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RESUME 
 

Oligomérisation des récepteurs couplés aux protéines G : deux ou plus ? 

Application des technologies de FRET en temps résolu au cas du récepteur GABAB 

 
 

Les récepteurs couplés aux protéines G (RCPG) sont les cibles de 50% des 

médicaments actuellement sur le marché pharmaceutique. La compréhension de leur mode de 

fonctionnement est donc essentielle au développement de nouvelles molécules capables de 

cibler spécifiquement ces récepteurs. Ces dix dernières années, les technologies de transfert 

d’énergie ont permis de révéler la capacité des RCPG, longtemps considérés comme 

monomériques, à s’organiser en dimères voire en structures oligomériques plus grandes. 

Toutefois, la caractérisation précise de cette stœchiométrie d’assemblage implique la mise au 

point de méthodes adaptées.  
 

Au cours de ce travail de thèse nous avons développé une approche de FRET en temps 

résolu permettant de mettre en évidence, à l’aide d’anticorps marqués, des interactions de 

sous-unités de RCPG à la surface de cellules vivantes. En choisissant le récepteur GABAB 

comme modèle d’étude, cette approche a permis de révéler l’homo- et l’hétérodimérisation de 

ce récepteur à la surface cellulaire. De plus, en condition de perméabilisation des cellules, 

l’oligomérisation de la sous-unité GABAB1 retenue dans les compartiments intracellulaires a 

pu être caractérisée par cette même approche. 
 

Afin d’analyser plus précisément l’organisation du récepteur GABAB, nous avons mis 

au point une deuxième méthode permettant de marquer irréversiblement à l’aide de 

fluorophores les sous-unités GABAB1 et GABAB2 présentes à la surface cellulaire. La 

combinaison de cette méthode de marquage (SNAP-tag) avec une analyse de FRET en temps 

résolu a permis de caractériser l’organisation oligomérique de ce récepteur. Ainsi, le récepteur 

GABAB, connu pour être un hétérodimère obligatoire, semble capable de former des 

oligomères via la sous-unité GABAB1 qui représente un point de contact entre deux 

hétérodimères. Le rôle d’une telle organisation sur la fonction de ce récepteur reste toutefois 

indéterminé.  

 

Mots-clés : récepteurs couplés aux protéines G, récepteur GABAB, oligomérisation, FRET en 

temps résolu. 



SUMMARY 

 

Oligomerization of G protein-coupled receptors: two or more? 

Application of time-resolved FRET technologies to the case of the GABAB receptor 

 

 

G protein-coupled receptors (GPCR) are the target of 50% of the drugs on the 

pharmaceutical market at present. Therefore, understanding their function is essential for the 

development of new molecules capable of targeting these receptors. This last decade, FRET 

technologies have enabled the understanding of how GPCR, considered as monomers for a 

long time, gather together into dimers or larger oligomeric structures.  

 

However, the precise characterization of this stœchiometry entails the development of 

adapted methods. During this work, we developed a time-resolved FRET approach allowing 

to observe, by using labeled antibodies, GPCR subunit interactions on the surface of living 

cells. This approach enabled us to reveal the homo- and heterodimerization of this receptor at 

the cell surface. As cells were permeabilized, oligomerization of GABAB1 subunits retained in 

the intracellular compartments could be characterized by the same approach. 

 

In order to analyse more precisely the organization of the GABAB receptor, we developed 

a second method to irreversibly label with fluorophores the GABAB1 and GABAB2 subunits 

present at the cell surface. The combination of this labeling method with a time-resolved 

FRET analysis allowed the characterization of the oligomeric organization of this receptor. 

Thus, the GABAB receptor, known as an obligatory heterodimer, seems to be able to form 

oligomers through the GABAB1 subunit which represents a point of contact between two 

heterodimers. The impact of such an organization on the function of this receptor remains to 

be determined. 

 

Key-words : G protein-coupled receptor, GABAB receptor, oligomerization, time-resolved 

FRET. 
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GMPc    Guanosine 3’, 5’-monophosphate cyclique 

GRK     G protein receptor kinase 

GTP     Guanosine triphosphate 

HA     Hémagglutinine 
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SLF      Synthetic ligand for FKBP12 

SSTR1, SSTR5 Récepteur de la somatostatine de type 1 et 5 

ST      SNAP-tag 
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AVANT - PROPOS 
 

 

La capacité des organismes vivants, qu’ils soient animaux ou végétaux, à réagir aux 

signaux provenant de leur environnement est déterminante pour leur survie. Cette nécessité 

d’adaptation, essentielle au maintien d’un certain équilibre de l’organisme, apparaît déjà à 

l’échelle cellulaire comme un élément déterminant de la communication cellulaire. Plus 

précisément, la communication cellulaire peut être définie comme l'ensemble des mécanismes 

permettant à une cellule de recevoir, analyser et répondre aux signaux émis par d'autres 

cellules ou par leur environnement. L’ensemble de ces mécanismes (émission, réception, 

transduction des messages et génération d’une réponse appropriée) nécessite la présence de 

différents partenaires notamment de protéines membranaires capables de relayer l’information 

à l’intérieur de la cellule. Le message est donc décodé au niveau de ces protéines - récepteurs 

avant d'être transformé en réponse spécifique.  

 

Les protéines membranaires forment une grande famille de récepteurs très diversifiés 

pouvant être classés en trois catégories définies notamment par leurs mécanismes de 

transduction du signal. Selon cette classification, peuvent être distingués les récepteurs 

canaux, les récepteurs à activité enzymatique et les récepteurs couplés aux protéines G 

(RCPG) dénommés également récepteurs à sept segments transmembranaires (7TMR). 

L’étude des mécanismes impliqués dans la transduction du signal au niveau de ces récepteurs 

membranaires a révélé l’importance des interactions protéine - protéine. Il a été ainsi 

démontré que l’association spécifique de protéines membranaires pouvait être une étape-clé 

dans la transmission du signal. Plus généralement, ce phénomène d’assemblage protéique est 

un mécanisme essentiel à l’initiation de nombreux processus biologiques au niveau cellulaire. 

L’association de facteurs de transcription ou de récepteurs intracellulaires aux hormones 

stéroïdiennes est un exemple bien connu de ce type d’interaction. Concernant les récepteurs 

membranaires, cette association protéine - protéine a tout d’abord été définie sous le terme de 

dimérisation, illustrant les interactions observées au niveau des récepteurs aux cytokines ou 

encore des récepteurs à activité tyrosine kinase. Pour cette dernière famille de récepteurs, ne 

possédant qu’un seul domaine transmembranaire, à l’instar des récepteurs aux facteurs de 

croissance, la dimérisation constitutive ou induite par la fixation du ligand représente une 

étape importante dans les mécanismes d’activation. C’est en effet, sous forme dimérique, que 
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ces récepteurs sont transphosphorylés sur des résidus tyrosine dans la partie 

intracytoplasmique, étape essentielle à l’ancrage de multiples protéines impliquées dans les 

cascades de signalisation.  

 

Concernant les RCPG la notion de dimérisation a été difficilement admise en raison de la 

complexité de leur organisation structurale et de la nature des partenaires protéiques. Ainsi, 

les RCPG ont longtemps été considérés comme monomériques et répondant à une 

stœchiométrie d’un ligand pour un récepteur couplé à une protéine G. Le dogme du complexe 

à trois partenaires, largement accepté, n’a donc pas permis d’envisager précocement la 

question de la dimérisation pour ces récepteurs. Ceci étant, alors que la notion de dimérisation 

des RCPG était difficilement concevable il y a vingt ans, il apparaît clairement que cette 

hypothèse a depuis été progressivement acceptée par la communauté scientifique. En effet, 

l’importante quantité de résultats accumulés au cours de ces années a considérablement 

changé notre perception sur l’organisation de ces récepteurs membranaires dont l’association 

en dimères peut paraître aujourd’hui une évidence, au moins pour la plupart d’entre eux. Il 

faudra cependant attendre le développement de techniques biophysiques de transfert 

d’énergie, FRET (Fluorescence Resonance Energy Transfer) et BRET (Bioluminescence 

Resonance Energy Transfer) pour confirmer les résultats obtenus auparavant par des 

approches pharmacologiques et biochimiques. Ces techniques de fluorescence permettront de 

démontrer pour la première fois l’existence de dimères dans des cellules vivantes. Ainsi, les 

avancées technologiques permettent de mieux comprendre les phénomènes d’oligomérisation 

des RCPG dont l’assemblage en homo- et/ou hétérodimères paraît être un mécanisme général.  

 

Mon travail de thèse a consisté à développer des technologies basées sur un transfert 

d’énergie en temps résolu (HTRF®) dans ce contexte d’interactions entre récepteurs 

membranaires. L’objectif de ce travail était de mettre au point des systèmes basés sur 

l’utilisation de molécules à durée de vie de fluorescence longue (cryptates de terre rare) afin 

de révéler des interactions protéiques spécifiques, exclusivement à la surface de cellules 

vivantes.  
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CHAPITRE I : LES RECEPTEURS COUPLES AUX PROTEINES G 
 

 

I-A) Introduction 

 

L’organisme, sollicité en permanence par son environnement, est amené à analyser 

simultanément des milliers d’informations de natures diverses allant de simples photons à des 

molécules odorantes en passant par des hormones, acides aminés et nucléotides. La réception 

de ces informations et leur décodage par les cellules nécessitent la présence de récepteurs 

spécifiques présents à l’interface entre le milieu extra- et intracellulaire. Parmi ces récepteurs, 

les RCPG constituent la plus grande famille de récepteurs membranaires de mammifères 

puisqu’elle représente 3,4 % du génome (Bockaert and Pin, 1999; Gershengorn and Osman, 

2001). Ces récepteurs doivent leur appellation à leur capacité de couplage, une fois activés, à 

des protéines hétérotrimériques liant le GTP, aussi appelées protéines G. Ces protéines 

transmettent le signal provenant du récepteur à différents effecteurs intracellulaires permettant 

la génération d’une réponse cellulaire appropriée. L’isolation puis le clonage des RCPG a 

permis d’identifier chez l’Homme autour de 900 gènes dont environ 500 correspondent aux 

récepteurs olfactifs et gustatifs et 400 à des récepteurs capables de lier des ligands endogènes 

(Fredriksson and Schioth, 2005; Takeda et al., 2002; Vassilatis et al., 2003). Ainsi, 

l’hétérogénéité de ces récepteurs assure une reconnaissance très large de signaux tant externes 

(odeurs, lumière, molécules du goût) qu'internes (hormones et neurotransmetteurs) (Figure 

I.1).  

 

Les RCPG sont des acteurs essentiels de nombreux processus physiologiques et par 

conséquent, des cibles de choix pour des médicaments dans le cas de pathologies (épilepsie, 

diabète, allergies, SIDA…). En effet, ils représentent la cible d’environ 50% des médicaments 

actuellement sur le marché pharmaceutique (Takeda et al., 2002; Wise et al., 2002). Des 

études précises portant sur les mécanismes moléculaires des processus d'activation et de 

régulation de ces récepteurs devraient  permettre de trouver de nouveaux médicaments plus 

ciblés, en limitant les effets secondaires de certains traitements. 

 

 

 



Figure I.2 : Les différentes classes de RCPG. Représentation schématique des 
principales classes de RCPG. Le site de liaison du ligand, représenté en bleu, est 
différemment positionné selon les récepteurs considérés.
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I-B) RCPG et protéines G hétérotrimériques 

 

I-B.1) Structure des RCPG 

 

Les RCPG sont des protéines membranaires dont la masse moléculaire varie pour la 

plupart de 40 à 85 kDa. Il existe cependant des récepteurs beaucoup plus gros avec des masses 

moléculaires pouvant atteindre jusqu’à 620 kDa. Basés sur le modèle de la rhodopsine dont la 

structure tridimensionnelle a été récemment résolue (Palczewski et al., 2000), les RCPG se 

caractérisent par une structure commune de sept hélices hydrophobes transmembranaires 

(TM), connectées par trois boucles extracellulaires et trois boucles intracellulaires (Figure 

I.1). Le domaine N-terminal orienté du côté extracellulaire est opposé au domaine C-terminal  

intracytoplasmique (Bockaert and Pin, 1999; Pierce et al., 2002; Schertler, 1998). Selon des 

homologies de séquences, les RCPG sont référencés en trois classes majeures (Figure I.2) 

(Bockaert and Pin, 1999).  

 

La classe A, avec comme archétype la rhodopsine, est la classe la plus représentée, 

composée entre autres des récepteurs aux catécholamines, chimiokines et glycoprotéines. Une 

vingtaine d’acides aminés très conservés représentent la signature de cette classe. Le haut 

degré de conservation de ces résidus sous-tend qu’ils pourraient jouer un rôle important dans 

la conservation de l’intégrité structurale et/ou fonctionnelle de ces récepteurs. Parmi ces 

acides aminés nous retiendrons l’aspartate du TMII et quatre résidus hydrophobes des TMVI et 

TMVII (proline, phénylalanine, asparagine) qui seraient importants pour l’activation des 

récepteurs ainsi que l’arginine du motif Asp-Arg-Tyr (DRY) entre le passage du TMIII et la 

boucle i2. A noter aussi la présence de deux cystéines sur les boucles extracellulaires e1/e2 

engagées dans un pont disulfure et un site possible de palmitoylation après la courte hélice 

VIII située directement à la sortie du TMVII. Ce site de modification post-traductionnelle 

représente un point d’ancrage labile à la membrane plasmique pouvant former une quatrième 

boucle intracellulaire. Le site de liaison des ligands implique principalement les domaines 

transmembranaires ainsi que les boucles extracellulaires (Hibert et al., 1991; Kristiansen, 

2004). 

 

La classe B des RCPG se caractérise par un large domaine N-terminal extracellulaire (entre 

100 et 500 acides aminés) contenant des cystéines conservées et engagées dans des ponts 

disulfures. Ces récepteurs sont capables de lier un grand nombre de peptides (calcitonine, 
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sécrétine…) exclusivement au niveau des domaines extracellulaires (domaine N-terminal et 

boucles extracellulaires) (Trumpp-Kallmeyer et al., 1992).  

 

La classe C comprend les récepteurs du glutamate, de l’acide γ-amino butyrique (GABAB), 

les récepteurs du calcium, trois récepteurs du goût, le récepteur GPRC6A récemment 

déorphanisé ainsi que quelques récepteurs orphelins. Ces récepteurs sont caractérisés par un 

très grand domaine extracellulaire (~ 600 acides aminés) ressemblant aux protéines 

périplasmiques bactériennes, impliquées dans le transport d’acides aminés de sucres et d’ions 

(Felder et al., 1999; O'Hara et al., 1993; Pin and Bockaert, 1995). 

 

 

I-B.2) Structure des protéines G 

 

Les protéines hétérotrimériques sont aussi appelées protéines G car elles portent une 

activité GTPasique. Ces protéines intracellulaires, localisées préférentiellement au niveau de 

la membrane plasmique, forment un assemblage tripartite composé d’une sous-unité Gα et 

d’un complexe βγ indissociable, sauf en milieu dénaturant. A l’heure actuelle, seize gènes 

codant pour les sous-unités Gα ont été identifiés et les vingt trois protéines dérivant de ces 

gènes ont été classées en quatre familles selon des homologies de séquence : Gαs/olf, Gαi/o, 

Gαq/11, Gα12/13 (Gilman, 1987). Concernant le complexe βγ, cinq gènes codant pour la sous-

unité Gβ ainsi que douze gènes codants pour la sous-unité Gγ ont été identifiés (Bockaert and 

Pin, 1998; Gilman, 1987; Neer, 1995). En raison de la spécificité d’association des différentes 

sous-unités,  il apparaît clairement que toutes les combinaisons aléatoires envisageables 

(environ 960 hétérotrimères différents) ne sont pas efficaces dans la transduction du signal 

(Hynes et al., 2004a; Hynes et al., 2004b; Lei et al., 2000). Un grand nombre de structures 

cristallines a été obtenu sur ces protéines notamment pour Gαt (de la transducine), Gαi1, les 

complexes Gαt/iβ1γ1, Gαi1β1γ2 et cela dans différentes configurations (en présence de GDP, 

GDP + Mg2+, GTP-γ-S…) (Lambright et al., 1996). Les données structurales obtenues sur 

l’hétérotrimère à une résolution de 2 Å ont apporté des informations essentielles à la 

compréhension  du fonctionnement des protéines G (Lambright et al., 1996; Sondek et al., 

1996).  
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Figure I.3 : Structure d’une protéine G hétérotrimérique (Hamm et al., 2003). La sous 
unité Gα est formée de deux domaines : un domaine analogue aux petites protéines G de 
type Ras qui lie le nucléotide et un domaine α-hélicoïdal. La sous-unité Gα interagit avec Gβ
au niveau de deux interfaces : au niveau de l’hélice N-terminale et au niveau de deux régions, 
appelées Switch I et II, qui ferment le site de fixation du GDP. Enfin, il existe une modification 
lipidique au niveau de l’extrémité N-terminale de la sous-unité Gα sur des résidus non 
présents dans la structure, et au niveau du domaine C-terminal de la sous-unité Gγ . Ces
modifications lipidiques permettent l’ancrage des différentes sous-unités à la membrane 
plasmique.
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I
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La sous-unité Gα est une protéine de 39 – 52 kDa composée de deux domaines bien 

distincts : un domaine GTPase impliqué dans l’échange GDP/GTP et dans l’hydrolyse du 

GTP ainsi qu’un domaine riche en hélices α susceptible d’interagir avec les RCPG et la sous- 

unité Gβ (Figure I.3). Même si les domaines N- et C- terminaux de Gα, tous deux proches de 

la membrane plasmique, n’ont pas été résolus, il a été suggéré qu’ils pourraient jouer un rôle 

clé dans les processus d’activation et dans la spécificité des interactions protéine – protéine 

(récepteurs, effecteurs…).  

 

Concernant le complexe βγ, la masse moléculaire des sous-unités Gβ et Gγ est 

respectivement de 36 kDa et 6 – 9 kDa. Il apparaît que les sous-unités Gβ présentent une très 

haute affinité pour les sous-unités Gγ. De plus, l’interaction entre ces deux protéines est 

stabilisée par une interaction entre leurs domaines N-terminaux de type superhélicoïdale 

(Garritsen et al., 1993) (Figure I.3). Enfin, le complexe βγ subit des modifications post-

traductionnelles par ajout de lipides qui permettent l’ancrage du complexe à la membrane 

plasmique. 

 

 

I-C) Mécanismes d’activation des RCPG 

 

I-C.1) Evolution des modèles 

 

La reconnaissance des molécules messages par les récepteurs membranaires constitue la 

première étape de la communication cellulaire. Les premiers concepts formalisés vers le 

milieu du XIXème siècle étaient basés notamment sur la loi d’action de masse. Cette loi stipule 

la réversibilité de la liaison ligand – récepteur selon des constantes d’association et de 

dissociation.  

 

Dans les années 70-80, les premiers travaux réalisés sur le récepteur β2-adrénergique 

(β2AR) révèlent l’existence de deux populations différentes de récepteurs : une population de 

haute affinité et une autre de basse affinité pour le même ligand (Kent et al., 1980; Lefkowitz 

et al., 1976). Le passage de la population de haute affinité vers une basse affinité dépend de la 

présence de magnésium (Mg2+) et de GTP et s’avère associé à une augmentation de l’activité 

de l’adénylate cyclase (un effecteur du β2AR) en réponse à la stimulation par l’agoniste 



Figure I.4 : Modèles proposés pour l’activation des RCPG.
(L : Ligand; R : Récepteur inactif; R* : Récepteur actif; G : protéine G)
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(Stadel et al., 1980). Ces observations ont donné lieu à l’énoncé d’un modèle dit modèle 

ternaire mettant en jeu trois partenaires : le ligand, le récepteur et un facteur X indéterminé 

alors (De Lean et al., 1980) mais identifié aujourd’hui comme étant la protéine G (Figure 

I.4.A). Plus récemment, des études portant sur l'existence de formes constitutivement actives 

de récepteurs et la découverte de molécules capables de bloquer cette activité constitutive, ont 

permis de générer un nouveau modèle ternaire étendu (Figure I.4.B). Il existerait un équilibre 

entre deux formes conformationnellement et fonctionnellement différentes pour un même 

récepteur, définies sous les termes de forme inactive (R) et forme active (R*) (De Lean et al., 

1980; Gether and Kobilka, 1998; Kenakin, 2002b). Cette isomérisation conformationnelle du 

récepteur (passage de R à R*) nécessite soit la fixation d’un ligand, soit des changements 

conformationnels spontanés, soit des mutations du récepteur. 

 

 Sur la base de cet équilibre, l’agoniste plein présente une forte affinité pour la forme 

active du récepteur (R*) et une faible affinité pour sa forme inactive (R). Sa fixation sur le 

récepteur favorise le déplacement de l’équilibre vers R* ce qui permet d’augmenter le nombre 

des protéines G activées. L’agoniste partiel a une préférence mais à un moindre degré pour 

la forme active du récepteur plutôt que pour sa forme inactive. Ainsi, la forme R* est moins 

représentée d’où un effet de plus faible intensité que l’agoniste plein. Les agonistes inverses, 

présentent une haute affinité pour la forme inactive du récepteur et une faible affinité pour sa 

forme active. Ils suppriment l’activité basale intrinsèque du récepteur (Barker et al., 1994; 

Chidiac et al., 1994). Enfin, l’antagoniste sans activité propre, lie les formes actives et 

inactives du récepteur avec la même affinité. L’antagoniste compétitif bloque l’activité de 

l’agoniste en s’opposant à sa liaison sur le récepteur. Il se distingue de l’antagoniste non 

compétitif qui se fixe sur des sites différents de celui de l’agoniste (sites allostériques) mais 

empêche les changements conformationnels nécessaires à l’induction d’une réponse 

biologique. 

 

Bien que le modèle ternaire étendu permette d’expliquer un certain nombre de situations, 

ce modèle n’envisage pas tous les cas de figures. Ainsi, un modèle plus complexe, dit modèle 

ternaire cubique, a été proposé (Weiss et al., 1996) (Figure I.4.C). Ce modèle conserve les 

caractéristiques du modèle ternaire étendu mais diffère sur la capacité de couplage des 

récepteurs inactifs aux protéines G. Ce dernier point permet d’expliquer comment un agoniste 

inverse, préférentiellement lié à la forme inactive d’un récepteur, est capable d’induire la 
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formation d’un complexe inactif à trois partenaires (ligand – récepteur – protéine G) 

(Kenakin, 2004). 

 

A la lumière des données pharmacologiques récentes, les mécanismes moléculaires 

d’activation des RCPG semblent beaucoup plus complexes. En effet, un modèle récent 

suggère que la liaison d’un agoniste partiel ou plein stabilise des états conformationnels 

distincts, qui sont associés à des niveaux d’activation différents des récepteurs (Yao et al., 

2006). Ces différents états actifs sont définis par la capacité d’un ligand à rompre les 

interactions non covalentes qui stabilisent l’état basal. Le ligand se lie directement au niveau 

des acides aminés impliqués dans ces interactions et stabilise indirectement de nouvelles 

interactions intramoléculaires. Ces états conformationnels spécifiques d’un ligand donné 

peuvent être à l’origine des différentes voies de signalisation induites par un récepteur. Ainsi, 

les données de « ligand – trafficking » supportent ce modèle. En effet, des résultats de plus en 

plus nombreux montrent qu’en fonction du type de ligand utilisé pour activer un récepteur, les 

voies de signalisation induites peuvent être différentes (Azzi et al., 2003; Kohout et al., 2004; 

Reversi et al., 2005). La nature de l’agoniste va donc influencer l’état conformationnel du 

récepteur à l’état actif, favorisant ainsi certaines voies de signalisation. 

 

La compréhension du mode d’action de ces molécules et la maîtrise de leurs effets 

représentent un enjeu majeur pour la mise sur le marché de nouveaux médicaments. Ces 

candidats médicaments associeraient à la fois spécificité de liaison sur les récepteurs et 

sélectivité d’activation des voies de signalisation. 

 

 

I-C.2) Activation des protéines G 

 

Les protéines G représentent les principaux effecteurs des RCPG et répondent toutes au 

même mécanisme d’activation (Figure I.5). A l’état inactif, la protéine G comprend les trois 

sous-unités Gα, Gβ et Gγ. La sous-unité Gα lie une molécule de GDP (guanosine 

diphosphate) au niveau de son domaine GTPase. Selon le modèle classique, l’activation du 

récepteur par son agoniste, se traduit par des modifications structurales qui favorisent le 

couplage du récepteur à la protéine G. Il en résulte une diminution de l’affinité de la sous-

unité Gα pour le GDP, qu’elle expulse (Gilman, 1987; Neer, 1995). L’état de transition qui 

suit, bien qu’instable, n’en reste pas moins un état de haute affinité pour le récepteur. La 
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fixation du GTP (présent à de hautes concentrations) au niveau de la sous-unité Gα « vide » 

clôture finalement cette première phase d’activation. La conséquence majeure de l’échange 

GDP/GTP semble être une dissociation du complexe hétérotrimérique : Gα-GTP et le 

complexe Gβγ (Neer, 1995). Les sous-unités dissociées activent alors différents 

effecteurs spécifiques : adénylate cyclase (AC), phospholipase C (PLC)… Pour terminer le 

cycle, la déphosphorylation du GTP en GDP par l'action d'une RGS met fin au signal 

d’activation. Le complexe Gαβγ se recompose, stabilisant la liaison du GDP au niveau de la 

sous-unité Gα. (De Vries et al., 1995).  

 

Ce modèle d’activation des protéines G, caractérisé par une dissociation du complexe 

hétérotrimérique avec un découplage des sous-unités α, βγ au niveau du récepteur, est remis 

en question et rediscuté au regard des données récentes obtenues dans ce domaine. Une 

hypothèse avait été avancée par Neubig et coll.. Selon ces auteurs, les récepteurs et les 

protéines G pourraient être pré-assemblés pour permettre une haute sélectivité d’interaction et 

favoriser ainsi des réponses rapides (Neubig, 1994). La mise au point de techniques de 

transfert d’énergie de type Förster (FRET, BRET) permet désormais d'analyser ces processus 

d’activation en cellules vivantes et de juger cette hypothèse. Les analyses et les interprétations 

du signal basal obtenues entre certains récepteurs et protéines G ainsi que les variations de 

transfert d’énergie détectées au cours des processus d’activation font actuellement débat. En 

effet, certaines données semblent confirmer le modèle d’association – dissociation (Hein et 

al., 2005) alors que d’autres supportent le concept de pré-assemblage du récepteur et de la 

protéine G (Gales et al., 2005; Gales et al., 2006; Nobles et al., 2005). Des divergences 

existent aussi sur la stabilité du complexe hétérotrimérique. La baisse de signal issue du 

transfert d’énergie entre les sous-unités α et βγ pourrait refléter une dissociation réversible de 

ces sous-unités au cours du processus d’activation (Azpiazu and Gautam, 2004; Janetopoulos 

et al., 2001; Yi et al., 2003). Pour d’autres auteurs, cette baisse de signal est interprétée 

comme un simple changement de positionnement relatif des sous-unités α et βγ sans 

dissociation du complexe (Bunemann et al., 2003). Toutes ces divergences reflètent 

certainement les difficultés d’interprétation et les limites liées aux techniques utilisées. 
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I-C.3) Transduction du signal 

 

La liaison d’un ligand sur son récepteur et l’activation successive de la protéine G, 

représentent les deux premières étapes indispensables à la transmission d’un signal à 

l’intérieur de la cellule. La protéine Gα activée peut interagir avec différentes classes 

d’effecteurs dont l’AC et la PLC (Figure I.6) (Cabrera-Vera et al., 2003). 

 

L’AMPc, considéré comme second messager, est produit à partir d’ATP par l’AC 

membranaire. La régulation de la concentration intracellulaire en AMPc est contrôlée par 

l’équilibre entre sa synthèse à partir d’ATP et sa dégradation rapide en 5'-AMP par une 

phosphodiestérase (PDE) (Simonds, 1999). Certains récepteurs peuvent contrôler la 

production d’AMPc en agissant via l’activation de protéines G spécifiques, capables de 

stimuler (Gs) ou inhiber (Gi) sa production.  

 

D’autres protéines G sont associées à des voies de signalisation distinctes de celles 

déclenchées par les protéines Gαs ou Gαi. C’est le cas par exemple des protéines Gαq activant 

la PLCβ. Cette enzyme membranaire, une fois activée par la sous-unité Gαq, clive le 

phosphatidyl-inositol-4,5-diphosphate en inositol-triphosphate (IP3) et en diacylglycérol 

(DAG). Ces deux seconds messagers agissent à leur tour comme des effecteurs : l’IP3 en se 

liant sur des canaux calciques du réticulum endoplasmique (RE) permet d’augmenter la 

concentration cytoplasmique en calcium et le DAG en agissant sur la PKC favorise, entre 

autre, l’ouverture de canaux calciques membranaires. 

 

Gβγ peut également moduler l'activité d'effecteurs au moins aussi nombreux que ceux 

contrôlés par les Gα. On retrouve des canaux potassiques à rectification entrante ("GIRK: G 

protein-coupled inwardly rectifying K+"), des enzymes (phospholipases A2 et C…) (Katz et 

al., 1992; Kim et al., 1989), l’AC (Federman et al., 1992) ainsi qu'un nombre important de 

kinases (MAP kinases, tyrosines kinases…). 
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I-D) Désensibilisation des RCPG 

 

L’activation d’un RCPG par un agoniste induit non seulement le déclenchement de voies 

de signalisation mais aussi une régulation de l’activité du récepteur. Cette régulation dite 
« négative » permet un contrôle de la durée d’activation de manière à éviter les effets néfastes 

d’une stimulation prolongée du récepteur. Pour être effective cette régulation nécessite un 

découplage physique entre le récepteur et la protéine G (Figure I.7). Pour cela, le récepteur 

doit d’abord être phosphorylé sur des résidus sérine/thréonine, localisés dans son extrémité C-

terminale (Bouvier et al., 1988; Hausdorff et al., 1989; Lohse et al., 1990). 

Trois classes de protéines kinases susceptibles de réaliser cette phosphorylation se 

distinguent : les protéines kinases A ou C (PKA, PKC) activées par les seconds messagers 

(AMPc, calcium et DAG) qui phosphorylent le récepteur indépendamment de son état 

conformationnel (Hausdorff et al., 1989) et les GRK ("G protein receptor kinase") plus 

spécifiques des RCPG, qui phosphorylent le récepteur dans sa conformation active (Ferguson 

et al., 1996; Lohse et al., 1989). Concrètement, cette phosphorylation se traduit par le 

recrutement à la membrane plasmique d’une protéine cytosolique, la β-arrestine, qui prend 

probablement la place de la protéine G sous le récepteur (Lohse et al., 1990).  

Cette étape de translocation marque l’arrêt de la signalisation cellulaire induite par le 

récepteur activé. Une fois à la membrane, la β-arrestine devient  un partenaire essentiel 

de la machinerie d’endocytose en permettant la formation des puits recouverts de clathrine, 

indispensables à l’internalisation du récepteur. La β-arrestine pourrait constituer un pont 

moléculaire entre les RCPG et le complexe AP-2. Cette proposition n'exclut pas une 

interaction directe entre la β-arrestine et la clathrine (Laporte et al., 2000). Le récepteur une 

fois internalisé peut suivre deux voies : soit il est dirigé vers des endosomes de recyclage, soit 

il est orienté vers le compartiment lysosomial (Dery et al., 1999; Zhang et al., 1996). Le pH 

acide des endosomes de recyclage peut favoriser la dissociation entre le ligand et le récepteur 

(Krueger et al., 1997). Le récepteur « vidé » de son ligand peut alors reprendre sa 

conformation de repos, être déphosphorylé par des phosphatases et être recyclé à la 

membrane plasmique : on parle de resensibilisation (récepteurs β2AR, récepteurs µ 

opiacés…) (Oakley et al., 2000). Cette resensibilisation permet d’éviter une désensibilisation 

prolongée des récepteurs, qui aboutirait à l’incapacité pour la cellule de répondre de manière 

appropriée à des signaux extracellulaires. En revanche, d’autres récepteurs sont dirigés vers 

les lysosomes où ils sont dégradés par des protéases (récepteur PAR-1 de la thrombine, 
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récepteurs δ opiacés…) (Trejo and Coughlin, 1999). Ce mécanisme favorise 

vraisemblablement une transmission extrêmement transitoire du signal cellulaire. Le rôle de 

l’ubiquitinylation de certains RCPG dans leur orientation vers le compartiment lysosomial a 

récemment été démontré (Shenoy et al., 2001). 
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CHAPITRE II : OLIGOMERISATION DES RECEPTEURS COUPLES AUX PROTEINES G 

 

 

II-A) Introduction 

 

Pendant longtemps les RCPG ont été considérés comme des protéines monomériques 

répondant à une stœchiométrie d’activation d’un ligand par récepteur, couplé à une protéine 

G. Depuis, les avancées technologiques et les nombreux travaux réalisés dans ce domaine ont 

permis de remettre en question ce dogme, largement accepté jusqu’alors. Il a ainsi été proposé 

que les RCPG ne seraient pas des protéines monomériques mais dimériques. Cette notion de 

dimérisation des RCPG fait encore débat (Chabre et al., 2003) et n’est pas un concept 

novateur dans le domaine des récepteurs membranaires. En effet, le rôle de la dimérisation 

dans l’activation des récepteurs à un domaine transmembranaire (EGF…) est déjà bien 

caractérisé. Plus généralement, les réponses biologiques comme la croissance, la 

différenciation, l’adhésion cellulaire ou encore la neurotransmission, impliquent très souvent 

l’assemblage en dimères ou oligomères (multimères) des protéines de la signalisation (Goetz 

et al., 2003; Storez et al., 2005; Ye et al., 2004).  

 

La notion d’oligomérisation est un terme général qui décrit l’association de protéines au 

sein d’un même complexe. La structure minimale d’un oligomère s’organise autour de deux 

protéines formant un dimère. Une association en homodimères correspond à une interaction 

entre deux protéines identiques et une association en hétérodimères à deux protéines 

différentes. Une certaine ambiguité existe cependant entre les termes de dimérisation et 

d’oligomérisation. En effet, les techniques d’analyse décrivant des dimères de RCPG ne 

permettent pas de distinguer les formes dimériques des autres formes oligomériques. 

Toutefois, pour simplifier la lecture de ce manuscrit, le terme de dimère sera employé pour 

décrire des interactions entre RCPG même s’il n’est pas permis d’exclure une organisation 

plus complexe de ces récepteurs.  

 

L’objectif de ce chapitre est de rappeler dans un premier temps les arguments 

expérimentaux en faveur de la dimérisation des RCPG et de montrer dans un second temps 

l’impact de cette organisation sur le trafic, la liaison, la signalisation et l’internalisation des 

récepteurs.  
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II-B) Techniques pour mettre en évidence la dimérisation des RCPG 

 

II-B.1) Les méthodes pharmacologiques 

 

Dès 1975, Limbird et coll. suggèrent l’existence d’une interface d’interaction entre deux 

récepteurs pouvant expliquer la coopérativité négative observée sur la liaison des ligands du 

récepteur β2AR. Dans ces expériences, les récepteurs sont exprimés en large excès de manière 

à ce qu’une minorité des sites soient occupés par le ligand. La dissociation du complexe 

ligand – récepteur est ensuite suivie selon deux conditions : 1) dilution infinie du ligand pour 

que le ligand tritié ne puisse pas se réassocier après dissociation 2) même condition en 

présence d’un excès de ligand froid de manière à ce que les sites non marqués par le ligand 

tritié puissent être saturés par le ligand froid. En l’absence de coopérativité entre les sites, le 

taux de dissociation devrait être le même dans les deux cas. L'expérience montre qu’il n’en 

est rien. L’augmentation du taux de dissociation en présence d’un excès de ligand froid 

indique que l’occupation des sites vides du récepteur entraîne une accélération de la 

dissociation sur les sites adjacents. Les mêmes conclusions ont été obtenues sur les récepteurs 

muscariniques m1et m2 (Potter et al., 1991; Potter et al., 1989), les récepteurs FSH, LH aux 

hormones glycoprotéiques (Urizar et al., 2005) ou encore sur les récepteurs aux chimiokines 

(El-Asmar et al., 2005). 

 

Ces observations suggèrent une interaction entre les récepteurs dont les preuves n’en 

restent pas moins indirectes. En outre, il n’est pas exclu, dans l’hypothèse où il n’y aurait que 

des monomères, qu’il puisse exister plusieurs sites allostériques sur la même protéine 

modifiant les propriétés de liaison du ligand d’un site par rapport à l’autre (Christopoulos and 

Kenakin, 2002). De plus, des travaux récents ont permis de démontrer que les phénomènes 

d’allostérie négative observés entre les récepteurs, peuvent mettre en jeu des protéines 

localisées au niveau membranaire. Ainsi, Springael et coll. ont rapporté que le couplage de la 

protéine G au récepteur CCR5 est nécessaire pour restaurer une liaison de haute affinité du 

ligand MIP-1β sur le récepteur (Springael et al., 2006). Il s’est avéré que la dissociation de la 

protéine G après incubation avec du Gpp(NH)p (un analogue non hydrolysable du GTP) 

favorise la libération du ligand radiomarqué lié au récepteur avec une cinétique de 

dissociation similaire à celle observée après ajout d’un excès de ligand froid. Cette 

observation suggère une participation de la protéine G à l’allostérie négative observée entre 
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les différents monomères. Peu d’études ont rapporté des phénomènes d’allostérie positive 

sauf sur les récepteurs muscariniques (Mattera et al., 1985; Wreggett and Wells, 1995), les 

hétérodimères δ / κ opiacés (Jordan and Devi, 1999) et récemment sur le récepteur V1a de la 

vasopressine et OT de l’ocytocine (Albizu et al., 2006). Par opposition à l’allostérie négative, 

l’allostérie positive implique nécessairement la formation de complexes multivalents 

comprenant les récepteurs, ce qui permet de soutenir la notion d’oligomérisation (Kenakin, 

2002a; Wreggett and Wells, 1995).  

 

 

II-B.2) Les méthodes biochimiques 

 

Les techniques de pontage chimique (« cross-linking ») et de co-immunoprécipitation ont 

été beaucoup utilisées pour mettre en évidence la dimérisation des RCPG. La première 

technique consiste à figer chimiquement les protéines dans leur environnement cellulaire. 

Cette étape de fixation est suivie d’une séparation des protéines sur gel SDS-PAGE puis 

d’une révélation des complexes par autoradiographie (ligands radiomarqués) ou par 

immunoblot (anticorps anti-récepteurs ou anticorps dirigés contre des épitopes fusionnés aux 

récepteurs). Finalement, l’analyse des bandes donne des informations sur la masse 

moléculaire des complexes ciblés. Les résultats obtenus sur différents RCPG révèlent la 

présence de bandes de plus haut poids moléculaire que celle prédite par la séquence des 

récepteurs monomériques. Il a été ainsi démontré que des complexes pouvant correspondre à 

la taille de dimères étaient détectables pour de nombreux récepteurs, notamment les 

récepteurs calcium (Bai et al., 1998), angiotensine II (Capponi and Catt, 1980), bradykinine 

(AbdAlla et al., 1999), chimiokines de types 2 (CCR2) (Rodriguez-Frade et al., 1999) et 

glutamate de type 5 (Romano et al., 1996). 

 

Toutefois, il n’est pas exclu que les bandes de haut poids moléculaire détectées par ces 

approches soient la conséquence : 

1) d’une agrégation des protéines très hydrophobes et présentant une forte affinité mutuelle 

une fois extraites de leur environnement lipidique de la membrane plasmique ;  

2) d’une interaction avec d’autres molécules comme par exemple les protéines G ;  

3) de modifications post-traductionnelles (Avissar et al., 1983; Peterson et al., 1986; Rogers, 

1984; Rondeau et al., 1990).  
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Cependant, la co-immunoprécipitation a permis de mettre en évidence avec une certaine 

spécificité la dimérisation des RCPG. Il s’agit d’une méthode biochimique qui consiste à 

immunoprécipiter puis à détecter un complexe via l’utilisation d’anticorps différents dirigés 

contre des épitopes (généralement HA, c-Myc ou Flag) fusionnés aux récepteurs étudiés. La 

mise au point de contrôles négatifs visant à écarter l’hypothèse d’une interaction artéfactuelle 

par agrégation, a apporté une certaine fiabilité quant aux résultats obtenus par ce type 

d’approche. C’est le cas par exemple du récepteur β2AR étiqueté HA et c-Myc, dont 

l’homodimérisation a été démontrée en immunoprécipitant le dimère avec un anticorps anti-c-

Myc puis en révélant l’interaction avec un anticorps anti-HA (Hebert et al., 1996). L’absence 

d’association, quand il y a co-expression du récepteur c-Myc-muscarinique avec le HA-β2AR, 

a permis de prouver la spécificité de l’homodimérisation du β2AR. Plus largement, cette 

méthode a révélé l’existence aussi bien d’homodimères de récepteurs : D1 de la dopamine 

(Ng et al., 1996), V2 de la vasopressine (Zhu and Wess, 1998), H2 de l’histamine (Fukushima 

et al., 1997), mGlu5 du glutamate (Romano et al., 2001) que d’hétérodimères de récepteurs : 

α2A- et β1-adrénergiques (Xu et al., 2003), V1a et V2 de la vasopressine (Terrillon et al., 2003) 

ou encore β2-adrénergique et olfactif M71 (Hague et al., 2004a). 

 

Il est quand même important de souligner que certains auteurs ont rapporté des cas de 

populations hétérogènes de récepteurs concernant le poids moléculaire des complexes 

détectés. Par exemple, le récepteur D3 de la dopamine a été observé sous forme d’oligomères 

en utilisant une approche d’immunoprécipitation, suivie d’une analyse en Western blot 

(Nimchinsky et al., 1997). Les auteurs décrivent, à partir de préparations membranaires de 

cerveau humain, l’existence de trois formes du récepteur : une bande de 45 kDa qui 

correspond aux monomères ainsi qu’une bande de 85 et 180 kDa correspondant 

respectivement à la taille probable de dimères et tétramères. Il n’est cependant pas permis 

d’exclure que ces différences de poids moléculaire soient dues à des protéines d’interaction 

associées au récepteur. 

 

 
II-B.3) Les méthodes biophysiques 

 

Le développement d’approches non invasives (FRET et BRET) (voir Chapitre III) a 

permis l’analyse de la dimérisation des RCPG sur cellules vivantes (Selvin, 1995). Au cours 

de l’année 2000, trois approches biophysiques ont permis de démontrer l’existence de 
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dimères de RCPG (Angers et al., 2000; Overton and Blumer, 2000; Rocheville et al., 2000). 

Par une technique de FRET utilisant des variants de la GFP (CFP/YFP), Overton et Blumer 

ont révélé la présence d’homodimères du facteur α dans la levure alors que 

l’homodimérisation du récepteur β2AR exprimé en système hétérologue était démontrée en 

BRET (Rluc/YFP) par Angers et coll. (Angers et al., 2000; Overton and Blumer, 2000). 

Parallèlement, Rocheville et coll. mettaient en évidence l’existence d’homo- ou 

hétérodimères de récepteurs de la somatostatine à la surface cellulaire à l’aide d’anticorps 

conjugués à des fluorophores. Par la suite, l’homo- ou hétérodimérisation de nombreux 

récepteurs a été rapportée majoritairement par les approches FRET et BRET. De manière 

générale, la fusion de fluorophores (CFP/YFP pour le FRET et Rluc/YFP pour le BRET) au 

niveau de l’extrémité C-terminale des récepteurs a permis de mettre en évidence des 

interactions spécifiques par la détection d’un transfert d’énergie (chapitre III-D.1-3) (Ayoub 

et al., 2002; Kroeger et al., 2001; McVey et al., 2001; Ramsay et al., 2002; Terrillon et al., 

2003).  

Ces approches FRET, basée sur une paire CFP/YFP, et BRET ont été largement utilisées 

pour l’analyse des interactions protéiques dans une population de cellules vivantes, en dépit 

de certaines limites.  

 

Tout d’abord, il n’est pas possible, sans étape de purification ou analyse microscopique, de 

définir l’origine subcellulaire du signal (Golgi, RE, membrane plasmique…). En effet, dans 

les systèmes hétérologues une large proportion de récepteurs sont localisés à l’intérieur de la 

cellule du fait de leur surexpression. Il est donc difficile de séparer le signal des récepteurs 

fonctionnels à la surface, du signal provenant des récepteurs retenus dans les compartiments 

intracellulaires. 

 

De plus, un signal détectable n’implique pas nécessairement une véritable interaction 

physique entre deux protéines. Des études sur la rhodopsine ont permis de montrer que le 

diamètre d’un monomère de rhodopsine est d’environ 43 Å (Palczewski et al., 2000). Or, 

dans le cas du FRET le transfert d’énergie peut encore avoir lieu entre deux protéines 

distantes de 100 Å, cette distance étant quand même dépendante du type de fluorophores 

utilisés. Il est donc envisageable de détecter pour des fluorophores avec de grands Ro (> 50 

Å ; voir chapitre III) un FRET entre deux récepteurs alors que ceux-ci seraient à une distance 

équivalente à deux fois le diamètre d’un récepteur. De plus, la concentration de certains 



A B
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Figure II.1 : Evidences de l’existence de dimères de RCPG. A. Structure cristallographique du 
domaine extracellulaire (DEC) du récepteur mGlu1 obtenu sous forme dimérique (code pdb : 
1EWV). B. Structure cristallographique du DEC du récepteur Frizzled, lui aussi dimérique (code pdb 
: 1IJY). C. Modèle d’interaction théorique entre un dimère de rhodopsine et la transducine (Gt) 
(Liang et al., 2003). 

Dimère de rhodopsine

Gαt Gβγ
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récepteurs au niveau de microdomaines peut favoriser la détection d’un signal reflétant une 

forte proximité plutôt qu’une interaction directe.  

 

Enfin, concernant la technique de FRET, le principal problème vient du recouvrement 

important des spectres d’absorption et d’émission des fluorophores. En effet, la source 

d’excitation du donneur (GFP, CFP) excite aussi l’accepteur (YFP, RFP) ce qui rend 

l’analyse du signal relativement complexe (chapitre III-D.1). 

 

Il est important dans le cas de la dimérisation des RCPG d’avoir des approches permettant 

de détecter uniquement les récepteurs de surface. A cet effet, des techniques de FRET basées 

sur l’utilisation d’anticorps ont été développées. Les anticorps, incapables de pénétrer à 

l’intérieur de la cellule, ne peuvent atteindre leurs cibles que si celles-ci sont exposées à la 

surface cellulaire. Ainsi, seules les protéines de surface sont détectées. Suite aux travaux de 

Rocheville et coll., d’autres approches basées sur l’utilisation d’anticorps ont permis de 

valider des interactions de RCPG à la surface cellulaire. Ces techniques consistent à cibler 

spécifiquement les récepteurs étudiés avec des anticorps conjugués à des fluorophores 

donneurs ou accepteurs d’énergie. En tirant profit des propriétés de fluorescence particulières 

de leurs fluorophores, McVey et coll. ont démontré l’homo-oligomérisation des récepteurs δ 

opiacés à la surface cellulaire par une technique de FRET en temps résolu (Chapitre III-D.4) 

(McVey et al., 2001). D’autres auteurs ont utilisé cette approche pour analyser les 

phénomènes d’oligomérisation du récepteur D2 de la dopamine (Gazi et al., 2003) ou de 

récepteurs canaux de type GABAA (Farrar et al., 1999). 

 

 
II-B.4) Les méthodes structurales 

 
Les études cristallographiques de certains récepteurs ont contribué à renforcer le concept 

de dimérisation. C’est le cas par exemple du récepteur Wnt, Frizzled (Dann et al., 2001) ou 

encore du récepteur mGlu1 dont la structure tridimensionnelle du domaine extracellulaire 

(DEC) a été résolue (Figure II.1.A et B). L’analyse structurale de ce dernier a révélé 

l’existence de DEC dimériques et symétriques (Kunishima et al., 2000). Cette structure a été 

résolue en l’absence et en présence de glutamate. L’analyse de la conformation active du 

récepteur a ainsi permis de montrer que l’occupation des deux sites de liaison par un agoniste 

entraîne des changements d’orientation relatifs des deux DEC. Ces changements n'affectent 
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pas l'état dimérique des deux DEC. Des résultats fonctionnels obtenus sur cette famille de 

récepteurs ont confirmé l’importance de cette dimérisation. Ils démontrent de manière 

originale que l’activation d’un seul DEC au sein de l’homodimère mGluR5 est suffisante pour 

activer le récepteur mais que la fermeture des deux DEC est nécessaire pour avoir une pleine 

activité (Kniazeff et al., 2004).  

 

Pour les récepteurs de classe A, des données obtenues en microscopie de force atomique à 

partir de membranes natives de photorécepteurs de souris, ont permis à Liang et coll. de 

proposer un modèle d’organisation de la rhodopsine en rangée de dimères (Liang et al., 

2003). En tenant compte des données structurales de la rhodopsine (Palczewski et al., 2000) 

et d’une protéine G (Lambright et al., 1996; Sondek et al., 1996), ces mêmes auteurs 

proposent une interface de contact permettant d’ancrer une protéine G sous un dimère de 

rhodopsine. Ils indiquent en effet que la surface intracellulaire d’un monomère de rhodopsine 

serait trop petite pour être simultanément en contact avec les différentes parties des sous-

unités Gα et Gβγ connues pour interagir avec le récepteur. Ainsi, au sein d’un dimère de 

rhodopsine, chaque protomère serait en contact avec une sous-unité de la protéine G (Gα ou 

Gβγ) (Figure II.1.C). Des données obtenues sur le récepteur BLT1 du leukotriène B4 

confirment ce modèle (Baneres and Parello, 2003).  

 

Cependant, un certain nombre d’arguments expérimentaux démontrent aussi qu’un 

monomère de RCPG est tout à fait capable d’activer une protéine G (Chabre et al., 2003; 

Chabre and le Maire, 2005). Récemment, l'équipe de Palczewski a suggéré que les formes 

dimériques ou oligomériques de la rhodopsine permettraient une meilleure efficacité de 

couplage du récepteur à la protéine G (Fotiadis et al., 2006; Jastrzebska et al., 2006). Selon 

ces auteurs, le dimère serait la forme « active » du récepteur (processus d’activation rapide) 

alors que le monomère aurait perdu la capacité à activer efficacement les protéines G.  

 

Ces quelques exemples renforcent le rôle potentiel de la dimérisation dans le couplage aux 

protéines G. Il serait pertinent de connaître la sélectivité d’association des récepteurs ce qui 

reviendrait à identifier les zones précises de contact au sein des dimères. Enfin, il reste à 

savoir si cet état dimérique est régulé et les conséquences fonctionnelles de ce phénomène de 

dimérisation. 
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II-C) Domaines impliqués dans la dimérisation 

 

La dimérisation des RCPG implique nécessairement des zones de contact entre les 

différents récepteurs. Des liaisons covalentes (ponts disulfures) et/ou non covalentes de type 

hydrophobes pourraient permettre l’association de deux protomères au niveau des domaines 

extracellulaires, intracellulaires et transmembranaires.  

 

 

II-C.1) Domaines extracellulaires et intracellulaires 

 

L’implication du DEC dans la dimérisation a été beaucoup étudiée pour les récepteurs de 

classe C. Comme nous l’avons vu précédemment, les données cristallographiques du 

récepteur mGlu1 ont révélé l’existence de DEC dimériques (Kunishima et al., 2000). Ces 

résultats confirment les travaux de Romano et coll. qui avaient déjà identifié la présence d’un 

pont disulfure au niveau des DEC du récepteur mGlu5 stabilisant les dimères (Romano et al., 

1996). Plus récemment, les mêmes observations ont été rapportées pour un mutant du 

récepteur calcium n’exprimant plus que la partie extracellulaire du récepteur (Goldsmith et 

al., 1999). Ces résultats indiquent que les larges DEC des récepteurs de classe C peuvent 

constituer une première interface de contact entre deux protomères via l’établissement de 

liaisons covalentes. Cependant, les récepteurs de classe A, qui sont majoritairement 

représentés au sein des récepteurs heptahélices, possèdent un DEC beaucoup plus petit que 

celui des récepteurs de classe C. Le rôle de ce domaine N-terminal bien que peu étudié, 

n’apparaît pas essentiel à la dimérisation de ces récepteurs. Toutefois, d’autres zones de 

contact ont été identifiées. C’est le cas par exemple de la région C-terminale des récepteurs δ 

opiacés (Cvejic and Devi, 1997). La délétion de quinze acides aminés du domaine C-terminal 

de ce récepteur réduit considérablement le nombre de dimères suggérant la participation d'une 

partie de ce domaine dans l’interface de dimérisation. De même, la région C-terminale des 

sous-unités GABAB1 et GABAB2 du récepteur GABAB (classe C) est un point d’association 

au sein de l’hétérodimére (Kuner et al., 1999). En effet, ce domaine contient un motif de type 

superhélicoïdal qui solidarise les deux protomères (Kuner et al., 1999; White et al., 1998) et 

stabilise le dimère. 
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II-C.2) Domaines transmembranaires 

 
Les domaines transmembranaires, très étudiés, présentent plusieurs interfaces 

potentiellement impliquées dans les zones de contact assurant l'association de différents 

récepteurs. 

 

La première zone identifiée est le TMVI. En effet, Hebert et coll. ont mis en évidence au 

niveau de ce domaine un motif particulier qui serait impliqué dans la dimérisation du β2AR 

(Hebert et al., 1996). L’utilisation de peptides synthétiques mimant ce motif sur des cellules 

exprimant le β2AR entraîne une réduction du nombre de dimères. La conclusion des auteurs 

est que le TMVI pourrait constituer une interface de dimérisation via des interactions 

hydrophobes entre les hélices VI des deux protomères. Plus récemment, il a été démontré que 

la mutation de cette interface de dimérisation hypothétique empêche l’adressage du récepteur 

β2AR à la membrane plasmique. Ce résultat indique très certainement le rôle critique de cette 

zone de contact dans la dimérisation et l’envoi du récepteur β2AR en surface (Salahpour et 

al., 2004).  

 

L’implication du TMI comme interface de contact a aussi été suggérée (Overton et al., 

2003). Le récepteur du facteur α présent chez la levure possède en effet une séquence 

glycophorine A – like (GXXXG) au niveau de son domaine TMI. La mutation des glycines de 

cette séquence affecte l’expression des récepteurs en surface. Ce défaut d’adressage est la 

conséquence d’une rétention des récepteurs au niveau des compartiments intracellulaires qui 

semble corrélée à une perte d’oligomérisation. Les auteurs proposent que cette séquence 

serait engagée dans un contact direct entre les deux protomères comme cela a pu être 

démontré pour la glycophorine A. La présence de ce motif dans d’autres domaines 

transmembranaires de différents RCPG suggère que cette zone de contact pourrait être 

importante pour de nombreux récepteurs. 

 
Plus récemment, des analyses de pontage covalent sur le récepteur D2 de la dopamine ont 

mis en évidence le rôle du TMIV dans l’homodimérisation de ce récepteur. Ces analyses ont 

permis notamment de montrer l’implication des changements conformationnels de cette 

interface dans les mécanismes d’activation (Guo et al., 2005). 

 



A

Figure II.2 : Organisation de la rhodopsine. A. Révélation par AFM (Atomic Force 
Microscopy) de rangées de dimères de rhodopsine dans des membranes de rétine de souris. 
La flèche indique la présence occasionnelle de monomères de rhodopsine (Fotiadis et al., 
2003). B. Modélisation de l’arrangement de la rhodopsine au niveau de la face cytoplasmique 
ou extracellulaire de la membrane. L’interface de contact entre monomères intervient au 
niveau des domaines TM4 et TM5. Les contacts entre dimères prennent place entre la boucle 
séparant les TM5 et TM6 et celle séparant les TM1 et TM2 (Fotiadis et al., 2004).

B
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Au regard de ces résultats, l’interface de contact entre deux récepteurs semble a priori 

difficile à définir. Pourtant, les données récentes obtenues en AFM sur l’organisation de la 

rhodopsine dans des membranes de rétine de souris permettent de réconcilier l’ensemble de 

ces données (Fotiadis et al., 2003) (Figure II.2.A). Ainsi, la résolution de la structure 

cristalline de la rhodopsine (Palczewski et al., 2000) associée à la visualisation en AFM de 

son organisation en rangées de dimères a permis à Fotiadis et coll. de proposer un modèle 

décrivant deux interfaces d’interaction du récepteur avec lui-même (Fotiadis et al., 2004) 

(Figure II.2.B). Une interface symétrique, au niveau des TMIV et TMV correspondrait à 

l’organisation dimérique des récepteurs, l’autre asymétrique, formée par les boucles 

comprises entre les TMV-TMVI et TMI-TMII supporterait l’interaction  entre dimères (rangées 

de récepteurs).  

 

Si la dimérisation paraît être un plan d’organisation de nombreux RCPG, il se pourrait que 

ces récepteurs dimériques s’intègrent dans un réseau beaucoup plus complexe d’interactions. 

Cette organisation oligomérique, en augmentant considérablement la complexité 

d’interconnexions possibles des récepteurs à la surface cellulaire, pourrait avoir comme 

conséquence un accroissement de la diversité des réponses physiologiques engendrées. 

 

Finalement, l’ensemble de ces résultats démontre l’existence de plusieurs zones de 

contacts possibles entre deux ou plusieurs protomères, localisées au niveau des domaines 

extracellulaires, intracellulaires et transmembranaires des récepteurs. Toutefois, les 

déterminants moléculaires de la spécificité d’association entre des récepteurs 

homodimériques, hétérodimériques ou oligomériques restent encore méconnus à ce jour. 

 

 

II-D) Equilibre monomère – dimère ? 

 

Si la dimérisation semble avérée pour bon nombre de récepteurs, il n’est cependant pas 

permis d’exclure une dynamique d’association – dissociation des complexes oligomériques à 

la surface cellulaire. Ainsi, certains auteurs soutiennent que la liaison du ligand pourrait 

réguler la dimérisation, soit en la favorisant (AbdAlla et al., 1999; Patel et al., 2002; 

Rocheville et al., 2000; Roess and Smith, 2003; Ward, 2006), soit en l’inhibant (Gines et al., 

2000; Latif et al., 2002). D’autres concluent que l’homodimérisation et l’hétérodimérisation 

sont des processus constitutifs non modulables par la liaison du ligand (Ayoub et al., 2002; 
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Jordan and Devi, 1999; Overton and Blumer, 2000; Terrillon et al., 2003). Ces divergences 

reflètent certainement en partie les difficultés d’interprétation et les limitations liées aux 

techniques utilisées. En effet, une variation de transfert d’énergie FRET ou BRET en réponse 

à un agoniste peut aussi bien s’expliquer par une modification du processus de dimérisation 

(association, dissociation) que par de simples modifications conformationnelles au sein du 

dimère préexistant. De même, la détection d’une augmentation des formes dimériques par des 

techniques d'immunodétection de type Western blot pourrait s’expliquer par une stabilisation 

conformationnelle du complexe, suite à la liaison de l’agoniste, qui deviendrait plus résistant 

aux détergents.  

 

 

II-E) Conséquences fonctionnelles de la dimérisation 

 

La principale question concernant la dimérisation repose sur l’implication de ce 

phénomène dans la fonction physiologique et la régulation des récepteurs. Pourquoi la 

dimérisation des RCPG serait-elle nécessaire et quel pourrait être l’avantage évolutif d’un tel 

phénomène ? Il apparaît clairement que la dimérisation des RCPG perturbe notre perception 

sur le mode de fonctionnement de ces récepteurs membranaires. Qu’il s’agisse de la capacité 

d’une molécule à lier un récepteur, de la signalisation induite par cette liaison ou encore de la 

régulation de l’expression des récepteurs à la surface, il apparaît de plus en plus évident que 

la dimérisation affecte tous ces processus avec comme conséquence une augmentation de la 

diversité des réponses engendrées. 

 

 

II-E.1) Effet de la dimérisation sur l’adressage à la surface cellulaire 

 

Le rôle de la multimérisation des protéines est soutenu par l’importance de ce mécanisme 

dans la stabilité structurale des protéines. En effet, dans le cas des protéines membranaires, la 

stabilité structurale d’une protéine est reflétée par sa capacité à atteindre la membrane 

plasmique. Seules les protéines correctement repliées peuvent passer les systèmes de 

contrôle-qualité de la cellule pour finalement atteindre leur lieu d’adressage. 

L’oligomérisation précoce dans le RE est justement un mécanisme utilisé comme contrôle-

qualité des voies de biosynthèse de nombreuses protéines membranaires. C’est le cas par 

exemple du récepteur de l’insuline (famille des récepteurs tyrosines kinases) qui 
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homodimérise temporairement au niveau du RE en formant un pro-récepteur (Bass et al., 

1998). Les pro-récepteurs mutants incapables d'homodimériser sont détruits. Pour les canaux 

potassiques (tétramères, octamères…), la biogénèse a lieu dans le RE et c’est aussi une étape 

clé dans le contrôle-qualité de ces molécules (Papazian, 1999; Zerangue et al., 1999). En ce 

qui concerne les RCPG, la nécessité de dimériser pour un transport correct vers la surface est 

bien illustrée par le récepteur GABAB. Ce récepteur est un hétérodimère obligatoire constitué 

de deux sous-unités différentes, GABAB1 et GABAB2. La sous-unité GABAB1 retenue 

naturellement dans le RE doit être co-exprimée avec la sous-unité GABAB2 pour pouvoir être 

adressée à la surface cellulaire et former un récepteur fonctionnel. Comme pour le GABAB, 

d’autres récepteurs doivent être sous forme dimérique pour atteindre la membrane plasmique. 

C'est ainsi le cas pour les récepteurs α1D – α1B adrénergiques (Hague et al., 2004b; Uberti et 

al., 2003), les récepteurs T1R3 / T1R1 et T1R3 / T1R2 du goût (Nelson et al., 2002; Nelson et al., 

2001) et les récepteurs olfactifs dont l’interaction entre le récepteur olfactif M71 et le β2AR 

permet l’adressage d’un hétérodimère en surface (Hague et al., 2004a).  

 

D’autres données expérimentales soutiennent cette dimérisation précoce qui représente une 

étape clé dans l’envoi en surface des récepteurs. La co-expression de récepteurs mutés 

(retenus dans les compartiments intracellulaires) empêche l’envoi en surface des formes 

sauvages de ces mêmes récepteurs. Cela a pu être démontré pour les récepteurs V2 de la 

vasopressine (Zhu and Wess, 1998), D3 de la dopamine (Karpa et al., 2000) et β2-

adrénergiques (Salahpour et al., 2004). Ainsi, des mutations naturelles dominantes de RCPG 

peuvent avoir des conséquences pathophysiologiques. CCR5 et CXCR4 sont des co-récepteurs 

connus pour l’entrée du VIH dans la cellule (Cairns and D'Souza, 1998). Chez des patients 

présentant le génotype CCR5 / CCR5∆32, la perte d’expression du récepteur CCR5 co-

exprimé avec le mutant CCR5∆32 retenu dans le RE, retarde l’infection par le VIH 

(Benkirane et al., 1997; Chelli and Alizon, 2001). 

 

 

II-E.2) Effet de la dimérisation sur la liaison du ligand 

 

Le concept selon lequel la dimérisation aurait un rôle dans la diversité pharmacologique 

des RCPG a d’abord été mis en évidence par des études sur les récepteurs δ et κ opiacés 

(Jordan and Devi, 1999). En effet, la co-expression des deux récepteurs permet la formation 
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d’un hétérodimère présentant une faible affinité pour les ligands sélectifs des deux 

protomères. En revanche, une haute affinité est restaurée si les deux ligands sont appliqués 

simultanément, ce qui suggère une coopérativité positive entre les récepteurs. Cet effet 

synergique n’est pas observé sur des membranes de cellules exprimant individuellement les 

récepteurs δ ou κ opiacés. L’hétérodimérisation des récepteurs δ et κ entraîne donc un 

changement dans les propriétés de liaison des ligands. Bien qu’un lien direct avec 

l’hétérodimérisation des récepteurs n’ait pas été démontré, ces résultats de coopérativité 

positive ou négative au niveau de la liaison des ligands peuvent être interprétés comme la 

conséquence de l’hétérodimérisation de nombreux RCPG. C’est le cas des récepteurs m2 / m3 

muscariniques (Maggio et al., 1999), des récepteurs SST5 de la somatostatine / D2 de la 

dopamine (Rocheville et al., 2000), des récepteurs δ / µ opiacés (Gomes et al., 2000), des 

récepteurs A2A-adrénergique / D1 de la dopamine (Franco et al., 2000) ou encore du récepteur 

GABAB (Galvez et al., 2001). Plus récemment, une étude basée sur la technologie BRET a 

suggéré que l’hétérodimère MT1 / MT2 de la mélatonine représente une entité assez 

importante dans la cellule. Les hétérodimères présenteraient des propriétés de liaison du 

ligand différentes de celles des homodimères correspondants (Ayoub et al., 2004).  

 

Ces résultats permettent d'illustrer une des conséquences possibles de la dimérisation. 

Cette diversification observée lors de la création de nouvelles unités fonctionnelles 

apporterait à la cellule des propriétés pharmacologiques originales. 

 

 

II-E.3) Effet de la dimérisation sur la signalisation 

 

Les RCPG à l’état actif sont capables de se coupler spécifiquement à des protéines, relais 

intracellulaire de l'information extracellulaire détectée par les récepteurs. Nous avons discuté 

précédemment du modèle selon lequel le dimère permettrait un couplage efficace du 

récepteur à une protéine G. Au regard de ce modèle, il paraît évident que la nature des 

protomères formant le dimère est déterminante dans la spécificité de couplage du récepteur 

aux différentes protéines G (Gs, Gi, Gq et G12). Si les récepteurs sont sous forme d’homo- ou 

hétérodimères, les voies de signalisation activées par ces complexes pourront être différentes. 

Les récepteurs δ et µ opiacés peuvent individuellement se coupler à des protéines G sensibles 

à la PTX (Gi/o). Sous forme hétérodimérique, ces récepteurs sont toujours capables de 
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signaler en présence de cette toxine (Charles et al., 2003; George et al., 2000). 

L’hétérodimère pourrait donc s’associer spécifiquement à des protéines G insensibles à la 

PTX. Les mêmes conclusions ont été rapportées notamment pour les récepteurs aux 

chimiokines CCR2 / CCR5 (Mellado et al., 2001) et plus récemment pour les récepteurs de la 

Dopamine (Lee et al., 2004; Pollack, 2004). 

 

Récemment, des résultats ont permis de démontrer par des techniques de BRET et de co-

immunoprécipitation, l’hétérodimérisation du récepteur EP1 de la prostaglandine E2 avec le 

récepteur β2AR, dans des cellules musculaires des voies respiratoires (McGraw et al., 2006). 

Le récepteur EP1 qui, exprimé seul, n’a pas d’effet significatif sur le tonus respiratoire, agirait 

comme un modulateur du β2AR en le découplant des protéines Gs via la formation d’un 

hétérodimère. L’effet bronchodilatateur induit par l’agoniste du β2AR serait ainsi fortement 

réduit. D’un point de vue pathologique, cette hétérodimérisation pourrait contribuer à réduire 

la réponse des agonistes du β2AR dans le cas de crises d’asthme sévères. Concernant les 

récepteurs du goût, il a été proposé que la réponse aux goûts sucrés (saccharine, sucrose…) 

serait strictement dépendante de la formation de l’hétérodimère T1R3 / T1R2 (Nelson et al., 

2001) alors que l’hétérodimère T1R3 / T1R1 serait préférentiellement sensible aux acides 

aminés (Nelson et al., 2002). De manière intéressante, des études de souris KO suggèrent que 

l’hétérodimère T1R3 / T1R1 est nécessaire pour avoir une sensation umami (goût différent 

apporté notamment par le glutamate) (Zhao et al., 2003). De multiples exemples démontrant 

l’impact de la dimérisation sur la signalisation des RCPG traduisent l’importance de ce 

phénomène. 

 

 

II-E.4) Effet de la dimérisation sur l’endocytose 

 

Pour un certain nombre d’hétérodimères, il a pu être démontré que la stimulation d’un seul 

protomère permet la co-internalisation des deux « récepteurs ». Parmi ces récepteurs, on 

trouve les récepteurs de la somatostatine SSTR1 / SSTR5 (Rocheville et al., 2000), δ opiacés / 

β2AR  (Jordan et al., 2001), α2AAR / β1AR (Xu et al., 2003), α1AAR / α1bAR (Stanasila et al., 

2003), SSTR2A de la somatostatine / µ opiacés (Pfeiffer et al., 2002) et A2A de l’adénosine / 

D2 de la dopamine (Hillion et al., 2002). A l’inverse, l’hétérodimérisation peut aussi 

empêcher l’endocytose d’un protomère par un effet dominant négatif du protomère qui lui est 
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associé. On citera le cas du récepteur κ opiacé qui empêche l’endocytose du récepteur 

δ opiacé (Jordan and Devi, 1999) et du β2AR. De même, le β1AR bloque l’internalisation du 

β2AR lorsqu'ils sont co-transfectés dans les mêmes cellules (Lavoie et al., 2002). 
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CHAPITRE III : LES TECHNIQUES DE TRANSFERT D’ENERGIE 
 

 

III-A) Introduction 

 

La caractérisation de la dynamique des interactions protéine – protéine a été marquée par 

l’évolution des biotechnologies notamment dans le domaine de la biophysique. C’est ainsi que 

les techniques de fluorescence, vieilles pour certaines depuis plus d’un demi-siècle, 

connaissent depuis une dizaine d’années un regain d’intérêt en biologie. Ces méthodes, basées 

sur l’utilisation des propriétés de fluorescence de molécules particulières, se sont avérées des 

outils parfaitement adaptés à la cellule vivante. Elles permettent notamment le suivi dans 

l’espace et dans le temps de la dynamique des interactions protéiques intervenant au sein 

même de la cellule. Parmi ces méthodes, les technologies basées sur un transfert d’énergie de 

fluorescence de type Förster, représentent des outils de choix pour mesurer des variations de 

distance intra ou intermoléculaires de l’ordre de quelques nanomètres. Ainsi, le FRET et le 

BRET ont été largement utilisés ces dernières années pour l’étude des interactions 

moléculaires aussi bien in vitro, qu’in vivo. 

 

Dans une première partie, nous rappellerons les principales propriétés caractérisant un 

fluorophore puis nous verrons comment ces molécules fluorescentes peuvent être mises à 

contribution dans des approches de transfert d’énergie de type Förster. Nous aborderons 

ensuite des applications biologiques de ces méthodes pour l’étude de la dynamique des 

interactions protéiques dans la cellule. 

 

 

III-B) Fluorescence et fluorophore 

 

Pour simplifier la lecture de ce manuscrit, les formulations mathématiques à la base des 

notions théoriques de la fluorescence sont développées en annexe II. Nous ne rappellerons ici 

que quelques définitions et principes de base permettant de mieux comprendre le principe du 

FRET. 
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τ  =  
kr + knr 

1 

La luminescence peut se définir comme une émission de lumière (photons), produite par le 

retour d'électrons excités vers un état de moindre énergie au sein d’une molécule. Parmi les 

phénomènes de luminescence, on distingue la photoluminescence (fluorescence, 

phosphorescence) qui est un phénomène radiatif consécutif à une excitation lumineuse, de la 

chimioluminescence dont l’émission de lumière est consécutive à une réaction chimique ou 

enzymatique (bioluminescence). Concernant la photoluminescence, une représentation de ce 

phénomène dans le diagramme de Jablonski est détaillée en annexe.  

 

Une molécule capable d’émettre un signal de fluorescence est qualifiée de fluorophore. 

Différentes caractéristiques photophysiques permettent de le définir : 
 

- les spectres d’excitation et d’émission. Ils représentent la signature de la structure 

énergétique du fluorophore. La différence de longueur d’onde séparant leur maximum 

s’appelle le déplacement de Stokes. 
 

- le coefficient d’extinction molaire (ε). Il correspond à la capacité d’absorption par le 

fluorophore de l’énergie apportée par un photon à une longueur d’onde donnée.  
 

- le rendement quantique (Φ).  Il caractérise la capacité du fluorophore à re-émettre sous 

forme de lumière, l’énergie absorbée. Il est défini comme étant le rapport du nombre de 

photons émis sur le nombre de photons absorbés. 
 

- la durée de vie de fluorescence (τ). Elle représente le temps de séjour moyen du 

fluorophore dans son état excité et peut être déterminée par la formule suivante : 
 

 

 

 

 Ce temps est d’autant plus court que les constantes de dés-excitation radiative (kr) et non 

radiatives (knr) sont rapides. La durée de vie pour un fluorophore classique est de l’ordre de la 

nanoseconde. 
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Figure III.1 : Conditions du FRET. A. Un FRET peut apparaître seulement si le spectre 
d’émission du donneur recouvre le spectre d’excitation de l’accepteur. Ce recouvrement est 
défini par une intégrale de recouvrement J. B. Un FRET est observé si la distance séparant les 
deux fluorophores est inférieure à 1.8 x le rayon de Förster (R0). Ce dernier définit la distance  
donneur – accepteur pour laquelle l’efficacité du transfert d’énergie est de 50%. C. Importance 
de l’orientation relative des dipôles du donneur et de l’accepteur pour la mise en place d’un 
transfert d’énergie.
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III-C) Transfert d’énergie de type Förster (FRET) 

 

III-C.1) Conditions du transfert d’énergie  

 

Le FRET, bien qu’observé par Perrin au début du XXième siècle, est décrit pour la première 

fois par Förster en 1946. Les applications de cette approche à l’étude des interactions 

protéiques apparaîtront vers la fin du XXème siècle (Selvin, 2000). D’après la théorie de 

Förster, le FRET est défini comme un transfert d’énergie non radiatif résultant d’une 

interaction dipôle – dipôle entre deux molécules (donneur et  accepteur d’énergie) (Stryer, 

1978). Ce phénomène physique nécessite une compatibilité énergétique entre ces molécules. 

Cela signifie que le spectre d’émission du donneur doit recouvrir, au moins partiellement, le 

spectre d’absorption de l’accepteur (Figure III.1.A). Ce recouvrement des spectres est défini 

par une intégrale appelée intégrale de recouvrement J(λ) :  

 

∫
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où FD(λ) est l’intensité de la fluorescence émise par le donneur à une longueur d’onde 

donnée et εA(λ) le coefficient d’extinction molaire de l’accepteur. Le facteur J reflète donc la 

capacité d’une paire de fluorophores à émettre et absorber de l’énergie à la même longueur 

d’onde. 

 

En accord avec la théorie de Förster, le FRET est un processus qui dépend de la distance 

séparant les deux molécules, donneur et accepteur, comme le montre la formule suivante : 
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où R est la distance effective qui sépare les deux molécules et R0 le rayon de Förster. Ce 

dernier correspond à la distance donneur - accepteur pour laquelle l’efficacité du transfert 

d’énergie est de 50% (Figure III.1.B). Cette distance, qui dépend de la nature des 

fluorophores utilisés, est généralement comprise entre 1 et 10 nm (Stryer and Haugland, 
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kr + knr + kt

1 
= τDA 

1967). Au-delà de cette gamme, l’efficacité du transfert d’énergie chute très rapidement. 

L’expression mathématique pour le calcul de cette distance s’écrit : 

 

( ) 9730nk10JR 423
1/6

0 ×××××= −− QD
 

 

où J est l’intégrale de recouvrement, n l’indice de réfraction du milieu (n-4 est 

généralement compris entre 1/3 et 1/5), QD le rendement quantique du donneur en absence 

d’accepteur et k2 le facteur d’orientation qui est fonction de l’orientation relative des dipôles 

du donneur et de l’accepteur (Figure III.1.C). Même si la valeur de k2 est théoriquement 

comprise entre 0 et 4, 2/3 est la valeur habituellement utilisée pour déterminer le R0. En effet, 

k2 est assimilé à 2/3 lorsque le donneur et l’accepteur présentent un degré de liberté suffisant 

pour être aléatoirement orientés dans l’espace (Stryer, 1978). Cette condition est généralement 

satisfaite pour les fluorophores attachés à des biomolécules car ils peuvent avoir une certaine 

liberté de rotation (Dale et al., 1979). 

 

 

III-C.2) Influence du FRET sur la durée de vie 

 

Au même titre que les processus radiatifs et non radiatifs, le FRET contribue à dépeupler 

les niveaux excités du donneur. Ainsi, aux constantes de désactivation kr et knr vient s’ajouter 

la constante kt qui est caractéristique du transfert d’énergie. La durée de vie du donneur en 

présence d’un transfert d’énergie est donc sous la dépendance de ces trois constantes et peut 

s’écrire : 
 

 

 

 

où τDA représente la durée de vie du donneur en présence d’accepteur, kr la constante de 

désactivation radiative, knr la constante de désactivation non radiative et kt la constante de 

transfert. 
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Ainsi, plus le FRET est efficace (kt important), plus la durée de vie du donneur est courte. Ce 

lien entre efficacité du transfert et durée de vie est utilisé dans certaines technologies pour 

mettre en évidence des évènements de FRET. 

 

 

III-C.3) Comment mettre en évidence  le FRET ? 

 
Le FRET mesure des intensités. Expérimentalement, ce signal peut être mesuré à l’aide 

d’un fluorimètre ou en microscopie. Dans un fluorimètre, le signal de FRET mesuré provient 

d'une population cellulaire disposée dans des puits de taille différente selon les microplaques 

utilisées. En revanche, les techniques microscopiques mesurent des évènements de transfert 

d’énergie à l’échelle subcellulaire. Quel que soit le type de détection choisi, la mesure d’un 

FRET entre deux fluorophores peut être effectuée de différentes manières. 

 

La première consiste à quantifier les variations de l’intensité de fluorescence en mesurant 

la diminution de la fluorescence du donneur (Sokol et al., 1998), l’augmentation de celle de 

l’accepteur (Chan et al., 1979) ou en calculant un rapport que nous appelerons ratio 

(fluorescence d’émission de l’accepteur/fluorescence d’émission du donneur) (Miyawaki et 

al., 1997). Cette analyse est réalisable aussi bien en microplaque qu’en microscopie. La 

principale difficulté d’analyse de ces signaux vient du recouvrement pouvant exister entre les 

spectres d’excitation et d’émission des fluorophores utilisés. Ce manque de sélectivité 

spectrale est à l’origine d’un important bruit de fond avec comme conséquence une réduction 

de la sensibilité du test. Des couples de fluorophores tels que la fluorescéine/rhodamine ou les 

protéines CFP/YFP présentent ce type de limitation (Zheng et al., 2002). Cependant, le signal 

sur bruit du FRET peut être amélioré en s’affranchissant d’une partie des signaux parasites 

grâce à une lecture en temps résolu. Ceci est possible en TR-FRET (Time-Resolved 

Fluorescence Resonance Energy Transfer) grâce à l’utilisation de fluorophores à durée de vie 

longue tels que les chélates ou cryptates de terre rare (cf. chapitre III-D.3). A ce jour, le TR-

FRET est appliqué uniquement dans des formats microplaques. 

 

D’autres méthodes permettent de déterminer indirectement l’existence d’un FRET par 

photoblanchiment (pbFRET). Le photoblanchiment est une méthode qui consiste à éteindre 

un fluorophore par une exposition prolongée à une source lumineuse. La mise en œuvre de 

cette approche est préférable en microscopie confocale car il est ainsi possible d’obtenir une 
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bonne résolution spatiale pour éteindre directement les fluorophores dans leur environnement 

cellulaire. Dans le cas du FRET par photoblanchiment (pbFRET), le photoblanchiment du 

fluorophore donneur entraîne une diminution de son intensité de fluorescence qui est mesurée 

en présence ou non d’accepteur. Lorsque l’accepteur est en étroite proximité avec le donneur, 

un FRET apparaît et entre en compétition avec le processus de photoblanchiment. Cette 

compétition se traduit par une augmentation de la résistance du donneur au photoblanchiment 

dont les constantes de temps mesurées (en présence ou non d’accepteur) permettent de mettre 

en évidence un transfert d’énergie (Rocheville et al., 2000). Une autre alternative au pbFRET 

du donneur est le pbFRET de l’accepteur. Les émissions de fluorescence du donneur et de 

l’accepteur sont mesurées avant et après photoblanchiment de l’accepteur. L’augmentation de 

la fluorescence du donneur après destruction de l’accepteur prouve l’existence d’un FRET 

entre les deux molécules (Gregan et al., 2004; He et al., 2003). Un des désavantages du 

pbFRET est qu’une mesure répétée du même échantillon n’est pas envisageable en raison de 

la destruction des fluorophores par l’excitation continue.  

 

L’utilisation de la durée de vie de fluorescence du donneur est aussi une approche adaptée 

à la mesure des évènements de FRET. Cette méthode consiste à mesurer le déclin de 

fluorescence du donneur au cours du temps. Cela peut être réalisé aussi bien sur des 

populations de cellules au format microplaque, que par des techniques microscopiques. La 

base physique de cette approche repose sur le fait que la durée de vie d’une molécule 

fluorescente dépend notamment de l’efficacité du processus de FRET. Par conséquent, plus le 

transfert d’énergie entre les deux molécules est efficace plus le déclin de fluorescence du 

donneur est rapide. Le FLIM (Fluorescence Lifetime Imaging Microscopy) est un exemple de 

technologie basée sur l’analyse de durée de vie (Bastiaens and Squire, 1999). Il est préférable 

avec ce type d’approche d’utiliser des molécules fluorescentes dont le déclin de fluorescence 

est monoexponentiel. La CFP par exemple est utilisée en FLIM en dépit de certains 

désavantages dus à son faible rendement quantique, son faible coefficient d’extinction 

molaire et surtout à son déclin de fluorescence qui présente deux exponentielles (Tramier et 

al., 2002). Ainsi, afin de faciliter l’analyse des durées de vie en FLIM des mutations de cette 

protéine ont permis de générer un variant nommé Cerulean plus lumineux que la CFP et 

présentant une décroissance monoexponentielle (Rizzo et al., 2004).  

 
 
 
 



NC

GFP

A

B

Figure III.2 : Les protéines GFP. A. Structure cristallographique de la GFP (code pdb : 
1EMB). B. Spectres d’excitation et d’émission des variants de la GFP.
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II-D) FRET et BRET : des techniques adaptées à l’étude des protéines 

 

Les méthodes biophysiques, en palliant un certain nombre de contraintes liées à 

l’utilisation de techniques biochimiques, ont permis d’étudier les protéines directement dans 

leur environnement cellulaire. Qu’il s’agisse du FRET ou du BRET, ces technologies ont 

rendu possible non seulement l’étude des interactions protéiques mais aussi le suivi des 

changements conformationnels intervenant au cours des processus d’activation des protéines 

dans la cellule. 

 

 

III-D.1) Utilisation de la GFP et de ses dérivés en FRET 

 

L’innovation probablement la plus importante dans le domaine des fluorophores fut 

marquée par la découverte d’une protéine fluorescente pouvant être directement encodée à 

l’intérieur de la cellule. Il s’agit de la GFP (Green Fluorescent Protein). L’exploitation de la 

GFP et la génération de variants de cette protéine ont permis le développement de 

technologies de FRET parfaitement adaptées à l’étude de la dynamique des interactions 

moléculaires dans l’espace et dans le temps à l’intérieur de cellules vivantes.  

 

Initialement identifié chez la méduse Aequorea Victoria, le gène codant pour la GFP a été 

cloné en 1992 par Prasher et coll. Cristallisée pour la première fois en 1974, il faudra attendre 

1996 pour obtenir la structure tridimensionnelle de la GFP par diffraction de rayons X (Ormo 

et al., 1996). Cette protéine de 27 kDa se présente sous forme d’un cylindre de 30 Å de 

diamètre et 40 Å de  hauteur composé de onze feuillets β (9 à 13 résidus par feuillet) qui 

entourent une hélice α contenant le chromophore (Figure III.2.A). Le chromophore résulte 

d'une réaction spontanée de cyclisation des chaînes latérales de trois acides aminés (Sérine65 – 

Tyrosine66 – Glycine67) à l’intérieur du tonneau. L’organisation des feuillets β, en formant une 

véritable cage, confère au chromophore son propre environnement (Ward, 2006). 

 

La photoactivation de cette protéine dont le pic d’absorption majoritaire est à 395 nm 

entraîne une réaction autocatalytique provoquant l’émission d’une lumière verte avec un pic 

d’émission à 508 nm. Différentes protéines mutantes de la GFP ont été produites. En 

changeant, entre autres, la structure des trois acides aminés formant le chromophore, il a été 
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possible de modifier les longueurs d'onde d'absorption et d'émission de la GFP devenant alors, 

une BFP, une YFP ou de nombreux autres variants bien caractérisés (CFP, RFP…) (Figure 

III.2.B). L’utilisation de ces différents mutants comme sondes moléculaires en font des outils 

de choix aussi bien dans l’étude de l’expression de gènes, le suivi de protéines et leur 

compartimentalisation cellulaire que dans l’analyse des interactions protéine – protéine par 

des approches de transfert d’énergie. Concernant ce dernier point, deux paires de fluorophores 

ont été largement utilisées. Ces molécules BFP/GFP et CFP/YFP dérivées de la GFP 

présentent en effet des propriétés photophysiques compatibles avec la mise en place d’un 

transfert d’énergie.  

 

Le point fort de cette technologie réside dans l’encodage des protéines fluorescentes. Il est 

donc possible de suivre en microscopie la localisation cellulaire des protéines avec une bonne 

résolution spatiale. De plus, grâce à la forte intensité de fluorescence des molécules utilisées, 

les phénomènes de transfert d’énergie peuvent être visualisés directement dans la cellule 

permettant de définir à la fois la nature des protéines en interactions, la dynamique de ces 

phénomènes et leur localisation cellulaire. 

 

Dans le domaine des RCPG cette approche a été beaucoup utilisée pour caractériser la 

dimérisation des récepteurs. La fusion des GFP au niveau de la région carboxy-terminale des 

récepteurs a permis d’analyser leur organisation sans pour autant altérer leur structure, 

fonction ou localisation dans les travaux publiés. Le principal inconvénient de cette approche 

pour l’étude de la dimérisation vient de la nécessité de passer par la microscopie confocale. 

En effet, en microscopie classique par épifluorescence ou dans un fluorimètre il n’est pas 

possible de séparer le signal provenant des récepteurs de surface de celui des récepteurs 

retenus dans les compartiments intracellulaires. De plus, la difficulté de miniaturisation de 

cette approche en microplaque ne permet pas d’étendre ce type d’analyse à du moyen ou haut 

débit. 
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Figure III.3 : La bioluminescence naturelle d’Aequoria Victoria. A. La méduse Aequoria
Victoria est un organisme marin chez lequel le transfert d’énergie est naturel. B. Mécanisme 
de production de lumière par le système Aequorine - GFP.
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III-D.2) BRET : un phénomène naturel 

 

III-D.2.a) La bioluminescence chez Aequoria Victoria et chez Renilla Reniformis 
 

Dans les années 60, le Dr. Shimomura mit en évidence un phénomène de bioluminescence 

existant chez un organisme marin, la méduse Aequoria Victoria (Figure III.3.A). Quelques 

années plus tard l’extraction et la purification d’une protéine bioluminescente, appelée 

aequorine, permit de démontrer son rôle dans la luminescence naturelle de cet organisme. 

L’aequorine s’est révélée être par la suite un complexe moléculaire formé d’une protéine de 

21 kDa ou apo-aequorine possédant trois sites de haute affinité pour le calcium, d’oxygène 

moléculaire et d’un chromophore, la coelenterazine (Figure III.3.B). Lorsque trois ions 

calcium se lient à l’apo-aequorine, il se produit un changement conformationnel permettant 

l’oxydation de la coelenterazine en coelenteramide qui se trouve alors dans un état excité. Le 

complexe ainsi formé est aussi appelé : blue fluorescent protein. En effet, in vitro, la réaction 

se termine par la libération d’une molécule de CO2 et l’émission d’une lumière bleue avec un 

pic à 469 nm (Shimomura and Johnson, 1969). Cependant, in vivo, la bioluminescence de 

certaines cellules de la méduse n’est pas de couleur bleue mais verte (Figure III.3.A). En 

1974 fut établie l’existence d’un transfert d’énergie de l’aequorine vers une protéine isolée à 

partir du même organisme, la GFP. L’excitation de la GFP par l’aequorine au cours du 

transfert d’énergie est responsable d’une émission dans le vert avec un pic à 510 nm (Morise 

et al., 1974).  

 

Par la suite d’autres organismes présentant des mécanismes de bioluminescence 

semblables ont été identifiés. Parmi ces organismes, Renilla Reniformis (pensée de mer) 

possède une enzyme de 36 kDa, la Renilla luciférase, qui catalyse l'oxydation de la 

coelentérazine (luciférine) en présence d’oxygène mais sans nécessité d’un cofacteur 

(calcium). In vitro, cette réaction catalytique produit une lumière bleue avec un pic d'émission 

à 480 nm (Matthews et al., 1977; Wampler et al., 1971). Comme pour l’aequorine, la présence 

d’une GFP chez Renilla Reniformis permet un transfert d’énergie qui se traduit par une 

émission dans le vert à 510 nm. 
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III-D.2.b) Utilisation du BRET en biologie 
 

L’identification puis le clonage des protéines impliquées dans un processus naturel de 

BRET (cf. ci-dessus) ont permis d’adapter ce système à l’étude des protéines en cellules 

vivantes. La particularité du BRET vient de la nature du donneur. En effet, il s’agit d’une 

molécule luminescente, la coelenterazine, dont l’excitation est déclenchée par une enzyme, la 

Renilla Luciferase (Rluc). Comme pour le FRET, l’accepteur du BRET peut être une protéine 

fluorescente comme la GFP ou la YFP. Pour l’instant, le BRET est limité à des applications 

au format fluorimètre. En effet, l’analyse microscopique du signal de BRET est rendue 

difficile par la faible intensité d’émission de la Rluc. 

 

Le BRET est un processus qui dépend entre autres, de la distance séparant le donneur de 

l’accepteur. Ainsi, lorsque la Rluc et la YFP se trouvent à proximité (d < 10 nm), un transfert 

d’énergie peut avoir lieu entre les deux molécules avec l’émission d’une fluorescence 

caractéristique à 530 nm (Figure III.4). L’excellente compatibilité de ces deux molécules en 

fait un couple très utilisé pour l’étude des interactions protéiques. Pour cela, les protéines 

d’intérêt sont fusionnées à la Rluc ou la YFP avant d’être exprimées dans la cellule. En 

absence de toute interaction, l’ajout de coelenterazine sur des cellules co-exprimant les deux 

protéines recombinantes se traduit par un spectre d’émission avec un pic centré à 480 nm. 

Toutefois, si les deux protéines sont en interaction un deuxième pic caractéristique du BRET 

apparaît aux environs de 530 nm. Ce pic correspond à l’émission de la YFP excitée par le 

transfert d’énergie provenant de la réaction enzymatique.  

 

Expérimentalement, le BRET est déterminé ratiométriquement en divisant l’émission de 

l’accepteur à 530 nm par l’émission du donneur à 480 nm. Ce mode ratiométrique permet 

d’éliminer les variations de signal dues à des fluctuations de la lumière émise (interférences 

optiques des milieux, variations du nombre de cellules, volume de l’essai…). De plus, 

l’utilisation d’une enzyme pour exciter le donneur luminescent (coelenterazine) permet de 

s’affranchir d’une source excitatrice extérieure évitant ainsi les problèmes de 

photoblanchiment des GFP, d’effet de filtre des milieux à la longueur d’onde d’excitation du 

donneur ou encore de l’excitation croisée de l’accepteur. Enfin, les taux d’expression relatifs 

des molécules peuvent être quantifiés séparément en mesurant la luminescence du donneur à 

480 nm et la fluorescence de l’accepteur à 530 nm.  
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Cependant, comme pour le FRET, le signal sur bruit d’un essai en BRET est 

significativement affecté par le recouvrement des spectres d’émission du substrat de la Rluc et 

de la YFP. Pour cette raison, une version améliorée du BRET, nommée BRET2 a été 

développée (Bertrand et al., 2002; Jensen et al., 2002; Vrecl et al., 2004). Dans cette version, 

un analogue de la coelenterazine, le DeepBlueC, est utilisé comme substrat de la Rluc (Figure 

III.4). Ce substrat se caractérise par une émission de fluorescence significativement décalée 

de 480 à 400 nm. Un accepteur nommé GFP2 a été spécialement développé afin de présenter 

un pic d’excitation à 400 nm et un pic d’émission à 510 nm. Ainsi, la résolution spectrale du 

BRET2 est significativement améliorée par rapport au BRET classique avec une séparation 

presque complète des spectres d’émission (déplacement de Stokes de 115 nm en BRET2 et de 

50 nm en BRET standard). Le rapport déterminé dans le BRET2 (510 nm / 400 nm) présente 

par conséquent un bruit de fond négligeable. Néanmoins, l’utilisation du DeepBlueC comme 

substrat de la Rluc donne un rendement quantique beaucoup plus faible que celui de la 

coelenterazine. La nécessité d’avoir un lecteur sensible pour le BRET2 est une limite à 

l’utilisation de cette technologie. 

 

L’approche BRET a été particulièrement utilisée pour analyser l’oligomérisation et 

l’activation des RCPG. Plus sensible que le FRET CFP/YFP et adaptable au format 

microplaque, le BRET est un outil de choix pour l’étude des protéines en cellules vivantes. 

Toutefois, comme pour le FRET, cette technologie ne permet pas de discriminer aisément le 

signal de BRET provenant des interactions entre les protéines de surface du signal provenant 

des protéines retenues dans les compartiments intracellulaires. 

 

 

III-D.3) Le FRET en temps résolu (technologie HTRF) 

 

III-D.3.a) Généralités 
  

La principale limite du FRET est liée au manque de sélectivité spectrale des fluorophores 

utilisés ainsi qu’à la difficulté de s’affranchir des signaux parasites (bruit de fond). Ceci a des 

conséquences sur la sensibilité des tests mis en œuvre. Ainsi, l’utilisation de traceurs 

présentant des propriétés originales de luminescence a permis de mettre au point des tests plus 

sensibles en améliorant la résolution spectrale et temporelle du signal de FRET. Ces 

molécules sont des complexes formés par l’association d’un chromophore (cryptand ou 
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chélate) et d’un cation lanthanide faisant parti du groupe des terres rares (europium, 

terbium…). La principale caractéristique des lanthanides vient de leur durée de vie de 

luminescence relativement longue (de l’ordre de la milliseconde). Il est important de rappeler 

que la durée de vie de fluorescence de la plupart des fluorophores organiques et des protéines 

fluorescentes est de l’ordre de la nanoseconde tout comme les fluorescences parasites 

(autofluorescence, diffraction de la lumière…). Grâce à cette propriété des ions lanthanides, 

les systèmes de détection de fluorescence en phase homogène et en temps résolu ont pu être 

développés. Ces systèmes reposent sur l’application d’un délai entre l’excitation de 

l’échantillon et la mesure du signal émis de manière à s’affranchir des fluorescences parasites 

à durée de vie courte. Cette résolution temporelle du signal permet ainsi d’améliorer le rapport 

entre le signal du traceur et le bruit de fond inhérent aux conditions du test sans qu’aucune 

étape de séparation des espèces ne soit nécessaire. Cette partie sera plus détaillée que les 

précédentes car la technologie HTRF est une méthode largement utilisée dans mon travail de 

thèse. 

 

III-D.3.b) Les fluorophores 
 

 Le donneur 
 

Au cours des années 1970, les complexes luminescents de lanthanide se sont révélés des 

candidats intéressants comme marqueurs dans le développement de systèmes d’analyse et de 

diagnostic. En effet, l’utilisation des chélates et cryptates de terre rare a permis de mettre au 

point des systèmes de détection en temps résolu caractérisés par une réduction du bruit de 

fond. Chacune de ces sondes est constituée d’un chromophore organique et d’une terre rare 

(principalement europium et terbium). La complexation de l’ion par le chélate est basée sur 

une interaction réversible alors que dans la structure du cryptate, le cryptand encage 

irréversiblement l’ion en le protégeant des interactions environnementales (extinction de 

fluorescence par les molécules d’eau…) (Figure III.5.A). La présence de groupements 

réactifs au niveau du chromophore permet de greffer le complexe à des biomolécules 

(anticorps, antigènes…). Une propriété intéressante de ces chromophores est leur capacité à 

collecter l’énergie excitatrice (effet d’antenne) et à la transférer sur le cation lanthanide. 

L’antenne est nécessaire du fait de la faible capacité d’absorption de la lumière par les 

lanthanides qui rend leur excitation directe difficile (< fluorophores organiques 

conventionnels). Ainsi, l’excitation du complexe de lanthanide par une lumière incidente 

(laser, lampe flash…) contribue à peupler les niveaux vibrationnels singulets de haute énergie 



Figure III.6 : Structure et spectres des cryptates d’europium. A. Structure des cryptates
d’europium TBP et PBP4COOH. B. Spectres d’absorption et d’émission du TBP et PBP4COOH.
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du chromophore (transition S0 → S1, S2) (Figure III.5.B). Le retour vers l’état fondamental 

S0 est influencé par la présence du lanthanide qui favorise le croisement intersystème 

permettant de peupler les états triplets (T1) du chromophore. Finalement, le passage T1 → S0 

induit un transfert d’énergie favorisant le remplissage des niveaux excités du lanthanide (5D0 

pour l’europium et 5D4 pour le terbium) dont la composante de désexcitation par voie 

radiative est responsable de l’émission luminescente.  

 

Le transfert d’énergie intramoléculaire existant au sein de ces complexes est responsable 

du grand déplacement de Stokes (de l’ordre de 200 – 250 nm) qui permet de s’affranchir de 

l’interférence due à la source d’excitation. Ce décalage est la conséquence de la séparation des 

fonctions absorption (par le chromophore) et émission (par la terre rare) au sein du complexe. 

Ainsi, les chromophores organiques (chélate, cryptate) absorbent majoritairement dans l’UV 

et la partie bleue du spectre visible alors que les terres rares réémettent dans le vert – rouge : 

560 nm pour le terbium et 605 nm pour l’europium. La longue durée de vie de cette émission 

(µs → ms) est principalement la conséquence des transitions électroniques particulières qui 

interviennent au niveau des terres rares. Cette caractéristique permet d’ailleurs l’utilisation de 

ces molécules dans des applications en temps résolu.  

 

Dans les milieux biologiques classiquement utilisés, le complexe formé par le chélate et le 

lanthanide peut être dissocié en raison d’une faible stabilité de l’interaction (compétition entre 

l’ion lanthanide et les ions Mn2+, Mg2+, Ca2+ ou chélation du lanthanide par de l’EDTA), ce 

qui constitue un inconvénient majeur. Dans le cas des cryptates de terre rare l’inclusion de 

l’europium dans une cage tridimensionnelle formée par le cryptand empêche ces phénomènes 

de dissociation conférant au complexe une très haute stabilité. 

 

Les cryptates de terre rare sont les donneurs d’énergie utilisés dans la technologie HTRF 

(Homogeneous Time Resolved Fluorescence). La mise au point de leur structure découle des 

travaux de J.M Lehn, prix Nobel de chimie en 1987. Plusieurs types de cryptate d’europium 

ont été développés par la société CisBio International (CBI) mais deux retiendront 

particulièrement notre attention (Figure III.6). 

 

Le TBP (Trisbipyridine Europium cryptate) est un cryptate qui, en présence d’ions 

fluorures (KF, 400mM), résiste à la désactivation non radiative de l’europium par les 

molécules d’eau et les « quenchers » présents dans le milieu (solvant, cations divalents, 
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chélatants…) (Mathis, 1995). Toutefois, pour des applications cellulaires, les ions fluorures 

utilisés à de telles concentrations présentent une importante toxicité pour la cellule.  

 

Pour cette raison, un deuxième cryptate, le PBP4COOH (Pyridine Bipyridine 

Tetracarboxylate Europium Cryptate) a été synthétisé. Cette molécule possède les mêmes 

avantages que le TBP mais ne nécessite pas l’utilisation des ions fluorures. En effet, la 

structure de sa cage (plus petite que celle du TBP) empêche la réduction de la forme Eu3+ en 

Eu2+. La possibilité de ne pas utiliser le KF fait de ce cryptate un fluorophore idéal pour des 

tests cellulaires.  

 

 L’accepteur 
 

Deux accepteurs dont les propriétés spectrales sont compatibles avec celles des cryptates 

d’europium ont été élaborés. 

 

Le premier accepteur développé pour des tests HTRF est une phycobiliprotéine de 105 

kDa, l’allophycocyanine purifiée et modifiée chimiquement (XL665) (Mathis, 1993; Trinquet 

et al., 2001). Cette molécule présente une très bonne compatibilité énergétique avec le 

cryptate ce qui permet une importante efficacité de transfert (Bazin et al., 2002) (Figure 

III.7). De plus, l’émission de la XL665 est maximale à 665 nm alors que l’émission du 

cryptate est très faible dans cette région. Enfin, cette molécule présente un bon rendement 

quantique (≈ 70%) et peut être couplée à diverses biomolécules par ses groupements amines. 

 

La deuxième génération d’accepteurs est représentée par le d2, une petite molécule 

organique d’environ 1 kDa. Comme la XL665, le d2 est un accepteur fortement compatible 

avec le cryptate d’europium. D’autres molécules très semblables au d2 telles que l’AlexaFluor 

647 ou le Cy5 sont aussi utilisables dans ce type de tests. La petite taille de ces molécules 

représente un avantage certain pour des tests biologiques en évitant notamment les problèmes 

d’encombrement stérique.  

 

III-D.3.c) Transfert d’énergie : sélectivité temporelle et spectrale 
 

La grande sensibilité de détection de la technologie HTRF est la conséquence de l’analyse 

du signal de FRET en temps résolu (sélectivité temporelle) et d’une bonne séparation des 

spectres d’émission des molécules donneur et accepteur (sélectivité spectrale). 
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 La sélectivité temporelle 

 

Lors d’un transfert d’énergie entre un donneur possédant une durée de vie de fluorescence 

longue et un accepteur fluorescent, ce dernier émettra un signal de fluorescence présentant 

une durée de vie apparente similaire à celle du donneur (Mathis, 1995; Morrison, 1988). 

Ainsi, l’utilisation des cryptates de terre rare permet de mesurer l’émission de fluorescence de 

l’accepteur en temps résolu (intégration du signal après un délai de 50µs pendant 350µs) 

(Figure III.8.A). Cette propriété permet de distinguer la fluorescence de l’accepteur engagé 

dans un FRET (durée de vie longue) de la fluorescence de l’accepteur libre (durée de vie 

courte ~ ns) et des fluorescences parasites émises par les biomolécules présentes dans les 

milieux biologiques (~ ns).  

 

 La sélectivité spectrale 

 

La sélectivité spectrale est obtenue grâce à une bonne séparation entre le pic d’émission de 

l’accepteur et les pics d’émission du cryptate d’europium. En effet, l’accepteur (d2, XL665)  

émet dans une zone où le cryptate n’émet quasiment pas (Figure III.8.B). 

 
 

III-D.3.d) Détection à double longueur d’onde  
 

Dans la technologie HTRF, l’émission de fluorescence de l’accepteur à 665 nm est 

normalisée par celle du cryptate à 620 nm. Les deux longueurs d’ondes sont mesurées 

simultanément. Le calcul du rapport des intensités de fluorescence à 665 et 620 nm permet de 

s’affranchir des variations optiques entre les différents milieux. Dès lors, la valeur de ce 

rapport ne dépendra que des interactions biologiques (Figure III.8.B). La robustesse de ce 

signal permet par exemple d’analyser le FRET dans des milieux biologiques complexes 

(sérum, cellules…) ou de tester des librairies dont les composés peuvent présenter de fortes 

absorbances.  

 

La sensibilité et la robustesse du signal HTRF font de cette technologie une approche 

parfaitement adaptée à l’étude des interactions entre biomolécules dans des systèmes de 

criblage à haut débit tel qu'il est pratiqué dans l'industrie pharmaceutique. Ainsi, une large 

variété de tests permettant de détecter de nombreux évènements biologiques a pu être 

développée. Parmi ces gammes de produits, CBI a mis au point une série de kits de dosage de 
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665 nm 620 nm Ratio 
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seconds messagers permettant de mesurer l’activation des protéines Gs, Gi et Gq couplées à 

des RCPG (Gabriel et al., 2003; Trinquet et al., 2006). Concernant l’étude de 

l’oligomérisation de ces récepteurs, les réactifs CBI (anticorps conjugués à des fluorophores) 

semblent tout à fait adaptés à la détection d’interactions protéiques à la surface de cellules 

vivantes. La mise au point d’un tel système de détection a constitué la première partie de mon 

travail de thèse. 

 
 

III-D.3.e) Expression du signal HTRF  
 

Dans cette partie, les formules utilisées pour exprimer les signaux mesurés en HTRF ont 

été détaillées.  

 

Exemple de table d’analyse : 

 

 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 

Négatif : cellules Mock + anticorps-cryptate + anticorps-XL665 (Figure VIII.9.A). 

Echantillon : cellules exprimant les partenaires d’interaction + anticorps-cryptate + 

anticorps-XL665.  

 

Calcul du Delta Ratio (DeltaR) : 

 

DeltaR = [Ratio(665/620)échantillon – Ratio(665/620)négatif] 

 

Cette valeur exprime le signal de l’essai normalisé par unité de cryptate. Elle est 

dépendante de l’appareillage. 
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Le DeltaF est obtenu par la formule suivante : 

 

DeltaF = [DeltaR x 100]/Rationégatif 

 

Le DeltaF tient compte à la fois du signal spécifique et du bruit de fond de l’essai. Il 

représente le signal sur bruit. La valeur obtenue, que l’on exprime en pourcentage, est 

indépendante de l’appareillage. 

 

 

III-E) Utilisation des techniques de transfert d’énergie en biologie cellulaire 

 

Toutes les approches basées sur un transfert d’énergie de type Förster nécessitent la fusion, 

le greffage ou le ciblage de molécules fluorescentes au niveau des protéines d’intérêt. Comme 

nous l’avons déjà évoqué, ces molécules fluorescentes sont choisies par paires (un donneur et 

un accepteur) et doivent répondre à un certain nombre d’exigences. Ainsi, lorsque deux 

protéines d’intérêt sont co-exprimées dans la même cellule, il ne s’établit un transfert 

d’énergie entre les deux fluorophores que si la distance qui les sépare et leur orientation 

respective sont favorables (voir chapitre III-C.3). Ces conditions remplies, un transfert 

d’énergie intermoléculaire peut être mesuré. Il est représentatif de l’association des deux 

protéines dans la cellule. Pour mesurer des changements conformationnels les deux 

fluorophores doivent être portés par la même protéine. Le transfert d’énergie est alors 

intramoléculaire. Il est essentiel dans ce cas précis de bien choisir les sites d’insertion des 

fluorophores. En effet, la distance séparant le donneur de l’accepteur doit être suffisamment 

affectée par les changements conformationnels de la protéine pour induire des variations dans 

l’efficacité du transfert d’énergie.  

 

III-E.1) Transfert d’énergie intermoléculaire 

 

Les techniques de transfert d’énergie, FRET (variants de la GFP, anticorps marqués…) ou 

BRET, ont été beaucoup utilisées pour démontrer des interactions protéines – protéines aussi 

bien à l’intérieur de la cellule qu’à la surface cellulaire. Quelle que soit la méthode choisie, 

cette démonstration repose sur la détection d’un signal caractéristique reflétant la forte 

proximité, si ce n’est l’association, des protéines cibles. Dans le domaine des RCPG, ces 

approches ont révélé l’existence de récepteurs membranaires homo- ou hétérodimériques et 
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ont contribué à mieux comprendre les mécanismes intervenant au cours de l’activation des 

protéines G (cf. chapitres II-B.3 et I-C.2). Elles ont aussi permis de développer, entre autres, 

des sondes sensibles à des seconds messagers comme par exemple l’AMPc (Zaccolo et al., 

2000). En effet, l’AMPc en se fixant au niveau des sous-unités catalytiques et régulatrices de 

la PKA, entraîne une dissociation de ce complexe. Ainsi, en fusionnant les fluorophores au 

niveau des différentes sous-unités, il est possible de corréler directement la production 

d’AMPc intracellulaire à une diminution du signal de FRET.  

 

 

III-E.2) Transfert d’énergie intramoléculaire (changements conformationnels) 

 
Les techniques de transfert d’énergie sont des approches suffisamment sensibles pour 

mesurer des changements conformationnels intervenant au sein d’une protéine. Ceci est 

possible en incorporant les fluorophores donneur et accepteur à différentes positions de la 

protéine d’intérêt. Les points d’insertion sont choisis de manière à ce que les changements 

conformationnels, en modifiant la distance et/ou l’orientation des fluorophores, entraînent des 

modifications du transfert d’énergie (augmentation ou diminution).  

 

Le transfert d’énergie intramoléculaire a permis d’analyser les changements 

conformationnels intervenant au cours des processus d’activation des récepteurs 

membranaires. Ainsi, Vilardaga et coll. ont analysé les réarrangements intracellulaires induits 

par la fixation de molécules agonistes et antagonistes au niveau des récepteurs α2A-

adrénergiques et des récepteurs aux hormones parathyroïdiennes (Vilardaga et al., 2003). Le 

même type d’analyse a permis d’étudier les changements conformationnels du récepteur aux 

androgènes (Schaufele et al., 2005). 

 

De nombreuses sondes intracellulaires ont aussi été développées sur ce principe. L’objectif 

de ces systèmes est de pouvoir révéler l’activation d’une voie de signalisation particulière en 

mesurant les variations de concentrations de différents seconds messagers. La première sonde 

fluorescente appelée caméléon, a été développée par Miyawaki et coll. afin de mesurer les 

modifications de la concentration calcique à l’intérieur de la cellule (Miyawaki et al., 1997) 

(Figure III.10). Suite à la fixation de quatre ions calcium au niveau de son domaine 

calmoduline, la sonde subit des changements conformationnels provoquant un rapprochement 

des fluorophores. L’augmentation du signal de FRET à 510 (GFP) ou 535 nm (YFP) est 
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dépendante de la production calcique intracellulaire. Il est ainsi possible de mesurer en temps 

réel, les variations de la concentration calcique à l’intérieur de la cellule. D’autres sondes ont 

aussi été développées pour mesurer notamment la concentration en GMPc (Nikolaev et al., 

2006) ou pour détecter simultanément l’activité de la PKA et de la PKC (Brumbaugh et al., 

2006). Comme nous l’avons déjà détaillé dans le chapitre I-D, l’activation de RCPG par des 

molécules agonistes est régulée par des processus de désensibilisation et d’internalisation des 

récepteurs. Ces mécanismes de régulation sont dépendants du recrutement de la β-arrestine, 

indépendamment du type de protéine G couplée au récepteur. Ainsi, cette étape de 

recrutement, qui représente un mécanisme largement répandu pour les RCPG, peut être 

utilisée pour mesurer l’activation des récepteurs dans des tests cellulaires. Ces tests consistent 

à détecter les changements conformationnels de la β-arrestine suite à son recrutement au 

niveau d’un récepteur activé, en utilisant un biosenseur double brillance Rluc-β-arrestine-YFP 

(Charest et al.). Le recrutement de la β-arrestine sous le récepteur peut alors être associé à des 

changements du signal de BRET intervenant au niveau de la double fusion. Ce système 

représente un outil général permettant de mesurer l’activation de nombreux récepteurs dans 

des tests de criblage de molécules à haut débit (Heding, 2004).  
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CHAPITRE IV : NOUVELLES METHODES DE MARQUAGE DES PROTEINES 
 

 

IV-A) Introduction 

 

L’utilisation des technologies de transfert d’énergie en biologie a été marquée par la 

découverte de la GFP chez Aequoria Victoria (Lippincott-Schwartz and Patterson, 2003). Le 

principal inconvénient de cette protéine fluorescente vient de sa taille (27 kDa) qui est 

suffisamment grande pour pouvoir interférer (selon le site de son insertion) avec la 

localisation, le repliement ou encore l’activité de la protéine cible (Lisenbee et al., 2003). De 

plus, il n’est pas possible, sans visualisation en imagerie ou purification, de distinguer le 

signal provenant des protéines (fusion GFP) exprimées à la surface, du signal émis par les 

protéines retenues dans les compartiments intracellulaires. Cela peut être un inconvénient 

pour certaines applications bien particulières (oligomérisation des RCPG par exemple). Pour 

ces différentes raisons, des approches alternatives ont dû être développées. L’objectif 

commun à toutes ces techniques est de pouvoir marquer spécifiquement avec des sondes de 

petite taille et de nature diverse (choix des fluorophores) des protéines extracellulaires ou 

intracellulaires sans pour autant altérer leur localisation ou fonction. Parmi ces approches, se 

distinguent des réactions de marquage covalent et des réactions de marquage réversible. Il est 

important de souligner que ces méthodes peuvent potentiellement être croisées pour permettre 

des marquages multiples de différentes protéines. La mise au point de nouveaux systèmes de 

FRET peut être envisagée. 

 

 

IV-B) Marquages réversibles 

 

IV-B.1) TétraCystéine FlAsH 

 

En 1998, le laboratoire de Roger Tsien publie un nouveau système de marquage permettant 

de cibler directement à l’aide de fluorophores des protéines exprimées à l’intérieur de cellules 

vivantes (Griffin et al., 1998). Cette technique repose sur une interaction entre un petit peptide 

tétracystéine (CCXXCC, où la séquence est optimale avec une proline et une glycine à la 

place de X) et un composé biarsenic, le 4’,5’-bis(1,2,3-dithioarsolan-2-yl)fluorescein appelé 
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FlAsH (pour "Fluorescein arsenical hairpin binder") (Figure IV.1). Dans cette approche, la 

protéine d’intérêt est fusionnée avec le motif tétracystéine pour être marquée par le FlAsh 

(ligand organoarsenic). Cette sonde est administrée sur des cellules exprimant la protéine 

recombinante en présence d’un excès de 1,2-éthanedithiol (EDT). L’EDT est utilisé comme 
« antidote » pour bloquer les paires de cystéines (dithiols) portées par les protéines endogènes 

de manière à réduire au maximum la liaison non spécifique et la toxicité. L’ajout simultané de 

l’EDT avec le FlAsH est possible car le peptide tétracystéine est optimisé pour fixer le ligand 

organoarsenic avec une plus haute affinité que l’antidote. Afin d’élargir la palette des 

fluorophores, d’autres dérivés biarsenic présentant des propriétés de fluorescence différentes 

ont été générés : les dérivés bleus (ChoXAsH) et rouges (ReAsH).  

 

Le marquage des protéines avec ce système présente certains avantages. Tout d’abord, le 

dérivé biarsenic, très peu fluorescent sous sa forme libre, révèle une importante augmentation 

de sa fluorescence une fois fixé sur le peptide. Cette propriété permet de minimiser le bruit de 

fond de l’essai. De plus, le motif tétracystéine est suffisamment petit pour pouvoir être 

introduit dans des boucles et hélices α de la protéine cible sans risquer d’affecter sa fonction. 

Enfin, l’interaction entre le peptide et le ligand organoarsenic est très stable et ne peut être 

dissociée que pour des concentrations en EDT de l’ordre du millimolaire. 

 

Une étude a récemment démontré l’intérêt de cette technique pour détecter les 

changements conformationnels intervenant au cours de l’activation des récepteurs adénosines 

A2A et α2A-adrénergiques en FRET (Hoffmann et al., 2005). Dans cette étude, le couple CFP – 

FlAsH s’avère tout à fait adapté à la détection de l’activation des récepteurs en FRET sans 

perturbation du couplage aux effecteurs. Ce dernier point est important car il montre 

l’avantage d’une petite séquence de fusion de type tétracysteine à une grosse protéine (YFP) 

qui empêche le fonctionnement du récepteur par une perte de couplage à l’AC. 

 

Le système FlAsh présente cependant certaines limites. Même si l’ajout d’EDT permet de 

réduire le bruit de fond, la fluorescence parasite générée par le marquage des protéines 

endogènes riches en cystéines n’est pas négligeable (Stroffekova et al., 2001). Afin de 

minimiser cette contrainte, des mutations ont permis de déterminer deux séquences 

peptidiques optimales (HRWCCPGCCKFT et FLNCCPGCCMEP). Ces séquences 

présentent de meilleurs rendements quantiques en présence de ReAsH et sont plus résistantes 

aux dithiols permettant d’améliorer le rapport signal sur bruit (Martin et al., 2005). 



Figure IV.2 : L’approche Ni-NTA. Structure chimique du nickel-nitrilotriacétate
(Ni-NTA). Cette sonde, formée par un chromophore et un domaine nitrilotriacetate
(NTA) chélatant les ions métalliques (Nickel, Ni2+), est capable de se fixer 
spécifiquement et réversiblement sur des séquences oligohistidines (6His, 10His). 
En fonction de la nature du radical R, la sonde Ni-NTA est capable (NTA-I, R = H) 
ou non (NTA-II, R = SO3H) de traverser la membrane plasmique.
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L’inconvénient de ces nouvelles séquences réside dans leurs longueurs plus importantes que 

la séquence initiale de six acides aminés. L’autre limitation de ce système est liée au fait que 

les cystéines du peptide doivent être sous forme réduite rendant difficile le marquage des 

protéines dans des environnements cellulaires oxydants (RE ou milieu extracellulaire par 

exemple) (Chen et al., 2005).  

 

 

IV-B.2) Nickel NTA 

 

La technologie de purification des protéines sur matrices de Nickel-NTA est une technique 

qui s'est généralisée dans les laboratoires de recherche au point qu'il est difficile de dire 

combien de protéines ont été étudiées à l'aide de ce système. Cette approche basée sur une 

interaction Nickel – Histidine, a suscité un grand intérêt pour le développement de nouveaux 

outils notamment dans l’étude structurale des protéines. L’utilisation de cette approche pour le 

marquage de protéines exprimées à la surface ou à l’intérieur de cellules vivantes a permis de 

bénéficier de la sélectivité et de la rapidité de cette interaction. La sonde non fluorescente est 

formée par un chromophore et un domaine nitrilotriacetate (NTA) chélatant les ions 

métalliques (Nickel, Ni2+) (Figure IV.2). Une fois l’ion complexé par le chélatant, la sonde 

est capable de se fixer spécifiquement et réversiblement sur des séquences oligohistidines (6 

ou 10 histidines) qu’il est possible d’introduire génétiquement sur les protéines d’intérêt. En 

fonction de la nature du radical R, la sonde Ni-NTA est capable (NTA-I, R = H) ou non 

(NTA-II, R = SO3H) de traverser la membrane plasmique ce qui permet de définir 

sélectivement un marquage extracellulaire ou intracellulaire des protéines. 

 

D’un point de vue biophysique, le Ni-NTA agit comme un accepteur de fluorescence 

parfaitement compatible avec la protéine GFP ou la fluorescéine. Si les deux molécules sont à 

une distance compatible avec l’apparition d’un transfert d’énergie, le Ni-NTA absorbe une 

partie de l’énergie émise par le donneur sans pour autant réémettre un signal de fluorescence 

(faible rendement quantique). La diminution de l’émission de fluorescence du donneur en 

présence d’accepteur (Ni-NTA) démontre l’existence d’un transfert d’énergie entre les deux 

molécules. Il est possible de restaurer la fluorescence du donneur par l’ajout d’EDTA ou 

d’imidazole dissociant l’interaction Ni-NTA – 6His. 
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Cette approche a permis à Guignet et coll. d’apporter des informations sur l’organisation 

du récepteur ionotropique 5HT3 exprimé transitoirement dans des cellules HEK293 (Guignet 

et al., 2004). Le système mis en place a consisté à mesurer un transfert d’énergie entre un 

antagoniste - fluorescéine (Tairi et al., 1998) et la sonde Ni-NTA fixée sélectivement sur trois 

positions du récepteur. Les auteurs proposent que les différences d’efficacité de transfert 

observées pour ces trois positions soient liées à des différences de distance séparant les deux 

molécules. Ils ont ainsi été capables, grâce à l’utilisation de sondes perméantes et non 

perméantes, de cartographier l’environnement du site de liaison (distance entre les différents 

domaines et orientation intra- ou extracellulaire). 

 

Le principal inconvénient de cette approche vient de la faible affinité du NTA pour la 

séquence 6His (de l’ordre du micromolaire). En microscopie par exemple, les concentrations 

nécessaires pour un marquage optimal risquent d’entraîner un important bruit de fond dû à 

l’excès de fluorophores libres. Pour minimiser cet inconvénient, une séquence 10His a été 

générée avec un gain d’affinité d’un facteur six (Guignet et al., 2004). Ce gain d’affinité n’est 

cependant pas suffisant pour permettre une amélioration significative du système de 

marquage.  

 

Plus récemment, cette approche a été utilisée pour déterminer les changements 

conformationnels intervenant au cours de l’activation de récepteurs AMPA purifiés 

(Ramanoudjame et al., 2006). Dans cette étude, la séquence 6His a été introduite au niveau de 

la région N-terminale de la sous-unité GluR2 alors qu’une cystéine a été insérée au niveau de 

ses lobes. L’ajout d’une sonde Ni-NTA-Cy3 (accepteur) (Kapanidis et al., 2001) spécifique de 

la séquence 6His et d’un chélate de terbium - DPTA (acide diethylenetriaminepentaacétique) 

(donneur) (Selvin, 2002) spécifique de l’unique cystéine libre introduite par mutagénèse, 

entraîne l’apparition d’un signal de FRET. La mesure de la durée de vie d’émission de 

fluorescence de l’accepteur en FRET permet de mesurer l’efficacité du transfert d’énergie qui 

dépend, notamment, de la distance séparant les deux fluorophores (voir chapitre III-C.2). Il est 

donc possible par cette méthode de mesurer le degré de fermeture des lobes suite à des 

changements conformationnels induits par la fixation de différents ligands. 
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IV-B.3) Streptavidine monovalente – biotine 

 

L’interaction streptavidine – biotine est un modèle de couple très bien caractérisé dans la 

littérature notamment pour le marquage d’anticorps et la purification de protéines. Cette 

interaction a permis récemment de marquer de manière très spécifique, avec une haute affinité 

(constante de dissociation, kd ~ 10-14) et dans des temps assez courts des protéines exprimées 

à la surface de cellules vivantes. La première étape consiste à biotinyler une petite séquence 

consensus AP (Acceptor Peptide), (Beckett et al., 1999) génétiquement introduite sur la 

protéine d’intérêt (voir marquages irréversibles biotine – ligase). Une deuxième étape de 

marquage permet de greffer une streptavidine conjuguée à un fluorophore au niveau de la 

biotine. La streptavidine étant tétravalente, elle est susceptible d’induire des phénomènes 

d’agrégation en pontant les différentes protéines biotinylées. Les effets indésirables de ces 

phénomènes peuvent être divers : ralentissement du déplacement des protéines à la surface, 

activation des récepteurs… Afin de pallier ces problèmes, des streptavidines monovalentes 

ont été progressivement générées. Cependant, la rupture des interfaces connectant les 

tétramères s’accompagne d’une chute dramatique de l’affinité pour la biotine. Les valeurs de 

constantes de dissociation mesurées sont : Kd ~ 10-10 dans les meilleures conditions pour la 

streptavidine (Qureshi and Wong, 2002) et Kd ~10-6 pour l’avidine (Chilkoti et al., 1995; 

Laitinen et al., 2003; Sano and Cantor, 1995).  

 

Récemment, des auteurs ont réussi à générer une streptavidine monovalente sans perte 

d’affinité (Howarth et al., 2006; Lemercier and Johnsson, 2006). La structure tétramérique de 

cette streptavidine est conservée mais trois des quatre domaines de liaison de la biotine sont 

mutés (Kd ~10-3 M au lieu de 10-15 M). Pour générer cette streptavidine monovalente une 

séquence 6His a dû être rajoutée à la sous-unité sauvage ; le mélange de sous-unités 

monomériques mutantes et sauvages (ratio 3 : 1) préalablement dénaturées, génère après 

repliement des protéines, un mélange statistique de tétramères de compositions différentes 

(Figure IV.3). Une étape de purification du mélange sur colonne Ni-NTA permet d’éluer 

sélectivement, en accord avec le nombre de 6His par tétramère et la concentration utilisée en 

imidazole, les différentes formes de streptavidine (monovalente, bivalente et trivalente). 

 

Afin de démontrer l’intérêt de cette nouvelle streptavidine, les conséquences du marquage 

de protéines d’adhésion postsynaptiques (neuroligine – 1) ont été examinées à la surface de 

neurones avec des streptavidines monovalentes ou tétravalentes (Howarth et al., 2006). Dans 
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ces expériences, la neuroligine – 1 est fusionnée au niveau N-terminal avec la séquence 

consensus AP pour pouvoir être biotinylée. L’ajout de streptavidine monovalente sur les 

neurones exprimant les protéines recombinantes permet un marquage stable des protéines sans 

induction de phénomènes d’agrégation. A l’inverse, la forme tétramèrique de la streptavidine 

conduit à une réticulation de la neuroligine – 1 qui a pour conséquence une rupture dans la 

formation des contacts présynaptiques. 

 

 

IV-B.4) eDHFR 

 

La DHFR est une enzyme impliquée dans la production d’acide tétrahydrofolique, un 

cofacteur essentiel à la synthèse des acides aminés (sérine, méthionine) et des bases puriques 

et pyrimidiques. Le trimethoprime (TMP) est un antibiotique mis au point pour interférer avec 

l’action de la dihydrofolate réductase bactérienne (eDHFR) sans interagir avec les protéines 

de mammifères. La fixation du TMP sur la eDHFR permet de bloquer spécifiquement la 

prolifération bactérienne sans pour autant affecter la DHFR de Mammifère. En effet, le TMP 

présente une haute affinité (KI ~ 1nM) pour la eDHFR de E.Coli et une faible affinité (KI ~ 

4µM) pour la DHFR de Mammifère. En tirant profit de cette interaction TMP - DHFR un 

système de marquage a été adapté au greffage spécifique et rapide de fluorophores au niveau 

de protéines exprimées à la surface ou à l’intérieur de cellules vivantes. La sonde TMP, aussi 

appelée 2,4-diamino-5-(3,4,5-trimethoxybenzyl) pyrimidine, est utilisée pour marquer 

sélectivement la eDHFR  fusionnée à une protéine d’intérêt. Le choix de cette interaction 

inhibiteur - enzyme comme système de marquage repose sur plusieurs aspects : 

- la spécificité d’interaction TMP/eDHFR, 

- la petite taille de eDHFR (~ 18 kDa) qui est monomérique, 

- la facilité de dérivatisation du TMP (fluorescéine, BODIPY Texas Red) sans affecter sa 

liaison sur la eDHFR (Roth et al., 1981) (Figure IV.4). 

 

Pour évaluer la performance de cette approche, le TMP-fluorescéine a été utilisé pour 

marquer la eDHFR fusionnée à une protéine cytosolique : la puromycine N-acétyl transferase 

(Miller et al., 2005). L’ajout de TMP-fluorescéine sur des cellules exprimant la protéine 

recombinante permet de révéler la formation du complexe TMP-eDHFR-puromycine dont la 

détection est encore possible deux heures après le marquage. 
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Figure IV.5 : L’approche bungarotoxine. Structure RMN de l’α-
bungarotoxine en présence d’un peptide de 13 acides aminés liant la toxine 
avec une haute affinité (code pdb : 1HAA).
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IV-B.5) α-bungarotoxine 

 

L’α-bungarotoxine (BTX) est un peptide de 74 acides aminés contenu dans le venin de 

serpents (Bungare) de la famille des Cobras. Cette neurotoxine se fixe sur des sites de très 

haute affinité (Kd ~ 0.4 nM) de récepteurs nicotiniques de l'acétylcholine. L'inhibition de ces 

récepteurs postsynaptiques de la synapse neuromusculaire empêche la transmission du 

message nerveux conduisant à une paralysie. 

 

Cette toxine est utilisée depuis près de 30 ans pour l’étude de la structure, de la fonction et 

du trafic des récepteurs nicotiniques de l’acétylcholine (Luetje et al., 1990; Tzartos and 

Changeux, 1983). La génération de séquences aléatoires par "phage display" et la 

modification de ces séquences a permis de sélectionner des peptides présentant une haute 

affinité pour cette toxine. Ainsi, une séquence de seulement 13 acides aminés s’est révélée 

être suffisante pour lier la BTX avec une bonne affinité (Scherf et al., 1997). Ce petit peptide 

lie la BTX en mimant son site de liaison sur le récepteur acétylcholine (BBS, Bungarotoxin 

Binding Site) (Figure IV.5). Cette liaison confère une certaine stabilité au complexe ligand - 

récepteur ce qui permet d’envisager l’utilisation de cette interaction comme système de 

marquage des protéines membranaires. Il suffit pour cela de fusionner la séquence BBS au 

niveau de la partie extracellulaire de la protéine d’intérêt et de cibler cette séquence avec la 

BTX préalablement conjuguée à un traceur fluorescent (rhodamine, Alexa…). Après 

élimination de l’excès de ligand libre les récepteurs marqués peuvent être détectés en 

microscopie. 

 

Sekine-Aizawa et Huganir ont ainsi suivi les phénomènes d’internalisation et de recyclage 

des récepteurs AMPA dans des cellules HEK293 et dans des neurones (Sekine-Aizawa and 

Huganir, 2004). D’autres travaux se sont focalisés sur le trafic des récepteurs de 

l’acétylcholine (nAChRα3), du glutamate (mGluR2) et de l’acide γ-aminobutyrique 

(GABAAα3) (McCann et al., 2005). Plus récemment, cette approche a été utilisée pour 

inactiver par la méthode FALI (Fluorophore-Assisted Laser Inactivation) le récepteur mGlu8a 

(Guo et al., 2006). 
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Figure IV.6 : L’approche FKBP (F36V). A. Structure cristallographique du FKBP12 (FK-
binding protein) (code pdb : 1FKL). B. Structure du conjugué fluorescéine – ligand 
synthétique du FKBP12 (SLF’).  
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IV-B.6) FKBP12 – SLF’ 

 

Le tacrolimus ou FK506 est un immunosuppresseur très utilisé en transplantation 

d'organes. Il constitue une alternative à la cyclosporine particulièrement dans les cas de rejet 

de greffe réfractaire à la cyclosporine. Cette molécule découverte en 1984, est un produit 

naturel de l'actinomycète (champignon microscopique) ou Streptomyces tsukubaensis qui 

présente un puissant effet immunosuppresseur en bloquant l’activité de la calcineurine 

(sérine/thréonine phosphatase calcium dépendante) dans les lymphocytes T. Son mécanisme 

d’action implique la formation d’un complexe à cinq sous-unités comprenant une protéine de 

liaison du FK506 ou FKBP12 (FK-binding protein), le tacrolimus, la calmoduline et les 

calcineurines A et B dont l’activité phosphatase est inhibée. L'action des facteurs de 

transcription dépendant de la déphosphorylation pour leur transport vers le noyau est inhibée 

ce qui conduit au blocage de la prolifération et des fonctions des lymphocytes T.  

 

De nombreux analogues du FK506 ont été créés comme par exemple le ligand synthétique 

SLF (Synthetic Ligand for FKBP12) qui perd l’effet immunosuppresseur du FK506. En se 

basant sur des données structurales Clarkson et coll. ont généré un analogue du SLF (SLF’) 

qui est mille fois plus affin (Kd ~ 10-8M) pour un mutant du FKBP12 (F36V) que pour la 

forme sauvage (Clackson et al., 1998) (Figure IV.6).  

 

Cette paire de molécules représente un système tout à fait adapté pour des marquages de 

protéines aussi bien in vitro qu’in vivo. De plus, ce système présente une spécificité suffisante 

pour permettre une inactivation des protéines par la technique FALI (Fluorophore-Assisted 

Laser Inactivation). Cette méthode permet d’inactiver des protéines avec une bonne précision 

dans l’espace et dans le temps (Jay, 1988). Classiquement cette technique requiert 

l’introduction d’anticorps conjugués avec la fluorescéine à l’intérieur de cellules avant 

l’irradiation de celles-ci. L’irradiation génère localement la production d’oxygène radicalaire 

par le fluorophore. Cet oxygène réactif peut réagir avec l’antigène se trouvant à proximité ce 

qui le détruit. La principale limitation de cette technique vient de l’utilisation d’anticorps 

difficiles à faire entrer dans la cellule. Marks et coll. ont tiré profit du système SLF’ - 

FKBP12 pour s’affranchir de l’utilisation d’anticorps en ciblant directement les protéines à 

inactiver à l’aide de ces deux molécules (Marks et al., 2004). Par cette méthode ils 

inactivatent une fusion β-galactosidase-FKBP12 exprimée dans des cellules NIH 3T3 de 

fibroblaste suite à la liaison du SLF’-fluorescéine. 
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Figure IV.7 : L’approche biotine-ligase - hydrazide. A. Structure cristallographique de la biotine 
ligase (BirA) (code pdb : 1HXD). B. Une protéine de fusion AP (Acceptor Peptide) est exprimée à
la surface cellulaire. La biotine ligase catalyse la ligation de la cétone 1 sur la séquence AP et une 
réaction de marquage successive permet  la ligation sur la cétone 1 d’un groupement hydrazide 
(ou hydroxylamine) fusionné à la sonde.
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IV-C) Marquages irréversibles 

 

IV-C.1) Biotine – ligase 

 

Cette méthode permet de marquer de manière hautement spécifique et irréversible des 

protéines exprimées à la surface de cellules. Le principe de cette approche consiste à utiliser 

une enzyme de E. Coli (BirA) qui catalyse la biotinylation de la chaîne latérale d’une lysine 

faisant partie d’une séquence consensus AP (Acceptor Peptide) (Beckett et al., 1999) (Figure 

IV.7). Par sa petite taille (15 acides aminés) cette séquence est peu susceptible d’interférer 

avec le repliement, la fonction ou la localisation de la protéine recombinante. De plus, cette 

séquence est très spécifique car elle n’a pas été retrouvée dans les protéines de mammifères et 

un seul substrat naturel de l’enzyme, le BCCP (Biotin Carboxyl Carrier Protein) a été identifié 

dans des bactéries (Beckett et al., 1999). Afin de permettre le greffage de différents  

fluorophores sur la séquence AP, des analogues de la biotine ont été générés. La cétone 1 qui 

est un isostère de la biotine (remplacement de deux groupements NH par deux carbones) s’est 

révélé être tout à fait interessant pour réaliser ce type de marquage. Tout d’abord, la liaison de 

cet analogue sur la séquence AP présente la même caractéristique cinétique et la même 

spécificité de liaison que la biotine. D’autre part, l’absence de groupement cétone à la surface 

cellulaire, permet de cibler spécifiquement cette molécule (une fois liée à la séquence AP) 

avec des groupements hydrazides ou hydroxylamines portant le fluorophore.  

 

La réaction de marquage se fait en deux étapes. La première consiste à ajouter la biotine 

ligase (BirA), l’analogue de la biotine et de l’ATP sur des cellules exprimant la protéine 

recombinante (AP-protéine). Une étape de rinçage est ensuite indispensable pour éliminer 

l’excès de molécules non fixées. Une deuxième étape de marquage permet de greffer sur 

l’analogue de la biotine un groupement hydrazide (ou hydroxylamine) portant le fluorophore.  

 

La spécificité de ce type de marquage a été validée aussi bien in vitro qu’en système 

cellulaire notamment sur le récepteur EGF (Chen et al., 2005). Ce système a aussi été utilisé 

récemment pour biotinyler puis marquer avec un conjugué streptavidine – quantum dots (QD) 

les récepteurs AMPA exprimés dans des neurones (Howarth et al., 2005). Cette méthode 

permet de suivre le déplacement des protéines à la surface cellulaire en bénéficiant d’un 

marquage stable (Kd ~ 10-13M) et d’une réduction de l’encombrement stérique dû aux 

conjugués QD (Streptavidine = 60 kDa versus méthode classique avec anticorps = 150 kDa). 
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IV-C.2) Halo-tag 

 

Rhodococcus rhodochrous est une bactérie isolée en Angleterre à partir d’un prélèvement 

de sol provenant d’une usine exposée à des chloroalcanes. Cette bactérie utilise le 1-

chlorobutane ainsi que d’autres haloalcanes comme unique source de carbone et d’énergie. Le 

clivage de la chaîne carbonée du 1-chlorobutane est catalysé par une déhalogénase de 33 kDa 

qui hydrolyse les haloalcanes pour former du n-butanol. Cet intermédiaire est oxydé en deux 

étapes pour générer de l’acide n-butyrique qui sert de substrat à la croissance bactérienne.  

 

La société Promega a tiré profit de cette interaction enzyme – substrat pour réaliser un 

système de marquage des protéines. Le remplacement d’une histidine par une phénylalanine 

dans le site actif de l’enzyme empêche l’hydrolyse d’un ester intermédiaire conduisant à la 

formation d’une liaison covalente entre l’enzyme et le substrat. L’enzyme modifiée (Halo-tag) 

peut être fusionnée en N- ou C-terminal d’une protéine cible. L’Halo-tag n’étant pas 

endogène des cellules eucaryotes, son marquage est très spécifique. Les substrats utilisés pour 

réaliser ces marquages sont de petites molécules qui présentent un domaine réactif essentiel à 

la formation de la liaison covalente avec l’enzyme ainsi qu’un fluorophore (tétraméthyl 

rhodamine, diacétyl fluorescéine ou ligand de la biotine) (Figure IV.8).  

 

Ce système a principalement été utilisé pour localiser les protéines dans la cellule en 

microscopie (site Promega, « HaloTag Interchangeable Labeling Technology », 2006). Zhang 

et coll. ont aussi démontré in vitro que cette approche peut être utilisée pour fixer des QD sur 

des protéines cibles (Zhang et al., 2006). 

 

 

IV-C.3) ACP-tag 

 

Chez les micro-organismes, il existe un mécanisme non ribosomal à l’origine de la 

synthèse de peptides. En effet les peptides sont produits grâce à des protéines spéciales : les 

synthétases ou NRPS (Non Ribosomal Peptide Synthetase). Ces dernières sont agencées sous 

la forme de modules (un module d’initiation suivi de plusieurs modules d’élongation) qui 

présentent plusieurs domaines. Parmi ces domaines, le PCP (Peptidyl Carrier Protein) permet 

au peptide en cours de synthèse de rester fixé à la synthétase tout au long du processus 

d’élongation. Chez Bacillus subtilis une modification post-translationnelle du domaine PCP 



Ser36

N

C

ACP

NH2

N

N

N

N

O

OHO
PO O-

O-

O
PO O

O-

PO
O

O-

OH

NH
O

O

HN
S

CoA

N

C

PPTase Sfp

-O P O
O

O

OH

NH
O

O

H
N

S
OH

PPTase

- 3’,5’-ADP

= Fluoresceine, Cy3, Cy5
ou biotine

CP

Protéine

CP

Protéine

Figure IV.9 : L’approche ACP-tag. A. Structures cristallographiques de l’ACP (Acyl Carrier Protein) 
(code pdb : 1T8K) et de la phosphopantetheine transférase (PPTase) en présence de coenzyme A 
(CoA) (code pdb : 1QR0) ainsi que la structure RMN du PCP (Peptidyl Carrier Protein) (code pdb : 
1DNY). B. Réaction de marquage des protéines de fusion ACP par la PPTase. L’enzyme transfère 
un groupement 4’-phosphopantetheinyl (Ppant) provenant de la CoA sur une sérine conservée de 
l’ACP. La dérivatisation de la CoA avec un fluorophore permet ainsi de marquer la protéine de 
fusion.

A

B

PCP

Ser45

Sérine

N

C



 65

est catalysée par une phosphopantetheine transférase (PPTase) de 240 acides aminés appelée 

Sfp, qui transfère un groupement 4’-phosphopantetheinyl (Ppant) provenant du coenzyme A 

(CoA) sur une sérine conservée du PCP. 

 

Sur la base de cette réaction, un système de marquage des protéines a été mis au point par 

la société Covalys. Dans ce système la protéine cible est exprimée en fusion avec le domaine 

PCP (~ 80 acides aminés) excisé à partir de la NRPS. Profitant du fait que la PPTase accepte 

la dérivatisation (greffage d’un fluorophore) du groupement thiol de la CoA, il a été possible 

d’utiliser cette enzyme pour marquer sélectivement les protéines de fusion PCP à la surface 

cellulaire (Yin et al., 2004) (Figure IV.9). Plus récemment, le trafic du récepteur de la 

transférrine (TfR1) durant les processus de capture du fer a pu être suivi grâce à la mise en 

place d’un système FRET entre la transférrine marquée à l’Alexa 568 et la protéine 

recombinante (PCP-TfR1) marquée à l’Alexa 488 par la PPTase (Yin et al., 2005). 

 

Une autre approche basée sur ce principe a été commercialisée par la même société. En 

effet, Escherichia coli (E.Coli) possède une Acyl-carrier protein Synthase (AcpS) de 120 

acides aminés qui modifie de petites protéines ACP (Acyl Carrier Protein) de 77 acides 

aminés via le transfert d’un groupement 4’-phosphopantetheinyl de la CoA sur une sérine 

conservée de l’ACP (liaison phosphodiester). Il résulte de ce marquage une activation de 

l’ACP qui est une coenzyme essentielle à la synthèse des acides gras. L’ajout de ce 

groupement permet notamment de transporter les acides gras intermédiaires via 

l’établissement d’une liaison thioester au niveau de la fonction thiol du groupement 

prosthétique. Il est possible, comme pour le PCP, de fusionner l’ACP à une protéine d’intérêt 

et de réaliser un marquage via l’ajout d’AcpS et de CoA modifiée (George et al., 2004). 

 

Cette approche a été utilisée récemment pour analyser en FRET l’organisation du récepteur 

de la neurokinine-1 (NK1) à la surface cellulaire (Meyer et al., 2006). Les résultats obtenus 

tendent à montrer que les récepteurs NK1 sont monomériques et localisés dans des 

microdomaines. 

 

Enfin, les deux approches ACP et PCP peuvent être combinées pour réaliser des 

marquages multiples. L’AcpS de E.Coli présente une très bonne spécificité en modifiant 

seulement l’ACP alors que la Sfp modifie à la fois la PCP et l’ACP. Ainsi, pour obtenir un 

marquage spécifique, les cellules exprimant les deux protéines recombinantes doivent être 
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Figure IV.10 : L’approche SNAP-tag. A. Structure cristallographique de l’O6-
alkylguanine-DNA alkyltransférase (AGT) (code pdb : 1EH6). B. Expression d’une 
protéine de fusion SNAP-tag (AGT modifiée) puis liaison d’un groupement benzyl couplé
à un fluorophore au niveau de la cystéine 145.
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incubées d’abord avec l’AcpS et la CoA dérivatisée pour marquer toutes les ACP accessibles, 

puis avec la Sfp et une CoA modifiée différemment pour marquer les PCP (Vivero-Pol et al., 

2005). 

 

 

IV-C.4) SNAP-tag 

 

Le principe de cette technique repose sur la fusion de la protéine d’intérêt à une enzyme 

légèrement modifiée, l’O6-alkylguanine DNA alkyltransferase (AGT) (Juillerat et al., 2003 ; 

Juillerat et al., 2005). Cette enzyme de 207 acides aminés, est une enzyme de réparation de 

l’ADN qui reconnaît in vivo les groupements alkyls présents sur les guanines de l’ADN. Cette 

étape de reconnaissance est suivie d’un transfert du groupement alkyl au niveau d’une 

cystéine réactive (Cys145) présente dans le site catalytique de l’enzyme. Cette réaction 

qualifiée de suicide est irréversible et unique. En effet, une fois le groupement alkyl fixé par 

liaison covalente dans le site catalytique de l’enzyme, celle-ci est dégradée dans les heures qui 

suivent. En chimiothérapie, les propriétés cytotoxiques de ces lésions de l’ADN (alkylation) 

sont utilisées pour détruire les cellules cancéreuses. Dans ce type de traitement, l’inhibition de 

l’AGT est essentielle. Le O6-BG (O6-Benzyl Guanine) est un exemple de molécule qui permet 

de potentialiser l’efficacité du traitement en entrant en compétition avec l’ADN pour 

l’enzyme (Dolan and Pegg, 1997; Rabik et al., 2006).  

 

L’approche SNAP-tag (AGT modifiée) développée par la société Covalys est basée sur ce 

principe (Keppler et al., 2003). L’idée consiste à fixer sur le groupement benzyl du BG un 

fluorophore de type Cy3 ou Cy5 (Damoiseaux et al., 2001). Après avoir réalisé la fusion par 

biologie moléculaire entre le SNAP-tag (182 acides aminés) et la protéine cible, il suffit 

d’exprimer cette construction dans des cellules et d’ajouter le BG-fluorophore. L’enzyme 

catalyse alors la réaction de transfert du groupement Benzyl-fluorophore permettant d’obtenir 

ainsi un marquage sélectif du fluorophore sur la protéine d’intérêt (Figure IV.10). Selon les 

propriétés du fluorophore ceux-ci seront perméants ou non, permettant ainsi de choisir plutôt 

un marquage spécifiquement extracellulaire ou intracellulaire. 

 

Le principal inconvénient de cette approche pour les marquages intracellulaires vient de 

l’existence d’AGT endogènes dans les cellules de mammifères qui peuvent induire une 

augmentation du bruit de fond. Pour cette raison, un inhibiteur de l’AGT humaine a été 



Méthode            *Taille séquence   Spécificité Limitations                              Commentaires

Tétracystéine 6 - 12              Bruit de fond dû au          Environnements réducteurs           Possible toxicité résiduelle      
- FlAsh cystéines endogènes                                                             de l’arsenic, interaction de   

très haute affinité

Nickel-NTA 6 - 10         Aucune Rapide dissociation du 
complexe (Kd ~ µM)

eDHFR 187                  Marquage des DHFR       Aucune Interaction de haute affinité
endogènes (Kd ~ 1 nM)

Bungarotoxine 13 Marquage des                   Protéines à la surface cellulaire    Taille de la toxine ~ 74 a.a
récepteurs nicotiniques
de l’acétylcholine

FKBP12 (F36V) 108 Excellente                         Aucune Interaction de haute affinité
(Kd ~ 10-8 M)

Biotine ligase                 15 Excellente Protéines à la surface cellulaire    Enzyme biotine ligase (BirA)
- Hydrazide deux étapes de marquage, 

liaison irréversible

Halo-tag 305 Excellente Aucune Enzyme déhalogénase,   
liaison irréversible           

ACP-tag                         77                    Excellente    Protéines à la surface cellulaire     EnzymePPTase,           
liaison irréversible

SNAP-tag                       207                  Marquage des AGT Aucune Enzyme hAGT, 
endogènes                                                             liaison irréversible

* Taille en nombre d’acides aminés

Tableau : Méthodes de marquage des protéines.
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synthétisé en parallèle d’une forme mutante de l’enzyme (GEAGT) résistante à cet inhibiteur 

(Juillerat et al., 2005). 

 

 

IV-E) Conclusion 

 

Quelle que soit la méthode envisagée, la spécificité, l’affinité, le choix du fluorophore, la 

taille de la séquence à fusionner et la perméabilité des réactifs sont autant de critères à prendre 

en compte pour des tests de marquage des protéines en cellules vivantes (Tableau). Par 

exemple, les techniques ACP-tag, biotine-ligase et bungarotoxine sont limitées à des 

marquages de surface alors que les autres systèmes peuvent être employés pour des 

marquages intracellulaires. De plus, dans des environnements réducteurs, la technique 

tétracystéine ne peut être efficacement utilisée. Cependant cette même approche ainsi que les 

systèmes FKBP (F36V), eDHFR, Ni-NTA, SNAP-tag et Halo-tag sont parfaitement adaptés à 

des marquages cytosoliques. La spécificité de l’interaction sonde – cible est aussi un critère 

important. Ainsi, si la sonde peut interagir ou non avec des composants endogènes, la 

sensibilité du test permettra de détecter plus ou moins facilement des protéines faiblement 

exprimées. Les approches FKBP12 (F36V), Halo-tag, SNAP-tag et eDHFR ne souffrent pas 

de cette limitation alors que la technique tétracystéine est désavantagée par la présence de 

cibles endogènes pour la sonde. Enfin, la taille de la séquence à insérer est un critère très 

important car la fusion de cette séquence cible sur la protéine d’intérêt ne doit pas affecter la 

stabilité ou fonction de cette dernière. Bien d’autres critères tels que la stabilité de 

l’interaction ou le nombre d’étapes de marquage sont à considérer en fonction du but 

recherché. Finalement, l’utilisation croisée de ces techniques devrait permettre de réaliser des 

marquages multiples, favorables à l’étude simultanée de plusieurs cibles protéiques à 

l’intérieur de la cellule. Des systèmes de FRET originaux pourraient aussi être adaptés à partir 

de ces techniques. 
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CHAPITRE V : OBJECTIF DE LA THESE 
 
 
 

Il a été longtemps admis que les RCPG fonctionnent selon une stoechiométrie d’un ligand 

par monomère couplé à une protéine G. Cependant, comme nous venons de le voir, la 

synergie d’approches biophysiques et biochimiques, a permis de démontrer une organisation 

plus complexe des RCPG en dimères, voire en structures oligomériques plus grandes. Ainsi, 

depuis moins de dix ans, les techniques de transfert d’énergie sont largement utilisées pour 

démontrer la stœchiométrie d’assemblage de ces récepteurs en cellules vivantes. Parmi ces 

méthodes, bon nombre utilisent des protéines fluorescentes directement encodées dans la 

cellule. Même si cela est un avantage certain pour des analyses à l'échelle cellulaire, il s’avère 

que pour des formats de détection à partir de populations de cellules, il est très difficile de 

déterminer avec précision la provenance du signal (compartiments intracellulaires, membrane 

plasmique). Pourtant, il est essentiel, pour comprendre le lien entre l’oligomérisation des 

RCPG et l’impact sur leur fonction, de déterminer le degré d’organisation des récepteurs alors 

que ceux-ci sont exprimés à la surface cellulaire. 

 

Mon travail de thèse a principalement porté sur la mise au point de tests cellulaires visant à 

détecter spécifiquement des interactions entre différentes sous-unités de RCPG exprimées à la 

surface de cellules vivantes. L’utilisation de fluorophores avec des durées de vie de 

fluorescence relativement longues était un pré-requis pour pouvoir réaliser ces essais 

biologiques en temps résolu et s'affranchir d’une partie du bruit de fond (meilleure sensibilité 

de détection). A cette fin, deux approches différentes ont été développées. Une première 

approche basée sur l’utilisation d’anticorps conjugués à des molécules fluorescentes a d’abord 

été abordée. Comme nous le verrons, cette méthode de détection a permis de démontrer 

différentes associations de dimères. Par la suite, une amélioration du système de détection via 

la combinaison de la technologie HTRF avec l’approche SNAP-tag, a rendu possible l’analyse 

de l’oligomérisation du récepteur GABAB à la surface cellulaire. 

 

La validation de ces nouveaux outils a nécessité un modèle d’étude. Notre choix s’est porté 

sur le récepteur GABAB car il forme un hétérodimère obligatoire bien caractérisé dans le 

laboratoire, constitué des sous-unités GABAB1 (GB1) et GABAB2 (GB2). Ainsi, ce modèle 

offre la possibilité de cibler spécifiquement à l’aide de fluorophores, chacune des sous-unités 
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formant le récepteur tout en contrôlant leur niveau respectif d’expression dans la cellule. De 

plus, comme nous allons le voir, la sous-unité GB1 ne peut être envoyée en surface qu’après 

avoir interagi avec GB2, ce qui garantit une association spécifique et mutuelle des deux sous-

unités à la surface cellulaire. Le récepteur GABAB constitue donc un modèle idéal pour 

déterminer les conditions expérimentales qui permettront de révéler en FRET, l’association de 

deux protéines à la surface de cellules vivantes. 
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CHAPITRE VI : LE RECEPTEUR GABAB COMME MODELE D’ETUDE 

 
 

L’objectif de ce chapitre est de donner un aperçu des propriétés physiologiques et 

moléculaires du récepteur modèle de cette thèse, le récepteur GABAB. 

 

L’acide γ-aminobutyrique (GABA) est le principal neurotransmetteur inhibiteur du 

système nerveux central. Il interviendrait dans de nombreux processus physiologiques comme 

la mémorisation, le sommeil ou la dépendance aux drogues. Il apparaît qu’un 

dysfonctionnement du système GABAergique est à l’origine de nombreux troubles du 

système nerveux (Bettler et al., 2004). Ainsi, une hyperactivité de ce système est associée à la 

schizophrénie alors qu’une hypoactivité peut provoquer des crises d’épilepsie, d’anxiété, des 

états dépressifs ainsi que des troubles du sommeil. Sur la base de ce simple constat, il semble 

évident que la mise au point de molécules capables de réguler le fonctionnement du système 

GABAergique représente un enjeu majeur pour l’industrie pharmaceutique (Martin and Dunn, 

2002). Sur le plan physiologique, les effets du GABA sont médiés via l’activation de 

récepteurs ionotropiques, GABAA et métabotropiques, GABAB. Ces deux types de récepteurs 

sont des cibles potentielles pour le développement de nouveaux médicaments. 

 

Les récepteurs GABAA localisés au niveau post-synaptique, sont des récepteurs - canaux 

laissant passer majoritairement les ions chlores au travers de la membrane plasmique. Ces 

récepteurs, composés de plusieurs sous-unités, sont inhibés par un antagoniste, la bicuculine, 

à l’exception d’une composition spécifique de sous-unité, aussi dénommée GABAC 

(Bormann, 2000). Dans des conditions normales, l’ouverture du pore du canal qui fait suite à 

la fixation du GABA, permet une entrée d’ions chlores présents en excès à l’extérieur de la 

cellule. Cette entrée massive d’ions négatifs, hyperpolarise la membrane plasmique rendant le 

passage d’une vague de potentiel d’action plus difficile. Ces récepteurs - canaux sont qualifiés 

d’inhibiteurs. Ils sont impliqués dans des effets rapides en réponse au GABA. 

 

Le récepteur GABAB existe sous deux populations se différenciant par leur fonction et leur 

localisation pré- ou postsynaptiques. En effet, ce récepteur hétérodimérique constitué de deux 

sous-unités GABAB1 (GB1) et GABAB2 (GB2), présente deux isoformes de GB1, GB1a et 

GB1b. Ces deux variants se distinguent respectivement par la présence ou non de deux 

domaines sushi dans leur région extracellulaire. L'isoforme GB1a est exprimée très tôt à l’issu 
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de la naissance et se localise au niveau pré-synaptique alors que GB1b est exprimée plus 

tardivement au niveau post-synaptique (Kaupmann et al., 1998 ; Fritschy et al., 1999 ; (Vigot 

et al., 2006). Globalement, ces deux populations de récepteurs sont largement distribuées dans 

le système nerveux central et dans les terminaisons périphériques autonomes. La population 

pré-synaptique semble essentiellement couplée aux canaux calciques (blocage de l’entrée de 

calcium) et régule l’exocytose des neurotransmetteurs présents dans les terminaisons 

nerveuses. L’inhibition des canaux calciques passe par des protéines Gi/o couplées au 

récepteur (Strock and Diverse-Pierluissi, 2004) alors que l’inhibition de l’exocytose passe par 

un blocage de la machinerie de fusion membranaire dont le mécanisme reste encore méconnu 

à ce jour (Capogna et al., 1996 ; Wu and Saggau, 1997 ; Spafford and Zamponi, 2003) 

(Figure VI.1). La population post-synaptique semble quant à elle préférentiellement couplée 

aux canaux GIRK (Luscher et al., 1997). Cet effet passe par le complexe βγ, associé aux 

protéines Gi/o, qui favorise la sortie d’ions potassium via l’ouverture de canaux potassiques. 

Cette sortie d’ions positifs entraîne une hyperpolarisation des neurones post-synaptiques qui 

contribue à augmenter le seuil d’excitabilité du neurone (McCormick, 1989).  

 

En 1997 le premier ADNc du récepteur GABAB fut cloné (Kaupmann et al., 1997). Ce 

récepteur nommé GB1, bien qu’étant capable de lier différents ligands dont le GABA, n’est 

pas fonctionnel car non adressé à la surface cellulaire (Couve et al., 1999). En effet, la 

présence d’une séquence minimale de type RSR au niveau de son domaine carboxy-terminal 

est responsable de sa rétention au niveau du RE. Récemment, des travaux ont permis 

d’identifier la liaison de protéines COPI au niveau de ce motif (Brock et al., 2005). Cette 

interaction avec COPI est responsable du transport rétrograde de GB1, exprimé seul, du cis-

Golgi vers le RE. Cependant, même lorsque ce système de rétention est rendu inopérant par 

mutation, la sous-unité GB1 atteint la surface cellulaire seule mais ne peut activer les 

protéines G. Ceci suggérait qu’une autre protéine associée à GB1 était nécessaire à sa 

fonction. 

 

Un an après la découverte de GB1, un récepteur homologue nommé GB2 fut cloné (Jones 

et al., 1998 ; Kaupmann et al., 1998 ; White et al., 1998 ; Kuner et al., 1999 ; Ng et al., 1999). 

Ce récepteur exprimé seul, est bien adressé à la surface cellulaire mais est incapable de lier le 

GABA. Lorsqu’il est co-exprimé avec GB1, il permet alors la formation d’un récepteur 

fonctionnel possédant toutes les propriétés décrites pour le récepteur GABAB neuronal 

(Marshall et al., 1999). L’identification d’un motif d’interaction de type superhélicoïdal entre 
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les domaines C-terminaux de GB1 et GB2 a permis de mieux comprendre le mécanisme 

d’adressage de l’hétérodimère à la surface cellulaire (Kammerer et al., 1999). En effet, 

l’interaction des domaines C-terminaux de GB1 et GB2, à l’issue de leur synthèse dans le RE, 

conduirait à la formation de la structure superhélicoïdale essentielle au masquage du motif 

RSR présent chez GB1. Cette interaction ne permettrait pas aux protéines COPI d’accéder à 

ce motif, favorisant ainsi l’envoi en surface de l’hétérodimère (Bouvier, 2001 ; Pin et al., 

2004) (Figure VI.2).  

 

Toutefois, GB2 n’a pas qu’un rôle de protéine d’adressage. En effet, GB1 muté en son site 

de rétention, nommé GB1ASA, atteint seul la surface cellulaire (Pagano et al., 2001). Cette 

sous-unité reconnaît les ligands (Galvez et al., 1999, 2000) mais n’active pas les protéines G. 

La sous-unité GB2 est donc indispensable à la fonctionnalité du récepteur. En fait, il semble 

que ce soit GB2 qui se couple aux protéines G (Duthey et al., 2002 ; Galvez et al., 2002). Ces 

données supportent donc l’hypothèse d’une trans-activation allostérique du récepteur GABAB. 

Ainsi, ce serait la liaison du GABA sur GB1 qui conduirait à l’adoption par GB2 d’une 

conformation favorable à un couplage aux protéines G (Galvez et al., 2001). 

Cette interaction GB1/GB2 semble très spécifique. Cependant, les deux sous-unités 

généralement colocalisées dans la plupart des régions du cerveau (Bischoff et al., 1999) se 

retrouvent parfois exprimées dans des régions distinctes (Jones et al., 1998 ; Kaupmann et al., 

1998 ; Kuner et al., 1999). ). La sous-unité GB1 a été ainsi retrouvée dans certaines régions du 

cerveau n’exprimant pas la sous-unité GB2. Ce dernier point ne permet donc pas d’exclure 

que GB1 puisse présenter des rôles indépendants de GB2 qui sont encore indéterminés à ce 

jour. 

 

La particularité des récepteurs de classe C vient de la structure de leur domaine N-terminal 

extracellulaire où se fixe le ligand. En effet, la résolution de la structure de ce domaine pour 

un récepteur (mGlu1) (Kunishima et al., 2000) de la même famille que le récepteur GABAB 

montre qu’il s’agit de deux lobes se faisant face (Kaupmann et al., 1997 ; Galvez et al., 1999) 

(Figure VI.3). Ces lobes sont capables de se refermer sur le ligand agoniste à l’image de la 

fermeture des deux lobes de la dionée (plante carnivore appelée aussi « gobe mouche ») au 

contact d’un insecte. Ainsi, alors que la forme ouverte semble prépondérante en l’absence de 

ligand, la fixation d’une molécule agoniste au niveau de ces domaines stabiliserait la forme 

fermée. La résolution des structures cristallographiques des domaines externes de mGlu1, en 

présence ou absence d’agoniste, a permis de montrer que cette fermeture s’accompagne d’un 
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changement conformationnel aboutissant à une modification de l’orientation relative des deux 

protomères. Ce mouvement de grande amplitude entre sous-unités permettrait le passage à 

l’état actif du domaine heptahélice conduisant à l’activation des protéines G. Pour plus 

d’informations sur le mécanisme d’activation du récepteur GABAB, voir la revue de Pin et 

coll. (Pin et al., 2004).  
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CHAPITRE VII : RESULTATS ET DISCUSSION 
 
  
Application de la technologie HTRF à la détection d’interactions protéiques : 

homo-, hétéro- et oligomérisation du récepteur GABAB.  

 
 
VII-A) Détection de dimères du récepteur GABAB à la surface cellulaire. 

 
VII-A.1) Contexte et but. 

 
En 1999, la stœchiométrie d’assemblage d’un isoforme du récepteur GABAA est analysée 

par une approche de FRET (Farrar et al., 1999). En ciblant spécifiquement les différentes 

sous-unités du récepteur avec des anticorps couplés à des molécules fluorescentes, les auteurs 

déterminent en TR-FRET (Time-Resolved FRET) la composition en sous-unités de cette 

isoforme. Deux années plus tard, l’équipe de Milligan utilise la même stratégie pour 

démontrer l’homodimérisation du récepteur δ opiacé à la surface cellulaire (McVey et al., 

2001). Le principal avantage de cette méthodologie est de pouvoir analyser uniquement des 

interactions de surface tout en bénéficiant d’une grande sensibilité de détection du signal (cf. 

chapitre III-D.3). Toutefois, il était essentiel de simplifier la procédure expérimentale pour 

que cette technique puisse être transférée sur des tests à plus grande échelle. Nous avons donc 

initié un travail d'optimisation permettant de réaliser ces expériences dans un format 

microplaque et en phase homogène (sans étape de lavage) afin de satisfaire aux exigences du 

marché de criblage pour les sociétés pharmaceutiques. La première partie de mon travail de 

thèse a donc consisté à mettre au point un test de détection d’interactions protéiques à la 

surface cellulaire selon les conditions décrites précédemment. L’enjeu de ce projet était aussi 

de démontrer que la technologie HTRF (Homogeneous Time Resolved Fluorescence), 

principalement utilisée jusque là dans des systèmes de compétition sur lysats cellulaires, 

pouvait aussi être adaptée à des formats non invasifs de détection sur cellules intactes. Pour 

atteindre cet objectif nous avons choisi de valider cette approche en révélant l’hétérodimère 

fonctionnel GABAB  à la surface cellulaire (cf. chapitre V). 

 
  

VII-A.2) Article : “Cell surface detection of membrane protein interaction with HTRF 

technology”. 
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Abstract

Direct or indirect interactions between membrane proteins at the cell surface play a central role in numerous cell processes,
including possible synergistic eVects between diVerent types of receptors. Here we describe a method and tools to analyze membrane
protein–protein interaction at the surface of living cells. This technology is based on the use of speciWc antibodies directed against
each partner and labeled either with europium cryptate or with Alexa Fluor 647. This allows the measurement of a Xuorescence res-
onance energy transfer (FRET) signal in a time-resolved manner if both antibodies are in close proximity. This approach is here val-
idated using the heterodimeric �-aminobutyrate B receptor as a model. We show that after washing out the unbound antibodies, the
time-resolved FRET signal can be measured together with the expression level of both partners via the quantiWcation of the donor
and the acceptor Xuorophores bound to the cells. Thanks to the high sensitivity of this method and to the low concentration of anti-
bodies required, we show that the signal can also be measured directly after the incubation period without washing out the unbound
antibody (homogeneous time-resolved FRET). As such, this method is highly sensitive, reproducible, and compatible with the devel-
opment of high-throughput screening protocols.
 2004 Elsevier Inc. All rights reserved.

Protein–protein interactions, either direct or indirect, Up to now, interactions between membrane proteins

play a central role in numerous cellular processes.
Although this is the subject of intense research for intra-
cellular proteins, less is known for the membrane pro-
teins at the cell surface. Indeed, a number of regulatory
processes have been recently shown to result from the
direct association of membrane proteins, either via their
direct interaction or through intracellular scaVolding
proteins [1–6]. Such interactions likely have important
consequences in the integration of simultaneous extra-
cellular signals via synergistic eVects between the activi-
ties of these interacting proteins. It is therefore of
importance to develop tools and technologies that can
be used to analyze selectively interactions between mem-
brane proteins at the cell surface.

¤ Corresponding author. Fax: +33-466-791-947.
E-mail address: hansanay@cisbiointernational.fr (H. Ansanay).
0003-2697/$ - see front matter   2004 Elsevier Inc. All rights reserved.
doi:10.1016/j.ab.2004.02.013
have been examined through biochemical approaches
such as migration of protein complexes in SDS–PAGE
or coimmunoprecipitation studies [7]. Enzyme comple-
mentation assays have also been used successfully to
demonstrate protein–protein interaction in living cells
[8]. Within the last few years, FRET1 methodologies are
being commonly used to measure molecular proximity.
These methods need labeling of target proteins with a
pair of donor and acceptor Xuorophores. This can be

1 Abbreviations used: FRET, Xuorescence resonance energy trans-
fer; GFP, green Xuorescent protein; BRET, bioluminescence resonance
energy transfer; HTS, high-throughput screening; TR, time-resolved;
HTRF, homogeneous time-resolved FRET; GABAB, �-aminobutyrate
B; ER, endoplasmic reticulum; HEK, human embryonic kidney;
DMEM, Dulbecco’s modiWed Eagle’s medium; HA, haemagglutin;
PBP, pyridine–bipyridine; PBS, phosphate-buVered saline; IP, inositol
phosphate.

mail to:  hansanay@cisbiointernational.fr


254 D. Maurel et al. / Analytical Biochemistry 329 (2004) 253–262
achieved either by genetic fusion of a cDNA encoding a
Xuorescent protein [9,10] or by direct chemical labeling
of the proteins [11]. So far, the most commonly used
methods take advantage of either the cyan and yellow
variants of the green Xuorescent protein (GFP) for
FRET (FRET-GFP) [12] or the luciferase and GFP for
bioluminescence resonance energy transfer (BRET) [13].
Although the FRET-GFP assay is well suited to imaging
[14], it is not sensitive enough for direct measurement in
culture wells, as requested for high-throughput screening
(HTS) protocols. Whereas the BRET assay can be used
in such a multiwell-plate format, the addition of coelen-
terazin to stimulate luciferase at a precise time before
reading the signal impairs the use of this method in HTS.
Finally, all these methodologies measure the association
of the studied proteins in all cell compartments, leading
to the possible observation of membrane protein–pro-
tein association resulting from their clustering during
their traYcking to or from the plasma membrane but
not necessarily from their association at the cell surface.

Recently, Xuorophore-conjugated antibodies speciWc
for extracellular epitopes (either native or engineered) of
membrane proteins were used to visualize protein interac-
tion at the cell surface of intact cells. Patel’s group [15,16]
used antibodies labeled with Xuorescein and rhodamine
to monitor the association of various types of GPCRs at
the cell surface. However, FRET between these two
Xuorophores could be measured only by using photoble-
aching of the acceptor molecule, a technique not suitable
for rapid measurements in a multiwell-plate format. A
second group used europium-chelate and allophycocya-
nin protein (XL665)-conjugated antibodies [17]. The long
emission lifetime allows a time-resolved (TR) measure-
ment of the FRET signal (TR-FRET). This avoids any
signal contamination generated by shorter-lived signals
and makes this system very sensitive. However, the wash-
ing steps needed to extract the speciWc signals from the
large background resulting from the use of high concen-
tration of antibodies limited its usefulness in high-
throughput analysis of membrane protein interaction.

In the present study, we examined whether the
homogenous time-resolved FRET (HTRF) technology
[18] (measurement of the TR-FRET signal at the end of
the incubation period without washing out the unbound
antibodies) using europium cryptate and Alexa Fluor
647 or europium cryptate and XL665-anti-tag-labeled
antibodies can be used to visualize membrane–protein
interactions at the surface of living cells. To that aim we
used the �-aminobutyrate B (GABAB) receptor as a
model system since this GPCR has been reported to
form obligatory heterodimers composed of the GABAB1
and GABAB2 subunits [19]. Indeed, the GABAB1 subunit
involved in agonist binding [20,21] is naturally retained
in the endoplasmic reticulum (ER) when expressed
alone. The GABAB2 subunit, responsible for G protein
activation [22,23], unmasks the ER retention of GABAB1
and thus allows the expression of the heterodimer at the
cell surface [24,25].

We show here the reproducibility and the speciWcity of
the TR-FRET method that allows the quantiWcation of
the FRET signal and the expression level of both partners
in the same well. We also show that the method is sensi-
tive enough for HTRF measurements, making it compat-
ible with the development of HTS assays. Recently, this
technology has been used to elucidate the molecular
determinants involved in the allosteric control of agonist
aYnity within the dimeric GABAB receptor [26].

Materials and methods

Culture and transfection of human embryonic kidney
(HEK 293) cells

Cells were cultured in Dulbecco’s modiWed Eagle’s
medium (DMEM; Invitrogen SARL) supplemented
with 10% fetal calf serum and antibiotics (penicillin and
streptomycin, 100 U/ml Wnal). The plasmids expressing
the rat V2 vasopressin receptor [27] and the GABAB1
and GABAB2 receptor subunits [22,23] carrying either a
haemagglutin (HA) or a myc epitope at their N termini
were described previously. Electroporation was per-
formed in a volume of 300 �l with a total of 10 �g of
DNA (GABAB subunits 1 and 2 plasmid DNA (2 �g
each), V2 receptor (1 �g), and carrier DNA (pRK6 to a
Wnal amount of 10 �g)) and 10 million cells in electropor-
ation buVer (50 mM K2HPO4, 20 mM CH3COOK, and
20 mM KOH, pH 7.4). After electroporation (260 V,
1 mF, Bio–Rad Gene Pulser electroporator; Bio-Rad
Laboratories, Hercules, CA), cells were resuspended in
DMEM supplemented with 10% fetal calf serum and
antibiotics in culture dishes for 24 h.

Antibodies and labeling

The monoclonal anti-myc antibody 9E10 (ATCC No.
CRL-1729) and the monoclonal anti-HA antibody
12CA5 mAb provided by Cis Bio Int. Research were
labeled in house with the diVerent Xuorescent donors or
acceptors. The donor was a pyridine–bipyridine (PBP)
europium cryptate (europium cryptate-PBP). Such euro-
pium cryptate allows the development of HTRF assays
without the addition of Xuoride ions in the reaction buVer.
Such ions prevent any potential Xuorescence quenching
eVect from media [28]. However, they have to be avoided
in cellular assays to ensure a perfect cellular integrity. A
maleimide derivative of the europium cryptate-PBP was
used to label the diVerent antibodies as the following.

Both anti-HA and anti-myc antibodies were activated
with eight equivalents of N-succidimidyl 3-[2-pyridyl-
thio]propionate (Pierce) previously dissolved in ethanol
(Fluka). After a 30-min incubation at room temperature,
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dithiothreitol (Sigma) dithiothrectol was added at the
Wnal concentration of 10 mM in the antibody solution.
Reduction step was incubated 15 min at room tempera-
ture, followed by an activated antibody puriWcation on a
Sephadex-G25 SF HR10/10 column (Pharmacia) pre-
equilibrated with a 0.1 M phosphate buVer, pH 7.0. Anti-
body labeling with europium cryptate-PBP was done
with a 12-fold excess of europium cryptate-PBP per anti-
body. Coupling reactions were incubated for 24 h at 4 °C.
Europium cryptate-PBP conjugates were puriWed on a
G25 SF HR10/30 column (Amersham Pharmacia Bio-
tech) pre-equilibrated with a 0.1 M phosphate buVer, pH
7.0. The number of europium cryptate-PBP per antibody
(molar ratio) was determined spectrophotometrically by
measuring their absorbance at 280 and 317 nm and
inserting the measured values into the equation

where the molar extinction coeYcient of the europium
cryptate-PBP (�europiumcryptate-PBP) was taken as 18,000 M¡1

cm¡1 and the molar extinction coeYcient of the antibod-
ies was taken as 210,000 M¡1 cm¡1. The factor A
expressed the ratio (OD317 nm/OD280 nm) for europium
cryptate-PBP and was determined to be 2. Molar ratio
was determined to be 7 for the anti-HA.

The acceptors used were Alexa Fluor 647 (Molecular
Probes) [29] or XL665. XL665 conjugates were synthe-
sized as previously described [30]. An N-hydroxysuccini-
mide ester derivative of Alexa Fluor 647 was used to
label the diVerent antibodies previously dissolved in a
carbonate buVer (0.1 M, pH 9). An excess of six Alexa
Fluor 647 per antibody was used in the labeling reaction
during 30 min at room temperature. Final conjugates
were puriWed using a G25 SF HR10/10 column (Amer-
sham Pharmacia Biotech.). The Wnal number of dyes per
antibodies was determined spectrophotometrically as
described above for the europium cryptate-PBP conju-
gates. OD at 317 nm was replaced by an OD at 650 nm,
which is the maximum of absorption for Alexa Fluor
647. The molar extinction coeYcient of the Alexa Fluor
647 at 650 nm was taken as 240,000 M¡1 cm¡1 and the
factor A expressed the ratio (OD650 nm/OD280 nm) for
Alexa Fluor 647 and was determined to be 30. Molar
ratios were determined to be 3 for the anti-HA conjugate
and 3 for the anti-myc conjugate.

Time-resolved Xuorescence measurements and data
analysis

Fluorescence emissions were monitored both at
620 nm and at 665 nm. A 400-�s integration time was
used after a 50-�s delay to remove the short-lived Xuo-
rescence background from the speciWc signal. These were
measured on a dual-wavelength (665/620 nm) time-
resolved Xuorimeter (RubyStar, BMG Labtechnologies)
equipped with a nitrogen laser as excitation source
(337 nm). Fluorescence collected at 620 nm in the TR-
FRET assay was deWned as the total europium cryptate
signal. For TR-FRET or HTRF assays, the ratio R D
[(Xuorescence 665 nm/Xuorescence 620 nm) £ 104] was
computed. Assay signals were expressed using two
parameters: Delta 665 or Delta F.

Delta 665D (positive energy transfer signal at 665nm)¡
(negative energy transfer signal at 665 nm). It represents
the signal released by the acceptor after the FRET pro-
cess.

The speciWc signal over background called Delta F
was calculated using the following formula: Delta
F D (Rpos ¡ Rneg)/(Rneg). Rneg corresponded to the ratio
for the negative energy transfer control, whereas Rpos
corresponded to the ratio for the positive energy transfer
control. Two types of negative controls were used when
two distinct antibodies (anti-HA and anti-myc, for
example) were used. First, 1 �M unlabeled anti-myc
monoclonal antibodies (9E10) was added. Second, HEK
293 cells were incubated with the donor-labeled antibod-
ies only. When both controls were performed in parallel,
ratios of the Xuorescence measured at 665 nm over that
measured at 620 nm after excitation at 337 nm were simi-
lar. Only the second type of negative control was then
performed in all experiments thereafter. When FRET
signals were measured with a single type of antibody (a
1:1 mixture of anti-HA antibody labeled with the donor
Xuorophore and anti-HA antibody labeled with the
acceptor Xuorophore), the negative control was mea-
sured using a 1:1 mixture of donor-labeled and unla-
beled antibodies. R0 calculation for the FRET pair
europium cryptate-PBP and the Alexa Fluor 647 was
done as described [30] and determined to be »65 Å.

Measurement of the Alexa Fluor 647 Xuorescence

The total Xuorescence emitted by the Alexa Fluor 647
conjugates in the TR-FRET assay was measured using
an Analyst reader (Molecular Devices) equipped with
the appropriate Wlters set (XF47; Omega Optical). The
Alexa Fluor 647 Xuorescence was detected at 682 nm
using 640-nm excitation.

TR-FRET experiments

Cells were harvested 24 h after transfection using dis-
sociation solution (Sigma). The trypan blue viability test
and counting were routinely performed after resuspen-
sion of transfected cells. An incubation under circle rota-
tor (diVerent time periods performed and described in
Fig. 2) was performed at 4 °C with 200,000 cells in a total
volume of 200 �l containing 1 nM europium cryptate-
PBP-labeled antibody and 3 nM Alexa Fluor 647-labeled
antibody in PBS supplemented with SVF 25%. Cells
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were then washed, resuspended in 100�l PBS, and dis-
tributed into a 96-well microtiter plate. The diVerent
Xuorescence measurements were determined as des-
cribed above.

HTRF measurement

Twenty-four hours after transfection, 200,000 cells
resuspended in 100 �l PBS supplemented with SVF 25%
and containing 1 nM europium cryptate-PBP- and 3 nM
Alexa Fluor 647-labeled antibodies were dispatched into
96-well microtiter plates. After the indicated time at 4 °C
(to prevent protein clustering and to limit the antibodies
aspeciWc Wxation) the FRET signal was directly mea-
sured as described above.

Ligand-binding assay

A ligand-binding assay on intact HEK 293 cells was
performed as described previously using 0.1 nM
[125I]CGP64213 [23] with 1 mM GABA being used to
determined the nonspeciWc binding.

Determination of inositol phosphate accumulation

Determination of IP accumulation in transfected cells
was performed in a 96-well-plate format after labeling
the cells overnight with myo-[3H]inositol (23.4 Ci/mol) as
previously described [31].

Results

As a protein model system, we choose the GABAB
receptor because of its heteromeric nature, allowing the
unambiguous labeling of each subunit (Fig. 1). The for-
mation of this heterodimer was previously demonstrated
after transient expression of these two subunits in HEK
293 cells as shown by coimmunoprecipitation experi-
ments and functional coupling of the reconstituted
receptor to G proteins [23]. Moreover, the wild-type
GABAB1 does not reach the cell surface in HEK 293
cells unless coexpressed with GABAB2 or mutated in its
ER retention signal (GABAB1-ASA), oVering the addi-
tional possibility to check that only surface proteins are
detected [24,25]. Finally, insertion of either a myc or a
HA epitope after the signal peptide did not aVect the
expression and function of these subunits [23].

TR-FRET experiments

In a Wrst set of experiments we examined whether the
TR-FRET technology could be applied with the chosen
tools to monitor the existence of GABAB heterodimers.
No speciWc Wxation of the HA antibody was observed on
cells expressing the HA-GABAB1 subunit alone, as
expected since this subunit is known not to reach the cell
surface in the absence of GABAB2 (Fig. 2). In agreement
with this conclusion, speciWc labeling of the cells with the
anti-HA-europium cryptate-PBP antibody was obtained
in the absence of GABAB2 with a HA-GABAB1 mutant
(GABAB1-ASA) in which the ER retention signal

Fig. 1. (A) Model system used for the TR-FRET and HTRF protein–
protein interaction assays. Two subunits constitute the dimeric protein
and they carry epitope tags at their N-extracellular termini. Two con-
jugated antibodies were used to generate a FRET signal if the tandem
pair was in close proximity. Finally, the energy transfer from
europium cryptate-labeled anti-tag A antibodies to Alexa Fluor 647-
labeled anti-tag B antibodies was evaluated (see Materials and meth-
ods). (B) Incubation of the antibodies with cells in TR-FRET and
HTRF assays. (C) FRET signal in HTRF assays was measured with-
out washing steps, making it compatible with the development of HTS
assays. (D) FRET signal in TR-FRET assays was measured after
washing steps. The Xuorescence generated by the bound antibody is
directly proportional to the amount of receptors at the cell surface.
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(RSRR) is mutated into ASAR [24]. This conWrms that
binding of the antibody relies on the presence of an
extracellular epitope, such that only cell surface proteins
can be detected (Fig. 2). Cells transiently expressing HA-
GABAB1 and myc-GABAB2 were used to determine the
binding conditions for the antibodies. We found that
concentrations as low as 1 and 3 nM for the anti-HA-
europium cryptate-PBP (donor) and anti-myc-Alexa
Fluor 647 (acceptor) antibodies, respectively, were suY-
cient to get a large and speciWc signal for each Xuoro-
phore on intact cells at 4 °C. The detected Xuorescence
reached a plateau after 8 h incubation followed by cell
washing, suggesting the saturation of the speciWc recog-
nition sites of the conjugates (Figs. 3A and B). More-
over, the speciWc signal over background Delta F
generated between the donor and the acceptor (Fig. 3C)
in close proximity remains stable for at least 24 h at 4 °C.
Similar data were obtained when XL665 was used as an
acceptor Xuorophore instead of Alexa Fluor 647 (data
not shown).

We then compared the quantity of Xuorescently
labeled antibodies HA-GABAB1 at the cell surface with
the binding of the nonpermeant GABAB1 radioligand
[125I]-CGP64213. The amount of HA-GABAB1 at the cell
surface was controlled by the quantity of GABAB2. For
this reason we coexpressed various amounts of myc-
GABAB2 subunit with a Wxed amount of HA-GABAB1.
As shown in Fig. 4, a perfect correlation was found
between both signals, indicating that the signal gener-
ated by the bound antibody is directly proportional to
the amount of GABAB receptors at the cell surface.

Under similar conditions, the FRET signal between
the bound HA-europium cryptate-PBP and the anti-
myc-Alexa Fluor 647, as determined either by the Delta

Fig. 2. Binding of the HA mAb was performed on HEK 293 cells tran-
siently transfected (mock, HA-GABAB1 alone, HA-GABAB1-ASA, or
HA-GABAB1 and GABAB2). The maximal binding (100%) corresponds
to the heterodimeric GABAB format and the nonspeciWc binding is
revealed on the mock. No speciWc Wxation of the HA antibody was
detected on cells expressing only the HA-GABAB1 subunit whereas the
HA-GABAB1-ASA mutant able to reach the cell surface alone was
unambiguously detected. Histobars represent the mean § SD of
quadruplicates of a representative experiment from three distinct
experiments.
F (Fig. 5) or by the Xuorescent signal at 665 nM (data
not shown), was directly proportional to the amount of
GABAB1 at the cell surface measured with [125I]-
CGP64213 binding on intact cells. This conWrms that the
GABAB receptor is a heteromer at the cell surface and
that this heteromer formation is not dependent on the
amount of subunits at the cell surface, at least within the
range of receptor density examined here.

The presence of both anti-HA and anti-myc antibod-
ies on the GABAB receptor subunits may possibly aVect
the changes in conformation required for ligand binding
or activation of the receptor. However, this is very

Fig. 3. Time course of binding of the two conjugated antibodies was
measured as described under Materials and methods for the TR-
FRET format assay. We performed binding of europium cryptate-
labeled HA antibodies and Alexa Fluor 647-labeled myc antibodies on
the heterodimer GABAB receptor at the HEK 293 cell surface. The
Xuorescence of the donor (europium cryptate-PBP) (A) and the Xuo-
rescence of the acceptor (Alexa Fluor 647) (B) were measured, respec-
tively, at diVerent times after washes. Finally the FRET signal over
background which is assessed by the Delta F and represents the energy
transfer between the two Xuorophores is determined (C). Equilibrium
is reached after 8 h. Each point represents the mean § SD of quadru-
plicate of a representative experiment from at least four independent
transfections. The lines shown through these points were calculated
nonlinear regression analysis of the data points using the Prism Soft-
ware package.
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unlikely since the same amount of [125I]-CGP64213 bind-
ing was measured on intact cells expressing both sub-
units before or after preincubation with saturating
concentrations of both antibodies (each at 45 nM incu-
bated overnight at 4 °C) (Fig. 6A). Moreover, such a cell
treatment did not prevent the GABAB receptor from
activating the chimeric G protein G�qi9 that allows it to
stimulate IP formation (Fig. 6B).

To verify further the speciWcity of the FRET signal,
we examined whether such a signal can be generated
with antibodies recognizing two membrane proteins that
do not interact. In a Wrst experiment, HA-GABAB1 and
nontagged GABAB2 were coexpressed in a Wrst set of
cells, and nontagged GABAB1 was coexpressed with
myc-GABAB2 in a second set of cells. No FRET signal
was measured when both populations of cells where
cocultured in the same wells (data not shown). More-
over, we also coexpressed the HA-GABAB1-ASA

Fig. 4. Binding was determined as described under Materials and
methods with the nonpermeant GABAB1 radioligand [125I]-CGP64213.
HEK 293 cells were transiently cotransfected for 24 h with a Wxed
amount of HA-tagged GABAB1 subunits and various amounts of
myc-tagged GABAB2 subunits. A perfect linear correlation (R2 D
0.9987) was found between binding and Xuorescence signals.

Fig. 5. FRET signal was calculated with two diVerent ratio methods
and compared to the binding on GABAB1 at the cell surface. HEK 293
cells were transiently cotransfected for 24 h with HA-tagged GABAB1

subunits and various amounts of myc-tagged GABAB2 subunits. Anti-
HA-europium cryptate-PBP and anti-myc-Alexa Fluor 647 antibodies
were used as performed in Fig. 2. Delta F was calculated as described
under Materials and methods. Linear correlation was calculated
(R2 D 0.9733) and reXected a direct proportion between the binding on
HA-GABAB1 with the nonpermeant radioligand [125I]-CGP64213 and
the Xuorescence energy transfer signals between the two Xuorophore
on HA-GABAB1 and myc-GABAB2 in the TR-FRET format assay.
 mutant which can reach the cell surface alone and the

vasopressin V2 receptor tagged at its N-terminal end
with a myc epitope, since these two receptors have been
reported not to heterodimerize [32]. As shown in Fig. 7, a
very small FRET signal was measured when these two
receptors are coexpressed in the same cells. Indeed, a 10-
fold higher signal was obtained in cells expressing both
HA-GABAB1-ASA and myc-GABAB2. This diVerence
did not result from a diVerential expression level at the
cell surface of these diVerent constructs, since myc-V2
and myc-GABAB2 proteins were expressed at a similar
level as revealed by measurement of the acceptor Xuores-
cent signal bound to the cells (Figs. 7B and C). This
small signal may well be the consequence of a possible
interaction of these two receptors expressed at a high
level (cell densitity estimates for both receptors is
500,000 receptors per transfected cell). Alternatively, this
may be the consequence of random transfer resulting
from the relatively high probability that the two recep-
tors can be close enough due to their high cell surface

Fig. 6. (A) HEK 293 cells expressing HA-GABAB1 and myc-GABAB2

were preincubated or not overnight at 4 °C with saturating concentra-
tions of anti-HA-europium cryptate-PBP and anti-myc-Alexa Fluor
647 antibodies (each at 45 nM). Then the amount of [125I]-CGP64213
binding was measured on intact cells as described under Materials and
methods. Histobars represent the mean § SD of quadruplicates of a
representative experiment from three distinct experiments. (B) EVect
of one saturating concentration of GABA on IP formation in HEK
293 cells coexpressing HA-GABAB1, myc-GABAB2, and G�qi9 is
shown. Data are expressed as the IP production over the radioactivity
remaining in the membrane and are means § SD of triplicate determi-
nations from a typical experiment. Histobars represent IP production
from preincubated cells as described for (A) with or without stimula-
tion and in presence or absence of preincubation of antibodies.



D. Maurel et al. / Analytical Biochemistry 329 (2004) 253–262 259
density even though they do not physically interact with
each other. Our previous study using chimeric GABAB
subunits in which the extracellular domains were
swapped suggested that the 7TM region of GABAB2
could form homodimers [23,33]. We therefore examined
whether the GABAB1 and GABAB2 subunits homooligo-
merize. To that aim, FRET signals were measured in
cells expressing either HA-GABAB1-ASA or HA-
GABAB2 using an equimolar mixture of HA antibodies
labeled either with europium cryptate-PBP or Alexa
Fluor 647. As shown in Fig. 8, a FRET signal could be
detected in both cases, though smaller than that mea-
sured in cells expressing HA-GABAB1 and HA-
GABAB2. This suggests that both GABAB1-ASA and
GABAB2, when expressed alone, can exist as homooligo-
mers at the cell surface. These experiments demonstrate
that membrane protein association can be detected using
time-resolved FRET, after labeling each protein with a
speciWc antibody and washing out the excess of free anti-
bodies. However, this washing step is a strong limitation
in a systematic approach for detection of membrane
protein association.

HTRF experiments

According to the high sensitivity of the TR-FRET
signal generated and to the low concentration of the
antibodies required for labeling the target proteins, we
examine whether the same information could be
obtained in a HTRF assay, reading the signal at the end
of the incubation without removing the free antibodies.
To that aim, the assay signal was measured in cells trans-
Fig. 7. (A) HEK 293 cells were transiently mock-transfected (only carrier DNA pRK6) or cotransfected with HA-GABAB1-ASA and myc-GABAB2

or with HA-GABAB1-ASA and myc-V2. Percentage of Delta F which represents the FRET signal over background in the TR-FRET format assay
was measured in these transfected cells, revealing speciWcity of the Xuorescence resonance energy transfer on the GABAB receptor. (B) Estimation of
the receptor level carrying the HA epitope at cell surface in the cotransfected cells was performed by Xuorescence measurement for the donor alone
(europium cryptate-PBP coupled with HA mAb). (C) Estimation of the receptor level carrying the myc epitope at cell surface in the cotransfected
cells was performed by Xuorescence measurement for the acceptor alone (Alexa Fluor 647 coupled with myc mAb).
Fig. 8. HEK 293 cells were transiently mock-transfected (pRK6) or transfected with only HA-GABAB1-ASA or HA-GABAB2 alone. An equimolar
mixture (3 nM) of HA antibodies labeled either with europium cryptate-PBP or Alexa Fluor 647 was applied on transfected cells. In the homodi-
meric format we attempt to loose logically 50% of the Xuorescent signal because 50% of the closed combined antibodies are engaged with two donors
or two acceptors. As described in the legend to Fig. 7 FRET signals represented by the Delta F and Xuorescence estimation of the binding of each
antibody on the HA epitope were measured. Histobars represent the mean § SD of quadruplicates from three independent experiments.
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fected with HA-GABAB1 and various amounts of myc-
GABAB2 plasmids, before (HTRF mode) or after wash-
ing the free antibodies (TR-FRET mode). Fig. 9 shows
that the HTRF signal measured with Delta F within the
homogeneous assay is directly proportional to the signal
measured after washing. One can argue that the signal in

Fig. 9. HEK 293 cells were cotransfected with HA-GABAB1 and vari-
ous amounts of myc-GABAB2 plasmids. After 8 h the HTRF signal
was measured as described under Materials and methods and in the
same way after washing the TR-FRET was performed. Correlation
was performed in parallel between Delta F (R2 D 0.9809) in these two
methods.

Fig. 10. HEK 293 cells were transiently cotransfected with HA-tagged
GABAB1 subunits and various amounts of myc-tagged GABAB2 sub-
units. Twenty-four hours later transfected cells were incubated with
anti-HA-europium cryptate-PBP and anti-myc-Alexa Fluor 647 anti-
bodies and the HTRF signal was measured as described under Materi-
als and methods. Linear correlations were calculated between binding
(A) or Xuorescence (B) on HA-GABAB1 versus the percentage of
Delta F in the HTRF format assay (R2 D 0.9807 and R2 D 0.9846,
respectively).
the TR-FRET mode was found to be twice as large than
in the HTRF mode. This may be due to the removal of
free residual antibodies during the washing steps in the
heterogeneous assay that may increase the background.
Even with the high background due to the presence of
europium cryptate-PBP antibodies, the HTRF signal
was found to be directly proportional to the amount of
GABAB heterodimers at the cell surface (Fig. 10) and to
be speciWc since only a small HTRF signal could be mea-
sured (10-fold lower signal) between the myc-V2 and the
HA-GABAB1-ASA receptors (Fig. 11). For these HTRF
experiments, similar data were also obtained using
XL665 as acceptor molecule instead of Alexa Fluor 647
(data not shown).

Discussion

In this study, we examined whether a HTRF assay
could be adapted to examine any possible interaction
(direct or indirect) between plasma membrane proteins
at the surface of living cells. For that purpose we used
antibodies conjugated with europium cryptate-PBP or
Alexa Fluor 647 (or XL665) as donor and acceptor
Xuorophores, respectively. The intrinsic Xuorescence
properties of these Xuorophores allow monitoring of a
FRET signal at 665 nm in a time-resolved manner, mak-
ing this system very sensitive. Moreover, the method
described below requires only nanomolar quantities of
antibodies, allowing the measurement of the FRET sig-
nal in a homogenous way (HTRF) and making it com-
patible with the development of HTS assays.

In a Wrst series of experiments, the TR-FRET signal
was measured after washing out the unbound antibod-
ies, as previously reported by others [17]. Using euro-
pium cryptate-PBP-labeled HA antibodies and Alexa
Fluor 647-labeled myc antibodies, we were able to detect

Fig. 11. HEK 293 cells were transiently mock-transfected or cotrans-
fected with HA-GABAB1 and myc-GABAB2 or with HA-GABAB1 and
myc-V2. HTRF measurements were performed as described under
Materials and methods.
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oligomerization of HA-GABAB1 and myc-GABAB2sub-
units in living cells in a 96-well-plate format. The TR-
FRET signal was observed only when the two partners
were expressed in the same cells, and a 10- to 20-fold
lower signal was measured when antibodies were
directed against two transmembrane proteins known not
to interact, the GABAB1-ASA subunit and the vasopres-
sin V2 receptor [32]. This clearly demonstrates the speci-
Wcity of this approach. Moreover, no binding of the HA
antibodies could be detected with the wild-type HA-
GABAB1 subunit expressed alone. Since this subunit is
known not to reach the plasma membrane alone, this
further demonstrates that the assay is speciWc for the
detection of extracellular epitopes.

The TR-FRET signal measured between the GABAB1
and the GABAB2 subunits was found to be directly pro-
portional to the amount of GABAB1 proteins at the cell
surface. This indicates that the proportion of these sub-
units in a dimer is not dependent on their density in the
plasma membrane, at least in the range of expression
levels examined here. Such an observation would be con-
sistent with the two subunits forming constitutive and
stable dimers, in agreement with their association early
after their synthesis, likely in the ER [24,25]. Such an
analysis also revealed that a speciWc signal can be
detected with as low as 500 cpm of [125I]-CGP64213
bound to the cells, indicative of 10 fmol of receptors per
well, demonstrating the sensitivity of this method.

Not only heterodimers but also homodimers can be
analyzed. In the latter case we used equal amounts of
europium cryptate-PBP- and Alexa Fluor 647-labeled
anti-HA antibodies. This allowed us to show that both
GABAB1-ASA (the GABAB1 mutant that can reach the
cell surface alone), and GABAB2 can form homodimers
at the cell surface. Since no consistent functioning of the
GABAB1-ASA was reported [24,25], our data show that
this is not due to the inability of this subunit to exist in a
homodimeric form in the plasma membrane.

Our data also revealed that bound antibodies do not
aVect the ligand binding and G protein coupling of the
GABAB receptor. However, the FRET signal measured
on intact cells was aVected neither by agonists nor
by antagonists (data not shown), consistent with the
notions that the GABAB receptor is a constitutive dimer
and that ligand binding does not aVect this process.
Although agonist binding unlikely modiWes the propor-
tion of dimers at the cell surface, a possible large change
in conformation may also result in a change in FRET
signal, due either to a change in the distance between the
two Xuorophores or to a change in their relative ori-
entation. Based on the crystal structure of the dimer of
the ligand binding domain of the metabotropic gluta-
mate receptor 1 (a receptor homologous to the GABAB
receptor), a large change in conformation of the dimer
of extracellular domains of the GABAB subunits is
expected [34]. However, such a change in conformation
is unlikely to be detected by our approach for several
reasons. First, several (three to seven) Xuorophores are
usually linked to each antibody molecule, such that a
positive change in the transfer eYcacy between one
donor and one acceptor molecule can be compensated
by a negative change for another donor/acceptor pair.
Second, the position of the antibody on each subunit is
likely highly variable over time, making more diYcult
the detection of conformational changes. Third, the posi-
tion of the Xuorophore is not known and is unlikely the
same for all antibody molecules. Finally, the change in
conformation may be too small compared to the Fos-
ter’s radius (R0) of the Xuorophore pair to be detected by
such an approach.

Taking advantage of the high sensitivity of this assay
and the low concentration of antibodies required for sat-
uration of the recognized epitopes, the TR-FRET signal
can also be measured in a homogeneous assay, i.e., with-
out washing out the unbound antibodies (HTRF assay).
Indeed, our data revealed that the signal measured under
these conditions is even higher than that measured after
washing, likely because some cells and some bound anti-
bodies are lost during the washing step. Again, our data
show that the signal is speciWc and the technique is sensi-
tive. Such a technology is therefore well suited to rapid
examination of protein–protein interaction and is com-
patible with an HTS format. Such an assay may prove to
be useful for the screening of mutant subunits no longer
interacting with each other and for the screening of
other transmembrane or extracellular partners of these
subunits. Other biological processes such as a dynamic
association of membrane proteins upon activation of
speciWc cellular pathways or ligand occupation of any of
the studied partners can also be rapidly examined with
this technique. This assay may also be of interest in the
search for molecules able to modify the oligomerization
state of transmembrane proteins. Such methodology has
many potential Welds of applications, as illustrated by
the recent elucidation of the molecular determinants
involved in the allosteric control of agonist aYnity
within the dimeric GABAB receptor [26]. With the help
of powerful and well-designed antibodies raised against
extracellular epitopes of two putative partners, this
HTRF technology may be reasonably extended to wild-
type native proteins. This will undoubtedly lead many
researchers to investigate the mechanisms underlying
numerous oligomeric assemblies.
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Dans cette étude nous avons démontré que la technologie HTRF peut s’appliquer à la 

détection d’interactions protéiques à la surface de cellules vivantes. Nous avons ainsi révélé 

l’association des sous-unités GB1 et GB2 du récepteur GABAB. Trois points essentiels 

distinguent la méthode HTRF des méthodes de transfert d’énergie classiques (FRET et 

BRET). 

 

Tout d’abord, les conjugués anticorps-fluorophores peuvent être assimilés à des sondes 

incapables de traverser la membrane plasmique. Cette limitation est dans ce cas précis un 

atout. En effet, seuls les récepteurs matures envoyés à la surface cellulaire sont détectés 

(Figure VII.1.C). Dans les systèmes recombinants d’expression, la surexpression des 

protéines se traduit généralement par une fraction non négligeable de récepteurs présents dans 

les compartiments intracellulaires. Cette accumulation conduit à une augmentation du bruit de 

fond lorsque les fluorophores sont génétiquement fusionnées aux protéines d’intérêt (FRET et 

BRET). De même, la forte concentration des protéines dans ces compartiments peut générer 

un transfert d’énergie perturbant l’analyse des résultats.  

 

D’autre part, l’utilisation de fluorophores avec des durées de vie d’émission de 

fluorescence longue (de l’ordre de la ms), par rapport à des fluorophores classiques (ns), 

permet de détecter le signal de FRET en temps résolu (sélectivité temporelle) (Mathis, 1993; 

Mathis, 1999). Il est ainsi possible de réduire les signaux parasites en appliquant un délai 

après l’excitation. Cette atténuation du bruit de fond améliore considérablement la sensibilité 

de la détection. 

 

Enfin, les spectres d’émission du donneur et de l’accepteur présentent une bonne 

séparation ce qui n’est pas le cas des fluorophores classiquement utilisés pour les techniques 

FRET et BRET (Figure VII.1). Cette sélectivité spectrale, associée au grand déplacement de 

Stokes du donneur, contribue à faciliter l’analyse des signaux en améliorant la sensibilité du 

système.  
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Figure VII.2 : Sensibilité de détection de l’hétérodimère GABAB à la surface cellulaire en 
FRET. Les cellules COS-7 ont été co-transfectées transitoirement pendant 24h avec une quantité
fixe de HA-GB1 et une quantité variable de Flag-GB2. Pour chacune des transfections, le signal 
HTRF issu du transfert d’énergie entre un anticorps anti-HA-K et un anticorps anti-Flag-A647 a 
été représenté en DeltaF (%) comme décrit dans « Matériels et Méthodes » (Maurel et al., 2004). 
Une parfaite corrélation linéaire est observée entre la densité de récepteurs à la surface cellulaire 
et le signal de FRET.  Les données obtenues sont la représentation de huit expériences 
différentes.
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VII-A.3) Données expérimentales complémentaires. 

 

 Détermination de la sensibilité du système de détection. 

 

Quelle que soit la méthode choisie, la sensibilité du système de détection doit permettre, in 

fine, de révéler des interactions pour des densités de récepteurs proches des conditions 

physiologiques. En effet, la surexpression des protéines, associée à des R0 en général autour 

de 50 Å, accentue le risque de détecter un transfert d’énergie reflétant une proximité plutôt 

qu’une interaction directe. Dans nos conditions, le R0 du couple cryptate 

d’europium/Alexa647 est important (R0 ~ 65 Å). Nous avons donc cherché à déterminer la 

densité minimale de récepteurs à laquelle le signal de FRET est détectable. Pour cela, des 

gammes d’expression du récepteur GABAB ont été réalisées de manière à évaluer la densité 

de récepteurs à la surface de cellules COS-7 par des expériences de saturation avec 

l’antagoniste radioactif [H3]-CGP54626. (Figure VII.2). Pour chaque population de cellules, 

le signal de FRET a été déterminé après l’incubation d’anticorps anti-HA-K et anti-Flag-

A647. Ce signal, parfaitement corrélé à la densité du récepteur, est détectable pour des 

niveaux d’expression inférieurs à 500 femtomoles de récepteurs/mg de protéines. En 

conditions physiologiques, le récepteur GABAB est estimé sur des membranes totales de 

cerveau de rat à 3 picomoles/mg de protéines membranaires (Bischoff et al., 1999). Cette 

densité moyenne est largement inférieure à la densité de ces récepteurs au niveau de leur site 

de localisation subcellulaire en pré- et postsynaptique. La sensibilité de notre système de 

détection est donc parfaitement compatible avec ces niveaux.  

 

 Spécificité du signal HTRF. 

 

Une compartimentalisation des récepteurs à la surface cellulaire pourrait concentrer ces 

derniers dans des microdomaines permettant une proximité suffisante pour l’établissement 

d’un transfert d’énergie. Pour écarter cette possibilité, il est essentiel de mettre en place des 

contrôles appropriés. Dans cette étude, nous avons utilisé comme contrôles négatifs un RCPG, 

le récepteur de la vasopressine (V2R) et un récepteur présent sur les cellules lymphocytaires, 

le CD4. Ces deux protéines ont été choisies car rien ne permet de supposer leur interaction 

avec le récepteur GABAB. Dans la Figure VII.3, nous nous sommes placés à des niveaux 

d’expression de l’ordre de 2 picomoles de récepteurs GABAB/mg de protéines en présence de 

densité équivalente de CD4 ou V2R. Pour des niveaux d’expression équivalents, on constate 



Figure VII.3 : Spécificité du signal de FRET. Les cellules COS-7 ont été transfectées
transitoirement pendant 24h avec les sous-unités HA-GB1, GB2 et Flag-CD4 ou HA-GB1, GB2 
et Flag-V2 ou enfin HA-GB1 et Flag-GB2. A) Après incubation des anticorps anti-HA-K et anti-
Flag-A647, le signal de FRET (DeltaF %) a été déterminé. B) Estimation des niveaux 
d’expression des sous-unités HA-GB1 à la surface cellulaire. C) Estimation des niveaux 
d’expression des récepteurs portant un épitope Flag  à la surface cellulaire.
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un FRET important entre les sous-unités GB1 et GB2. En revanche, un transfert d’énergie très 

faible est mesuré entre la sous-unité GB1 (associée à GB2) et le CD4 ou le V2R. Les mêmes 

données (non représentées) ont été obtenues avec la sous-unité GB2. Ces résultats confirment 

que les niveaux d’expression des récepteurs sont parfaitement adaptés à l’analyse 

d’interactions protéiques en écartant les phénomènes d’agrégation des protéines qui seraient la 

conséquence d’une surexpression.  

Cette méthodologie nous a permis par la suite de contrôler l’état de dimérisation de sous-

unités modifiées dans le cadre de différents projets (publications en annexe IV).  

 

 Applications. 

 

Dans une première étude, la question posée était de déterminer si la liaison d’un ou deux 

agonistes est nécessaire pour activer le récepteur homodimérique mGlu5. Pour cela, un 

système a été développé afin de permettre l’envoi en surface d’une combinaison de deux 

sous-unités du récepteur portant ou non des mutations spécifiques. A cette fin, le système de 

contrôle qualité du récepteur GABAB a été transféré au récepteur mGlu5 (Kniazeff et al., 

2004). Cela a consisté à remplacer une partie de l’extrémité C-terminale du récepteur mGlu5 

par la région C-terminale de GB1 ou de GB2 (mGlu5-C1 ou mGlu5-C2). Ainsi, nous avons 

montré en TR-FRET que la co-transfection de ces deux chimères permet l’envoi en surface 

d’un récepteur mGlu5 hétérodimérique (mGlu5-C1/mGlu5-C2). Il a été montré ensuite que la 

fixation d’un seul agoniste par hétérodimère est suffisante pour activer le récepteur mGlu5, 

mais que la fixation d’un second est nécessaire pour une pleine activité du récepteur.  

 

Dans une autre étude, nous avons analysé l’implication des domaines extracellulaires des 

sous-unités GB1 et GB2 dans le mécanisme d’activation du récepteur GABAB (Liu et al., 

2004). En co-transfectant les domaines extracellulaires VFT (pour Venus FlyTrap) des sous-

unités GB1 et GB2, nous avons montré en TR-FRET que ces domaines sont capables 

d’hétérodimériser en l’absence des régions heptahélices et C-terminales du récepteur. Cette 

capacité d’interaction entre ces domaines extracellulaires a été corrélée par la suite à des 

effets allostériques sur la liaison des ligands au niveau de GB1. 

 

Au regard de toutes ces données, la technologie HTRF est une approche qui pourrait être 

adaptée à  l’analyse d’interactions protéiques directement en système natif. En effet, alors que 

la dimérisation des RCPG est bien illustrée en système hétérologue, très peu de données 
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Figure VII.4 : FRET intracellulaire sur cellules fixées. Les cellules COS-7 ont été
transitoirement transfectées avec le vecteur vide (pRK6) ou co-transfectées soit avec les 
sous-unités Myc-GB1 et Flag-GB1 soit avec les sous-unités GB1-Myc et GB2-Flag. Après 
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et perméabilisées, le signal de FRET a été déterminé et représenté en DeltaF (%). 
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confirment ces observations en système natif. Toutefois, dans cette optique, l’utilisation 

d’anticorps reconnaissant des séquences introduites génétiquement n’est pas envisageable. 

Une alternative serait d’utiliser des anticorps dirigés directement contre les protéines cibles. 

En 2005, Urizar et coll. ont ainsi utilisé la technologie HTRF pour révéler l’homodimérisation 

du récepteur TSH en système hétérologue avec des anticorps anti-récepteurs (Urizar et al., 

2005). L’utilisation d’anticorps monoclonaux, sélectifs, ayant une bonne affinité et dirigés 

contre les protéines cibles, devrait donc permettre à l’avenir de détecter des interactions 

directement en tissus natifs. 

 

 

VII-B) Détection de dimères du récepteur GABAB à l’intérieur de la cellule. 

 
VII-B.1) Contexte et but. 

 
Afin d’élargir le champ d’applications de cette technologie, nous avons envisagé de 

détecter des interactions intracellulaires. Villemure et coll. ont démontré l’existence 

d’homodimères de GB1 dans le RE ainsi que dans les compartiments intermédiaires du RE et 

Golgi (Villemure et al., 2005). L’homodimérisation de la sous-unité GB1, exprimée seule, 

dans les compartiments intracellulaires nous a donc semblé un bon modèle. Toutefois, la 

fusion de l’étiquette (Flag ou c-Myc) en N-terminal de cette sous-unité implique son 

orientation dans la lumière des organites. Ainsi, les anticorps doivent traverser la membrane 

plasmique et la membrane des compartiments intracellulaires pour atteindre leur cible. Cette 

double difficulté nous a amenés à travailler aussi sur un deuxième modèle, a priori, plus 

simple. Il s’agit de révéler l’hétérodimère GB1/GB2 en ciblant les domaines C-terminaux 

cytosoliques de ces sous-unités. Evidemment, quel que soit le modèle, l’incapacité des 

anticorps à traverser la membrane plasmique constitue un obstacle pour ce type d’analyse. 

 

VII-B.2) Résultats. 

 

 FRET sur cellules fixées et perméabilisées. 

 

Les techniques d’immunofluorescence et d’ELISA sur cellules entières consistent à faire 

entrer des anticorps dans des cellules fixées (PFA, paraformaldéhyde) et perméabilisées 

(Triton-X100). Cette stratégie a été adoptée dans un premier temps pour révéler des 
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interactions intracellulaires en HTRF. Ainsi, les cellules COS-7 ont été co-transfectées avec 

les sous-unités Myc-GB1 et Flag-GB1 (séquences fusionnées en N-terminal) ou GB1-Myc et 

GB2-Flag (séquences fusionnées en C-terminal). 24h après transfection, les cellules COS-7 

ont été fixées, perméabilisées puis le signal de FRET détecté après incubation des cellules 

avec des anticorps anti-Flag-cryptate d'europium (K) et anti-Myc-A647. Un transfert 

d’énergie est détectable à la fois entre les sous-unités GB1 retenues dans les compartiments 

intracellulaires (orientation des étiquettes dans la lumière des organites) et entre les sous-

unités GB1 et GB2 via leur domaine C-terminal (Figure VII.4).  

 

 FRET sur cellules perméabilisées (non fixées). 

 

Notre but étant de développer ce type de détection en phase homogène et sans aucune 

étape de fixation, nous avons optimisé dans une deuxième série d’expériences les conditions 

de lyse ménagée des cellules COS-7.  

 

Pour cela, les cellules ont été co-transfectées avec les sous-unités Myc-GB1 et Flag-GB1 

puis incubées, 24h après transfection, avec des anticorps dilués dans un tampon isoosmotique, 

proche dans sa composition du milieu intracellulaire, en présence de concentrations 

croissantes de détergents (Triton X-100). Les détergents en dessous de leur concentration 

micellaire critique créent des pores dans la membrane des cellules. Ces ouvertures permettent 

aux anticorps d’atteindre les épitopes intracellulaires. En effet, il apparaît que les sous-unités 

GB1 retenues dans la cellule sont détectables en FRET à partir de 0.002% de Triton X-100 

avec un signal maximum atteint pour 0.01%-0.02% (Figure VII.5.A). Les mêmes données 

ont été obtenues avec de la saponine (non représentées). Ces paramètres établis, nous avons 

caractérisé la cinétique de fixation des anticorps. Il apparaît ainsi que le signal de FRET 

maximum est atteint au bout de 6h ce qui est en parfaite adéquation avec les données 

précédemment obtenues sur des cellules intactes (Figure VII.5.B). La nécessité d’incuber 

longtemps les cellules s’explique à la fois par la faible concentration d’anticorps utilisée et par 

la température d’incubation. En effet, les cellules sont incubées à 4°C afin de réduire d’une 

part, les phénomènes de protéolyse et d’autre part, de « figer » les membranes, évitant ainsi 

une réticulation des protéines due à la liaison des anticorps et tout mouvement d'endocytose 

des protéines membranaires. Toutefois, à cette température, les cinétiques de fixation sont 

considérablements ralenties. 

 



Figure VII.6 : FRET GB1/GB2 en intra- ou extracellulaire. A) Les cellules COS-7 ont été
transitoirement transfectées avec un vecteur vide (pRK6) ou co-transfectées avec les sous-unités GB1-Myc 
et GB2-Flag. Après incubation des cellules avec les anticorps anti-Flag-K et anti-Myc-A647 dans un 
tampon extracellulaire Tris-KREBS ou dans un tampon intracellulaire en présence de Triton X-100 à
différentes concentrations, le signal de FRET (DeltaF %) a été déterminé. B) Les cellules COS-7 ont été
transfectées avec un vecteur vide (pRK6) ou co-transfectées avec les sous-unités Myc-GB1 et Flag-GB2. 
Après incubation des anticorps anti-Flag-K et anti-Myc-A647 dans du tampon Tris-KREBS ou dans du 
tampon intracellulaire avec du Triton X-100 à 0.02%, le signal de FRET (DeltaF %) a été déterminé pour 
chacune de ces conditions.
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Les mêmes conditions ont été utilisées pour révéler l’interaction entre les sous-unités GB1 

et GB2 via leur domaine C-terminal. Afin de vérifier les conditions de perméabilisation, une 

gamme de détergent (Triton X-100) a été appliquée sur les cellules co-transfectées avec les 

sous-unités GB1-Myc et GB2-Flag. Le FRET maximum est obtenu pour 0.02% de Triton X-

100 comme précédemment (Figure VII.6.A). Nous avons vérifié ensuite que ces conditions 

expérimentales n’altèraient pas les interactions entre sous-unités. Pour cela, le FRET Myc-

GB1/Flag-GB2 bien caractérisé, a été comparé entre des cellules incubées dans du tampon 

Tris-KREBS et dans du milieu intracellulaire en présence de Triton X-100 à 0.02%. Aucune 

différence n’est observée (Figure VII.6.B).  

 

 

Cette stratégie de lyse ménagée des cellules représente un nouveau champ d’application 

pour la technologie HTRF. Il est ainsi possible d’accéder à des protéines intracellulaires en 

révélant en FRET d’éventuelles interactions. Cette stratégie est en cours d’évalutation sur 

d’autres partenaires d’interaction comme par exemple l’association d’un récepteur avec une 

protéine G. 

 

 Expressions du signal de FRET. 

 

Comme nous l’avons déjà abordé dans le chapitre III-D, la technologie HTRF est basée sur 

une mesure ratiométrique. Ce rapport 665/620 est utilisé pour calculer le DeltaF qui 

représente la valeur normalisée du rapport entre le signal de FRET et le bruit de fond de 

l’essai. L’utilisation du DeltaF, dans des applications industrielles, permet d’obtenir un 

résultat indépendant du niveau de signal brut mesuré sur un appareillage donné. 

 

Dans le cadre du projet 2, exposé ci-dessous, la mesure du signal de FRET ne peut être 

déterminée en phase homogène. Des étapes de lavages sont alors nécessaires pour éliminer 

l’excès de réactifs non liés aux cibles protéiques. Dans ce format de détection (TRF), 

l’émission du cryptate de terre rare à 620 nm n’est plus une constante et ne peut donc plus être 

prise comme référence. En effet, l’intensité du signal dépend à la fois de la fixation non 

spécifique et spécifique du conjugué-cryptate. Nous avons de fait choisi d’exprimer par la 

suite le FRET en Delta665 (∆665). Il représente l’intensité de l’émission de fluorescence de 

l’accepteur engagé dans un transfert d’énergie à 665 nm (cf. chapitre III-D.3.e).  
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Son expression s’écrit : 

 

∆665 = (signal à 665 nm de l’échantillon – signal à 665 nm du négatif) 

 

Echantillon : cellules exprimant les partenaires d’interaction + conjugués donneur et 

accepteur.  

Négatif : cellules exprimant les partenaires d’interaction + conjugué donneur et conjugué 

froid à la place de l’accepteur (Figure VII.7). 

 

Le ∆665 dépend de deux paramètres : l’efficacité du transfert d’énergie et le nombre 

d’évènements de FRET. Ainsi, sur la Figure VII.7.C, le signal de l’accepteur en FRET est 

bien dépendant du nombre de récepteurs en interaction à la surface cellulaire. Les valeurs 

obtenues peuvent être comparées si les expériences sont réalisées dans les mêmes conditions 

(milieu, cellules…) avec acquisition du signal sur le même appareillage. 
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VII-C) Oligomérisation de l’hétérodimère GABAB à la surface cellulaire. 

 
VII-C.1) Contexte et but. 

 
L’oligomérisation est un terme général qui décrit l’association de plusieurs protéines au 

sein d’un même complexe. Le dimère, qui correspond à l’interaction de deux protéines, 

constitue la stucture minimale de l’oligomère. Cette notion de dimérisation a été beaucoup 

utilisée pour décrire l’organisation des RCPG longtemps considérés uniquement sous forme 

monomériques. En réalité, il existe une certaine ambiguïté entre les termes de dimérisation et 

d’oligomérisation. Les méthodes décrivant des dimères de RCPG ne permettent pas d’exclure 

une oligomérisation plus grande de ces récepteurs. Les travaux de Fotiadis et coll. ont révélé 

pour la première fois en 2003, à partir de données obtenues en AFM, une organisation 

complexe de la rhodopsine en rangées de dimères (Fotiadis et al., 2003; Fotiadis et al., 2004). 

Fonctionnellement, ce niveau d’organisation oligomérique à grande échelle favoriserait des 

réponses rapides des récepteurs comme cela a été démontré ensuite par Jastrzebska et coll. 

(Jastrzebska et al., 2006). En effet, ces auteurs décrivent des cinétiques d’activation des 

protéines Gαt plus rapides quand la rhodopsine est sous forme oligomérique plutôt que 

dimérique ou monomérique. D’autres données relativement récentes suggèrent aussi 

l’implication de l’oligomérisation du récepteur α1B-adrénergique pour son envoi à la surface 

cellulaire (Milligan et al., 2006). Toutefois, hormis quelques récepteurs, peu d’informations 

ont été rapportées à ce jour sur l’oligomérisation d’autres RCPG. 

 

Pourtant, les multiples zones de contact identifiées au niveau des domaines 

transmembranaires des RCPG (TMI, II, IV, VI…) ne permettent pas de définir simplement 

une seule interface de dimérisation entre deux récepteurs. Comme nous en avons déjà discuté 

dans le chapitre II-C.2, le modèle de Fotiadis et coll. permet de réconcilier l’ensemble de ces 

données en décrivant, pour la rhodopsine, une interface symétrique de dimérisation et une 

interface asymétrique qui supporterait une interaction interdimères (Fotiadis et al., 2004). Les 

récepteurs pourraient donc être organisés dans des complexes d’interaction oligomériques 

plus grands que les dimères. Dans ce contexte, nous avons souhaité aborder cette question de 

l’oligomérisation pour le récepteur GABAB. En effet, ce récepteur nous a semblé être un bon 

modèle et ceci pour plusieurs raisons. Tout d’abord, il s’agit d’un hétérodimère obligatoire 

(cf. chapitre VI). L’oligomérisation de ce récepteur pourrait donc se traduire par des contacts 

entre des hétérodimères via les sous-unités GB1, GB2 ou éventuellement par des protéines 
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annexes encore méconnues. De plus, l’asymétrie de ce récepteur permet d’envisager le 

marquage ciblé de l’une de ces deux sous-unités à l’aide de molécules fluorescentes. Ainsi, en 

utilisant un couple adapté de fluorophores, il serait envisageable, avec une méthode de 

marquage appropriée, de détecter un éventuel transfert d’énergie entre des sous-unités GB1 ou 

GB2 présentes dans des hétérodimères distincts. La détection d’un tel signal indiquerait une 

interaction de ces sous-unités et serait un argument en faveur d’une organisation oligomérique 

de ce récepteur.  

 

VII-C.2) Stratégie. 

 

Le point de départ de ce projet a consisté à choisir une méthode permettant d’analyser le 

plus précisément possible ces interactions protéiques via un marquage ciblé des deux sous-

unités du récepteur GABAB à la surface cellulaire. Précédemment, nous avons décrit une 

méthode de FRET basée sur l’utilisation d’anticorps couplés à des fluorophores. Ce type 

d’approche, bien qu’étant favorable à la détection d’interactions exclusivement de surface, 

présente toutefois un certain nombre de limites. La bivalence des anticorps par exemple, 

implique de prendre des précautions particulières pour éviter les phénomènes d’agrégation des 

protéines cibles. Il conviendrait, pour éviter ce problème, d’utiliser des anticorps dont seule la 

région Fab (Fragment antigen binding) est conservée. Cette stratégie n’a pas été adoptée car 

nous n’avions pas alors accès à de tels réactifs. Par ailleurs, concernant l’utilisation 

d’anticorps complets, il ne peut être exclu du fait de la taille de ces complexes (150 kDa), de 

détecter un transfert d’énergie entre deux protéines alors que celles-ci sont proches mais pas 

en interaction directe. Pour cette raison des contrôles négatifs, utilisant des protéines de 

surface n’interagissant pas, doivent être mis en place systématiquement pour valider la 

spécificité du signal mesuré. Fort de toutes ces raisons, l'approche anticorps ne semblait pas la 

plus appropriée pour permettre une analyse objective de l’oligomérisation du récepteur 

GABAB à la surface cellulaire. 

 

D’autres méthodes ont de fait été envisagées. Comme nous l’avons détaillé dans le chapitre 

III, le BRET et le FRET entre variants de la GFP, sont des approches adaptées à l’étude des 

interactions protéiques. En effet, ces sondes (Rluc, CFP, YFP…) peuvent être génétiquement 

encodées et placées en fusion avec les protéines d’intérêt. Pourtant, ces dernières années, de 

nombreuses autres stratégies ont été développées (cf. chapitre IV). En effet, le BRET et le 

FRET sont des techniques qui souffrent d’un important bruit de fond provenant à la fois du 
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manque de sélectivité spectrale des molécules utilisées, de la présence de protéines de fusion 

en cours de maturation (retenues dans les compartiments intracellulaires) et de 

l’autofluorescence des cellules qui émettent dans la zone de détection du signal issu du 

transfert d’énergie. De plus, il est difficile de déterminer avec ces techniques la provenance du 

signal (surface cellulaire versus compartiments intracellulaires) à partir d’une population de 

cellules. Tous ces paramètres limitent la sensibilité de détection et compliquent l’analyse du 

signal. Ainsi, depuis quelques années, l’émergence de nouvelles approches de marquage a 

permis d’améliorer les systèmes de détection. Ces méthodologies innovantes permettent 

notamment de réduire la taille des séquences à fusionner, de choisir la nature des fluorophores 

(sélectivité spectrale, R0 variables…) et de déterminer un marquage exclusivement de surface 

ou intracellulaire. 

 

Notre objectif étant d’analyser avec précision le niveau d’organisation du récepteur 

GABAB à la surface cellulaire, nous avons choisi d’utiliser une méthode alliant une taille de 

sonde réduite et un marquage unique, stable et spécifique des protéines de surface. Parmi les 

méthodes à notre disposition, la technique SNAP-tag nous a semblé l’approche la plus 

adaptée à nos besoins. Brièvement, cette méthode (détaillée dans le chapitre IV-C.3) consiste 

à fusionner le domaine catalytique de la O6-alkylguanine-DNA alkyltransferase (AGT) au 

niveau d’une protéine cible afin de marquer spécifiquement, par l’intermédiaire d’une 

réaction enzymatique, la protéine de fusion. Cette réaction de marquage est irréversible et 

unique. Selon la nature chimique de la molécule fluorescente utilisée, le marquage sera 

exclusivement de surface (fluorophores non perméants) ou intracellulaire, ce qui constitue un 

des atouts de cette technologie. Enfin, la sonde formée par la liaison d’un groupement benzyl-

fluorophore au niveau de l’AGT est sept fois plus petite qu’un anticorps (21 kDa au lieu de 

150 kDa). Ceci peut avoir des conséquences importantes sur la spécificité du signal de FRET 

mesuré. En effet, plus la taille de la sonde fluorescente est petite, moins grand est le risque de 

mesurer un transfert d’énergie entre deux protéines qui sont proches mais pas en interaction.  

 

Certains points critiques restent cependant à élucider quant à l’utilisation de cette méthode. 

Le rendement de marquage de l’AGT avec nos fluorophores (cryptate, d2, Cy5…) n’ayant pas 

été déterminé, il faudra apprécier l’efficacité de la réaction enzymatique pour chacune de ces 

molécules. Il sera aussi important de contrôler la sensibilité de détection du signal de FRET 

entre les fluorophores spécifiquement greffées aux récepteurs. Cette caractérisation sera 

effectuée sur l’hétérodimère GB1/GB2 avant d’analyser des interactions entre dimères. 



Figure VII.8 : Caractérisation des protéines de fusion HA-ST-GB1a et Flag-ST-GB2. A)
Quantification par ELISA de l’expression à la surface de cellules COS-7 des différentes 
protéines de fusion. B) Détermination par Scatchard du nombre de récepteurs exprimés à la 
surface de cellules COS-7 et de l’affinité de l’antagoniste CGP54626. C) L’augmentation de 
calcium dans les cellules exprimant les sous-unités indiquées est représentée en fonction de la 
concentration en GABA. Les valeurs sont normalisées par rapport à la réponse maximale 
obtenue avec le récepteur sauvage et représentent la moyenne +/- SE de triplicats.
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VII-C.3) Résultats. 

 

 Mise au point technologique. 

 

1) L’insertion d’un SNAP-tag en N-terminal du récepteur GABAB n’affecte ni son 

adressage ni son fonctionnement à la surface cellulaire. 

 

L’AGT (O6-alkyl Guanine-DNA alkyltransferase), qui sera nommée par la suite SNAP-tag 

(ST), a été fusionnée au niveau du domaine N-terminal des sous-unités GB1 et GB2 clonées 

dans le vecteur pRK5. L’insertion d’étiquette HA ou Flag en N-terminal du ST a pour but de 

suivre l’adressage à la membrane plasmique des différentes protéines de fusion (HA-ST-GB1 

et Flag-ST-GB2). Ainsi, chacune des constructions a été transfectée transitoirement dans des 

cellules COS-7 avec une sous-unité GB1/GB2 complémentaire sauvage de manière à estimer 

par ELISA les niveaux d’expression. Les données obtenues  montrent que toutes les protéines 

de fusion sont correctement adressées à la surface cellulaire à l’image du récepteur sauvage 

(90-100% du niveau d’expression du sauvage) (Figure VII.8.A). 

 

Nous avons ensuite vérifié que la présence du ST au niveau de la sous-unité GB1 ne 

modifie pas l’affinité des ligands. Pour cela un antagoniste tritié non perméant, le [H3]-

CGP54626, a été utilisé pour réaliser une expérience de saturation à l’équilibre ou Scatchard 

(Figure VII.8.B). Les résultats confirment, tout d’abord, de manière quantitative que la 

présence du ST n’affecte pas le niveau d’expression du récepteur à la surface cellulaire (Bmax : 

59.6 femtomoles de récepteur sauvage pour 100.000 cellules COS-7 et 65.9 femtomoles pour 

les cellules exprimant la fusion HA-ST-GB1). D’autre part, la constante de dissociation (Kd) 

est identique pour le récepteur sauvage (Kd : 2.7 nM) et pour le récepteur avec la sous-unité 

GB1 fusionnée au ST (Kd : 2.9 nM).  

 

Afin de vérifier que la présence du ST n’affecte pas la fonctionnalité du récepteur, un test 

de mesure de calcium intracellulaire a été effectué. Les cellules transfectées avec l’une des 

deux sous-unités fusionnées au ST génèrent une réponse suite à la stimulation par le GABA 

en entraînant la libération de calcium (Figure VII.8.C). Les valeurs d’EC50 déterminées 

(0.79µM pour HA-ST-GB1a et 0.48µM pour Flag-ST-GB2) sont très proches de la valeur 

obtenue pour le récepteur sauvage (0.76µM). Le fonctionnement du récepteur n’est donc pas 

affecté par la présence de l’enzyme aussi bien au niveau du domaine N-terminal de GB1 que 



Figure VII.9 :  Mise au point des conditions de marquage. A) Les réactifs BG-K et BG-Cy5 
ont été dilués à différentes concentrations et le signal de fluorescence correspondant déterminé à
620 nm et 682 nm respectivement. B) Variation du temps d’incubation des cellules en présence de 
5µM de BG-K ou BG-Cy5. C) Les cellules COS-7 ont été co-transfectées avec les sous-unités 
HA-ST-GB1a et Flag-GB2. Après une heure d’incubation en présence de différentes 
concentrations de fluorophores, les cellules ont été lavées et l’émission de fluorescence spécifique 
mesurée. A partir des gammes étalons (A), la fluorescence spécifique a pu être convertie en 
nombre de moles de fluorophores liés au ST. 
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de GB2. La co-transfection des fusions ST-GB1 et ST-GB2 donne les mêmes résultats (non 

montrés). 

 

2) Détermination des conditions de marquage. 

 

Le temps d’incubation des Benzyl Guanine-fluorophores (BG = substrats) ainsi que leurs 

concentrations, sont deux paramètres essentiels pour l’optimisation des conditions de 

marquage des ST (enzymes). Dans une première série d’expériences, 100.000 cellules COS-7 

exprimant l’hétérodimère HA-ST-GB1a/Flag-GB2 ont été incubées pendant 1h, 2h ou 3h avec 

5µM de fluorophores non perméants (BG-K (Benzyl Guanine – cryptate d’europium-PBP) ou 

BG-Cy5). Après trois lavages, l’émission de la fluorescence provenant des fluorophores 

spécifiquement liés au ST a été déterminée. Connaissant la relation entre l’intensité de 

fluorescence (à 620 nm pour le K et 682 nm pour le Cy5) et la concentration correspondante 

en fluorophores (Figure VII.9.A), il nous a été possible de déterminer le nombre de 

fluorophores fixés (~ 50 femtomoles) (Figure VII.9.B). Aucune amélioration du marquage 

n’est observée pour des incubations supérieures à une heure. L’ensemble des récepteurs 

susceptibles de fixer un fluorophore sont donc bien marqués au bout de la première heure. Ce 

temps d’incubation sera utilisé pour l’ensemble des expériences suivantes. 

 

Afin de déterminer la concentration efficace en BG-fluorophore pour marquer les 

récepteurs présents à la surface cellulaire, les cellules ont été incubées avec des concentrations 

croissantes de fluorophores (BG-K ou BG-Cy5). Le plateau atteint pour chacune des courbes 

correspond à la concentration optimale en fluorophores pour le marquage des récepteurs de 

surface (Figure VII.9.C). Cette concentration est de 0.5µM pour le BG-Cy5 et de 20µM pour 

le BG-K. L’analyse des valeurs d’EC50 (0.05µM pour le BG-Cy5 et 2µM pour le BG-K) 

révèle un décalage qui est certainement la conséquence d’une différence dans l’efficacité de la 

réaction enzymatique. Cette activité enzymatique peut, en effet, être affectée par la nature du 

fluorophore utilisé, la longueur du bras carboné reliant le fluorophore au groupement benzyl-

guanine (BG) ou par la position de couplage de la molécule fluorescente au niveau du BG. Il 

faudrait, pour caractériser cette différence, définir les paramètres qui ont une influence sur la 

reconnaissance et sur le transfert du groupement benzyl-fluorophore au niveau de la cystéine 

réactive de l’enzyme.  
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3) Détermination du rendement de marquage. 

 

L’optimisation des conditions de marquage réalisées, il nous fallait déterminer le 

rendement de marquage. Il correspond au rapport du nombre de récepteurs marqué avec les 

fluorophores sur le nombre de récepteurs totaux. Le nombre de récepteurs totaux est évalué 

par des expériences de saturation à l’aide d’un antagoniste radioactif, le [H3]-CGP54626, 

alors que le nombre de récepteurs marqués est estimé par la mesure de la fluorescence (cf. 

conditions de marquage). Ces quantifications ont été réalisées pour différentes densités de 

récepteurs. Comme la sous-unité GB1 (qui fixe le ligand) est envoyée en surface uniquement 

en présence de la sous-unité GB2, les cellules ont été transfectées avec une gamme croissante 

de Flag-GB2 et une quantité fixe de HA-ST-GB1a. Pour chacune des transfections, la quantité 

d’hétérodimères à la surface cellulaire a été estimée par la liaison de l’antagoniste au niveau 

de GB1 (Méthode de Scatchard) et par la liaison des fluorophores sur le ST selon les 

conditions établies précédemment. La représentation mole à mole de ces deux méthodes de 

quantification donne une parfaite corrélation linéaire avec l’obtention d’une pente de 1 

(Figure VII.10). Ceci indique qu’à une mole d’antagoniste tritié lié à GB1 correspond une 

mole de fluorophore greffé au niveau du ST. Il est possible de conclure que toutes les sous-

unités GB1 occupées par l’antagoniste radioactif sont marquées au niveau du ST par le 

fluorophore. Cette analyse du signal confirme la parfaite compatibilité de l’approche SNAP-

tag pour un marquage efficace de l’ensemble des récepteurs exprimés à la surface cellulaire. 

 

4) Détection du signal de FRET. 

 

- FRET entre un fluorophore lié au ST et un anticorps couplé à des fluorophores. 

 

Une fois les conditions de marquage établies, nous avons voulu mesurer un tranfert 

d’énergie au sein de l’hétérodimère GB1/GB2. Pour cela, les cellules ont été co-transfectées 

avec une quantité fixe de HA-ST-GB1a et une gamme de Flag-GB2. Après avoir marqué les 

ST avec les fluorophores donneurs (K) ou accepteurs (Cy5), des anticorps dirigés contre 

l’étiquette Flag de GB2 ont été ajoutés. En utilisant des anticorps couplés à des fluorophores 

donneurs ou accepteurs pour les molécules fluorescentes liées au ST, il a été ainsi possible de 

détecter un transfert d’énergie révélant l’interaction GB1/GB2. Ce FRET, directement 

proportionnel au niveau d’expression des récepteurs, est détectable pour des densités de 
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Figure VII.11 : FRET entre un SNAP-tag (ST) et un anticorps. Les cellules COS-7 ont été co-
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Cy5/anticorps-K (B). 
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récepteurs inférieures à 500 femtomoles/mg de protéines soit environ 200.000 récepteurs par 

cellule COS-7 (Figure VII.11).  

 

- FRET entre deux ST. 
 

Afin de s’affranchir totalement de l’utilisation des anticorps, un marquage simultané des 

sous-unités HA-ST-GB1a et Flag-ST-GB2 a été réalisé via l’utilisation d’une paire de BG 

fluorescents. Dans ce type de configuration on s’attend statistiquement à avoir 50% des 

dimères avec un donneur et un accepteur permettant un transfert d’énergie, 25% avec deux 

donneurs et 25% avec deux accepteurs intradimères. Il a fallu d’abord déterminer, du fait de la 

différence d’EC50 de fixation des deux fluorophores, le rapport de concentration en BG-K et 

BG-Cy5 pour obtenir un FRET optimal au sein de l’hétérodimère GB1/GB2. A cette fin, une 

gamme de BG-Cy5 a été appliquée en présence d’une concentration constante de BG-K sur 

des cellules co-exprimant les deux protéines de fusion (Figure VII.12.A). La courbe obtenue 

présente une allure en cloche et révèle un excellent transfert d’énergie pour un rapport de 

0.2µM de BG-Cy5 pour 5µM de BG-K. En dessous ou au dessus de cette concentration en 

BG-Cy5, la proportion de dimères portant exclusivement soit deux K soit deux Cy5 augmente 

ce qui réduit le signal de FRET. Après avoir défini le rapport de concentration 

donneur/accepteur optimal, il était essentiel de déterminer la limite de détection du signal. 

Pour cela, nous avons mesuré le FRET sur des populations de cellules exprimant des densités 

variables de récepteurs allant de 0.25 à 3 picomoles/mg de protéines (Figure VII.12.B). Le 

signal de FRET est détectable pour de faibles niveaux d’expression, inférieurs à 500 

femtomoles de récepteurs/mg de protéines (200.000 récepteurs par cellules COS-7).  

 

 Oligomérisation du récepteur  GABAB. 
 

Afin d’aborder la question de l’oligomérisation concernant le récepteur GABAB, nous 

avons voulu mettre en évidence d’éventuelles interactions entre les hétérodimères à la surface 

cellulaire. Pour cela, la détection d’un transfert d’énergie entre des sous-unités présentes dans 

des dimères distincts serait un bon indicateur d’une organisation oligomérique de ce 

récepteur. Pour tenter de répondre à cette interrogation, les sous-unités HA-ST-GB1a et Flag-

ST-GB2 ont été transfectées respectivement avec les sous-unités GB2 et GB1. Ainsi, au sein 

d’un hétérodimère, seule une des deux sous-unités peut être marquée par un fluorophore. En 

appliquant simultanément un mélange de BG-K et BG-Cy5, nous avons pu évaluer l’intensité 

du signal de FRET en fonction des niveaux d’expression des récepteurs (Figure VII.13). De 



Figure VII.12 : FRET entre deux SNAP-tag (ST). A) Les cellules COS-7 ont été co-
transfectées avec les sous-unités GB1 et GB2 toutes deux fusionnées au ST. 24h après 
transfection les cellules ont été incubées avec une gamme de BG-Cy5 en présence d’une 
concentration constante de BG-K (5µM). Le signal de FRET spécifique a été déterminé à 665 nm 
après avoir soustrait le signal non spécifique obtenu sur des cellules Mock. B) Evolution du 
signal de FRET en fonction de la densité de récepteurs à la surface cellulaire. 
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manière assez surprenante, alors que le FRET entre deux hétérodimères via les sous-unités 

GB2 est relativement faible, un FRET beaucoup plus important est détecté entre les sous-

unités GB1. Le FRET observé entre les GB1 est conforté par les données obtenues avec le 

mutant GB1ASA. En effet, la mutation de la séquence de rétention RSR en ASA permet à cette 

sous-unité d’être adressée à la surface cellulaire en l’absence de GB2. Les données de FRET 

obtenues sur ce mutant exprimé seul révèlent qu’un important transfert d’énergie est 

détectable (Figure VII.14.A). Concernant la sous-unité GB2, la faible intensité du signal 

n’est pas la conséquence d’une incapacité de cette sous-unité à s’associer avec elle-même. En 

effet, il apparaît que la sous-unité GB2 exprimée seule, est capable de former des 

homodimères à la surface cellulaire (Figure VII.14.B) (Maurel et al., 2004; Villemure et al., 

2005).  

 

1) Influence des domaines sushi de GB1a sur le FRET. 
 

La présence de deux domaines sushi en N-terminal de la sous-unité GB1a pourrait avoir un 

impact sur le signal de FRET mesuré. Ces domaines, absents de GB2, pourraient être 

impliqués dans une éventuelle interaction des sous-unités GB1a ou induire un rapprochement 

des fluorophores alors que les protéines de fusion ne sont pas en interaction. Pour tester ces 

hypothèses, nous avons comparé le transfert d’énergie entre deux dimères via la co-

transfection de Flag-ST-GB2 avec la forme HA-ST-GB1a ou la forme HA-ST-GB1b ne 

possédant pas de domaines sushi. Aucune différence de FRET inter-dimère n’est observée 

entre ces deux variants ce qui permet d’exclure l’implication des domaines sushi dans 

l’association des hétérodimères via la sous-unité GB1 (Figure VII.15). 

 

2) Effet de l’activation de l’hétérodimère sur le FRET. 
 

D’après la structure cristallographique du domaine de liaison du récepteur mGlu1 

(Kunishima et al., 2000) un changement de positionnement relatif des deux DEC du récepteur 

GABAB est attendu suite à la liaison du GABA au niveau de la sous-unité GB1. Cette 

modification pourrait être révélée par une variation du signal de FRET résultant d’une 

différence de distance et/ou d’orientation relative des fluorophores. Toutefois, avec notre 

approche, aucun changement dans le transfert d’énergie existant entre les deux sous-unités 

GB1/GB2 à l’état basal n’a pu être mis en évidence après l’ajout de GABA (Figure VII.16). 

De même, aucun changement dans le transfert d’énergie inter-dimère via les sous-unités GB1 

ou GB2 n’a pu être détecté.  



Figure VII.13 : Oligomérisation du récepteur GABAB.  Les cellules COS-7 ont été co-
transfectées avec les sous-unités GB1 et GB2 fusionnées ou non au ST comme indiqué. Pour 
chaque combinaison, des gammes d’expression ont été réalisées en co-transfectant une quantité
fixe de GB1 avec une gamme de GB2. 24h après transfection un mélange de BG-K et BG-Cy5 a 
été appliqué sur les cellules (Matériels et Méthodes). Après élimination de l’excès de 
fluorophores libres, le signal de FRET spécifique a été déterminé à 665 nm pour chaque 
population de cellules.
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Figure VII.14 : Homodimérisation des sous-unités HA-ST-GB1aASA et Flag-ST-GB2. Les 
cellules COS-7 ont été transfectées avec la sous-unité HA-ST-GB1aASA (A) ou avec la sous-
unité Flag-ST-GB2 (B). Des gammes d’expression ont été réalisées et 24h après transfection un 
mélange de BG-K et BG-Cy5 a été appliqué sur les cellules. Après élimination de l’excès de 
fluorophores libres, le signal de FRET spécifique a été déterminé à 665 nm pour chaque 
population de cellules. La quantification de Flag-ST-GB2 (B) à la surface cellulaire n’est 
qu’une estimation car il a été impossible de réaliser de la liaison sur cette sous-unité (pas de 
ligands connus). Pour cela, nous avons corrélé les signaux d’ELISA Flag avec de la liaison sur 
la co-transfection GB1/Flag-ST-GB2. Ainsi, dans la même expérience, cette corrélation nous a 
permis d’estimer la densité de Flag-ST-GB2 exprimé seul à la surface cellulaire à partir des 
signaux de luminescence obtenus en ELISA.
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Figure VII.15 : Influence des domaines sushi de GB1a sur l’oligomérisation du récepteur 
GABAB. Les cellules COS-7 ont été co-transfectées avec une gamme croissante de Flag-GB2 et une 
quantité fixe de HA-ST-GB1a ou de HA-ST-GB1b. 24h après transfection un mélange de BG-K et 
BG-Cy5 a été appliqué sur les cellules. Après lavages, le signal de FRET spécifique a été déterminé
à 665 nm pour chaque population de cellules.
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Figure VII.16 : Effet du GABA sur le FRET. Les cellules COS-7 
ont été co-transfectées avec les sous-unités GB1 et GB2 comme 
indiqué. Après avoir marqué les récepteurs avec les BG-K et BG-
Cy5, le signal de FRET a été analysé à 665 nm sur des cellules 
préalablement traitées ou non pendant 5 minutes au GABA (1mM). 
Les signaux représentés correspondent à 1.5 picomoles de 
récepteurs/mg de protéines. Les mêmes données ont été obtenues 
pour des densités de récepteurs allant de 0.5 picomoles à 3 
picomoles /mg de protéines.



 92

VII-C.4) Eléments de discussion. 

 

Dans cette étude, nous avons utilisé l’approche SNAP-tag pour marquer les sous-unités 

GB1 et GB2 du récepteur GABAB avec des fluorophores favorables à une analyse de FRET 

en temps résolu (TR-FRET). Cette approche nous a permis de démontrer que l’hétérodimère 

obligatoire GABAB est capable de former des oligomères à la surface de cellules COS-7. Cet 

état oligomérique semble passer par des contacts entre les sous-unités GB1 alors que celles-ci 

sont présentes dans des hétérodimères différents. Concernant les sous-unités GB2, il est 

difficile de confirmer pour l’instant leur implication dans l’oligomérisation du récepteur 

GABAB. En effet, les données obtenues indiquent soit que la distance séparant ces sous-unités 

est plus grande que pour les GB1, soit que l’orientation relative des fluorophores n’est pas 

favorable à un transfert d’énergie efficace. Ces deux facteurs peuvent être concomitants.  

 

La technologie SNAP-tag a constitué la base méthodologique de ce travail. Cette 

technologie, qui a principalement trouvé des applications en microscopie, est basée sur une 

réaction enzymatique. Cette réaction permet de lier de manière covalente et unique, une 

molécule fluorescente au niveau d’une enzyme modifiée (ST), préalablement fusionnée à la 

protéine d’intérêt (Juillerat et al., 2003; Juillerat et al., 2005; Keppler et al., 2004). Ce 

marquage peut s’appliquer pour des protéines intracellulaires dans le cas de fluorophores 

perméants mais aussi pour des protéines exclusivement de surface via l’utilisation de 

fluorophores imperméants. Pour pouvoir tirer profit de cette technologie dans le cadre de ce 

projet, nous avons mis au point les conditions de marquage des sous-unités GB1 et GB2 du 

récepteur GABAB fusionnées au niveau de leur domaine N-terminal avec le ST. L’interêt 

d’utiliser les fluorophores cryptate de terre rare et Cy5 pour réaliser ce marquage est double. 

Tout d’abord, de part leur nature chimique, ces fluorophores ne peuvent traverser la 

membrane plasmique (résultats non montrés). Par conséquent, seules les sous-unités 

exprimées à la surface cellulaire sont marquées et détectées. Aucun signal parasite provenant 

des sous-unités intracellulaires en cours de synthèse ne peut donc venir interférer avec le 

signal des récepteurs de surface. D’autre part, les propriétés photophysiques de cette paire de 

fluorophores permettent d’envisager la mesure d’un FRET en temps résolu si la distance 

séparant ces deux molécules ainsi que leur orientation sont appropriées. L’intérêt d’un tel 

système de détection est de pouvoir analyser le signal de FRET en atténuant considérablement 

le bruit de fond ce qui a pour effet d’améliorer la sensibilité de la détection (Mathis, 1999). 

Sur la base de ces deux critères nous avons donc optimisé les conditions de marquage du 
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Figure VII.17 : Modélisation de l’oligomérisation du récepteur GABAB.
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récepteur GABAB dans un format 96 puits, sur des cellules exprimant les sous-unités HA-ST-

GB1a/Flag-GB2. Nous avons ainsi déterminé des conditions permettant d'assurer un  

marquage de plus de 90% des sous-unités GB1 exprimées à la surface cellulaire. Ce marquage 

peut être réalisé aussi bien avec du cryptate de terre rare qu’avec du Cy5. La facilité de mise 

en œuvre du marquage, associée à la courte durée d’incubation des réactifs et à la 

miniaturisation du test au format 96 voir 384 puits sont les atouts de cette technologie. 

 

Dans une deuxième série d’expériences nous avons co-transfecté les sous-unités GB1 et 

GB2 toutes deux fusionnées au ST. En appliquant simultanément sur ces cellules un mélange 

de fluorophores donneur et accepteur selon un rapport de concentration préalablement 

optimisé, nous avons été capables de détecter un TR-FRET au sein de l’hétérodimère 

GB1/GB2. Ce FRET, directement proportionnel à la quantité d’hétérodimères à la surface 

cellulaire, est détectable pour des niveaux d’expression inférieurs à 500 femtomoles de 

récepteurs/mg de protéines. Ceci démontre la sensibilité de cette méthode. En effet, dans des 

conditions physiologiques le niveau d’expression du récepteur GABAB est estimé sur des 

membranes totales de cerveau à 3 picomoles/mg de protéines membranaires (Bischoff et al., 

1999). Il est donc possible d’écarter des phénomènes aléatoires de transfert d’énergie par 

simple proximité pouvant être due à la surexpression des récepteurs. 

 

La question de l’oligomérisation du récepteur GABAB étant l’objet de ce travail, nous 

avons souhaité déterminer si des interactions entre hétérodimères peuvent être révélées par 

cette approche. Les résultats obtenus montrent qu’un signal de FRET est détectable entre les 

sous-unités GB1 alors qu’un signal de faible intensité est observé entre les sous-unités GB2. 

Parallèlement, nous avons démontré qu’un signal de FRET est aussi détectable entre les sous-

unités GB1aASA ou GB2 exprimées seules à la surface cellulaire. Ce dernier point est tout à 

fait en accord avec nos données obtenues précédemment par l’approche anticorps (Maurel et 

al., 2004) et avec les résultats obtenus par Villemure et coll. (Villemure et al., 2005). 

L’ensemble de ces résultats permet de proposer un modèle d’oligomérisation du récepteur 

GABAB où la sous-unité GB1a, présente dans des dimères distincts, participe à l’organisation 

des hétérodimères (Figure VII.17). L’homodimérisation de la forme GB1aASA, mutée au 

niveau du site de rétention RSR, confirme l'association en homodimères de cette sous-unité. 

Nos données montrent de plus, que les domaines sushi de cette sous-unité ne sont pas 

impliqués. Concernant la sous-unité GB2, différentes hypothèses peuvent être avancées pour 

expliquer le faible signal de FRET inter-dimères. La première se base sur une distance entre 
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les sous-unités GB2 plus importante que celle séparant les sous-unités GB1. Le signal détecté 

entre les GB2 pourrait résulter d’une proximité plutôt que d’une véritable interaction. En 

effet, pour des mêmes niveaux d’expression, alors que le FRET inter-dimère via les GB2 est 

faible, un signal de FRET plus important est observable entre les sous-unités GB2 exprimées 

seules. Cette observation confirme donc la possibilité de détecter un FRET entre les GB2 

lorsque ces sous-unités sont associées à la surface cellulaire en homodimères.  

 

L’ensemble de ces données suggère aussi que le transfert d’énergie mesuré entre les GB1 

n’est pas le résultat d’une forte concentration des récepteurs dans des microdomaines. En 

effet, si les hétérodimères étaient accumulés dans des microdomaines, alors le FRET entre les 

GB2 devrait être proche en intensité du FRET détecté entre les GB1. Pourtant il n’en est rien. 

Il apparaît en fait que les sous-unités GB1 présentent une association ordonnée que l’on ne 

retrouve pas entre les GB2. Il n’est pas permis d’exclure par contre que des sous-unités GB2 

sous formes homodimériques, non associées à GB1, soient responsables du signal de FRET 

détecté. 

 

Une deuxième hypothèse est que l’orientation des fluorophores sur la sous-unité GB2 n’est 

pas favorable à un transfert d’énergie efficace entre les hétérodimères. Même si cette 

hypothèse est envisageable, elle semble toutefois peu probable. En effet, le ST a peu de risque 

d’être contraint dans une orientation donnée du fait de son insertion directement en N-

terminal de la sous-unité GB2. De plus, le fluorophore qui est attaché par une liaison 

covalente dispose d’une certaine liberté de rotation. La révélation en FRET de 

l’homodimérisation de GB2 exprimé seul est d’ailleurs un argument en faveur de ces 

remarques. 

 

Afin de mettre en évidence une éventuelle dynamique de ces oligomères, nous avons testé 

l’effet d’agonistes sur les différentes interactions détectées. Les données obtenues révèlent 

que le signal de FRET mesuré au sein de l’hétérodimère et entre les dimères n’est pas affecté 

par la liaison du GABA. L’absence d’effet ne permet cependant pas d’exclure l’existence de 

changements conformationnels au cours du processus d’activation. Il est en effet possible que 

le R0 du couple de fluorophores utilisés (R0 ~ 65Å) ne soit pas compatible avec la détection de 

petites variations de distance. 
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Dans la perspective de ce travail il reste à confirmer à la fois l’interaction directe des sous-

unités GB1 et l’absence d’association des sous-unités GB2. Concernant les sous-unités GB1, 

il serait intéressant de perturber l’association GB1/GB1 en insérant par exemple des sites de 

glycosylation en différentes positions des domaines extracellulaires de cette sous-unité. Cette 

stratégie a été utilisée avec succès au laboratoire dans l’identification de l’interface de contact 

GB1/GB2 (Rondard et coll., en cours de rédaction). La perte de signal de FRET entre les 

sous-unités GB1 à la surface cellulaire, serait un argument fort en faveur d’une interaction 

directe. Les éventuels effets de cette rupture pourraient être analysés au niveau de la liaison 

des ligands (modification d’affinité) ou au niveau des réponses intracellulaires. En effet, un 

contact entre les hétérodimères via les sous-unités GB1 pourrait avoir un effet allostérique sur 

la liaison des ligands ou un impact sur le couplage aux protéines G. Par la suite, les différentes 

zones de contact potentiellement impliquées pourraient être analysées. Pour cela, notre 

approche de TR-FRET devrait permettre de regarder séparément (via la réalisation de 

différentes constructions) si les domaines extracellulaires, les domaines heptahélices et les 

sous-unités tronquées de leur domaine C-terminal sont toujours capables de former des 

homodimères.  

 

Concernant les sous-unités GB2, un moyen de confirmer que ces sous-unités ne sont pas en 

interaction serait de forcer un rapprochement des hétérodimères via l’utilisation d’anticorps 

bivalents. En effet, si ces sous-unités ne sont pas associées, l’ajout d’anticorps bivalents 

capables de contacter deux GB2 ensembles pourrait permettre de réticuler les récepteurs et 

donc d’augmenter le signal de FRET mesuré entre ces sous-unités. Des résultats préliminaires 

vont dans ce sens (non montrés).  

 

L’ensemble de ces données suggère pour la première fois, que le récepteur GABAB, 

connu pour être un hétérodimère obligatoire, est capable de s’organiser à la surface cellulaire 

en oligomères. Dans cette structure oligomérique, la sous-unité GB1pourrait avoir un rôle clé 

dans l’association des hétérodimères. Toutefois, le rôle physiologique d’une telle organisation 

pour ce type de récepteur reste encore à déterminer. 
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CONCLUSION ET PERSPECTIVES 
 
 
 

La technologie HTRF est une méthode de détection principalement axée sur le 

développement de tests de dosage de petites molécules intracellulaires. Ces systèmes de 

dosage par compétition impliquent une lyse des cellules. Les travaux rapportés dans cette 

thèse avaient pour objectif d’adapter cette technologique à la détection d’interactions 

protéiques dans un format moins destructif pour la cellule.  

 

En tirant profit du modèle GABAB, nous avons mis en évidence la dimérisation de RCPG à 

la surface cellulaire mais également identifié différents processus d'interaction au sein même 

de ce récepteur et dans son environnement protéique de proximité. Ainsi, l’homo- et 

l'hétérodimérisation des sous-unités de ce récepteur à la surface cellulaire ont été clairement 

mises en évidence par cette technologie. Les principaux atouts de cette méthode sont de 

pouvoir cibler les protéines uniquement de surface grâce à l’utilisation d’anticorps marqués 

avec des fluorophores tout en bénéficiant d’une sensibilité de détection suffisante pour 

travailler en phase homogène (sans étapes de lavages). Afin d’élargir le domaine d’application 

de cette approche nous avons par la suite mis en évidence des interactions intracellulaires 

après perméabilisation des cellules. Ainsi, il est possible de détecter des oligomères de la 

sous-unité GB1 retenue dans les compartiments intracellulaires. 

 

Dans le but d’analyser le plus précisément possible ces interactions entre sous-unités, nous 

avons mis au point une deuxième méthode de marquage des protéines de surface. En effet, la 

méthode anticorps présente deux limites que sont la taille des complexes, de l’ordre de 150 

kDa, et la présence de plusieurs fluorophores par anticorps. Pour pallier ces contraintes, la 

technologie SNAP-tag nous a semblé une méthode intéressante car offrant la possibilité de 

marquer irréversiblement les protéines d’intérêt exprimées à la surface cellulaire avec un seul 

fluorophore. De plus, la sonde (AGT modifiée de 21 kDa) greffée au niveau de la protéine 

cible est plus petite qu’un anticorps ou qu’une GFP et Luciférase classiquement utilisées dans 

les techniques FRET et BRET. Après avoir mis au point les conditions de marquage des sous-

unités GB1 et GB2 du récepteur GABAB, nous avons été capables de détecter un transfert 

d’énergie au sein même de l’hétérodimère entre deux fluorophores spécifiquement greffés sur 

chacune des sous-unités. Cette approche nous a permis ensuite d’analyser précisément en 
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FRET les interactions intervenant entre des sous-unités présentes dans des hétérodimères 

différents. La détection d’un transfert d’énergie entre des hétérodimères est, en effet, un 

argument fort en faveur d’une oligomérisation de ce récepteur. Cette question de 

l’oligomérisation des RCPG a déjà été abordée pour la rhodopsine avec notamment les 

travaux réalisés par l’équipe de Palczewski. Toutefois, il n'existe à ce jour qu'une seule 

démonstration de l'existence d'oligomérisation supérieure au dimère dans des conditions 

cellulaires non invasives (Milligan et al., 2006). Nos résultats obtenus en cellules vivantes 

révèlent la capacité du récepteur GABAB à s’organiser à la surface cellulaire en structures 

oligomériques supérieures au dimère. Il apparaît ainsi clairement que la sous-unité GB1 joue 

un rôle charnière dans l’association et l’organisation des hétérodimères. Le rôle d’une telle 

organisation n’est toutefois pas élucidé pour ce récepteur. 

 

En perspective, nous souhaitons confirmer l’oligomérisation du récepteur GABAB par des 

expériences complémentaires de cross-correlation (CC) de fluorescence. En effet, l’approche 

SNAP-tag offre la possibilité de marquer les récepteurs avec deux fluorophores différents. 

Ainsi, après avoir greffé spécifiquement ces molécules fluorescentes au niveau de la sous-

unité GB1 il devrait être possible d’analyser la diffusion des hétérodimères dans la membrane 

plasmique. La co-diffusion de différents hétérodimères indiquerait l’appartenance de sous-

unités GB1 à un même complexe moléculaire. Ceci serait un argument supplémentaire en 

faveur d’une oligomérisation de ce récepteur.  

 

La combinaison de ces deux méthodes (FRET et CC) permettrait aussi d’envisager 

l’analyse de la stabilité de ces complexes à la surface cellulaire. En effet, nous disposons au 

laboratoire de stratégies originales permettant d’aborder ce type de question. La stratégie 

consisterait à co-transfecter dans les mêmes cellules deux populations d’hétérodimères 

différentes. Une première population correspondant à des hétérodimères fusionnés au niveau 

de la sous-unité GB1 avec un SNAP-tag permettrait de détecter un FRET inter-dimères après 

marquage. Une deuxième population d’hétérodimères non marqués portant un système 

d’adressage inductible « drogue-dépendant » pourrait être envoyée ensuite à la surface 

cellulaire. Ce système a été mis au point au laboratoire et permet, suite à l’application d’une 

drogue sur les cellules, d’envoyer en une heure, les hétérodimères modifiés au niveau de leur 

domaine C-terminal à la surface cellulaire. Un échange entre les récepteurs marqués et non 

marqués au sein de ces complexes devrait entraîner une baisse du signal de FRET et/ou du 

signal de CC. En revanche, si les complexes oligomériques sont stables à la surface cellulaire, 
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la surexpression d’hétérodimères non marqués ne devrait pas affecter le FRET et/ou 

l’amplitude du signal de CC.  

 

Enfin, si le rôle de l’oligomérisation reste ouvert à débat, il est cependant essentiel de 

comprendre comment ces complexes interagissent et activent les protéines G. Certains auteurs 

supposent que le monomère (Chabre and le Maire, 2005) ou le dimère (Liang et al., 2003) 

seraient la forme capable d’activer les protéines G. D’autres auteurs suggèrent un modèle 

d’ancrage de la transducine sous un oligomère de rhodopsine (Gαt sous un dimère de 

rhodopsine) (Filipek et al., 2004; Park et al., 2004). Ce dernier modèle propose une éventuelle 

oligomérisation sous-membranaire de la tranducine qui serait le miroir de l’oligomérisation 

membranaire de la rhodopsine. Cette stœchiométrie d’assemblage entre le récepteur et la 

protéine G pourrait expliquer par exemple, pourquoi la capacité de liaison maximale des 

protéines Gt ne représente que 25% des rhodopsines actives. A la lumière des connaissances 

actuelles, il n'est pas possible de se prononcer sur la pertinence des différents modèles 

proposés. 

 

La technologie SNAP-tag est un outil utilisable en TR-FRET pour distinguer une 

éventuelle oligomérisation des protéines G. En effet, cette approche offre la possibilité de 

marquer les protéines intracellulaires. Nous avons validé un système de FRET intracellulaire 

entre les domaines C-terminaux des sous-unités GB1 et GB2 par cette méthode (non montré). 

La fusion du SNAP-tag au niveau des protéines Gi/Go couplées au récepteur GABAB pourrait 

être une approche judicieuse pour analyser en TR-FRET une éventuelle oligomérisation de 

ces protéines. L’oligomérisation des sous-unités Gt, Gαi, Gαo et Gαs a été proposée à la suite 

d’expériences de pontage chimique et d’observations de coopérativité positive entre protéines 

hétérotrimériques (Coulter and Rodbell, 1992; Hingorani et al., 1988; Wessling-Resnick and 

Johnson, 1989; Willardson et al., 1993). 

 

Enfin, l’idée selon laquelle les récepteurs membranaires, les protéines G et les effecteurs 

seraient des entités isolées se déplaçant « au grè des courants » dans la membrane plasmique, 

semble inappropriée. Les modèles proposés actuellement tendent plutôt vers la description de 

complexes protéiques pouvant être localisés dans des domaines particuliers de la membrane 

plasmique. Cette idée de complexes protéiques est renforcée notamment par des données 

obtenues en FRET et BRET sur un éventuel pré-assemblage des protéines G aux récepteurs 

(Gales et al., 2005; Gales et al., 2006; Nobles et al., 2005). Les interconnections entre les 
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récepteurs, les protéines G et les effecteurs dans de tels complexes, n’ont toutefois pas encore 

été caractérisées.  

  

Dans le contexte actuel de recherche de molécules actives et sélectives pour un type de 

récepteur, il est indispensable de pouvoir identifier d'une part tous les partenaires impliqués à 

la suite de la modulation d'un récepteur par un type de ligand, et d'autre part de bien 

appréhender les mécanismes moléculaires régissant cet échafaudage protéique. Ainsi des 

réponses technologiques sont indispensables pour révéler ces défis et repousser les limites 

actuelles de détection de partenaires ou de certaines interactions protéine-protéine. Le 

développement de sondes fluorescentes ou de procédés permettant des marquages de ces 

sondes sur des protéines d'intérêt a permis de découvrir de nouvelles facettes dans la 

régulation de la signalisation cellulaire. L'utilisation future des nanotechnologies couplée à 

des avancées dans le domaine résolutif de l'imagerie devraient permettre de progresser encore 

dans notre compréhension de la signalisation cellulaire. 
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ANNEXE I : MATERIELS ET METHODES 

 
Culture cellulaire et transfections 

 

Les cellules COS7 sont cultivées à 37°C, 5% de CO2 dans du DMEM (Dulbecco’s 

Modified Eagle Medium) (Invitrogen) supplémenté avec 10 % de sérum de veau fœtal (FCS, 

Invitrogen) et des antibiotiques (streptomycine et pénicilline, 100 U/mL final). 

L’électroporation des cellules est réalisée dans un volume de 150 µL avec 5µg d’ADN total 

(quantité variable d’ADN codant pour les sous-unités GB1 et GB2, complétée avec du vecteur 

pRK6) et 5 millions de cellules reprises dans du tampon d’électroporation (50mM KH2PO4, 

20mM CH3COOK et 20mM de KOH, pH 7.4). Après électroporation (270 V, 0.5mF, Bio-Rad 

Gene Pulser electroporator ; Bio-Rad Laboratories, Hercules, CA) les cellules sont 

resuspendues dans du DMEM complet puis déposées dans une plaque 96 puits à raison de 

100.000 cellules/puits. 

 

Test fonctionnel : mesure de la libération de Ca2+ intracellulaire 

 

Les cellules COS7 sont transfectées avec les vecteurs codant pour les sous-unités GB1 et 

GB2 fusionnées ou non au SNAP-tag (ST) et avec une sous-unité Gqi9 chimérique. Vingt-

quatre heures après la transfection, les cellules sont lavées avec du tampon HBSS (20mM 

Hépès, 1mM MgSO4, 3.3mM Na2CO3, 1.3mM CaCl2, 0.1% BSA, 2.5 probenecid) et incubées 

pendant une heure à 37°C avec le Fluo-4 AM (Molecular Probes), un composé fluorescent 

sensible aux ions calcium. Après lavage avec du tampon HBSS, les signaux de fluorescence à 

525 nm (excitation à 485 nm) sont mesurés sur un lecteur de plaques de type Flexstation 

(Molecular Device). Le signal de fluorescence est mesuré pendant 60 secondes, l’activation 

du récepteur GABAB étant effectuée après 20 secondes d’enregistrement par ajout de 1mM de 

GABA. Les données (moyenne des valeurs Max-Min +/- SE) sont analysées à l’aide du 

logiciel Soft Max Pro. 

 

ELISA  

 

Les sous-unités étiquetées au niveau N-terminal avec une séquence HA (haemaglutinine) 

ou Flag sont quantifiées à la surface cellulaire par ELISA. Vingt-quatre heures après 
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transfection, les cellules sont fixées avec 4 % de paraformaldéhyde pendant cinq minutes à 

température ambiante. Après deux lavages avec du PBS les sites non spécifiques sont saturés 

avec une solution de PBS contenant 1 % de SVF pendant 30 minutes à température ambiante. 

Les cellules sont ensuite incubées pendant 30 minutes avec un anticorps monoclonal de rat 

anti-HA (clone 3F10, Roche) directement couplé à la péroxydase (HRP). Après quatre 

lavages avec du PBS 1% FCS suivis de quatre lavages avec du PBS, les anticorps liés sont 

détectés et quantifiés par chimioluminescence (Supersignal West Femto, Pierce) sur un 

compteur Wallac Victor (Molecular Devices). 

 

Liaison à l’équilibre (Scatchard) 

 

Pour les expériences de saturation, les cellules sont incubées avec une concentration 

croissante de traceur radioactif (0.48 nM à 10 nM de [H3]-CGP54626, un antagoniste du 

récepteur GABAB) pendant quatre heures à 4°C sous un volume total de 100µL/puit (96 

puits). Pour chaque concentration de traceur, la liaison non spécifique est déterminée par 

l’ajout d’un excès de GABA non marqué (Cf = 1mM). Après incubation, les cellules sont 

lavées trois fois dans du tampon Tris-KREBS (20 mM Tris pH 7.4, 118 mM NaCl, 5.6 mM 

Glucose, 1.2 mM KH2PO4, 1.2 mM MgSO4, 4.7mM KCl, 1.8mM CaCl2) afin d’éliminer 

l’excès de ligand tritié libre. Les cellules sont ensuite lysées avec 100µL de NaOH 0.1 M 

pendant 10 minutes à température ambiante puis le lysat est récupéré dans des fioles (un puit 

= une fiole) en présence de 5mL de scintillant (OptiPhase Supermix, Perkin Elmer). La 

radioactivité est déterminée sur un compteur Béta Cobra (Hewlett Packard) et les données 

analysées sur le logiciel GraphPad Prism. A partir des données obtenues, les courbes ont été 

tracées en utilisant l’équation B = Bmax [L] / ([L] + Kd) où Bmax correspond à la liaison 

maximale (nombre de sites), L la concentration en ligand marqué et Kd la constante de 

dissociation du ligand marqué. 

 

Marquage des SNAP-tag (ST) 

 

Les récepteurs sont marqués pendant 1h à 37°C avec 5µM de BG-K ou 0.5µM de BG-Cy5 

dilués dans du DMEM 10% SVF sous un volume de 100µL. L’efficacité du marquage dans 

ces conditions est supérieure à 90%. Après trois lavages dans du tampon Tris-KREBS, BSA 

0.5% l’émission de la fluorescence provenant du cryptate de terre rare (K) est mesurée à 620 

nm sur un lecteur de plaque Rubystar (BMG Labtechnologies) et l’émission du Cy5 à 682 nm 
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sur un lecteur de plaque Analyst (Molecular Devices). Pour chacun des fluorophores, le 

marquage spécifique est déterminé en soustrayant le signal provenant de la fixation non 

spécifique sur des cellules Mock, au marquage total obtenu sur les cellules exprimant les 

sous-unités fusionnées au ST. 

 

Mesure de FRET en temps résolu 

 

Suite au marquage des SNAP-tag avec un fluorophore (K ou Cy5), les cellules sont 

incubées avec 2nM d’anticorps anti-Flag (M2) pendant une nuit à 4°C sous un volume de 

100µL. En fonction du marquage réalisé sur le ST, les anticorps sont soit couplés à des 

fluorophores K, soit à des fluorophores Cy5. L’acquisition du signal de FRET est effectuée à 

665 nm sur un lecteur Rubystar et le signal exprimé en Delta665 :  

 

Delta665 = (signal à 665 nm de l’échantillon – signal à 665 n m du négatif).  

 

Il représente le signal d’émission de l’accepteur engagé dans un transfert d’énergie. Quel 

que soit le système utilisé, le contrôle négatif correspond toujours à l’incubation du 

fluorophore donneur seul sur les cellules. Ainsi, lorsque le Cy5 est fixé sur le ST, le contrôle 

négatif correspond à l’anticorps-K seul. En revanche, dans le système inverse, le K sur le ST 

représente le contrôle négatif (en l’absence d’anticorps-Cy5). 

 

Pour réaliser un marquage deux couleurs des ST, un mélange de 5µM de BG-K et 0.2µM 

de BG-Cy5 est appliqué sur les cellules et ceci dans les mêmes conditions de marquage que 

précédemment. Dans ce format de détection le contrôle négatif qui permet de déterminer le 

Delta665 correspond à un mélange de 5µM de BG-K et de 0.2µM de BG froid. 

 

FRET sur cellules fixées 

 

Les cellules COS-7 sont transitoirement transfectées puis cultivées pendant 24 heures dans 

des plaques 96 puits noires (Greiner) à raison de 100.000 cellules/puit. Les cellules sont 

ensuite fixées avec 4 % de paraformaldéhyde pendant cinq minutes à température ambiante. 

Après deux lavages avec du PBS, les cellules sont perméabilisées avec une solution de PBS, 

0.05% triton pendant 5 minutes à température ambiante. Après deux lavages avec du PBS, les 

sites non spécifiques sont saturés avec une solution de PBS contenant 1 % de SVF pendant 30 
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minutes à température ambiante. Les cellules sont ensuite incubées une nuit à 4°C avec 1nM 

d’anticorps anti-Flag-K et 3nM d’anticorps anti-Myc-A647 dans du tampon intracellulaire 

(120 mM KCl, 10 mM NaCl, 2 mM MgCl2, 5 mM Hepes, 1 mM CaCl2, 11 mM EGTA, pH 

7.4) 1% SVF. Le signal de FRET est détecté sur un lecteur de plaque Rubystar (BMG 

Labtechnologies). 

 
FRET sur lyse ménagée 

 

Les cellules sont directement incubées, 24 heures après transfection, avec 1nM d’anticorps 

anti-Flag-K et 3nM d’anticorps anti-Myc-A647 dans du tampon Tris-KREBS ou dans du 

milieu intracellulaire en présence de triton ou saponine (préparés extemporanément). Après 

une nuit d’incubation à 4°C, le signal de FRET est détecté sur un lecteur de plaque Rubystar 

(BMG Labtechnologies). 
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ANNEXE II : Spectres des couleurs 
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Représentation des phénomènes de fluorescence et de phosphorescence 
dans le diagramme de Jablonski
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ANNEXE III : Notions théoriques de la fluorescence 
 

La photoluminescence 

 

La luminescence caractérise la capacité d’une molécule à restituer sous forme de lumière 

(photons) une partie de l’énergie absorbée au cours d’une excitation d’origine lumineuse 

(photoluminescence), chimique (chimioluminescence) ou enzymatique (bioluminescence). Il 

s’agit donc de la désactivation d’une molécule excitée vers un état de moindre énergie. Selon 

la vitesse de désexcitation des électrons, suite à une excitation lumineuse, on distinguera deux 

phénomènes de photoluminescence que sont la fluorescence et la phosphorescence.  

Le diagramme de Jablonski propose une représentation des différents niveaux d’énergie et 

des sauts entre ces niveaux qui sont associés à ces deux phénomènes. Lorsqu’une molécule 

(fluorophore) absorbe un photon d’énergie hυ, elle change de niveau d’énergie électronique 

passant d’un état dit fondamental (S0) vers un état de plus haute énergie (S1, S2). Chacun des 

niveaux énergétiques, qu’il s’agisse de l’état stable S0 ou des états excités supérieurs S1, S2, 

comprend différents sous niveaux d’énergie dits vibrationnels et rotationnels. Suite à des 

phénomènes très rapides de désexcitation non radiative (conversion énergétique 

interne/vibration) l’électron excité à un niveau élevé (S2) peut redescendre au niveau excité S1 

pour finalement retourner à son état d’énergie initial S0. Ce retour de l’état S1 vers l’état S0 

peut se produire selon différentes voies : 

1) si le retour vers les différents niveaux vibrationnels de l’état fondamental S0 se fait 

directement avec émission d’un photon, il s’agit d’une émission de fluorescence (0.1 à 10ns). 

2) si le retour vers l’état fondamental S0 passe par un état intermédiaire dit état triplet T1, 

l’émission d’un photon qui accompagne le passage T1 → S0 est appelée phosphorescence. 

L’état triplet T1 étant relativement stable, le phénomène de désexcitation par émission d’un 

photon est plus lent (de 0.1ms à quelques secondes). 

3) le retour vers l’état fondamental S0 peut se faire sans émission de photons. Ces 

transitions non radiatives vont dépendre de différents paramètres liés à l’environnement de la 

molécule (échange d’énergie avec d’autres molécules par collision…) et à la présence 

éventuelle de molécules dites extinctrices (la plus connue étant l’oxygène). 
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∆E = 
hc 
λ 

Spectres d’absorption et d’émission, déplacement de Stokes 

 

Une molécule peut être caractérisée par des spectres d’absorption et d’émission qui lui sont 

propres. Ces spectres représentent la signature de la structure énergétique de la molécule. A 

chaque saut énergétique, faisant passer une molécule de son état fondamental vers des 

niveaux vibrationnels de plus haute énergie, correspond une longueur d’onde de la lumière 

d’excitation :  

 

 

 

 

où ∆E représente la différence entre deux niveaux énergétiques, h la constante de Planck, 

c la vitesse de la lumière dans le vide et λ la longueur d’onde du rayonnement. 

 

Généralement, le spectre d’émission de fluorescence correspond à l’image miroir du 

spectre d’absorption avec un décalage vers le rouge (plus grandes longueurs d’ondes). Ce 

décalage correspond à la perte d’énergie entre photon absorbé et photon émis. Cet effet est 

connu sous le nom de déplacement de Stokes. Il définit généralement la distance entre les 

maxima d’excitation et d’émission pour une molécule donnée (λmax excitation < λmax 

émission). On notera que le spectre d’émission conserve sa forme indépendamment de la 

partie du spectre d’excitation exploitée par la source lumineuse. 

 

 

Le rendement quantique 

 

Le rendement quantique  de fluorescence (Φ) correspond au rapport du nombre de photons 

émis sur le nombre de photons absorbés par une molécule. Il est donc compris entre 0 et 1. 

Comme nous l’avons vu précédemment une molécule à l’état excité peut revenir à son état 

fondamental de plus basse énergie par différentes voies non radiatives (conversion interne, 

collision, extinction de fluorescence…) et/ou radiative (émission de photons). Le rendement 

quantique rend compte de la compétition entre ces différents phénomènes de désexcitation qui 

vont  finalement dépeupler l’état excité.  
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Φ = 
kr

kr + knr

τ  =  
kr + knr 

1 

En tenant compte des constantes de désactivation non radiatives et radiatives, l’expression 

du rendement quantique peut s’écrire : 

 

 

 

 

où Φ représente le rendement quantique, kr la constante désactivation radiative et knr la 

constante de désactivation non radiative. 

 

 

Durée de vie de fluorescence 

 

La durée de vie de fluorescence (τ) peut se définir comme le temps moyen pendant lequel 

une molécule reste à l’état excité avant de revenir à son état fondamental. Ce temps sera 

d’autant plus court que les vitesses de désexcitation seront rapides : 

 

 

 

 

En pratique, la durée de vie de fluorescence d’une molécule est déterminée par celle d’une 

population de molécules. Bien qu’il soit difficile de mesurer le nombre de molécules à l’état 

excité il est toutefois possible d’avoir accès à la valeur de τ en mesurant le déclin de 

fluorescence après une courte excitation laser. La décroissance temporelle du signal de 

fluorescence s’écrit : 

 

        I (t) = Io.e-t/τ 

 

où I (t) représente le déclin d’intensité de fluorescence, Io l’intensité de fluorescence 

mesurée au temps 0 et τ la durée de vie de fluorescence. 

 

Les molécules n’étant pas synchrones, la fluorescence émise après désexcitation suit une 

décroissance monoexponentielle au cours du temps. La pente de la droite donnée par la 

représentation du déclin de fluorescence à l’échelle logarithmique en fonction du temps 
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correspond à la somme des vitesses de désactivation. Il est ainsi possible de déterminer τ qui 

correspond à l’inverse de ces vitesses. 

 

 

Intensité de fluorescence 

 
L’intensité de fluorescence d’une solution dépend de plusieurs paramètres : 

 

F = Ia × φ 

 

où F représente l’intensité de fluorescence, Ia l’intensité de lumière absorbée et φ le rendement 

quantique. 

 

Pour des faibles concentrations de fluorophores (D.O < 0.1), d’après la loi de Beer-Lambert, 

on a : 

 

Ia = Io × 2.3 × ε × l × c 

 

où Io représente l’intensité de la source lumineuse, ε le coefficient d’extinction molaire et C la 

concentration en fluorophore dans l’échantillon. 

 

F = Io × ε  × l × c × φ   

 

L’intensité de fluorescence est donc proportionnelle à l’intensité de la source 

lumineuse, à la concentration du fluorophore, à son coefficient d’extinction molaire et au 

rendement quantique qui va dépendre de l’environnement du fluorophore. 
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NATURE STRUCTURAL & MOLECULAR BIOLOGY ADVANCE ONLINE PUBLICATION 1

Cell surface receptors play major roles in signal transduction. Many
of them exist as dimers, but the precise conformational changes lead-
ing to their activation remain largely unknown. Some of these recep-
tors have a large ECD that is involved in agonist binding.
Conformational changes in ECDs resulting from agonist binding
have to affect the conformation of the effector domain for the signal
to be transduced inside the cell.

The structures of dimeric ECDs of many membrane receptors,
including some tyrosine kinase1–4, guanylate cyclase5–7 and G-protein
coupled receptors (GPCRs)8–11, have been solved by X-ray crystallog-
raphy in the absence or presence of agonists. Accordingly, initial steps
leading to receptor activation have been proposed, but they remain to
be confirmed in full-length receptors.

The mGlu1 receptor is one of the dimeric receptors for which impor-
tant information has been obtained by X-ray crystallography8,9. This
receptor belongs to class C of GPCRs, which includes the eight mGlu
receptors, the γ-aminobutyric acid type B (GABAB) receptor, the Ca2+

sensing receptor and some taste and pheromone receptors12. In addi-
tion to the heptahelical domain (HD) common to all GPCRs, class C
receptors have a large ECD composed of a Venus flytrap domain (VFT)
where agonists bind and a cysteine-rich domain (CRD).

The resolution of the structure of mGlu1 VFT8,9, expressed as a
soluble protein, confirmed several features suggested previously13,14:
(i) this domain is structurally similar to some bacterial periplasmic
proteins and is composed of two lobes separated by a cleft where lig-
and binds; (ii) the VFT, in an open conformation in the absence of
ligand or with bound antagonist, can adopt a closed conformation
upon agonist binding; (iii) these soluble VFTs are associated in
homodimers at the level of their lobe I by hydrophobic interactions
and a disulfide bridge.

The most notably observation is the existence of two possible relative
orientations of the VFTs within the dimer. The first orientation is
observed in the absence of agonist or in the presence of an antagonist,
and is therefore called ‘resting.’ In this case, both VFTs are open (Roo)
and the lobes in the two ligand-binding domains that connect the HD
(lobe II) are far apart (Fig. 1). The second orientation is observed in the
presence of agonists, and is therefore called ‘active.’ In this case, either
one (Aco) or both (Acc) VFTs are in a closed state and the lobes II
become closer and directly contact each other (Fig. 1). Moreover, 
binding of a cation like Gd3+, which is an mGlu1 potentiator, at the 
lobe II interface has been proposed to favor the Acc conformation8.

We have previously shown that, in full-length receptors, agonists act
by stabilizing a closed state in at least one VFT whereas antagonists
prevent such closure. Indeed, the insertion of two cysteines expected to
close the VFT of the GABAB1 receptor lead to a constitutively fully
active receptor15. Moreover, mutation of residues that prevent the clo-
sure of the mGlu8 VFT upon binding of two distinct antagonists allows
these molecules to act as full agonists16. However, it is still unknown
whether both Acc and Aco conformations of the dimer of VFTs corre-
spond to active receptor conformations. It is also unclear whether
binding of two agonists per dimer is required for activation of class C
GPCRs. In the case of the heterodimeric GABAB receptor, which is
composed of the GABAB1 and GABAB2 subunits, it has been shown
that agonist binding occurs in the GABAB1 VFT only17, but what about
homodimeric mGlu receptors?

In the present study we examined whether the binding of one or two
agonists is required to activate homodimeric mGlu receptors. We also
examined whether the Aco conformation of the dimer of VFTs corre-
sponds to a fully active receptor. To that aim, we developed a system
that allows the surface expression of dimeric combinations composed
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Closed state of both binding domains of homodimeric
mGlu receptors is required for full activity
Julie Kniazeff1, Anne-Sophie Bessis1,3, Damien Maurel1,2, Hervé Ansanay2, Laurent Prézeau1 & Jean-Philippe Pin1

Membrane receptors, key components in signal transduction, often function as dimers. These include some G protein–coupled
receptors such as metabotropic glutamate (mGlu) receptors that have large extracellular domains (ECDs) where agonists bind.
How agonist binding in dimeric ECDs activates the effector domains remains largely unknown. The structure of the dimeric ECDs
of mGlu1 solved in the presence of agonist revealed two specific conformations in which either one or both protomers are in an
agonist-stabilized closed form. Here we examined whether both conformations correspond to an active form of the full-length
receptor. Using a system that allows the formation of dimers made of a wild-type and a mutant subunit, we show that the closure
of one ECD per dimer is sufficient to activate the receptor, but the closure of both ECDs is required for full activity.
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of two defined subunits, with or without specific mutations. Here we
show that although binding of a single agonist is sufficient to activate
mGlu5 receptor, a second is required for full activity. Our data also
show that only the Acc conformation leads to full activity and that the
Aco conformation corresponds to a partially active state of the dimer.

RESULTS
Generation of ‘heterodimeric’ mGlu5 receptor
To examine the specific role and possible conformation of each VFT in
a dimeric mGlu receptor, it is necessary to have access to dimeric
receptors composed of two defined subunits, one with and one with-
out mutations affecting ligand recognition.

To that aim, we took advantage of the quality control system of the
GABAB receptor18–20. We first replaced the 
C-terminal tail of mGlu5 by that of the
GABAB1 subunit containing the endoplasmic
reticulum (ER) retention signal RSRR
(Fig. 2a). As expected, the mG5C1 chimera

was not targeted to the cell surface as shown by both immunofluores-
cence and ELISA experiments conducted on intact cells (Fig. 2b,c).
Mutation of the ER retention signal into ASAR19 allowed the receptor
to reach the cell surface and to activate phospholipase C (PLC)
(quisqualate EC50 = 56 ± 10 nM), demonstrating that the C-terminal
tail of GABAB1 does not prevent coupling to Gq (Fig. 2d).

A second mGlu5 chimera was generated in which the C-terminal tail
was replaced by that of GABAB2 (Fig. 2a). This C-terminal tail had a
determinant that can mask the ER retention signal of GABAB1 in
GABAB1–GABAB2 heterodimers18,19. When expressed alone, this
mG5C2 chimera is correctly targeted to the cell surface and is still
functional (Fig. 2b–d) (quisqualate EC50 = 69 ± 16 nM).

When HA-mG5C1 was coexpressed with myc-mG5C2, HA-mG5C1
reached the cell surface (Fig. 2b,c), demonstrating that GABAB2 tail
exerts its action even in the mGlu5 environment. Because mGlu5
dimers are linked by a disulfide bridge14,21,22, it is likely that the dimers
formed in the ER are stable even at the cell surface. As such, in cells
expressing both mG5C1 and mG5C2, one would expect that mG5C1
homodimers would be retained in the ER, whereas mG5C2 homo-
dimers as well as mG5C1–mG5C2 heterodimers would reach the cell
surface (Fig. 3a).

In agreement with this proposal, the presence of mG5C1–mG5C2
heterodimers at the cell surface was firmly established on intact cells
using HTRF (homogeneous time-resolved fluorescence resonance
energy transfer (FRET))23. To that aim, we used anti-HA and

Figure 1  Different conformations of the mGlu1 VFT dimer determined by 
X-ray crystallography. The different conformations observed under various
crystallization conditions are represented in the same orientation: lobes I of
both protomers on top and lobes II on bottom. Chain A (yellow) is in front
and chain B (blue) is in back. Top panel, structures in the ‘resting’ open-
open orientation (Roo), either unliganded (right; PDB entry 1EWT) or in 
the presence of a competitive antagonist, MCPG (left; PDB entry 1ISS).
Bottom panel, structures in the ‘active’ orientation, closed-open (Aco) in the
presence of glutamate (right; PDB entry 1EWK), and closed-closed (Acc) in
the presence of both glutamate and Gd3+ (left; PDB entry 1ISR)). The Aco
structure has also been observed without ligand (PDB entry 1EWV).

Figure 2  Cellular localization and function of
mG5C1 and mG5C2 chimeras. (a) Schematic
representation of wild-type and chimeric
subunits. (b) Immunofluorescence staining of 
HA epitope on permeabilized (top) or intact cells
(bottom) expressing either HA-mG5C1 alone or
together with the untagged mG5C2. The tags 
are inserted at the N terminus of the proteins and
are therefore accessible to antibodies in intact
cells only if the receptor is at the cell surface.
(c) Quantification of cell surface expression of
HA-tagged subunits by ELISA on intact cells
transfected with indicated subunits. (d) Inositol
phosphate production measurement upon
stimulation with increasing concentrations of
quisqualate on cells expressing the indicated
chimeras. As expected, cells expressing
intracellular mG5C1 are not activated, whereas
the expression of either mG5C1ASA or mG5C2
leads to a dose-dependent stimulation.
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anti-myc labeled with donor and acceptor fluorophores, respec-
tively24 (see Methods). A clear FRET signal was observed with 
HA-mG5C1 and myc-mG5C2, similar to the signal measured with
HA-GABAB1 and myc-GABAB2 (Fig. 3b). At an equivalent expres-
sion level (Fig. 3c), no such signal was observed when the two tagged
proteins were independently labeled in different cells or when 
HA-mG5C2 was coexpressed with myc-V2 vasopressin receptors
(Fig. 3b). The FRET signal of mG5C1–mG5C2 is directly propor-
tional to the amount of mG5C1 at the cell surface. Furthermore, in
these same cells, no significant FRET signal could be measured
between two HA-mG5C1 when using a mixture of anti-HA labeled
with either fluorescent donor or acceptor molecules (Fig. 3d),
demonstrating that HA-mG5C1 homodimers (or tetramers com-
posed of two mG5C1–mG5C2 heterodimers) were not present at the
cell surface. By contrast, a clear signal was measured using the same
anti-HA in cells expressing HA-mGlu5 homodimers24.

mGlu5 mutants insensitive to agonists
We next aimed to generate mGlu5 mutants that could no longer be
activated by agonists to produce dimers with a single wild-type 
agonist–binding site. Accordingly, mutations were introduced either
in lobe II (Y222A D304A), or in lobe I (S151A T174A or Y64A
T174A) based on a three-dimensional model of the mGlu5 VFT gen-
erated as described16 (Fig. 4a). These three mutants were called
mGlu5-YADA, SATA and YATA, respectively. These mutations were
also introduced into both the HA- and the myc-mG5C2 chimeras.
Cells expressing any of these mutants were not able to produce inosi-
tol phosphates even upon stimulation with 10 mM glutamate or
quisqualate, a highly potent mGlu1-mGlu5 selective agonist
(Fig. 4b). This is most likely due to the inability of these agonists to
activate the receptor because all mutant receptors were found at the
cell surface at a density similar to the nonmutated controls, as
revealed by ELISA (data not shown).

One agonist per dimer is sufficient for activation
According to the data described above, any measured response in cells
expressing mG5C1 and mG5C2-YADA would be generated by the het-
erodimer mG5C1–mG5C2-YADA (Fig. 5a). A biphasic dose-response
curve was observed (Fig. 5b). The first response occurred with an

EC50L of 304 ± 152 nM, higher than that measured on the control
dimer (48 ± 8 nM), and plateaued at 25–30% of the maximal response
of the control dimer. This is consistent with a three-fold decrease in
coupling efficacy as the inositol phosphate response was previously
shown to be directly proportional to the amount of mGlu5 receptors at
the cell surface25. A second response occurred at higher concentrations
of quisqualate (EC50H = 208 ± 32 µM) and reached a maximum of
∼ 80% of that measured with the control receptor. A similar biphasic
response was also obtained when the intracellular Ca2+ signal was
measured instead of inositol phosphate production (Fig. 5c). Because
the EC50L is close to that measured on the wild-type receptor, it is likely
that the first component of this response results from quisqualate
binding in the wild-type subunit only.

A second agonist provides maximal activity
The second phase of the response measured with the
mG5C1–mG5C2-YADA heterodimer is probably due to quisqualate
activation of the second mutated VFT, an effect made possible by the
agonist-occupied wild-type VFT. In agreement with this proposal, 
the EC50L of quisqualate did not depend on the mutations introduced
in the mutated subunit (304 ± 152, 301 ± 115 and 218 ± 80 nM for 
the combinations containing mG5C2-YADA, YATA and SATA, 

Figure 3  Dimerization of mG5C1 and mG5C2
chimeras at the cell surface. (a) Schematic
representation of the different dimeric
combinations and their localization in 
cells expressing mG5C1 and mG5C2.
(b) Representation of FRET signal (∆F in %)
detected on intact cells expressing the indicated
epitope-tagged subunits using Eu3+-Cryptate
PBP–labeled anti-HA and AlexaFluor 647 anti-
myc. In the ‘mix’ condition, cells coexpressing
HA-mG5C1 and myc-mG5C2 were separately
labeled with either donor-labeled anti-HA or
acceptor-labeled anti-myc and mixed just before
measuring the signal. (c) The expression level 
of each subunit at the cell surface in the same
cells as in b was determined by measuring the
fluorescence remaining after washing of free
antibodies. (d) FRET signals (∆F in %) measured
between HA and myc epitopes (■ ) or between two
HA epitopes (°) are represented as a function of
cell surface expression of HA-mG5C1
coexpressed with myc-mG5C2.

Figure 4  Mutation of the mGlu5 binding site. (a) Close-up view on the
binding site of a three-dimensional model of the mGlu5 VFT in a closed
conformation with docked glutamate. Residues directly contacting glutamate
are shown. (b) Inositol phosphate (IP) production in cells expressing the
indicated mGlu5 mutant after stimulation with various concentrations of
quisqualate.
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respectively), but EC50H largely varies depending on the mutant 
subunit used (208 ± 32, 972 ± 108 and 1,576 ± 246 µM for mG5C2-
YADA, YATA and SATA, respectively) (Fig. 5d).

Accordingly, although one ligand seemed sufficient to activate the
receptor, the activation was partial, and only binding of two agonists
could maximally activate such dimeric receptors.

The Aco conformation is partially active
There are two possibilities to explain the observation that one ligand
per dimer partially activates the receptor assuming the bound VFT is
in a closed state. The first is that the Aco conformation is sufficient to
partially activate the receptor. The second is that the closed liganded

VFT can in turn favor the closure of the 
second unliganded VFT leading to a certain
proportion of the monoliganded receptors in
the active Acc state.

To examine whether the Aco state is suffi-
cient to activate the receptor, we generated a
mGlu dimer in which one VFT can be stabi-
lized in a closed state by an agonist, and the
second VFT can be maintained open by an
antagonist. To that aim, we generated a sub-
unit composed of the mGlu2 VFT, the HD of
mGlu5 and the C terminus of GABAB2
(mG2/5C2, Fig. 6a). Such a chimeric receptor
can reach the cell surface, be activated by the
selective mGlu2 agonist DCG-IV, and be
antagonized by the selective mGlu2 antago-

nists PCCG-IV, MCCG-I and LY341495 (ref. 26). Moreover, this
chimera is insensitive to the mGlu5 agonist quisqualate and brings
mG5C1 to the cell surface (data not shown).

Quisqualate activates the mG5C1–mG2/5C2 heterodimers (EC50 =
251 ± 109 nM), an effect that is not altered by mGlu2 selective antago-
nists (Fig. 6) (quisqualate EC50 = 251 ± 109; 219 ± 53; 275 ± 105 and
209 ± 7 nM under control conditions and in the presence of PCCG-IV,
MCCG-I or LY341495, respectively). As shown below, this is not due
to the inability of these antagonists to act in mG2/5C2 within such a
heterodimer. Assuming the antagonist prevents the closure of the
mG2/5C2 VFT, this demonstrates that the Aco state of the VFT dimer
is sufficient to partially activate the receptor.

Figure 5  Biphasic dose-response curves of
‘heterodimeric’ mGlu5 receptor. (a) Schematic
representation and localization of the receptor
combinations in cells coexpressing mG5C1 
and mG5C2 mutated at its binding site 
(mG5C2 (mut)). The only potentially functional
combination is the heterodimer mG5C1–
mG5C2 (mut). (b,c) Inositol phosphate (IP)
production (b) and Ca2+ release measurement 
(c) are plotted as a function of quisqualate
concentration in cells expressing mG5C1,
mG5C2-YADA, mG5C1 and mG5C2, or mG5C1
and mG5C2-YADA. (d) IP production in cells
coexpressing mG5C1 and mG5C2-YADA, mG5C2-
YATA or mG5C2-SATA after stimulation with
increasing concentrations of quisqualate.

Figure 6 Active efficacy of the Aco conformation
of the dimer of VFTs. (a) Schematic
representation of wild-type and chimeric
subunits. mG2/5C2 is composed of VFT of 
mGlu2 (hatched), CRD and HD of mGlu5 (gray)
and GABAB2 C terminus (dotted line). 
(b) Representation of combination present in the
plasma membrane of cells expressing mG5C1
and mG2/5C2. The mG2/5C2 homodimers
present at the cell surface were inactive in the
absence of mGlu2 agonist and in the presence 
of a mGlu2 antagonist. (c) Inositol phosphate
production obtained upon stimulation with
increasing concentrations of quisqualate in the
presence or absence of the mGlu2 antagonist
PCCG-IV. Similar results were obtained with other
mGlu2 specific antagonists (data not shown).
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Signal transduction within the ‘heterodimer’
In a homodimeric receptor, both HDs are identical and potentially
share the same capacity to activate G proteins. Accordingly, and in
agreement with previous studies27, dimers in which one HD only was
mutated in its i3 loop (F767S) to prevent G-protein coupling28,29

(mG5C1-i3 + mG5C2 or mG5C1 + mG5C2-i3) are still functional but
the maximal stimulation is decreased by ∼ 50% despite a similar
expression level of all combinations (Fig. 7a).

Accordingly, one possible interpretation for the partial activity of
the dimer is that an agonist-liganded VFT leads to the activation of
either the HD of the same subunit (cis-activation, Fig. 7b) or that of
the other subunit (trans-activation, Fig. 7b). Then, full activity can
only be obtained upon agonist binding in both VFTs.

To determine which mechanism occurs during the activation
process, we examined the effect of the i3 loop mutation in either HD
within the heterodimer mG5C1–mG5C2-YADA. Indeed, in the case of
cis-activation, the i3 mutation introduced into mG5C1 should prevent
the first component of the agonist dose-response curve only. The sec-
ond component should remain intact. In contrast, in the case of trans-
activation, such a mutation would be expected to suppress the second

phase only. The reverse would be expected if the i3 mutation were
introduced into mG5C2-YADA. Whether the i3 mutation was intro-
duced in mG5C1 or in mG5C2-YADA, a decrease in the maximal
response of both the first and the second phase was observed despite a
similar expression level of the different constructs (Fig. 7c). This indi-
cates that both HDs contribute to the two activated states of the recep-
tor. Accordingly, a single agonist-occupied VFT can activate either
HDs (or both), consistent with both cis- and trans-activation occur-
ring in these dimeric receptors (Fig. 7d).

The Acc conformation is required for full activity
Our data demonstrate that two agonists are required for full activation
of mGlu receptors, suggesting that both VFTs must reach a closed
state. To support this, we further examined the properties of the
mG5C1–mG2/5C2 heterodimer. However, when these two subunits
are coexpressed, part of the response mediated by glutamate that acti-
vates both mGlu2 and mGlu5 VFTs may result from the activation of
mG2/5C2 homodimers (Fig. 8). To avoid this possibility, the
mG2/5C2 subunit was mutated in its i3 loop. The mGlu5 selective ago-
nist quisqualate stimulated inositol phosphate formation but its maxi-
mal effect was about half of that obtained with the nonselective agonist
glutamate (Fig. 8a). Because inositol phosphate formation has previ-
ously been shown to be proportional to the amount of receptors at the
cell surface25, this finding indicates that selective activation of mG5C1
leads to a two-fold lower coupling efficacy. Further addition of a

Figure 7  Cis- and trans-activation in mGlu receptors. (a) Inositol phosphate
(IP) production in cells expressing mG5C1 and mG5C2 bearing either no
mutation, or an i3 loop mutation in mG5C1 or in mG5C2 upon application 
of various concentration of quisqualate. Values were normalized using the
ELISA signal obtained with the same cells in the same experiment and
expressed as percent of the maximal effect obtained with the control
receptor combination. (b) Representation of different signal transduction
possibilities within the dimer: activation of one VFT may activate the
underlying (cis-activation) or the adjacent (trans-activation) HD. (c) Similar
experiment to that in a but with cells expressing wild-type or mutated
mG5C1 and mG5C2-YADA. Both the first (black) and the second (red)
components of the response were still present but were decreased when one
subunit had the i3 mutation. (d) Signal transduction in combinations used
in c: black and red arrows correspond to the HD activation produced by
ligand binding in the wild-type or mutated VFT, respectively.

Figure 8  Comparison of the active efficacy of Aco and Acc conformations.
(a) Left, schematic representation of combinations present at the surface of
cells coexpressing mG5C1 and mG2/5C2-i3. Homodimers of mG2/5C2-i3
were inactive because they did not couple to G proteins. Quisqualate
activated mG5C1 VFT only, whereas the mGlu2 specific agonist (DCG-IV)
activated mG2/5C2-i3 VFT only. Right, inositol phosphate (IP) production 
in cells coexpressing mG5C1 and mG2/5C2-i3 upon stimulation with
increasing concentrations of quisqualate (Quis) or DCG-IV in the presence 
of quisqualate (10–4 M). (b) Similar experiment to that in a, but with
glutamate, which activates both VFT, and LY341495, an mGlu2 antagonist.
Right, IP production in cells coexpressing mG5C1 and mG2/5C2-i3 upon
stimulation with increasing concentrations of LY341495 in the presence of
3 × 10–3 M glutamate, or with increasing concentrations of glutamate.
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mGlu2 agonist (LY354740 or DCG-IV) increased the maximal
quisqualate effect to reach the response obtained with glutamate
(Fig. 8a). Moreover, the effect of glutamate was inhibited by 50% by
LY341495, which would be expected to prevent the closure of the
mGlu2 VFT (Fig. 8b), further demonstrating that the closed state of
both VFTs is required for full activity.

Notably, mGlu2 selective agonists (≤1 mM) did not activate this
receptor combination on their own, suggesting that the closure of the
mGlu2 VFT cannot trans-activate the HD of mG5C1. This is in 
contrast to the clear trans-activation we observed with the
mG5C1–mG5C2-YADA dimer (Fig. 7c). This is probably due to the
chimeric nature of the dimer of VFTs in the mG5C1-mG2/5C2-i3
combination. It is possible that the Aco dimer in which the mGlu2 VFT
is closed is not as stable as that in which the mGlu5 VFT is closed,
owing to the asymmetry of the lobe-II interface in this heterodimer.

To further document that the Acc conformation is required for full
activity, we examined the effect of Gd3+ on glutamate dose-response
studies carried out on the mG5C1–mG5C2-YADA heterodimer. It has
been proposed that a cation such as Gd3+ stabilizes the Acc conforma-
tion8 (Fig. 1). We observed an increase in quisqualate potency in gen-
erating the second phase of the response in the presence of Gd3+

(EC50H = 51 ± 5 µM and 208 ± 32 µM, in the presence and absence of
Gd3+, respectively), but no change in EC50L (442 ± 201 nM). This fur-
ther suggests that the second phase of the dose-response curve results
from the Acc conformation of the VFT dimer.

DISCUSSION
The present study was aimed at determining which of the agonist-
occupied conformations of the dimer of mGlu VFTs, the Aco and Acc
conformations8, corresponds to the active state of full-length receptor.
Our data show that the Aco and Acc conformations correspond to a
partially and fully active state of the dimer, respectively.

Controlling subunit composition of the dimeric receptor
To examine the specific role of each VFT in a homodimeric mGlu
receptor, we first developed a system allowing cell surface expression of
functional dimeric receptors composed of two defined subunits, each
bearing or not bearing specific mutations. Indeed, we show that the
quality control system of the GABAB receptor18–20 can be transferred
to the mGlu5 receptor. Thus, in cells coexpressing mG5C1 and mG5C2
chimeras that have the C-terminal tail of GABAB1 and GABAB2,
respectively, we demonstrate the existence of mG5C1–mG5C2 hetero-
dimers at the cell surface. We also show that mG5C1 homodimers do
not reach the cell surface. Finally, although mG5C2 homodimers reach
the cell surface, the function of these receptors can easily be abolished
by specific mutations. Accordingly, in cells expressing these two types
of subunits, only the heterodimer is functional. Such a system may
well be adapted to other membrane proteins for which the functional
significance of dimer formation is still unknown, such as rhodopsin-
like GPCRs.

One agonist is sufficient but two are better
Using this system we show that binding of a single agonist is sufficient
to activate mGlu5 dimers. This is illustrated by the first component of
the agonist dose-response curve in mG5C1–mG5C2 in which muta-
tions have been introduced in the mG5C2 binding site. Agonist
potency in generating this response is six times lower than that
observed with the wild-type dimer. Whether this reflects a positive
allostery between the two VFTs controlling agonist affinity remains to
be studied in binding experiments. That a single agonist is sufficient to
activate the dimer is also confirmed by the effect of a selective mGlu5

agonist on the mG5C1–mG2/5C2-i3 heterodimer. However, the acti-
vation was partial and only when a second agonist bound to the associ-
ated subunit was the receptor fully active. Notably, in heterodimers
containing a subunit mutated in the binding site, the application of
agonists seems to activate the mutated subunit at a concentration at
which no effect was seen on homodimeric mutated receptors.
Accordingly, agonist binding to the wild-type VFT either largely
increases agonist affinity to the open state of mutated VFT, and/or
allows the agonist binding to stabilize the closed state of the mutated
subunit by decreasing the energy required for isomerization.

Only the Acc conformation is fully active
Our data indicate that the partial activity measured with a mono-
liganded dimer corresponds to the Aco conformation of the dimer of
VFTs. Indeed, agonists are known to stabilize the closed conformation
of the VFT, whereas antagonists prevent such a closure8,9,15,16.
Therefore, a receptor in which an agonist occupies one VFT and an
antagonist is bound to the other would be expected to have one VFT in
the closed state and the other in the open state. As shown with the
mG5C1–mG2/5C2 response measured in the presence of an mG5C1
agonist and an mG2/5C2 antagonist, such a liganded dimer shows the
same partial activity as a receptor activated by a single agonist. Several
arguments are also consistent with the fully active receptor 
corresponding to the Acc conformation. In the case of the
mG5C1–mG2/5C2 heterodimer, where agonist occupation of both
VFTs is required for full activity, this activity is only partly inhibited in
the presence of an antagonist acting selectively on mG2/5C2.
Moreover, the second phase of the quisqualate response observed with
mG5C1–mG5C2-YADA dimer is sensitive to Gd3+, as would be
expected according to the proposed stabilization of the Acc conforma-
tion by these cations (Fig. 1)8.

Signal transduction within the mGlu dimer
Partial activity of mono-liganded dimeric receptors in the Aco confor-
mation may well result from the activation of a single HD. However, our
data clearly indicate that this is not the case, because even when they are
activated by a single agonist, both HDs contribute to the activation of
PLC. Accordingly, the closure of one VFT can turn on either its associ-
ated HD and/or that of the other subunit. This conclusion agrees well
with the proposal that the change in the relative orientation of the VFTs
observed between the resting and the two active states (Fig. 1) forces the
HDs to interact differently, leading to their activation.

The Aco and Acc conformations of the dimer of mGlu1 VFTs have
both been proposed to correspond to an active state of the receptor9,
on the basis of the similar relative position of the C-terminal ends 
of these VFTs in both conformations of the dimer. Indeed, these 
C-terminal ends are connected to the HD via a CRD. So, why is the
full activity observed only with the Acc conformation? The relative
positions between the areas of the VFTs that probably face the HDs
are different in the Aco and Acc conformations. Therefore, the Aco
conformation could be sufficient for the dimer of HDs to reach a fully
active state, but this state would not be well stabilized. Alternatively,
the Aco conformation could stabilize another conformation of the
dimer of HDs corresponding to a partially active state.

Comparison with the GABAB receptor
Like mGlu receptors, the GABAB receptor is a heterodimer and each
subunit is composed of a VFT and an HD17,30–32. Our actual know-
ledge of the activation mechanism of this receptor agrees well with
the proposed activation mode of mGlu receptors. Indeed, GABA
only binds in the GABAB1 VFT17, and the closure of this domain is
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sufficient to activate the receptor15. In this case, full activity is
obtained with a single agonist, in contrast to mGlu receptors.
However, we still don’t know if the GABAB2 VFT closes upon
GABAB1 VFT closure. In contrast to the mGlu receptors, in which
both HDs play an equivalent role in G-protein activation, the
GABAB2 HD plays a prominent role regardless of whether this HD is
associated with the GABAB2 or GABAB1 VFT32,33. However, as
observed with mGlu receptors, in a GABAB receptor combination in
which both subunits have the GABAB2 HD, both HDs play an equiv-
alent role in G-protein coupling27.

Two agonists to activate mGlu receptors
In contrast to the GABAB receptor, in which a single agonist is suffi-
cient to activate the dimer, two glutamates are required to fully activate
homodimeric mGlu receptors. What could be the advantage, if any, of
such a complex stoichiometry? This may be the consequence of the
maintenance during evolution of homodimer formation in this family
of receptors, and therefore the direct consequence of symmetry.
However, many mGlu receptors play a critical role in the fast modula-
tion of synaptic transmission34. According to the proposed model for
receptor activation, the binding of a first agonist is sufficient to par-
tially activate the receptor, therefore rapidly leading to the fully active
receptor. This may increase the probability that the receptor is acti-
vated by low concentrations of agonist. Another possibility is that as
the activation system becomes more complex, it has more possibilities
of regulation. For example, controlling the Aco-Acc equilibrium
would have direct consequences on receptor activity. Ca2+ seems to be
a good candidate for such a role, although its action is difficult to ana-
lyze owing to the multiple cellular consequences of its removal, and
also because other cations such as Mg2+ may have a similar effect. Of
interest however, Ca2+ has been proposed either to directly activate
mGlu1 receptors or to act as a positive modulator35.

The T1 taste receptors are very similar to the mGlu receptors; like
the GABAB receptor, they also form heterodimers. Whereas the
T1R2–T1R3 heterodimer as well as the T1R3 homodimers are
responsible for detecting sweetness36–38, the T1R1-T1R3 combina-
tion is responsible for umami taste detection37,39. It is not known
where the sweet and amino acid compounds bind in these receptors,
but several lines of evidence suggest that they bind in the VFTs. In
such receptor heterodimers, the existence of natural ligands interact-
ing specifically with each subunits may offer a physiological role for
the mechanism proposed here, allowing synergy between the effects
of these taste molecules.

METHODS
Materials. L-Glutamic acid was purchased from Sigma. L-Quisqualic acid,
MCCG-I ((2S,3S,4S)-2-2methyl-2-(carbxycyclopropyl)glycine), DCG-IV
((2S,2′R,3′R)-2-(2′,3′- dicarboxycyclopropyl)glycine) and LY491395 ((2S)-2-
amino-2-[(1S,2S)-2-carboxycycloprop-1-yl]-3-(xanth-9-yl) propanoic acid)
were purchased from Tocris Cookson. PCCG-IV ((2S,1′S,2′S,3′R)-2-(2′′ -
carboxy-3′-phenylcyclopropyl)glycine) was a gift from R. Pellicciari (University
of Perugia, Perugia, Italy). Glutamate-pyruvate transaminase (GPT) was pur-
chased from Roche. Culture medium, FCS and other products used for cell cul-
ture were purchased from GIBCO-BRL-Life Technologies. [3H]myo-inositol
(23.4 Ci mol–1) was purchased from Amersham.

Plasmids and site-directed mutagenesis. Plasmids encoding the wild-type
mGlu5 subunits epitope-tagged at their N-terminal ends either with HA 
or cMyc, under the control of a CMV promoter, were described40. To 
obtain mG5C1 and mG5C2, the C terminus of HA- or Myc-mGlu5a

(His845–Stop1172) was replaced by that of GABAB1a (Thr872–Stop961) and
GABAB2 (Phe760–Stop941), respectively, amplified by PCR and subcloned
between the SphI and XbaI sites. Mutant subunits, carrying single or multiple

mutations, were obtained using QuikChange (Stratagene). The mG2/5C2
chimera was obtained by introducing a PstI restriction site in both pRK-
mG5C2 (before Cys510) and pRK-mGlu2 (after Ser498) using QuikChange
and then by substitution of mGlu2 PstI-PstI fragment by that of mG5C2. All
constructions were verified by DNA sequencing (Genaxis).

Cell culture, transfection and immunofluorescence. HEK293 cells were cul-
tured in DMEM supplemented with 10% (v/v) FCS and transfected by electro-
poration as described elsewhere41. The immunofluorescence assay was carried
out as described40.

Cell surface quantification by ELISA was conducted as described15. At 24 h
after transfection, cells were washed, fixed with 4% (w/v) paraformaldehyde
and labeled with an anti-HA rat monoclonal antibody conjugated to peroxy-
dase (clone 3F10; Roche) (0.5 µg ml–1). Antibody was detected and quantified
by chemiluminescence using Supersignal West Femto (Pierce) and a Wallac
Victor2 luminescence counter (PerkinElmer Life and Analytical Science).

Inositol phosphate determination. Measurement of inositol phosphate accu-
mulation in transfected cells was carried out in 96-well microplates as
described25. Briefly, after overnight labeling with [3H]myo-inositol, cells were
stimulated for 30 min in the presence of 10 mM LiCl, with or without indicated
compounds. The reaction was stopped with 0.1 M formic acid and inositol
phosphates produced were purified in 96-well plates by ion-exchange chro-
matography. Radioactivity was measured using a Wallac 1450 MicroBeta
microplate liquid scintillation counter (PerkinElmer Life and Analytical
Science). Results are expressed as the ratio between inositol phosphate and the
total radioactivity present in the membranes.

Time-resolved FRET experiments. Time-resolved FRET experiments were
conducted as described24. This methodology is based on the nonradiative
energy transfer between rare earth cryptates such as europium (Eu3+) cryptates
and acceptor fluorophores such as AlexaFluor 647 (Molecular Probes). Briefly,
cells expressing the indicated tagged receptor subunits were labeled with mono-
clonal anti-HA (12CA5) and/or anti-myc (9E10; American Type Culture
Collection no. CRL-1729) carrying either Eu3+-Cryptate PBP or AlexaFluor
647 (provided by Cis Bio International Research). After washing, total Eu3+

cryptate fluorescence and FRET signal were measured at 620 and 665 nm,
respectively, 50 µs after excitation at 337 nm with a nitrogen laser using a
RubyStar spectrofluorimeter (BMG LabTechnologies). The ratio R = (F665 /
F620) × 104, where F is the fluorescence signal measured at the indicated wave-
length, was computed. The specific signal over background called ∆F was calcu-
lated using the following formula: ∆F = (Rpos – Rneg) / (Rneg). Rneg corresponds
to the ratio for the negative energy transfer control where excess unlabeled anti-
myc monoclonal antibodies were added whereas Rpos corresponds to the ratio
for the positive energy transfer control. Total fluorescence emitted by the
bound AlexaFluor 647 conjugated antibodies was measured at 682 nm after
excitation at 640 nm using an Analyst plate reader (Molecular Devices).

Intracellular calcium measurements. Measurement of intracellular Ca2+ signal
in transfected cells was carried out in 96-well microplates as described25 using
the Ca2+-sensitive fluorescent dye Fluo-4AM (Molecular Probes). Fluorescence
signals (excitation, 485 nm; emission, 525 nm) were measured using the fluo-
rescence microplate reader Flexstation (Molecular Devices). The effect of
added compounds was examined after 20 s of recording.

Data analysis. The dose-response curves were fitted using GraphPad Prism and
the following equation for monophasic dose-response curves: y = [(ymax – ymin) /
1 + (x / EC50)nH] + ymin, where EC50 is the concentration of the compound 
necessary to obtain 50% of the maximal effect, and nH is the Hill coefficient. 
For biphasic dose-response curves, the following equation was used: y = 
[(ypl – ymin) / 1 + (x / EC50L)nHL] + [(ymax – ypl) / 1 + (x / EC50H)nHH] + ymin,
where ypl represents the plateaued value, L indicates the first component and 
H indicates the second component of the curve.

All data represented correspond to means ± s.e.m. of one representative
experiment, out of three independent experiments performed in triplicate.

Molecular modeling. The three-dimensional model of the liganded mGlu5

VFT was generated using the coordinates of the liganded closed form of mGlu1
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VFT (PDB entry 1EWK) using MODELER 5.00 (Insight-II version 2000,
Accelrys), as described16. Figures displaying structures were prepared using
SwissPdbViewer (v3.7)42.
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Jianfeng Liu‡§, Damien Maurel‡¶, Sébastien Etzol‡, Isabelle Brabet‡, Hervé Ansanay¶,
Jean-Philippe Pin‡, and Philippe Rondard‡�

From the ‡Department of Molecular Pharmacology, Laboratory of Functional Genomics, CNRS UPR2580, 141,
rue de la Cardonille, F-34094 Montpellier, Cedex 5, France, ¶Cis Bio International, Bagnols-sur-Cèze 30204, France,
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The �-aminobutyric acid type B (GABAB) receptor is
an allosteric complex made of two subunits, GABAB1
(GB1) and GABAB2 (GB2). Both subunits are composed of
an extracellular Venus flytrap domain (VFT) and a hep-
tahelical domain (HD). GB1 binds GABA, and GB2 plays
a major role in G-protein activation as well as in the
high agonist affinity state of GB1. How agonist affinity
in GB1 is regulated in the receptor remains unknown.
Here, we demonstrate that GB2 VFT is a major molecu-
lar determinant involved in this control. We show that
isolated versions of GB1 and GB2 VFTs in the absence of
the HD and C-terminal tail can form hetero-oligomers as
shown by time-resolved fluorescence resonance energy
transfer (based on HTRF® technology). GB2 VFT and its
association with GB1 VFT controlled agonist affinity in
GB1 in two ways. First, GB2 VFT exerted a direct action
on GB1 VFT, as it slightly increased agonist affinity in
isolated GB1 VFT. Second and most importantly, GB2
VFT prevented inhibitory interaction between the two
main domains (VFT and HD) of GB1. According to this
model, we propose that GB1 HD prevents the possible
natural closure of GB1 VFT. In contrast, GB2 VFT facil-
itates this closure. Finally, such inhibitory contacts be-
tween HD and VFT in GB1 could be similar to those
important to maintain the inactive state of the receptor.

�-Aminobutyric acid (GABA)1 is a major inhibitory neuro-
transmitter in the central nervous system and activates GABA
type A ligand-gated Cl� channels as well as the G-protein-
coupled receptor (GPCR) �-aminobutyric acid type B (GABAB)

(1, 2). This receptor is found in either pre- or postsynaptic
elements in various types of neurons. As such, GABAB recep-
tors play important role in brain function as illustrated by the
anti-spastic activity of the GABAB-selective agonist baclofen
(Lioresal®) and its involvement in various types of epilepsy as
well as in nociception and drug addiction (2).

GABAB receptors belong to the class III GPCRs, together with
metabotropic glutamate (mGlu), extracellular Ca2�-sensing, and
some pheromone and taste receptors (3). Each of these receptors
is composed of an extracellular domain called the Venus flytrap
domain (VFT), to which agonists bind, and a heptahelical domain
(HD), which is responsible for the recognition and activation of
heterotrimeric G-proteins. Whereas mGlu and Ca2�-sensing re-
ceptors exist as homodimers, the GABAB receptor is a het-
erodimer composed of two homologous subunits, GABAB1 (GB1)
and GABAB2 (GB2) (see Fig. 1a) (4–7).

So far, only the heterodimeric form of the GABAB receptor
has been shown to activate G-proteins efficiently. Although
only GB1 binds GABA, several important roles of GB2 have
been identified. First, GB2 masks an intracellular retention
signal of GB1 such that GB1 reaches the cell surface only when
associated with GB2 (2, 8–10). Second, GB2 HD contains all
the determinants required for G-protein coupling and plays a
pivotal role in G-protein activation by the heterodimer (11–15).
Third, GB2 increases agonist (but not antagonist) affinity in
GB1 (4, 11), even though it does not appear to bind any natural
ligand (16).

The ligand-binding site of GB1 has been extensively studied
(17–22). Modeling and site-directed mutagenesis studies indi-
cate that ligands bind in the cleft that separates both lobes of
GB1 VFT, as observed for ligand binding in many similar
protein modules (23), including mGlu1 VFT (24, 25). Antago-
nists are expected to prevent the closure of GB1 VFT (19), as
observed in mGlu receptors (25, 26). Conversely, agonists in-
teract with residues from both lobes of GB1 VFT, and they
stabilize a closed form of this domain (16, 19). Such a domain
closure of GB1 VFT has recently been shown to be sufficient to
activate this heterodimeric receptor (27).

The mechanism of the allosteric control of agonist affinity in
GB1 by GB2 is unknown. It is likely that GB2 controls agonist
affinity by further stabilizing the closed state of GB1 VFT (28).
Understanding this mechanism should have implications in
the current model of GABAB receptor activation, as it may help
to explain how GABA binding in GB1 VFT can activate GB2
HD. In addition, it may open new routes for the development of
positive allosteric compounds known to stabilize the active
conformation of the dimeric HDs and VFTs and to increase
agonist affinity (29–31).

Here, we demonstrate that direct interaction between GB1
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and GB2 VFTs is responsible for the increase in agonist affinity
in two ways. First, it prevents GB1 HD from decreasing agonist
affinity; and second, the interaction between the two VFTs by
itself further increases agonist affinity in GB1 VFT.

EXPERIMENTAL PROCEDURES

Materials—GABA was obtained from Sigma. CGP64213 was a gift
from Drs. W. Froestl and K. Kaupmann (Novartis Pharma, Basel,
Switzerland). [125I]CGP64213 was purchased from Anawa (Zurich,
Switzerland). Culture media, fetal bovine serum, and other solutions
used for cell culture were from Invitrogen.

Contruction of GB1 and GB2 Mutants—pRK5 plasmids encoding
wild-type GB1a, GB1ASA, and GB2 tagged with a hemagglutinin (HA) or
c-Myc epitope at their N-terminal ends under the control of a cytomeg-
alovirus promotor were described previously (10, 11). Truncated ver-
sions of GB1 and GB2 (�GB1 and �GB2) were generated by replacing
codons for Ile621 of GB1 and Leu511 of GB2 with a stop codon using the
QuikChange mutagenesis protocol (Stratagene, La Jolla, CA). The gly-
cosylphosphatidylinositol-anchored VFT module of GB1 (GB1GPI) was
constructed by subcloning a synthetic gene fragment encoding the GPI
anchor signal peptide of mouse PrPc (mouse cellular prion protein) (32)
after the entire coding sequence of GB1 VFT (MluI-PshAI fragment).
The PshAI-XbaI fragment of pRK-GB1a-HA, encoding the HD and
C-terminal domain of GB1, was replaced with a synthetic gene frag-
ment created by hybridization of two complementary oligonucleotides
(5�-TGG TCA GAA GAT CCA GCA GCA CCG TGC TTT TCT CCT CCC
CTC CTG TCA TCC TCC TCA TCT CCT TCC TCA TCT TCC TGA TCG
TGG GAT AAT-3� and 5�-CTA GAT TAT CCC ACG ATC AGG AAG
ATG AGG AAG GAG ATG AGG AGG ATG ACA GGA GGG GAG GAG
AAA AGC ACG GTG CTG CTG GAT CTT CTG ACCA-3�), resulting in
the addition of sequence RRSSSTVLFSSPPVILLISFLIFLIVG after
Val579 of GB1. Post-translationally, the GPI anchor signal peptide is
cleaved after the second serine residue of the tripeptide SSS (under-
lined), and a GPI modification is added to it (33). The GPI-anchored
VFT module of GB2 (GB2GPI) was generated by PCR and subcloned into
plasmid pRK5-GB1GPI, replacing the MluI-PshAI fragment encoding
GB1 VFT. In GB2GPI, the GPI anchor signal peptide was added after
Gln473 of GB2, followed by Thr-Leu-Val due to the PshAI site. A trun-
cated version of the mGlu5 receptor (�mG5) in the first intracellular
loop (after Arg614) was generated by PCR from the mGlu5 receptor
expression vector described previously (34) and subcloned into pRK5-
GB1-HA or pRK5-GB1-c-Myc, replacing the MluI-XbaI fragment encod-
ing the entire sequence of GB1. Mutation S246A was introduced in
�GB1 by subcloning the ApaI-PshAI fragment of pRK5-GB1S246A (19)
into pRK5-�GB1.

Cell Culture and Transfection—Human embryonic kidney (HEK) 293
and COS-7 cells were cultured in Dulbecco’s modified Eagle’s medium
supplemented with 10% fetal bovine serum and transfected by electro-
poration as described (35). Cells (10 � 106) were transfected with
plasmid DNA containing GB1ASA (2 �g), GB2 (2 �g), �GB1 (4 �g), �GB2
(4 �g), GB1GPI (4 �g), GB2GPI (4 �g), �mG5 (4 �g), �GB1S246A (4 �g), or
the V2 vasopressin receptor (165 ng) and completed to a total amount of
10 �g of plasmid DNA with the pRK5 empty vector.

Western Blotting—Twenty hours after transfection, HEK-293 cells
were washed with phosphate-buffered saline (PBS; Ca2�- and Mg2�-
free) and harvested. The membranes were prepared as described pre-
viously (26). For each sample, 50 �g of total protein was subjected to
SDS-PAGE using 10% polyacrylamide gels, transferred to nitrocellulose
membrane (Hybond-C, Amersham Biosciences), and probed with mouse
anti-HA monoclonal antibody 12CA5 (Roche Applied Science) at 0.1
�g/ml. Proteins were visualized by chemiluminescence (West Pico,
Pierce).

Cell-surface Quantification by Enzyme-linked Immunosorbent Assay
(ELISA)—Twenty hours after transfection with HA-tagged versions of
the constructs, HEK-293 cells were washed twice with PBS, fixed with
4% paraformaldehyde in PBS, and then blocked with PBS plus 5% fetal
bovine serum. After a 30-min reaction with primary antibody (anti-HA
monoclonal antibody 3F10, Roche Applied Science) at 0.5 �g/ml in the
same buffer, goat anti-rat antibody coupled to horseradish peroxidase
(Jackson ImmunoResearch Laboratories, Inc., West Grove, PA) was
applied for 30 min at 1 �g/ml. After intense washes with PBS, second-
ary antibody was detected and quantified instantaneously by chemilu-
minescence (Supersignal West Femto, Pierce) using a Wallac Victor2

luminescence counter (Perkin-Elmer, Courtaboeuf, France).
Ligand Binding Assay—Ligand binding assay with intact HEK-293

cells was performed as described previously (11) using 0.1 nM

[125I]CGP64213. Displacement curves were made with at least seven

different concentrations of the displacer, and the curves were fitted
according to the following equation: y � ((ymax � ymin)/(1 � (x/IC50)

nH)) �
ymin, where IC50 is the concentration of the compound that inhibits 50%
of bound radioligand, and nH is the Hill coefficient. Ki values were
calculated according to the following equation: IC50 � Ki(1 � [RL]/Kd),
where [RL] and Kd are the concentration and dissociation constant of
the radioligand, respectively. Kd was determined assuming Ki � Kd in
the case of CGP64213.

Time-resolved Fluorescence Resonance Energy Transfer (TR-FRET)
Measurements—TR-FRET experiments were conducted as described
(36). This methodology is based on the transfer of energy between rare
earth cryptates such as europium cryptates and acceptor fluorophores
such as an allophycocyanin protein (XL665) as described in the HTRF®
technology (homogeneous TR-FRET) (37, 38). After transfection, COS-7
cells were dispatched into a black 96-well assay plate (Costar Corp.) at
1.5 � 105 cells/well in 200 �l of Dulbecco’s modified Eagle’s medium
supplemented with 10% fetal bovine serum. Twenty hours later, cells
were rinsed with 100 �l of Tris/Krebs buffer (20 mM Tris-Cl (pH 7.4),
118 mM NaCl, 5.6 mM glucose, 1.2 mM KH2PO4, 1.2 mM MgSO4, 4.7 mM

KCl, and 1.8 mM CaCl2) supplemented with 0.1% bovine serum albu-
min. Cells were then incubated in 100 �l of the same buffer containing
3 nM anti-HA monoclonal antibody 12CA5 labeled with a fluorescence
donor molecule (europium cryptate-pyridine bipyridine used in the
HTRF® assay) (36) and 9 nM anti-c-Myc monoclonal antibody 9E10
labeled with a fluorescence acceptor molecule (Alexa Fluor® 647, Mo-
lecular Probes, Inc.) (these two antibodies were kind gifts of Cis Bio
International). As a negative control, 1 �M unlabeled anti-c-Myc anti-
body 9E10 was added to the two labeled antibodies to displace the
FRET signal, or COS-7 cells were incubated with only the fluorescence
donor-labeled antibody. After a 4-h incubation at 4 °C, cells were rinsed
with Tris/Krebs buffer to remove unbound antibodies, and fluorescence
emissions were monitored both at 620 and 665 nm with a RubyStar
spectrofluorometer equipped with a nitrogen laser as the excitation
source (337 nm) (BMG LabTechnologies, Champigny-sur-Marne,
France). A 400-�s reading was used after a 50-�s delay to allow for
decay of short-lived endogenous fluorescence signals. Fluorescence col-
lected at 620 nm is the total europium cryptate signal, and fluorescence
collected at 665 nm is the FRET signal. The ratio R � (F665 nm/F620 nm) �
104 was computed. The FRET signal was expressed by �F, calculated
using the following equation: �F � (Rpos � Rneg)/(Rneg), where Rpos is
the ratio for the positive energy transfer measured in wells incubated
with both donor- and acceptor-labeled antibodies, and Rneg is the ratio
for the negative energy transfer control. The total fluorescence emitted
at 682 nm by the Alexa Fluor® 647 conjugates after excitation at 640
nm was measured using an AnalystTM reader (Molecular Devices)
equipped with the appropriate filter set (XF47, Omega Optical Inc.).

RESULTS

GB2 Increases Agonist (but Not Antagonist) Affinity in
GB1—Although GB1 binds any known GABAB ligands, agonist
affinities are �100 times lower than those measured in native
receptors (39). This is due partly to GB2 because its coexpres-
sion with GB1 results in a 10-fold increase in agonist affinity
(4). This effect of GB2 does not result from the targeting of GB1
to the cell surface and so to a mature glycosylation state be-
cause a GB1 mutant able to reach the cell surface alone
(GB1ASA, in which the endoplasmic reticulum retention signal
RSRR is mutated into ASAR) still displayed low agonist affin-
ity at the cell surface (Fig. 1b and Table I). A direct association
between GB1 and GB2 appears therefore necessary to control
agonist affinity in this receptor. Coexpression of GB1 with
GB2/1, a chimeric subunit composed of GB2 VFT and GB1 HD,
or the replacement of GB1 HD with GB2 HD in chimeric GB1/2
also resulted in increased GABA affinity (Fig. 1b and Table I).
These observations suggest that both GB2 VFT and GB1 HD
control agonist affinity in GB1.

VFT Module Constructs for GB1 and GB2—To elucidate the
mechanism leading both GB2 VFT and GB1 HD to allosteri-
cally control agonist affinity in GB1, isolated GB1 and GB2
VFTs were prepared by removing the HD and C-terminal do-
main of each subunit. These constructs were generated to ex-
amine the possible direct interaction between GB1 and GB2
VFTs and the consequence on GABA affinity, regardless the
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other regions of the subunits. To express either GB1 or GB2
VFT at the cell surface, two series of constructs were prepared.
The first constructs (�GB1 and �GB2) were generated by in-
troducing a stop codon at the end of the first intracellular loop
of GB1 and GB2, respectively. As such, the VFTs were an-
chored in the plasma membrane by transmembrane helix-1
(TM1) of these subunits (Fig. 2a). For the second constructs
(GB1GPI and GB2GPI), the entire HD and C-terminal tail were
replaced with the GPI anchor signal peptide of the mouse

cellular prion protein (see “Experimental Procedures”) (Fig.
2a). In all cases, these constructs contained an N-terminal
epitope, either c-Myc or HA inserted after a signal peptide,
allowing their easy detection at the cell surface. Previous stud-
ies demonstrated that such epitopes affect neither the pharma-
cology nor the function of these subunits (10, 11).

All constructs were correctly expressed in HEK-293 cells and
displayed the expected molecular mass as shown in Western
blot experiments (Fig. 2b). All constructs except GB2GPI were
found at the cell surface, but at a density 2–10 times lower than
GB1ASA as revealed by an anti-HA ELISA performed with
intact cells (Fig. 2c). Finally, �GB1 and GB1GPI bound a com-
petitive and membrane non-permeant radiolabeled antagonist
([125I]CGP64213), and this binding could be displaced by
GABA, demonstrating that these constructs retained their abil-
ity to bind GABAB ligands (Fig. 2d and Table I). All together,
these results show that �GB1, �GB2, and GB1GPI were cor-
rectly expressed at the cell surface and that �GB1 and GB1GPI

were correctly folded.
To examine whether an interaction between GB1 and GB2

VFTs could be detected, the above-described truncated GB1 and
GB2 subunits as well as the wild-type subunits were coexpressed.
GB2 and �GB2 increased the expression of �GB1 and GB1GPI at
the cell surface. Binding experiments showed that the total
amount of radioligand bound to �GB1 at the cell surface was
increased in the presence of �GB2 (Fig. 3a). A higher increase
was observed when �GB1 was coexpressed with full-length GB2
(Fig. 3a). Similarly, the amount of [125I]CGP64213 bound to
GB1GPI at the cell surface was also increased when this construct
was coexpressed with either �GB2 or GB2 (Fig. 3a). Because
neither GB2 nor �GB2 changed CGP64213 affinity in these GB1
constructs (Table I), these data show that GB2 and �GB2 in-
creased the number of [125I]CGP64213-binding sites at the cell
surface. We further confirmed that GB2 and �GB2 increased the
amount of the truncated GB1 constructs at the cell surface by
ELISA with intact cells. The amount of HA-�GB1 at the cell
surface was increased after coexpression with c-Myc-�GB2 or
c-Myc-GB2 (Fig. 3b). Thus, GB2 VFT either stabilized �GB1 and
GB1GPI at the cell surface or facilitated their targeting to the
plasma membrane.

GB1 and GB2 VFT Modules Assemble into Heterodimeric
Complexes in the Absence of HD—To demonstrate more directly

FIG. 1. GB2 VFT module and GB1 or GB2 HD control agonist
affinity in GB1. a, the schemes depict a GABAB dimeric receptor
according to our actual view of the “resting” (left) and “active” (right)
states. GB1 and GB2 are shown in dark gray and white, respectively. In
their resting orientation, both VFT modules in the dimer are in the open
state, as observed in the crystal structure of the empty form of the
mGlu1 receptor (Protein Data Bank code 1ewt). One VFT is in the front
plane (dark gray), whereas the other is in the back plane (white). The
axis for the rotation of one VFT relative to the other is indicated with a
closed circle, and the axis in each VFT responsible for its closure is
indicated with an open circle. GABA (black box) binds in the cleft that
separates both lobes of GB1 VFT and induces their closure, leading to
the active state. Each HD of GB1 and GB2 is composed of seven
transmembrane helices (ovals) connected by extra- and intracellular
loops, and the C-terminal regions of the two subunits are associated
(thick gray lines). The asterisk shows lobe II of GB1, which is believed
to interact with GB1 HD and to be responsible of the inhibitory contact
in GB1. b, displacement curves of [125I]CGP64213 by GABA in cells
expressing GB1ASA (E), GB1 � GB2 (● ), and GB1 � GB2/1 (�), where
GB2/1 is a chimeric subunit composed of GB2 VFT and GB1 HD. The
percentage of bound radioligand for each concentration of GABA is
plotted. The inhibitory concentration of GABA corresponding to the
displacement of 50% of the initial bound radioligand (IC50) is plotted for
the three receptors. Values are means � S.E. of at least three experi-
ments performed in triplicate.

TABLE I
GABA and CGP64213 affinity in GB1 and �GB1 alone and in

combination with different constructs
The Ki values for GABA and CGP64213 were determined from dis-

placement of 	125I
CGP64213 binding in intact cells expressing the
indicated subunit combinations as described under “Experimental Pro-
cedures.” Values are means � S.E. of at least three independent deter-
minations.

Ki

GABA CGP64213

�M nM

GB1 22.3 � 1.9a 1.4 � 0.2a

GB1/2 8.2 � 0.9b 4.0 � 1.2b

GB1 � GB2 3.3 � 0.6b 2.9 � 0.2b

GB1ASA 16.0 � 1.4 2.5 � 0.2
GB1ASA � GB2 3.2 � 0.3 2.8 � 0.3
GB1ASA � GB2/1ASA 1.2 � 0.4b 3.6 � 0.6b

GB1ASA � �GB2 1.0 � 0.1 2.1 � 0.6
GB1ASA � �mG5 14.2 � 1.4 1.8 � 0.3
GB1ASA � �GB1S246A 18.3 � 0.2 2.0 � 0.1
�GB1 1.0 � 0.2 2.1 � 0.4
�GB1 � GB2 0.3 � 0.1 1.5 � 0.3
�GB1 � �GB2 0.4 � 0.1 1.8 � 0.2
GB1GPI 0.7 � 0.1 2.5 � 0.3

a Binding experiments were performed with crude membranes (data
from Ref. 19).

b Values were taken from Ref. 11.
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that GB1 and GB2 VFTs interact with each other, co-immuno-
precipitation experiments were performed. Unfortunately, no
interaction between GB1 and GB2 VFTs was detected (data not
shown), possibly because such complexes are not stable enough
and not resistant to sample preparation. Indeed, although de-
letion of the C-terminal coiled-coil domains of GB1 and GB2
does not prevent heterodimer formation, as shown by the nor-
mal functioning of the receptor, it largely decreases the amount
of GB2 that coprecipitates with GB1 (9). This shows that the
coil-coiled domains in the C-terminal tails of these subunits
strongly stabilize the heterodimer.

We therefore conducted TR-FRET experiments as described
previously (40). In this assay, a FRET signal is measured at the
surface of intact COS-7 cells between a donor molecule (euro-
pium cryptate-pyridine bipyridine) linked to an anti-HA mono-
clonal antibody and an acceptor molecule (Alexa Fluor® 647)
linked to an anti-c-Myc monoclonal antibody (Fig. 4a, inset). In
this assay, the HA-tagged versions of �GB1 and GB1GPI and
the c-Myc-tagged versions of �GB2 and GB2 (or other control
constructs) were used. As shown in Figs. 4a and 5a, a FRET
signal was measured at 665 nm (the emission wavelength of
Alexa Fluor® 647) after excitation of europium cryptate-pyri-
dine bipyridine at 337 nm in cells expressing either HA-�GB1
or HA-GB1GPI together with c-Myc-�GB2. To better compare

the association efficiency of the different partners, the FRET
signal was normalized with regard to c-Myc-tagged construct
expression (Figs. 4c and 5c). This signal was significantly
higher than that measured in mock-transfected cells. More-
over, such a FRET signal was not detected when �GB1 and
GB1GPI were coexpressed with the c-Myc-tagged V2 vasopres-
sin receptor, a class I GPCR (Figs. 4a and 5a). As shown in Figs.
4b and 5b, this did not result from the low expression of the
c-Myc-tagged partners at the cell surface. However, a signifi-
cant FRET signal was measured between �GB1 and �mG5 (the
VFT of the mGlu5 receptor anchored to the plasma membrane
via the first transmembrane helix) and to a lower extent be-
tween �GB1 and the V2 vasopressin receptor (Fig. 4a). How-
ever, such signals were not observed with GB1GPI (Fig. 5a),
suggesting that �GB1 TM1 is likely involved in a nonspecific
interaction with other transmembrane helix-containing pro-
teins. This may be because the transmembrane helix used to
anchor �GB1 at the cell surface (GB1 TM1) is usually associ-
ated with other transmembrane helices in GB1 HD.

During these experiments, we also noticed that GB1 and
GB2 VFT modules formed homomeric complexes, as previously
reported for both full-length GB1 and GB2 (36). Indeed, a
FRET signal could be measured in cells expressing both HA-
GB1GPI and c-Myc-�GB1. This signal was similar to that ob-

FIG. 2. VFT module constructs for GB1 and GB2. a, shown are schemes of each individual construct. GB1 VFT (dark gray) and GB2 VFT
(white) were expressed with TM1 of GB1 HD (dark gray ovals) and GB2 (white ovals), respectively, or with a GPI anchor sequence (thick broken
lines). mGlu5 VFT (black; �mG5) and GB1 VFT harboring mutation S246A (�GB1S246A) were expressed using TM1 from their own receptors. b,
shown are the results from Western blot analysis of the GB1 and GB2 constructs. The arrows indicate bands corresponding to �GB1 (lane 1), �GB2
(lane 2), GB1GPI (lane 4), and GB2GPI (lane 5), and these bands were absent in mock-transfected cells (lanes 3 and 6). The constructs have an
apparent molecular mass close to 60 kDa, as expected. c, the cell-surface expression of each individual HA-tagged construct was measured by
ELISA. Values are means � S.E. of triplicates from a typical experiment, and they are shown in arbitrary units (A.U.). Although the total
expression of GB2GPI is similar to that of GB1GPI, GB2GPI failed to reach the cell surface. d, the binding of [125I]CGP64213 to �GB1 and GB1GPI
constructs is expressed as a percentage of GB1ASA (white bars). Specific binding is shown by radioligand displacement by 1 mM GABA (black bars).
Data are means � S.E. of at least three experiments performed in triplicate.
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tained with HA-�GB1 and c-Myc-�GB2 or HA-GB1GPI and
c-Myc-�GB2 (Figs. 4a and 5a), consistent with GB1 VFT being
able to oligomerize. A similar FRET signal between �GB1
expressed alone and GB1GPI coexpressed with �GB1 suggests
that �GB1 TM1 is not responsible for GB1 VFT homomeriza-
tion. Moreover, we found that GB2 VFT could also form homo-
oligomers in similar FRET experiments (data not shown).

Association between GB1 and GB2 VFT Modules Increases
Agonist Affinity in GB1—We then examined the possible influ-
ence of GB1-GB2 VFT interaction on agonist affinity. GABA
affinity was measured by displacement of the radioligand
[125I]CGP64213 in intact cells expressing the above-described
constructs alone or in combination (Table I). In contrast to the
agonist, we verified that the antagonist CGP64213 displaced
with a similar potency the radioligand in every combination
examined, indicating that none of the constructs coexpressed
with GB1 affected antagonist affinity (Table I).

As shown in Fig. 6a, �GB2 increased GABA affinity in

GB1ASA by a factor 16 (Ki � 16.0 � 1.4 and 1.0 � 0.2 �M for
GB1ASA expressed alone or with �GB2, respectively). This ef-
fect was specific because no change in GABA affinity was
observed when GB1ASA was coexpressed with �mG5 or
�GB1S246A, a GB1 construct unable to bind GABAB ligands
(19). Association between GB1ASA and �GB2 or �GB1S246A was
confirmed by measuring the FRET signal between the coex-
pressed constructs (Fig. 6a, inset). These results further con-
firm that �GB2 associated with GB1ASA and show that this
interaction increased GABA affinity in GB1.

Of interest and as previously reported (22), GABA affinity in
the isolated VFT of GB1 (either �GB1 or GB1GPI) was close to
that measured when GB1 was coexpressed with GB2 (Ki �
1.0 � 0.2, 0.7 � 0.1, and 3.2 � 0.2 �M, respectively) and 10–20
times higher than that in GB1ASA (Fig. 6 and Table I). This
indicates that GB1 HD exerted an inhibitory action on agonist
affinity. GABA affinity in these truncated GB1 constructs could
still be further increased, although to a lower extent, after
coexpression with either GB2 or �GB2 (3- and 2.5-fold, respec-
tively) (Fig. 6b and Table I). Indeed, the Ki values for GABA
affinity in �GB1 decreased from 1.0 � 0.2 to 0.3 � 0.1 and 0.4 �
0.2 �M in the presence of GB2 and �GB2, respectively. This
shows that most of the increased agonist affinity resulting from

FIG. 3. Cell-surface expression of �GB1 and GB1GPI is in-
creased by �GB2 and GB2. a, binding of radioligand to �GB1 and
GB1GPI expressed alone or in combination with �GB2 or GB2. Data are
means � S.E. of at least three experiments performed in triplicate and
are expressed as a percentage of the specific binding measured in cells
expressing GB1ASA. b, amount at the cell surface of �GB1 expressed
alone or in combination with �GB2, GB2, or GB1ASA as measured by
ELISA. Values are means � S.E. of triplicates from a typical experi-
ment, and they are shown in arbitrary units (A.U.).

FIG. 4. Association between VFT modules of �GB1 and �GB2
in time-resolved FRET experiments. a, amount of FRET signal
between coexpressed HA-�GB1 and c-Myc-tagged constructs. FRET
signals are shown as �F (see “Experimental Procedures”). Inset, the
scheme depicts the experimental system in which VFT modules of GB1
(dark gray) and GB2 (white) are bound to a donor molecule (europium
cryptate-pyridine bipyridine) linked to an anti-HA monoclonal antibody
and to an acceptor molecule (Alexa Fluor® 647) linked to an anti-c-Myc
monoclonal antibody, respectively. The FRET signal between the two
antibodies was measured at 665 nm (E665) after excitation at 337 nm.
b, amount of c-Myc-tagged constructs as measured by the fluorescence
of the Alexa Fluor® 647-linked antibody at 682 nm (E 682 nm). Signal
intensities were normalized relative to GB2. Values are means � S.E.
of triplicates from a typical experiment. c, the FRET signal (�F) was
normalized relative to the amount of c-Myc-tagged constructs expressed
at the cell surface. Experiments were done at least three times.
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GB1-GB2 association was due to GB2 VFT preventing GB1 HD
from decreasing agonist affinity, rather than a direct effect of
GB2 VFT on GB1 VFT closure.

DISCUSSION

In this study, we have shown how the association between
the VFTs of GABAB receptor subunits GB1 and GB2 can allos-
terically influence agonist affinity. GB2 VFT controls GB1 af-
finity for GABA in two ways. First, it exerts a direct action on
GB1 VFT, as GB2 VFT slightly increases agonist affinity in the
isolated VFT of GB1. Second and most importantly, GB2 VFT
prevents inhibitory interaction between the two main domains
(VFT and HD) of GB1.

Negative Allostery within GB1—Inhibitory contacts that
maintain GB1 alone in a low affinity state may have several
origins. One possibility is that the direct interaction between
HD and VFT in GB1 constrains the VFT in a low agonist
affinity state. Alternatively, GB1 can exist as a homodimer,
and interactions between the GB1 VFTs in the homodimer
could stabilize a low agonist affinity state. We have excluded
this latter possibility because the isolated VFT of GB1 (both
�GB1 and GB1GPI) adopts a high agonist affinity state even
though it is able to homodimerize. Accordingly, a direct inter-
action between HD and VFT in GB1 is likely responsible for the
low agonist affinity state. Such an interaction has already been
proposed by others (22, 41), but has never been demonstrated.
Such a negative effect of HD on agonist affinity in VFT has also
been reported for other class III GPCRs, the mGlu4 and mGlu8
receptors, using a similar approach (42, 43).

Negative allostery within GB1 is controlled by GB2 VFT, and
such a process is probably not a specificity of the expression of
this subunit in heterologous cells. Indeed, only a high agonist
affinity GABAB receptor is found in the brain. Moreover, GB1
needs to be associated with GB2 to reach the cell surface in the
central nervous system, and neither GB1-GB1 nor GB2-GB2
homodimers couple efficiently to G-proteins (4, 6).

How Is Agonist Affinity Controlled?—Both GB1 and GB2
VFTs are structurally related to the VFT of the mGlu1 receptor
and to bacterial periplasmic binding proteins, as suggested by
modeling studies (16, 17, 19, 21). Such domains are well known

FIG. 5. GB1GPI and �GB2 interact together specifically in time-
resolved FRET experiments. a, amount of FRET signal (�F) between
coexpressed HA-GB1GPI and c-Myc-tagged constructs (see Fig. 4). b,
amount of c-Myc-tagged constructs as measured by the fluorescence
emission of the Alexa Fluor® 647-linked antibody at 682 nm (E 682
nm). Signal intensities were normalized relative to GB2. c, the FRET
signal (�F) was normalized relative to the amount of c-Myc-tagged
constructs expressed at the cell surface. Experiments were done at least
three times. V2-R, V2 vasopressin receptor.

FIG. 6. Association between VFT modules of GB1 and GB2
increases agonist affinity in GB1. a, displacement curves of
[125I]CGP64213 by GABA in cells expressing GB1ASA alone (E) or in
combination with �GB2 (f), �mG5 (● ), or �GB1S246A (�) as a percent-
age of bound radioligand (upper panel). IC50 values were plotted from
the displacement curves (lower panel). Values are means � S.E. of at
least three experiments performed in triplicate. Upper panel inset, the
association between HA-GB1ASA and c-Myc-tagged �GB2, �mG5, or
�GB1S246A was measured in TR-FRET experiments. b, displacement
curves of the radioligand by GABA in cells expressing �GB1 alone (● )
or in combination with �GB2 (f) or GB2 (�) (upper panel) and the
corresponding GABA IC50 values (lower panel).
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to adopt either an open conformation (VFTo) stabilized by an-
tagonists (25, 26) or a closed conformation (VFTc) stabilized by
agonists (24, 26, 27). VFT can oscillate between the VFTo and
VFTc states with an equilibrium constant of K1 � VFTc/VFTo.
A bound ligand will affect K1 by factor of � � 1 in the case of an
agonist that stabilizes VFTc and by factor of � � 1 in the case
of an antagonist that stabilizes VFTo or prevents VFT from
reaching the VFTc state (28).

Accordingly, ligand affinity in VFT (Kd) depends on the af-
finity of the ligand in VFTo (KL), K1, and �: Kd � KL(1 � K1)/(1
� �K1). According to this model, an increase in K1 (the receptor
has a greater tendency to reach the closed state in the absence
of ligand) results in a large increase in agonist affinity (28).
Moreover and as observed in the case of the GABAB receptor,
changing K1 results in minor changes in antagonist affinity
(28). We therefore propose that, in the absence of GB2, GB1 HD
decreases K1 (favoring the VFTo state), an effect that is pre-
vented when GB2 VFT associates with GB1 VFT. In addition,
GB1-GB2 VFT association may further increase K1 (favoring
the VFTc state) and thus agonist affinity.

Implications for Receptor Activation—GB2 VFT and its as-
sociation with GB1 VFT appear to play a crucial role in GABAB

receptor activation. In the absence of GABA, GB2 VFT con-
strains the receptor in an inactive state, whereas in the pres-
ence of agonist, it facilitates receptor activation. Indeed, the
presence of both GB1 and GB2 VFTs in the dimeric receptor is
necessary for agonist stimulation. A dimeric receptor composed
of GB1 and GB2 HDs but possessing two identical VFTs (either
GB1 or GB2) displays a large constitutive activity that cannot
be further stimulated by agonists (11).

Inhibitory contacts between HD and VFT in GB1 that control
agonist affinity could be similar to those important for GABAB

receptor activation. This model is supported by several pieces of
data. First, the fact that GB2 VFT increases agonist (but not
antagonist) affinity suggests that GB2 VFT stabilizes the ac-
tive state of GB1. Second, we have shown that GB2 VFT acts by
releasing inhibitory contacts between HD and VFT in GB1.
Third, positive allosteric compounds of GABAB that likely bind
in HD increase both the affinity and efficacy of agonists (29).
Finally, similar inhibitory interactions between HD and VFT in
GB2 could exist due to the allosteric nature of the GABAB

receptor, and these contacts could also play a role in receptor
activation.

In conclusion, our experiments emphasize the functional im-
portance of VFT interaction in the GABAB heterodimeric re-
ceptor and potentially in other class III GPCRs. Our data show
that the direct interaction between VFTs is important not only
for agonist activation of the receptor, as already reported for
both GABAB (11) and mGlu (44) receptors, but also for the
control of agonist affinity. Indeed, a recent study showed that
mutations in mGlu1 VFT that possibly prevent direct VFT
interaction within the dimeric receptor largely decrease ago-
nist affinity (44). Future goals are to identify regions of VFT
and HD responsible for inhibitory contacts at both the GB1-
GB2 VFT and HD-VFT interfaces.
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