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INTRODUCTION



I)-Le cytosquelette

De la méme maniére que pour un vertébreé, son ossature lui permet de garder sa forme
et de se mouvoir, le cytosquelette représente 1’ossature de la cellule mais pas uniquement. 11
est vrai que si le cytosquelette représente I’architecture de la cellule et participe a
I’organisation des composants cellulaires ainsi qu’au maintien de la polarité cellulaire par un
ensemble de réseaux protéiques filamenteux, il n’en reste pas moins hautement dynamique.
En effet, il est constamment réorganisé lors de la division cellulaire, de la migration, de
changements de forme de la cellule, de la formation de prolongements cellulaires comme les
neurites (axone et dendrites).

Le cytosquelette regroupe trois grands types de constituants d’apres leur diameétre en
microscopie €lectronique : les microtubules (25 nm de diametre), les filaments intermédiaires

(10 nm de diamétre) et les microfilaments d’actine (7 2 9 nm de diametre).

1)-Les microtubules

a)-Composition et formation des microtubules

Les microtubules sont des structures proté¢iques de forme cylindrique creuse de 25 nm
de diamétre et de longueur variable. Ils sont formés d’unités hétérodimériques de tubuline a
et B (de 8 nm de longueur) qui sont capables de s’auto-associer longitudinalement pour
former dans un premier temps un protofilament, ces derniers s’associant ensuite de manicre

hélicoidale pour former un microtubule (Figure 1).
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Figure 1 : La formation des microtubules. Les monomeéres de tubulines a et 3 s’associent entre eux pour former

un protofilament. Les protofilaments s’associent ensuite longitudinalement et de manic¢re hélicoidale afin de

former un microtubule.

L’association de chaque dimere (a et ) est dépendante de la liaison du GTP (Carlier,
1982). En effet, la sous-unité a lie du GTP non échangeable alors que la sous-unité 3 lie du
GTP hydrolysable. Le GTP lié a la sous-unité {3 est nécessaire a 1’élongation du microtubule,
car son hydrolyse permet 1’association d’un dimere (o et 3 tubuline) a I’extrémité du
microtubule. Une fois le dimere incorporé dans le microtubule, le GDP restant ne peut étre,
lui, échangg.

Le microtubule est organisé en protofilaments qui s’associent latéralement afin de
former cette structure cylindrique et creuse. Un microtubule peut étre formé de 10 a 15
protofilaments selon les conditions d’assemblage (un microtubule de centrosome comporte 13
protofilaments). Les protofilaments s’associent de maniere légérement décalée, de sorte que la
structure parait légérement hélicoidale (Figure 1). De plus les microtubules sont polarisés, ils
présentent une extrémité dite « moins » orientée vers le centre organisateur des microtubules
(MicroTubules Organizing Center ou MTOC) souvent assimilé au centrosome (proche du
centre de la cellule) et d’une extrémité dite « plus » orientée vers la périphérie de la cellule.
L’extrémité plus est nommée ainsi car elle présente une vitesse d’assemblage des diméres de

tubulines plus élevée (Figure 2).
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Figure 2 : Les microtubules sont des polyméres polarisés. Ils présentent une extrémité plus ou 1’incorporation de

tubuline est favorisée et une extrémité moins ou la perte de Tubuline est plus importante.

Par ailleurs, au niveau de cette méme extrémité plus, a proximité du centrosome, la y
tubuline est nécessaire a la nucléation du microtubule, c’est-a-dire a I’assemblage des dimeres
d’a et B tubuline et le début de 1’¢longation du polymeére. Cependant la y tubuline est aussi
présente dans le cytoplasme ou elle est associée a un complexe protéique appelé y-TuRC
(pour y TUbulin Ring Complex). La y tubuline servirait alors de matrice pour 1’assemblage du
microtubule en mimant une extrémit¢ moins (Job et al., 2003). A D'opposé, se trouve
I’extrémité moins dont la vitesse d’incorporation des dimeres de tubuline est plus lente

(Figure 2). Cette polarité des microtubules est essentielle pour 1’accrochage et le déplacement

le long des microtubules de complexes protéiques.

b)-La dynamique des microtubules

Les microtubules sont des structures hautement dynamiques (pour revue voir (Valiron
et al., 2001)). En effet, ils oscillent entre des phases d’¢longation et de raccourcissement.
L’¢longation se produit aux deux extrémités, mais se fait de maniere plus rapide au niveau de
I’extrémité plus (Figure 2). Il en va de méme pour la perte de sous unités de tubuline. En
microscopie ¢lectronique, les extrémités en cours d’¢longation présentent des protofilaments
plus longs que d’autres mais toujours rectilignes et dans I’axe du microtubule. Par contre, lors
du raccourcissement, les extrémités sont plus étalées et ont tendance a se recourber (Kirschner
et al., 1974). Les microtubules peuvent aussi avoir une extrémité en cours d’¢longation et
’autre en cours de raccourcissement, c’est le phénomene de « treadmilling » ou tapis roulant

(Figure 3).
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Figure 3 : Les microtubules sont soumis au « treadmilling » et a ’instabilité dynamique. A gauche : le processus

de « treadmilling » a lieu lorsque se produit de 1’assemblage de Tubuline au niveau de 1’extrémité plus et du
désassemblage de Tubuline au niveau de 1’extrémité moins. A droite : 1’instabilité dynamique correspond a une
oscillation entre des périodes d’élongation qui durent jusqu’a un point critique dit catastrophe, ou le microtubule

dépolymérise fortement pour ensuite se reformer au cours du sauvetage.

Les microtubules sont aussi assujettis a un phénomene qui est I’instabilité dynamique
(Mitchison and Kirschner, 1984). Il se traduit par des périodes d’élongation jusqu’a une
certaine longueur, puis le microtubule atteint un point dit « catastrophe » qui se traduit par
une forte dépolymérisation qui est ensuite sauvée et la polymérisation du microtubule reprend
(Figure 3).

Un autre facteur important dans la stabilité des microtubules est la présence au niveau

de I’extrémité plus de GTP ou de GDP (Figure 4).
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Figure 4 : La coiffe GTP. La présence de GTP rend le microtubule plus stable, car I’hydrolyse du GTP en GDP

change la conformation du microtubule et le fragilise.

S’il y a beaucoup de GDP, cela veut dire soit qu’il est en phase de raccourcissement,
soit qu’il n’y a pas eu beaucoup de nouvelle incorporation de tubuline. Ainsi, le microtubule
en devient moins stable et plus propice a se dépolymériser. En effet, la formation du GDP
entraine un affaiblissement des liaisons entre dimere et polymere. Par contre, si 1’extrémité
plus est riche en GTP, il y a donc eu incorporation de nouvelles sous unités, le microtubule est
plus stable. Il est comme « protégé » par une coiffe de GTP (GTP cap) (pour revue voir
(Erickson and O'Brien, 1992)) (Figure 4).

Dans les neurones, les microtubules sont particuliecrement stables comparés aux
microtubules d’autres types cellulaires (Seitz-Tutter et al., 1988). C’est, d’ailleurs, une de
leurs principales caractéristiques. Cette stabilité accrue est due a des modifications de la
tubuline (détaillées ci-apres), a une conformation particuliére des microtubules. En fait
plusieurs microtubules s’associent en faisceau, grace a des protéines associées aux
microtubules ou MAP (Microtubule Associated Proteins). Ces protéines sont aussi
responsables d’une meilleure stabilisation des microtubules (détaillées plus loin). La stabilité
du cytosquelette microtubulaire s’acquiert progressivement au cours du développement et de

la maturation des axones et des dendrites (Lim et al., 1989).



c¢) Les modifications post traductionnelles de la tubuline et leurs fonctions

La tubuline peut subir des modifications post traductionnelles. La fonction biologique

de ces modifications n’est pas encore totalement comprise. Cependant, certaines
modifications semblent étre corrélées a la durée de vie des microtubules (par exemple :
acétylation, détyrosination). L’étude de ces modifications se fait essentiellement de maniere
biochimique afin de mieux comprendre leur réle sur la dynamique des microtubules (pour

revue sur les différentes modifications voir (Westermann and Weber, 2003)).

1)-L’acétylation de la tubuline o

La tubuline o peut étre acétylée au niveau de la position amine en position ¢ de la
lysine 40. L ajout d’un groupement acétyle se fait par une acétyltransférase et son retrait se
fait grace a une déacétylase de la famille des Histones DéACétylase (HDACH6). L’ acétylation
est souvent associée a un état stable des microtubules. En fait, I’acétylation est une réaction
trés lente, beaucoup plus lente que la vitesse d’assemblage des microtubules, et qui se ferait
sur cette lysine 40 qui est orientée vers la lumiére du microtubule. Par conséquent,
I’acétylation survient sur des microtubules qui sont dans un état stable, et donc pas sur des
microtubules qui sont dans une dynamique de polymérisation/dépolymérisation rapide.

Chez la Drosophile, il existe 4 formes de tubuline o, mais 3 de ces 4 formes

comportent la Lysine sensible a I’acétylation (Figure 5).

Tub o H sapiens MRECISIHVGQAGVQIGNACWELYCLEHGIQPDGQMPSDKTIGG-—-————--— GDDSFN--- 50
Tub a M musculus MRECISIHVGQAGVQIGNACWELYCLEHGIQPDGQMPSDKTIGG--—---- GDDSFN--- 50
Tub o 67C Drome MRECISIHVGQAGVQIGNACWELYCLEHGIQPDGQMPSDKTVGG-—————-— GDDSFN--- 50
Tub o 84B Drome MRECISIHVGQAGVQIGNACWELYCLEHGIQPDGQMPSDKTVGG-—————— GDDSFN--- 50
Tub o 84D Drome MRECISVHIGQAGVQIGNACWELYCLEHGIQPDGHMPSDKTVGG-—————--— GDDSFS--- 50
Tub o 85E Drome MREVVSIQIGQCGIQIGNACWELYLLEHGINLDGSLKTKEELTASGSSASVGHDTSANDA 60
hhkk gkggaekk Khekkkkkkkkkk kkkkkg *k g 3.3 3 * ks
Tub o H sapiens -TFFSETGAGKHVPRAVFVDLEPTVIDEVRTGTYRQLFHPEQLITGKEDAANNYARGHYT 109
Tub a M musculus -TFFSETGAGKHVPRAVFVDLEPTVIDEVRTGTYRQLFHPEQLITGKEDAANNYARGHYT 109
Tub a 67C Drome -TFFSETGAGKHVPRAVFVDLEPTVVDEVRTGTYRQLFHPEQLITGKEDAANNYARGHYT 109
Tub o 84B Drome -TFFSETGAGKHVPRAVFVDLEPTVVDEVRTGTYRQLFHPEQLITGKEDAANNYARGHYT 109
Tub o 84D Drome -TFFSETGAGKHVPRAVFVDLEPTVVDEVRTGTYRQLFHPEQLITGKEDAANNYARGHYT 109
Tub o 85E Drome RTFFTETGNGKQVPRSIFVDLEPTVIDDVRNGCMRELYHPEQLISGKEDAANNYARGRYS 120
Kkkghhk hhkgkhkhhgohhhhhhhhghahh * Kokghhhhhhghhhhhhhhhhhhghy
Tub o H sapiens IGKEIIDLVLDRIRKLADQCTGLQGFLVFHSFGGGTGSGFTSLLMERLSVDYGKKSKLEF 169
Tub a M musculus IGKEIIDLVLDRIRKLADQCTGLQGFLVFHSFGGGTGSGFTSLLMERLSVDYGKKSKLEF 169
Tub a 67C Drome IGKEIVDLVLDRIRKLADQCTGLQGFLIFHSFGGGTGSGFTSLLMERLSVDYGKKSKLEF 169
Tub o 84B Drome IGKEIVDLVLDRIRKLADQCTGLQGFLIFHSFGGGTGSGFTSLLMERLSVDYGKKSKLEF 169
Tub o 84D Drome IGKEIVDVVLDRIRKLADQCTGLQGFLVFHSFGGGTGSGFTSLLMERLSVDYGKKSKLEF 169
Tub o 85E Drome IGKEVIDRVTSRLQKIAEQCDSLQGFLIFHSLGGGTGSGFTSLLVERLSTDYSKKCKLDF 180

khkkk ook X ke ekoekekk khkkkhkokhkhheoekkhhdhdhhkhhkdhheokhhhdk %%k %%k **keo%k
B eTee IR . H H H . . . H



Tub o H sapiens SIYPAPQVSTAVVEPYNSILTTHTTLEHSDCAFMVDNEAIYDICRRNLDIERPTYTNLNR 229
Tub o M musculus SIYPAPQVSTAVVEPYNSILTTHTTLEHSDCAFMVDNEAIYDICRRNLDIERPTYTNLNR 229
Tub o 67C Drome AIYPAPQVSTAVVEPYNSILTTHTTLEHSDCAFMVDNEAIYDICRRNLDIERPTYTNLNR 229
Tub o 84B Drome AVYPAPQVSTAVVEPYNSILTTHTTLEHSDCAFMVDNEAIYDICRRNLDIERPTYTNLNR 229
Tub o 84D Drome SIYPAPQVSTAVVEPYNSILTTHTTLEHSDCAFMVDNEAIYDICRRNLDIERPTYMNLNR 229
Tub o 85E Drome AVYPSPKVSTAVVEPYNALLTTHSTMDHSDCVFMVDNEAIYDICNNSLGVDRPAYRNLNR 240
cikk gk gkkhkkkhkhkhgghhhhghgohhhhk *hkkhkhkhhhk Kk gokkgk *kk%
Tub o H sapiens LIGQIVSSITASLRFDGALNVDLTEFQTNLVPYPRIHFPLATYAPVISAEKAYHEQLSVA 289
Tub o M musculus LIGQIVSSITASLRFDGALNVDLTEFQTNLVPYPRIHFPLATYAPVISAEKAYHEQLSVA 289
Tub o 67C Drome LIGQIVSSITASLRFDGALNVDLTEFQTNLVPYPRIHFPLVTYAPVISAEKAYHEQLSVA 289
Tub o 84B Drome LIGQIVSSITASLRFDGALNVDLTEFQTNLVPYPRIHFPLVTYAPVISAEKAYHEQLSVA 289
Tub o 84D Drome LIGQIVSSITASLRFDGALNVDLTEFQTNLVPYPRIHFPLATYAPVISVEKAYHEQLTVA 289
Tub o 85E Drome LIAQIVSSTTASLRFSGSMNVDLNEFQTNLVPFPRIHFPLVAYAPLMSAERSAHEQHAIT 300
kk  kkkkk kkkkkk hggkkhhkk hhkkhkkkkhhghhkhhhk ghkkkgok Kgg *kk g3
Tub o H sapiens EITNACFEPANQMVKCDPRHGKYMACCLLYRGDVVPKDVNAATIATIKTKRTIQFVDWCPT 349
Tub o M musculus EITNACFEPANQMVKCDPRHGKYMACCLLYRGDVVPKDVNAAIATIKTKRTIQFVDWCPT 349
Tub o 67C Drome EITNACFEPANQMVKCDPRHGKYMACCMLYRGDVVPKDVNAATIATIKTKRTIQFVDWCPT 349
Tub o 84B Drome EITNACFEPANQMVKVDPRHGKYMACCMLYRGDVVPKDVNAATIATIKTKRTIQFVDWCPT 349
Tub o 84D Drome EITNACFEPANQMVKCDPRRGKYMACCMLYRGDVVPKDVNAATIATIKTKRSIQFVDWCPT 349
Tub o 85E Drome TLTNACFESSNMMVKCDPRAGKFMACCMLYRGDVVPKDVNAAVSAIKSKRHIQFVDWCPT 360
ckkkkkk gk kkk kkk kkghkkkghkhkhkkkkkhkkhhkggohkghk khkkkkhkkk
Tub o H sapiens GFKVGINYQPPTVVPGGDLAKVQRAVCMLSNTTAIAEAWARLDHKFDLMYAKRAFVHWYV 409
Tub o M musculus GFKVGINYQPPTVVPGGDLAKVQRAVCMLSNTTAIAEAWARLDHKFDLMYAKRAFVHWYV 409
Tub o 67C Drome GFKVGINYQPPTVVPGGDLAKVQRAVCMLSNTTAIAEAWARLDHKFDLMYAKRAFVHWYV 409
Tub o 84B Drome GFKVGINYQPPTVVPGGDLAKVQRAVCMLSNTTAIAEAWARLDHKFDLMYAKRAFVHWYV 409
Tub o 84D Drome GFKVGINYQPPTVVPGGDLAKVQRAVCMLSNTTAIAEAWARLDHKFDLMYAKRAFVHWYV 409
Tub o 85E Drome GFKIGINYEKPAFVPDGDLAKTSRACCMLSNTTAISVAFSNLSYKFDLMFKKRAFVHWYV 420
kkkgkkhkg kg kk kkkkk  _kk khhkkkkhkkkhkg *gg Kk ghkkkkkg kkkkkkkkk
Tub o H sapiens GEGMEEGEFSEAREDMAALEKDYEEVGVDSVEGEGEEEGEEY 451
Tub o M musculus GEGMEEGEFSEAREDMAALEKDYEEVGVDSVEGEGEEEGEEY 451
Tub o 67C Drome GEGMEEGEFSEAREDLAALEKDYEEVGMDSGDGEGEG-AEEY 450
Tub o 84B Drome GEGMEEGEFSEAREDLAALEKDYEEVGMDSGDGEGEG-AEEY 450
Tub o 84D Drome GEGMEEGEFAEAREDLAALEKDYEEVGIDSTTELGED--EEY 449
Tub o 85E Drome GEGMEEGEFTEARENIAVLERDFEEVGLDNAEEGGDEDFDEF 462

khkkhkhkkhhhkkokhhkhkeok hkheoekekkhk ok * o ek o
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Figure 5 : Alignement de séquences des tubulines a. Alignement (avec Clustal W 1.83) entre les tubulines a

humaine, murine et de Drosophile. Sur les 4 tubulines o de Drosophile, une seule n’a pas de résidu lysine en
position 40 (en jaune), acide aminé cible de I’acétylation. Tub, pour Tubuline ; H Sapiens, pour Homo sapiens,

M musculus, pour Mus musculus et Drome, pour Drosophila melanogaster.

i1)-La polyglycylation

Cette modification concerne essentiellement des structures comportant des
microtubules extrémement stables, comme les microtubules de 1’axonéme (structure centrale
des cils). Elle consiste en 1’ajout de résidus glycine (jusqu’a plus de 30 résidus) sur le
groupement Yy-carboxylique d’un résidu glutamate présent au niveau de I’extrémité¢ C
terminale des tubulines a et . La polyglycylation est peu conservée au cours de I’évolution,

elle n’est essentiellement retrouvée que chez les ciliés les plus primitifs.



i11)-La polyglutamylation

Elle consiste en 1’ajout de chaines de résidus glutamate au niveau du groupement y-

carboxylique d’un résidu glutamate présent dans la queue C terminale des tubulines o et 3

(Redeker et al., 1991) (Figure 6).

Tub o H sapiens GEGMEEGEFSEAREDMAALEKDYEEVGVDSVEGEGEEEGEEY 451
Tub o M musculus GEGMEEGEFSEAREDMAALEKDYEEVGVDSVEGEGEEEGEEY 451
Tub o 67C Drome GEGMEEGEFSEAREDLAALEKDYEEVGMDSGDGEGHEG-AEEY 450
Tub o 84B Drome GEGMEEGEFSEAREDLAALEKDYEEVGMDSGDGEGHEG-AEEY 450
Tub o 84D Drome GEGMEEGEFAEAREDLAALEKDYEEVGIDSTTELGED--EEY 449
Tub o 85E Drome GEGMEEGEFTEARENIAVLERDFEEVGLDNAEEGGDEDFDEF 462
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Figure 6 : Alignement de séquences des extrémités C terminales des tubulines o. Extrémité C terminale des

tubulines o humaine, murine et de Drosophile. La polyglutamylation (I’ajout de chaine de glutamate) a lieu sur

un résidu glutamate (en bleu).

Ce type de modification a été mis en évidence la premiere fois a partir de 1’analyse en
spectroscopie de masse d’extraits de cerveaux mammiferes (Edde et al., 1990). Au niveau des
neurones de mammiferes, la polyglutamylation est une des modifications post
traductionnelles prépondérantes de la tubuline : elle serait présente essentiellement au niveau
des microtubules axonaux. Cette réaction réversible (une déglutamylase a été mise en
¢vidence dans des neurones (Audebert et al., 1993)) influence I’interaction des MAPs avec les
microtubules (Larcher et al., 1996; Bonnet et al., 2001).

Chez la Drosophile, de la tubuline a glutamylée est retrouvée dans le cerveau

(Bobinnec et al., 1999).

iv)-La palmitoylation

La palmitoylation (ajout d’un acide palmitique) intervient sur des résidus cystéines de
la tubuline o (Ozols and Caron, 1997). Cette modification contribuerait a la mise en place

d’interactions entre les microtubules et le cortex cellulaire.



v)-La phosphorylation

L’ajout d’un groupement phosphate se fait sur la sérine en position 441 ou 444 de la
tubuline . Le réle de la phosphorylation de la tubuline interviendrait dans la croissance
neuritique (en particulier la phosphorylation de la tubuline PIII) et dans la dynamique

microtubulaire lors de la mitose (Fourest-Lieuvin et al., 2006).

vi)-Le cycle de tyrosination de la tubuline o

Le tubuline a est synthétisée avec une tyrosine comme acide aminé C terminal. Cette
tyrosine peut étre clivée par une Tubulin CarboxyPeptidase (TCP), exposant ainsi un résidu
glutamate, la tubuline est alors appelée Glu-tubuline. Ce retrait de la tyrosine peut étre
restauré grace a une Tubulin Tyrosine Ligase (TTL), qui permet 1’ajout d’un nouveau résidu
tyrosine (la tubuline résultante est la Tyr-tubuline). La tubuline cycle alors entre un état
tyrosiné et un état détyrosiné. Cependant, la Glu-tubuline peut subir un autre clivage
enzymatique et perdre le glutamate C terminal. La tubuline ayant perdu ces deux acides
aminés terminaux (la tyrosine, puis le glutamate) est la tubuline A2, elle n’est alors plus le
substrat de la TTL et se soustrait donc au cycle de tyrosination-détyrosination (Lafanechere

and Job, 2000) (Figure 7).

Tub o H sapiens GEGEEEGEEY 451
Tub o M musculus GEGEEEGEEY 451
Tub o 67C Drome GEGEG-AEEY 450
Tub o 84B Drome GEGEG-AEEY 450
Tub o 84D Drome ELGED--EEY 449
Tub o 85E Drome EGGDEDFDEF 462
*3 Tk
Tubulin Carboxy Peptidase 2
Tubuline o -EEY —g ® Tubuline o -EE = Tubuline o -E
Tubulin Tyrosine Ligase
Tyr-Tubuline Glu-Tubuline A2-Tubuline

Figure 7 : Cycle de détyrosination-tyrosination de la tubuline a. Extrémité C terminale des tubulines o humaine,

murine et de Drosophile. Le cycle de tyrosination se passe au niveau du dernier acide aminé synthétisé, la
tyrosine. Elle peut étre clivée puis ensuite rajoutée. Une fois la tyrosine clivée, le résidu glutamate exposé peut

lui aussi étre clivé, la tubuline ayant perdu ses deux derniers acides aminés est appelée A2-tubuline.
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La détyrosination de la tubuline est associée a un état stable des microtubules, car la
tyrosination par la TTL ne survient que sur les monomeres de tubuline et pas sur un
microtubule polymérisé. En fait, la détyrosination ne conduit pas a une stabilisation des
microtubules, mais traduit plutot la durée de vie du microtubule (Khawaja et al., 1988).
Concretement, plus un microtubule est détyrosiné au plus cela fait longtemps que
I’assemblage a eu lieu. Dans le cerveau mammifere, 80% de la tubuline est détyrosinée, elle

est méme sous forme A2.

Dans le systeme nerveux, la tubuline est une protéine extrémement représentée. Donc,
il est ais¢ de concevoir que les microtubules sont des structures trés importantes pour les
neurones, tant d’un point de vue de leur croissance (les microtubules étant impliqués dans la
croissance des neurites : axones et dendrites), de leur architecture et peut-étre potentiellement
de leur fonctionnement. De méme, il faut tenir compte des partenaires des microtubules
comme les MAPs, qui sont de deux types, les MAPs structurales et les MAPs motrices qui
permettent d’acheminer, le long des microtubules, des composants tels que des vésicules de
sécrétion, des mitochondries ou méme d’autres constituants du cytosquelette, a des endroits
précis de la cellule, 1a ou ils sont requis. En effet, il est nécessaire d’avoir les protéines
nécessaires au niveau du compartiment cellulaire adéquat, comme il est important pour la
synapse d’avoir des vésicules synaptiques qui sont issues du réseau transgolgien (apres
synthése et maturation protéique) et qui doivent €tre véhiculées jusqu’a la synapse en vue de

I’exocytose.

2)-L’actine

a)-Composition et formation des microfilaments d’actine

Au sein du cytosquelette, 1’actine, un autre de ses constituants, se présente sous forme
de microfilaments (de 7 a 9 nm de diametre) résultant de la polymérisation de cette protéine
globulaire. Les monomeéres d’actine (ou actine G pour actine globulaire) s’associent entre eux
afin de former une structure fibrillaire, les filaments d’actine ou microfilaments. L’ actine est
alors dite actine F pour actine filamenteuse. Il existe 3 types d’actine, ’actine o présente dans
les cellules musculaires, I’actine P et I’actine y qui sont présentes dans les autres types

cellulaires (Khaitlina, 2001).
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Les microfilaments polymeérisent en utilisant, comme les microtubules, un nucléotide.
Dans le cas présent, il s’agit de I’ATP. La présence du nucléotide est essentielle a la survie de
I’actine G, car sans cette liaison, ’actine G se dénature tres vite. Lors de la phase initiale de
nucléation, des monomeres d’actine G liant I’ATP s’associent entre eux pour former une sorte
de noyau, puis 1’¢longation se poursuit par addition de nouvelles sous-unités aux deux
extrémités. Enfin, ces dernieres se retrouvent dans un état plutdt stationnaire, d’ajout et de
perte de monomere, alors qu’au niveau des monomeéres d’actine G plus centraux dans le
filament, se produit la lente hydrolyse de ’ATP en ADP et Pi. A I’issue de cette réaction,
I’actine devient stable sous forme actine F liant de I’ADP (Stukalin and Kolomeisky, 2006).

b)-La dynamique des microfilaments d’actine

Les microfilaments d’actine sont au méme titre que les microtubules des structures
polarisées avec une extrémité plus ou la polymérisation de 1’actine est rapide, et une extrémité
moins ou la polymérisation de I’actine est plus lente. Les microfilaments d’actine subissent
comme les microtubules, le phénomene de « treadmilling » ou tapis roulant (ajout de sous

unité a une extrémité et perte de sous unité a ’autre extrémité) (Wegner, 1976) (Figure 8).

ADP ATP

tine G liant ’ADP
actine & fian actine G liant ’ATP

O O %o

extrémité moins m extrémité plus

/' hydrolyse de I'ATP
i

actine F

Figure 8 : Les microfilaments d’actine. Comme les microtubules, ils nécessitent un nucleotide, en I’occurrence

de ’ATP, pour polymériser. Ils sont aussi polymérisés avec une extrémité plus qui polymérise plus vite que

Pextrémité opposée, I’extrémité moins.

3)-Les filaments intermédiaires

a)-Composition

Ils sont constitués de protéines fibreuses diverses et variables selon les tissus.

Cependant ils présentent tous une structure semblable.
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Figure 9 : Les filaments intermédiaires. IIs sont constitués de 32 monomeéres de la protéine qui les caractérise

SE

(vimentine, kératine, ...), assemblés en dimére, puis tétramére, puis en un protofilament (assemblage dans la
longueur de tétrameres), puis en une protofibrille (2 protofilaments) et enfin 4 protofibrilles forment un filament

intermédiaire.

Chaque monomere peptidique comporte 3 domaines : un domaine central organisé en
hélice a flanqué de deux extrémités, N et C terminales, globulaires. Deux monomeres de
méme orientation s’associent ensemble pour former un dimére (2 monomeres). Deux dimeres
d’oriention anti-paralléle s’associent pour former un tétramere (4 monomeres). Les tétrameres
s’assemblent les uns a la suite des autres (a la queue leu leu), pour former un protofilament (4
monomeres en coupe transversale). Les protofilaments s’associent deux par deux pour former
une protofibrille (8 monomeres). L’assemblage de 4 protofibrilles constitue un filament
intermeédiaire (32 monomeres) (Figure 9).

Il existe 6 types de filaments intermédiaires :

Type I : kératines acides (€pithéliums)

Type 11 : kératines basiques (épithéliums)

Type I1I : vimentine (mésenchyme)
desmine (muscle)
Glial Fibrillary Acidic Protein (GFAP, cellules gliales et astrocytes)
périphérine (systéme nerveux périphérique et central)

Type 1V : neurofilaments L, M et H (neurones matures)

a-internexine (neurones immatures)
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nestine (cellules souches du systéme nerveux central)
Type 1V non standard : filensine et phakinine (cellules rétiniennes)

Type V : lamines A, B et C (noyaux de toutes cellules)

b)-Les filaments intermédiaires dans le systéme nerveux (pour revue voir (Liu et al., 2004))

Concernant les neurofilaments, in vitro, ceux de type L s’associent entre eux pour
former des homopolymeres, alors que ceux de types M et H s’associent a un cceur de
neurofilaments L et comportent les 3 protéines (Liem and Hutchison, 1982; Leung and Liem,
1996). Cependant, in vivo, il a ét¢ montré que les neurofilaments étaient des hétérodimeres,
dans lesquels les types L s’associaient soit avec les types M, soit avec les types H (Lee et al.,
1993). Par ailleurs, au niveau des neurones, les neurofilaments interviennent dans la
croissance radiale de I’axone et déterminent ainsi son diametre. Le diamétre d’un axone est
directement corrélé a la vitesse de conduction de I’influx nerveux.

Les neurofilaments peuvent interagir avec les microtubules, en particulier lors de leur
transport le long de ces derniers. Ils peuvent aussi étre phosphorylés

Fait marquant chez la Drosophile, il n’existe pas de filaments intermédiaires. En fait et
plus précisément, les seuls filaments intermédiaires retrouvés chez la Drosophile sont les
lamines nucléaires (pour revue voir (Fyrberg and Goldstein, 1990; Goldstein and

Gunawardena, 2000)).

IT)-Les protéines associées aux microtubules (MAPSs)

Lors de la purification de préparations enrichies en microtubules, a partir d’extraits de
cerveaux, et apres plusieurs cycles de polymérisation-dépolymérisation des microtubules, une
fraction protéique autre que la tubuline demeurait. Il s’agissait de protéines interagissant avec
les microtubules ou MAP (Microtubule Associated Proteins) (pour revue voir (Matus, 1988)).
Par la suite, des immunomarquages permettant de visualiser ces protéines ont montré que leur
localisation suivait les microtubules. Ces protéines sont réparties en 2 grands groupes selon
leur fonction. Il y a, d’une part, les MAPs structurales qui regroupent principalement des
MAPs de Type I (Famille des MAP1) et Il (Famille des MAP2/MAP4/Tau) et, d’autre part,
les MAPs motrices : la Dynéine et la Kinésine, qui comme leur nom 1’indique ont une activité

motrice et se déplacent le long des microtubules.
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Par ailleurs, il existe, a I’heure actuelle, d’autres MAPs en plus des deux grands
groupes cités précédemment, comme les protéines liant les extrémités plus des microtubules

ou + TIPs (+ end TrackIng Proteins).

1)-Les MAPs structurales

Ces protéines sont responsables de la bonne conformation des microtubules regroupés
en faisceau. Elles permettent la liaison de microtubules entre eux, entrainant un espacement

correct des microtubules les uns par rapport aux autres.

a)-Famille MAP1, MAPs de Type I

1)-Localisation de ces protéines dans le systéme nerveux

Chez les vertébrés, les membres de cette famille sont au nombre de 3 : MAPIA,
MAPIB et MAPIS (pour revue voir (Halpain and Dehmelt, 2006)). Historiquement, la
MAPIA (Bloom et al., 1984) et la MAP1B (Bloom et al., 1985) ont été mises en évidence a
partir d’extraits de cerveaux. Toutes deux co-sédimentaient avec les microtubules et, apres
migration sur gel, leur nom leur fut attribué en fonction de leur taille. MAP1A migre a
environ 350 kDa et MAP1B 300 kDa. Plus récemment, en 2005, Orban-Nemeth et a/ (Orban-
Nemeth et al., 2005) ont montré 1’existence d’un troisiéme membre rattachable a cette famille,

la MAP1S (S pour short car la protéine migre a 120 kDa).
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Chaine lourde Chaine Iégére . Doma?ne de I?a?son ?u‘x m-icrotubules
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Figure 10 : Les MAPs de Type I. Chez les mammifgres, il existe 3 MAPs de Type I (MAP1A, MAPIB et

MAPI1S), toutes trois sont clivées en une chaine lourde et une chaine légere. Elles lient les MTs, mais aussi
peuvent lier 1’actine. Chez la Drosophile, Futsch est le représentant de cette famille. Elle présente des
homologies avec la MAP1B (hachures violettes) et un large domaine central proche des neurofilaments. Elle ne

semblerait pas étre clivée.

La MAPIA est purifiée a partir d’extraits des couches grise (contenant les corps
cellulaires des neurones, les dendrites, les axones et des cellules gliales) et blanche (contenant
uniquement des axones et des cellules gliales) dans le cerveau. Par ailleurs, des
immunomarquages révelent une expression uniforme de cette protéine sur des coupes de
cerveaux de rats (Bloom et al., 1984). Cette protéine est peu présente a la naissance puis son
taux d’expression augmente (Schoenfeld and Obar, 1994). D’autres études montrent une
augmentation croissante de la concentration de MAP1A concomitante a 1’expansion de
I’arborisation dendritique ou la protéine est particulierement abondante (Schoenfeld et al.,
1989).

La MAPIB est retrouvée de manicre prépondérante dans les axones et les dendrites,
associée aux microtubules. Elle est aussi présente au niveau des corps cellulaires ainsi que
dans les cellules gliales (astrocytes et oligodendrocytes) (Bloom et al., 1985). Elle est
fortement exprimée a la naissance et son taux d’expression augmente, dans un premier temps,
quelques jours apres la naissance, puis chute a un niveau bien inférieur (Schoenfeld and Obar,
1994). Par ailleurs, elle est fortement concentrée au niveau des axones en croissance et son
expression diminue dans les axones matures (Schoenfeld et al., 1989), d’ou un rdle dans la

croissance et la maturation des neurites.
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Quant a la MAPIS, elle est exprimée de manicre assez ubiquitaire dans 1’organisme
(les taux d’expression les plus ¢élevés étant dans le cerveau, les testicules, le coeur, le poumon
et le foie). Son patron d’expression se rapproche de celui de la MAP1A, a savoir que le taux
d’expression de cette protéine augmente dans la période post-natale. Cependant, le taux
d’expression de MAPI1S est plus €levé que celui de MAP1A (Orban-Nemeth et al., 2005).

Chez les mammiferes, il existe donc trois membres de la famille des MAP1 (MAPI1A,
MAPI1B, MAPIS). Par contre, chez la Drosophile, un seul homologue a été trouvé, il s’agit de
la protéine Futsch (Hummel et al., 2000). En fait cette protéine ne présente des homologies de
séquence avec les MAP1 que dans ses extrémités N et C terminales, la partie centrale de la
protéine €tant composée de régions répétées proches des séquences de neurofilaments de type
H (Figure 10). Par ailleurs, ces séquences répétées de Futsch contiennent, 35 fois, le motif
Lys-Ser-Pro (KSP) qui est tres fréquemment phosphorylé dans les neurofilaments (Elhanany
et al., 1994). Cependant, aucune donnée biologique n’a encore été réalisée afin de déterminer

si ces séquences KSP de Futsch, pouvaient étre phosphorylées.

11)-L’interaction avec les microtubules

Chaque protéine de cette famille est synthétisée sous forme d’un précurseur
polypeptidique qui est par la suite clivé, a proximité de I’extrémité C terminale, en une chaine
lourde et une chaine légére.

Ces protéines se lient le long de microtubules par un domaine de liaison aux
microtubules (MTBD pour MicroTubule Binding Domain) localisé du c6té N terminal de la
chaine lourde (et donc de la protéine) (Figure 10). En fait, le domaine précis de la fixation de
ces MAPs aux microtubules n’a pas, a ce jour, encore ¢t¢ déterminé. Pour la MAPIA, un
domaine de liaison aux microtubules a été indentifié¢ entre les acides aminés 1498 et 1518. Ce
domaine est riche en acides aminés acides (Cravchik et al., 1994). Concernant la MAP1B, il a
¢té montré que dans la région N terminale comprise entre les acides aminés 281 a 630 se
trouvaient au moins deux MTBD (Vaillant et al., 1998). Ces deux régions flanquent une zone
d’acides aminés basiques répétés, qui contient le motif Lys-Lys-Glu ou KKE. Ce motif KKE
répété est connu dans la MAP1B pour lier les microtubules. La MAPIB peut se lier aux
microtubules grace aux motifs KKE. Cependant, une protéine MAP1B sans motifs KKE peut
aussi se lier aux microtubules, d’ou I’implication des régions flanquant les motifs KKE

(Noble et al., 1989).
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Par ailleurs, la MAP1A et la MAP1B présentent sur leur chaine légere un domaine de
liaison aux microtubules, ainsi qu'un domaine pouvant lier 1’actine. Le domaine de liaison
aux microtubules de la chaine 1égere est localisé a ’extrémité N terminale de la chaine 1égere
(Zauner et al., 1992), alors que le domaine de liaison a 1’actine est localisé¢ au niveau de
I’extrémité C terminale de cette méme chaine légeére (Togel et al., 1998; Noiges et al., 2002)
(Figure 10). En effet, la chaine légere de la MAP1B lie les microtubules, permet de stabiliser
les microtubules (ils deviennent plus résistants a 1’effet dépolymérisant du nocodazole) et de
les rendre malgré tout flexibles, car ils adoptent des conformations ondulantes et peuvent
méme aller jusqu’a former des boucles (Togel et al., 1998). Ces modifications dans la
conformation des microtubules n’ont pas pu étre imputées a la MAP1A. En effet, la liaison de
la chaine légere de la MAP1A ne modifie pas I’apparence des microtubules, mais, elle les
stabilise tout de méme et les protége de 1’effet dépolymérisant de la colchicine (Noiges et al.,
2002). De plus, les mémes auteurs ont montré que la chaine légere de la MAPI1A et de la
MAPI1B favorisait la polymérisation du microtubule.

Les chaines lourdes et les chaines légeres s’associent entre elles. Cette interaction
permettrait une meilleure liaison aux microtubules des chaines lourdes (Togel et al., 1998) et
permettrait de réguler I’activité de la chaine légere (ce processus a été décrit pour la MAP1B)
(Togel et al., 1998). En effet, la stabilisation des microtubules par la chaine légere est
fortement diminuée lorsqu’elle est associ¢e a la chaine lourde. Le domaine protéique de la
chaine lourde impliqué dans Dl’interaction avec la chaine légeére est proche du MTBD N
terminal (pour la MAP1B) (Hammarback et al., 1991).

La MAPIS peut étre co-purifiée avec les microtubules. Contrairement aux deux autres
membres de cette famille, la MAP1S ne comporte pas de site de liaison aux microtubules dans
sa partie N terminale. En fait, la chaine lourde de la MAP1S ne comporte pas de MTBD.
C’est la chaine légere qui possede le MTBD. Cependant, la chaine lourde est tout de méme
retrouvée lors d’expériences de co-purification des microtubules, suggérant une interaction
entre les deux parties de la MAPIS (Orban-Nemeth et al., 2005). L’interaction de la forme
complete de la MAPIS ne semble pas avoir d’effet sur les microtubules. Par contre, la liaison
de la chaine légere seule, stabilise les microtubules, en les rendant résistants aux agents
dépolymérisant (colchicine et nocodazole), et induit la formation de faisceaux de
microtubules.

Contrairement aux MAPs de Type I de mammiferes, ’homologue de Drosophile,

Futsch, ne semble pas étre clivé (Gogel et al., 2006).
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1i1)-L interaction avec I’actine

En plus de leur capacit¢ a lier les microtubules, les chaines légeres des MAPIA,
MAPIB et MAPI1S sont aussi capables de lier les microfilaments d’actine (Togel et al., 1998;
Noiges et al., 2002; Orban-Nemeth et al., 2005). Ce domaine est localis¢é au niveau de
I’extrémité C terminale de la chaine l1égere (Figure 10). Cette double capacité d’interagir avec
les microtubules d’une part, et les microfilaments d’actine d’autre part, des chaines 1égeres de

ces MAPs de Type I leur permettrait de relier les deux cytosquelettes (microtubules et actine).

b)-Famille MAP2/MAP4/Tau, MAPs de type I1

Cette famille comporte les protéines de vertébrés, MAP2, MAP4 et Tau (Schoenfeld
and Obar, 1994). MAP2 et Tau sont préférentiellement exprimées dans les neurones, alors que
MAP4 est présente dans de nombreux tissus, autres que les neurones (pour revue voir

(Dehmelt and Halpain, 2005)).

B— MAP2A
J— MAP2B
JEE— mAP2C

IDomaine de liaison aux MTs

Domaine de liaison aux MTs I II Tau
soumis a épissage alternatif

Tau
Drosophile

Figure 11 : Les MAPs de Types II. Dans le systéme nerveux mammifere, il existe 4 MAPs de Type II, MAP2A,

MAP2B (protéines de haut poids moléculaire), MAP2C et Tau (plus petit poids moléculaire). Elles lient les
microtubules au niveau de 3 voire 4 (pour certaines formes de Tau) domaines répétés. Chez la Drosophile, une

protéine fait partie de cette famille : Tau (ou dTau), elle posseéderait d’apres sa séquence 5 domaines répétés.

1)-Localisation de ces protéines dans le systéme nerveux

La MAP?2 est une protéine de haut poids moléculaire (> 250 kDa). Plus précisément, la
MAP2 comprend 3 isoformes provenant de 1’épissage alternatif d’un méme geéne (Garner and
Matus, 1988). Il y a la MAP2A, la MAP2B et la MAP2C, cette dernicre €tant plus courte que
les deux précédentes (=70 kDa) (Figure 11). Ces protéines sont trés présentes au niveau des
dendrites. Leur taux d’expression varie au cours du développement. L’expression de la

MAP2A augmente en période post-natale. La MAP2B est présente dés la naissance et son
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taux se maintient. La MAP2C est exprimée depuis la période feetale et son taux chute
quelques jours apres la naissance, ce taux demeure bas chez 1’adulte (Riederer and Matus,
1985). Au niveau du cortex cérébral, les MAP2 sont associées aux dendrites tout au long du
développement (Bernhardt et al., 1985). Lors de la phase de croissance des dendrites, les
MAP2 sont concentrées dans les branches les plus distales de 1’arbre dendritique. Dans le
cortex mature, les MAP2A et B sont réparties uniformément dans toutes les dendrites
(Riederer and Matus, 1985; Peng et al., 1986). De plus, dans les épines dendritiques, elle est
localisée dans le cytoplasme et associ€¢e aux densités post-synaptiques, zones ou il y a moins
de marquage tubuline (Caceres et al., 1984). Ceci suggérerait que la MAP2, dans les épines,
aurait un autre réle que celui d’étre associée aux microtubules. Elle pourrait interagir avec
I’actine (Caceres et al., 1983).

Par ailleurs, la protéine Tau a une taille du méme ordre de grandeur que celle de la
MAP2C (elle migre en plusieurs bandes entre 40 et 70 kDa) et elle est produite a partir d’un
seul géne soumis a un épissage alternatif (Himmler et al., 1989) (Figure 11). Trois exons

(exons 2, 3 et 10) du gene tau subissent I’épissage alternatif.

M c
[ - . | — T 2N4R )
L | || || || ] 1N4R
| | || ] N4R
0 & isoformes de Tau
[— | | || || ] 2N3R
 exon 2 soumis a
[ | B | 1 1N3R = exon 3 épissage
exon 10 alternatif
[ | || || ] ON3R .J

Figure 12 : Les différentes formes de Tau humain. Le géne tau humain comporte 3 exons soumis a €pissage
alternatif, ce qui permet de produire différentes formes de la protéine. Des formes avec aucun, un ou deux des

exons dans le domaine de projection N terminal. Des formes avec trois ou quatre domaines répétés.

Ainsi, la région N terminale peut varier, soit la protéine ne comporte ni I’exon 2, ni
I’exon 3, elle est alors notée ON. Soit elle comporte 1’exon 2 (1N), soit I’exon 2 et I’exon 3
(2N) (Figure 12). La région N-terminale de Tau est appelée domaine de projection, car le
domaine protéique correspondant est projeté en dehors des microtubules. Ce domaine de
projection pourrait réguler 1’écartement entre les microtubules au sein de 1’axone et
augmenter le diameétre axonal (Chen et al., 1992; Georgieff et al., 1993). La région N
terminale de Tau se lie a la spectrine, ainsi qu’a la membrane plasmique (Carlier et al., 1984;
Brandt et al., 1995). Ainsi, Tau permettrait la connexion entre les microtubules et d’autres

¢léments du cytosquelette. La protéine Tau est constituée d’une région centrale conservée
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entre les différentes formes. La partie C terminale contient des séquences répétées de 18
acides aminés. Ces séquences sont tres conservées au cours de 1’évolution (Figure 11 et 12).
Elles correspondent trés probablement aux domaines de liaison aux microtubules. Chaque
domaine répété étant codé par un exon, 1’épissage alternatif du transcrit permet I’obtention de
protéines contenant plus ou moins de domaines (Himmler, 1989). Ainsi, il peut y avoir de 3 a
4 de ces domaines répétés (selon absence (3R) ou présence (4R) de I’exon 10) (Himmler,
1989; Himmler et al., 1989; Denk and Wade-Martins, 2007) (Figure 12). Il a ét¢ montré in
vitro que les formes de Tau a 4 domaines répétés se lient aux microtubules avec une affinité
environ trois fois supérieure a celle des formes a trois domaines répétés, et favoriseraient
mieux la polymérisation des microtubules (Goode et al., 2000).

L’expression de Tau dans le systeme nerveux est restreinte aux axones, et ce dans
différentes régions du cerveau (Binder et al., 1985; Peng et al., 1986). Par ailleurs, la protéine
Tau est plus fortement retrouvée lors de purification de microtubules provenant de substance
blanche (riche en axones), par rapport a des extraits de substance grise (ou la quantité
d’axones est estimée a 40 %).

Chez la Drosophile, il n’existe qu'un seul membre de cette famille, appelé¢ Tau ou

dTau (Heidary and Fortini, 2001) (Figure 11 et 13).

Tau H sapiens MAEPRQEFEVMEDHAGTYGLGDRKDQGGYTMHQDQEGDTDAGLKAEEAGIGDTPSLEDEA 60

Tau M musculus MADPRQEFDTMEDHAG------——-—- DYTLLQDQEGDMDHGLKAEEAGIGDTPNQEDQA 49

Tau Drome MADVLEKSSLLDAVPPLG-—--——-——— DPHPPLPHQQLQQEAAAAAAANAAPPAPPQQQQP 52

*k o .. * . . * o . . * o %

Tau H sapiens AGHVTQARMVSKSKDGTGSDDKKAKGADGKT--KIATPRGAAPPGQKGQANATRIPAKTP 118

Tau M musculus AGHVTQARVASK--DRTGNDEKKAKGADGKTGAKIATPRGAASPAQKGTSNATRIPAKTT 107

Tau Drome PPHQLQQQQOPQQ----QQLOQKPANARANQDQKEGDNDSGVDESTQEKDRNGPNSPSSPV 108
* % g .2 A I . : *, . Fe Foo. Fr..

Tau H sapiens PAPKTPPSSGEPPKSGD-RSGYSSPGSPGTPGSRSRTPSLPTPPTREPKKVAVVRTPPKS 177

Tau M musculus PSPKTPPGSGEPPKSGE-RSGYSSPGSPGTPGSRSRTPSLPTPPTREPKKVAVVRTPPKS 166

Tau Drome KTPTS--TSSKPDKSGTSRPPSATPSNKSAPKSRSASKNRLLLKTPEPEPVKKVPMN--- 163
:*.: *.:* * k% *. ::*.. .:* * k% * **: * *

Tau H sapiens PSSAKSRLQTAPVPMPDLKNVKSKIGSTENLKHQPGGGKVQIINKKLDLSNVQSKCGSKD 237

Tau M musculus PSASKSRLQTAPVPMPDLKNVRSKIGSTENLKHQPGGGKVQIINKKLDLSNVQSKCGSKD 226

Tau Drome =  —-————- KVQVGHAPSPNLKAVRSKIGSLDNATYKPGGGHVKIESKKIDIKAAPRIEAKND 217

:*.. .* *:** *:***** :* ::****:*:* .**:*:. . ..:*

Tau H sapiens NIKHVPGGGSVQIVYKPVDLSKVTSKCGSLGNIHHKPGGGQVEVKSEKLDFKDRVQSKIG 297

Tau M musculus NIKHVPGGGSVQIVYKPVDLSKVTSKCGSLGNIHHKPGGGQVEVKSEKLDFKDRVQSKIG 286

Tau Drome ——-KYMPKGGEKKIVTTKLQWN-AKSKIGSLENAAHKPGGGDKKIETLKMDFKDKAKPKVG 274
*::* **. :** ..** *k*k % ******: *:****:.:.*:*

Tau H sapiens SLDNITHVPGGGNKKIETHKLTFRENAKAKTDHGAEIVYKSPVVSGDTSPRHLSNVSSTG 357

Tau M musculus SLDNITHVPGGGNKKIETHKLTFRENAKAKTDHGAEIVYKSPVVSGDTSPRHLSNVSSTG 346

Tau Drome STANVKHOQPGGGDIKIQTQKLEIKAQSKVGSLDNVKHKPGGGEKKIFDDKDYLKNVEHSV 334

Tau
Tau

H sapiens
M musculus
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SIDMVD--SPQLATLADEVSASLAKQGL 383
SIDMVD--SPQLATLADEVSASLAKQGL 372
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Figure 13 : Alignement de séquences des protéines Tau humaine, murine et de Drosophile. Alignement réalisé

avec Clustal W 1.83. Les domaines de liaison aux microtubules (ou MTBD) sont représentés en gris. En bleu, il
s’agit de la séquence des domaines de liaison de la protéine Tau de Drosophile. Cette protéine comporterait 5
MTBD. H sapiens, pour Homo sapiens; M musculus, pour Mus musculus et Drome, pour Drosophila

melanogaster.

11)-L’interaction avec les microtubules

Le domaine de liaison aux microtubules des protéines de cette famille est localisé a
I’extrémité C terminale de la protéine. Cette région C terminale est retrouvée associée aux
microtubules. Sur les proteines MAP2, ce domaine consiste en 3 séquences imparfaitement
répétées de 18 acides aminés et séparées de 13 a 14 acides aminés (Lewis et al., 1988). La
partie C terminale de Tau présente 67% d’identité avec celle des MAP2, son domaine de
liaison aux microtubules comprend entre 3 et 4 domaines répétés (Lewis et al., 1988).

Les protéines MAP2 et Tau permettent de stabiliser les microtubules (I’expression de
Tau empéche le nocodazole de dépolymériser les microtubules) (Drubin and Kirschner, 1986;
Weisshaar and Matus, 1993). Plus récemment, en cellules transfectées, I’expression de MAP2
et Tau conduit a la formation de faisceaux de microtubules. Ces microtubules peuvent encore
subir I’instabilité dynamique. Ces MAPs ne figent donc pas compleétement les microtubules,
mais elles favorisent 1’étape de polymérisation plutdt que I’étape de raccourcissement (Kaech
et al., 1996).

Plus précisément concernant Tau, le nombre de domaines répétés joue un role sur
I’interaction de la protéine avec les microtubules. Une protéine Tau avec 4 domaines lie les
microtubules avec une meilleure affinité qu’une protéine ne comprenant que 3 domaines
répétés (Butner and Kirschner, 1991). Par ailleurs, ces domaines répétés permettraient la
polymérisation de microtubules a partir de tubuline libre (Ennulat et al., 1989). La protéine
Tau favorise 1’élongation des microtubules en facilitant 1’addition de nouvelles sous-unités de
tubuline au niveau de ’extrémité plus des microtubules (extrémité qui polymérise plus vite)
(Drechsel et al., 1992). Tau pourrait €tre un acteur de la formation et du maintien des

microtubules dans la cellule.

1i1)-L interaction avec I’actine
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En 1978, Griffith et Pollard ont montré que la viscosit¢ d’une solution d’actine
augmentait soit en présence de microtubules décorés de MAPs, soit en présence de MAPs
seules. De plus, ils observaient en microscopie ¢lectronique, que les microtubules et les
microfilaments d’actine étaient proches les uns des autres. Ceci suggérait une interaction entre
les microtubules et les microfilaments, impliquant les MAPs (Griffith and Pollard, 1978). Par
ailleurs, les mémes auteurs ont montré, par la suite, que parmi les MAPs qui interagissaient
avec I’actine il y avait des MAPs de haut poids moléculaire (dont fait partie la MAP2) et des
MAPs de poids moléculaire plus petit (comme MAP2C et Tau) (Griffith and Pollard, 1982).

MAP2 en présence d’actine purifiée peut conduire, in vitro, a la formation de fins
faisceaux de microfilaments d’actine (Sattilaro et al., 1981). Cette fonction sur les filaments
d’actine passe par une interaction de la MAP2 avec Dl’actine. Le domaine de MAP2
interagissant avec ’actine est celui capable de lier les microtubules. La production d’un
peptide synthétique comportant un des domaines répétés (liant les microtubules) de MAP2 se
lie a I’actine (Correas et al., 1990). L’association de la MAP2 avec I’actine semblerait étre
privilégiée lorsque les domaines répétés sont phosphorylés sur une sérine dans la séquence
KXGS (cette séquence est présente sur chacun des 3 domaines répétés) (Ozer and Halpain,
2000).

Comme MAP2, Tau se lie a I’actine grace a ses domaines répétés (Correas et al.,
1990). La protéine Tau, comme MAP2, comporte sur chacun de ses domaines répétés la
séquence KXGS. L’interaction avec ’actine serait aussi régulée par la phosphorylation, car

des formes trés phosphorylées de Tau s’associent a 1’actine (Fulga et al., 2007).

2)-Les MAPs motrices

En plus des MAPs structurales qui régulent [’architecture du cytosquelette
microtubulaire, d’autre MAPs peuvent s’y lier. Il s’agit des MAPs motrices, ou moteurs
moléculaires qui, comme leur nom I’indique, permettent le déplacement des structures le long
des microtubules, ces derniers leur servant de rails. Elles sont de deux types : les kinésines et
les dynéines et nécessitent de 1’énergie, sous forme d’hydrolyse d’ATP, pour se déplacer

(pour revue voir (Hirokawa, 1998; Mallik and Gross, 2004)) (Figure 14).
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Figure 14 : Les MAPs motrices. La kinésine est formée de deux chaines lourdes (en vert) qui se fixent sur les

microtubules et deux chaines Iégéres (en bleu) qui permettent de lier le cargo (vésicule, mitochondries,...). Elles
se déplace vers I’extrémité plus des microtubules. La dynéine comporte deux tétes (en rose) qui viennent au
contact des microtubules griace a un bras (en bleu). Elle lie le cargo a 1’opposé et se déplace vers I’extrémité

moins des microtubules.

Dans le systeme nerveux et en particulier dans les axones, elles ont un role essentiel a
jouer. En effet, la transcription et la traduction ayant lieu au niveau du corps cellulaire du
neurone, il est nécessaire que 1’ensemble des composants de 1’axone et de la terminaison
synaptique se déplacent des lieux de synthése vers leur destination finale. Les moteurs
moléculaires se chargent de ce travail, en convoyant le long des microtubules les protéines

nécessaires a la synapse (pour revue voir (Goldstein and Yang, 2000)).

a)-La Kinésine

La kinésine se déplace vers I’extrémité plus des microtubules. Ce déplacement est
appelé transport antérograde (Hirokawa et al., 1991). La kinésine est composée de 2 chaines
lourdes et de 2 chaines légeres (respectivment en vert et bleu, Figure 14). Elle a deux tétes
globulaires (une sur chaque chaine lourde) qui se lient aux microtubules, une partie « tige » et
une queue sur laquelle se lie le cargo qu’elles transportent (Hirokawa, 1998). Le mouvement
de la kinésine le long des microtubules est rendu possible grace a I’hydrolyse d’ATP (li¢ aux
tétes globulaires), ce qui permet des changements de conformation de la protéine. Elle peut

alors « marcher » sur les microtubules (Schliwa and Woehlke, 2003).

b)-La Dynéine
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La dynéine se déplace vers I’extrémité moins des microtubules (Hirokawa et al., 1990;
Hafezparast et al., 2003). La dynéine est une trés grosse protéine composée de 2 chaines
lourdes, de 3 chaines intermédaires et de 4 chaines légeres (Hirokawa, 1998). La dynéine a 7
tétes globulaires qui forment une sorte d’anneau. Parmi les 7 tétes, 4 ont une activité
ATPasique. Les tétes sont au contact des microtubules par I’intermédiare d’un bras. A
I’opposé, les tétes sont reliées a une partie plus linéaire qui se termine par 1I’extrémité liant le

cargo (Mallik and Gross, 2004) (Figure 14).

3)-D autres MAPs

a)-Une autre MAP présente dans le cerveau, la protéine STOP

Il existe dans le systtme nerveux, une autre MAP qui a été découverte car elle
conférait aux microtubules une résistance au froid. En effet, les microtubules du systeme
nerveux sont connus pour étre résistants au froid, c’est-a-dire qu’ils ne dépolymérisent pas a
basse température. Il s’agit de la protéine STOP (Stable Tubule-Only Peptide) (Bosc et al.,
1996). De plus cette protéine permet aux microtubules de résister a la dépolymérisation
induite par le nocodazole. Par ailleurs, elle inhibe la dynamique des microtubules en
favorisant la détyrosination de la tubuline, ce qui conduit a une stabilisation des microtubules.
STOP joue aussi un role dans la formation des neurites, elle permet I’initiation de cette
pousse. En effet, lorsque la protéine est inhibée, la formation des neurites n’a pas lieu
(Guillaud et al., 1998).

Par ailleurs, la protéine STOP est aussi retrouvée associée a 1’actine. Pour cela, il faut
qu’elle soit phosphorylée par la CaMKII (Calcium calModuline dependant Kinase II), ce qui
se produit dans certaines conditions d’activation du neurone (Baratier et al., 2006). De
manicre générale, la protéine STOP dans les neurones est pratiquement tout le temps associée
aux microtubules leur conférant leur grande stabilité (Bosc et al., 1999). Cependant lors de
I’activation des neurones, elle peut-étre phosphorylée et se détache des microtubules pour
aller lier I’actine et les protéines synaptiques, supposant ainsi un autre role pour cette protéine
(Baratier et al., 2006). Les protéines STOP ne sont retrouvées que dans les génomes de
vertébrés ; la Drosophile n’a pas de protéine STOP (Bosc et al., 2001; Bosc et al., 2003). Ceci

est en accord avec nos expériences au laboratoire, qui ont montré que I’endormissement des
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larves sur de la glace avant dissection entrainait une dépolymérisation des microtubules

axonaux (marquage tubuline diffus et non plus sous forme de faisceau).

b)-Les MAPs qui se lient a ’extrémité des microtubules (pour revue voir (Schuyler and

Pellman, 2001 ; Akhmanova and Hoogenraad, 2005))

i)-APC

APC pour Adenomatous Polyposis Coli mis en évidence dans les cancers colorectaux
est aussi capable de se lier aux microtubules, en particulier ceux proches de la membrane
plasmique de cellules en migration (Nathke et al., 1996). En effet, elle se lie au cytosquelette
microtubulaire via son domaine C terminal. De plus, soit la protéine entiere soit le domaine C
terminal seul sont capables d’induire 1’assemblage des microtubules (Munemitsu et al., 1994;
Mimori-Kiyosue et al., 2000b). Plus précisément, APC se lie a D’extrémité plus des
microtubules et permet d’induire la formation de faisceaux (Mimori-Kiyosue et al., 2000a;
Mogensen et al., 2002). En outre, APC est capable de stabiliser les microtubules, car en
présence de nocodazole, des microtubules associés a APC dépolymérisent moins vite que des
microtubules seuls (Zumbrunn et al., 2001).

Au niveau du systéme nerveux, la protéine APC est préférentiellement localisée dans
les neurones (Brakeman et al., 1999). De plus dans les neurones, elle est retrouvée associée
aux microtubules dans le cone de croissance ainsi que dans les neurites (Morrison et al.,
1997b; Morrison et al., 1997a).

Chez la Drosophile, 1l existe deux protéines APC, APC1 et APC2. Ces deux protéines
sont exprimées dans le cerveau larvaire au niveau des neuroblastes. Elles sembleraient
impliquées dans la division asymétrique qui caractérise ce type de cellules (Akong et al.,

2002).

ii)-EB1

La protéine APC peut interagir avec EB1 au niveau de sa partie C terminale (extrémité
qui s’associe aussi aux microtubules) comme cela a été montré en double hybride (Su et al.,
1995). EBI est aussi retrouvée associée aux microtubules et permet la formation de faisceaux
(Bu and Su, 2001). Par ailleurs, EBI se lie aux extrémités en croissance des microtubules et

pourrait participer au processus de pousse neuritique (Morrison et al., 2002).
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Chez la Drosophile, une des protéines EB1 joue un réle dans le bon fonctionnement
des mécanorécepteurs de I’animal. Les mutants présentent des défauts corrélés a un

dysfonctionnement de ce type de neurones (Elliott et al., 2005).

111)-CLIP et CLASP (pour revue voir (Galjart, 2005))

Chez les mammiferes, il existe deux protéines CLIP (Cytoplasmic Llnker Protein
reliant des organelles cytoplasmiques aux microtubules (Rickard and Kreis, 1996)), CLIP-170
et CLIP-115, elles lient des vésicules d’endocytose et participent au trafic vésiculaire. Toutes
deux peuvent lier les microtubules, au niveau de leur extrémité plus. De plus, elles permettent
d’induire la formation de faisceaux de microtubules (Hoogenraad et al., 2000). En outre,
CLIP-115 est présente de maniére prépondérante dans les neurones et en particulier au niveau
des dendrites au niveau desquels, de nouvelles structures membranaires ont €t¢ mises en
¢vidence, les dendritic lamellar bodies dont le role exact n’est pas encore connu (De Zeeuw et
al., 1997).

Chez la Drosophile, il existe une protéine homologue aux CLIP, D-CLIP-190. Cette
protéine cosédimente avec les microtubules. Par ailleurs, elle est présente dans le systeme
nerveux central embryonnaire et, plus précisément dans les axones (Lantz and Miller, 1998).

Les protéines CLIP peuvent étre associées a d’autres protéines, les CLASP (CLIP
ASsociating Proteins). Ces protéines peuvent aussi lier les microtubules, de maniere assez
similaire aux protéines CLIP, et présentent des propriétés stabilisatrices du cytosquelette
microtubulaire. Par ailleurs, les CLASP peuvent interagir avec les CLIP et aussi les
microtubules, jouant alors un réle sur leur dynamique (Akhmanova et al., 2001).

Chez la Drosophile, I’homologue des CLASP, est Orbit/MAST qui est localisée dans
le cone de croissance des neurones embryonnaires. Elle est importante pour le guidage correct
des axones (en effet, dans ’embryon certains neurones croisent la ligne médiane et pas

d’autres) (Lee et al., 2004).

4)-L’interaction de ces MAPs avec les microtubules est régulée par phosphorylation

Lors du développement neuronal, le cytosquelette de microtubules est mobilisé afin de
permettre la pousse neuritique. Pour ce processus sont donc mobilisés les microtubules et les

MAPs, et en particulier la phosphorylation que subissent ces protéines (Avila et al., 1994).
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C’est le cas de la MAP1B qui est soumise a la phosphorylation par diverses kinases.
Plus précisément, il existe deux types de phosphorylation de la MAP1B, le mode I et le mode
IT (Avila et al., 1994) (Figure 15). Ces deux modes différent par les kinases impliquées et
surtout par 1’effet produit de la phosphorylation sur la MAP1B envers les microtubules (Ulloa
et al., 1993b; Ulloa et al., 1994).

-Le mode | :

La phosphorylation est réalisée par des kinases dites « proline-directed protein
kinase » (le résidu cible de la phosphorylation est localisé¢ dans une région riche en proline),
telles les Cdk (Cyclin-Dependant Kinase) ou les MAP kinases (Mitogen Activated Protein).
La MAPI1B phosphorylée selon ce mode I est retrouvée dans les parties les plus distales du
cone de croissance (Ulloa et al., 1994). Elle pourrait représenter un marqueur actif de la
pousse axonale (Gordon-Weeks et al., 1993). En effet, elle s’associe plus faiblement, d’une
maniere générale, aux microtubules, cependant elle se lie préférentiellement aux microtubules
riches en tubuline tyrosinée (microtubules plutot « jeunes ») (Garcia Rocha and Avila, 1995;
Goold et al., 1999). La MAP1B phosphorylée selon le mode I pourrait conduire a la formation
de faisceau de microtubules plus laches, comme ceux observés dans le cone de croissance. De
plus, la perte de la phosphorylation de type I semblerait associée a la maturation synaptique
(Ulloa et al., 1994).

Une autre kinase pourrait étre associée a ce mode de phosphorylation au vu de 1’effet
produit sur la MAPIB. Il s’agit de la GSK3p (Glycogen Synthase Kinase). En effet, la
MAPIB phosphorylée par la GSK3f est retrouvée au niveau de microtubules tyrosinés,
retardant leur détyrosination. La MAPI1B ainsi phosphorylée permettrait de maintenir les
microtubules dans un état dynamique, indispensable a I’élongation du cone de croissance
(Goold et al., 1999). Par ailleurs, I’inhibition de la GSK3f induit une diminution de MAP1B
phosphorylée au niveau du cone de croissance (Lucas et al., 1998). Méme si la MAP1B
phosphorylée selon le mode I est capable de se lier a des microtubules, cependant, elle est
incapable de les protéger contre I’effet dépolymérisant du nocodazole (protection assurée par
la MAP1B non phosphorylée) (Goold et al., 1999).

Chez la Drosophile, la protéine homologue aux MAPI, Futsch, pourrait étre
phosphorylée sur deux résidus Sérine par la GSK3f (Shaggy chez la Drosophile) (Gogel et
al., 2006) (Figure 15).
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-Le mode II :

Ce mode de phosphorylation est catalysé par la CK II (Casein Kinase) et il induit une
meilleure affinit¢ de la MAP1B pour les microtubules qu’une phosphorylation de mode I
(Ulloa et al., 1993a; Garcia Rocha and Avila, 1995). La MAP1B phosphorylée selon le mode
IT est préférentiellement retrouvée dans le cerveau adulte, dans les axones et les dendrites

(Ulloa et al., 1994). De plus elle favoriserait I’¢longation des neurites (Ulloa et al., 1993a).

h s b ¢
A

MAP1B

b

Futsch

Figure 15 : Sites de phosphorylation des MAPs de type I, MAP1B pour les mammiféres et Futsch pour la

Drosophile. En rose, les phosphorylations de mode I, celles présentant une fléche rose peuvent étre produites par
la GSK3p/Shaggy (ces sites sont reconnus par un anticorps : BUGS (Trivedi et al., 2005; Gogel et al., 2006)).
Cependant, Futsch comporte un domaine homologue aux neurofilaments (en bleu clair), qui pourrait
potentiellement étre phosphorylé, comme le sont les neurofilaments. Les sites de phosphorylation impliqués sont
des motifs KSP, on en compte 35 sur Futsch. Cependant, aucune donnée biologique n’améne la preuve que ces
motifs soient effectivement phosphorylés sur la MAP de Drosophile. En bleu, les phosphorylations de mode II.
Sur la MAPI1B, ces sites de phosphorylation ont été identifiés grice a des anticorps reconnaissant la protéine
phosphorylée. Pour les sites de mode I : anticorps SMI 31 (Johnstone et al., 1997) et 531 (Ulloa et al., 1993b) ; et
pour les sites de mode II : anticorps 842 (Ulloa et al., 1993b). Les régions hachurées en violet représentent les

régions homologues entre les deux protéines.

La phosphorylation des MAPs de type 11 (MAP2, MAP4 et Tau) conduit a leur
détachement des microtubules. Il en résulte une accentuation de ’instabilité dynamique des
microtubules (Illenberger et al., 1996). En fait, ces MAPs stabilisent les microtubules en
diminuant la fréquence des périodes de dépolymérisation massive et en augmentant celle de
polymérisation. La phosphorylation induit une diminution de I’affinité des MAPs pour les
microtubules. Elles se détachent donc et ne jouent plus leur role stabilisateur. Les
microtubules sont alors moins « protégés » face au processus d’instabilité dynamique, ils
peuvent ¢étre donc, plus facilement, dépolymérisés. En outre, non seulement Ila
phosphorylation de Tau induit son décrochage des microtubules (Wagner et al., 1996), mais
aussi, et consécutivement a ce décrochage, la pousse des neurites (Biernat et al., 2002).

Les protéines MAP2 et Tau sont phosphorylées par différent types de kinases, mais

elles sont aussi la cible d’une famille de kinases identifiées justement parce qu’elles
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phosphorylaient des MAPs. Il s’agit des MARK (MAP/microtubule Affinity-Regulating
Kinase) (Drewes et al., 1997). Par exemple, une kinase de cette famille MARK2/PAR1 est
requise pour la croissance des neurites. L’implication de cette kinase dans ce processus passe
par la phosphorylation de Tau au niveau d’un motif KXGS qui est présent dans les domaines

répétés de la MAP (Biernat et al., 2002).

IIT)-La croissance des neurites : dendrites et axone

Afin d’établir toutes les connections entre les neurones ou entre un neurone et sa cible
(qu’elle soit musculaire ou autre), il faut que, lors du développement, les neurones envoient
des prolongements afin d’entrer en contact avec les cellules cibles alentour. Ramon y Cajal
fut le premier a observer ce phénoméne de croissance de 1’axone et des dendrites guidés par
une structure particuliere, qu’il a nommé : cone de croissance. Afin de contacter sa cible, le
cone de croissance regoit de nombreux signaux de son environnement. Il doit les interpréter
afin de s’orienter correctement et pour cela il mobilise son cytosquelette. Le cytosquelette en
périphérie du cone de croissance va subir des remaniements afin de produire des

prolongements qui seront ensuite stabilisés avant de se différencier en synapse fonctionnelle.

1)-Le role de [’actine et des microtubules au niveau du cone de croissance

L’organisation interne de 1’actine et des microtubules change rapidement dans le cone
de croissance bien avant que des changements dans la forme de ce cone de croissance ne

soient observables (pour revue voir (Tanaka and Sabry, 1995; Dent and Gertler, 2003)).

a)-L’actine

Les premicres étapes de la pousse neuritique représentent une orientation du cone de
croissance dans son environnement afin de déterminer la localisation la plus propice a
I’¢longation des axones ou dendrites. Le cone de croissance va donc envoyer des
prolongements cytoplasmiques qui, en contact avec des signaux extracellulaires favorables,
vont induire sur le cone de croissance une prise d’orientation et a posteriori la pousse
neuritique. Pour ce faire, la membrane plasmique est remodelée par 1’actine sous

membranaire afin de former soit des filopodes, qui sont des structures assez fines poussant et
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se rétractant, soit des lamellipodes, qui ressemblent a une sorte de voile entre deux filopodes
poussant et se rétractant aussi (Bray and Chapman, 1985; Goldberg and Burmeister, 1986).
Ces structures permettent de tester 1’environnement afin d’orienter correctement le cone de
croissance. Par ailleurs, les filopodes et les lamellipodes permettent d’attacher le cone de
croissance a la surface cellulaire et peuvent générer la force nécessaire pour 1’avancement du
cone de croissance (Heidemann et al., 1990). Ces structures cytoplasmiques, en particulier les
lamellipodes, peuvent étre rapidement colonisées par des organelles afin de permettre la
maturation (Goldberg and Burmeister, 1986).

Les filopodes et les lamellipodes sont essentiellement remplis de microfilaments
d’actine. Dans les filopodes, les microfilaments d’actine sont regroupés en faisceau avec leur
extrémité qui polymeérise le plus vite du coté de la lisiere du cone de croissance et 1’extrémité
polymérisant le plus lentement orienté vers le centre de la cellule. Ceci permet de polymériser
’actine qui pousse alors la membrane afin de former les filopodes. Concrétement, la séquence
d’évenements est la suivante : les microfilaments d’actine polymérisent au niveau de leur
extrémité proche de la lisiére du cone de croissance, associ¢e a une perte d’actine globulaire a
I’autre extrémité du microfilament, proche celle-ci du centre de la cellule. Il en résulte comme
un déplacement vers I’intérieur de 1’actine, nommé flux rétrograde (Forscher and Smith,
1988). Les lamellipodes présentent aussi des microfilaments d’actine mais ils sont moins
structurés que dans les filopodes, ils se croisent, ils ondulent et leur orientation est aléatoire

(Lewis and Bridgman, 1992).

b)-Les microtubules

Lors de la formation de ces structures dépendantes de 1’actine, en particulier les
lamellipodes, le cytosquelette microtubulaire ne reste pas inactif. En effet, lui aussi explore
ces prolongements cytoplasmiques. Les microtubules assujettis a 1’instabilit¢ dynamique,
poussent et se rétractent permettant I’exploration des lamellipodes (Tanaka and Kirschner,
1991). En effet, lorsque I’instabilité dynamique des microtubules est abolie grace a de faibles
quantités de vinblastine, le cone de croissance ne progresse plus, il est « sur pause ». Cet effet
est corrigé apres ringage de la drogue et le cone de croissance reprend une activité normale
(Tanaka et al., 1995). En plus de I’instabilit¢ dynamique, les microtubules peuvent étre
raccourcis et se déplacer dans le cone de croissance. Ils peuvent alors étre fragmentés pour

mieux repousser lors de 1I’¢longation (Dent et al., 1999).
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L’accumulation des polymeres d’actine au site de la future pousse est 1’étape préalable
a ’orientation et I’invasion des microtubules. Concrétement, les deux types de cytosquelette
sont nécessaires car si le cone de croissance est traité avec des molécules qui dépolymérisent
soit les microfilaments d’actine, soit les microtubules, soit les deux, il ne se produit plus de
branches collatérales au cone de croissance, comme s’il ne pouvait plus y avoir de formation
de nouveau cone de croissance (Dent and Kalil, 2001). Cependant, pour que les microtubules
puissent envahir correctement la zone en contact avec le substrat, il faut une perte d’actine
(Lin and Forscher, 1993). En effet, il a ét¢ montré que 1’application de cytochalasine (drogue
qui inhibe la polymeérisation des microfilaments d’actine) au niveau du cone de croissance
permettait aux microtubules d’envahir les lamellipodes (Forscher and Smith, 1988). La
colonisation des lamellipodes par les microtubules se fait grice a la propriété des
microtubules qui ont leur extrémité plus qui incorpore plus rapidement les sous-unités de
tubuline, I’extrémité plus étant orientée vers la lisiére du cone de croissance. Dans un premier
temps, les microtubules sont étalés ou peuvent former des boucles. Ce sont des microtubules
qui ont pousse plus vite que le cone de croissance et qui se replient. Puis lorsque la croissance
reprend ou se poursuit les microtubules forment alors des faisceaux bien linéaires (Lin and
Forscher, 1993; Dent et al., 1999). Une fois les microtubules présents et stabilisés, le cone de
croissance peut alors poursuivre sa progression et la pousse neuritique se poursuit. Pour cela,
les microtubules forment des faisceaux stables et la membrane du cone de croissance s’accole

le long du faisceau (Tanaka and Kirschner, 1991).

2)-Role des MAPs

Les MAPs de type II, une fois phosphorylées, se décrochent des microtubules. Ce qui
provoque une pousse des neurites (Biernat et al., 2002), en particulier pour Tau. Donc dans le
cone de croissance il semblerait que les MAPs aient un role a jouer. De méme, la forme
juvénile de MAP2, MAP2C, peut lier et organiser les microfilaments d’actine (important pour
la déformation initiale du cone de croissance) (Cunningham et al., 1997). Cette famille de
MAPs pourrait moduler le cytosquelette cortical du cone de croissance.

Une fois les faisceaux de microtubules formés au sein du cone de croissance, il est
nécessaire de les stabiliser pour permettre la pousse axonale. Il semblerait que les MAPs
soient impliquées dans ce processus. MAP1B, MAP2 et Tau sont présentes dans le cone de
croissance (Gordon-Weeks, 1991). Plus précisément, au niveau de la zone de croissance, il y a

beaucoup de MAP1B phosphorylée qui permettrait de maintenir les microtubules dans un état
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moins stable et dynamique nécessaire aux remaniement inhérents au cone de croissance
(Mansfield et al., 1991; Gordon-Weeks et al., 1993). Par contre, sa distribution au sein de
I’axone est sous forme de gradient de la périphérie vers la zone plus proximale, suggérant
qu’a cet endroit ce serait la MAP1B non phosphorylée qui se lierait aux microtubules pour les

stabiliser.

3)-Voies de signalisation impliquées

a)-Les petites GTPases de la famille Rho

Concernant les remaniements des microfilaments d’actine, il semblerait que les petites
GTPases de la famille Rho soient impliquées (pour revue voir (Hall, 1998; Gordon-Weeks,
2004)). Cette famille, des Rho GTPases, comprend les protéines Cdc42, Rho et Rac qui jouent
un role sur le cytosquelette d’actine. Ces trois protéines, comme tout membre de la famille de
Ras, sont actives lorsqu’elles lient le GTP et sont inactives quand elles lient le GDP. Ce retour
a un état inactif se fait a la suite de I’hydrolyse du GTP en GDP. Pour les rendre de nouveau
actives, il faut que le GDP soit échangé en GTP et c’est le role des GEF (Guanine-nucleotide
Exchange Factor). Leur activité est aussi régulée par des GAP (GTPases Activating Proteins)
qui activent ainsi leur activité catalytique. Elles jouent chacune sur une des structures du cone
de croissance. En effet, Cdc42 induit la formation et la stabilisation des filopodes. Rac, quant
a elle, provoque la formation des lamellipodes. Et enfin, Rho induit des fibres de stress afin de
maintenir une certaine tension dans le cone de croissance (Ridley and Hall, 1992), (pour revue
voir (Burridge and Wennerberg, 2004)). Si malheureusement, la tension induite par Rho est
présente trop tot, le cone de croissance se rétracte (Mackay et al., 1995; Nobes and Hall,
1995). Par ailleurs, il semblerait qu’il y est une cascade d’événements produits par ces
protéines. En effet, I’activation de Cdc42 induit, dans cet ordre, des filopodes, puis des
lamellipodes, des points d’adhésion focale (point d’adhésion de la cellule avec le substrat) et
enfin des fibres de stress. La formation des 3 derniéres structures est tout de méme
dépendante de I’activation de Rac et de Rho (Nobes and Hall, 1995). Le mod¢le serait alors
que Cdc42 active Rac, qui active par la suite Rho (Ridley et al., 1992; Chant and Stowers,
1995). Chez la Drosophile, il a été mis en évidence que Dracl (homologue de Rac) et Dcdc42
(homologue de Cdc42) sont exprimées dans le systéme nerveux et que ces protéines jouent un

role dans la croissance axonale (Luo et al., 1994).
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b)-La voie Wnt

La voie canonique des Wnt est initiée par les facteurs sécrétés Wnt (mammiferes) et
Wingless (Wg, Drosophile) (pour revue voir (Cadigan and Nusse, 1997; Ruel et al., 1999) et
www.stanford.edu/~rnusse/wntwindow.html). Ces protéines se lient a leur récepteur a sept
domaines transmembranaires de la famille des Frizzled (Boutros et al., 2000). L’activation de
Frizzled permet d’activer une protéine adaptatrice Dishevelled. Le mécanisme grace auquel
Frizzled active Dishevelled fait encore 1’objet de débats. Par ailleurs, il a ét¢ mentionné que la
liaison de Wnt avec Frizzled pouvait faire intervenir un troisiéme partenaire LRP/Arrow (chez
la Drosophile), et que cette protéine induisait le recrutement de I’Axine a la membrane
déstabilisant le complexe de destruction (formé par 1’ Axine, APC et la GSK3f ou la kinase
phosphoryle une de ses cibles qui est ensuite dégradée par le protéasome) (pour revue voir
(Cadigan and Liu, 2006)). Dishevelled va ensuite interagir avec I’ Axine. L’ Axine, complexée
avec APC et la GSK3p, se dissocie alors du complexe de destruction. La kinase GSK3[3 ne
peut alors plus phosphoryler ses substrats, dont la B-Caténine/Armadillo (chez la Drosophile).
Cette dernicre n’est alors plus dégradée par le protéasome et peut transloquer dans le noyau et
s’associer avec d’autres facteurs (LEF/TCF), afin d’activer la transcription de genes cibles

(pour revue voir (Peifer and Polakis, 2000)) (Figure 16).

Figure 16 : La voie de signalisation canonique des

O Wnt/Wingless
Wnt, Wingless (Wg) chez la Drosophile. Les protéines

Frizzled/DFrizzled
LRPS/B/Arrow sécrétés Wnt/Wg se lient a leur récepteur a sept

domaines transmembranaires Frizzled et au cofacteur
LRP5/6/Arrow. Cette interaction recrute la protéine
adaptrice  Dishevelled (Dvl/Dsh) entrainant la
déstabilisation du complexe Glycogen Synthase Kinase
3 B (GSK3p)/Shaggy (SGG)-Adenomatous Polyposis
Coli (APC)-Axine, ce qui a pour conséquence

Lef/Tof d’inhiber la GSK3B/SGG. L’inhibition de la kinase

/Pangolin

permet a la p-Caténine/Armadillo d’éviter la

dégradation par le protéasome. Ainsi la -

enes CIbles| ] . . . .
genes cibles) Caténine/Armadillo  libre  s’associe, une fois

transloquée dans le noyau, avec des facteurs de
transcription tel Lef/Tcf/Pangolin et active la

transcription de génes cibles.
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Concernant les microtubules, la régulation passe par les MAPs et en particulier la
phosphorylation. Une des kinases impliquées pourrait étre la GSK3f car elle est capable de
phosphoryler Tau (Hanger et al., 1992) et MAP1B (Goold et al., 1999). Pour la premiere, la
phosphorylation induit son décrochage des microtubules ; pour la seconde la phosphorylation
permet de préserver des microtubules dans un état plus dynamique et donc plus propice a la
mise en place d’un cone de croissance. Ceci est corroboré par les travaux de (Lucas et al.,
1998) et (Goold et al., 1999), qui montrent que I’inhibition de la GSK3f conduit a une
diminution de la quantit¢ de MAP1B phosphorylée au niveau du cone de croissance, a un
arrét du cone de croissance et la différenciation des synapses. L’inhibition peut étre induite
par une drogue, le LiCl (chlorure de lithium), ou des facteurs externes comme les Wnt.
Cependant, le détail exact de la voie de transduction impliquée en amont de GSK3f3 n’a pas
¢été €lucide. Ces protéines dans la voie canonique inhibent la GSK3§.

D’autres composants de la voie de transduction Wg/Wnt peuvent modifier le
cytosquelette microtubulaire, sans pour autant que leur role ait été mis en évidence dans un
contexte d’activation ou d’inhibition de cette voie de transduction. En effet, APC
(Adenomatous Polyposis Coli) interagit avec I’actine sous-membranaire (Lu et al., 2001;
Rosin-Arbesfeld et al., 2001) et est aussi présente au niveau des microtubules via EBI,
régulant la stabilité de ces derniers (Mimori-Kiyosue et al., 2000a). Par ailleurs, APC est aussi
un substrat de GSK3[3 : sa phosphorylation réduit sa capacité a se lier aux microtubules
(Zumbrunn et al., 2001). De maniere plus intégrée, Cdc42 peut induire la phosphorylation de
GSK3p, inactivant ainsi la kinase (Etienne-Manneville and Hall, 2003). La GSK3p ne
phosphoryle donc plus APC, qui peut aller se lier aux extrémités plus des microtubules et
permettre la formation de faisceaux dans une zone ou s’établit la polarité cellulaire de cellules
en migration, comme le cone de croissance par exemple.

Une des protéines liant I’extrémité des microtubules, comme la protéine CLASP, est
aussi une cible de la GSK3p; elle se décroche des microtubules une fois phosphorylée
(Akhmanova et al., 2001).

En conclusion, la kinase GSK3f peut réguler plusieurs MAPs et ainsi jouer sur les
microtubules lors de la mise en place du cone de croissance, ces MAPs sont aussi connues
pour lier I’actine et donc cette kinase peut jouer sur les deux cytosquelettes, de méme que la

voie des Wnt en amont de la kinase.
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IV)-La jonction neuromusculaire larvaire de Drosophile

Au laboratoire, notre modele d’étude est la jonction neuromusculaire (JNM) de
Drosophile. Du fait qu’elle soit glutamatergique (comme les jonctions neuromusculaires de
nombreux invertébrés) (Jan and Jan, 1976), cette synapse peut étre utilis€ée comme modele de
synapse excitatrice glutamatergique du systéme nerveux central. Elle comporte d’ailleurs des
récepteurs au glutamate proches de ceux retrouvés dans les synapses centrales (Littleton and
Ganetzky, 2000), des protéines responsables de 1’échafaudage correct de ces récepteurs
comme Discs-Large (Dlg), I’homologue de PSD95 (Budnik et al., 1996). Par ailleurs, cette
synapse est aussi une jonction neuromusculaire, qui n’a pas les repliements postsynaptiques
présents dans les jonctions neuromusculaires de vertébres (Sanes et al., 1998), mais qui
comporte un appareil membranaire postsynaptique, le réticulum sous-synaptique (RSS) dont
la fonction n’est pas encore connue. Des membres du complexe de protéines associées a la
dystrophine sont aussi présents a cette jonction neuromusculaire, comme la dystrophine (van
der Plas et al., 2006; van der Plas et al., 2007) et le dystroglycan (données du laboratoire).

Cette JNM présente un avantage majeur qui est son accessibilité. Il est trés facile de
disséquer une larve. En outre, elle est tres stéréotypée, une JNM peut étre identifiée par le nerf
qui en est a lorigine, par le muscle qu’elle contacte et la morphologie des boutons

synaptiques (Hoang and Chiba, 2001).

Schéma représentant un hémisegment

Larve de troisieme stade dissequée

Jonction neurmusculaire muscles 6/7
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Figure 17 : La jonction neuromusculaire (JNM) larvaire de Drosophile. A gauche : la larve est disséquée sur la

face dorsale, permettant de mettre a jour les muscle ventraux. Il y a 8 segments abdominaux, les observations se
font, en général, au niveau des segments 2 et 3 (A2, A3) (photo de LY Jan et YN Jan). La musculature est trés
stéréotypée, chaque segment est constitué de la méme organisation musculaire. Au centre : un hémisegment
schématisé. Les muscles les plus en superficie sont principalement étudiés. Pour les quantifications, les
comptages se font sur les muscles 6 et 7. Le muscle 4 est aussi fréquemment observé, il ne comporte qu’un seul
type de boutons synaptiques, les Ib (gros boutons) (Neuromuscular Junction in Drosophila, V Budnik et L Sian
Gramates). A droite, une JNM sur muscle 6 et 7, deux types de boutons composent cette synapse, les Ib et les Is

(boutons plus petits).

Selon les muscles observés, plusieurs types de boutons sont présents. Il existe en effet
des terminaisons synaptiques qui ne contiennent que des boutons dont le diametre est compris
entre 3 et 6 um et qui ont un RSS trés développé. Ces boutons sont appelés Ib (b pour big).
D’autres motoneurones ont une terminaison synaptique constituée de boutons plus petits (2 a
4 um de diametre), avec un RSS moins développé. Ces boutons sont appelés Is (s pour small).
Les JNM a boutons Is seraient responsables de la contraction phasique des muscles alors que
les boutons de type Ib ont une activité tonique. Il existe d’autres types de terminaisons
motoneuronales (type II et type III qui ne sont observées que sur quelques muscles et dont la
fonction n’est pas encore ¢lucidée) (Gramates and Budnik, 1999; Hoang and Chiba, 2001).
Au cours de cette étude nous observerons essentiellement les boutons de type Ib. En général,
les observations faites sont similaires pour les boutons Ib et Is, mais la plus grande taille des

boutons Ib fait que leur analyse est toujours privilégiée car elle est plus informative.

1)-Croissance de la jonction neuromusculaire, une fois que le nerf a contacté le muscle :

Une fois que les motoneurones sont arrivés au contact de la cellule musculaire, et que
le cone de croissance a formé des pré-varicosités (Yoshihara et al., 1997) L’axone forme une
arborisation ramifiée contenant les varicosités synaptiques ou boutons synaptiques - il s’agit
de synapses « en passant » - 1a ou a lieu la libération du neurotransmetteur. Tout au long du
développement larvaire, 1’extension de la jonction neuromusculaire se traduit par une
augmentation du nombre de boutons synaptiques. Concrétement, il faut que la synapse
s’adapte a la taille croissante du muscle. Donc, plus le muscle grandit entre le premier et le
troisieme stade larvaire, plus il y a formation de nouveaux boutons synaptiques (Atwood et
al., 1993; Schuster et al., 1996). La formation de nouveaux boutons se fait par deux types de

processus. Le premier consiste en 1’ajout de nouveaux boutons synaptiques intercalés entre
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des boutons dé¢ja existants. Le second a lieu a I’extrémité de la ramification ou un nouveau
bouton est ajouté a la suite du dernier bouton de la branche, appelé aussi bouton terminal. Le
premier mode représenterait la procédure majeure d’addition de nouveaux boutons
synaptiques (61% contre 39%, (Zito et al., 1999)). Par ailleurs, les boutons apparaissent soit
suite a un bourgeonnement a partir d’un bouton déja présent, soit ¢’est un bouton qui semble
se « diviser » afin de donner une nouvelle varicosité, soit enfin, il y a formation d’un nouveau

bouton a partir de la membrane axonale (Zito et al., 1999) (Figure 18).

f

early L2

Figure 18 :_La formation de nouveaux boutons synaptiques. (A, B et C) une méme JNM au cours des 3 stades

larvaires. Panneau A, au premier stade larvaire, la fleche verticale montre un bouton qui va se diviser. Ce bouton
qui s’est divisé (2 fleches verticales) est retrouvé au deuxieme stade larvaire (B). La pointe de fléche verticale
montre qu’un nouveau bouton va bourgeonner. Panneau B, la pointe de fléche horizontale, représente un bouton
qui s’intercale entre deux boutons (fléches horizontales). En fin de troisiéme stade larvaire, la branche
horizontale comporte un nouveau bouton qui a bourgeonné (pointe de fléche verticale), ainsi qu’un autre qui est
sur le point de s’intercaler (astérisque). Concernant la branche verticale, le bouton qui s’intercalait au stade
précédent est maintenant complétement formé (pointe de fléche horizontale), deux nouveaux boutons sont en

formation un s’intercale et I’autre se forme a I’extrémité de la branche (astérisques). Image de (Zito et al., 1999).

2)-Les microtubules dans la croissance de la jonction neuromusculaire

Lors d’un immunomarquage anti-tubuline au niveau de la jonction neuromusculaire, le
faisceau de microtubule est visible dans la partie la plus centrale de la jonction. En effet, il
court le long de la terminaison synaptique, il forme un faisceau dans les branches et traverse

les boutons synaptiques.
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Figure 19 : Le cytosquelette microtubulaire a la JNM.

(A-G) Marquage HRP (membrane du neurone, en bleu)
et Tubuline (en rouge) de JNM. (A) Les microtubules
traversent la JNM, jusqu’au dernier bouton ou bouton
terminal (t sur B et C). Les microtubules sont plus fins
B SH dans ce dernier bouton (A, B, C et D bouton 1). Lors
de la formation d’un nouveau boutons par
bourgeonnement (b sur C), les microtubules plus fins
viennent coloniser la varicosité en formation (C et G).
Les microtubules peuvent former des boucles (D

bouton 4, E et F) lieu de future formation de

ramification. Images de (Ruiz-Canada et al., 2004;

Ruiz-Canada and Budnik, 2006).

Cependant, dans certains boutons, le marquage semble un peu plus diffus autour de
I’axe central, et méme parfois il forme des filaments (plus fréquemment observés dans les
boutons terminaux). Aucune étude in vivo de la dynamique des microtubules associée aux
phénomeénes de division et de bourgeonnement des varicosités n’a encore été faite au niveau
de la JNM. Les observations sur tissus fixés montrent que le faisceau central de microtubules
s’affine vers la partie distale de la JNM et les microtubules sont ramifiés au niveau du bouton
terminal (ou a lieu une partie de la croissance, par bourgeonnement) (Figure 19). De plus, il
existe souvent des boucles de microtubules au niveau des boutons synaptiques qui sont des
points de ramification de la JNM (départ de plusieurs branches) (Figure 19). Ces observations
laissent a penser que le cytosquelette microtubulaire est remanié afin de former un nouveau
bouton synaptique (Roos et al., 2000; Ruiz-Canada et al., 2004), mais les phénomenes exacts

mis en jeu restent encore a étre découverts.

3)-Les MAPs structurales de Drosophile

Chez la Drosophile il existe un représentant de chaque famille de MAPs structurales.
En effet, Futsch est I’homologue des MAPs de Type I (Hummel et al., 2000). Pour les MAPs
de Type II, il n’y a qu’un seul homologue, il s’agit de la protéine Tau (Heidary and Fortini,
2001).

a)-Futsch
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Futsch est une MAP a part entiere car elle est localisée au niveau du cytosquelette
microtubulaire et elle s’associe aux microtubules in vitro. Elle est, aussi, nécessaire a la
croissance des dendrites et de I’axone (Hummel et al., 2000). En outre, Futsch joue un role sur
la stabilit¢ des microtubules, car en contexte perte de fonction futsch, les faisceaux de
microtubules apparaissent fragmentés au niveau des varicosités (Roos et al., 2000). En
parallele, ’immunoréactivité tubuline est anormalement localisée. Par ailleurs, en regardant
finement la localisation de Futsch, il est remarquable que la protéine est présente en plus
faible quantité¢ dans les boutons terminaux, ou les microtubules ne sont plus présents sous
forme de faisceaux, mais sous forme de filaments dispersés. Dans ces boutons terminaux
supposés étre tres dynamique, Futsch ne suit plus les fins faisceaux de microtubules présents
(Ruiz-Canada et al., 2004). L’interprétation de cette situation est, que pour le bourgeonnement
d’un nouveau bouton, un cytosquelette microtubulaire dynamique serait nécessaire et donc la
présence de MAP stabilisatrice comme Futsch devient facultative (Roos et al., 2000; Ruiz-
Canada et al., 2004). Au cours du « vieillissement » du bouton, I’association de Futsch aux
microtubules devient nécessaire pour les stabiliser (Ruiz-Canada et al., 2004). Cette
association de Futsch aux microtubules semble étre sous la dépendance de 1’aPKC (atypical
Protein Kinase C) (Ruiz-Canada et al., 2004). Cependant, la phosphorylation directe de
Futsch par cette kinase et I’implication sur la stabilité des microtubules n’a pas encore été
mise en ¢évidence. Mais, il serait possible que 1’aPKC phosphoryle Futsch selon une
phosphorylation de mode II (voir paragraphe sur la phosphorylation des MAPs), ce qui
rendrait la protéine plus affine pour les microtubules et permettrait leur meilleure stabilisation
par la MAP.

En termes de croissance, Futsch, en stabilisant les microtubules, permet une croissance
correcte de la jonction neuromusculaire. C’est pourquoi, en contexte perte de fonction futsch,
la synapse est moins développée ce qui se traduit par moins de boutons synaptiques (Roos et

al., 2000).

b)-Tau

Chez la Drosophile, 1l existe un seul représentant de la famille des MAPs deType 11 : il
s’agit de la protéine Tau (Heidary and Fortini, 2001). Les auteurs ont montré que, dans
I’embryon, la protéine est retrouvée dans le cerveau, dans la chaine ventrale et dans le

systeme nerveux périphérique. De plus, ils ont observé une colocalisation de Tau avec la
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tubuline dans les photorécepteurs. Cette protéine Tau est capable de se lier aux microtubules
in vitro (Doerflinger et al., 2003).

Concernant, le role de Tau a la jonction neuromusculaire, peu d’informations sont
disponibles a I’heure actuelle. Ce qui a été décrit, c’est ’effet de la surexpression de la
protéine Tau humaine dans les motoneurones. Il s’ensuit des défauts de transport axonal ainsi
que des synapses moins développées accompagnées de localisations altérées de marqueurs
des vésicules synaptiques (Chee et al., 2005; Chee et al., 2006). Plus récemment, les mémes
chercheurs ont montré que la surexpression de la protéine Tau de Drosophile conduisait aux

mémes phénotypes que la surexpression de la protéine humaine (Ubhi et al., 2007).

4)-Le role de la voie Wingless

Au niveau des boutons synaptiques de la jonction neuromusculaire, Wingless (Wg) est
présent et sécrété par les varicosités. De méme, son récepteur DFrizzled 2 (DFz2) est présent
a la synapse (Packard et al., 2002). Les mémes auteurs ont montré par ailleurs, qu’en contexte
mutant pour wg, la jonction neuromusculaire était moins développée, que le nombre de
boutons synaptiques était réduit. Comme c’est le cas dans un mutant futsch (Roos et al.,
2000). En fait, la non activation de la voie Wg conduit a un défaut de croissance, ressemblant
a une perte de la protéine Futsch au niveau des microtubules. Le cytosquelette est affecté, il
est comme désagrégé ou tres filamenteux. Le cytosquelette serait peu stabilisé et donc dans un
¢tat tres dynamique, sans pour autant, permettre la croissance (Packard et al., 2002). Ce
phénotype pourrait faire intervenir la GSK33/Shaggy (Sgg, chez la Drosophile). Cette kinase,
en aval des facteurs Wnt, est capable de phosphoryler la MAPIB, diminuant ainsi
I’interaction de la MAP stabilisatrice avec les microtubules (Lucas et al., 1998; Goold et al.,
1999). De plus, chez la Drosophile, Sgg est capable de phosphoryler Futsch (Gogel et al.,
20006).

Quant a la protéine Tau, il a été montré, a la jonction neuromusculaire, que la
surexpression de la forme humaine de la protéine entrainait des défauts dans le transport
axonal, dans la croissance et dans I’excitabilité¢ des synapses. Ces défauts sont potentialisés en
présence d’une forme constitutivement active de Sgg (Mudher et al., 2004).

Comme chez les mammiferes, la GSK3p de Drosophile, Sgg, est capable de jouer sur

les MAPs et par conséquent sur les microtubules.
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ODBJECTIFS DU TRAVAIL DE THESE ET

MOYENS MIS EN OEUVRE
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Au laboratoire, nous nous intéressons aux mécanismes impliqués dans la formation
des synapses. Notre modele d’étude est la jonction neuromusculaire (JNM) de la larve de
Drosophile. Cette synapse facile d’acces permet d’étudier les processus impliqués dans la
croissance synaptique. Le fait de travailler avec la Drosophile présente un avantage majeur,
qui est la grande collection de mutants disponibles et tous les outils génétiques comme le

systeme Gal4-UAS (Brand and Perrimon, 1993) (Figure20).
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expression du facteur
de transcription Gal4

% n expression de la protéine d'intérét

Figure 20 : Le systéme Gal4/UAS. Ce systéme binaire d’expression permet d’exprimer chez la Drosophile, un

facteur de transcription Gal4 sous le contréle d’un promoteur tissu-spécifique. Ce facteur de transcription va
pouvoir ensuite activer des séquences cibles UAS en amont du géne d’intérét. Il est alors possible d’exprimer

dans un tissu donné un géne d’intérét.

Ce systeme permet I’expression de transgéne a un moment déterminé du
développement et dans un tissu donné. En effet, il existe de nombreuses souches exprimant le
facteur de transcription de levure Gal4 sous le controle d’un promoteur tissu spécifique. La
présence de Gal4 est censée ne pas intervenir sur la physiologie de la Drosophile. Ces souches
peuvent étre croisées avec des souches qui ont dans leur génome un transgene silencieux
fusionné a des séquences UAS (Upstream Activation Sequence) activables qu’en présence de
Gal4. Ainsi, dans la descendance, les individus expriment le transgéne d’intérét dans un tissu

déterminé.

Afin d’¢lucider les mécanismes mis en jeu lors de la formation des synapses, il faut
connaitre les molécules participant a ces processus. L’identification de nouveaux intervenants
a la JNM a pu étre réalisée grace a un crible de lignées protein-trap. Ces lignées comportent

dans leur génome, ’insertion d’un exon codant pour la GFP (Figure 21). Cet exon inséré dans
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un intron et flanqué des séquences d’épissage est alors intégré dans le transcrit. La protéine

endogene produite est fluorescente (Morin et al., 2001).

white GFP (sans ATG, ni stop)

¥

Site accepteur d'épissage Site donneur d’épissage
white
ATG . ‘
Gene 1 Geéne 2 Geéne3 génome
—H H
ARNm [ THC T ]
Protéine

Figure 21 : Le protein-trap. Un transposon comportant un exon codant pour la GFP flanqué de sites d’épissage
est inséré de maniére aléatoire dans le génome. Lorsqu’il est inséré dans un intron d’un geéne, il est ensuite
incorporé dans I’ARNm et conduit ensuite a la production d’une protéine étiquetée GFP. La présence de la GFP

n’est pas censée modifier le niveau d’expression, ni la localisation de la protéine.

Nous avons pu ainsi identifier la protéine Shaggy, dont nous avons étudi¢ le role dans
la croissance de la JNM. Cette kinase fait intervenir une MAP, Futsch. Par ailleurs, Shaggy

est un des effecteur de la voie Wingless.

Avant de poursuivre plus avant dans les voies de signalisation pouvant intervenir dans
la croissance de la JNM. Il est important de mieux comprendre son architecture et en
particulier, le cytosquelette de microtubules. D’appréhender les remaniements subis par les
microtubules lors de la croissance, le role des MAPs. Nous avons donc étudié le role des
MAPs structurales sur la stabilité du cytosquelette microtubulaire et les conséquences sur la

croissance de la JNM.

Enfin, la suite logique du travail était d’intégrer les modifications nécessaires a la

croissance dans un mécanisme de signalisation. Sachant que Shaggy, membre de la voie
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Wingless, intervient sur la croissance, toute la cascade est-elle nécessaire pour controler la

croissance ? D’ou provient le signal qui induit la croissance ?
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I)-Recherche de nouveaux acteurs de la croissance de la JNM

Le crible de lignées protein-trap, avait pour but d’identifier des protéines importantes
dans la croissance et/ou le fonctionnement de la JNM. Concretement, il s’agissait de regarder
les JNM des différentes souches et de voir si certaines présentaient une fluorescence GFP.
Une des lignées sélectionnée fut la lignée 105-1 (Figure 22), ou on peut voir une fluorescence
GFP dans I’axone du motoneurone (Figure 22, fleche) et dans les boutons synaptiques (Figure

22, pointes de fleche).

Figure 22 : JNM d’une larve de la lignée 105-1 sélectionnée lors du crible protein-trap. La JNM présente une

forte fluorescence que ce soit dans 1’axone du motoneurone (fleche) ou dans les boutons synaptiques (pointes de

fleche). Par ailleurs, on peut distinguer un signal au niveau des stries du muscle et dans les noyaux.

Dans la lignée 105-1, I’insertion du transposon a eu lieu dans la géne codant pour la
protéine Shaggy (Sgg). Cette protéine est ’homologue de la GSK3 de mammiferes. La GSK3
(Glycogen Synthsae Kinase) est une kinase historiquement connue pour son role inhibiteur de
la production de glycogéne par phosphorylation de 1I’enzyme responsable de cette production,

la glycogen synthase. Suite a une stimulation de la cellule par ’insuline, la GSK3 est inhibée
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par phosphorylation, il s’ensuit une levée d’inhibition sur la glycogen synthase et donc la
production de glycogene.

La GSK3 est aussi connue pour étre inhibée suite a une stimulation de la cellule par les
facteurs Wnt/Wingless. La cible de la kinase (la 3-caténine/Armadillo) n’est plus dégradée et
peut ainsi aller dans le noyau pour activer la transcription de génes cibles en s’associant avec
des facteurs de transcription.

Au niveau du systéme nerveux mammifere, la GSK3 est connue pour réguler
I’interaction des protéines associées aux microtubules (les MAPs structurales, comme
MAPIB et Tau). La phosphorylation de ces protéines entraine une modification de leur
affinit¢ pour les microtubules, elles s’en détachent. Les microtubules, ainsi dépourvus de

MAPs structurales, sont moins stables et ont tendance a se dépolymériser.

.Wnb‘W ingless

&

®
nsuin €& LRP5/6/arrow | | Frizzled/DFrizzled

microtubules

becatenin
armadillo
pangoli

—

Figure 23 : Les voies de signalisation impliquant la GSK3. La GSK3 est normalement active dans une cellule,

elle est alors trés fréquemment inhibée suite a une activation de la cellule par I’insuline ou les facteurs
Wnt/Wingless. Par ailleurs, dans le syst¢eme nerveux des mammiféres, elle est connue pour phosphoryler les
MAPs structurales (comme MAPIB et Tau) ce qui entraine leur dissociation des microtubules et une

déstabilisation de ces-derniers. Chez la Drosophile, ’homologue de la GSK3 est Shaggy (Sgg).

Chez la Drosophile, I’homologue de la GSK3 est Shaggy. Shaggy est en aval dans la

voie de signalisation Wingless, cette voie est importante au cours du développement
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embryonnaire. Suite au crible des lignées protein-trap, nous avons pu voir que Shaggy était
présente au niveau de la JNM. Ou est-elle exactement localisée a la JNM ? Quel y est son

role ? Joue-t-elle sur les MAPs structurales ?
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Shaggy, the Homolog of Glycogen Synthase Kinase 3,
Controls Neuromuscular Junction Growth in Drosophila

Bénédicte Franco,' Laurent Bogdanik,' Yves Bobinnec,? Alain Debec,? Joél Bockaert,' Marie-Laure Parmentier,' and

Yves Grau!

'Laboratoire de Génomique Fonctionnelle, Unité Propre de Recherche Centre National de la Recherche Scientifique 2580, 34094 Montpellier Cedex 5,

France, and 2Biologie du Développement, Unité Mixte de Recherche 7009, Observatoire Océanologique, 06230 Villefranche sur Mer, France

A protein-trap screen using the Drosophila neuromuscular junction (NMJ) as a model synapse was performed to identify genes that
control synaptic structure or plasticity. We found that Shaggy (Sgg), the Drosophila homolog of the mammalian glycogen synthase
kinases 3 o and 3, two serine-threonine kinases, was concentrated at this synapse. Using various combinations of mutant alleles of
shaggy, we found that Shaggy negatively controlled the NM]J growth. Moreover, tissue-specific expression of a dominant-negative Sgg
indicated that this kinase is required in the motoneuron, but not in the muscle, to control NMJ growth. Finally, we show that Sgg
controlled the microtubule cytoskeleton dynamics in the motoneuron and that Futsch, a microtubule-associated protein, was required

for Shaggy function on synaptic growth.

Key words: motoneuron; morphological plasticity; microtubule loop; microtubule-associated protein; glycogen synthase kinase; synaptic

plasticity

Introduction

Once established, synaptic connections can be modified through-
out animal life. Physiological tuning of synapses may be accom-
panied by morphological changes of these synapses. Such a syn-
aptic plasticity is thought to be the cellular basis of information
processing and storage in the brain (Muller et al., 2002).

To identify the molecular mechanisms controlling synaptic
structure and plasticity, we undertook a genetic approach in Dro-
sophila melanogaster, focusing on the larval neuromuscular junc-
tion (NMJ). This synapse is functional at the end of embryogen-
esis and is required for the contraction of the body-wall muscles,
leading to larval hatching and larval locomotion. This synapse
shares important features with central excitatory synapses of the
mammalian brain: it is a glutamatergic synapse containing iono-
tropic glutamate receptors, the postsynaptic density protein
Discs-Large (DLG; homologous to PSD-95) and other proteins
also found in mammalian central synapses (Gramates and Bud-
nik, 1999; Broadie and Richmond, 2002). Finally, the Drosophila
NM]J is a dynamic structure with morphological plasticity that
depends on its activity as well as on the size of the target muscles.
For example, during larval development, there is a 10-fold in-
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crease in the number of synaptic boutons in correlation with the
growth of the target muscle (Schuster et al., 1996a). Furthermore,
the hyperactive eag Sh mutants show a twofold increase in the
number of boutons compared with wild-type larvae (Schuster et
al., 1996b).

Protein kinases are responsible for the phosphorylation of
proteins, a major post-translational modification involved in nu-
merous signaling and regulation pathways. Protein kinases rep-
resent one of the largest families of proteins, all possessing a
common catalytic core. There are >450 kinases in the human
genome and ~255 kinases in the Drosophila genome. Many of
these kinases play a role from early development onward, and
mutants for the corresponding genes die during embryonic de-
velopment. Thus, it is difficult to genetically screen for the role of
such proteins in synaptic structure and plasticity at late stages of
development when the synapses are established.

Here, we used a protein-trap screen (Morin et al., 2001) where
a green fluorescent protein (GFP) exon is inserted within genes,
leading to fusion fluorescent proteins. We selected a line where
this exon is inserted in the shaggy (sgg) gene. Shaggy is the Dro-
sophila homolog of mammalian glycogen synthase kinase (GSK)
3. We observed that Sgg is concentrated in the presynaptic side of
the NM]J. Using a hypomorph mutation of sgg, we discovered that
this kinase negatively controls NMJ growth. Motoneuron-
specific expression of a dominant-negative isoform of Sgg re-
vealed that this kinase is required presynaptically for this NMJ
growth control. Finally, inhibition of Sgg leads to an increase in
the number of microtubule loops, suggesting that part of the
growth control of the NMJ by Sgg occurs via changes in the
microtubule cytoskeleton dynamics. This is supported by epista-
sis experiments between sgg and futsch, a gene encoding a
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microtubule-associated protein (MAP),
showing that futsch is indeed downstream

of sgg.

Materials and Methods

Fly stocks. The sgg*? mutant and the sgg minil0
transgene were obtained from P. Heitzler
(Institut de Génétique et de Biologie Molécu-
laire et Cellulaire, Illkirch, France). The sgg
minil0 construct carries the cDNA sequence of
the SGG10 isoform fused to genomic untrans-
lated region sequences of sgg (Ruel et al., 1993).
Upstream activating sequence (UAS)-sgg”™
stocks (on chromosomes 2 and 3) and defi-
ciency Df(1)64j4 were obtained from the
Bloomington Stock Center (Bloomington, IN).
We used the Gal4 drivers elavC155 and myosin
heavy chain (MHC)-Gal4 (C. Goodman, Uni-
versity of California, Berkeley, CA), BG380 (V.
Budnik, University of Massachusetts Medical
School, Worcester, MA), and OK6 (C. O’Kane,
University of Cambridge, Cambridge, UK). We
obtained stronger phenotypes with the chromosome 2 UAS-sgg”™ (see
Fig. 3C) compared with chromosome 3 UAS-sgg”™ (see Fig. 4D). The
futsch™** and futsch*®® alleles were obtained from C. Klambt (Universitit of
Miinster, Miinster, Germany) and G. Davis (University of California, San
Francisco, CA). All stocks were reared at 25°C, except crosses with the UAS-
sgg”™ that were reared at 29°C during larval stages and larvae used for Figure
4 D. Wild-type flies were Canton S (CS) or yWCS.

To perform epistasis experiments between futsch and sgg, we con-
structed a (OK6-Gal4; UAS-sggD N)/SM5:TM6B stock, which was crossed
with futsch mutant females to obtain futsch™** or futsch“**/Y; OK6/+;
UAS-sgg”N/+ larvae.

Immunocytochemistry and confocal microscopy. Wandering third instar
larvae were dissected in 4% paraformaldehyde and 1X PBS. The following
antibodies were used: mouse monoclonal anti-GSK-3f, raised against an
epitope conserved in Sgg (1:100; Upstate Biotechnology, Lake Placid, NY),
guinea-pig anti-DLG (1:1000; D. Woods, University of California, Irvine,
CA), mouse monoclonal anti-Synapsin (1:100; E. Buchner, Universitit
Wiirzburg, Wiirzburg, Germany), mouse monoclonal anti-cystein string
protein (CSP) (1:10, K. Zinsmaier, University of Arizona, Tucson, AZ),
mouse monoclonal anti-Futsch (22C10, 1:100) (Roos et al., 2000), and rab-
bit polyclonal anti-horse radish peroxydase (HRP) (1:1000; Sigma, St. Louis,
MO). 22C10 was obtained from the Developmental Studies Hybridoma
Bank (University of Iowa, Iowa City, IA). Fluorescent-conjugated antibodies
were from Jackson ImmunoResearch (West Grove, PA) and Molecular
Probes (Eugene, OR). Confocal images were acquired using a Bio-Rad (Her-
cules, CA) MRC 1024 laser-scanning confocal microscope (Centre Régional
d’Imagerie Cellulaire, Montpellier, France).

Quantification. Synaptic boutons (only type Ib) on muscles 6/7 of the A3
segment were counted from HRP-stained preparations on a wide-field flu-
orescence microscope (Zeiss Axiophot; Zeiss, Thornwood, NY) at 100X
magnification. A picture of the inner surface of muscle 6/7 was taken at 20X
magnification to quantify the muscle area. The normalized bouton number
was calculated by dividing bouton numbers by muscle surface area (Schuster
et al,, 1996a). Data were expressed as a percentage of the control of each
experiment. We observed no major differences in muscle size between the
genotypes. Hence, rough bouton number quantification yielded the same
phenotypes as normalized bouton number. To correct for variations in total
bouton number, we quantified the amount of satellite boutons as a percent-
age of the mean total bouton number for each genotype. Statistical analysis
was performed using a two-tailed Student’s  test.

Figure 1.
anti-Synapsin (SYN) (H) immunostainings on 105-1 protein trap line. All NMJs shown are located on muscle 4, but the same
results could be observed on any other body-wall muscle. Color merges are shown (C, £, /), with higher magpnification of one
varicosity in Cand /. Small arrows indicate type Ib boutons, and arrowheads indicate type Is boutons. Large arrows indicate the
nerve branch. Scale bars: A-(, G-/, 20 pem; D—F, 10 m.

Results

SGG is enriched in the presynaptic side at the NM]J

To visualize proteins concentrated at the NMJ, we took advan-
tage of a GFP transposon-based screen, in which a GFP sequence
engineered as an exon is randomly inserted in genes (Morin et al.,
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Synaptic localization of Sgg::GFP and Shaggy. GFP fluorescence (A, D, G) and anti-SGG (B), anti-DLG (£), and

2001). Insertions of the GFP exon in frame with an expressed
gene were recovered by screening larvae for fluorescence. We
selected lines that presented a clear fluorescence at the third instar
larvae NMJs. In line 105-1, the GFP exon was inserted in the
second intron of the sgg gene (position 8665 of scaffold
AE003425.3), thus producing an Sgg::GFP fusion protein. We
confirmed the in-frame insertion of the GFP sequence by 5" and
3" rapid amplification of cDNA ends experiments (data not
shown). Null mutations of sgg are lethal at the embryonic stage or
the first instar larval stage (Ruel et al., 1993). Here, the transgenic
line was homozygous viable and fertile, suggesting that the
Sgg::GFP fusion protein was functional. This transgenic line pre-
sented a clear fluorescence at the NMJs of all body-wall muscles.
Both type Ib and Is synaptic boutons, which correspond to dif-
ferent glutamatergic motoneurons innervating the muscles, ex-
pressed Sgg::GFP (Fig. 1A). At the NM]J, all of the GFP signal
overlapped with an anti-Sgg immunostaining, indicating that the
GFP signal indeed corresponded to tagged Shaggy proteins (Fig.
1A-C). We obtained qualitatively the same anti-Sgg signal on
wild-type CS flies, indicating that Sgg::GFP localization was the
same as the wild-type Sgg localization (data not shown). Com-
parison of Sgg::GFP fluorescence with the postsynaptic marker
DLG (Lahey et al., 1994) revealed that Sgg::GFP was not localized
in the postsynaptic side but was presynaptic (Fig. 1 D-F). We
confirmed this presynaptic localization by observing that
Sgg::GFP colocalized with the vesicle marker Synapsin (Klagges et
al., 1996) (Fig. 1G-I). Moreover, we also detected some clear
Sgg::GFP signal in axonal branches (Fig. 1A, G, arrows). Alto-
gether, these results show that Sgg is enriched in the presynaptic
side of the NMJ.

Mutation in sgg alters the growth of the NM]J
To examine sgg function during the development of the NMJ, we
used the hypomorph mutation sgg“??. This mutation is viable
until the third instar larval stage. We did not detect any Sgg im-
munoreactivity at the NMJs of sgg“*? third instar larvae (Fig.
2A-D) nor any Sgg product on Western blot from third instar
larva protein extracts (data not shown). In all of our experiments
using sgg mutants, we chose crawling larvae, indicating that the
NMJs were functional.

Duringlarval development, there is constant adaptation of the
NM]J size to the increase in muscle size. This includes an increase
in the number and size of synaptic boutons as well as in the
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in addition to the wild-type sgg gene on the
X chromosome, an additional autosomal
copy of sgg. In these larvae, the total num-
ber of Ib boutons (85.0 * 4.3) was de-
creased compared with the control larvae,
whereas the percentage of satellite boutons
(9.4 = 1.9) was not significantly modified.
These data show that a dose increase of sgg
is sufficient to slightly shrink the NM]J.

To determine whether all boutons in
sgg mutant synapses had normal features
of synaptic boutons, we studied the local-
ization of presynaptic and postsynaptic
markers. Analysis of presynaptic synapsin
(Fig. 2J) and CSP (data not shown) re-
vealed that each bouton, and notably the
satellite ones, was immunopositive for
these markers. Similarly, we found that all
boutons were surrounded by postsynaptic
DLG immunoreactivity (Fig. 2K). Thus,
the mutant boutons, showing a wild-type

[Jcontrol
Il sgg =Y

Figure 2.
larva (A, B) orsggm/Y larva (G, D). E-H, lllustration of the overgrowth phenotype in SggKZZ/Y (P orsggm/Df( 1)64j4 ( G) mutant

larvae. This phenotype is rescued to the wild-type range (£) by the addition of an sgg minigene (mini10) in the genome of sgg

Morphological phenotype of sgg mutants. A-D, Anti-HRP (A, () and anti-SGG (8, D) immunostainings on a (S male

[ sgg*2/Df(1)64j4
[ sgg*za/Y;mini10/+
= ywest+;mini10/+

localization of some elements of the pre-
synaptic and postsynaptic apparatus, are
probably functional. Altogether, these re-
sults show that Sgg has an inhibitory role
in expanding the NM]J but may not play an

> important role in bouton differentiation.

mutants (H). The NMJs of muscle 6/7 are visualized with an anti-HRP staining. /, Quantification of the total number of Ib boutons

and the percentage of satellite boutons at muscles 6/7 NMJs of (S male (n = 12),sggm/Y (n=125), sggKZZ/Df(7)64j4 (n=129),
sgg™?/Y;mini10/+ (n = 14), and yw/+;mini10/+ (n = 13) larvae. Statistical comparisons to the CS control: *p < 0.05;
*p < 0.01; **p < 0.001. J, Anti-SYN (green) and anti-HRP (red) double staining on an sgg?/¥ muscle 13 NMJ. K, Anti-DLG
(green) and anti-HRP (red) double staining on an sggKZZ/Y muscle 13 NMJ. In all images, arrowheads indicate satellite boutons.

Scale bars: A-D, 20 pm; F=H, 11 wm; J, K, 14 pum.

number of active zones (Schuster et al., 1996a; Lnenicka and
Keshishian, 2000). We examined synaptic morphology by label-
ing presynaptic terminals using anti-HRP, an insect neuronal
marker. Analysis of NMJs in s 22 mutants showed that the loss
of sgg function had clear consequences for the growth of the
synapse. Indeed, NM]J expansion was dramatically increased, re-
sulting in an 80% increase in the number of type Ib boutons on
muscle 6/7 in sgg“** mutant larvae compared with wild-type con-
trols (Fig. 2 E-I) (100.0 = 5.8 for CS; 181.4 = 9.7 for sgg**/Y). To
ensure that this phenotype was caused by shaggy loss of function
and not to a second site mutation, we used the deficiency
Df(1)64j4 known to delete the entire sgg gene (Ruel et al., 1993).
5gg“?’/Df(1)64j4 larvae also displayed a 60% increase in bouton
number (161.9 * 10.3). Interestingly, in both sgg loss-of-
function genotypes, the increase in bouton number was accom-
panied by a twofold increase in the number of “satellite” boutons
(Torroja et al., 1999) [7.4 + 1.5 for CS; 16.5 * 1.1 for sgg“**/Y;
16.1 = 1.5 for sgg"**/Df(1)64j4] (i.e., boutons budding off from a
bouton present in the axis of the branch, or boutons budding off
from neuronal connections between two boutons) (Fig. 2 F-I).
Both phenotypes of sg¢"** mutant larvae were rescued to wild-
type range by adding one copy of a wild-type sgg minigene
(minil0) in the genome (94.9 = 5.4 for type Ib boutons; 7.0 = 0.6
for satellite boutons) (Fig. 2H,I). This demonstrates that these
phenotypes were attributable to the loss of shaggy function.
Because sgg loss-of-function mutants displayed an overdevel-
oped NMJ, we would expect to observe the opposite phenotype in
the presence of a gain of sgg function. We tested this hypothesis by
quantifying the number of synaptic boutons in larvae possessing,

Presynaptic Sgg controls the

NM] growth

Anti-Sgg immunostaining as well as
Sgg::GFP fluorescence were concentrated
in the presynaptic side, suggesting a role of
the presynaptic Sgg in the phenotypes de-
scribed above. To examine the function of presynaptic Sgg, we
used a dominant-negative version of the Sgg10 isoform (Bour-
ouis, 2002). The mutation introduced in the coding sequence is
the substitution A81T leading to a “kinase-null” enzyme. We
overexpressed this transgene (sgg”™) under the control of differ-
ent presynaptic (or postsynaptic) Gal4 drivers and quantified the
bouton number. For presynaptic expression, we used the
panneuronal elav-Gal4 driver as well as the BG380-Gal4 and
OK6-Gal4 drivers, which have patterns of expression more re-
stricted to motoneurons. For postsynaptic expression, we used
the MHC-Gal4 driver, which drives expression in all body-wall
muscles, as checked with UAS-mCDS8GFP (data not shown). In
all genotypes where Sgg™ is expressed presynaptically, we ob-
served a 50—100% increase in the number of synaptic boutons
(Fig. 34-C) (100.0 * 5.5 for CS; 157.4 *+ 6.4 for BG380-Gal4;
164.9 = 9.8 for elav-Gal4; 212.8 = 18.3 for OK6-Gal4). Inter-
estingly, the number of boutons did not change when the
dominant-negative construct was expressed postsynaptically
(Fig. 3C) (92.6 = 4.4 for MHC-Gal4). The results were similar
when we considered the satellite boutons: presynaptic inhibition
of Sgg led to a twofold to threefold increase in the percentage of
satellite boutons (8.0 = 0.9 for CS; 12.9 * 1.3 for BG380-Gal4;
15.8 = 1.5 for elav-Gal4; 20.2 *= 1.5 for OK6-Gal4), whereas
postsynaptic inhibition of Sgg led to no changes (Fig. 3C) (7.5 =
0.8 for MHC-Gal4).

Again, immunostainings against the presynaptic markers
CSP, Synapsin, and the postsynaptic marker DLG revealed that
all boutons were immunoreactive for these markers, suggesting
that they are all functional (data not shown). Altogether, our
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Figure3. Overexpression of adominant-negative Sgg with different Gal4 drivers. A, B, Illus-
tration of the overgrowth phenotype when Sgg " is expressed presynaptically: anti-HRP stain-
ing of amuscle 6/7 NMJ of a control female larva (CS/UAS-sgg™) ( A) or afemale overexpressing
Sgg ™ presynaptically (OK6-Gal4/UAS-sgg™) ( B). Arrowheads indicate satellite boutons. Scale
bar, 11 um. G, Quantification of the total bouton number and the percentage of satellite bou-
tons of control and Sqg ™ overexpressing flies. n = 25, 26, 18,31, and 14 for crosses with CS,
MHC-Gal4, BG380-Gal4, elav-Gal4, and 0K6-Gal4, respectively. **p << 0.01; ***p < 0.001.

results show that presynaptic but not postsynaptic kinase activity
of Sgg is required for normal synaptic growth.

Sgg controls the microtubule cytoskeleton dynamics

One feature of the Sgg inhibition phenotype was the increase in
the percentage of satellite boutons. No such increase is found in
other mutants displaying an NM]J overgrowth phenotype, like the
eag Sh hyperactive mutants (Budnik et al., 1990; Torroja et al.,
1999). Satellite boutons can be considered potential ramifica-
tions because they are not in line with the other boutons. Rami-
fications of the NM]J have recently been shown to occur when the
microtubule cytoskeleton forms a loop within a bouton (Roos et
al., 2000). We wondered whether the increase in satellite boutons
observed in sgg loss-of-function conditions was related to modi-
fications in the microtubule cytoskeleton dynamics. We therefore
performed stainings directed against the Drosophila MAP1B
homolog, Futsch, and quantified the number of microtubule
loops when the dominant-negative form of Sgg was expressed in
the motoneurons or in the muscle. There were effectively more
loops when the percentage of satellite boutons increased in larvae
expressing Sgg "™ presynaptically (Fig. 4A—C) (1.6 = 0.2 for CS;
3.8 = 0.6 for BG380-Gal4; 3.0 * 0.3 for elav-Gal4; 5.5 *+ 0.4 for
OK6-Gal4). In larvae expressing SggP™ postsynaptically, the
amount of microtubule loops (1.0 = 0.3 for MHC-Gal4), like the
percentage of satellite boutons, remained unchanged. In Figure
4 B, we show that many loops were localized in satellite boutons
(arrows). Altogether, these results show that Sgg controls the
dynamics of the microtubule cytoskeleton, such that an inhibi-
tion of the kinase leads to an increase in the number of microtu-
bule loops, which is possibly the cause of the increase in the
amount of satellite boutons.

Futsch is downstream of Shaggy

To find out whether microtubule effectors are actually down-
stream of shaggy, we performed epistasis experiments. We used
two futsch hypomorph loss-of-function mutations, futsch™** and
futsch®®®, which respectively display a partially or strongly disor-
ganized microtubule cytoskeleton. Moreover, microtubule loop
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Figure 4. Effect of Sgg ™ overexpression on microtubule dynamics and genetic interaction
with futsch. A, B, lllustration of the increase in the number of microtubule loops when Sgg ™ is
expressed presynaptically: anti-Futsch staining of a muscle 13 NMJ on a control female larva
(CS/UAS-sgg™) (A) or a female overexpressing Sqg°" presynaptically (OK6-Gal4/UAS-sgg™)
(B). Arrows indicate loops within satellite boutons. Scale bar, 10 wm. (, Quantification of the
number of microtubule loops in control larvae versus larvae expressing the Sgg ™ protein.n =
15,9, 9,15, and 6 for UAS-sgg™ crosses with CS, MHC-Gal4, BG380-Gal4, elav-Gal4, and OK6-
Gald. **p < 0.01; ***p < 0.001. D, Genetic interaction between Sgg °" expressed presynap-
tically and futsch** or futsch*®®. Quantification of boutons number and percentage of satellite
boutons of larvae expressing Sgg °" in the presynapse in a wild-type, futsch**, and futsch®®
genetic background. n = 29 for yw /Y, 22 for futsch**/Y and futsch®/Y, 28 for yw"/Y;0K6/
+;59¢™1+, 30 for futsch"*/Y;0K6/+ ;599”1 +, and 22 for futsch®®/Y;0K6/+ 599"/ +.
*¥%p < .007 for statistical significance versus yw/Y; 0K6/+; sgg™'/+; p < 0.05; ¥p <
0.01; "p < 0.001 for statistical significance versus yw"/Y.

formation is absent in both mutants (Roos et al., 2000). We ver-
ified that the two futsch mutants displayed a 20% decreased num-
ber of synaptic boutons compared with CS larvae, as shown by
Roos et al. (2000) (Fig. 4 D) (100.0 = 5.0 for yw™S; 78.1 = 4.6 for
futsch™*?%; 82.5 + 3.9 for futsch*®®). We also detected a significant
decrease in the percentage of satellite boutons in these mutants
(Fig. 4D) (8.1 * 0.9 for yw™®; 5.2 = 0.6 for futsch™** 4.2 + 0.5 for
futsch®®®). These phenotypes are opposite of those observed in sgg
loss-of-function conditions. Hence, if the NMJ overgrowth ob-
served in sgg mutants requires intact microtubule effectors, we
should not see this phenotype when the microtubule cytoskele-
ton is affected. To test this hypothesis, we presynaptically over-
expressed the dominant-negative form of Sgg in wild-type or
futsch mutant background (see Materials and Methods). Al-
though NM]Js of larvae expressing Sgg"™ presynaptically in a
wild-type background presented a 30% increase of bouton num-
ber (128.5 * 6.8), NMJs of larvae expressing Sgg”" in either
futsch™** or futsch®®® background did not display any increase in
bouton number (76.7 = 4.4 and 86.4 * 3.8, respectively) but
displayed the futsch phenotype (Fig. 4 D). The situation was sim-
ilar when we looked at the satellite bouton phenotype (Fig. 4D).
Larvae expressing Sgg”™ in the futsch*® background displayed
the futsch®® phenotype (5.3 = 0.3). Interestingly, the phenotype
was intermediate in the futsch™** background (10.2 = 1.1). This
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may be attributable to the remaining Futsch protein detected in
these mutants. We also performed Futsch immunostaining of
NMJs of futsch™** larvae either expressing or not expressing the
Sgg"™ transgene. In both cases, Futsch protein was diffusely lo-
calized in the synaptic boutons, indicating that the inhibition of
Sgg does not affect the localization of this mutant Futsch protein
(data not shown).

Altogether, our data demonstrate that the NMJ overgrowth
observed when Sgg is inhibited presynaptically requires the
microtubule-associated protein Futsch.

Discussion

The gene sgg is known to play an important role in embryo mor-
phogenesis and cell fate determination (Ruel et al., 1993). Here,
our screen let us find that the kinase encoded by this gene was
highly concentrated at larval motoneuron terminals. This sug-
gested a role for this protein in these differentiated neurons. In
accordance with this hypothesis, we showed, using the mutant
5¢¢"*? and a dominant-negative construct of Sgg, that this kinase
negatively controlled the NMJ growth during the larval stages.
These data are the first to reveal a role of this kinase in the growth
of a differentiated and functional synapse. Using different pre-
synaptic and postsynaptic markers, we could not detect any ob-
vious defect in synapse differentiation. However, the sg¢“** allele
is not a null allele. Thus, we cannot exclude that shaggy plays
other roles than growth control at the NM]J.

The function of GSK-3f in neuronal development, and nota-
bly in synapse differentiation had been studied previously on
neuronal cultures using lithium chloride (LiCl) as a GSK-3f in-
hibitor (Lucas and Salinas, 1997; Hall et al., 2000). These authors
observed more synapsin-positive clusters along the axons in the
presence of LiCl (Hall et al., 2000). This last observation was
interpreted as an increase in accumulation of synapsin at the
synapses (i.e., a modification in the differentiation of synapses).
However, we can interpret this result as an increase in the number
of synapses. This in vitro result would then be in accordance with
our in vivo data at the Drosophila NMJ, where inhibition of
Shaggy increases the number of synaptic boutons.

Targeted expression of Sgg ™ showed that the function of Shaggy
on the growth of the NM]J was required presynaptically and that it
requires the kinase function of Sgg. Some major presynaptic targets
of GSK-3f3 known in vertebrates are microtubule-associated pro-
teins like tau, MAP1B, and MAP2 (Cohen and Frame, 2001). Here,
we show that when we inhibit Shaggy in the motoneuron, there is an
increase in the number of microtubule loops. This change in the
dynamics of the microtubule skeleton suggests that some
microtubule-associated proteins like the Drosophila tau homolog or
the MAP1B homolog, Futsch, may also be substrates of Shaggy. Of
interest, we could identify consensus sites for GSK-3 like phosphor-
ylation [SXXX(ST)(PR)XXS] in the sequence of these proteins (96
for Futsch; 1 for tau) but do not have evidence yet that these proteins
are phosphorylated by Shaggy. Recently, an effect of LiCl treatment
was observed on axonal transport defects resulting from human Tau
overexpression in Drosophila larvae, suggesting a functional interac-
tion between Shaggy and Tau (Mudher et al., 2004). Here, we dem-
onstrated that the protein Futsch was required for the overgrowth
phenotype observed in sgg loss-of-function conditions.

How is the activity of Sgg controlled at the NMJ? The kinase
Sgg is known to be inhibited in both the insulin and the WNT/
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Wingless (Wg) signaling pathways (Cohen and Frame, 2001).
There is little evidence of the presence of insulin-like peptides or
insulin receptor-like proteins at the NM]J in Drosophila (Gorczyca
et al., 1993). Wg has been shown to be released by larval mo-
toneurons in Drosophila and to control the NMJ growth (Gra-
mates and Budnik, 1999; Packard et al., 2002). The control of Sgg
activity via different signaling pathways at the NMJ is still an open
question.
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Dans ce travail, nous nous sommes donc intéressés a déterminer quels mécanismes
pouvaient étre impliqués dans la croissance de la jonction neuromusculaire (JNM) de
Drososphile. Dans un premier temps, nous avons pu identifier un nouvel acteur de cette
croissance, la kinase Shaggy. Cette kinase controle négativement la croissance de cette
synapse. Afin de former de nouveaux boutons synaptiques, cette kinase doit étre inhibée.
Chez les mammfieres, en culture de cellules, il avait été montré que I’inhibition de cette
kinase (GSK3p) par un agent pharmacologique, le chlorure de lithium, conduisait a la
formation de nouvelles synapses. Cet effet est mimé, lorsque les cultures cellulaires sont
traitées avec un facteur Wnt, Wnt7a (Lucas and Salinas, 1997; Hall et al., 2000). Les Wnt
sont connus, pour inhiber GSK3p. La voie de signalisation des Wnt semblerait réguler la
formation de nouvelles synapses, via la GSK3f/Shaggy. Par ailleurs, la formation des
synapses sous stimulation par Wnt7a implique des remaniements du cytosquelette de
microtubules. La GSK3f est responsable de la phosphorylation de la MAP-1B, et par
conséquent, responsable des modifications dans la dynamique des microtubules (Lucas et al.,
1998; Goold et al., 1999).

De manicere assez prévisible, les modifications de la croissance de la JNM que nous
avons observées, lorsque Shaggy n’est pas fonctionnelle, font intervenir le cytosquelette de
microtubules et Futsch, une des MAPs structurale identifiée chez la Drosophile. Nous mettons
donc en évidence un role de Shaggy proche de celui de son homologue mammifére dans

I’établissement de nouvelles synapses.

Nous nous sommes par la suite tournés vers I’étude de ces MAPs structurales. Chez
les mammiferes, les deux grandes familles de MAPs (famille des MAP1A/B/S et MAP2/Tau)
sont connues pour étre importantes dans le développement des neurites. La Drosophile
présente 1’avantage de n’avoir qu’un seul représentant de chaque famille codé par son
génome, Futsch (pour les MAP1) et dTau (pour les MAP2/Tau). Ces protéines, toutes deux
présentes au niveau du faisceau de microtubules axonaux, ne semblent pourtant pas jouer le
méme rdle. D’ailleurs, nous avons pu observer que dTau était aussi localisée de manicre assez
homogene dans les boutons synaptiques. Donc leurs localisations ne sont pas strictement
identiques a la JNM de Drosophile. Par ailleurs, leurs fonctions ne sont pas, non plus,
semblables. Futsch induit la croissance de la JNM, contrairement a Tau qui semble la
restreindre. Cette action sur la croissance passe par des changements dans la conformation du

réseau de microtubules, dans 1’agencement des microtubules les uns pas rapport aux autres.
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Futsch permet d’espacer les microtubules, alors que Tau les resserre. Par ailleurs, chez les
mammiferes, ces protéines avaient ¢t€¢ montrées comme agissant sur le cytosquelette de
microtubules lors de la pousse neuritique (Dehmelt and Halpain, 2005; Halpain and Dehmelt,
2006). Cependant, peu de choses étaient connnues concernant leur role au cours de la
synaptogenese. Nous montrons, que Futsch intervient dans la localisation correcte des
vésicules synaptiques. Lorsque la MAP est absente, une partie des vésicules n’est plus
correctement placée en périphérie de la varicosité. Ces défauts sont observés aussi sur le
réseau d’actine filamenteuse. Nous n’avons pas pu mettre en évidence une interaction directe
entre Futsch et 1’actine, comme c’est le cas chez les mammiféres. L’effet du défaut de
localisation de D’actine filamenteuse et des vésicules pourrait €tre dii a un réseau de
microtubules anormal en I’absence de Futsch. On pourrait imaginer que, lorsque Futsch n’est
plus 13, le faisceau de microtubules n’est pas conformé correctement et donc 1’architecture de
la varicosité en est affectée. Cependant, quelle protéine fait le lien entre les microtubules et
les ¢léments du bouton ? Apparemment pas Futsch car la protéine n’est pas treés présente dans
les boutons synaptiques. Futsch pourrait interagir avec d’autres protéines présentes dans les
varicosités et permettre la localisation correcte des constituants. Une proteine permettant de
faire le lien entre microtubules et actine filamenteuse est la protéine Shortstop/Kakapo qui fait
partie de la famille des Plakines. Ces protéines sont capables de relier les différents
cytosquelettes présents dans la cellule (Leung et al., 2002). Les mutants de shortstop/kakapo
ont des JNM réduites (Prokop et al., 1998). Futsch pourrait agir conjointement avec cette
protéine afin de maintenir les cytosquelettes microtubulaire et d’actine corrects dans le bouton

synaptique.

Nous avons montré que Futsch était importante pour la localisation correcte de la
synapse associ¢ a un effet sur la croissance. Nous nous sommes intéressés aux voies de
signalisation pouvant réguler la croissance de la JNM en passant par les MAPs, et Futsch en
particulier. La voie Wingless (Wg) semble étre un bon candidat. Lorsque wg est muté, la JINM
est moins développée (Packard et al., 2002). De méme lorsque son récepteur DFrizzled2
(DFz2) est absent la croissance est affectée, la JNM comporte moins de boutons synaptiques
(Mathew et al., 2005). Nous avons confirmé ce dernier résultat, et nous avons montré¢ que
Dishevelled (Dsh), la protéine adaptatrice en aval semble aussi impliquée dans la croissance
de cette synapse. Par ailleurs, nous avons montré que DFz2 controlait la croissance de
manicre autonome cellulaire, suggérant un mécanisme d’action autocrine de Wg sur la JNM.

De manicre plus globale, Wg pourrait contoler la taille de la JNM en activant la voie de
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signalisation canonique comprenant DFz2, Dsh et Shaggy. Ce contrdle fait, manifestement,
intervenir les microtubules et la MAP Futsch. Lorsque nous avons voulu étudier le role
présynaptique de Dsh, nous avons été surpris de I’effet de stabilisation sur les microtubules,
indépendant de Futsch. Idéalement, nous nous attendions a ce que Dsh stabilise les
microtubules mais certainement pas en délocalisant la MAP des microtubules. Cet effet de
Dsh pourrait étre direct ou faire appel a d’autre protéines membres aussi de la voie Wg
comme la protéine APC. Sans Wg, APC est complexée avec I’Axine et Shaggy pour
phosphoryler la B-caténine et provoquer ainsi sa dégradation via le protéasome. Un des
mécanismes possibles d’action de Dsh dans I’inhibition de la kinase est 1’interaction de Dsh
avec I’Axine par leur domaine DIX, déstabilisant le complexe et libérant les partenaires
(Cliffe et al., 2003). Parmi ces partenaires, APC est capable de se lier aux microtubules
(Goldstein and Gunawardena, 2000; Mimori-Kiyosue et al., 2000b). APC pourrait étre la
protéine qui permet la stabilation des microtubules aprés activation de Dsh. Son rdle a la JNM

reste encore a €tre déterminé.

La simplicité génomique de la Drosophile en fait un outil de choix pour toute étude
génétique. De nombreuses protéines sont conservées chez cet organisme. La JNM de
Drosophile est donc un systéme simple pour étudier les mécanismes de la croissance axonale
et de la mise en place des synapses. Cependant, il reste encore de nombreuses zones d’ombre
avant d’¢lucider les processus de la pousse axonale et de 1’établissement des synapses. Une
des voies d’avenir serait de pouvoir étudier in vivo la dynamique du cytosquelette
microtubulaire et des protéines associées. Pour cela, on peut étiqueter ces protéines avec des
marqueurs fluorescents (GFP, RFP...) et utiliser des organismes transgéniques. Le probléeme a
résoudre est la détection, sous microscope, de ces protéines a leur niveau endogene
d’expression. En effet, nous savons que la surexpression, via des phénomenes de compétition

.., induit une distortion de la «réalité biologique », d’ou le challenge actuel en terme
d’amélioration de I’intensité lumineuse émise par les étiquettes ou de capacité de détection de

faible niveau de fluorescence des caméras.
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