de la croissance, de l’effondrement et de 
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la dégénérescence axonale via RhoA (255-257).  Il est aussi connu que p75NTR peut 

activer la voie de NF-κB et ainsi favoriser la survie cellulaire (258-260).  Enfin, p75NTR 

peut activer la voie de la kinase c-Jun ou de la caspase, menant alors à la mort 

cellulaire par apoptose (261, 262).  Les acides aminés essentiels à l’activation 

différentielle de ces voies ont été détaillés, et toutes ont montré l’exigence du DD pour la 

signalisation intracellulaire (263). 

 

Figure 7. –  Les mécanismes signalétiques de p75NTR. 

Représentation schématique des différentes composantes proximales des voies de 
signalisation en aval de l’activation du récepteur p75NTR, incluant RhoA, Rac, Caspase et 
NFkB ainsi que les réponses biologiques en résultant : l’apoptose, la mobilité, la survie 
cellulaire. 

Adaptée de Hempstead, B. L., Current Opinion in Neurobiology, 2002 (264). 
Reproduction avec permission. 

 

La complexité des combinaisons et rôles physiologiques remplis par le récepteur p75NTR 

peut être approchée par la résolution de son patron d’expression, ainsi que celui de ses 

co-récepteurs partenaires signalétiques au cours du développement ou en situation 
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pathologique. Ainsi, il est connu que p75NTR est largement exprimé durant la période de 

synaptogénèse et de la mort cellulaire développementale programmée (265). Son 

expression est par la suite réduite et peut être réactivée suite à une atteinte 

neurologique.  Ainsi, l’inhibition, ou la réduction de l’expression, de p75NTR et du co-

récepteur NogoR, peut avoir un effet protecteur dans le modèle d’accident vasculaire 

cérébral par occlusion de l’artère cérébrale du milieu (266, 267). 

 

L’expression du récepteur p75NTR chez les interneurones corticaux demeure nébuleuse 

à ce jour.  En fait, il a été démontré que les interneurones PV+ de l’hippocampe 

n’expriment pas le récepteur p75NTR, et ce à l’aide d’une expérience 

d’immunofluorescence, et que, en conséquence, l’application de proBDNF n’a révélé 

aucun effet sur l’activité GABAergique (268). Toutefois, l’étude du patron d’expression 

développemental de p75NTR chez les interneurones GABAergiques du cortex au moyen 

de techniques plus sensibles reste une question ouverte. 

 

1.3.2 Le récepteur p75NTR et la plasticité synaptique 

Il est généralement conçu que les niveaux relatifs de proBDNF et de mBDNF jouent un 

rôle primordial dans la modulation de la structure et des fonctions du cerveau.  En effet, 

il s’avère que l’activation de p75NTR via la liaison de proBDNF a des effets opposés sur 

la structure neuronale et la plasticité synaptique que celle de TrkB via la liaison de la 

forme mature de BDNF (269-271).  
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Bien que de déterminer les rôles physiologiques de mBDNF versus proBDNF et ceux de 

l’activation de leurs récepteurs respectifs sur la transmission synaptique ait représenté 

un défi de taille, la construction d’un modèle knock-in murin, où la séquence de 

proBDNF est mutée afin de le rendre résistant au clivage, a permis de questionner les 

effets des ratios endogènes de proBDNF/mBDNF.  Cette étude a montré que proBDNF 

diminue la complexité de l’arbre dendritique des neurones hippocampiques et ce d’une 

façon dépendante de p75NTR (272). 

 

Avant de pouvoir poser des hypothèses quant au rôle possible de la signalisation 

proBDNF/p75NTR dans la plasticité synaptique, il a d’abord fallu démontrer la sécrétion 

de proBDNF en tant que propeptide non-clivé.  En 2001, un groupe a réussi à montrer la 

sécrétion de proNGF et proBDNF à partir de cellules HEK239 ou encore de cellules 

endothéliales de souris (241). Dès lors, ils ont poursuivi en étudiant le rôle de proBDNF 

sur la LTD sur des tranches d’hippocampe.  Ces données ont été supportées par une 

première étude qui montrait que la LTD induite par des stimulations à basse fréquence 

est déficiente chez deux lignées différentes de souris chez qui le gène p75NTR a été 

supprimé (273), puis une deuxième qui confirmaient les défauts de la LTD chez les 

souris p75NTR -/-, mais aussi chez les souris sauvages dont le récepteur a été bloqué par 

l’infusion d’un anticorps REX (269). Enfin, il faut savoir que l’effet de p75NTR sur la LTD 

est dépendant de son co-récepteur SorCS2, abondamment exprimé dans l’hippocampe 

(274). 
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La signalisation proBDNF/p75NTR est très importante pour un autre aspect de la 

mémoire : elle inhibe les décharges persistantes au niveau du cortex entorhinal, 

décharges importantes pour la mémoire de travail (275, 276). D’un côté, les animaux 

p75NTR -/- réussissent mieux que les animaux sauvages dans la tâche de reconnaissance 

d’un nouvel objet (276) ainsi que dans la tâche du labyrinthe de Barnes (277), deux 

tâches servant à évaluer la mémoire de travail.  De l’autre côté, l’infusion de proBDNF 

dans l’hippocampe réduit les performances dans la tâche du labyrinthe de Morris (278). 

 

En plus de son rôle sur la LTD, la signalisation via proBDNF/p75NTR a été impliquée 

dans d’autres formes de plasticité synaptique.  Au niveau de la jonction 

neuromusculaire, l’application de proBDNF induit une diminution de la fréquence et de 

l’amplitude des courants spontanés et que l’expression présynaptique de p75NTR est 

requise pour observer les effets de proBDNF sur la dépression synaptique (230).  De 

plus, l’activation de la signalisation de p75NTR par proBDNF conduit à l’élimination des 

synapses inactives de la jonction neuromusculaire, alors que de l’autre côté lorsque 

proBDNF est clivé en mBDNF, les terminaisons sont alors stabilisées (279, 280). 

 

Enfin, l’expression de proBDNF peut réduire la complexité de l’arbre dendritique et le 

nombre d’épines dendritiques des cellules granulaires du CA1 et du gyrus dentelé de 

l’hippocampe, réduisant donc la transmission synaptique basale, et ce d’une façon 

dépendante de p75NTR (272).  L’élimination des épines en raison d’une asynchronie 

semble passer par une signalisation proBDNF/ p75NTR (281). 
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La relâche de proBDNF dans l’environnement synaptique, et la possible expression de 

p75NTR au niveau des interneurones PV+, soulève la question à savoir s’il y a, dans des 

conditions physiologiques, modulation de la plasticité synaptique et/ou de la connectivité 

des cellules PV+ via la signalisation par le récepteur p75NTR. 

 

1.3.3 Le récepteur p75NTR et la plasticité cérébrale 

Comme détaillé au chapitre 1, toute manipulation qui pourrait éventuellement diminuer 

l’inhibition via les interneurones PV+ chez l’adulte pourrait être envisagée comme un 

levier potentiel dans l’augmentation de la plasticité cérébrale chez l’adulte.  Ainsi, en 

posant l’hypothèse que la signalisation via proBDNF/p75NTR sur les boutons terminaux 

des interneurones PV+ pourraient entraîner une diminution de synapses inhibitrices, 

nous nous retrouvons devant un possible mécanisme pour manipuler la plasticité 

cérébrale chez l’adulte.  En support à cette hypothèse, des données probantes utilisant 

l’inactivation génique du récepteur Nogo, co-récepteur de p75NTR, spécifiquement au 

niveau des cellules PV+, entraîne la suppression des souvenirs de peur chez l’adulte, 

signe d’une grande plasticité cérébrale (76).  L’expression du récepteur Nogo, et, par 

extension, probablement celle du récepteur p75NTR, représente donc un frein 

moléculaire, limitant la plasticité dépendante de l’expérience chez l’adulte. Dès lors, on 

peut se demander si la signalisation via proBDNF/p75NTR représente un moyen efficace 

d’augmenter la plasticité cérébrale dans le cortex visuel adulte. 
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1.4 L’histone déacétylase 2 

Le développement et la maturation des fonctions et de la connectivité des interneurones 

PV+, de même que l’agglomération des PNNs autour de leur corps cellulaire, sont 

régulés de façon dépendante de l’activité neuronale et de l’expérience sensorielle 

[Section 1.2, p. 56].  Par exemple, la privation visuelle engendrée par l’élevage dans le 

noir retarde la maturation des interneurones GABAergiques du cortex visuel (91).  Or, 

les mécanismes épigénétiques responsables de réguler l’accessibilité de la machinerie 

transcriptionnelle à la chromatine sont des candidats idéaux pour coupler les stimuli 

externes à l’expression génique (282).   

 

Dans cette section, nous détaillerons les données pointant vers l’acétylation de la 

chromatine comme mécanisme de régulation des périodes critiques de plasticité. Puis, 

nous nous intéresserons à une cible potentiellement intéressante pour manipuler les 

circuits PV+ chez l’adulte : l’histone déacétylase 2 (Hdac2).  

 

1.4.1 L’acétylation de la chromatine et la régulation des périodes 

critiques de plasticité 

Les modifications post-traductionnelles réversibles des histones formant la chromatine 

sont au cœur de la modulation de l’expression génique, régulant l’accessibilité aux 

séquences géniques en modifiant la structure de la chromatine (283) [Figure 8, p. 81].  

Une des modifications des histones les plus étudiées demeure l’acétylation : en 

neutralisant les charges positives des résidus lysines sur les queues libres des histones, 
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elle diminue l’affinité entre l’ADN et les nucléosomes, ce qui relaxe la structure de la 

chromatine, et est généralement associée à un état transcriptionnellement actif (284). 

En fait, les histones acétylées peuvent servir de site de liaison pour des protéines à 

bromodomaine, qui s’avère être souvent des activateurs transcriptionnels (285).  Enfin, il 

semble que des facteurs de transcription puissent être directement acétylés/déacétylés, 

ce qui influence alors directement les taux de transcription (286). 

 

L’exposition à la lumière d’animaux élevés dans le noir déclenche une cascade de 

régulation via la phosphorylation de ERK résultant en l’acétylation et la phosphorylation 

de l’histone H3 et l’activation de la transcription via le facteur de transcription CREB. Ce 

changement d’expression génique en lien avec l’expérience sensorielle est spécifique à 

la phase critique de plasticité, argumentant en faveur d’un rôle de l’acétylation de la 

chromatine pour réguler le taux de plasticité corticale.  Cette hypothèse a été validée 

par l’utilisation d’inhibiteurs des histones déacétylase, capables d’augmenter les niveaux 

d’acétylation en inhibant de façon non-sélective l’action des déacétylases.  En effet, 

l’utilisation de la trichostatine A, un inhibiteur non-spécifique ciblant les classes I et II, 

favorise la plasticité du cortex visuel chez l’adulte (113) alors que le traitement 

chronique avec deux autres inhibiteurs, l’acide valproïque (cible les classes I et II) et le 

butyrate de sodium (cible la classe I), en combinaison avec une privation monoculaire, 

peut rétablir l’acuité visuelle chez un adulte amblyope (114).   
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Cette réouverture de la période critique de plasticité dans le cortex visuel adulte 

s’accompagne d’une diminution de la transmission GABAergique ainsi que d’une 

augmentation du niveau d’acétylation de l’histone 3 dans la région promotrice de Bdnf. 

Argumentant dans le même sens, l’administration systémique de butyrate de sodium, ou 

l’injection de trichostatine A dans l’hippocampe, augmente l’efficacité de l’extinction de 

la peur contextuelle (287). Parallèlement, l’utilisation de l’acide valproïque résulte en 

une augmentation de la maintenance de la mémoire d’extinction dans le temps (288), et 

est corrélée avec une augmentation de l’acétylation des histones au promoteur ainsi 

que de l’expression de Bdnf. En somme, l’utilisation d’inhibiteurs non-spécifiques des 

histones déacétylases montre que l’activité des déacétylases, ainsi que la diminution du 

taux d’acétylation des histones, représente un frein moléculaire diminuant la plasticité 

corticale au cours du développement.   

 

Toutefois, le fait que les inhibiteurs des Hdacs soient non-spécifiques et agissent de 

façon systémique empêche d’élucider les rôles spécifiques des Hdacs dans la mémoire 

de peur et la plasticité.  Nous devons donc nous tourner vers l’étude des modèles de 

souris conditionnelles mutantes pour investiguer l’implication directe des différentes 

Hdacs dans la régulation des périodes critiques de plasticité.  Dans la prochaine 

section, nous présenterons les différentes Hdacs et ce que nous ont appris les différents 

modèles conditionnels. 
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1.4.1 Structure et fonctions 

L’acétylation des histones, un mécanisme dynamique efficace pour coupler des signaux 

extracellulaires avec la transcription du génome (289), est le résultat de la balance entre 

les actions antagonistes de deux grandes familles de protéines. Les groupements 

acétyles sont ajoutés sur les lysines des queues libres des histones par des histones 

acétyltransférases tandis qu’ils sont enlevés par les Hdacs.  Dans les cellules de 

mammifères, on retrouve 18 Hdacs différentes qui sont classées en quatre classes 

principales selon la similarité de leur séquence codante et de leurs fonctions : la classe I 

dont l’expression est ubiquitaire et nucléaire (Hdac1, 2, 3, 8), la classe II connue pour 

naviguer entre le noyau et le cytoplasme (Hdac4, 5, 6, 7, 9, 10), la classe III (Sirtuin 1-7) 

et la classe IV (Hdac11) (290, 291).  Alors que l’activité enzymatique des Hdacs 1-11, 

dont le domaine catalytique est hautement conservé, est dépendante d’un ion zinc, les 

sirtuines diffèrent et utilisent le NAD+ (revues (290, 292)). 

 

Les Hdacs sont amenées à des séquences d’ADN soit par liaison directe à des facteurs de 

transcription spécifiques, soit en étant incorporés à des complexes régulateurs 

multimériques : les Hdacs ne possèdent pas de domaine de liaison à l’ADN intrinsèque (285, 

293).  Par conséquent, il faut noter que l’éventail des séquences géniques régulées par une 

Hdac particulière sera déterminé par le type cellulaire en question ainsi que le spectre de 

partenaires protéiques disponibles.  Alors que les fonctions bien établies des Hdacs sont 

d’agir en tant que répresseurs transcriptionnels, certaines données spécifiques ont montré 

qu’elles pouvaient activer la transcription (chez la levure (294-296) et chez les eucaryotes 

plus complexes (297)).  En fait, il peut s’avérer difficile de distinguer les effets primaires des 
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effets secondaires à l’inhibition des Hdacs et on retrouve un pourcentage équivalent de gènes 

qui seront réprimés à ceux qui seront activés (297-299). 

 

 

Figure 8. –  Représentation schématique de la régulation de l’acétylation des histones 
de la chromatine. 

 
Le niveau d’acétylation des histones est le résultat de l’équilibre entre l’activité des histones 
acétyltransférases (Hat) et celle des histones déacétylases (Hdac).  En présence d’inhibiteurs 
enzymatiques des Hdacs, l’équilibre est déplacé vers l’acétylation des histones qui est 
généralement associée avec un état transcriptionnel actif. 

Adapté de Begum, M. R., Journal of Neurochemistry, 2017(300). 
Reproduction avec permission. 

 

Alors que les autres Hdacs ont des patrons d’expression et des cibles protéiques 

variées (voir revue (290)), les Hdacs de la classe I sont exprimées de façon ubiquitaire, 

se retrouvent principalement dans le noyau cellulaire et ciblent principalement les 

histones, ce qui laisse à penser à une certaine redondance fonctionnelle entre ses 

membres.  Or, les diverses souris mutantes null pour chacune des Hdacs de la classe I 

prouvent que chacune possède des rôles distincts dans la régulation de programmes 

transcriptionnels spécifiques.  La souris Hdac1null décède avant le jour embryonnaire 
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10,5, témoignant de gros retards de prolifération et de croissance (299, 301).  La souris 

Hdac2null quant à elle décède le jour de sa naissance en raison de malformations 

cardiaques sévères attribuées à une prolifération excessive (299). Toutefois, la souris 

knockin/knockout en raison d’une insertion de lacZ dans Hdac2 a été rapportée comme 

viable (302).  Pour expliquer cette controverse, on peut penser à des différences en 

raison du fond génétique employé, ou encore à une fuite d’expression de Hdac2 

suffisante pour assurer la viabilité. 

 

Les souris conditionnelles ont permis d’investiguer les rôles des Hdac1 et Hdac2 plus 

tard au cours du développement et ont montré une redondance fonctionnelle entre les 

deux isoformes au cours du développement cardiaque et nerveux.  En effet, alors que 

l’inactivation d’un seul des deux isoformes à partir du stade des cellules souches 

neurales (GFAP_Cre) ne cause pas de défaut histo-architectural frappant, l’inactivation 

complète de Hdac1 et de Hdac2 entraîne des défauts importants du développement du 

cortex, de l’hippocampe et du cervelet attribués à des défauts de différenciation des 

progéniteurs, entraînant l’apoptose (303). Alors que les deux isoformes sont fortement 

exprimées au niveau des cellules souches neurales et des progéniteurs neuronaux, 

leurs patrons d’expression divergent au fur et à mesure de la différenciation, Hdac1 

étant plus exprimé dans les cellules gliales alors que Hdac2 se confine aux neurones 

(304, 305).   Toutefois, on retrouve une expression nette de Hdac1 au niveau des 

neurones de l’hippocampe (306), alors que son expression nucléaire dans les neurones 

corticaux fait l’objet d’un débat. 
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1.4.2 Hdac1 et la plasticité corticale 

Le rôle de Hdac1 dans la plasticité corticale régulée par l’expérience a été investiguée 

au niveau du cortex somatosensoriel.  Chez des souris dont les vibrisses ont été 

coupées dès leur jeune âge, on retrouve une augmentation de l’expression et de 

l’activité de Hdac1 avec une diminution corrélée de l’expression de Bdnf et de PV.  Des 

essais d’immunoprécipitation ont montré une liaison directe entre Hdac1 et le promoteur 

de Bdnf et Pvalb de même qu’une augmentation de la déacétylation des histones suite à 

la coupe des vibrisses. Le knockdown de Hdac1 est suffisant pour rétablir l’expression 

de ces deux gènes.  Ces données proposent donc un modèle selon lequel Hdac1 joue 

un rôle dans la maturation des circuits PV+ à la fois via la régulation de l’expression de 

neurotrophines comme Bdnf, et à la fois via la régulation épigénétique de gènes 

importants pour ses fonctions, comme Pvalb (307). 

 

1.4.3 Hdac2 et la mémoire de peur 

Il est évident que Hdac2 régule fortement de la mémoire et de l’apprentissage.  Hdac2 

est surexprimée dans le cas de la maladie de Alzheimer, que ce soit chez l’humain ou 

chez la souris, et son inhibition diminue les symptômes chez le modèle murin (308).  

Alors que le knock-out embryonnaire neuronal de Hdac2 (Nestin_Cre;Hdac2lox/lox) 

augmente les capacités d’apprentissage dans le labyrinthe de Morris et lors du 

conditionnement de la peur, qu’elle soit contextuelle ou auditive, sa surexpression réduit 

les performances mnémoniques (309). L’étude plus approfondie de ces modèles murins 

a montré l’importance de Hdac2 pour la synaptogénèse et la plasticité synaptique. 

L’inactivation de Hdac2 augmente le nombre d’épines dendritiques ainsi que 
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l’immunoréactivité pour la synaptophysine, un marqueur fonctionnel présynaptique, sur 

les neurones pyramidaux de l’hippocampe et de l’amygdale, alors que sa surexpression 

entraîne des déficits (309).  De plus, un simple train de stimulation à haute fréquence 

est capable d’induire une potentialisation à long terme chez les souris déficientes en 

Hdac2 alors qu’il est inefficace chez les souris sauvages.  À l’opposée, lorsque deux 

séries de stimulation à haute fréquences entraînent une LTP chez les souris sauvages, 

cette stimulation est sans conséquence chez celles surexprimant Hdac2. Les études 

transcriptomiques ont permis d’identifier des cibles de Hdac2, principalement des gènes 

associées à la plasticité synaptiques ainsi que des gènes régulés par l’activité neuronale 

(309). Ces données ont permis de conclure que le knockout spécifique de Hdac2 dans 

le cerveau restreint la formation de synapses excitatrices, régulant l’expression des 

gènes importants pour la plasticité synaptique.  De plus, l’inactivation génétique de 

Hdac2 facilite l’apprentissage et la mémoire à long terme.  

 

Afin d’investiguer les types cellulaires impliqués dans ce phénotype, un mutant 

conditionnel spécifique aux neurones pyramidaux postnataux du cerveau antérieur a été 

généré (CaMKII_Cre;Hdac2lox/lox) (310). Alors que l’inactivation de Hdac1 ne semble pas 

avoir d’effet particulier, l’ablation de Hdac2 résulte en une augmentation de la LTP dans 

l’hippocampe ainsi que l’augmentation de la mémoire de peur, qu’elle soit contextuelle 

ou auditive, et du rythme d’extinction des souvenirs de peur. Toutefois, cette diminution 

dans le comportement de peur suite à la présentation du stimulus conditionné n’est pas 

maintenue dans le temps et chez ces animaux conditionnels, on observe la résurgence 

spontanée du comportement de peur au même niveau que les animaux sauvages.  
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Ainsi, étant donné le rôle primordial de l’inhibition générée par les circuits PV+ dans la 

plasticité cérébrale et la capacité d’adapter le comportement en fonction des 

changements environnementaux, nous nous sommes demandé si l’ablation de Hdac2 

seulement dans les cellules PV+ postnatales, en utilisant la souris PV_Cre (311), serait 

suffisante pour augmenter la plasticité de la mémoire émotionnelle et à maintenir les 

souvenirs d’extinction dans le temps.   
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1.5 Hypothèse et objectifs 

L’équilibre du cerveau adulte lui confère des caractères essentiels aux fonctions de haut 

niveau telles que la cognition et les apprentissages.  Toutefois, des situations 

exceptionnelles peuvent nous amener à vouloir pousser les capacités d’adaptation du 

cerveau adulte afin de promouvoir la réhabilitation. 

 

Réduire les capacités d’inhibition des interneurones GABAergiques, les interneurones 

PV+ en particulier, constitue une stratégie de choix afin de donner des caractères 

juvéniles à la plasticité cérébrale adulte.  Toutefois, il reste à déterminer par quels 

moyens cette entreprise peut demeurer dans l’ordre des possibles.  En effet, des 

expériences élégantes ont permis d’identifier des mécanismes moléculaires chez les 

modèles animaux qui représentent autant de leviers avec lesquels on peut manipuler la 

plasticité cérébrale de l’adulte : toutes semblent pointer vers les fonctions des circuits 

des interneurones PV+ comme cible de choix.    

 

Les fonctions des interneurones PV+ dépendent autant de leur patron de connectivité 

que de l’environnement extracellulaire dans lequel ils évoluent.  En effet, en innervant 

des centaines de neurones cibles et délivrant une forte inhibition périsomatique en 

formant de multiples synapses autour de leur corps cellulaire et de leurs dendrites 

proximales, ils ont été impliqués dans la synchronisation des circuits corticaux et la 

direction des oscillations gamma.  Toute manipulation ciblant cette arborescence 

axonale complexe pourrait s’avérer efficace à l’augmentation de la plasticité cérébrale 

en diminuant l’inhibition qu’elle génère.  Ainsi, comprendre la signalisation moléculaire 
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restreignant la croissance de l’arborescence axonale et la formation de boutons 

fonctionnels au cours de la longue phase développementale qui caractérise les 

interneurones PV+ aiderait à identifier des méthodes efficaces afin d’activer cette 

signalisation moléculaire chez l’adulte.  D’un autre côté, comprendre les régulations 

épigénétiques liées au développement et à la maturation structurelle et fonctionnelle des 

interneurones PV offrirait une cible de choix afin de dématurer ces circuits inhibiteurs et 

lever un frein sur la plasticité cérébrale adulte. 

 

Nous avons donc émis l’hypothèse selon laquelle le récepteur p75NTR et l’histone 

déacétylase Hdac2 représentent deux leviers antagonistes sur le niveau de plasticité du 

cerveau adulte, et ce via leur action sur les interneurones PV+.   

 

 

Figure 9. –  Représentation schématique de l’hypothèse de travail. 

L’activation de la signalisation via le récepteur p75NTR, ou l’inhibition de Hdac2, chez les 
interneurones PV+ entraine une réduction de leur connectivité efférente (vert) de même qu’une 
diminution de l’agglomération des filets périneuronaux (rouge) autour de leur corps cellulaire, ce 
qui favorise la plasticité des circuits PV+ et par conséquent la plasticité cérébrale. 

Figure de Bidisha Chattopadhyaya. 
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Nous pensons que l’expression du récepteur p75NTR dans les interneurones PV+ au 

cours de leur développement restreint leur maturation.  Ainsi, la signalisation via ce 

récepteur chez l’adulte serait suffisante pour augmenter la plasticité cérébrale.  De 

l’autre côté, la déacétylation de la chromatine des interneurones PV+ constitue un frein 

moléculaire venant restreindre la plasticité au cours du développement.  Dès lors, nous 

pensons que l’inactivation génétique de Hdac2, seulement au niveau des interneurones 

PV+, serait suffisante pour augmenter la plasticité cérébrale adulte. 

 

En somme, notre hypothèse de travail est qu’autant l’activation du récepteur p75NTR que 

l’inactivation d’une histone déacétylase, Hdac2, chez les interneurones PV+ du cortex 

adulte sont indépendamment suffisantes pour remodeler les circuits des interneurones 

PV+ et ainsi augmenter la plasticité cérébrale chez l’adulte.   
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Les objectifs spécifiques de cette étude sont : 

1) Déterminer si le récepteur p75NTR est capable de restreindre, d’une façon 

autonome à la cellule, la maturation des interneurones PV au cours du 

développement. 

2) Évaluer si l’activation du récepteur p75NTR sur les interneurones PV+ du cortex 

visuel par son ligand proBDNF suffit à augmenter la plasticité, selon le modèle de 

la dominance oculaire chez l’adulte. 

3) Évaluer si l’ablation de Hdac2, spécifiquement au niveau des interneurones PV+, 

est suffisante pour induire le remodelage des circuits des interneurones PV+. 

4) Évaluer si l’ablation de Hdac2, spécifiquement au niveau des interneurones PV+, 

est suffisante pour augmenter la plasticité cérébrale chez l’adulte, en testant la 

rétention de l’extinction de la mémoire de peur. 

5) Vérifier si l’inhibition aigüe de l’activité enzymatique de Hdac2 est suffisante pour 

augmenter la plasticité cérébrale chez l’adulte, à l’aide du modèle de rétention de 

l’extinction de la mémoire de peur. 
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2.1 Author contribution: 

Pour la publication de cet article, les premiers co-auteurs ont travaillé en étroite 

collaboration sous la supervision de Dre Graziella Di Cristo.  Au niveau expérimental, voici 

la contribution de chacun des auteurs : 

Comme le niveau d’expression du récepteur p75NTR chez les interneurones exprimant la PV 

est très faible, les méthodes classiques d’étude d’expression par immunofluorescence ou 

par Western blot sur extraits totaux n’ont pas permis d’adresser la question concernant 

l’expression du récepteur chez les interneurones PV+.  Pour ce faire, Marisol Lavertu Jolin a 

étudié le patron d’expression de p75NTR par hybridation in situ.  Elle a donc développé dans 

le laboratoire et validé la technique de RNAscope, permettant une détection spécifique et 

quantitative des molécules d’ARN messager de façon spécifique à la cellule, a mis au point 

les méthodes de préparation des échantillons et approfondi les techniques d’imagerie 

requises. Ainsi, le travail de Marisol a permis de renforcer les données arguant pour 

l’expression du récepteur p75NTR par les interneurones PV+, données nécessaires à la 

publication du manuscrit. Les résultats sont présentés aux figures 1 et 2. 

L’étude du patron d’expression protéique du récepteur p75NTR à l’aide de la technique de 

ligation par proximité a été rendu possible grâce au travail de Céline Jahannault-Talignani et 

Fabrice Ango. Les résultats sont présentés à la figure 1 et 3. 

Toutes les expériences en culture organotypique ont principalement été faites par Élie Baho 

et Bidisha Chattopadhyaya.  Élie et Marisol ont collaboré pour les analyses de 

reconstruction morphologiques des arborescences axonales des diverses expériences. Élie 

et Bidisha ont analysés et présentés les résultats des figures 4, 5, 6, 8 et 10. 
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Les expériences présentées à la figure 5 ont été possibles à la suite du clonage par Marisol 

de la région codante de p75NTR à partir d’une banque de cDNA construite à partir d’une 

extraction d’ARNm de cerveau de souris contrôle.  Marisol a aussi été responsable du sous-

clonage de p75NTR ainsi que de p75NTR∆DD dans le vecteur d’expression PG67 utilisé pour 

transfecter les interneurones PV+ en culture organotypique. Elle a fait les cultures 

organotypiques, transfecté les constructions d’ADN nouvellement construites, acquis les 

données en imagerie confocale, procédé aux reconstructions morphologiques, analysés et 

présenté les résultats. La surexpression de ces deux constructions en cellules p75-/- a 

permis d’identifier d’abord que la région codante de p75NTR est suffisante pour le 

rétablissement du développement des interneurones PV+ p75-/-, puis que le domaine 

intracellulaire de p75NTR est nécessaire à la restriction de la maturation de l’arborescence 

axonale des interneurones PV+ en culture organotypique. Les résultats sont présentés à la 

figure 5. 

Marisol a produit la figure 7 en validant d’abord par Western Blot la spécificité des anticorps 

anti-mBDNF disponibles à l’aide d’extraits de cerveau provenant d’animaux 

CAMKII_Cre;BDNFlox/lox, puis en préparant les échantillons de cultures organotypiques 

traitées et en évaluant l’impact de l’ajout de PPACK et de tPA en milieu de culture sur les 

niveaux de mBDNF, validant ainsi les expériences présentées en Figure 8.   

Pegah Chehrazhi a adressé la question de l’expression des filets périneuronaux chez les 

animaux conditionnels mutants pour le récepteur p75NTR, dont les résultats sont présentés à 

la figure 9.  Elle a perfusé les animaux contrôles et mutants, collecté les tranches, fait les 

immunofluorescence, acquis et analysé les données en imagerie confocal. Pegah et Bidisha 

ont présenté les résultats à la figure 9. 
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Pour répondre à la question à savoir si l’activation du récepteur par proBDNF résulte en une 

augmentation de l’agglomération des filets périneuronaux autour des interneurones PV+ et 

affecte leurs synapses efférentes, Élie a fait les chirurgies nécessaires à l’implantation de 

mini-pompes pour infuser mut-proBDNF au niveau du cortex visuel d’animaux contrôles et 

PV_Cre;p75NTR lox/lox.  Il a perfusé les animaux, Marisol a préparé les tranches de cerveau, 

Élie a fait les immunofluorescences contre PV et PNN, acquis les images en microscopie 

confocale ainsi que l’analyse des données. Les résultats sont présentés à la figure 11. 

Finalement, pour valider l’hypothèse selon laquelle l’activation de la voie de signalisation 

proBDNF- p75NTR chez les interneurones PV+ est suffisante pour augmenter la plasticité du 

cerveau adulte, des enregistrements du cortex visuel in vivo ont été faits sur des animaux 

contrôles et conditionnels mutants pour p75NTR suite à l’infusion de mut-proBDNF. Le 

groupe composé de Raffaele Mazziotti, Marianne Groleau, Elvire Vaucher, Tommaso 

Pizzorusso et Laura Baroncelli ont montré que l’infusion de proBDNF chez des animaux 

contrôles adultes était suffisante pour augmenter la plasticité du cortex visuel suite à la 

privation monoculaire.  Les résultats recueillis sont présentés à la figure 12.   

Élie, Marisol, Bidisha et Graziella ont collaboré au design expérimental de l’étude.  Élie, 

Marisol, Bidisha et Graziella ont analysé et présenté les résultats obtenus. Élie, Bidisha et 

Marisol ont contribué à l’écriture du manuscrit et à son édition. 
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2.3 Abstract 

By virtue of their extensive axonal arborisation and perisomatic synaptic targeting, 

cortical inhibitory Parvalbumin (PV) cells strongly regulate principal cell output and 

plasticity and modulate experience-dependent refinement of cortical circuits during 

development. An interesting aspect of PV cell connectivity is its prolonged maturation 

time course, which is completed only by end of adolescence. The p75 neurotrophin 

receptor (p75NTR) regulates numerous cellular functions, however its role on cortical 

circuit development and plasticity remains elusive, mainly because localizing p75NTR 

expression with cellular and temporal resolution has been challenging.  

By using RNAscope and a modified version of the Proximity Ligation Assay, we found 

that p75NTR expression in PV cells decreases between the second and fourth postnatal 

week, at a time when PV cell synapse numbers increase dramatically. Conditional 

knockout of p75NTR in single PV neurons in vitro and in PV cell networks in vivo causes 

precocious formation of PV cell perisomatic innervation and perineural nets around PV 

cell somata, therefore suggesting that p75NTR expression modulates the timing of 

maturation of PV cell connectivity in the adolescent cortex.  

Remarkably, we found that PV cells still express p75NTR in adult mouse cortex of both 

sexes and that its activation is sufficient to destabilize PV cell connectivity and to restore 

cortical plasticity following monocular deprivation in vivo. Altogether, our results show 

that p75NTR activation dynamically regulates PV cell connectivity, and represents a 

novel tool to foster brain plasticity in adults. 
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2.4 Significance statement 
In the cortex, inhibitory, GABA-releasing neurons control the output and plasticity of 

excitatory neurons. Within this diverse group, parvalbumin-expressing (PV) cells form 

the larger inhibitory system. PV cell connectivity develops slowly, reaching maturity only 

at the end of adolescence, however the mechanisms controlling the timing of its 

maturation are not well understood. We discovered that the expression of the 

neurotrophin receptor p75NTR in PV cells inhibits the maturation of their connectivity in 

a cell autonomous fashion, both in vitro and in vivo and that p75NTR activation in adult 

PV cells promotes their remodelling and restores cortical plasticity. These results reveal 

a new p75NTR function in the regulation of the time course of PV cell maturation and in 

limiting cortical plasticity. 
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2.5 Introduction 

Within the forebrain, GABAergic interneurons possess the largest diversity in 

morphology, connectivity, and physiological properties. The large majority of cortical 

parvalbumin (PV)-positive interneurons specifically target the soma and proximal 

dendrites of pyramidal cells, and have been implicated in synchronizing the firing of 

neuronal populations and generating gamma oscillations (Cardin et al., 2009; Sohal et 

al., 2009; Takada et al., 2014), which are important for perception, selective attention, 

working memory and cognitive control in humans and rodents (Fries et al., 2001; 

Howard et al., 2003; Cho et al., 2006; Fries, 2009).  PV cells are also involved in 

experience-dependent refinement of cortical circuits during postnatal development, or 

critical period plasticity. Indeed, many studies, in particular in sensory cortices, have 

demonstrated that the timing of critical period plasticity is set by PV cell maturation 

(Fagiolini and Hensch, 2000; Fagiolini et al., 2004; Di Cristo et al., 2007; Sugiyama et 

al., 2008; Kobayashi et al., 2015). Several lines of evidence suggest that alterations in 

PV cell function cause neuronal dysfunctions relevant for clinical features of psychiatric 

disorders such as schizophrenia (Cho et al., 2015; Do et al., 2015; Dienel and Lewis, 

2018). Furthermore, reducing GABAergic inhibition has been shown to partly restore 

juvenile-like plasticity in adult visual cortex (Harauzov et al., 2010; Beurdeley et al., 

2012), opening the enticing possibility that targeting specific aspects of GABAergic 

circuits might  be exploited as a strategy for promoting rehabilitation in adults. 

PV cell function relies on its pattern of connectivity: they innervate hundreds of 

postsynaptic targets with multiple synapses clustered around the cell body and proximal 

dendrites. In addition, PV cell connectivity has a prolonged developmental time course, 
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plateauing towards the end of adolescence (Chattopadhyaya et al., 2004). Recent 

studies have started to explore the molecular players underlying this unique innervation 

pattern, either in a cell-autonomous (Chattopadhyaya et al., 2007, 2013; Del Pino et al., 

2013; Kobayashi et al., 2015) or cell non-autonomous fashion (Huang et al., 1999; 

Kohara et al., 2007; Sugiyama et al., 2008). Conversely, the involvement of inhibitory 

mechanisms in the establishment of PV cell connectivity during development is less 

clear. In addition, it is unknown whether similar inhibitory molecular mechanisms could 

be recruited in the adult brain to reduce PV cell connectivity, and in parallel, increase 

experience-dependent plasticity.  

The neurotrophin receptor p75NTR is a multifunctional receptor modulating several 

critical steps in nervous system development and function, from apoptosis to synaptic 

plasticity (Lin et al., 2015). In particular, it has been shown that p75NTR interaction with 

the precursor form of BDNF, proBDNF, or with the prodomain alone, induces growth 

cone collapse and dendritic spine remodelling in hippocampal excitatory neurons 

(Anastasia et al., 2013; Giza et al., 2018) and alterations in this process may lead to 

long-term cognitive dysfunctions (Giza et al., 2018). Due to the difficulty in pinpointing 

p75NTR localisation in cortical tissue with temporal and single cell resolution, whether 

and how p75NTR plays a role on cortical GABAergic circuit development is not clear.  

Using RNAscope and Proximity Ligation Essay, here, we show that cortical PV cells 

expressed p75NTR and that its expression level decreased during the maturation phase 

of PV cell connectivity.  Conditional knockout of p75NTR in single PV cells promoted the 

formation of their perisomatic innervation in cortical organotypic cultures. This effect was 

mimicked by transfection of a p75NTR dominant negative form in wild-type PV cells and 
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was rescued by expression of p75NTR in p75NTR-/- PV cells. Conversely, increasing 

p75NTR signalling strongly reduced PV cell connectivity, both in young and mature 

organotypic cortical cultures. Further, conditional knockout of p75NTR in GABAergic 

cells derived from the medial ganglionic eminence promoted the precocious formation of 

PV cell perisomatic innervation and perineural nets (PNN) around PV cell somata in 

vivo. Finally, we observed that p75NTR activation in PV cells destabilized their 

innervation, dramatically reduced PNN density and intensity and promoted ocular 

dominance plasticity in adult visual cortex.  
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2.6 Methods and materials 

2.6.1 Mice  

Organotypic cortical cultures were prepared from C57Bl6 (Jackson Labs) or 

p75NTRlox/lox mice (Bogenmann et al., 2011), kindly provided by Dr. Vesa Kaartinen. In 

this mouse, exons 4-6 of p75NTR, which encode the transmembrane and all 

cytoplasmic domains, are flanked by two loxP sites.  PV_Cre; p75NTRlox/lox mice were 

generated by crossing p75NTRflx with PV_Cre mice (Hippenmeyer et al., 2005; Jackson 

Laboratory, B6.129P2-Pvalbtm1(cre)Arbr/J, stock# 017320, RRID:IMSR_JAX:017320). Cell-

specificity of Cre-mediated recombination was analyzed by breeding PV_Cre  with 

RCEEGFP mice (Gt(ROSA)26Sortm1.1(CAG-EGFP)Fsh/Mjax; Jackson laboratory stock#32037). 

This latter line carries a loxP-flanked STOP cassette upstream of the EGFP gene. 

Removal of the loxP-flanked STOP cassette by Cre-mediated recombination drives 

EGFP reporter expression. p75NTRlox/lox and p75NTR+/+ mice were analyzed separately 

in all performed experiments; however, as we did not find any difference between these 

two genotypes in any experiments (t-test or Mann Whitney test, p > 0.1), we pooled 

them together and indicated them as p75NTRCtrl.  

 2.6.2 Cortical organotypic culture and biolistic transfection 

Slice culture preparation was performed as in (Chattopadhyaya et al., 2004, 2013) using 

mice pups of either sex. Briefly, postnatal day 3 (P3) to P5 mice were decapitated, and 

brains were rapidly removed and immersed in culture medium, containing DMEM (Life 

Technologies, cat#11575-032), 20% horse serum (Life Technologies, cat#26050-088), 1 

mM glutamine (Invitrogen, cat# 25030-081), 13 mM glucose (Sigma, cat#G5767), 1 mM 
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CaCl2 (Sigma cat# C3881), 2 mM MgSO4 (Sigma cat# M2773), 0.5 µm/ml insulin (Sigma 

cat# I5500), 30 mM HEPES (Sigma cat#H4034), 5 mM NaHCO3 (Sigma cat#S5761) and 

0.001% ascorbic acid (Sigma cat# A4544). Coronal brain slices, 400 µm thick, were cut 

with a chopper (Stoelting, Wood Dale, IL). Slices were then placed on transparent 

Millicell membrane inserts (Millipore, Bedford, MA Cat # PICM0RG0), usually 2-4 

slices/insert, in 30 mm Petri dishes containing 750 µl of culture medium. Finally, they 

were incubated in a humidified incubator at 34°C with a 5% CO2-enriched atmosphere, 

and the medium was changed three times per week. All procedures were performed 

under sterile conditions.  

Biolistic transfection was performed as described in (Chattopadhyaya et al., 2013). 

Constructs were incorporated into “bullets” that were made using 1.6 µm gold particles 

(Bio-Rad, Cat#1652264) coated with 25-30 µg of each of the plasmids of interest. When 

a gold particle coated with multiple constructs enters the neuron, all the constructs are 

co-expressed within the same cell since they are driven by the same PG67 promoter. 

PG67_GFP was originally generated by subcloning of a 10 kb region of Gad1 gene 

promoter by gap repair in front of the GFP coding region in pEGFP 

(Clontech)(Chattopadhyaya et al., 2004). We have previously shown that this promoter 

is expressed mostly by PV cells, when transfected in cortical organotypic cultures with a 

Gene Gun (Chattopadhyaya et al., 2004, 2007, 2013).  Bullets were used to transfect 

organotypic slices using a gene gun (Bio-Rad, Hercules, CA, Cat#1652411) at high 

pressure (180ψ), and the transfected slices were then incubated for 6-8 days, under the 

same conditions as described above, before imaging. To label control PV cells, slices 

were transfected with PG67_GFP bullets, while p75NTR-/- PV cells were generated by 
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transfecting slices with both PG67_GFP and PG67_Cre. Age of cultures was indicated in 

equivalent postnatal (EP) days; for example EP10 cultures were prepared at P4 and 

then kept 6 days in vitro. 

Recombinant mouse proneurotrophin, proBDNF (wt-proBDNF, 10 ng/ml, Alomone Labs, 

Cat#B-240) and cleavage resistant, recombinant mouse proBDNF (mut-proBDNF, 10 

ng/ml, Alomone Labs, Cat#B-243) were respectively added with the culture medium 

during the specific time window indicated in the results section. To either disrupt or 

promote the cleavage of endogenous proBDNF induced by tissue plasminogen activator 

(tPA), the tPA inhibitor peptide, PPACK (50 µM, Molecular Innovations, Cat# PPACK) or 

the active mouse tPA recombinant protein (0.6 µg/ml, Molecular Innovations, Cat# 

MTPA) were respectively added within the culture medium.  Every experimental data 

was repeated at least twice, using culture batches prepared in different days.   

2.6.3 Western Blots 

Each sample corresponded to 6 organotypic cultures pooled together. In addition, 

control (Ctrl) samples were collected from every mouse used for organotypic cultures.  

Samples were quickly frozen in nitrogen and stored at -80°C until protein extraction 

procedure.  Samples were dissociated in lysis buffer (2mM EDTA, 1% Igepal C-630 in 

TBS (50mM Tris, 150mM NaCl, pH7,6)) containing protease inhibitor (Roche, Cat# 11 

836 153 001) and phosphatase inhibitor (Roche, Cat# 04 906 845 001) cocktails at 4°C, 

centrifuged 10 min at 10 000g/ 4°C, and the supernatants were dosed with Bradford 

buffer (Bio-Rad, Cat# 5000006). All samples used for western blot analysis of a specific 

protein were run on the same gel. Samples were diluted at the same concentration in 

Laemmlli solution (20% glycerol, 4 % SDS, 10% 2,6-mercaptoethanol, 0,02% 
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bromophenol blue in 125mM Tris, pH6,8) and boiled at 95°C for 5 min.  20 µg of protein 

were migrated on precast gel, 4-15% acrylamide (Bio-Rad, Cat#456-1086) at 185V for 

40 min.  The proteins were transferred to a PVDF membrane (Millipore, 

Cat#IPVH00010) at 100V for 30 min in transfer buffer (20% methanol, 192mM glycine in 

25mM Tris).  The membranes were blocked in 5 % blocking solution (Bio-Rad, Cat#170-

6404) in TBS/T during 2h at RT. Membranes were then probed with anti-mBDNF (1:200; 

Santa Cruz, Cat#sc-546, RRID: AB_630940) and anti-glyceraldehyde-3-phosphate 

dehydrogenase, 1:8000 (GAPDH, mouse monoclonal IgG; Thermo Fisher Scientific, 

Cat#AM4300, RRID:AB_2536381) in 5% blocking solution/TBST (0,1% tween in TBS) 

overnight at 4°C.  The membranes were washed in TBST (3 x 15 min at RT) and probed 

with the following secondary antibodies, anti-mouse-HRP (1:6500, Sigma-Aldrich 

Cat#A4416, RRID:AB_258167) and anti-rabbit-HRP (1:10000, Abcam, Cat# ab6721, 

RRID:AB_955447), for 2h at RT.  The membranes were washed in TBST (3 x 15 min) 

and revealed with ECl (PerkinElmer, Cat#NEL_103001EA). 

Membranes were exposed to Bioflex MSI autoradiography ⁄ X-ray film for different time 

intervals, and only the films that showed easily identifiable, but not saturated, bands for 

every sample were used for quantification, using ImageJ software (RRID:SCR_003070; 

http://imagej.nih.gov/ij). Background mean grey value was subtracted and then values 

were normalized on GAPDH mean grey value. The average of normalized mean grey 

value of control experiments was calculated and assigned a value of 1. The normalized 

values of the PPACK and tPA treatments were then expressed as the relative of the 

control samples. Specificity of the anti-BDNF antibody was verified using brain lysates 

from CaMKII_Cre;BDNFlox/lox and their BDNFlox/lox  adult littermates . 
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In addition, we tested the following anti-proBDNF antibodies: chicken anti-proBDNF 

(Millipore, Cat#AB9042, RRID:AB_2274709), rabbit-anti-proBDNF (Alomone Labs, 

Cat#ANT-006, RRID:AB_2039758) and guinea-pig-anti-proBDNF (Alomone Lab, 

Cat#AGP-032, RRID:AB_2340967). However, in our hands, we could still detect the 

proBDNF band in lysates from CaMKII_Cre; BDNFlox/lox mice, therefore we could not 

confirm their specificity and did not use them further in our studies. 

2.6.4 Proximity Ligation Assays (PLA) 

Mice of both sexes were anaesthetized and transcardially perfused with saline (0.9% 

NaCl) followed by 4% paraformaldehyde (PFA, Sigma-Aldrich, cat# P6148) in phosphate 

buffer (PB) 0.1M, pH 7.4. After extraction, brains were incubated in 4% PFA/PB 

overnight at 4°C. Sagittal sections, 60 μm thick, were blocked with 10 % horse serum 

and permeabilized with 0.2% Triton X-100 at room temperature. Experiments were then 

performed according to the manufacturer’s instructions (Duolink® & PLA® Technology, 

Olink-Bioscience, Uppsala, Sweden). Briefly, sections were incubated with goat-anti 

p75NTR antibody (1:300, R&D Systems, Cat#AF1157, RRID:AB_2298561) in 0.1% 

Triton and 5% horse serum at 4°C for 24-36 hours. PLA probes anti-goat plus and 

minus, which are secondary antibodies conjugated with oligonucleotides, were added 

and incubated for 1 h at 37°C in Antibody diluent (Sigma-Aldrich, Cat#DUO82015). 

Amplification template oligonucleotides were hybridized to pairs of PLA and circularized 

by ligation. The hence formed DNA circle was then amplified using rolling circle 

amplification and detection of the amplicons was carried out using the 624 Duolink in 

situ detection kits, resulting in red fluorescence signals. All the steps were done exactly 

as described in the provided manufacturer protocol. Sections were mounted and were 



106 

analyzed under a 40X oil immersion objective using a confocal microscope (Zeiss LSM 

780 or Leica TCS SP8 X). Distinct bright spots contained within an area of the section 

designated by the experimenter were counted using an ImageJ macro. Briefly, for each 

image, we determined a pre-sized region of interest (ROI) that was applied for all 

images.  Then, we performed segmentation by thresholding in order to generate binary 

images from each selection. The same threshold was applied to all images acquired 

during the same imaging session. The number of individual points was quantified using 

the macro “analyze particles” of ImageJ (RRID:SCR_003070). The ”Analyze Particles“ 

feature was applied with a minimum area of 15 pixels to calculate numbers and total 

areas of identified objects. Data were exported to GraphPad Prism (RRID:SCR_002798) 

for further analysis.  For colocalization analysis, we used the Mander’s split coefficient to 

identify the fraction of PLA spots that colocolized with PV+ boutons. We confirmed by 

using the Costes randomization method with 100 iterations that any colocalization was 

more than expected from randomly distributed fluorophores (ImageJ colocalization 

analysis with JACop macro (Bolte, Cordelieres, 2007). Each colocalization between PV 

and PLA signals were further verified manually using IMARIS software by an 

experimenter blind to the genotype. Each experiment was repeated 3 times. Specificity 

of anti-p75NTR antibody was tested by performing immunofluorescence staining in an 

adult p75NTR KO mouse and its wild-type littermate, kindly provided by Dr. JF Cloutier 

(data not shown). 

2.6.5 Fluorescent multiplex RNAscope 

Mice of both sexes were anaesthetized and perfused with saline (0.9% NaCl) followed 

by 4% PFA/PB, as described above. Brains were dissected and post-fixed in 4% 
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PFA/PB for 24 hrs at 4°C, cryoprotected first in 15% and then in 30% sucrose in PBS 

and embedded in OCT. Brain sections (15 µm) were cut using a cryostat (Leica) and 

mounted on superfrost plus gold glass slides (Fisher Scientific #22-035-813). Slides 

were subsequently stored at -80°C. Probes against Ngfr mRNA (494261), which codes 

for p75NTR, and Pvalb mRNA (421931-C2), which codes for parvalbumin, as well as all 

other reagents for in situ hybridization and DAPI labeling, were purchased from 

Advanced Cell Diagnostics (ACD, Newark, CA). The tissue pretreatment, hybridization, 

amplification, and detection were performed according to User Manual for Fixed Frozen 

Tissue (ACD). During RNAscope hybridization, positive probes (Cat#320881), negative 

probes (Cat#320871) and Pvalb/Ngfr probes were processed simultaneously.  Briefly, 

the slides were removed from -80°C and rinsed with PBS to remove OCT. After they 

were submerged into 1X Target retrieval solution (Cat#322000) for 5 min at 100°C, and 

then rinsed in distilled water followed by 100% EtOH dip to remove access water. 

Protease III (Cat#322337) was added to each section and incubated for 30 min at 40°C 

followed by washing in distilled water. For detection, probes were added to each section 

and incubated for 2 hr at 40°C. Unbound probes were subsequently washed away by 

rinsing slides in 1X wash buffer (Cat#310091). AMP reagents (AMP1 Cat#320852, 

AMP2 Cat#320853, AMP3 Cat#320854, AMP4A Cat#320855, C1 probes-Alexa-488; C2 

probes-Atto-550) were added to each section and incubated for as per manufacturer's 

instructions, and washed in wash buffer for 2 min. Sections were stained with DAPI (Cat 

#320858) for 30 s, and then mounted with Prolong Gold Antifade Mountant (Invitrogen, 

Cat#P36961). Images were acquired with a Leica DMI8 microscope, using a HC PL 

APO 40x/0.85 DRY objective, voxel size: 0,163µm x 0,163µm x 0,346µm, and 

deconvolved using Huygen’s express deconvolution option.  The figures represent the 
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maximum projection of acquired z-stack. This experiment was performed using tissue 

from three different mice for each age point (two and eight postnatal weeks). 

2.6.6 Immunohistochemistry 

Cortical organotypic cultures were fixed in 4% PFA/PB (pH 7.4) overnight at 4°C, then 

washed in PBS (3x10’), freeze-thawed in 30% sucrose/PBS, washed in PBS (3x10’) and 

immunostained as previously described (Chattopadhyaya et al., 2004).  

Mice of both sexes were perfused with saline (0.9% NaCl) followed by 4% PFA/PB (pH 

7.4). Brains were then removed and post-fixed overnight at 4°C in the same fixative 

solution, cryoprotected in 30% sucrose/PBS for 1 to 2 days, then frozen in Tissue Tek 

(Leica Microsystem, Canada inc, cat#3801480). 40µm thick brain slices were obtained 

using a cryostat (Leica). The following primary antibodies were used: NeuN (mouse 

monoclonal, 1:400, Millipore; Cat#MAB377, RRID:AB_2298772), PV (mouse 

monoclonal, 1:5000, Swant, Cat#235, RRID:AB_10000343), PV (Rabbit polyclonal, 

1:5000, Swant, Cat# PV25, RRID:AB_10000344), vesicular GABA transporter (vGAT, 

Rabbit polyclonal, 1:400, Synaptic Systems, Cat#131003, RRID:AB_887869), gephyrin 

(mouse monoclonal, 1:500, Synaptic Systems, Cat#147021, RRID:AB_2232546). 

Briefly, brain slices were incubated in a blocking solution, containing 10% Normal Goat 

Serum (NGS, Life Technologies Cat#10000C) and 1% Triton in PBS for 2 hrs at room 

temperature (RT), followed by incubation with the primary antibodies (specific 

concentrations described above) in 5% NGS, 0.1% Triton in PBS for 24-48 hrs at 4°C. 

Slices were then washed in PBS (3 x10’), incubated with the appropriate Alexa555-

conjugated or Alexa633-conjugated antibodies (Molecular Probes, 1: 400) in 5% NGS, 
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0.1% Triton in PBS for 2 hrs at RT, washed again in PBS (3x10’) and mounted in 

Vectashield (Vector lab, Cat# H-1000) before imaging. 

2.6.7 Perineuronal nets labeling 

To label perineuronal nets (PNN), brain slices were incubated in a solution of biotin-

conjugated lectin Wisteria floribunda (WFA) (10 μg/ml; Sigma-Aldrich, Cat#L1516, 

RRID:AB_2620171) for 1.5 hrs at RT in 5% NGS/ 0.1% Triton/PBS followed by Alexa 

568-conjugated Streptavidin (1:500; Life Technologies, cat#S-11226, 

RRID:AB_2315774) for 2 hrs at RT in 5% NGS/ 0.1% Triton/PBS. Tissue was then 

washed 3x10’ in PBS and mounted in Vectashield mounting medium before imaging.  

2.6.8 Analysis of PV cell innervation in cortical organotypic cultures 

Previous studies have shown that the basic features of maturation of perisomatic 

innervation by PV cells onto NeuN-positive neurons (which represent mostly pyramidal 

cells, Chattopadhyaya et al., 2004) are retained in cortical organotypic cultures. In 

organotypic cultures, PV cells start out with very sparse and simple axons, which 

develop into complex, highly branched arbours in the subsequent 4 weeks with a time 

course similar to that observed in vivo (Chattopadhyaya et al., 2004). We have 

previously shown that the vast majority of GFP-labeled boutons in our experimental 

conditions most likely represent presynaptic terminals (Chattopadhyaya et al., 2007, 

2013; Di Cristo et al., 2007). 

For each experimental group, we took care to acquire an equal number of PV cells 

localized in layer 2/3 and 5/6. In average, we acquired only one PV cell from each 

successfully transfected organotypic culture. Confocal images of the PV cell axon 
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arbours were taken in the first 150 µm from the PV cell soma using a 63X glycerol 

objective (NA 1.3, Leica) and a Leica SPE or a Leica SP8 confocal microscope. Analysis 

of PV cell perisomatic innervation was performed as described in (Chattopadhyaya et 

al., 2013), using Neurolucida  Software (RRID:SCR_001775). Briefly, neuron somata 

were identified by NeuN immunofluorescence and the axon of PV cells was traced in 3D. 

Only innervated NeuN-positive cells were included in this analysis. The following 

parameters were analyzed for each PV cell: a) perisomatic bouton density, b) axonal 

terminal branching around innervated somata and c) percentage of NeuN-positive 

somata innervated by a PV cell. In our 3D Sholl analysis, sholl spheres with a 1µm 

increment from the center of a NeuN-positive soma were used to quantify PV cell axon 

terminal branch complexity and bouton density around the NeuN-positive soma. Axon 

branch complexity around a single NeuN-positive soma was quantified by the average 

number of intersections between the PV cell axon and the sholl spheres in the first 9 µm 

from the center of the NeuN-positive soma. We choose 9 µm as the limiting radius for 

sholl spheres because it approximates the average NeuN-positive soma diameter. 

Between 10 and 15 NeuN-positive somata were analyzed for each PV cell. To quantify 

the fraction of NeuN-positive somata potentially innervated by a PV cell axon, we divided 

the number of NeuN-positive neurons contacted by at least one GFP positive-bouton by 

the total number of NeuN-positive cells, in a confocal stack (at least 2 stacks per PV 

cell). We measured NeuN-positive cell density and found it to be invariant with respect to 

the different manipulations. All data were first averaged per PV cell, thus statistical 

analysis was done using the number of PV cells as “n”.  
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2.6.9 Imaging and analysis of immunolabeling in vivo 

For the analysis of PV, vGAT and PNN expression in minipump-implanted brains, 

sections were processed in parallel and images were all acquired the same day using 

identical confocal parameters. Confocal images (Leica, either SPE or SP8 confocal 

microscope) were acquired using either a 20x water immersion objective (NA 0.7; Leica) 

or a 63x glycerol objective (NA 1.3; Leica). For each animal, we acquired two confocal 

stacks in layer 5 in both hemispheres (infused, Ipsi vs non-infused, Contra). Data were 

obtained from 3 to 4 brain sections per animal. Z-stacks were acquired with a 1 µm step, 

exported as TIFF files, and analyzed using ImageJ software (RRID:SCR_003070). 

Briefly, PV, vGAT or PNN perisomatic rings (between 7 to 10 in each stack) were 

outlined and the mean gray values were measured, after background subtraction. 

Background was determined by measuring mean gray values in at least three different 

areas (region of interest, ROI), where immunolabeling was absent, in the same focal 

plane where PV, vGAT or PNN perisomatic rings were selected. 

For the analysis of PV+/gephyrin+ puncta, confocal images (Leica SP8) were acquired 

using a 63x glycerol objective (NA 1.3; Leica). We acquired one confocal stack with a 

0.3 µm step in cortical layer 5 from 3 to 4 different brain sections per animal. Stacks 

were exported as TIFF files and puncta colocalisation was analyzed using Neurolucida 

software.  

All analysis was done by operators blind to the mouse genotype or/and to the specific 

treatment. 
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2.6.10 Minipump implant and Monocular Deprivation (MD) 

Adult (>P100) mice were implanted with osmotic mini-pump under isoflurane 

anaesthesia. Minipumps (model 1007D; flow rate 0.5 μl/h; Alzet) were filled with mut-

proBDNF (1 μg/ml in filtered PBS, Alomone Laboratories) or vehicle solution and 

connected to a cannula (gauge 30) implanted directly in the primary visual cortex (2.5 

mm lateral to the midline, 2.5 mm anterior to lambda).   

For electrophysiological analysis, a group of animals were monocularly deprived through 

eyelid suturing two days after the implant of the minipump, and then recorded 3 days 

after.  Subjects with even minimal spontaneous eyelid re-opening were excluded from 

the study. For perisomatic GABAergic bouton density and PNN studies, a second group 

of animals was perfused 5 days after minipump implant.  

2.6.11 In Vivo Electrophysiology 

After 3 days of MD, animals were sedated with isoflurane and anaesthetized with 

urethane (i.p. injection; 1.5 g/kg; 20% solution in saline; Sigma-Aldrich,), then placed in a 

stereotaxic frame. Body temperature was maintained at 37°C. A hole was drilled in the 

skull, corresponding to the binocular portion of the primary visual cortex (binocular area 

Oc1B), contralateral to the deprived eye. Dexamethasone (2 mg/kg) was administered 

subcutaneously to reduce secretions and edema and saline was periodically infused to 

prevent dehydration. Eyes were covered with a thin layer of silicone oil to avoid corneal 

opacities. Recordings were made using silicon microprobes (16 channels, NeuroNexus 

Technologies a2x2-tet-3mm-150-121) inserted into the cortex 3.0-3.2 mm from the 

lambda point. Signals were acquired using Cheetah 5 (Neuralynx) and analyzed with 

custom software in Matlab (MathWorks). 
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Visual Stimulation 

Stimuli were generated in Matlab using the Psychophysics Toolbox 

(RRID:SCR_002881) extensions and displayed with gamma correction on a monitor 

(Sony Trinitron G500, 60 Hz refresh rate, 32 cd/m2 mean luminance) placed 20 cm from 

the mouse, subtending 60-75° of visual space. 

Visual evoked potentials (VEPs) 

VEP were recorded as described in (Porciatti et al., 1999). We measured contralateral to 

ipsilateral ratio of VEP amplitude to measure ocular dominance plasticity. Extracellular 

signal was filtered from 1 to 275 Hz. VEPs in response to square wave patterns with a 

spatial frequency of 0.06 cpd and abrupt phase inversion (1 Hz temporal period), were 

evaluated in the time domain by measuring the P1 peak-to-baseline amplitude and 

latency. Computer controlled mechanical shutters were used to collect data from each 

eye. 

Single-Units 

For single-unit recording extracellular signal was filtered from 0.6 to 6 kHz. Sampling 

rate: 33 kHz. Spiking events were detected on-line by voltage threshold crossing and 

waveforms of 1 ms were acquired around the time of threshold crossing. To improve 

isolation of units, recordings from groups of four neighboring sites (tetrode) were linked, 

so that each spike was composed by 4 waveforms. Then waveforms were processed 

using the OffLine Sorter software (Plexon). Drifting sinusoidal gratings were used as 

visual stimuli (1.5 s duration, temporal frequency of 2 Hz, 12 directions, 6 spatial 

frequency: 0.01, 0.02, 0.04, 0.08, 0.16, 0.32 cpd). Stimulation was repeated five times 

per eye, with stimulus conditions randomly interleaved, and two gray blank conditions 
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(mean luminance) were included in all stimulus sets to estimate the spontaneous firing 

rate. 

The average spontaneous rate for each unit was calculated by averaging the rate over 

all blank condition presentations. Responses at each orientation and spatial frequency 

were calculated by averaging the spike rate during the 1.5 s stimulus presentations and 

subtracting the spontaneous rate. The preferred stimulus was determined finding the 

combination of spatial frequency and orientation that maximize the response, 

independently for each eye. Ocular Dominance Index (ODI) was calculated as follows: 

ODI = (respContra-respIpsi)/(respContra+respIpsi), where 'resp' is the response evoked 

by the preferred stimulus,  'Contra' and 'Ipsi' are respectively: contralateral and ipsilateral 

eye. Experiments were done by operators blind to the genotype. 

2.6.12 In Vivo Optical Imaging 

Optical imaging experiments were performed as in (Groleau et al., 2014). Briefly, mice 

were anaesthetized with urethane (1.25 g/kg, i.p.). Core body temperature was 

maintained at 37 °C using a feedback controlled heating pad (Harvard Apparatus, Saint-

Laurent, Québec) and electrocardiogram (FHC, Bowdoin, ME, USA) was continuously 

monitored with sub-dermal electrodes. The visual cortex was imaged through the skull: 

an imaging chamber was placed over both hemispheres, glued on the skull, filled with 

agarose (1%) and sealed with a coverslip. 

Stimulation. Visual stimulation was provided using VPixx and presented by an LCD 

projector on a screen placed at a distance of 20 cm in front of the mouse eyes 

(subtending 150 × 135° of visual angle). To assess visuotopy and characterize maps 
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and connectivity in V1, we used a continuous stimulation paradigm, where 2° thick light 

bars were periodically shifted horizontally (to obtain elevation maps) or vertically (to 

obtain azimuth maps) over a dark background at a frequency of 0.15 Hz. These relative 

retinotopic maps were used to assess several structural and functional parameters 

within V1. To examine the functional properties of V1 neurons, episodic full-field sine 

wave grating stimuli (270°) were presented during 2 s and spaced by a blank 

presentation lasting 18 s intervals (mean luminance 75 cd/m2). The amplitude of the 

hemodynamic responses was measured as a function of contrast and spatial frequency 

selectivity. Five contrasts (6%, 12%, 25%, 50% and 90%) and seven spatial frequencies 

(0.01, 0.025, 0.05, 0.12, 0.24, 0.32 and 0.48 cycle per degree (cpd)) were used to 

determine contrast sensitivity and spatial frequency selectivity, respectively. 

Image acquisition. The cortex was illuminated at 545 nm to adjust the focus of the 

camera and at 630 nm to record the intrinsic signals. Optical images were recorded 

using a 12-bit CCD camera (1M60, Dalsa, Colorado Springs, USA) driven by the Imager 

3001 system (Optical Imaging Inc.©) and fitted with a macroscopic lens (Nikon, AF 

Micro Nikon, 60 mm, 1:2:8D). Frames of 512 × 512 pixels were acquired at a rate of 

4 Hz, giving a spatial resolution of 28 μm/pixel. The acquisition was sustained for 10 min 

during the continuous stimulation paradigm. During episodic stimulation, frames were 

acquired for 20 s for every contrast and spatial frequency tested. An average of 10 

repetitions was used to obtain a good signal to noise ratio. 

Data analysis. OIS data were analyzed with MATLAB (MathWorks, Nattick, MA). For 

each pixel of the cortex, a Fourier transform was applied on temporal signals collected 

during continuous stimulation. Fourier phase and amplitude were generated for each 
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frequency and used to map the retinotopy and perfom quantification. The amplitude of 

neuronal activity was used to generate the “neuronal activation” map. In parallel, the 

phase at the stimulus frequency was related to the delay to activate the receptive field 

and was associated to the relative retinotopic position. The “retinotopic” map was 

obtained by multiplying the amplitude and phase maps. Regions of interest (ROI) 

located in the occipital cortex were manually delineated in the activation maps for each 

hemisphere. The area of V1 was calculated from the ROI borders. The shape of the ROI 

was fitted to an ellipse with MATLAB and the ratio of length of the two main axes of the 

ellipse determined (height/width) was calculated to measure the “ovality index”. The ratio 

of the number of the phases detected in the retinotopic maps over 2π (i.e. the range of 

the phases displayed) was used to estimate the “apparent visual field”, i.e. the 

proportion of the activated visual field represented in V1. The difference between the 

phase of each pixel and its surrounding pixels was calculated on the phase map to 

evaluate the “scatter index”. Fourier amplitude at the stimulus frequency and second 

harmonic was used to evaluate the population receptive field (pRF) size of the 

underlying neurons (neurons within a ROI respond to a range of visual field locations 

and the region of the visual space that stimulates this local neuronal activity is called 

pRF).  

The hemodynamic responses obtained during episodic stimulation were used for the 

functional analysis of the neuron features. The contrast and spatial frequency tuning 

curves for each pixel of V1 were established from the amplitude of the negative peak of 

the hemodynamic response. The spatial frequency producing the strongest 

hemodynamic response was calculated for each pixel. For each animal, the results of 
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each trial were pooled and an asymmetric Gaussian curve was fitted on the normalized 

values. Curves that did not meet the p < 0.05 and r-square ≥ 0.700 were not used. The 

optimal spatial frequency was defined as the spatial frequency producing the strongest 

response. The visual acuity was measured using a linear fit. The curves of amplitude as 

a function of the contrast were fitted with a Naka-Rushton function to determine the 

contrast evoking 50% of the maximum response. 

2.6.13 Experimental Design and Statistical Analysis 

Mice were assigned randomly to each experimental group. Data analysis was performed 

by operators that were in blind of the treatment/genotype. Data were expressed as mean 

± SEM unless otherwise specified in the legends. Normality tests were performed for all 

data analyzed. Differences between two groups were assessed with the Student’s 

unpaired t-test for normally distributed data or with the Mann Whitney Rank Sum test for 

not-normally distributed data. Differences between multiple groups were assessed with 

one-way ANOVA. Statistical analysis was performed using Prism 8.0 (GraphPad Prism, 

RRID:SCR_002798). No animal was excluded from the analysis. 
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2.7 Results 

2.7.1 Cortical PV cells express p75NTR during development and in the 

adult brain 

The temporal and cellular localization of p75NTR in cortical neurons has been an object 

of debate and discrepancy (Holm et al., 2009; Giza et al., 2018), likely due to low protein 

expression levels, especially in the adult brain, and suboptimal antibody sensitivity. To 

overcome these technical challenges, we used two novel experimental strategies. First, 

we used RNAscope multiplex fluorescent in situ hybridization (Advanced Cell 

Diagnostics), a novel RNA in situ hybridization technology that allows single-molecule 

detection (Wang et al., 2012), to label simultaneously the mRNAs coding for p75NTR 

(gene name: Ngfr) and Parvalbumin (gene name: Pvalb) in brain slices (Fig. 1A, B; Fig. 

2). Importantly, we found cortical neurons co-expressing both mRNAs two weeks after 

birth (Fig. 1A, B), in contrast to basal ganglia wherein the mRNAs coding for p75NTR 

and PV were expressed by clearly non-overlapping populations (Fig. 2E). Secondly, we 

used a modified version of the proximity ligation assay (PLA) as described in Telley et al. 

(2016), coupled with PV immunolabeling. PLA is a very sensitive technique of 

amplification utilized to detect low level of protein expression or protein-protein 

interaction in tissues, using which we observed unprecedented clear and definite signal 

for p75NTR in PV cell somata and putative boutons in visual cortex of adult mice (P60) 

(Fig. 1C). To control for PLA signal specificity, we crossed p75NTRlox/lox mice with mice 

expressing Cre recombinase under the control of the PV promoter (PV_Cre 

mice)(Hippenmeyer et al., 2005) and compared the PLA-mediated p75NTR labeling in 

https://www.sciencedirect.com/topics/neuroscience/protein-protein-interaction
https://www.sciencedirect.com/topics/neuroscience/protein-protein-interaction
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p75NTRlox/lox  vs. PV_Cre;p75NTRlox/lox littermates (Fig. 1C-F). We found that p75NTR 

signal was dramatically reduced in PV cells in the conditional knockout mice (Fig. 1E), 

demonstrating the specificity of our approach.  Surprisingly, we also observed that the 

total p75NTR signal showed a ∼60% reduction in conditional knockout mice compared to 

control littermates (Fig. 1F), suggesting that PV cells expressed a large proportion of 

p75NTR protein in the adult visual cortex.  

Next, we asked whether p75NTR protein expression in PV cells was developmentally 

regulated in visual cortex. We found that p75NTR expression, identified using the PLA 

assay, in PV cells was significantly reduced between P14 and P26 (Fig. 3A-C, unpaired 

t-test with Welch’s correction). In comparison to its expression in adult visual cortex, we 

observed similar localization pattern of p75NTR protein in PV cell somata and in putative 

perisomatic synapses at both P14 and P26. Similarly, we observed a similar decrease in 

the expression of the mRNA coding for p75NTR between P14 and adult mice, using 

RNAscope (data not shown). Overall, these data suggest that cotical PV cells express 

p75NTR and that this expression is developmentally regulated.  

 

2.7.2 p75NTR downregulation during the first postnatal weeks induces 

the formation of exuberant PV cell innervation in cortical organotypic 

cultures 

Since the developmental down-regulation of p75NTR was inversely correlated with the 

maturation of PV cell innervation during the same time period in visual cortex 

(Chattopadhyaya et al., 2004), we hypothesized that higher p75NTR levels may hinder 
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the formation of PV cell synapses. To test this hypothesis, we used cortical organotypic 

cultures where we could label and manipulate isolated PV cells by driving GFP and/or 

Cre expression with a previously characterized promoter (PG67; (Chattopadhyaya et al., 

2004, 2007, 2013; Di Cristo et al., 2007)). In organotypic cultures, PV cells start out with 

very sparse and simple axons, which develop into complex, highly branched arbours in 

the subsequent 3 weeks with a time course similar to that observed in vivo 

(Chattopadhyaya et al., 2004).  

In the postnatal cortex, p75NTR is not expressed exclusively by PV cells (Fig. 3; and 

(Bracken and Turrigiano, 2009), thus to investigate whether p75NTR in PV cells plays a 

role in their maturation, we knocked-down p75NTR expression selectively in PV cells by 

transfecting PG67_Cre/GFP in organotypic cultures from p75NTRlox/lox mice (Bogenmann 

et al., 2011) to generate p75NTR-/- PV cells in an otherwise wild-type background (Fig. 

4). PV cells were transfected with PG67_Cre/GFP from Equivalent Postnatal day (EP)10 

(cultures prepared at P4 + 6 days in vitro) and fixed at EP18. p75NTR-/- PV cells 

contacted more neuronal somata (identified by NeuN labeling) and formed more axonal 

branching and perisomatic boutons as compared to age-matched control p75NTRlox/lox 

PV cells, which were transfected with PG67_GFP alone (Fig. 4A, B, C, E). p75NTR 

reduction in single PV cells during the peak of perisomatic bouton proliferation (EP16-

24) also increased bouton density and terminal branching without increasing the 

percentage of contacted neurons (Fig. 4C-E). These data suggest that p75NTR 

expression constrains the maturation of PV cell innervation in a cell-autonomous 

manner. 

To further test this hypothesis, we investigated whether transfecting wild-type PV cells 
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with a mutant form of p75NTR lacking the intracellular death domain and acting as 

dominant negative (p75∆DD (Charalampopoulos et al., 2012; Lin et al., 2015)) could 

affect their innervation (Fig. 5A, B). PV cells transfected with p75∆DD showed more 

complex perisomatic innervation (Fig. 5A,B,E), which was indistinguishable from those 

formed by p75NTR-/- PV cells (Fig. 5B,C,E).  

It is conceivable that Cre-mediated removal of exons 4-6 in p75NTR might also delete 

intronic sequences that are important for PV cell synaptic development. To confirm that 

the deletion of p75NTR was indeed responsible for the exuberant perisomatic 

innervation of p75NTR-/- PV cells, we performed a rescue experiment by introducing 

p75NTR cDNA in p75NTR-/- PV cells. In particular, we co-transfected PV cells in 

organotypic cultures prepared from p75NTRlox/lox mice with either PG67_Cre/GFP (to 

generate p75NTR-/- PV cells) or PG67_Cre/GFP/p75wt (to re-express p75NTR in 

p75NTR-/- PV cells). The perisomatic innervation formed by reintroduction of p75NTR in 

p75NTR-/- PV cells was not significantly different from those formed by wild-type cells 

(Fig. 5A, D, E).  

All together, these data demonstrate that p75NTR expression in cortical PV cells 

regulates the maturation of their connectivity, by constraining the formation of their 

perisomatic innervation. 
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2.7.3 Increased p75NTR activation inhibits the formation of PV cell 

innervation in cortical organotypic cultures 

p75NTR-mediated signalling can be strongly activated by both proneurotrophins or their 

prodomain alone (Yang et al., 2009; Rauskolb et al., 2010; Dieni et al., 2012; Anastasia 

et al., 2013; Zanin et al., 2017). Activation of p75NTR by proBDNF has been shown to 

reduce excitatory synapse density in hippocampal pyramidal neurons (Woo et al., 2005; 

Yang et al., 2014), to promote excitatory synapse elimination in the postnatal visual 

cortex (Winnubst et al., 2015) and at the developing neuromuscular junction (Je et al., 

2013). To investigate whether proBDNF affects the development of inhibitory PV cell 

connectivity, we treated developing organotypic cultures either with a wild-type 

recombinant form (wt-proBDNF, 10ng/ml) or a cleavage-resistant mutant form of 

proBDNF (mut-proBDNF; 10ng/ml) from EP18-24. wt-proBDNF did not significantly 

affect PV cell perisomatic bouton number (Fig. 6A,B,E), but induced a significant 

increase of the terminal axonal branching complexity formed by PV cells around their 

targets (Fig. 6F). It is likely that proBDNF was at least partially cleaved by extracellular 

plasmin and metalloproteases, thus affecting the local, relative level of mBDNF and 

proBDNF (Pang et al., 2004). On the other hand, PV cells treated with mut-proBDNF 

contacted less than half of the NeuN-positive somata compared to age-matched 

controls, onto which they formed fewer boutons and terminal axonal branching (Fig. 

6C,E-G). This effect was not secondary to neuronal death because neuron density 

(based on NeuN immunostaining) was not altered compared to control or wt-proBDNF 

treated slices even after 6 days of treatment (Ctrl: 104 ± 13, wt-proBDNF: 174 ± 10 and 

mut-proBDNF: 135 ± 15 x103 pyramidal cells/mm3; n = 6 ctrl slices, n = 6 wt-proBDNF 



123 

treated slices, n = 8 mut-proBDNF treated slices; One-way ANOVA, p > 0.1). To 

investigate whether the effects of mut-proBDNF on PV cell innervation were specifically 

mediated by p75NTR activation, we knocked out p75NTR from single PV cells in 

organotypic cultures prepared from p75NTRlox/lox mice and simultaneously treated them 

with mut-proBDNF. We found that p75NTR-/- PV cells were insensitive to mut-proBDNF 

treatment; in fact, they formed significantly more complex innervations compared to both 

control and mut-proBDNF treated p75NTRlox/lox PV cells (Fig. 6A,D). The results suggest 

that specific activation of p75NTR strongly inhibits the formation of PV cell innervation 

during postnatal development.  

Several studies suggested that mature BDNF (mBDNF) and BDNF prodomain (pBDNF) 

are the most abundant moieties in the adult brain, while proBDNF is abundant during 

early development, in particular during the first postnatal month (Rauskolb et al., 2010; 

Dieni et al., 2012; Anastasia et al., 2013; Yang et al., 2014). We thus asked whether 

altering endogenous levels of proBDNF and mBDNF affected the establishment of PV 

cell innervation in the first postnatal weeks. To address this question, we altered the 

activity levels of tissue plasminogen activator (tPA), since tPA-mediated activation of 

plasmin is one of the main molecular mechanisms responsible for the activity-dependent 

cleavage of proBDNF into mBDNF in the extracellular space (Pang et al., 2004; 

Schwartz et al., 2011).  To modulate tPA activity levels, we added to the culture medium 

either PPACK (50 µM), a tPA-inactivating peptide, or tPA itself (0.6 µg/µl) from EP10-18, 

when PV cell axonal arborization and synaptic innervation are still quite immature 

(Chattopadhyaya et al., 2004). Firstly, we sought to quantify whether and how 

endogenous mBDNF and proBDNF levels were affected by these treatments by western 
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blot. While we confirmed the specificity of the anti-mBDNF antibody using brain lysates 

of BDNF KO mice (Fig. 7A), we tested several commercial proBDNF antibodies, but, in 

our hands, they could still detect a 32kDa band in brain lysates from BDNF KO mice 

(see Methods for details on tested antibodies), thus we could only quantify mBDNF 

levels. As predicted, we found that treatment with PPACK reliably induced a significant 

reduction (Fig. 7B), while tPA significantly increased, mBDNF protein level (Fig. 7C), 

suggesting that tPA may indeed regulate extracellular level of mBDNF in this 

developmental time window. Consistent with this hypothesis, PV cells in PPACK-treated 

cultures showed simpler innervation fields (Fig. 8A,B, E-G), while tPA addition drastically 

increased the complexity of PV cell axonal arborization compared to control, age-

matched PV cells by increasing bouton density, terminal axonal branching and 

percentage of innervated targets (Fig. 8A,C,E-G).  

Since mBDNF-mediated TrkB signalling is a potent regulator of GABAergic cell 

maturation (Huang et al., 1999; Kohara et al., 2007; Hong et al., 2008), it is possible that 

these effects might be solely due to alteration of mBDNF level, independently of 

p75NTR activation. To address this question, we reasoned that if the effects of tPA 

application on PV cell innervation was mediated not only by an increase in mBDNF but 

also by a decrease in proBDNF-mediated p75NTR signalling, then treatment with mut-

proBDNF would reverse them. Supporting this prediction, we found that simultaneously 

treating organotypic cultures with tPA and mut-proBDNF rescued completely the effects 

of tPA-only application (Fig. 8D, E-G).  
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In summary, these results suggest that p75NTR activation, possibly mediated by 

endogenous proBDNF, can strongly inhibit the formation of cortical PV cell innervation 

during the first postnatal weeks.  

 

2.7.4 p75NTR regulates the timing of the maturation of PV cell 

connectivity in vivo. 

Our results show that p75NTR expression in PV cells declines during the maturation 

phase of PV cell connectivity and that removing p75NTR is sufficient to promote, while 

activating p75NTR inhibits, the formation of PV cell innervation. We next asked whether 

p75NTR plays a role in the maturation of PV cell connectivity in vivo.  

In PV_Cre mice, Cre expression is very specific to cortical PV cells, however it starts 

after P10 and does not plateau until weeks later (Hippenmeyer et al., 2005), well after 

the maturation of PV cell connectivity (Chattopadhyaya et al., 2004). Thus, to reduce 

p75NTR expression in PV cells before the peak of the maturation of PV cell connectivity, 

we generated Nkx2.1_Cre;p75NTRlox/lox mice. Nkx2.1 is expressed in GABAergic 

precursors originating from the medial ganglionic eminence, which include PV and 

somatostatin expressing interneurons (Xu et al., 2008). We quantified the putative 

perisomatic synapses formed by PV cells, identified by the juxtaposition of PV and 

gephyrin, a scaffolding protein present in the postsynaptic sites of GABAergic synapses, 

in the visual cortex of P14 Nkx2.1_Cre; p75NTRlox/lox mice compared to their control 

littermates (Fig. 9A,B). Both the density of PV+gephyrin+ puncta and the percentage of 

perisomatic PV puncta showing gephyrin co-labelling were significantly increased (Fig. 
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9C,D) in the conditional knockout mice.  

One important indication of PV cell maturation is the appearance of perineuronal nets 

(PNN), which are specialized extracellular matrix structures enwrapping the soma and 

primary dendrites of mature cortical PV cells (Pizzorusso et al., 2002; Morishita et al., 

2015). In Nkx2.1_Cre; p75NTRlox/lox, we observed a significant increase in both the 

number of PV cells that were encircled by PNN, as revealed by WFA staining (Fig. 

9E,F,G) and PNN immunofluorescence intensity around single PV cell somata (Fig. 9H).  

Overall, these data suggest that p75NTR expression level regulates PV cell maturation 

in vivo. 

 

2.7.5 p75NTR activation destabilizes PV cell connectivity in adult brain 

Our expression studies show that p75NTR is still expressed, albeit at a low level, in 

cortical PV cells in adult mice (Fig. 1C,E,F). We thus wondered whether activation of 

p75NTR might destabilize PV cell connectivity after it had reached maturity (around the 

4th postnatal week, both in cortical organotypic cultures and in vivo (Chattopadhyaya et 

al., 2004). In cortical organotypic cultures, PV cells treated with mut-proBDNF from 

EP26-32, after PV cell innervations have plateaued, show a dramatic loss in both 

synaptic contacts and complexity of perisomatic innervation as compared to age-

matched, control PV cells (Fig. 10A, C, D-F), while treatment with wt-proBDNF did not 

affect any of the analyzed parameters (Fig. 10B, D-F). Next, we asked whether 

treatment with mut-proBDNF could destabilize PV cell innervation in the adult brain in 

vivo. To address this question, we implanted osmotic minipumps releasing either mut-
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proBDNF (1 μg/ml, flow rate 0.5 μl/h) or vehicle solution in primary visual cortex in adult 

mice for 5 days (Fig. 11A). We found that in the cortices infused with mut-proBDNF 

(ipsilateral to the minipump), the intensity of perisomatic puncta immune-positive for the 

vesicular GABA transporter (vGAT, which labels presynaptic GABAergic terminals, data 

not shown) or for PV (Fig.11B) was reduced as compared to those in the vehicle infused 

cortices (contralateral to the minipump) (Fig. 11B, D and data not shown; ∼40% 

reduction for both PV+ and vGAT+ puncta/pyramidal soma in ipsi- compared to 

contralateral cortex).  

Next, we asked whether mut-proBDNF acts via p75NTR activation in adult cortical PV 

cells, by using PV_Cre mice to specifically remove p75NTR in PV cells well after the 

maturation of their connectivity (Chattopadhyaya et al., 2004). By introducing the 

RCEEGFP allele to drive EGFP expression in presence of Cre, we showed that around 

90% of PV cells co-expressed GFP (92 ± 1%; n = 4 mice), while virtually all GFP+ cells 

expressed PV in the adult (>P60) visual cortex of PV_Cre;p75NTRlox/lox mice. As 

expected, PV_Cre;p75NTRlox/lox adult mice did not show any significant difference in the 

number and intensity of PV+ puncta formed around targeted cells compared to their 

control littermates (p75NTRCtrl) (perisomatic PV ring intensity: 84 ± 6 and 67 ± 9 a. u.; 

number of perisomatic PV+ puncta: 7.9 ± 0.9 vs. 9.2 ± 0.2 for p75NTRCtrl vs. 

PV_Cre;p75NTRlox/lox mice, respectively; unpaired t-test, p > 0.1; n = 6 

PV_Cre;p75NTRlox/lox and n=4 p75NTRCtrl mice). In addition, visual cortex functional 

properties, analyzed by optical imaging, were not altered in adult PV_Cre;p75NTRlox/lox 

mice compared to wild-type littermates (data not shown). Cre expression occurs slowly 

and starts well after P10 in this mouse line (Hippenmeyer et al., 2005), thus p75NTR 
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knockout likely occurs too late to influence the development of basic visual abilities, such 

as visual acuity or contrast sensitivity (Kang et al., 2013; Picard et al., 2014).  

In contrast to what we observed following mut-proBDNF infusion in control mice, mut-

proBDNF infusion in mutant, PV_Cre;p75NTRlox/lox mice was unable to significantly alter 

perisomatic PV+ (Fig. 11B, D) and vGAT+ puncta intensity (data not shown), indicating 

that the effect of mut-proBDNF on perisomatic GABAergic boutons in adult mice was 

mediated by p75NTR expressed by PV cells. All together, these data suggest that 

activation of p75NTR onto PV cells, mediated by pharmacological proBDNF treatment, 

is able to destabilize PV cells connectivity in the adult brain. 

 

2.7.6 proBDNF-mediated p75NTR activation in PV cells promotes 

cortical plasticity in adult mice 

Using ocular dominance plasticity in visual cortex as experimental model, recent studies 

showed that modulation of inhibition in adult brain can re-activate juvenile-like cortical 

plasticity mechanisms (Harauzov et al., 2010). Since our data showed that treatment 

with mut-proBDNF could destabilize PV cell innervation in the adult brain in vivo, we 

asked whether this could in turn promote cortical plasticity. To answer this question, we 

first analyzed PNN expression pattern in visual cortex of mice infused with mut-proBDNF 

(Fig. 11A), since it has been shown that PNN normally enwrap mature PV cells to limit 

adult plasticity (Pizzorusso et al., 2002; Morishita et al., 2015). In p75NTRCtrl mice, mut-

proBDNF infusion significantly reduced both the number of PV cells that were encircled 

by PNN, as revealed by WFA staining (Fig. 11C1, F) and PNN immunofluorescence 



129 

intensity around single PV+ cells (Fig. 11C2, E; ∼55% reduction in ipsi- vs contralateral 

cortex). The effects of mut-proBDNF treatment on PNN were completely abolished in 

PV_Cre;p75NTRlox/lox mice (Fig. 11C1-2, E, F). Importantly, PNN staining in visual cortex 

did not differ between untreated PV_Cre;p75NTRlox/lox mice and control littermates (PNN 

intensity; 143 ± 6 and 148 ± 5 a. u.; percentage of PV cells encircled by PNN: 87.6 ± 1.0 

and 87.1 ± 0.9%, for p75NTRCtrl and PV_Cre;p75NTRlox/lox, respectively; unpaired t-test, 

p > 0.1, n = 6 PV_Cre;p75NTRlox/lox and n = 4 p75NTRCtrl mice), suggesting that p75NTR 

activation by mut-proBDNF treatment was the critical step leading to PNN reduction. 

To directly test whether mut-proBDNF could reopen a window of plasticity in adult visual 

cortex, we performed electrophysiological recordings in binocular region of the primary 

visual cortex following a brief (3 days) monocular deprivation in adult mice. During the 

critical period for ocular dominance plasticity, the ratio of the amplitudes of visual evoked 

potentials (VEPs) evoked by eye stimulation shifts in favour of the non-deprived eye 

(ocular dominance shift). However, no significant ocular dominance shift can be 

observed following three days of monocular deprivation at or after P100 (Pizzorusso et 

al., 2002; Lehmann and Löwel, 2008). Consistently, we found that monocular deprivation 

did not affect the contralateral/ipsilateral (C/I) VEP ratio in vehicle-treated animals with 

respect to p75NTRCtrl non-deprived mice, while in p75NTRCtrl mice treated with mut-

proBDNF we observed a marked ocular dominance shift in favour of the non-deprived 

eye, reflected by a significant decrease of the C/I VEP ratio (Fig. 12A,B). p75NTR 

deletion in PV cells (PV_Cre;p75NTRlox/lox) completely prevented the ocular dominance 

shift induced by mut-proBDNF treatment (Fig. 12A,B). 

To further confirm this data, we performed single-unit recordings. Ocular dominance of 
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cortical neurons was assessed by quantitative evaluation of responsiveness to optimal 

visual stimulation of either eye and an ocular dominance index (ODI) was assigned to 

every single cell recorded. ODI of vehicle-infused, monocularly deprived, p75NTRCtrl 

mice displayed the typical bias towards the contralateral eye inputs as shown by non-

deprived control mice, while mut-proBDNF infused, monocularly deprived, p75NTRCtrl 

mice showed a prominent ocular dominance shift in favour of the open eye (Fig. 12C), 

which was abolished in PV_Cre;p75NTRlox/lox mice (Fig. 12C), further proving that mut-

proBDNF treatment was able to induce visual experience-dependent plasticity only in 

mice carrying intact p75NTR expression in PV cells. The absence of visual plasticity in 

PVCre_p75NTR mice infused with mut-proBDNF could be due to developmental 

confounding effects, but we think this unlikely since we did not find significant 

differences in PV cell perisomatic connectivity, PNN intensity and visual cortical 

properties in the visual cortex of adult PV_Cre;p75NTRlox/lox mice compared to their 

control littermates. Interestingly, we found that spontaneous discharge of visual cortical 

neurons was increased by mut-proBDNF treatment only in p75NTRCtrl mice (Fig. 12D), 

which could be partly due to reduced cortical inhibition following proBDNF-mediated 

p75NTR activation in PV cells.  

In summary, these data demonstrate that p75NTR activation in cortical PV cells induces 

loss of PV cell connectivity and restoration of ocular dominance plasticity in adult mice. 
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2.8 Discussion 

In this study we focused on the role of p75NTR in regulating interneuron synapse 

maturation during development and adult visual cortical plasticity. We had to first 

overcome the technical challenge of visualizing the presence of p75NTR in PV 

interneurons during development and in the adult cortex. Using two cutting-edge 

experimental approaches to detect very low levels of RNA and protein, we were able to 

confirm that PV cells express the mRNA for p75NTR and to specifically detect p75NTR 

in not just PV cell somata but also in presynaptic terminals. Next, we showed that 

p75NTR expression levels and activation modulate the formation of PV cell connectivity 

during development in organotypic cultures and in vivo. Finally, we proved that 

pharmacological activation of p75NTR in PV cells reduces PV cell connectivity and 

allows juvenile-like plasticity, in adult visual cortex. 

 During development, p75NTR is downregulated after the third postnatal week, while at 

the same time PV cells develop complex, highly branched axonal arbours that contact 

an increasingly higher number of potential postsynaptic targets (Chattopadhyaya et al., 

2004). Our results show that PV cell-specific p75NTR gene loss accelerates, whereas 

p75NTR activation hinders the development of complex perisomatic innervation fields. In 

particular, the innervation promoting effects of p75NTR deletion in single, sparse PV 

cells in otherwise wild-type organotypic cultures suggest that p75NTR acts in a cell 

autonomous fashion to regulate PV cell innervation fields. Consistent with the results 

observed in vitro, early deletion of p75NTR in PV cells in vivo accelerates the 

development of PV cell perisomatic synapses and of PNN aggregation around PV cell 

somata, which is an indication of the maturation state of PV cells. Thus, p75NTR acts as 



132 

a negative signal constraining the formation of PV cell connectivity. The polysialic acid 

motif PSA was previously shown to hinder PV cell synapse formation before eye 

opening (Di Cristo et al., 2007). PSA is a general modulator of cell interactions and, as 

such, it likely acts as a permissive signal to allow optimal interactions between 

presynaptic PV axons and postsynaptic cells. On the other hand, here, our data show 

that p75NTR expression levels specifically in PV cells negatively regulates the extent of 

its innervations field. Therefore, it is possible that p75NTR expression level may act as 

an instructive signal for PV cell innervation refinement. In fact, using PLA, we found that 

a population of PV cell boutons colocalizes with p75NTR. Locally, p75NTR activation 

may inhibit the formation of PV cell innervation by promoting growth cone collapse, via 

activation of RhoA (Naska et al., 2010; Sun et al., 2012) and/or inactivation of Rac 

signalling, which leads to destabilization of actin filaments and collapse of neurite 

outgrowth (Deinhardt et al., 2011). Further, p75NTR activation may sensitizes neurons 

to other inhibitory, growth cone collapsing cues such as Nogo (Yamashita and Tohyama, 

2003; Yamashita et al., 2005), ephrins and semaphorins (Lim et al., 2008; Naska et al., 

2010). It will be interesting to study whether and how these inhibitory cues interact with 

p75NTR signalling to modulate the maturation of PV cell innervation. In addition to 

locally regulating cytoskeletal dynamics, p75NTR activation may cause changes in gene 

transcription, leading to modulation in expression of proteins modifying PV cell synaptic 

inputs and/or excitability, which would in turn regulate PV cell axon growth (Baho and Di 

Cristo, 2012).   

There are open questions regarding mechanisms regulating p75NTR downregulation 

during development. One study suggests that p75NTR mRNA is negatively regulated by 
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visual experience in vivo (Bracken and Turrigiano, 2009). It is conceivable that activity 

levels in individual PV cells regulate their p75NTR expression, which in turn determines 

to what extent they respond to local changes in molecular p75NTR regulators. In 

addition, p75NTR expression is regulated by early growth response (Egr) factors 1 and 

3, which are inducible transcriptional regulators modulating gene expression in response 

to a variety of extracellular stimuli influencing cellular growth, differentiation and 

response to injury (Gao et al., 2007), suggesting a potentially highly dynamic, and cell 

context-dependent mechanism for regulation of p75NTR expression during development 

or following injury. Accordingly, it has been shown that p75NTR is upregulated by 

pathological events, including cerebral ischemia (Irmady et al., 2014) and seizures 

(Unsain et al., 2008; Volosin et al., 2008). One implication of our findings is that 

pathology-induced upregulation of p75NTR levels occurring during early brain 

development impair the maturation of PV cell circuits, which may in turn affect the 

expression and/or timing of critical period plasticity (Di Cristo et al., 2007; Sugiyama et 

al., 2008), thus contributing to long-term cognitive and behavioural impairments.  

In adults, the brain’s intrinsic potential for plasticity is actively dampened by the increase 

in intracortical inhibition and the simultaneous expression of brake-like factors, which 

limit experience-dependent circuit rewiring beyond a critical period. Interestingly, many 

of these plasticity breaks converge onto PV cell function (Pizzorusso et al., 2002; 

Bavelier et al., 2010; Beurdeley et al., 2012). Our results demonstrate that reducing PV 

cell connectivity, by inducing p75NTR activation, is sufficient to reinstate ocular 

dominance plasticity in the adult cortex. p75NTR activation may directly affect the 

stability of PV cell axonal branches and synapses, by affecting local cytoskeletal 
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dynamics (Deinhardt et al., 2011; Sun et al., 2012) or/and affect the synthesis of specific 

proteins, including those required for PNN condensation around PV-positive cells 

(Carulli et al., 2010). Intact PNNs structurally limit synaptic rearrangements of inputs 

onto PV cells, which in turn regulate their excitability and synaptic release. Consistently, 

reduction of PV cell excitability leads to a reduction of their innervation fields even after 

reaching maturity (Baho and Di Cristo, 2012). Further, PNN disruption may prevent the 

persistent uptake of the homeoprotein Otx2 into PV cells, which is required by the PV 

cells for the maintenance of an adult phenotype (Sugiyama et al., 2008; Beurdeley et al., 

2012).   

Although our data show that PV cell perisomatic synapse formation and PNN 

colocalisation were significantly accelerated in the visual cortex of Nkx2.1_Cre; 

p75NTRlox/lox mice in which Cre expression starts during early development, we did not 

find significant differences in neither PV cell perisomatic connectivity nor basic visual 

properties in adult PV_Cre;p75NTRlox/lox mice. One likely explanation is that in these 

latter mice the removal of p75NTR protein occurs too late to affect the maturation of 

these parameters in the visual cortex, which have for the most part reached plateau by 

the first postnatal month (Chattopadhyaya et al., 2004; Kang et al., 2013; Picard et al., 

2014). Since p75NTR expression differs among brain regions at the different ages (Holm 

et al., 2009; Giza et al., 2018), it would be interesting to investigate whether 

PV_Cre;p75NTRlox/lox conditional knockout mice show altered cognitive functions 

implicating regions which mature later, such as the prefrontal cortex (Giza et al., 2018). 

The role of neurotrophins and their precursor forms in p75NTR-mediated signalling has 

been the subject of several debates. Numerous studies have shown that proNGF and 

https://www.sciencedirect.com/science/article/pii/S0969996116301693?via%3Dihub#bb0565
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proBDNF can promote cell death by interacting with a receptor complex consisting of 

p75NTR and sortilin (Nykjaer et al., 2004; Teng et al., 2005) and that the extracellular 

conversion from proBDNF into BDNF promotes long-term depression (LTD) in the 

hippocampus, by activating p75NTR (Pang et al., 2004; Woo et al., 2005). In addition, 

while it was well accepted that the pro-domain plays a role in the folding, stability and 

intracellular trafficking of BDNF (Kolbeck et al., 1994), recent data suggest that the 

prodomain per se may have diverse biological functions. First, Dieni et al (2012) 

reported that BDNF and its pro-peptide both stained large dense core vesicles in 

excitatory presynaptic terminals of the adult mouse hippocampus. Second, Mizui et al. 

(2015) showed that the BDNF pro-peptide facilitates LTD in the hippocampus. Third, 

Anastasia et al. (2013) showed that the prodomain is detected at high levels in the 

hippocampus in vivo, in particular after the first postnatal month, and that its secretion is 

activity-dependent in hippocampal neuronal cultures. Based on the relative expression 

of proBDNF, mBDNF and BDNF prodomain during development and in the adult brain 

(Yang et al., 2009; Rauskolb et al., 2010; Dieni et al., 2012; Anastasia et al., 2013), it 

has been hypothesized that secreted proBDNF may play a role during early 

development while the secreted prodomain may have biological effects in the adolescent 

and adult brain (Zanin et al., 2017). Consistently, our data show that modulating 

endogenous mBDNF levels by acting on tPA activity before the third postnatal week 

affects the development of PV cell innervation and that this depends on p75NTR 

expression by PV cells.  

A common single-nucleotide polymorphism (SNP) in the human BDNF gene results in a 

Val66Met substitution in the BDNF prodomain region which is associated with 

https://www.sciencedirect.com/topics/medicine-and-dentistry/vesicle-biology-and-chemistry
https://www.sciencedirect.com/topics/neuroscience/chemical-synapse
https://www.sciencedirect.com/science/article/pii/S0969996116301693?via%3Dihub#bb0510
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impairments in specific forms of learning and memory and with enhanced risk of 

developing depression and anxiety disorders in humans and mice (Chen et al., 2006; 

Soliman et al., 2010; Zhang et al., 2014). Since at least a subset of PV cells express 

p75NTR even in adulthood, it will be interesting to investigate whether the presence of 

the Met66 variant alters the formation and/or plasticity of PV cell innervation, thereby 

contributing to the endophenotypes related to neuropsychiatric disorders associated with 

the Val66Met polymorphism in humans. 
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2.10 Figures 

 
 

Figure 1. –  A subset of PV cells express p75NTR mRNA and protein.  
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(A, B). Images from coronal brain section of P14 mouse hybridized with PV (Pvalb) and 

p75 (Ngfr) probes using fluorescent multiplex RNAscope technology.  p75 mRNA (A2, 

B2; green dots) is detected in cells expressing PV mRNA (A3, B3; red dots).  White 

arrows point to p75 and PV signals around the same nucleus, identified by DAPI 

staining (blue). (C, D) Cortical slices from p75NTRflx/flx    (C) or PV_Cre;p75NTRflx/flx  (D) 

P60 mice co-immunostained with PV (C1, D1; green) and p75NTR  using PLA (C2, D2; 

Red dots). White arrows point to PLA signals that colocalize with PV signals (C1-3, D1-

3). Note that p75NTR signal can be observed in PV cell boutons. Yellow arrowheads 

show PLA signals without PV colocolization (C1-3, D1-3). Scale bar: 10μm (E) 

Quantification of PLA signal reveals a significant reduction of total PLA signals per ROI 

in PV_Cre;p75NTRflx/flx as compared to wild-type littermates. t-test, df=8, t=5.391, 

p=0.004. (F) Further, PLA signals that co-localized with PV labeling decrease 

significantly in PV_Cre;p75NTRflx/flx as compared to wild-type littermates. t-test, df=8, 

t=8,728, p=0.0006.  
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Figure 2. –  Controls for RNAscope probe specificity.  
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(A-D) Validation of the RNAscope Fluorescent Multiplex assay using positive and 

negative control probes, provided by the manufacturer.  Coronal brain slices were 

hybridized with the RNAscope positive control probes (A, C) and negative control probes 

(B, D).  Images were taken from the cortex (A, B) and the basal ganglia (C-E). (E) In the 

basal ganglia cells express exclusively either PV mRNA or p75 mRNA. 
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Figure 3. –  p75NTR expression in cortical PV cells decreases during the first 

postnatal month.  

(A, B) Cortical slices from P14 (A) and P26 (B) wild-type mice immunostained with 

parvalbumin (PV) to label PV cells (A1, B1; green) and PLA-mediated labeling for 

p75NTR (A2, B2; red dots, henceforth indicated in figures as p75). White arrows point to 

PLA signals that co-localize with PV signals (A1-3, B1-3). Yellow arrowheads show PLA 

signals without PV co-locolization (A1-3, B1-3). Note that at both ages, p75NTR signal 

can be found in both PV-positive cell somata and putative boutons. Scale bar: 10μm.  



149 

(C) Quantification of p75NTR PLA intensity in PV cells at different postnatal ages shows 

a significantly decline of p75NTR signal in PV cells and boutons between P14 and P26 

(unpaired t-test with Welch’s correction, df=22.44, t=7.642, p<0.0001). n=4 animals for 

each age point. 
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Figure 4. –  Cre-mediated inactivation of p75NTR in single PV cells induces the 

formation of more complex innervations.  

(A) Control PV cell transfected with Pg67-GFP (Ctrl, green) in EP18 organotypic cultures 

from p75flx/flx mice shows immature perisomatic innervation with one terminal, axonal 

branching and small boutons. (B) PV cells transfected with PG67-Cre/GFP from EP10-18 
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(p75-/- PV cells) shows exuberant perisomatic innervation characterized by multiple 

terminal axonal branches (B2) bearing numerous clustered boutons (B3; arrowheads) 

around neuronal somata (NeuN immunostaining, blue). Stars indicate NeuN-positive 

somata that are not innervated. (A3) and (B3) are from regions in (A2) and (B2). Scale 

bar, A1, B1: 50μm; A2, B2: 5μm; A3, B3: 3μm. Perisomatic boutons density (C), terminal 

branching (D) and percentage of innervated cells (E) of p75flx/flx and p75-/- PV cells 

transfected at EP10-18 or EP16-24 (C) EP10-18: unpaired t-test, df=13, t=8.835, 

p<0.0001, EP16-24: Mann Whitney test, p=0.0022. (D) EP10-18: Mann Whitney test: at 

5,6 μm, p=0.0037; at 7,8,9 μm, p=0.0003; EP16-24: unpaired t-test: at 6 μm, df=10, 

t=2.513, p=0.0307; at 7μm, df=10, t=4.908, p=0.0006; at 8μm, df=10, t=5.065, p=0.0005; 

at 9μm, df=10, t=6.063, p=0.0001. (E) EP10-18: unpaired t-test, df=13, t=7.017, 

p<0.0001; EP16-24: unpaired t-test, df=10, t=1.642, p=0.1315. EP10-18: n = 8 p75-/- PV 

cells, n = 7 p75flx/flx PV cells. EP16-24: n = 6 p75-/- PV cells, n = 6 p75flx/flx PV cells.  



152 

 

Figure 5. –  p75NTR∆DD mimics, while p75NTRwt rescues the innervation 

phenotype of p75NTR-/- PV cells. 
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(A) Control PV cell transfected with Pg67-GFP (Ctrl, green) in EP24 organotypic cultures 

from p75flx/flx mice. (B) PV cells transfected with PG67-GFP and a dominant negative 

mutant form of p75NTR, p75NTR∆DD, from EP16-24 (p75-/- p75∆DD PV cells) shows 

more complex perisomatic innervation characterized by multiple terminal axonal 

branches (B2) bearing numerous clustered boutons (B3; arrowheads) around NeuN-

positive somata (blue). (C) PV cells transfected with PG67-Cre/GFP (p75-/- PV cells) 

resemble p75∆DD PV cells. (D) p75-/- PV cells transfected with p75NTR cDNA (p75-/- + 

p75wt PV cells) are indistinguishable from control PV cells. A3-D3 are from regions in 

A2-D2. Scale bar, A1-D1: 50μm; A2-D2: 10μm; A3-D3: 5μm. (E) Perisomatic boutons 

density (one-way Anova, F(3,26)=8.854, p=0.0003). (F) Terminal branching (one-way 

Anova, at 7μm F(3,26)=4.529, p=0.0110; at 8μm F(3,26)=10.15, p=0.0001; at 9μm 

F(3,26)=16.05, p<0.0001). (G) Percentage of innervated cells (one-Anova, F(3, 

26)=1.303, p=0.3101). PV cells: n = 9 p75flx/flx , n= 5 p75∆DD,  n = 9 p75-/- PV cells, n = 7 

p75-/- + p75wt. 
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Figure 6. –  mut-proBDNF mediated activation of p75NTR in PV cells during their 

maturation phase impairs the development of their innervations.  
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(A) Control PV cell (A1, Ctrl, green) at EP24 with exuberant innervation field 

characterized by extensive branching contacting the majority of potential targets, dense 

boutons along axons (A2), and terminal branches with prominent and clustered boutons 

(A3; arrowheads) around NeuN-positive somata (blue). (B) PV cell treated with wt-

proBDNF from EP16-24 shows overall similar axon size (B1) and perisomatic bouton 

density (B3; arrowheads), however axonal branching appear slightly increased (B3). (C) 

PV cell treated with mut-proBDNF shows a reduction both in percentage of innervated 

cells (C2) and perisomatic innervation (C3). Boutons appear more irregular with some 

large (arrowheads) and many smaller ones (arrows). (D) p75NTR-/- PV cells treated with 

mut-proBDNF are undistinguishable from untreated p75NTR-/- PV cells (compared with 

Figure 4B1-3). Scale bar, A1-D1: 50μm; A2-D2: 10μm; A3-D3: 5μm. (E) Perisomatic 

boutons density (one-way Anova, F(3,31)=11.89, p<0.0001; p75flx/flx vs p75∆DD PV 

cells, p=0.0002; p75flx/flx vs p75-/- PV cells, p=0.0141; p75flx/flx vs p75-/- + p75wt PV cells, 

p=0.8533; p75∆DD vs p75-/- PV cells, p=0.1314). (F) Terminal branching (one-way 

Anova, at 7μm F(3,31)=15.27, p<0.0001; at 8μm F(3,31)=14.10, p<0.0001; at 9μm 

F(3,31)=21.08, p<0.0001).  Note that both wild-type PV cells treated with wt-proBDNF 

and p75NTR-/- cells treated with mut-proBDNF show significantly higher Scholl 

intersection numbers than ctrl PV cell at 8 and 9 µm (p<0.05), while PV cells treated with 

mut-proBDNF show significantly reduced Scholl intersection numbers than ctrl PV cell at 

7, 8 and 9 µm (p<0.01). (G) Percentage of innervated cells of the four experimental 

groups (one-way Anova, F(3,31)=69.65, p<0.0001). n = 9 ctrl PV cells, n =11 wt-

proBDNF treated PV cells, n = 8 mut-proBDNF treated PV cells, n = 7 mut-proBDNF 

treated p75-/- PV cells. 



156 

 
 

Figure 7. –  Blocking or increasing tPA activity during early postnatal development 

reduces and increases mBDNF levels in organotypic cultures, respectively.  

(A) Full western blot of mBDNF expression in brain samples from adult wt, CaMKII; 

BDNFflox/flox and BDNFflox/flox mice.  Each lane represents a different mouse brain. Note 

that the 14kDa band, corresponding to mBDNF, is not detectable when Bdnf is deleted 

in pyramidal cells (CaMKII-Cre;BDNFlox/lox conditional knockout mouse) thus confirming 

the specificity of the antibody we used for these experiments (1:200, Santa Cruz, 

N20:sc-546). (B, C) Western blot analysis of mBDNF (14KDa) of cortical organotypic 

cultures treated with either PPACK (B) or tPA (C) for 8 days, from EP10-18. Each lane 

corresponds to a single sample, which is constituted by 6 organotypic cultures pooled 

together. PPACK treatment significantly decreases mBDNF levels (B), while tPA 

increases them (C). Unpaired t-test, p<0.05 (B) n=3 Ctrl and n=3 PPACK treated 

samples. (C).  n=5 Ctrl and n=4 tPA treated samples. Samples are from different mice. 
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Figure 8. –  Modulation of tPA activity affects the formation of PV cell innervations 

during early postnatal development.  

(A) Control EP18 PV cell (A1, Ctrl, green). (B) PV cell treated with the tPA inhibitor 

PPACK from EP10-18 shows simpler axonal arborisation, contacting less potential 
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targets (B2, NeuN-positive somata in blue). (C) PV cell treated with tPA in the same time 

window shows a very complex axonal arbour (C2) and an increase in both terminal 

branching and perisomatic boutons (C3, arrowheads) compared to control cells (A2, 

A3). (D) PV cell treated simultaneously with tPA and mut-proBDNF shows axonal 

branching and perisomatic innervation more similar to those formed by PV cell treated 

with mut-proBDNF alone, suggesting that the effects of tPA application may be 

mediated by a decrease in endogenous proBDNF/mBDNF ratio. Scale bar, A1-D1: 

50μm; A2-D2: 10μm; A3-D3: 5μm. (E) Perisomatic boutons density (one-way Anova, 

F(3,20)=121.2, p<0.0001). (F) terminal branching (one-way Anova, at 5μm 

F(3,20)=5.692, p=0.0055, at 6μm F(3,20)=19.67, p<0.0001; at 7μm F(3,20)=34.58, 

p<0.0001; at 8μm F(3,20)=32.81, p<0.0001; at 9μm F(3,20)=62.47, p<0.0001). (G) 

Percentage of innervated cells (one-way Anova, F(3,20)=61.99, p <0.0001) of the four 

experimental groups. N = 6 PV cells for all experimental groups. 
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Figure 9. –  Cortical PV cells form more perisomatic boutons and are precociously 

enwrapped by PNN in Nkx2.1_Cre; P75NTRflx/flx mice.  

(A, B) Cortical slices from P14 p75NTRflx/flx   (A) or Nkx2.1_Cre;p75NTRflx/flx  (B) mice co-

immunostained with PV (green) and gephyrin (Geph, red).  Arrows indicate examples of 

perisomatic PV+Geph+ puncta. (C, D) Perisomatic PV+Geph+ density (C) and 

percentage of PV+ puncta co-labeled with gephyrin (D) are significantly increased in 

Nkx2.1_Cre; p75NTRflx/flx mice compared to control littermates.  (C) Unpaired t-test, 
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df=8, t=2.438, p=0.0407. (D) Unpaired t-test, df=8, t=2.404, p=0.0429. N=4 p75NTRflx/flx 

and 6 Nkx2.1Cre; p75NTRflx/flx mice. 

(E, F) Cortical slices from P18 p75NTRflx/flx    (E) or Nkx2.1_Cre;p75NTRflx/flx  (F) mice 

labeled with anti-PV antibody (green) and WFA, which stains perineuronal nets (PNN, 

red).  Arrows indicate examples of PV+ somata enwrapped by PNN. (G, H) The 

proportion of PV somata surrounded by PNN (G) and mean PNN intensity (H) are 

significantly increased in Nkx2.1_Cre;p75NTRflx/flx mice compared to control littermates.  

(G) Unpaired t-test, df=4, t=7.369, p=0.0018. (H) Unpaired t-test, df=4, t=3.157, 

p=0.0343. N=3 mice for both genotypes. 
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Figure 10. –  mut-proBDNF destabilizes PV cell innervation even after it has reached 

maturity.  
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(A) Control PV cell (A1, Ctrl, green) at EP32 with exuberant innervation field 

characterized by extensive branching contacting the majority of potential targets, dense 

boutons along axons (A2), and terminal branches with prominent and clustered boutons 

(A3; arrowheads) around NeuN-positive somata (blue). (B) PV cell treated with wt-

proBDNF from EP26-32 shows overall similar axon size (B1), percentage of potentially 

targeted neurons (B2) and perisomatic innervations (B3) as control, untreated PV cells. 

(C) PV cell treated with mut-proBDNF from EP26-32 shows a drastic reduction both in 

percentage of innervated cells (C2) and perisomatic innervation (C3). Stars indicate 

NeuN-positive somata that are not innervated. Scale bar, A1-C1: 50μm; A2-C2: 10μm; 

A3-C3: 5μm. (D) Perisomatic bouton density (one-way Anova, F(2,18)=93.34, 

p<0.0001). (E) terminal branching (one-way Anova, at 5μm F(2,18)=5.994, p=0.0101, at 

6μm F(2,18)=4.790, p=0.0215, at 7μm F(2,18)=7.444, p=0.0044; at 8μm F(2,18)=14.77, 

p=0.0002, at 9μm F(2,18)=24.12, p<0.0001) and (F) percentage of innervated cells of 

the three experimental groups (one-way Anova, F(2,18)=44.29, p<0.0001). n = 9 Ctrl, n 

= 6 wt-proBDNF treated PV cells, n = 6 mut-proBDNF treated PV cells.  
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Figure 11. –  proBDNF-mediated p75NTR activation in cortical PV cells reduces their 

perisomatic boutons.  



164 

(A) Experimental approach. (B) The intensity of perisomatic PV immunostaining (green) 

is reduced in the binocular visual cortex ipsilateral to the minipump releasing mut-

proBDNF (Ipsi) compared to the contralateral cortex (Contra) in the same animal. On the 

other hand, perisomatic PV intensity in the ipsilateral cortex of PV_Cre; p75flx/flx mice is 

similar to that observed in the contralateral, untreated cortex. (C) Low (C1) and high 

(C2) magnification of PNN (red, WFA staining) enwrapping PV cells (green) show a 

dramatic reduction in both PNN density and intensity in the visual cortex infused with 

mut-proBFNF. This effects is abolished in PV_Cre; p75flx/flx mice. Scale bar, C1: 100μm; 

B, C2: 10μm. (D) Quantification of the mean intensity of perisomatic PV-positive puncta 

in ipsilateral compared to contralateral cortex. Ipsi/Contra ratio is obtained for each 

animal, and then averaged between different animals. Mean Ipsi/Contra ratio is 

significantly reduced in Mut-proBDNF infused p75Ctrl mice compared to Mut-proBDNF 

infused PV_Cre; p75flx/flx mice (unpaired t-test, df=8, t=6.077, p=0.0003). (E) The ratio of 

mean PNN intensity around PV cells in ipsilateral vs contralateral cortex is significantly 

lower in p75Ctrl than PV_Cre; p75flx/flx mice infused with mut-proBDNF (unpaired t-test, 

df=8, t=15.33, p<0.001). (F) The percentage of PV cells colocalizing with PNN is 

significantly reduced in the cortex infused with mut-proBDNF (Ipsi) compared to the 

untreated cortex (Contra) in p75Ctrl (paired t-test, df=5, t=15.33, p<0.0001) but not 

PV_Cre; p75flx/flx (paired t-test, df=3, t=1.521, p=0.2255). n= 6 p75Ctrl mice; n=4 PV_Cre; 

p75flx/flx mice. 
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Figure 12. –  proBDNF-mediated p75NTR activation in cortical PV cells restores 

ocular dominance plasticity in adult visual cortex in vivo.  

(A) Typical visual evoked potentials (VEP) responses to the stimulation of either 

contralateral (blue) or ipsilateral (red) eye to the cortex in which the recording is 

performed in p75NTRCtrl mice infused with either vehicle or mut-proBDNF, and PV_Cre; 

p75NTRflx/flx mice infused with mut-proBDNF. Calibration bars: 50μV, 100 ms. (B) 

Contralateral to ipsilateral eye (C/I) VEP ratio mean values. Three days of MD do not 

affect the C/I VEP ratio in adult mice, whereas it leads to a significant decrease in the 

C/I VEP ratio in animals treated with mut-proBDNF. Mut-proBDNF effects are however 

abolished in PV_Cre; p75flx/flx mice (one-way Anova, F(2,18)=8.903, p=0.0021). 

p75NTRCtrl + vehicle: n=9 mice, p75NTRCtrl + mut-proBDNF: n=5 mice, PV_Cre; p75flx/flx 
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+mut-proBDNF: n=7 mice. (C) Ocular dominance index (ODI) of p75NTRCtrl mice infused 

with vehicle solution and PV_Cre; p75flx/flx mice infused with mut-proBDNF are not 

significantly different from those of undeprived animals, while ODIs in p75Ctrl mice 

treated with mut-proBDNF are significantly shifted towards the open eye (One Way 

Anova, F(2, 443)=5.203, p=0.0058).  (D) Mean spontaneous discharge is significantly 

increased only in p75Ctrl mice treated with mut-proBDNF (One Way Anova, F(2, 

443)=4.580, p=0.0107). p75NTRCtrl + vehicle: n = 9 mice, 174 cells; p75NTRCtrl + mut-

proBDNF: n=5 mice, 147 cells; PV_Cre; p75flx/flx +mut-proBDNF: n=6 mice, 125 cells. 

The grey area denotes the C/I VEP ratio (B) or the ODI range (C) (average ± SEM) in 

adult non-deprived animals (n=5 mice, 99 cells). 
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3.1 Author contribution: 

Pour la soumission de ce manuscrit, Marisol Lavertu Jolin a travaillé sous la supervision de 

Dre Graziella Di Cristo. Au niveau expérimental, voici la contribution de chacun des 

auteurs : 

Marisol, avec la contribution de Pegah Chehrazi, a détaillé le patron d’expression de 

Hdac2 à l’aide d’immunofluorescence et validé la diminution d’expression dans les 

interneurones PV+ du cortex somatosensoriel, du cortex préfrontal et de l’amygdale 

chez les animaux PV_Cre;Hdac2lox/lox, validant le modèle murin au cœur de l’étude. Les 

résultats sont présentés à la figure supplémentaire 1. 

Marisol et Denise Carrier ont procédé aux études comportementales des souris 

conditionnelles mutantes.  Marisol a fait les expériences d’arène en aire ouverte, de 

labyrinthe surélevé en croix, de conditionnement, d’extinction, de récupération et de 

renouvellement de la peur présentées aux figures 1, 6 et 8.  Denise a fait les 

expériences de conditionnement, d’extinction, de récupération et de renouvellement de 

la peur présentées à la figure 7 et à la figure supplémentaire 2.  Marisol a analysé, 

assemblé et présenté les résultats. 

Marisol a étudié l’expression des filets périneuronaux et d’une de ses composantes, la 

protéine aggrécane, chez les souris conditionnelles mutantes, ainsi que suite à 

l’injection de l’inhibiteur de Hdac2 (modèle d’inhibition aiguë).  Elle a perfusé les souris 

et collecté les tranches de cerveaux, procédé aux diverses immunofluorescences, 

acquis les données en microscopie confocale et analysés les résultats.  Son travail a 

permis de déterminer la diminution de l’agglomération des filets périneuronaux ainsi que 
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de la protéine aggrécane autour du corps cellulaire des interneurones PV+ suite à 

l’inactivation génétique ou pharmacologique de Hdac2. Les résultats sont présentés aux 

figures 2 et 4. 

L’étude des transcriptomes des cellules uniques du cortex préfrontal de souris contrôles 

s’est déroulée sous la supervision des Dr Gregor Andelfinger et Dr Graçiela Pineyro.   

Derek Robertson et Séverine Leclerc ont préparé les échantillons de cortex préfrontaux 

de souris contrôles. Florian Wünnemann et Hicham Affia ont analysé les résultats. 

Derek a présenté les résultats de la figure 3 et la figure supplémentaire 3 et 4. 

Les travaux de quantification de l’ARNm par hybridation in situ ont été faits par Marisol. 

Elle a préparé les échantillons, procédé aux expériences d’hybridation in situ de type 

RNAscope, acquis et déconvolutionné les données acquises en imagerie confocale, 

développé la méthode d’analyse des puncta à l’aide du logiciel Fiji et présenté les 

résultats aux figures 4, 6 et 7. 

La surexpression de Hdac2 dans le cortex préfrontal des souris conditionnelles 

mutantes a permis d’établir son rôle dans la régulation de l’expression de la protéine 

aggrécane et l’agglomération des filets périneuronaux.  Le clonage de la séquence 

codante pour Hdac2 dans le vecteur viral, ainsi que la production des particules virales, 

ont été fait par la plateforme canadienne de neurophotonique. Bidisha Chattopadhyaya 

a fait les chirurgies nécessaires à l’injection virale dans le cortex préfrontal.  Marisol a 

perfusé les animaux, collecté les tranches, procédé aux diverses immunofluorescence, 

à l’acquisition et l’analyse des données en imagerie confocale.  Les résultats sont 

présentés à la figure 5. 
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L’étude morphologique des synapses efférentes des interneurones PV+ a permis de 

démontrer l’importance du remodelage des synapses PV+ au cours de l’extinction de la 

peur pour le maintien de la mémoire d’extinction dans le temps.  Pour ce faire, les 

expériences comportementales de conditionnement et d’extinction de la peur ont été 

faites par Marisol, tandis que les perfusions, la collecte des tranches, les 

immunofluorescences PV-Gephyrin, l’imagerie confocale et l’analyse des données a été 

fournis par Marisol avec la collaboration de Félix Dumouchel. Les résultats sont 

présentés à la figure 8. 

Marisol et Graziella ont collaboré au design expérimental de l’étude.  Marisol et Graziella ont 

analysé et présenté les résultats obtenus. Marisol et Graziella ont écrit le manuscrit. Tous 

les auteurs ont corrigé le manuscrit. 

Le manuscrit est maintenant prêt pour la soumission. 
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3.3 Abstract 

Persistence of fear memories is important for survival. However, the inability to 

effectively adapt to trauma leads to post-traumatic stress disorder. Extinction training 

only temporarily suppresses fear memories in adults, but it is highly effective in juvenile 

rodents. Studies in sensory cortex strongly indicate that the maturation of GABAergic 

innervation, in particular of parvalbumin-positive (PV+) cells, is one of the factors 

restricting plasticity in the adult brain. Therefore, increasing PV+ cell plasticity might 

promote the suppression of fear memories following extinction training in adults. Histone 

acetylation levels control gene accessibility for transcription and help couple synaptic 

activity to changes in gene expression. In particular, histone deacetylases 2 (Hdac2) 

restrains both structural and functional synaptic plasticity. However, its specific role in 

the plastic potential of postnatal PV+ cells is unknown. 

 

Here, we show that PV+-cell specific Hdac2 deletion leads to enhanced retention of fear 

memory extinction in adult mice, increased PV cell bouton plasticity, and reduced 

condensation of perineuronal nets (PNN), a marker of mature PV+ cells, in prefrontal 

cortex and basolateral amygdala. Drop-Seq analysis, followed by RNAScope in situ 

hybridization, shows that Acan, which encodes for the critical PNN component 

Aggrecan, is highly enriched in PV+ cells of the adult prefrontal cortex. Acan expression 

is reduced in PV+-cell specific Hdac2 KO mice, and this reduction is rescued by re-

expression of Hdac2. Moreover, a single injection of an Hdac2 inhibitor before extinction 

training is sufficient to increase retention of fear extinction, and to concomitantly reduce 

Acan expression in prefrontal cortex of wild-type adult mice. Notably, these effects are 
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occluded in PV+-cell specific Hdac2 conditional mutant mice. Finally, both Hdac2 

genetic deletion and pharmacological inhibition promote dynamic changes in Acan 

levels following extinction training. Altogether, these data suggest that controlled 

manipulation of PV+ cell plastic state by targeting Hdac2 activity, and its downstream 

effector Acan, promotes the long-term efficacy of extinction training in adults.  
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3.4 Introduction 

Persistence of fear memories is important for survival, while the inability to effectively 

adapt to trauma is characteristic of post-traumatic stress disorder (PTSD), anxiety 

disorders, and phobias. Pairing a neutral tone (conditioned stimulus, CS) with an 

aversive foot shock (unconditioned stimulus, US) leads to the formation of a robust fear 

memory that can last an entire lifetime (1). The reduction of fear responses through fear 

extinction learning is at the heart of clinical exposure psychotherapies applied in the 

case of PTSD (2,3). In adults, extinction learning is neither robust nor permanent since 

conditioned fear responses can recover spontaneously with the passage of time; in 

other words, extinction learning is unstable in adults (1,4,5). Strategies aimed at 

enhancing the ability to inhibit responses to associations that are no longer relevant may 

have strong therapeutic value. Several studies suggested that the maturation of 

GABAergic neurotransmission contributes to the reduced retention of fear extinction 

learning in adults (6,7).  Therefore, modulating GABAergic synapse plasticity may be an 

attractive target to improve the long-term efficacy of fear extinction training in adults. 

However, global or prolonged reduction of GABAergic drive may generate undesirable 

effects such as epilepsy. Therefore, the modulation of the GABAergic transmission to 

foster adult brain plasticity should be considered in a cell type-specific and temporally-

controlled fashion. 

Several recent studies suggest that controlled manipulation of parvalbumin-expressing 

(PV+) interneuron connectivity might help reinstate heightened plasticity in the adult 

brain. In fact, PV+ cells play a critical role in fear memory extinction. First, extinction 

training induces remodelling of perisomatic PV+ synapses around excitatory neurons 
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that were previously activated during fear conditioning in the basolateral amygdala 

(BLA) (8). Second, PV+ cell-specific deletion of Nogo Receptor 1, a neuronal receptor 

for myelin-associated growth inhibitors (9), enhances both BLA PV+ synapse 

remodeling and the retention of fear memory extinction (10). PV+ interneurons are the 

only cortical cell type surrounded by perineuronal nets (PNNs), lattice-like aggregates of 

chondroitin sulfate proteoglycans-containing extracellular matrix (11). Recent evidence 

shows that PNNs stabilize afferent synaptic contacts onto mature cortical PV+ cells, thus 

limiting their plasticity (11-13). In fact, the percentage of PV+ enwrapped by PNN 

increases during development, and degradation of PNNs in adult BLA increases 

extinction retention (14) Thus, molecular approaches aimed at modulating PNN 

agglomeration and PV+ cell maturation state may be a viable strategy to promote 

retention of extinction learning in the adult brain. 

PV+ cell synaptic plasticity and PNN agglomeration are activity-regulated processes. 

Besides, transcriptional mechanisms coupling synaptic activity to changes in gene 

expression are critical to sustain the cellular processes that mediate behavioural 

adaptations. Accessibility of the chromatin to activate these transcriptional programs is 

modulated by changes in histone acetylation’s state of the chromatin. The activation of 

endogenous histone deacetylase (Hdac) appears to restrain both structural and 

functional synaptic plasticity (15,16) that is required to modify behaviour and improve 

performance during learning. Accordingly, administration of pan-Hdac inhibitors in adult 

mice reactivates visual cortical plasticity (17) and enhances extinction learning (18). 

Several studies have shown that, of the many Hdacs expressed in the mammalian brain, 

Hdac2 plays a critical role in fear learning and memory. Whether Hdac2 expression 
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specifically in PV+ cells regulates their plasticity, thus improving behavioural flexibility, is 

not known.  

Here, we investigated whether PV+ cell-restricted Hdac2 deletion enhances retention of 

fear extinction memory in adults, by promoting PV+ cell plastic responses triggered by 

extinction training. 
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3.5 Materiel and Methods 
 

3.5.1 Animals 

Hdac2lox/lox (The Jackson laboratory (JAX), B6.Cg-Hdac2tm1.1Rdp/J, 022625) mice, in 

which exons 5 and 6 of Hdac2 gene, encoding the HDAC-catalytic core of the protein, 

are flanked by loxP sites, were crossed to the PV-Cre (JAX, B6.129P2-Pvalbtm1(cre)Arbr/J, 

017320) line to generate PV-Cre+/-;Hdac2lox/lox (Hdac2 cKO) mice. These lines were 

maintained through crosses of PV-Cre+/-;Hdac2lox/+ females and Hdac2lox/lox males to 

generate PV-Cre+/-;Hdac2lox/lox and PV-Cre-/-;Hdac2lox/lox or PV-Cre-/-;Hdac2lox/+ control 

littermates, or PV-Cre+/+;Hdac2lox/+ females and Hdac2lox/+ males to generate PV-Cre+/-

;Hdac2lox/lox and PV-Cre+/-;Hdac2+/+ control littermates, on a mixed 129sv/C57BL/6J 

background. Cell specificity of Cre-mediated recombination was analyzed by breeding 

PV-Cre with RCEEGFP mice (JAX, Gt(ROSA)26Sortm1.1(CAG-EGFP)Fsh/Mjax, 32037). All 

animals were kept under a light-dark cycle (12 h light–12 h dark) in a temperature and 

humidity-controlled room. Food and water were available ad libitum. All procedures 

described here had been approved by the Comité Institutionnel de Bonnes Pratiques 

Animales en Recherche (CIBPAR) of the Research Center of Sainte-Justine Hospital in 

accordance with the principles published in the Canadian Council on Animal’s Care’s 

(Guide to the Care and Use of Experimental Animals). Room lights were kept low during 

all procedures. 

3.5.2 Mice genotyping 

DNA was extracted from mouse tails and genotyped to detect the presence of Cre 

alleles and Hdac2 conditional and wild-type alleles. Polymerase chain reaction (PCR) 
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was performed using either a set of 2 separated primers (F1 5’-

TGGTATGTGCATTTGGGAGA-3’ and R1 5’-ATTTCACAGCCCCAGCTAAGA-3’) to 

identify the Hdac2 floxed versus the wildtype allele or a set of 3 separate primers (5’-

ATTTGGGAGAAGGCCAGTTT-3’, 5’-AATTTCACAGCCCCAGCTAAG-3’ and 5′-

CGAAATACCTGGGTAGATAAAGC-3′) to assure the absence of the Hdac2 null allele: 

with band sizes of 720 bp for the wild-type, 560 bp for the floxed and 380 bp for the null 

allele. The 3 separate primers used to detect Cre in PV_Cre were: F1 (5’-

CAGCCTCTGTTCCACATACACTCC-3’), F2 (5’- GCTCAGAGCCTCCATTCCCT-3’) and 

R1 (5’-TCACTCGAGAGTACCAAGCAGGCAGGA GATATC-3’) which generate 400 bp 

and 526 bp (mutant and wild-type) bands. To detect the presence of the RCE allele, 3 

separate primers namely, RCE-Rosa1 (5’-CCCAAAGTCGCTCTGAGTTGTTATC-3’), 

RCE-Rosa2 (5’GAAGGAGCGGGAGAAATGGATATG-3,) and RCE-Cag3 (5’-

CCAGGCGGGC CATTTACCGTAAG-3’) were used, which generated 350bp and 550bp 

bands. 

 

3.5.3 Immunohistochemistry 

Mice of both sexes were anesthetized, then perfused intracardially with PBS followed by 

4% (w/v) paraformaldehyde (PFA) in PBS. Intact brains were extracted and post-fixed in 

4% PFA/PBS overnight at 4 °C. The tissue was then cryoprotected in 30% (w/v) sucrose 

(Sigma) in PBS, sectioned coronally at 40μm on a cryostat (Leica VT100) and stored as 

floating sections in PBS. For immunohistological analysis, brain sections were blocked 

in 10% normal goat serum (NGS, Invitrogen, 10000C) in PBS containing 1% (v/v) Triton 

X-100 for 2 h at room temperature. Primary antibodies were diluted in 5% goat serum in 
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PBS containing 0.1% (v/v) Triton X-100 and incubated 24h-48h at 4 °C. Slices were then 

washed in PBS (3 x 10’), incubated in the appropriate Alexa-conjugated antibodies in 

5% NGS, 0,1% Triton in PBS for 2h at room temperature, washed again in PBS (3 x 

10’), and mounted in Vectashield (Vector Lab, H-1000) before imaging. 

The primary antibodies used in this study and their working concentrations are as 

follows: rabbit monoclonal anti-Hdac2 (1:500; Abcam, 32117, RRID:AB_732777); mouse 

monoclonal anti-PV (1:2000; Swant, 235, RRID:AB_10000343); rabbit polyclonal anti-

PV (1:4000; Swant, PV27, RRID:AB_2631173); guinea pig polyclonal anti-PV (1:1000; 

Synaptic Systems, 195004, RRID:AB_2156476); mouse monoclonal anti-gephyrin 

(1:500; Synaptic Systems, 147021, RRID:AB_22325461); rabbit polyclonal anti-

aggrecan (1:500; Millipore, AB1031, RRID:AB_90460); chicken polyclonal anti-GFP 

(1:1000; Abcam, 13970, RRID:AB_300798).  To label PNNs, a solution of biotin-

conjugated lectin Wisteria floribunda (WFA) (10 µg/ml; Sigma-Aldrich, L1516) was 

added in the primary antibody solution.  

The secondary antibodies used in this study and their working concentrations are as 

follows: goat anti-chicken Alexa488 conjugated (1:1000; Abcam, ab150169), goat anti-

rabbit Alexa633 conjugated (1:400; Life technologies, A21072), goat anti-mouse 

Alexa555 conjugated (1:1000; Cell Signaling, 4409S), goat anti-mouse Alexa647 

conjugated (1:1000; Cell signaling, 4410S), goat anti-rabbit Alexa555 conjugated (1:400; 

Life technologies, A21430), goat anti-guinea pig Alexa647 conjugated (1:400; Life 

technologies, AB21450) and Alexa 568-conjugated streptavidin (1:500; Invitrogen, S-

11226).  
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All immunohistological experiments were performed on at least three different sections 

per brain region per animal. 

 

3.5.4 Confocal imaging 

All images were acquired using Leica confocal microscopes (SP8 or SP8-STED). We 

imaged somatosensory (SSCX) and prefrontal cortex (PFC) layer 5 and basolateral 

amygdala (BLA) using 20X multi-immersion (NA 0.75) and 63X oil (NA1.4) objectives. 

We focussed on layer 5 of SSCX and PFC because PV+ cells are more abundant in this 

layer. The 20X objective was used to acquire images to analyze the percentage of: 

GFP+PV+/PV+ cells (recombination rate), GFP+PV+/GFP+ cells (Cre-recombination 

specificity), PNN+PV+/PV+ cells and Agg+PV+/PV+ cells. The 63X objective was used to 

acquire images to analyse the perisomatic innervation (number of perisomatic PV+ 

boutons and gephyrin+ punctas).  At least three confocal images from three different 

brain sections were acquired per brain region with z-step size of 2 µm (20X) and 0.5 µm 

(63X).  All the confocal parameters were maintained constant throughout the acquisition 

of an experiment. 

 

3.5.5 Image analysis 

The number of positive cells (GFP+, PV+, PNN+ and/or Agg+) were manually identified 

and counted using ImageJ-Fiji software. To quantify the number of PV+, gephyrin+ and 

PV+/gephyrin+ punctas, images were exported as TIFF files and analyzed using 

Neurolucida software.  PV+ boutons and gephyrin+ punctas were independently 
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identified around the perimeter of a targeted cell after selecting the focal plane with the 

highest soma circumference. At least 4 perisomatically innervated somata were selected 

in each confocal image. Investigators were blind to the genotypes or conditions during 

the analysis. 

 

3.5.6 Behavioral testing 

For all experiments, a camera was mounted above the arena; images were captured 

and transmitted to a computer running the Smart software (Panlab, Harvard Apparatus) 

or FreezeFrame software IMAQ 3 (Version 3.0.1.0). The sequence of animals tested 

was randomized by the genotype. Care was taken to test litters containing both the 

genotypes specific to the breeding.  

Open Field  

Each subject (P60) was gently placed at the center of the open-field arena and recorded 

by a video camera for 10 min. The recorded video file was later analyzed with the 

SMART video tracking system (v3.0, Harvard Apparatus). The open field arena was 

cleaned with 70% ethanol and wiped with paper towels between each trial. The time 

spent in the center (45% of the surface) versus the periphery was calculated. Locomotor 

activity was indexed as the total distance travelled (m).  

Elevated plus maze 

The apparatus consisted of two open arms without walls across from each other and 

perpendicular to two closed arms with walls joining at a central platform. Each subject 

(P60) was placed at the junction of the two open and closed arms and allowed to 
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explore the maze during 5min while video recorded. The recorded video file was later 

analyzed with the SMART video tracking system (v3.0, Harvard Apparatus) to evaluate 

the percentage of time spent in the open arms (open/(open+closed) x 100) and the 

number of entries in the open arms as a measure of anxiety-related behavior. 

Fear conditioning and fear extinction 

Fear conditioning and extinction were evaluated in two different contexts (contexts A 

and B, respectively).  The context A consisted of white walls, a grid floor, and was 

washed with 70% ethanol before and after each session.  The context B consisted of 

black and white stripped walls, a white plexiglass floor, and was washed with 1% acetic 

acid before and after each session. Two different fear conditioning protocols have been 

used in this study, as published in (14). 

PV-Cre+/-;Hdac2lox/lox males and their PV-Cre-/-;Hdac2lox/lox or PV-Cre-/-;Hdac2lox/+ control 

males littermates, or Hdac2lox wildtype mice, were conditioned using the following 

protocol.  On day 1, mice have been allowed to freely explore the context A for 

habituation.  On day 2, mice were conditioned using 5 pairings of the CS (CS duration 5 

s, white noise, 80 dB) with a co-terminating US (1s foot-shock, 0.6mA, inter-trial interval: 

30 – 60 s). On days 3 and 4, conditioned mice were submitted to extinction training in 

context B, which they were presented 12 CS at 30 s intervals on each day.  Retrieval of 

extinction and context-dependent fear renewal were tested 7 days later in context B and 

A, respectively, using 4 presentations of the CS. 

PV-Cre+/-;Hdac2lox/lox males and their PV-Cre+/-;Hdac2+/+  control males littermates were 

conditioned using the following protocol.  On day 1, mice have been allowed to freely 
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explore the context A for habituation.  On day 2, mice were conditioned using 5 pairings 

of the CS (CS duration 30 s, 50ms pips repeated at 0.9Hz, 2ms rise and fall, pip 

frequency: 7.5 kHz, 80 dB) with a US (1s foot-shock, 0.6mA, inter-trial interval: 30 – 150 

s). The onset of the US coincided with the offset of the CS. On days 3 and 4, 

conditioned mice were submitted to extinction training in context B which they were 

presented 12 CS at 30 s intervals on each day.  Retrieval of extinction and context-

dependent fear renewal were tested 7 days later in context B and A, respectively, using 

4 presentations of the CS. 

Mice were excluded from analysis if they did not show effective fear extinction (EXT2 

CS11-12 freezing more than 80% of time): Figure 1: n=3 control mice excluded, n=0 PV-

Cre+/-;Hdac2lox/lox mouse excluded, Figure 6b: n=0 vehicle-injected Hdac2lox mouse 

excluded, n=1 BRD6688-injected Hdac2lox mouse excluded, Supplemental Figure 2: n=0 

PV-Cre+/-;Hdac2+/+ mouse excluded, n=1 PV-Cre+/-;Hdac2lox/lox mouse excluded. Mice 

were also excluded from analysis if they did not show effective fear acquisition (EXT1 

CS1-2 freezing less than 15% of time): Supplemental Figure 2: n=0 PV-Cre+/-;Hdac2+/+ 

mouse excluded, n=1 PV-Cre+/-;Hdac2lox/lox mouse excluded. 

 

3.5.7 Viral vector and stereotaxic injections  

pAAV.EF1α-DIO-Flag-Hdac2_T2A_GFP (titre – 1E13 GC/mL) was cloned from pCIG-

HDAC2WT-IRES-eGFP (51) and produced as AAV2/9 serotype by the Canadian 

Neurophotonics Platform, similar to the pAAV_EF1α_DIO_eYFP control virus (titre – 

5E13 GC/mL [injected at 1:6 dilution]). PV-Cre;Hdac2+/+ or PV-Cre;Hdac2lox/lox mice 
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were used at PND 42-50 for all surgeries. Unilateral viral injections were performed at 

the following stereotaxic coordinates: +1.9mm Anterior-Posterior (from Bregma), 

+0.4mm Medio-Lateral and 1.6mm Depth from the cortical surface. Surgical procedures 

were standardized to minimize the variability of AAV injections. Glass pipette with the 

virus was lowered at the right depth and kept for 2 min before starting the injections. 

Each injection volume was kept to 46nl, and a total of 8 injections per mouse were done 

for each virus. To ensure minimal leakage into surrounding brain areas and to optimise 

viral spread in the desired area, injection pipettes were kept in the same position 

following the injection for 5 min. They were withdrawn at the rate of 0.25mm/min 

following the injection. Mice were kept for 3 weeks following viral injections to allow for 

optimal gene expression. 

3.5.8 Neuronal cell dissection and dissociation. 

Male mice aged P40-P43, were anesthetized with ketamine/xylazine (4:1), 

transcardically perfused with ice-cold aCSF solution of the following composition (in 

mM): 62.5 NaCl, 70 sucrose, 2.5 KCl, 25 NaHCO3, 1.25 NaH2PO4, 7 MgCl2, 1 CaCl2, 

20 HEPES and 20 glucose. Brains were then quickly removed, transferred to ice-cold 

aCSF solution and fixed to a stage allowing to cut 300 μm slices with a VT1200 S, Leica 

vibratome. Slices were then individually transferred to a cutting surface in ice-cold 

aCSF, where frontal cortex was micro dissected from the slices. Dissected tissue was 

then dissociated into a single cell suspension (52) using the Papain dissociation system 

(Worthington) as per manufacturer’s instructions, with the addition of trehalose as 

described in (53). Post trituration, cells were then counted using iNCYTO C-Chip 
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hemocytometers, and resuspended at 150-200 cells/μl in DropSeq Buffer (in mM): x1 

HBSS, 7 MgCl, 1 CaCl, 20 glucose, 5% Trehalose and 10% BSA. 

 

3.5.9 Single cell capture and sequencing 

Re-suspended cells were run through a custom Drop-Seq setup allowing to capture 

single cells and barcoded beads (ChemGenes) within nanoliter droplets as described in 

the original Drop-seq protocol (http://mccarrolllab.com/dropseq/) (54). The used setup 

closely resembled the original one (54), with minor modifications. In particular, 

Medfusion 3500 syringe pumps (Smiths Medical) instead of KD Scientific Legato 100 

pumps were used, as well as a different RNase inhibitor (SUPERase• In; catalog no. 

AM2694; Thermo Fisher Scientific).  

Single-cell suspensions (150-200 cells/µl) were run alongside barcoded beads (140 

beads µl/1) in 1.7 ml of cell lysis buffer (Tris 200mM, EDTA 20 mM, 20 % Sarkosyl, 20% 

Ficoll, DTT 50 mM; also containing 50 µl of RNase inhibitor), to produce beads attached 

to single-cell transcriptomes. Beads attached to single-cell transcriptomes were 

subsequently washed, reverse-transcribed, treated with exonuclease and counted using 

a Fuchs-Rosenthal hemocytometer (INCYTO C-Chip Cat-Nr:82030–474), as described 

in the original Drop-seq protocol (54). Bead counting was performed using water and 

bead counting solution (10% polyethylene glycol, 2.5 M NaCl) in a 1:1 ratio as described 

in Gierahn et al. 2017 (55). For PCR amplification 4,000 beads (approximately 200 

single-cell transcriptomes attached to microparticles) were used as input for each PCR. 

Individual PCR reactions were then pooled to achieve the desired number of single-cell 

transcriptomes attached to microparticles (STAMPS). In this experiment we used 2000 

http://mccarrolllab.com/dropseq/
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STAMPS which were cleaned up with AMPure XP (Beckmann Coulter Life Sciences) 

beads at a ratio of 0.6X prior to sequencing. 

Correct size distribution and concentration of complementary DNA was determined 

using a Bioanalyzer High Sensitivity DNA assay (catalog no. 5067–4626; Agilent 

Technologies). Library preparation was performed using the Nextera XT DNA Library 

Preparation Kit (Illumina) with 600 pg input according to the Drop-seq protocol using 

Illumina i7 primers (N701—N706) together with a custom P5 primer 

(GCCTGTCCGCGGAAGCAGTGGTATCAACGCAGAGTAC) in the library PCR 

amplification (see the Drop-seq protocol (54)). Libraries were quality-controlled for size 

and concentration using the Bioanalyzer High Sensitivity DNA assay. Libraries were 

quantified using the Universal Library Quantification Kit (KAPA) before sequencing on a 

NextSeq 550 system (Illumina) at the Institute for Research in Immunology and Cancer 

(IRIC) in Montreal. Sequencing was performed on a NextSeq 500 system with the read 

settings R1 = 20 bp, R2 = 63 bp and index = 8 bp. 

 

3.5.10 Computational analysis of single-cell transcriptomic data 

Demultiplexing of raw Illumina sequencing data was performed with bcl2fastq v.2.17 by 

the Institute for Research in Immunology and Cancer (IRIC) in Montreal. Fastq files were 

quality controlled and processed using the Drop-seq computational pipeline, similar to 

(56) (Drop-seq alignment cookbook v.1.2, January 2016) using Drop-seq tools v.1.12, to 

produce digital gene expression (DGE) matrices for each sample (54). DGE matrices 

were processed in R (3.5.2) using Seurat (v.2.2.0) (57, 58). Cells with less than 250 

genes expressed and genes detected in less than 3 cells were filtered out from further 
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analysis. Cell cycle scores for filtered cells were calculated using the function 

CellCycleScoring from Seurat with cell cycle gene lists from Nestorowa et al. (59) 

(https://satijalab.org/seurat/articles/cell_cycle_vignette.html). Expression values were 

normalized and scaled to 10000 transcripts with Seurat’s Normalize function. 

Normalized expression values were scaled using the ScaleData function from Seurat, 

regressing out the number of UMIs, Mouse ID, percent mitochondrial genes as well as S 

and G2M scores from cell cycle prediction. Wild-type cells from different experiments 

were further aligned with using canonical correlation analysis (CCA) (58) using the 

RunMultiCCA using the top 1000 overlapping highly variable genes between samples 

function followed by AlignSubspace function in Seurat, using the experiment as a 

grouping variable with 15 cca dimensions. Dimensions selection was decided after 

visual inspection of the inflection point of the elbow plot generated by Seurat ElbowPlot() 

function. Dimensional reduction was performed using RunTSNE with 15 cca dimensions 

to represent cells in 2 tSNE dimensions. Clusters were identified using the FindClusters 

function on the first 15 aligned cca dimensions with a resolution parameter of 1.2. Cells 

were subsequently plotted in 2 tSNE dimensions to and biological cell types annotated 

manually based on known markers for brain cell types. Violin Plots were plotted using 

the VlnPlot function from Seurat with normalized gene expression values. 

 

3.5.11 Cell type Identification 

Final cell types were attributed based on the identified top markers in each cluster. 

Clusters containing VGLUT1 were considered to be pyramidal Neurons, while clusters 

containing GAD1 and GAD2 were considered to be GABAergic interneurons (Figure 3a, 

https://satijalab.org/seurat/articles/cell_cycle_vignette.html
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Supplementary Figure 3). For more in depth analysis of neuron types as well as 

identification of non-neuronal cell subtypes, we took the top 30 and 50 markers from 

each cluster and compared them to the DropVis database (60). The number of markers 

shared for each cluster was then calculated, and a percentage identity with DropViz 

clusters calculated.  

 

3.5.12 Fluorescent multiplex RNAscope 

To evaluate Acan mRNA expression in naive condition, mice of both sexes were 

cervically dislocated, brains were dissected, fast-frozen in cold isopentane (~-70°C) and 

conserved at -80°C. To evaluate Acan mRNA expression after extinction training, adult 

males were cervically dislocated 3 hours after the end of extinction training on day 4 

(late extinction).   

Coronal brain sections (20 µm) were cut using a cryostat (Leica Microsystems) and 

mounted on Superfrost Plus Gold Glass Slides (Fisher Scientific, 22-035-813).  Slides 

were subsequently stored at -80°C. Probes against Acan mRNA (439101), which codes 

for aggrecan, and Pvalb mRNA (421931-C2), which codes for PV, as well as other 

reagents for ISH and DAPI labelling, were purchased from Advanced Cell Diagnostics 

(ACD). Tissue pre-treatment, hybridization, amplification and detection were performed 

according to the RNAscope Sample Preparation and Pretreatment Guide for Fresh 

Frozen Tissue using RNAscope Fluorescent Multiplex Assay manual (ACD).  During 

RNAscope hybridization, positive probes (320881), negative probes (320871), and 

acan/Pvalb probes were processed simultaneously.  Briefly, the slides were removed 
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from -80°C and immediately post-fixed in 4% PFA/PB for 15 min before dehydration in 5 

min consecutive baths (70% EtOH, 50% EtOH, 2 x 100% EtOH).  The slides were air 

dried and hydrophobic barrier was created around each section with ImmEdge Pen 

(310018). Protease IV (322336) was added to each section and incubated at room 

temperature for 30 min followed by two washes in distilled water.  For detection, probes 

were added to each section and incubated for 2h at 40°C.  Unbound probes were 

subsequently washed away by rinsing slides in 1X wash buffer (310091) 2 x 2 min.  

AMP reagents (AMP1 (320852), AMP2 (320853), AMP3 (320854), AMP4A (C1 probes-

Alexa-488 and C2 probes-Atto-550) (320855)) were added to each section and 

incubates for as per the manufacturer’s instructions (RNAscope Fluorescent Multiplex 

Reagent Kit PART 2 Manual), and washed in wash buffer for 2 x 2min.  Sections were 

stained with DAPI (320858) for 30 s, and then mounted with Prolong Diamond Antifade 

Mountant (Invitrogen P36961).  Images were acquired with a SP8-STED confocal 

microscope (Leica Microsystems), using a 63X (NA 1.4) objective, voxel size: 0.06µm x 

0.06µm x 0.299µm, and deconvolved using Huygen’s express deconvolution option.  

These experiments were performed using tissue from three different mice for each 

genotype and/or treatment.  To determine the number of Acan dots per PV+ cell, images 

were analysed using a custom-made ImageJ-Fiji macro.  Briefly, a dark region was 

selected on each focal plane to measure the mean grey value (MGV) as background 

(BCKG).  Then, for each channel and each focal plane, the BCKG value was subtracted, 

and intensity value of each pixel was readjusted by multiplying it with 65535/(65535-

BCKG).  Then, each PV+ cell was manually selected, filtered with the Gaussian Blur 3D 

option and analyzed using the 3D objects counter (threshold = 4500, minimal voxel size 

= 6). Results are presented as mean of the number of objects per PV+ cell ± s.e.m. 
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3.5.13 Drug treatment 

BRD6688 (Glixx Lab, #GLXC-05908) was dissolved in DMSO (1% of the total resultant 

solution) and then diluted in 30% Cremophor/69% in physiological saline (H2O 

containing 0.9% NaCl (Hospira, 04888)), for a final dosage solution of 1 mg/kg. Vehicle 

solutions consisted of the aforementioned solution without the compound. Solutions 

were prepared immediately before injection and administered to either Hdac2lox wildtype 

or PV-Cre+/-;Hdac2lox/lox via intraperitoneal injection 6 hours prior to extinction training. 

3.5.14 Statistical analysis. 

Data were systematically tested for normal distribution, with the D'Agostino & Pearson 

omnibus normality test. Differences between two groups of normally distributed data 

with homogenous variances were analyzed using parametric student’s t-test, while not 

normally distributed data were analyzed with the Mann-Whitney test. To evaluate 

genotype effects on PV+Gephyrin+ perisomatic puncta in naive mice and in mice 

following extinction training, 2-ways ANOVA (F) test was performed followed by Sidak 

posthoc test. To evaluate the effect of the virally-expressed Hdac2 in PV-Cre+/-

;Hdac2lox/lox on Aggrecan and PNN, Kruskall-Wallis tests were performed followed by 

Dunn’s multiple comparison test. Significance level was set to 5% (p = 0.05). Results 

were considered significant for values of P<0.05. Data are presented as mean ± 

standard error of mean. 
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3.5.14 Data availability 

All data are available upon reasonable request. 
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3.6 Results 

3.6.1 Adult PV-Cre;Hdac2lox/lox mice show enhanced retention of fear 

extinction 

To evaluate whether and how Hdac2 deletion specifically in PV+ cells affects fear 

memory formation, extinction and spontaneous recovery, we used a mouse carrying a 

conditional allele of Hdac2 (Hdac2lox/lox, (15)), which allows cell-specific developmental 

stage restricted manipulation of Hdac2, bred to a mouse line expressing the Cre 

recombinase under the control of the PV promoter (PV-Cre, (19)). In cortical GABAergic 

cells, PV starts to be expressed after the first postnatal week and peaks after the third 

week. This breeding scheme generated PV+-cell restricted homozygous (PV-Cre+/-

;Hdac2lox/lox) mice and their control PV-Cre-/- littermates not expressing Cre (PV-Cre-/-

;Hdac2lox/lox and PV-Cre-/-;Hdac2lox/+ mice, referred to hereafter as Hdac2lox). To confirm 

the specificity of Cre expression in PV-Cre+/-;Hdac2lox/lox mice, we bred them with 

RCEGFP reporter mice (20) and quantified GFP+/PV+ colocalization in somatosensory 

cortex (SSCX), prefrontal cortex (PFC) and basolateral amygdala (BLA). At P60, we 

observed that all GFP+ cells in all brain regions studied expressed PV. However, the 

recombination rate was region specific (GFP+PV+/PV+ cells: SSCX: 82 ± 5 %, N=3; PFC: 

58 ± 8 %, N=5; BLA: 38 ± 3 %, N=3). Co-immunolabelling of PV and Hdac2 in coronal 

brain sections confirmed that Hdac2 expression levels were significantly reduced in PV+ 

cells cKO mice compared to their control littermates (Supplementary Fig. 1).  We then 

assessed fear memory formation, extinction rate and spontaneous recovery in PV-Cre; 

Hdac2lox/lox mice (Fig. 1a). After fear conditioning, both PV-Cre;Hdac2lox/lox and Hdac2lox 
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mice presented strong freezing behaviour, suggesting that fear learning was not affected 

by Hdac2 deletion in PV+ cells (freezing time at early extinction CS1-2, Mann-Whitney 

test, P = 0.1878, Fig. 1b). Compared to wild-type littermates, conditional KO mice 

showed similar extinction rate during training, but significantly less freezing during the 

retrieval and renewal tests 7 days later (Fig.1b), suggesting stronger retention of fear 

extinction.  The reduced fear expression was not due to spontaneous forgetting, since 

in absence of extinction training, freezing levels were undistinguishable between the 

conditional knockout and control mice 10 days after fear conditioning (Fig.1c). Further, 

this was not due to altered motor or anxiety behavior, since we found no differences in 

performance in the open field and elevated plus maze assays in mutants compared to 

control littermates (Fig. 1d, e).  

 

To ensure that the observed phenotype was caused by the genetic deletion of Hdac2 

rather than any side-effect of the Cre insertion in the PV locus (19), we generated a 

second mouse line in which control littermates also carried the PV-Cre allele, while the 

Hdac2 locus remained wild-type (PV-Cre+/-;Hdac2+/+ mice). Consistent with our previous 

observations, these conditional KO mice showed significantly reduced freezing during 

the retrieval test compared to their control littermates (Supplementary Fig. 2a). In 

absence of extinction training, both genotypes showed strong fear memory 10 days after 

fear learning (Supplementary Fig. 2b). Overall, these data suggest that the deletion of 

Hdac2 restricted to postnatal PV+ cells is sufficient to improve retention of fear extinction 

over time in adults.  
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3.6.2 Postnatal deletion of Hdac2 in PV+ cells reduces their 

enwrapping by PNN 

PNN appearance around PV+ cell somata and dendrites is developmentally regulated, 

and correlates with increased inhibition and critical period closure in sensory cortices 

(21). PV+ cell enwrapping by PNN has been shown to be a limiting factor for adult brain 

plasticity (11-13). In particular, chondroitin sulfate proteoglycans assembly into PNNs 

promotes the formation of extinction-resistant memories (14). Since we observed 

increased retention of fear extinction in adult PV-Cre;Hdac2lox/lox mice, we reasoned that 

this process may reflect PNNs reduction in cKO mice. Using WFA staining to label PNN, 

we found a significant decrease in the percentage of PV+ cells surrounded by PNNs in 

PFC and BLA, two regions directly implicated in fear behaviour regulation, in naive 

conditional knockout mice compared to control littermates (Fig. 2a, b). Of note, we 

observed that PNNs were not localized exclusively around PV+ cells in the BLA (data 

not shown), consistent with previous reports (22,23). Unexpectedly, we did not observe 

a significant difference in the percentage of PNN+PV+ cells in the SSCX of PV-

Cre;Hdac2lox/lox compared to Hdac2lox mice (Fig. 2b), suggesting that epigenetic 

regulation of PNN organization is region-specific in the cortex.  

 

During their maturation process, PV+ cells form more perisomatic synapses on 

pyramidal cells (24). To investigate whether Hdac2 reduction in PV+ cells affects their 

efferent connectivity as well, we quantified putative perisomatic synapse density 

formed by PV+ cells onto pyramidal cells by co-immunolabeling with vGAT (vesicular 

GABA transporter, presynaptic), gephyrin (scaffolding protein associated with GABA-
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A receptor, postsynaptic) and PV, in PFC and BLA. We found that the density of PV+ 

boutons co-localizing with gephyrin was significantly reduced in both PFC and BLA of 

naive conditional KO mice compared to their control littermates (Fig. 2c, e). This 

difference was not due to decreased PV expression, since the density of perisomatic 

PV+ boutons was not significantly different between the two genotypes (Fig. 2d).  

3.6.3 Hdac2 regulates Aggrecan expression in PV+ cells 

WFA specifically bind to lectican’s CAG-chains (25).  Since we observed decreased 

WFA labeling surrounding PV+ cell somata in brain regions involved in fear regulation in 

PV-Cre;Hdac2lox/lox mice (Fig. 2a,b), we next sought to identify which lecticans are cell-

autonomously expressed by PV+ cells, and thus directly affected by PV+ cell-specific 

Hdac2 deletion. To this end, we used Drop-Seq to transcriptionally profile frontal cortical 

cells of 6 weeks old wild-type mice. Samples from 5 biological replicates yielded 19393 

cells that were sequenced to a median depth of 15,555 aligned reads/cell (representing 

a median of 1427 genes/cell). Transcriptomes were then clustered and represented in t-

Distributed Stochastic Neighbor Embedding (t-SNE) plots (Fig. 3a). Cell clusters were 

defined as glutamatergic neurons, GABAergic neurons or non-neuronal cells based on 

Slc17a7, Gad1 and Gad2 detection (Supplementary Fig.3). Using the Dropviz database 

as a template for murine cortical transcriptomes, clusters were then associated with well-

known neuronal and non-neuronal cell groups. Among the latter, we distinguished 

astrocytes, oligodendrocytes/polydendrocytes, microglial cells/macrophages as well as 

endothelial cells. Within neuronal cell types, VGLUT+ glutamatergic neurons and 

Gad1+/Gad2+ interneurons were identified, including PV-expressing interneurons 

(cluster 9, Supplementary Fig.3).  
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Next, we analyzed which cell types express mRNAs coding for PNN structural 

components and remodelling enzymes (metalloproteases). We confirmed that the 

metalloproteases Adamts8, Adamts15, and Mme were highly enriched in PV+ cells, (Fig. 

3c and Supplementary Fig. 4), as previously reported (26, 27). Of the 4 analyzed 

lecticans, Neurocan was the most abundant and was expressed by different neuronal 

cell types and astrocytes. Brevican was also expressed by different cell types, including 

PV+ cells, but it was highly enriched in astrocytes and in CPSG4-expressing NG2+ 

polydendrocytes. The latter were also the major source of Versican (Fig. 3b and 

Supplementary Fig. 4). Acan, on the other hand, was mostly expressed by PV+ cells 

and, to a lesser extent, by polydendrocytes (Fig. 3b and Supplementary Fig. 4). None of 

the other PNN components analyzed (Hapln1, Hapln4, Tnr) showed cell type-specific 

expression (Fig. 3d and Supplementary Fig. 4). 

 

Aggrecan, coded by Acan, plays a critical role in PNN formation, as shown in brain-wide 

homozygous Acan mutant mice and by virally-induced Acan deletion (13). To investigate 

whether Acan expression is regulated by Hdac2 in PV+ cells, we analyzed Acan 

transcripts by RNAscope hybridization in situ in PFC, BLA and SSCX of adult PV-

Cre;Hdac2lox/lox mice and control littermates (Fig. 4).  We confirmed that a majority of 

PFC PV+ cells expressed Acan in wildtype mice (percentage of PV+Acan+/Acan+ cells = 

69± 4 %, N=7). In PV-Cre;Hdac2lox/lox mice, Acan expression was significantly reduced 

in PFC, but neither in SSCX nor in BLA, compared to control littermates (Fig. 4 a, b). 

This decrease in Acan expression was accompanied by a significant decrease in the 

percentage of PV+ cells surrounded by aggrecan immunostaining specifically in the PFC 
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as well (Fig. 4 c, d). Unaltered Aggrecan expression levels in SSCX of mutant mice is 

consistent with the observation that the percentage of PNN+PV+ cells in the SSCX was 

not affected (Fig. 2 a, b). Conversely, the percentage of PNN+PV+ cells was reduced in 

the BLA in absence of parallel changes in the percentage of Aggrecan+PV+ cells, 

suggesting a strict requirement for aggrecan in PNN formation specifically around 

cortical PV+ cells.  

 

The effects of a PV+ cell-specific Hdac2 deletion on PNN remodeling may be due to a 

direct regulation of the expression of critical PNN components by Hdac2, or to 

secondary homeostatic effects caused by long-term Hdac2 deletion. To test whether 

Hdac2 regulates Aggrecan expression in PV+ cells, we virally re-expressed Hdac2 

specifically in prefrontal cortical PV+ cells of adult PV-Cre;Hdac2lox/lox and 

PV_Cre;Hdac2+/+ mice for three weeks using an inverted double-floxed Hdac2 coding 

region driven by a ubiquitous EF1a promoter (Fig. 6a). Consistent with our previous data 

(Fig. 4d), we observed a significant reduction in the percentage of PV+ cells enwrapped 

by aggrecan in conditional knockout mice compared with wildtype littermates when both 

were injected with the control virus (AAV_DIO_EGFP; Fig. 5 b, c). On the other hand, 

injection of AAV_DIO_Hdac2-T2A-EGFP was sufficient to rescue the percentage of 

Aggrecan+PV+ cells (Fig. 5 c) and to increase (albeit not significantly) the number of PV+ 

cells surrounded by WFA-stained PNN in PV-Cre;Hdac2lox/lox mice (Fig. 5 d, e).  

 

In summary, these data showed that PV+ cells were the major source of Aggrecan in the 

PFC. Moreover, the reintroduction of Hdac2 specifically in PFC PV+ cells was sufficient 
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to rescue Aggrecan expression in conditional knockout mice, arguing for a role of Hdac2 

in Acan transcription in PV+ cells. 

 

3.6.4 Acute pharmacological Hdac2 inhibition in PV+ cells after fear 

training increases the retention of fear extinction and reduces 

Acan/Aggrecan expression. 

Enzymatic degradation of PNN in the BLA of adult mice rendered fear memories 

susceptible to erasure following extinction training but only if PNN were degraded before 

fear memory acquisition (14). Similarly, increased retention of extinction memories in 

adult PV-Cre;Hdac2lox/lox mice could be reliant on different mechanisms recruited during 

fear memory acquisition in the mutant mice compare to control littermates. Alternatively, 

Hdac2 deletion in PV+ cells may specifically affect the retention of extinction memories. 

To test this latter hypothesis, we used BRD6688 (28), a small molecule demonstrating 

preferential selectivity for Hdac2 compared to Hdac1, a close family member showing 

92% homology within the catalytic domain with Hdac2 (29), by 6 hrs after I.P. 

injection. We first asked whether pharmacological inhibition of Hdac2 after fear 

learning but before the onset of extinction training was sufficient to promote long-term 

extinction retention (Fig. 6 a). Compared to vehicle-injected mice, BRD6688-injected 

mice presented less freezing behavior at the retrieval test. Therefore, combining a brief 

HDAC2 inhibition with extinction training rendered fear memories amenable to persistent 

and specific attenuation (Fig. 6 b). Circuits other than PV+ cells may contribute to the 

facilitating effect of Hdac2 inhibition on the retention of extinction memories. On the 

other hand, BRD6688 treatment could not further improve retention of extinction 
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memories in PV-Cre;Hdac2lox/lox mice (Fig. 6 c), further supporting the hypothesis that 

the state of chromatin acetylation specifically in PV+ cells plays a critical role in the 

retention of extinction memories. 

 

Since our data showed that Hdac2 levels in PV+ cells modulate Aggrecan expression 

(Fig. 5), we next asked whether acute pharmacological inhibition of Hdac2 activity is 

sufficient to also reduce Aggrecan expression. Indeed, we found a significant decrease 

in the number of Acan mRNA molecules in PFC PV+ cell somata (Fig. 6 d, e) and in the 

proportion of PV+ cells enwrapped by Aggrecan+ nets (Fig. 6 g, h) 17h after BRD6688 

i.p. injection in wild-type mice. Conversely, the same treatment was unable to further 

reduce Acan/Aggrecan expression in PV-Cre;Hdac2lox/lox mice (Fig. 6 f, i). Overall, 

these results thus suggesting that Hdac2 dynamically regulates PNN integrity around 

PFC PV cell somata by controlling Acan transcription in PV+ cells. 

 

3.6.5 Hdac2 deletion in PFC PV+ cells promotes dynamic changes in 

Acan expression  

Class 1 Hdacs (including Hdac2) inhibition has been shown to prime the expression of 

neuroplasticity-related genes (16). Thus, we asked whether Acan expression might be 

more dynamic in Hdac2-/- PV+ cells. To answer this question, we collected brains from 

PV-Cre;Hdac2lox/lox mice and control littermates 3 hours after the end of extinction 

training (Fig. 7a, b) and quantified Acan mRNA expression in PV+ cells from the PFC 

(Fig. 7 c, d). We found that, although Acan expression was reduced in PFC PV+ cells 

from naive mutant mice compared to wild-type littermates (Fig. 4b, 6e), its expression 
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reached wild-type levels after extinction training (Fig. 7 d). Next, we asked whether 

acute pharmacological HDAC2 inhibition could also promote Acan dynamic changes 

triggered by extinction learning. Whereas naive mice injected with BRD6688 showed 

reduced Acan levels (Fig. 6 d, e), mice injected with BRD6688 after fear learning but 

before the onset of extinction training showed no significant difference between Acan 

levels compared to vehicle-treated controls (Fig. 7f,g). Altogether, these results 

suggest that either Hdac2 deletion or pharmacological inhibition in PV+ cells allows for 

increased changes in Acan expression following extinction training. 

 

3.6.6 Postnatal deletion of Hdac2 in PV+ cells enhances their 

remodelling potential 

Previous reports showed that remodeling of perisomatic inhibitory synapses was critical 

for efficient extinction of fear memories (8,10). To investigate whether PV+ cell 

remodelling potential was increased by Hdac2 deletion, we analyzed PV+ cell 

perisomatic synapses in both PFC and BLA 24 hrs after the end of fear extinction 

training in PV-Cre;Hdac2lox/lox mice and their control littermates.  Whereas naive 

conditional mutant mice showed decreased number of putative perisomatic synapses, 

identified by the colocalization of gephyrin puncta with perisomatic PV+ boutons, 

compared to control mice in both PFC and BLA (Fig. 2a, 8a, b, e), no significant 

difference could be detected between the two genotypes following extinction training 

(Fig. 8c, d, e). These results suggest that fear extinction training promoted more 

extensive PV+ cell synapse remodelling in PV-Cre;Hdac2lox/lox mice than in Hdac2lox 
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littermates, reinforcing the hypothesis that changes in PV inhibitory drive might be 

critical for the long-term retention of extinction memory (8). 
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3.7 Discussion 
 

The development of GABAergic circuits, in particular of PV+ cells, is one of the factors 

believed to restrict critical period plasticity in the adult brain (21,30,31); hence, controlled 

manipulation of cortical PV+ cell connectivity should help reinstate heightened plasticity, 

thereby creating an opportunity for therapeutic intervention (32,33). To this purpose, it is 

essential to gain a better understanding of the molecular mechanisms limiting PV+ cell 

plasticity in the adult brain. Here, we showed that PV+ cell epigenetic changes regulate 

their plastic potential, thereby affecting adult neuroplasticity. In particular, our results 

demonstrate that PV+ cell-specific Hdac2 deletion allows for PV+ cell synapse 

remodeling during extinction training and lead to decreased spontaneous recovery of 

fear memories with time. Long-term retention of extinction memory was not due to more 

labile fear memory acquisition in conditional knockout mice, since pharmacological 

inhibition of Hdac2 after fear memory training in wild-type mice also led to significantly 

increased retention of fear memory extinction.  We further found that Hdac2 levels 

controlled the expression of the lectican Aggrecan, which is a critical regulator of PNN 

condensation, by regulating its transcription specifically in PFC PV+ cells.  

Numerous studies have addressed the role of epigenetic modifiers, either by 

pharmacological inhibition or genetic deletion of different HDACs, on fear memories 

formation and extinction (34).  In particular, an elegant study demonstrated that 

pharmacological inhibition of Hdac2 during contextual fear extinction prevents the 

spontaneous recovery of freezing behaviour during the recall of even remote fear 

memories by upregulating neuroplasticity-relate gene expression (16). On the other 
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hand, whether Hdac2 plays different role in different neuron types thus leading to distinct 

behavioural outputs, was not clear. A previous study showed that Hdac2 deletion in 

postmitotic forebrain glutamatergic neurons (using CaMKIICre mice) led to a robust 

acceleration of extinction learning, which was however followed by a normal 

spontaneous recovery of fear memories 5 days after the end of the extinction (35). 

Conversely, our data showed that Hdac2 deletion specifically in postnatal PV+ cells did 

not affect the rate of extinction learning but led to decreased spontaneous recovery of 

fear memories with time. The specific role of Hdac2 expressed by PV+ cells in limiting 

the extinction of fear memories was further supported by the fact that the beneficial 

effect of Hdac2 inhibitor and PV+ cell-specific deletion of Hdac2 on preventing the 

recovery of fear memory were not additive. The effects of Hdac2 deletion on specific 

components of fear memory extinction (e.g., extinction learning vs extinction retention), 

may partly reflect the differential gene-regulation by Hdac2 in distinct neural circuits that 

mediate specific forms of learning and/or different stages of memory formation and 

stability.  

The main problem with fear extinction is the reappearance, or spontaneous recovery, of 

the original fear after extinction training.  To explain this phenomena, two opposite 

models of extinction have been proposed and strongly debated: one posits that the 

extinction training leads to the erasure of the fear memory itself (10,14), while the 

second proposes that extinction creates new inhibitory learning, which controls the fear 

memory (36,37). It has been suggested that extinction learning could be seen as an 

equilibrium between erasure and inhibition, where any behavioural manipulation which 

influences fear expression would either promote a functional erasure of the original fear 
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trace or have permissive effects on the new inhibitory memory (38). In the field of 

cognitive neuroepigenetics, it has been proposed that “there exists an equilibrium in 

epigenetic states that can be pushed in one direction or another” (38).  The data 

presented in this work support the hypothesis that increasing chromatin acetylation 

level, likely at specific genes, enhances fear extinction memory and its retention over 

time. In particular, we identified PV+ cell-epigenetic state as a major determinant in the 

long-term retention of extinction memories. Whether Hdac2 inhibition in PV+ cells leads 

to a stronger inhibitory memory controlling the fear memory, or to erasure of the original 

fear memory is not clear. However, the lack of generalisation of fear extinction memory, 

as observed by similar freezing time at the renewal test in PV-Cre;Hdac2lox/lox versus 

PV-Cre;Hdac2+/+ mice (Suppl. Fig. 2) or following Hdac2 inhibition after fear memory 

acquisition (Fig. 6 b), argues against the erasure of the original fear memory, instead 

supporting the hypothesis that PV+ cell heightened plastic remodelling could contribute 

to forming stronger inhibitory memory. 

The development of cortical PV+ cells is a prolonged process that reaches plateaux only 

by the end of adolescence (24). During their postnatal maturation phase, cortical PV+ 

cells form exuberant innervation fields characterized by strings of perisomatic synapses. 

In addition, during their maturation phase, PV+ cell somata and dendrites are 

progressively enwrapped in PNNs, which are thought to stabilize their synaptic inputs 

(39,40) and protect them from oxidative stress (41). Our data suggest that PV+ cell-

epigenetic state likely regulates their maturation state, since PV-Cre;Hdac2lox/lox mice 

showed significantly reduced PNN condensation around PV+ cells and decreased 

density of PV+ cell perisomatic synapses in the PFC and BLA, two brain regions 
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implicated in fear behavior regulation.  This data is consistent with the observation that 

PV+ cell-restricted Hdac2 deletion reduces inhibitory input onto pyramidal cells in the 

visual cortex of adult mice, and coincides with enhanced long-term depression that is 

more typical of younger mice (42). Increased acetylation levels in PV+ cells likely 

modulate their plasticity potential as well, since we observed increased Acan expression 

and synaptic remodelling following extinction training. Such heightened synaptic 

remodelling and expression of PNN critical components might in turn contribute to long-

term retention of extinction memory. In accordance with this hypothesis, Trouche et al. 

(8) showed that extinction training induced a structural remodelling of perisomatic PV+ 

cell synapses specifically around excitatory neurons that had been previously 

activated during the encoding of the original fear memory (fear neurons) in the BLA. In 

addition, Bhagat et al. (10) reported that PV+ cell-specific deletion of Nogo Receptor 

1, a neuronal receptor for myelin-associated growth inhibitors, enhances both BLA 

PV+ cell synaptic structural remodelling and the retention of fear memory extinction. In 

PV-Cre;Hdac2lox/lox  mice, we observed increased remodelling of PV+ cell synapses in 

both BLA and PFC following extinction training. Elegant work demonstrated that PFC 

PV+ cell firing inversely correlates with freezing behaviour and that their optogenetic 

activation reduces freezing behaviour (43), thus, it is possible that reinforcing PFC 

PV+cell-mediated inhibitory drive at the end of extinction training could contribute to the 

maintenance of the extinction memory, thereby leading to reduced freezing at the 

retrieval test.  

How and to what extent PV+ cells control the development, integrity and dynamic of the 

PNNs surrounding their somata and dendrites, in a cell-autonomous fashion, is still an 
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open question. By using single-cell transcriptomic analysis, we found that PFC PV+ cells 

express a variety of PNN's molecular components and metalloproteases. While most of 

these factors were expressed by other cell types as well, Acan transcription appeared to 

be mostly restricted to PV+ cells, consistent with previous reports (44,45).  In vitro 

(46,47) and in vivo (13) experiments revealed that Aggrecan, coded by Acan, plays a 

critical role in PNN formation. For instance, brain-wide targeting of Acan (Nes_Cre; 

Acanlox/lox mice) or viral-mediated local Acan deletion in adult visual cortex led to 

complete loss of WFA-stained PNN, while conditional deletion of one Acan allele was 

sufficient to reduce WFA staining intensity (13). Therefore, the reduced aggrecan levels 

we observed in PV_Cre;Hdac2lox/lox or BRD6688-injected mice likely contribute to 

impaired aggregation of other extracellular matrix molecules into PNNs. Our data 

showed that PV+ cell-specific Hdac2 deletion reduced Acan/Aggrecan expression levels 

in PV+ cells, while re-introduction of Hdac2 in Hdac2-/- mutants rescued Acan/Aggrecan 

expression levels, thus suggesting that Hdac2 controls Acan levels in PV+ cells. By 

determining Aggrecan expression levels, PV+ cells cell-autonomously modulate PNN 

dynamics and integrity, thereby regulating the stability of their synaptic inputs (39,40,48). 

Further, a recent study showed that four days of monocular deprivation were sufficient to 

produce a strong shift in ocular dominance in adult Acanlox/lox mice injected with AAV-

Cre, suggesting that Acan expression in the adult brain acts as a brake on 

neuroplasticity (13). Consistently, decreased Aggrecan levels in PV-Cre;Hdac2lox/lox or 

BRD6688- injected mice may contribute to increase neuroplasticity leading to higher 

retention of extinction memory. Furthermore, we showed that PV+ cell-specific Hdac2 

deletion reduced Acan transcription selectively in PFC, but not in somatosensory cortex, 

PV+ cells. This surprising regional specificity suggests that PV+ cell circuits in different 
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adult cortical areas might differ more, at least in term of epigenetic regulation, than what 

was previously assumed. In particular, region-specific dynamic epigenetic regulation of 

PV+ cells may contribute to increased plasticity of PFC networks compared to primary 

sensory areas in the adult brain. 

In contrast to what we observed in the PFC, the reduced numbers of PV+ cells 

enwrapped by PNN in the BLA of PV-Cre;Hdac2lox/lox mice was not accompanied by 

reduced Acan/Aggrecan expression, indicating that different molecular organizers might 

be at play in the two regions. In BLA, PNN enwrap not only PV+ cells, but also a 

population of excitatory neurons (49), therefore PNNs components produced by 

excitatory neurons may contribute to PNN aggregation around PV+ cells. Finally, 

consistent with previous findings (26), we observed that the expression of the 

metalloproteases Adamts8, Adamts15 and Mme was highly enriched in, but not 

restricted to, PV+ cells. Increased metalloproteases expression might lead to Aggrecan 

cleavage and PNN disassembly. Whether their expression levels are regulated, directly 

or indirectly, by Hdac2 remains to be explored. 

Finally, we observed that Acan gene expression in PFC PV+ cells was upregulated by 

extinction training both in PV_Cre;Hdac2lox/lox and in BRD6688-injected wild-type mice. 

Increased Acan expression likely leads to increased PNN aggregation and stabilisation 

surrounding PV+ cells (23,45,46). It has been suggested that new PNN formation plays a 

critical role in memory consolidation, by modulating PV+ cell activity (50); therefore it is 

possible that the ability to dynamically regulate Acan, and thus PNN formation/stability, 

and not absolute levels of Acan, determines the long-term retention of fear extinction 

memory. A recent study showed that Hdac2 S-nitrosylation was upregulated in the 
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hippocampus during the extinction of contextual fear memories. Hdac2 S-nitrosylation in 

turn led to Hdac2 dislocation from the chromatin and increased chromatin acetylation, 

thereby priming the expression of neuroplasticity-regulated genes ("transcriptionally 

permissive state") (16). Whether the same epigenetic mechanism is at play in PFC PV+ 

cells during cued-fear extinction learning and whether Aggrecan expression is 

downstream of such regulation, remains to be investigated.  

Taken together, our data support a model in which acetylation level of PV+ cell 

chromatin primes Acan gene in PFC, and possibly different genes coding for PNN 

components in BLA, to be dynamically expressed during learning of extinction memory. 

Increased Aggrecan expression would then promote PNN condensation (23,45,46), and 

modulate PV+ cell-mediated inhibition. Increased PFC inhibition would in turn contribute 

to reducing fear expression. In addition, acetylation level of PV+ cell chromatin regulates 

the ability of PV+ cell synapses to remodel their output induced by extinction training, 

which could promote the selective inhibition of fear memory traces. Since spontaneous 

recovery of fear memories following extinction training remains an important challenge in 

exposure therapy, any manipulation that potentiate the plasticity of PV+ cell connectivity, 

whether it is through modulating chromatin accessibility or the expression of PNN 

components, could in turn foster adult brain plasticity and be of future therapeutic 

interest.  
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3.9 Figures 

 

 

Figure 1. –  Postnatal Hdac2 deletion restricted to PV+ cells decreases the 

spontaneous recovery of fear memory after extinction in adult mice. 

(a) Schematic representation of the experimental protocol. Ext.: extinction. (b) Wild-type, 

but not PV-Cre;Hdac2lox/lox littermates, show spontaneous recovery and context-

dependent renewal of fear memory. Unpaired two-tailed t-tests, P=0.0205 for fear 

retrieval; P=0.0008 for fear renewal. Number of mice: Hdac2lox/+ or Hdac2lox/lox n=14; PV-

Cre;Hdac2lox/lox n=10. (c) In the absence of extinction training, PV-Cre;Hdac2lox/lox mice 

show stable fear memory 10 days after conditioning, as control littermates (Mann-

Whitney test, P=0.2509). Number of mice: Hdac2lox/+ or Hdac2lox/lox n=9; PV-
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Cre;Hdac2lox/lox n=7. (d) In the open field test, there is no significant difference in time 

spent in the center of the open field (unpaired two-tailed t-test, P=0.4635) nor the total 

distance travelled (unpaired two-tailed t-test, P=0.6083) between the two genotypes. 

Number of mice: Hdac2lox/+ or Hdac2lox/lox n=12; PV-Cre;Hdac2lox/lox n=10. (e) In the 

elevated plus maze test, there is no genotype-dependent difference in time spent 

(unpaired two-tailed t-test, P=0.3279) nor the number of entries in the open arms 

(unpaired two-tailed t-test, P=0.1449). Number of mice: Hdac2lox/+ or Hdac2lox/lox n=14; 

PV-Cre;Hdac2lox/lox n=12. Graph bars represent mean ± s.e.m. Circles represent 

individual mouse values.  * P < 0.05, *** P < 0.001. 
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Figure 2. –  PV_Cre;Hdac2lox/lox  mice show reduced PNN agglomeration around 

cortical PV+ cell bodies and decreased PV+ cell efferent synaptic connectivity.  

(a) Coronal sections of PFC of PV_Cre;Hdac2lox/lox and control littermates labelled with 

WFA (PNN, cyan) and PV (magenta). White arrows indicate PV+PNN+ cell bodies while 

yellow arrows point to PV+PNN- cell bodies. Scale bar, 40 µm. (b) The percentage of 

PV+ cell bodies surrounded by WFA-stained PNN is significantly reduced in the PFC and 

BLA, but not in the SSCX, of conditional KO mice compared to their littermates. PFC: 

Mann-Whitney test, P=0.0173, Hdac2lox/lox, n=6; PV_Cre;Hdac2lox/lox, n=5. BLA: Mann-

Whitney test, P=0.0087, Hdac2lox/lox, n=6; PV_Cre;Hdac2lox/lox, n=6. SSCX: Mann-

Whitney test, P=0.6753, Hdac2lox/lox, n=6; PV_Cre;Hdac2lox/lox n=6. (c) Coronal sections 

of prefrontal cortex of PV_Cre;Hdac2lox/lox and control littermates immunolabeled for PV 
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(cyan) and gephyrin (magenta). White arrows indicate perisomatic PV+Gephyrin+ 

boutons, yellow arrows indicate PV+Gephyrin- boutons. Scale bar, 5 µm. (d) The density 

of perisomatic PV+ boutons is not significantly different neither in PFC nor in BLA 

between the two genotypes. PFC: Mann-Whitney test, P=0.6825, Hdac2lox/lox n=4; 

PV_Cre;Hdac2lox/lox n=5;. BLA: Mann-Whitney test, P=0.1014, Hdac2lox/lox n=7; 

PV_Cre;Hdac2lox/lox n=6. (e) The density of perisomatic PV+ boutons co-localizing with 

gephyrin puncta is significantly reduced in both PFC and BLA of conditional KO mice 

compared to their littermates. PFC: Mann-Whitney test, P=0.0159, Hdac2lox/lox n=4; 

PV_Cre;Hdac2lox/lox n=5. BLA: Mann-Whitney test, P=0.0140, Hdac2lox/lox n=7; 

PV_Cre;Hdac2lox/lox  n= 6). Data represent mean ± s.e.m. Black circle represent 

individual data points. * P < 0.05, ** P < 0.01. 
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Figure 3. –  PNN components and metalloproteases are expressed by different cell 

types in mouse PFC.  

(a) Single cell RNA-sequencing (DropSeq) from PFC cells of P40-43 wild-type mice (n=8 

mice). t-SNE visualization of identified cell types; cluster 9 refers to PV+ cells. (b-d) 

Expression localisation of critical components of PNN structure and remodeling, 

including lecticans (b, Acan, Bcan, Ncan, and Vcan), metalloproteases known to be 
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expressed by PV+ cells (c, Adamts8, Adamts15, and Mme) and other critical PNN 

components (d, Halpn1, Halpn4, and Tnr). 
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Figure 4. –  PV+ cell-specific Hdac2 deletion leads to reduced Acan mRNA 

expression and Aggrecan condensation around PV+ cell bodies in adult mouse 

PFC.  

(a) Representative images of fluorescent RNAscope in situ hybridization against Acan 

(Aggrecan, magenta) and Pvalb (PV, cyan) in prefrontal cortex of PV_Cre;Hdac2lox/lox 

and control littermates (DAPI labeling is in grey). Scale bar, 5 µm. (b) The mean number 

of Acan dots detected in Pvalb+ cells is significantly lower in PFC, but not BLA or SSCX, 

of conditional knockout mice compared to their control littermates. PFC: Mann-Whitney 

test, P=0.0173, PV_Cre;Hdac2+/+n=5, PV_Cre;Hdac2lox/lox n=6. BLA: Mann-Whitney test, 

P=0.3974, PV_Cre;Hdac2+/+ n=6, PV_Cre;Hdac2lox/lox n=6. SSCX: Mann-Whitney test, 

P=0.1797, PV_Cre;Hdac2+/+ n=6, PV_Cre;Hdac2lox/lox n=6. (c) Prefrontal cortex coronal 
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sections labelled for Aggrecan (cyan) and PV (magenta) in PV_Cre;Hdac2lox/lox and 

control littermates. White arrows indicate PV+Aggrecan+ cell bodies, while yellow arrows 

point to PV+Aggrecan- cell bodies. Scale bar, 10 µm. (d) The percentage of PV+ cell 

bodies surrounded by aggrecan is significantly reduced in PFC, but not BLA or SSCX, of 

conditional knockout mice compared to their control littermates. PFC: Mann Whitney 

test, P=0.0012, BLA: Mann Whitney test P=0.0513, SSCX: Mann Whitney test 

P=0.6037. For all three brain regions, Hdac2lox/lox or PV_Cre;Hdac2+/+n=7; 

PV_Cre;Hdac2lox/lox n= 6. Data represent mean ± s.e.m. Black circle represent individual 

data points. * P < 0.05, ** P < 0.01. 
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Figure 5. –  PV+ cell-specific Hdac2 re-expression in PV_Cre;Hdac2lox/lox mice 

rescues Aggrecan condensation around PV+ cell bodies in PFC. 

(a) Schematic representation of Cre-dependent viral vectors and experimental 

approach. (b) Immunolabelling of Aggrecan (magenta), GFP (grey) and PV (cyan) in 

PFC coronal sections from PV_Cre;Hdac2+/+ and PV_Cre;Hdac2lox/lox mice injected with 
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the control AAV (AAV_DIO_EGFP) and from PV_Cre;Hdac2lox/lox mice injected with the 

Cre-dependent Hdac2 expressing virus (AAV_DIO_Hdac2_T2A_EGFP). White arrows 

point to PV+GFP+Aggrecan+ cell bodies, while yellow arrows indicate 

PV+GFP+Aggrecan- cell bodies. Scale bar, 10 µm. (c) Percentage of PV+GFP+ cell 

bodies surrounded by Aggrecan. Kruskall-Wallis with Dunn’s posthoc test, P=0.0008. (d) 

Labelling for WFA (PNN, magenta), GFP (grey) and PV (cyan) in the three experimental 

groups. White arrows indicate PV+GFP+PNN+ cell bodies, while yellow arrows indicate 

PV+GFP+PNN- cell bodies.  Scale bar, 10 µm. (e) Percentage of PV+GFP+ cell bodies 

surrounded by WFA-stained PNN in the prefrontal cortex. Kruskall-Wallis with Dunn’s 

posthoc test,  P=0.2603. Number of mice: PV_Cre;Hdac2+/+ + AAV_DIO_EGFP, n=4, 

PV_Cre;Hdac2lox/lox + AAV_DIO_EGFP, n=6, PV_Cre;Hdac2lox/lox + 

AAV_DIO_Hdac2_T2A_EGFP, n= 5. Data represent mean ± s.e.m. Black circle 

represent individual data points. * P < 0.05. 
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Figure 6. –  Hdac2 inhibition before extinction training decreases the spontaneous 

recovery of fear memory, while decreasing Acan mRNA expression and Aggrecan 

agglomeration around PFC PV+ cell somata in wild-type but not in PV-

Cre;Hdac2lox/lox mice. 



229 

(a) Schematic representation of the experimental protocol. Hdac2 inhibitor BRD6688 or 

the vehicle are injected intraperitoneally (i.p.) 6 hours before the early extinction 

procedure. (b) One week after extinction training, freezing levels are significantly 

different in the spontaneous recovery test between vehicle- and BRD6688-injected 

Hdac2lox/lox (c) but not between vehicle- and BRD6688-injected PV_Cre;Hdac2lox/lox mice. 

(b) Extinction retrieval unpaired two-tailed t-test, P=0.0030; fear renewal, unpaired two-

tailed t-test, P=0.1246. Number of Hdac2lox/lox mice injected with vehicle, n=10 or 

BRD6688, n=9. (c) Extinction retrieval unpaired two-tailed t-test P=0.0850, fear renewal 

unpaired two-tailed t-test P=0.6733. Number of PV_Cre;Hdac2lox/lox mice injected with 

vehicle, n=10 or BRD6688, n=8. (d) Representative images of fluorescent RNAscope in 

situ against Acan (Aggrecan, magenta) and Pvalb (PV, cyan) around a DAPI (grey) 

nucleus in PFC of Hdac2lox/lox mice 17 hours after i.p. injection of either the Hdac2 

inhibitor BRD6688 or the vehicle. Scale bar, 5 µm. (e) The mean number of Acan dots 

present around in Pvalb+ cell is reduced in BRD6688-treated wild-type (Mann-Whitney 

test, P=0.0303) but not conditional knockout mice (Mann-Whitney test, P=0.6786). 

Number of Hdac2lox/lox injected with vehicle, n=5 or BRD6688, n=6. Number of 

PV_Cre;Hdac2lox/lox mice injected with vehicle n=3 or BRD6688, n=5. (e) PFC coronal 

sections immunolabeled for Aggrecan (cyan) and PV (magenta) in Hdac2lox/lox mice 17 

hours after i.p. injection of either the Hdac2 inhibitor BRD6688 or the vehicle.  Scale bar, 

10 µm. (f) The percentage of PV+ cell bodies surrounded by Aggrecan is reduced by 

BDR6688 injection in control (Mann-Whitney test, P=0.0317) but not conditional 

knockout mice (Mann-Whitney test, P=0.8286). Number of Hdac2lox/lox injected with 

vehicle, n=5 or BRD6688, n=4. Number of PV_Cre;Hdac2lox/lox mice injected with 
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vehicle, n=4 or BRD6688, n=4. Graph bars represent mean ± s.e.m. Circles represent 

individual mouse values.  * P < 0.05. 
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Figure 7. –  Hdac2 deletion or pharmacological inhibition promotes Acan dynamic 

expression in PFC PV+ cells following fear extinction training. 

(a) Schematic representation of the experimental protocol.  Brains of PV-Cre;Hdac2lox/lox 

mice and their control littermates have been collected 3 hours after late extinction 

training for in situ hybridization. (b) Both PV-Cre;Hdac2lox/lox mice and controls show 

efficient fear extinction. Repeated two-way ANOVA; Fgenotype (1,12)=7.554, P=0.0177, 

Fextinction(11,132)=9.148, P<0.0001, Fgenotype*extinction(11,132)=1.107, P=0.3605. (c) 
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Representative images of fluorescent RNAscope in situ against Acan (Aggrecan, 

magenta) and Pvalb (PV, cyan) around a DAPI (grey) nucleus in PFC of PV-

Cre;Hdac2+/+ and PV-Cre;Hdac2lox/lox mice 3 hours after late extinction training. Scale 

bar, 5 µm. (d) The mean number of Acan dots present around a prefrontal Pvalb+ cell 3 

hours after late extinction training is comparable between PV-Cre;Hdac2+/+ and PV-

Cre;Hdac2lox/lox mice (Mann-Whitney test, P=0.8112). Number of mice: PV-Cre;Hdac2+/+ 

n=6; PV-Cre;Hdac2lox/lox n=8. (e) Schematic representation of the experimental protocol.  

Brains of BRD6688-injected or vehicle-injected mice 6 hours before extinction training 

have been collected 3 hours after late extinction training for in situ hybridization. (b) Both 

BRD6688-injected and vehicle-injected controls show efficient fear extinction. Repeated 

two-way ANOVA; Ftreatment (1,6)=1.093, P=0.3362, Fextinction(11,66)=3.902, P=0.0002, 

Fgenotype*extinction (11,66)=0.7446, P=0.6922. (c) Representative images of fluorescent 

RNAscope in situ against Acan (Aggrecan, magenta) and Pvalb (PV, cyan) around a 

DAPI (grey) nucleus in PFC of BRD6688-injected and vehicle-injected mice 3 hours 

after late extinction training. Scale bar, 5 µm. (d) The mean number of Acan dots 

present around a prefrontal Pvalb+ cell 3 hours after late extinction training is 

comparable between BRD6688-injected and vehicle-injected mice (Mann-Whitney test, 

P=0.2). Number of mice: vehicle-injected n=4; BRD6688-injected n=4. 
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Figure 8. –  PV+ cell perisomatic connectivity show increased remodeling following 

extinction training in PFC and BLA of PV-Cre;Hdac2lox/lox mice. 

(a-d) Coronal brain sections of PFC (a, c) and BLA (b, d) immunolabeled for PV (cyan) 

and gephyrin (magenta) (a, b) Naive PV-Cre;Hdac2lox/lox and control littermates. (c, d) 

PV-Cre;Hdac2lox/lox and control littermates 24h after late extinction training. Scale bar, 10 

µm. (e) The percentage of perisomatic PV+ boutons co-localising with gephyrin is 

significantly different between the two genotypes in naïve conditions but not 24 hrs after 
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extinction training. PFC: two-way ANOVA; Fgenotype (1,15)=6.564, P=0.0217, 

Fextinction(1,15)=5.861, P=0.0286, Fgenotype*extinction(1,15)=2.523, P=0.1331. BLA: two-way 

ANOVA; Fgenotype (1,21)=14.56, P=0.0010, Fextinction(1,21)=2.478, P=0.1304, 

Fgenotype*extinction(1,21)=2.018, P=0.1701.  Sidak’s posthoc test show statistical 

significance in PFC and BLA between PV-Cre;Hdac2lox/lox and control littermates only in 

naive condition (PFC: naives: P=0.0241, extinction: P=0.7386; BLA: naives: P=0.0021, 

extinction: P=0.2140). Mice numbers: PFC: Naives control n=4, PV-Cre;Hdac2lox/lox n=5; 

Extinction control n=5, PV-Cre;Hdac2lox/lox n=5.  BLA: Naives control n=7, PV-

Cre;Hdac2lox/lox n=6; Extinction control n=7, PV-Cre;Hdac2lox/lox n=5. 
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3.10 Supplementary Figures 

 

 

 

Figure 1. –  Supplementary. Hdac2 expression is decreased in PV+ cells of 

PV_Cre;Hdac2lox/lox mice. 

(a) PFC coronal sections from P60 PV_Cre;Hdac2lox/lox and control littermates 

immunolabeled for Hdac2 (magenta) and PV (cyan). Scale bar, 5 µm. (b) Mean 

normalized fluorescent intensity of Hdac2 signal in PV+ cell nuclei is reduced in 

conditional knockout mice compared to control littermates in somatosensory cortex 

(SSCX, Mann-Whitney test, P=0.0087), basolateral amygdala (BLA, Mann-Whitney test, 

P=0.0087) and prefrontal cortex (PFC, Mann-Whitney test, P=0.0022). Number of mice: 

PFC: Hdac2lox/lox n=6; PV_Cre;Hdac2lox/lox n= 6, BLA and SSCX: Hdac2lox/lox n=6; 

PV_Cre;Hdac2lox/lox n= 5. MGV = mean grey value. Graph bars represent mean ± s.e.m. 

Circles represent individual mouse values.  ** P < 0.01. 
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Figure 2. –  Supplementary. Adult PV_Cre;Hdac2lox/lox  mice show increased fear 

extinction retention compared to their control PV_Cre;Hdac2+/+ littermates. 

(a) One week after extinction training, PV_Cre;Hdac2lox/lox  mice show significantly 

reduced freezing time than PV_Cre;Hdac2+/+ mice in the fear retrieval test (unpaired 

two-tailed t-test, P=0.0380), but not in the fear renewal test (unpaired two-tailed t-test, P 

= 0.1871). Number of mice: PV_Cre;Hdac2+/+ n=9, PV_Cre;Hdac2lox/lox n=13. (b) In the 

absence of extinction training, PV_Cre;Hdac2lox/lox male mice show similar freezing time 

as their control littermates 10 days after fear training (Mann-Whitney test, P=0.7143). 

Number of mice: PV_Cre;Hdac2+/+ n=4, PV_Cre;Hdac2lox/lox n=5. Graph bars represent 

mean ± s.e.m. Circles represent individual mouse values. * P < 0.05. 
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Figure 3. –  Supplementary. Expression levels of VGLUT1 (Slc17a7), GAD1 (Gad1) 

and GAD2 (Gad2) in clusters 1-18.  

Related to Figure 3.  

Expression levels are shown as normalized gene expression for each cluster. Cells 

containing VGLUT1 are considered as glutamatergic neurons, cells containing GAD1 

and GAD2 are described as GABAergic neurons. Cells without these markers were 

labeled as non-neuronal. 
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Figure 4. –  Supplementary. mRNA expression of different PNN components and 

metalloproteases in distinct cell types in prefrontal cortex of P40 mice identified by 

single cell RNAseq (DropSeq). 

Related to Figure 3.  

Data is shown as violin plots, where clusters are graphed against normalized expression 

levels for each gene. Acan expression is mostly restricted to PV+ cells and, to a lesser 

extent, polydendrocytes. 



 

Chapitre 4 – Discussion et perspectives 

Cette thèse avait pour but d’identifier des moyens moléculaires de favoriser, lors d’une 

stimulation comportementale, la plasticité cérébrale.  Dans un premier temps, nous nous 

sommes intéressés à une signalisation capable de restreindre la formation des 

synapses durant la longue phase de maturation des circuits PV+, qui peut s’étendre 

jusqu’à la fin de l’adolescence : la signalisation proBDNF/p75NRT.  Dans un deuxième 

temps, nous avons voulu comprendre les mécanismes épigénétiques favorisant la 

connectivité efférente des circuits PV+ ainsi que l’agglomération des filets périneuronaux 

autour de leur corps cellulaire.  Nous avons alors identifié Hdac2 comme régulateur de 

l’expression de Acan, une des composantes des PNNs. 

4.1 Résumé des résultats 

Ce travail nous informe que la stimulation de la signalisation via p75NTR par proBDNF 

sur les circuits PV+, ou l’inhibition de Hdac2 dans les interneurones PV+, sont deux 

moyens efficaces pour stimuler la plasticité cérébrale adulte [Figure 1, p. 240].  

Premièrement, l’infusion de proBDNF et la signalisation résultante via le récepteur 

p75NTR chez les interneurones PV+ vient stimuler la plasticité corticale lors de la privation 

monoculaire chez l’adulte ; deuxièmement, l’inhibition aiguë de la déacétylase Hdac2 

dans les circuits inhibiteurs PV+ permet d’augmenter la rétention des souvenirs 

d’extinction dans le temps chez l’adulte. 
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Figure 1. –  Modèle des rôles opposés de la signalisation proBDNF-p75NTR et de 

Hdac2 sur le phénotype cellulaire des interneurones PV+ et la plasticité du cerveau 

adulte.  

 

En premier lieu, le chapitre 2 détaille les effets de la signalisation via p75NTR sur la 

maturation de la connectivité des circuits PV+ au cours du développement.  Pour 

commencer, il aura fallu démontrer l’expression du récepteur par les interneurones PV+.  

Pour ce faire, deux technologies de pointe ont dû être utilisées : l’hybridation in situ de 

type RNAscope, permettant de visualiser les molécules d’ARN messager, et l’essai par 

ligation de proximité qui permet de détecter avec une sensibilité accrue les faibles 

présences de protéines.  Nous avons donc démontré la présence de l’ARNm et de la 

protéine p75NTR chez un sous-ensemble d’interneurones PV+, et la diminution de son 

expression au cours de l’adolescence.  Ce patron d’expression concorde avec 

l’hypothèse selon laquelle la signalisation via proBDNF/p75NTR restreint la formation des 

synapses inhibitrices des interneurones PV+ au cours de leur développement.  Cette 

hypothèse a d’abord été investiguée en manipulant l’expression du récepteur dans une 
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cellule PV+ unique en culture organotypique : soit par l’ablation génétique de p75NTR, 

soit par la surexpression d’un mutant manquant le domaine intracellulaire.  Puis cette 

hypothèse a été étudiée en manipulant la présence du ligand de p75NTR : l’inhibition de 

tPA diminue le clivage de proBDNF en mBDNF et augmente donc le ratio 

proBDNF/mBDNF, ce qui entraîne une diminution du nombre de boutons 

périsomatiques et d’embranchements formés par les interneurones PV+ en culture 

organotypique alors que l’ajout de tPA exogène résulte en une augmentation du clivage 

de proBDNF en mBDNF et favorise l’arborisation et la formation de boutons 

présynaptiques PV+.  Enfin, la signalisation proBDNF/p75NTR est capable de déstabiliser 

l’arborescence axonale mature des circuits PV+ : l’ajout de proBDNF exogène mutant, 

insensible au clivage, à des cultures organotypiques où les circuits PV+ ont atteint leur 

maturité, engendre une diminution drastique du nombre de boutons et 

d’embranchement des interneurones PV+.   

In vivo, dans le même sens, la souris conditionnelle mutante Nkx2.1_p75NTR lox/lox montre 

une augmentation des synapses périsomatiques marquées PV-Geph dans le cortex 

visuel à P14.  Et la signalisation proBDNF/p75NTR n’agit pas que sur la connectivité 

efférente des circuits PV+.  Elle réduit l’agglomération des PNNs autour des corps 

cellulaires PV+.  En effet, la souris conditionnelle mutante pour p75NTR montre une 

augmentation significative du nombre de cellules PV+ dont le corps cellulaire est entouré 

de PNN dans le cortex visuel à P18.  Tous ces résultats ont permis de conclure que la 

signalisation via proBDNF/p75NTR régule la temporalité de la maturation et de la 

connectivité des interneurones PV+ au cours du développement postnatal. 
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Restait à savoir si la signalisation via proBDNF/p75NTR peut être recrutée, in vivo, chez 

l’adulte, afin de favoriser la plasticité corticale lors d’une intervention comportementale.  

Pour tester cette hypothèse, proBDNF exogène mutant, insensible au clivage, a été 

infusé dans le cortex visuel de souris adulte (P100) durant 5 jours.  En comparaison au 

cortex contra-latéral, sans infusion, la signalisation proBDNF/p75NTR a entraîné une 

diminution du nombre de boutons périsomatiques PV+ de même qu’une diminution du 

nombre de corps cellulaire PV+ entourés de PNNs.  Enfin, au niveau fonctionnel, il a été 

démontré que l’infusion de proBDNF, accompagnée d’une privation monoculaire de 3 

jours chez l’adulte, mène à un tournant de la sensibilité des neurones du cortex 

binoculaire vers l’œil ouvert, alors que ce changement est inobservable chez les souris 

conditionnelles PV_Cre;p75NTR lox/lox.  Cette seconde partie de l’étude a permis de 

conclure que la signalisation via proBDNF/p75NTR est capable de déstabiliser la 

connectivité efférente des circuits PV+ du cortex visuel adulte et, de ce fait, favoriser la 

plasticité cérébrale chez l’adulte. 

 

En deuxième partie, au chapitre 3, nous avons investigué les mécanismes 

épigénétiques qui pourraient réguler la maturation des circuits PV+ au cours du 

développement postnatal.  Pour ce faire, nous avons inactivé Hdac2 spécifiquement au 

niveau des interneurones PV+ au moyen de la souris PV_Cre.  Les souris 

conditionnelles mutantes ont montré une augmentation de la maintenance de la 

mémoire d’extinction, témoignant d’une augmentation de la plasticité cérébrale adulte.  

En effet, nous avons pris la peine de valider ce phénotype avec les souris contrôles 

porteuses de l’allèle PV_Cre pour éviter des effets confondants possibles dû à l’insertion 
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de la séquence Cre dans le locus Pvalb.  De plus, les PV_Cre;Hdac2lox/lox n’oublient pas 

spontanément la mémoire de la peur puisque la diminution du comportement de peur 

est dépendante du protocole d’extinction.  Ensuite, nous avons observé une diminution 

de l’agglomération des PNNs ainsi que de la connectivité efférente des circuits PV+ 

dans les régions régulant la mémoire de peur, c’est-à-dire l’amygdale et le cortex 

préfrontal, chez les animaux naïfs.  Or, de façon intéressante, nous avons aussi montré 

que le protocole d’extinction entraîne une augmentation du remodelage des synapses 

périsomatiques PV+, et ce spécifiquement chez les souris conditionnelles mutantes, 

renforçant l’hypothèse selon laquelle la puissance d’inhibition par les circuits PV+ puisse 

être critique pour la rétention de la mémoire d’extinction (73, 75).  Quant à l’expression 

des PNNs, nous présentons ici, à notre connaissance pour la première fois, que la 

régulation de l’expression des composantes des PNNs peut être différentielle selon les 

régions corticales.  Afin d’identifier les composantes des PNNs synthétisées par les 

interneurones PV+ du cortex préfrontal, nous avons procédé à du séquençage d’ARNm 

de cellules uniques (Drop-seq) pour trouver qu’Acan, codant pour la lecticane 

aggrécane, est principalement exprimée par les cellules PV+ dans le cortex préfrontal 

adolescent, ce qui a été confirmé à l’aide d’hybridation in situ de type RNAscope.  La 

régulation de l’expression de Acan par Hdac2 a été investiguée chez le modèle cKO, de 

même que lors de la surpression virale de Hdac2 dans le cortex préfrontal des cKOs. 

Afin de réfuter l’hypothèse selon laquelle la formation de la mémoire de peur est 

différentiellement affectée chez les PV_Cre;Hdac2lox/lox, ce qui la rendrait plus labile, 

plus prompt à être modifiée lors du protocole d’extinction de la peur, nous avons testé 

les effets d’une seule injection systémique d’un nouvel inhibiteur spécifique pour Hdac2 
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(312), et ce seulement après la formation de la mémoire de peur, c’est-à-dire 6h avant 

le début de la procédure d’extinction.  Or, l’inhibition aiguë de Hdac2 durant l’extinction 

de la peur est suffisante pour augmenter la plasticité cérébrale et maintenir la mémoire 

d’extinction dans le temps, chez l’adulte.  Cette augmentation de la rétention de la 

mémoire d’extinction est accompagnée d’une diminution de l’expression de 

Acan/aggrécane au niveau du cortex préfrontal durant la phase d’extinction. Enfin, par 

souci de rigueur scientifique, nous avons voulu écarter la possibilité que l’inhibiteur 

agisse sur Hdac2 présent dans d’autres types cellulaires, ou sur son homologue Hdac1.  

Pour cela, nous avons testé la rétention de la mémoire d’extinction chez des cKOs 

injectées avec l’inhibiteur, pour ne trouver aucun effet additionnel.  Finalement, en 

utilisant à la fois le modèle de délétion conditionnelle de Hdac2 et celui de l’inhibition 

aiguë de Hdac2 juste avant le protocole d’extinction, nous avons trouvé que suite à la 

procédure d’extinction, le nombre d’ARNm codant pour Aggrécane étant maintenant 

semblable au souris sauvage dans les cellules PV+ du cortex préfrontal.  Ceci, en plus 

d’un nombre équivalent de boutons périsomatiques PV+ accompagnés d’une densité 

postsynaptique Gephyrin nous a amené à poser l’hypothèse selon laquelle l’absence ou 

l’inhibition de Hdac2 permet un remodelage des synapses périsomatiques PV+ en plus 

de favoriser l’agglomération de PNNs porteurs de la protéine Aggrécane, ce qui pourrait 

aider à maintenir la mémoire d’extinction dans le temps et diminuer la réponse de peur 

lors du test de récupération.   

En somme, ces deux études argumentent en faveur de la possibilité de manipuler les 

circuits PV+ corticaux pour favoriser la plasticité cérébrale.  Cette modulation, en 

harmonie avec un traitement comportemental adéquat (la privation monoculaire, la 
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thérapie d’exposition, la réhabilitation ou le traitement des dépendances en exemples), 

pourrait augmenter les capacités d’adaptation et d’apprentissage du système nerveux 

central adulte en augmentant ses capacités de plasticité structurale, typiques de la 

plasticité juvénile. 

 

4.2 Discussion et perspectives 

Les hypothèses et questionnements avancés dans cette étude permettent de concevoir 

des moyens de manipuler la plasticité du système nerveux central adulte afin d’en 

favoriser les capacités d’apprentissage et d’adaptation.  Toutefois, les conceptions et 

techniques expérimentales utilisées possèdent leurs limites, qui seront discutées ici de 

même que les perspectives envisagées. 

4.2.1 L’expression de p75NTR chez les interneurones PV+ 

Démontrer l’expression du récepteur p75NTR chez les interneurones a représenté un défi 

de taille, qui a été résolu par l’utilisation de deux technologies de pointe.  Toutefois, il 

demeure des questions en suspens.  On pourrait se demander ce qui différencie la 

privation monoculaire au cours de la période critique de plasticité versus chez l’adulte.  

Est-ce que la privation monoculaire au cours de la période critique entraîne une 

augmentation de l’expression de p75NTR chez les interneurones PV+, ce qui les rendrait 

plus sensibles à une signalisation par de faibles concentrations de proBDNF et pourrait 

alors faciliter le tournant vers la stimulation visuelle provenant de l’œil ipsilatéral ?  Ou 

sinon, est-ce que c’est la présence de proBDNF qui diffère ?  Peut-être que le taux 

d’expression de Bdnf est plus important au cours de la période critique de plasticité et 
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que la privation monoculaire entraîne une diminution du taux de clivage, augmentant 

ainsi le ratio proBDNF/mBDNF et de cette façon la signalisation proBDNF/p75NTR est 

plus efficace pendant la période critique de plasticité que chez l’adulte.  Investiguer les 

niveaux d’expression de p75NTR avant/pendant/après la privation monoculaire, qu’elle 

soit faite pendant la période critique de plasticité ou chez l’adulte permettrait d’avancer 

sur ces questions. 

 

4.2.2 Le polymorphisme Val66Met de BDNF 

Les personnes porteuses d’un polymorphisme d’un seul nucléotide (SNP) dans le gène 

codant pour BDNF (Val66Met; rs6265) démontre une altération de l’apprentissage de 

l’extinction de la peur (313), une diminution de réponse suite à la thérapie d’exposition 

ainsi qu’un risque rehaussé de développer un désordre relié à la mémoire de la peur, tel 

qu’un trouble d’anxiété ou un syndrome de stress post-traumatique (314, 315).  Ce 

polymorphisme se trouve dans la région codante pour la section du prodomaine, 

réduisant alors l’interaction avec sortiline, ce qui diminue la circulation intracellulaire 

ainsi que la sécrétion activité-dépendante de mBDNF (316-318).  Les défauts au niveau 

de l’extinction de la peur ont donc d’abord été attribués à une diminution de la 

signalisation via mBDNF/TrkB.  Toutefois, des travaux récents ont montré que le 

prodomaine clivé de BDNF peut lui aussi être sécrété d’une façon dépendante de 

l’activité et agir en tant que ligand par lui-même (319).  De plus, le polymorphisme Met 

entraîne un changement conformationnel du prodomaine, augmentant son affinité pour 

SorCS2 et entraînant la rétraction du cône de croissance en présence de p75NTR (319).  

Enfin, l’infusion du prodomaine contenant le polymorphisme Met induit une réduction 
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des épines dendritiques des neurones hippocampiques par son action sur les 

régulateurs de l’actine (320).  Or, étant donné l’importance de la signalisation via p75NTR 

sur le développement postnatal des interneurones PV+, comme décrit au chapitre 2, il 

serait important d’investiguer les propriétés fonctionnelles du prodomaine en lui-même, 

de même que l’effet du polymorphisme sur les interneurones PV+.  D’abord, il faudrait 

vérifier l’expression de SorCS2 par les interneurones PV+ au cours de leur 

développement, et chez l’adulte, puisqu’il semble que le prodomaine ne peut 

directement lier p75NTR (319).  Ensuite, on pourrait vérifier l’effet de l’infusion de 

proBDNF, ou du prodomaine seul, muté sur le développement et la maturation de 

l’arborescence axonale et des synapses périsomatiques des interneurones PV+ en 

culture organotypique, puis in vivo, tel que montré au chapitre 2.  Enfin, il serait possible 

d’investiguer la part du phénotype de réduction de l’extinction de la peur engendrée par 

le polymorphisme qui est causée par une altération des circuits PV+ soit en infusant in 

vivo le proBDNF et/ou le prodomaine mutés au niveau du cortex préfrontal ou de 

l’amygdale chez les souris conditionnelles mutantes pour p75NTR chez les interneurones 

PV+, ou encore en croisant les souris knock-in BDNFMet avec les PV_Cre;p75NTR lox/lox.  

Nous nous attendrions à ce que la perte d’expression de p75NTR chez les interneurones 

PV+ atténue les défauts d’apprentissage de l’extinction de la peur chez les souris 

porteuses du polymorphisme. 
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4.2.3 La signalisation intracellulaire en aval de p75NTR dans les 

interneurones PV+ 

Que ce soit in vitro, en culture organotypique, ou in vivo, au niveau du cortex visuel, les 

travaux du chapitre 2 ont montré que la signalisation via proBDNF/p75NTR mène à 

l’élagage des boutons périsomatiques PV+ et au contrôle de l’innervation axonale et du 

territoire synaptique des cellules PV+ au cours du développement postnatal.  Or, la 

signalisation intracellulaire en aval de l’activation du récepteur dans les boutons 

présynaptiques PV+ demeure nébuleuse.  Étant données les voies signalétiques 

connues, nous pouvons envisager que la liaison de proBDNF sur p75NTR entraîne une 

activation de RhoA (321, 322) et/ou une inactivation de la signalisation de Rac (322, 

323).  Ces voies mènent à une déstabilisation des filaments d’actine de même qu’à 

l’effondrement de la croissance des neurites.  Ceci pourrait donc expliquer l’inhibition de 

la formation des territoires d’innervation des interneurones PV+ par l’effondrement des 

cônes de croissance au cours du développement. De plus, il a été suggéré que le 

récepteur p75NRT agisse conjointement pour amplifier la réponse de certains 

corécepteurs.  Il reste donc à investiguer quels sont ces acteurs inhibiteurs du cône de 

croissance.  Des candidats potentiels sont les récepteurs pour Nogo (257, 324), les 

éphrines et les sémaphorines (257, 321, 324, 325).  Il serait donc intéressant de 

poursuivre et de détailler les voies signalétiques moléculaires qui agissent localement 

sur la dynamique du cytosquelette et sur le raffinement de l’arborisation synaptique des 

interneurones PV+.  Il est donc concevable de poursuivre en investiguant les effets de 

ces voies signalétiques en imageant le réarrangement des filaments d’actine des 

axones de interneurones PV+ dans des cultures organotypiques vivantes afin de mieux 
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comprendre les mécanismes structuraux de croissance et de maturation des synapses 

PV+ au cours du développement.  Il faudrait aussi savoir si ce sont les mêmes voies 

signalétiques intracellulaires qui sont recrutées par la signalisation p75NTR en cours de 

développement des interneurones PV+ que chez l’adulte. 

 

4.2.4 La régulation de l’expression génique en aval de la signalisation 

via p75NTR 

Une autre hypothèse à envisager est que la signalisation via p75NTR mène à la 

régulation différentielle de certains gènes.  Il est possible qu’en aval de l’activation du 

récepteur se trouve une modulation d’expression des gènes importants pour 

l’établissement des structures postsynaptiques ou encore sur le profil d’excitabilité des 

interneurones PV+, ce qui en retour influence la croissance de l’arborescence axonale 

(163).  Les résultats obtenues quant à l’agglomération des PNNs abondent en ce sens : 

l’absence de p75NTR au cours du développement précoce des interneurones PV+ 

(Nkx_Cre) entraînent une augmentation de PNNs, tandis que la stimulation de la 

signalisation par l’infusion de proBDNF mutant, insensible au clivage, mène à une 

diminution des PNNs.  Ceci suggère un modèle où p75NTR aurait un impact sur 

l’expression de molécules importantes pour la formation des PNNs et exprimées de 

façon autonome à la cellule par les interneurones PV+.  Comme les données obtenues 

par séquençage d’ARNm ont montré que les interneurones PV+ du cortex préfrontal 

expriment certaines de ces molécules (Acan, Brevican, Neurocan, Versican), il serait 

important de s’intéresser au patron d’expression moléculaire, par hybridation in situ 

évidemment, des différentes composantes des PNNs chez les animaux mutants pour 
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p75NTR.  Peut-être qu’au niveau basal, les différences seront insignifiantes, mais il 

faudrait penser à stimuler le système pour en observer les effets : lors d’une privation 

monoculaire (en période critique versus chez l’adulte) ou lors d’une stimulation visuelle 

suite à l’élevage dans le noir.  Est-ce que les animaux déficients en p75NTR expriment de 

façon différente les composantes des PNNs ? Ou encore, peut-être n’est-il aucune 

différence d’expression des gènes des composantes des PNNs, mais seulement une 

agglomération différentielle en raison de la perte de p75NTR ?  Pour répondre à cette 

question, il vaudrait mieux alors procéder au moyen d’immunofluorescences pour 

caractériser la présence de ces différentes composantes dans les PNNs qui entourent 

les interneurones PV+.  Comme les PNNs ont un rôle de stabilisation envers les 

connections afférentes vers les neurones qu’ils entourent (223, 326), ceci serait par 

conséquent un moyen efficace d’expliquer en quoi une variation d’expression ou de 

stimulation de p75NTR pourraient mener à un changement d’excitabilité des 

interneurones PV+ et ainsi varier la complexité axonale et l’efficacité de leurs 

connections efférentes. 

 

4.2.5 Les synapses périsomatiques PV+ 

Autant au chapitre 2 qu’au chapitre 3, nous avons investigué le nombre de synapses 

putatives périsomatiques in vivo au moyen de marquage en immunofluorescence contre 

la protéine PV ainsi que contre la protéine caractéristique des densités post-synaptique 

des synapses inhibitrices, géphyrine.  Il a clairement été démontré que les deux 

modèles expérimentaux présentés, l’infusion de proBDNF mutant insensible au clivage 

ou l’inactivation de Hdac2, entraînent une diminution du nombre de synapses 
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périsomatiques PV+.  Toutefois, ces conditions expérimentales ont des limites et ne 

questionnent pas les propriétés fonctionnelles de ces synapses PV+, ni les possibles 

conséquences et/ou effets compensatoires par les synapses formées par les autres 

types cellulaires des circuits corticaux.  Des études en électrophysiologie patch-clamp 

devraient être envisagées pour évaluer les fréquences des décharges des 

interneurones PV+ sur les cellules excitatrices de même que leur amplitude en 

enregistrement spontanés et évoqués, autant chez les souris conditionnelles mutantes 

pour Hdac2 que pour p75NTR.  De même, il serait intéressant d’approfondir les propriétés 

des synapses afférentes aux interneurones PV+ dans nos deux modèles.  En effet, 

comme on observe des effets sur les PNNs, nous pensons qu’il est important 

d’investiguer les fréquences ainsi que l’amplitude des courants excitateurs sur les 

interneurones PV+, étant donné le rôle de la protéine brévicane, autre composante des 

PNNs, sur la stabilisation des afférences excitatrices sur les corps cellulaires des 

interneurones PV+ qui en sont porteurs (223). 

 

4.2.6 La S-nitrosylation de Hdac2 

L’étude du rôle de Hdac2 dans l’extinction des souvenirs de peur contextuelle a proposé 

un modèle où Hdac2 subit une S-nitrosylation suite au rappel des souvenirs de peur 

durant la procédure d’extinction dans les neurones excitateurs de l’hippocampe (327).  

La S-nitrosylation de Hdac2 mène alors à l’expression des gènes de neuroplasticité en 

raison d’une diminution de son affinité pour la chromatine et l’acétylation qui en résulte.  

Ainsi, l’utilisation d’une version mutante de Hdac2 incapable d’être S-nitrosylée (328), 

ou l’injection d’un inhibiteur de la NO synthase (L-NAME), avant une procédure 
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d’extinction massive n’empêche pas l’atténuation du comportement de peur durant 

l’extinction per se, mais aura un impact sur la rétention de celle-ci, puisqu’on observe la 

résurgence du comportement de peur lors des tests de récupération de la peur (327).  

Est-ce que les fonctions de Hdac2 dans les interneurones PV+ sont régulées par des 

modifications post-traductionnelles telle que la S-nitrosylation ?  Il serait informatif 

d’exprimer exclusivement dans les interneurones PV+ du cortex préfrontal et/ou de 

l’amygdale au moyen d’un virus Cre-dependant le Hdac2 mutant incapable d’être 

nitrosylé chez les souris PV_Cre;Hdac2lox/lox et d’évaluer alors le niveau d’expression de 

Acan et l’impact sur l’assemblage des PNNs et/ou sur les synapses périsomatiques 

PV+. Ce modèle moléculaire de régulation post-traductionnelle de Hdac2 est en 

concordance avec le modèle proposé au chapitre 3, où l’inhibition aiguë de Hdac2 avant 

la procédure d’extinction amorce l’état de la chromatine pour être dynamiquement 

exprimé lors d’une intervention comportementale, telle que l’extinction. 

 

4.2.7 p75NTR et Hdac2 : deux voies distinctes ou imbriquées ? 

La stimulation de la voie proBDNF/p75NTR et l’inhibition de Hdac2 entraînent le même 

phénotype cellulaire des interneurones PV+ (connectivité efférente, agglomération des 

PNNs) et comportemental (augmentation de la plasticité cérébrale adulte).  De ce fait, 

l’inactivation génétique de p75NTR et de Hdac2, indépendamment, entraînent des 

phénotypes opposés.  Alors que le mutant conditionnel pour Hdac2 montre une 

diminution du nombre de synapses PV+ périsomatiques et une diminution de 

l’agglomération des PNNs, le mutant conditionnel de p75NTR montre une augmentation 

des PNNs ainsi qu’une augmentation du nombre de synapses PV+ périsomatiques.  De 
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plus, certaines données générées au laboratoire et encore non-publiées ont montré une 

absence d’extinction du comportement de peur chez les souris mutantes pour p75NTR 

(PV_Cre;p75NTR lox/lox) qui conservent donc un haut niveau de comportement de peur 

lors du test de récupération de la peur.  Ainsi, on peut poser l’hypothèse selon laquelle 

ces deux voies moléculaires sont imbriquées l’une dans l’autre [Figure 2, p. 253].   

 

 

Figure 2. –  Relations entre le récepteur p75NTR et Hdac2. 

Nous posons l’hypothèse selon laquelle les deux voies, soit celle de la signalisation via 
p75NTR et celle de la régulation de l’expression génique par Hdac2 puisse être 
imbriquées. 

 

Il faudrait d’abord aborder ce problème en évaluant si la mutation de l’un entraîne un 

changement dans l’expression de l’autre (évaluer l’expression de p75NTR chez la souris 

PV_Cre;Hdac2lox/lox et vice versa).  Toutefois, même dans le cas où les patrons 

d’expression demeurent inchangés, il est possible que la mutation de l’un entraîne des 

changements au niveau fonctionnel dans la voie moléculaire de l’autre, par exemple en 

modifiant le patron d’expression de partenaires signalétiques requis.  Ces observations 

nous apportent donc à l’importance d’analyser les interactions génétiques entre ces 

mutations.  Pour ce faire, les animaux doubles conditionnels mutants devraient être 
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générés.  Nous privilégierions une hypothèse en particulier : celle de l’épistasie 

dominante de Hdac2, où Hdac2 réprimerait l’expression du récepteur p75NTR.  D’abord, 

il faut mentionner que comme autant les hétérozygotes pour Hdac2 que ceux pour 

p75NTR ne présentent aucun phénotype particulier en ce qui nous concerne, nous nous 

attendrions à ce que le double hétérozygote n’en présente pas non plus, surtout que les 

deux mutants montrent indépendamment des phénotypes opposés, nous ne nous 

attendons pas à une aggravation du phénotype.  Ce qui serait utile de comparer serait 

donc la gradation des phénotypes potentiels.   Que ce soit au niveau comportemental, 

en mesurant par exemple la rétention de l’extinction de la peur avec le test de 

récupération, ou au niveau moléculaire et cellulaire, en observant par exemple le niveau 

d’expression de Acan et la formation des PNNs autour des cellules PV+, il serait 

important de comparer les animaux contrôles, les mutants pour Hdac2 ainsi que les 

animaux sauveteurs PV_Cre;Hdac2lox/lox;p75lox/+ et PV_Cre;Hdac2lox/lox;p75lox/lox. Nous 

posons comme hypothèse que la perte allélique d’expression de p75NTR vienne 

compenser la perte d’expression de Hdac2 et que le phénotype comportemental, 

cellulaire et/ou moléculaire se rapproche de celui des animaux de type sauvage. 

 

4.2.8 L’extinction de la mémoire de peur versus la diminution de 

l’expression de la peur 

Au chapitre 3, nous avons montré que l’inhibition aiguë de Hdac2, avant la procédure 

d’extinction de la peur, engendre une diminution significative du comportement de peur 

lors du test de récupération de la peur, 7 jours plus tard.  Nous interprétons ce résultat 

comme une augmentation de la rétention de la mémoire d’extinction par un ré-encodage 
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efficace de la mémoire de peur au cours de la procédure d’extinction en raison d’une 

augmentation de la flexibilité cognitive chez nos sujets traités.   Il serait important de 

questionner, d’abord, la durée de cette rétention en évaluant le maintien à long terme de 

cette mémoire d’extinction au moyen d’un test de récupération de la peur 30 jours après 

la procédure d’extinction.  Également, comme le cortex prélimbique, structure dorsale 

du cortex préfrontal, est impliqué dans l’expression de la peur au moyen de connexions 

neuronales directes vers le centre de régulation du comportement de peur, l’amygdale 

(329), il serait important d’envisager l’hypothèse selon laquelle les souris traitées de 

témoignent pas d’une augmentation du maintien de la mémoire d’extinction, mais plutôt 

d’une diminution de l’expression de la peur.  En effet, il est possible qu’en augmentant la 

puissance inhibitrice des circuits PV+ du cortex préfrontal, on se trouve en fait à inhiber 

l’activité des neurones pyramidaux du cortex prélimbique et de ce fait, à réduire 

l’expression du comportement de peur.  Pour ce faire, le test de réacquisition de la peur, 

où 7 jours après l’extinction une série de SC-SI sont de nouveau présentés (76), devrait 

être utilisé.  En effet, des souris qui n’ont pas efficacement intégrée la mémoire 

d’extinction réacquièrent le comportement plus rapidement que des souris naïves.  

Ainsi, en comparant le taux de réacquisition du comportement de peur entre des souris 

sauvages naïves et des souris traitées avec l’inhibiteur BRD6688 avant l’extinction, 

nous pourrions clairement démontrer si les effets de BRD6688 sont bénéfiques pour la 

rétention de la mémoire d’extinction.  Toutefois, comme nous n’observons aucune 

différence quant au comportement de peur au cours de la procédure d’extinction suite à 

l’injection de l’inhibiteur, que ce soit au début de la procédure le jour de l’injection ou à la 

fin le jour suivant, il est peu plausible que BRD6688 est un effet direct sur l’expression 

de la peur en elle-même. 
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4.2.9 L’extinction de la mémoire de peur et le sexe 

Nous avons étudié la mémoire d’extinction de la peur seulement chez les animaux 

mâles.  En effet, il est décrit dans la littérature que les animaux femelles ne réagissent 

pas de la même façon aux divers stimuli employés durant le conditionnement de la peur.  

Les études préliminaires du projet présenté en chapitre 3 ont effectivement utilisé des 

animaux des deux sexes, se référant aux travaux sur les PNNs pour l’établissement du 

protocole expérimental de conditionnement et d’extinction de la peur (20).  Or, il s’est 

avéré que nous pouvions effectivement reproduire les données publiés avec nos 

animaux mâles mais les femelles ne montraient toutefois aucune extinction de la peur.  

Nous avons donc poursuivi nos travaux en excluant les femelles puisque le protocole ne 

leur était pas adapté.  Toutefois, les études montrent que la prévalence du syndrome de 

stress post-traumatique est deux fois plus élevée chez les femmes que les hommes 

(330, 331).  Il est donc primordial que les mécanismes biologiques qui supportent cette 

problématique soient approfondis chez les animaux femelles.  Des études importantes 

ont touché à la complexité du problème : certains ont montré que les femelles 

présentaient un déficit dans la rétention de la mémoire d’extinction en comparaison des 

mâles et ceci en utilisant seulement 2 associations SC-SI.  Ainsi, nous proposons de 

modifier le protocole de conditionnement et d’extinction de la peur utilisé dans cette 

thèse, que ce soit en diminuant la force du choc électrique, en diminuant le nombre 

d’association SC-SI ou en augmentant le nombre de présentations du SC lors d’une 

session d’extinction ou d’augmenter le nombre de session d’extinction, afin de pouvoir 

étudier la rétention de la mémoire d’extinction chez ce groupe.  Aussi, il ne faut pas 
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oublier qu’en étudiant les femelles, il faut tenir en compte du cycle menstruel, chose que 

nous n’avons pas fait lors des études préliminaires mentionnées ci-haut.  En effet, des 

études ont montré que la mémoire de peur, ainsi que le comportement suite à 

l’extinction de la peur, varient selon que les candidates soient en phase d’oestrus ou de 

diestrus, et varie chez les femelles vierges ou reproductrices (332, 333).  En somme, les 

principes régulateurs de la mémoire et du comportement de peur et d’extinction de la 

peur sont différents selon le sexe et on ne peut se permettre de poursuivre en ignorant 

les femelles des études.  Puisque les troubles d’anxiété et le syndrome de stress post-

traumatique sont plus prévalents chez les femmes, il est important d’approfondir nos 

connaissances sur les mécanismes moléculaires et cellulaires qui sous-tendent la 

mémoire de la peur chez ce groupe afin d’identifier des voies thérapeutiques qui leur 

sont propres. 

 

4.2.10 Les modèles du syndrome de stress post-traumatique 

Au chapitre 3, nous avons identifié l’usage d’un nouvel inhibiteur pour Hdac2, BRD6688, 

qui est capable de diminuer l’expression de Acan, l’agglomération de aggrécane autour 

du corps cellulaire des interneurones PV+ et d’augmenter la rétention de la mémoire 

d’extinction chez l’adulte, témoignant d’une augmentation de la plasticité cérébrale.  Afin 

d’aller plus loin, il serait intéressant de tester ce moyen de diminuer la réponse de peur 

suite à l’extinction chez des modèles établis de syndrome de stress post-traumatique 

(PTSD).  Un modèle génétique de PTSD est la lignée de souris 129S1/SvlmJ.  Cette 

lignée est caractérisée par une incapacité à éteindre les souvenirs de peur (334).  De 

façon intéressante, ce modèle permet d’étudier les mécanismes moléculaires et les 
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prédispositions génétiques.  Un modèle environnemental, voulant reproduire les 

expériences vécues par les soldats en temps de guerre, allient la présentation 

chronique d’éléments stressants, tels que la restriction de mouvement, la nage forcée 

ou l’exposition au prédateur, à la présentation aiguë d’un événement traumatique, tel 

que le choc électrique.  On se retrouve alors en présence d’un modèle de PTSD à traiter 

et il serait alors intéressant d’investiguer l’action de BRD6688 autant pour traiter les 

symptômes de PTSD que pour prévenir leur apparition.  Enfin, il serait intéressant de 

tester les bienfaits de BRD6688 sur un modèle de dépendance à l’alcool.  En effet, un 

des symptômes de l’usage incontrôlé de l’alcool est l’anxiété.  Or, des études ont 

montré que l’alcool pourrait augmenter les risques de développer un trouble d’anxiété 

suite à un trauma en perturbant l’extinction de la peur par le cortex préfrontal chez la 

souris (335) et modifiait l’apprentissage de la peur chez l’humain dépendant en 

dérégulant l’activité de l’amygdale (336).  Ainsi, il serait intéressant de valider l’usage de 

BRD6688 pour augmenter l’apprentissage de l’extinction de la peur traumatique chez 

des sujets animaux rendus alcooliques dans un premier temps, puis d’aller plus loin en 

tentant de diminuer, peut-être, les niveaux d’anxiété générés lors des états de manque, 

facteur aggravant menant aux rechutes. 

 

 

 



 

Chapitre 5 – Conclusion 

En somme, cette thèse a voulu s’intéresser au développement et à la régulation des 

circuits GABAergiques exprimant la PV dans l’optique d’en ajuster temporairement les 

fonctions afin de favoriser la plasticité cérébrale chez l’adulte.  Deux voies particulières, 

soit l’activation de la signalisation via le récepteur p75NTR ou l’inhibition de la 

déacétylase Hdac2, sont capables à la fois de diminuer l’agglomération des filets 

périneuronaux autours des corps cellulaires des interneurones PV+, de diminuer la 

connectivité efférente de ceux-ci et de favoriser la plasticité cérébrale durant une 

intervention comportementale : la privation monoculaire ou l’extinction de la mémoire de 

la peur.  Approfondir nos connaissances sur les mécanismes régulant le développement 

des circuits inhibiteurs PV+ est primordial afin de développer de meilleures stratégies 

d’intervention thérapeutiques pour les gens atteints de troubles 

neurodéveloppementaux, tels que l’autisme et les troubles cognitifs, de troubles de 

gestion de la mémoire émotionnelle tels que le PTSD ou l’anxiété, ou encore pour les 

gens en réhabilitation suite à un trauma ou un accident cérébro-vasculaire.   
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