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RESUME 
 
 La membrane plasmique des cellules épithéliales polarisées comporte deux domaines 
distincts, le domaine apical et le domaine basolatéral. Chaque domaine a une composition en 
lipides et en protéines déterminée, leur permettant d’assurer des fonctions spécifiques. Les 
mécanismes moléculaires responsables du tri et de l’adressage des protéines 
transmembranaires vers le pôle apical sont encore mal connus. La membrane apicale est 
enrichie en glycosphingolipides et  en cholestérol qui forment des microdomaines appelés 
« rafts ». Expérimentalement, les rafts peuvent être isolés sous forme de DRMs (detergent-
resistant membranes) définis par leur résistance à un détergent non ionique, le Triton X-100. 
Il a été proposé que les rafts recrutent les protéines apicales au niveau du réseau trans-golgien 
et servent de plateforme pour leur adressage au pôle apical. Effectivement les protéines 
ancrées par le glycosylphosphatidyl-inositol sont résistantes au Triton et sont localisées en 
général à la membrane apicale. En revanche, la plupart des protéines transmembranaires 
apicales sont solubles dans le Triton, bien qu’elles soient résistantes à l’action de détergents 
plus doux comme le Lubrol WX. L’objectif des travaux de thèse a été d’étudier le rôle des 
rafts dans l’adressage apical de protéines transmembranaires et de comprendre l’effet 
différentiel du Triton et du Lubrol sur leur solubilisation. 
 Les nucléotides pyrophosphatases NPP1 (basolatérale) et NPP3 (apicale) exprimées 
de façon stable dans les cellules MDCK ont servi de modèles. NPP3 est insoluble dans le 
Lubrol et partiellement insoluble dans le Triton, tandis que NPP1 est essentiellement 
solubilisée. L’étude de la localisation et de la sensibilité aux détergents de mutants et de 
chimères combinant des domaines cytoplasmiques, transmembranaires et extracellulaires de 
NPP3 et NPP1, a montré qu’il n’existait pas de corrélation stricte entre l’adressage apical et 
la résistance aux détergents. La résistance de NPP3 à la solubilisation par le Lubrol est 
acquise précocement au cours de sa biosynthèse, indépendamment de sa destination finale. 
Cette résistance dépend d’acides aminés chargés positivement situés dans la queue 
cytoplasmique, proches de la membrane. 
  Afin de comprendre la sélectivité du Triton et du Lubrol dans l’extraction des 
protéines et des lipides membranaires, la composition lipidique des DRMs obtenus après 
extraction par le Triton et le Lubrol a été comparée. Les DRMs  extraits par le Triton et le 
Lubrol sont enrichies en cholestérol ce qui correspond à la définition des rafts. Cependant, les 
DRMs Triton sont appauvris en lipides du feuillet interne tandis que les DRMs Lubrol sont 
enrichis en phosphatidyléthanolamine. Les DRMs Lubrol sont également enrichies en 
protéines associées au feuillet interne de la membrane.  
  En conclusion, ces travaux montrent que la résistance de la protéine apicale NPP3 à 
l’extraction par le Lubrol, et en partie par le Triton, est une propriété intrinsèque qui 
correspond probablement à une adaptation de la protéine à la composition lipidique du 
domaine apical, mais que cette propriété ne détermine pas son adressage polarisé. De plus, 
ces travaux montrent que les détergents sont des outils très intéressants pour étudier les 
interactions entre les protéines et les lipides membranaires, mais qu’il n’existe probablement 
pas de détergent capable d’isoler de façon stricte des microdomaines membranaires tels que 
sont définis les rafts. Nos résultats suggèrent que le feuillet interne des rafts est enrichi en 
phosphatidyléthanolamine et en cholestérol, qu’il est en partie solubilisé par le Triton, ce qui 
déstabiliserait les protéines transmembranaires et entraînerait leur extraction. 
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1- Le trafic polarisé dans les cellules épithéliales 
 

1-1 Organisation des cellules épithéliales 
 

Les épithéliums constituent une barrière entre le milieu extérieur et les différents tissus 

de l’organisme et jouent un rôle fondamental dans les échanges entre des milieux qu’ils 

séparent. Pour assurer ces fonctions de barrière et de transport, les cellules épithéliales ont 

développé une organisation polarisée, en particulier au niveau de leur membrane plasmique 

qui présente un pôle apical dirigé vers l’extérieur et un pôle basolatéral qui repose sur une 

lame basale (Mostov, 1995) (Figure 1).  

 

 
Figure 1. Architecture cellulaire et voies de transport dans les cellules épithéliales. L’architecture unique de la 
cellule épithéliale est établie grâce à des contacts intercellulaires ainsi que par la formation des complexes 
d'adhésion spécialisés, comme les jonctions serrées, des jonctions adhérentes, les desmosomes et 
hemidesmosomes. La fidélité du transport polarisé est assurée grâce à la reconnaissance de signaux par des  
machineries de trafic spécifique des cellules épithéliales tant au niveau de l’exocytose que de l’endocytose 
(d’après (Stein et al., 2002)). 
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Ces deux pôles sont délimités par des jonctions serrées ou zonula occludens qui 

maintiennent la séparation entre les deux domaines membranaires et forment aussi une 

barrière contre le flux paracellulaire. Les jonctions d'adhérence (zonulae adherens et 

desmosomes) permettent la cohésion entre cellules voisines. Les fonctions des cellules 

épithéliales varient selon l’épithélium. L’épithélium de l’intestin possède au niveau des 

microvillosités apicales des enzymes et des transporteurs qui assurent la dégradation et 

l’absorption d’acides aminés, d’acides gras et de diglycérides, des sucres et la réabsorption de 

l’eau. L’épithélium pulmonaire en contact avec l’air sécrète du mucus afin d’éviter 

l’assèchement et de piéger les particules et pathogènes inhalés. Les cellules épithéliales du 

rein assurent le transport transépithélial d’eau et de sels et la réabsorption de protéines et de 

petites molécules.  

Il existe pour les cellules épithéliales un rapport direct entre la composition de la 

membrane plasmique et ses fonctions. Le domaine apical et le domaine basolatéral possèdent 

une composition en protéines et en lipides spécifique. Cette différence de composition résulte 

d’un transport et d’un recyclage spécialisé des protéines et des lipides membranaires (Figure 

1). Les mécanismes du trafic vésiculaire vers les deux pôles de la membrane plasmique et la 

dynamique de la membrane elle-même ont été largement étudiés. Une attention particulière a 

été portée à l’identification des signaux qui déterminent le ciblage des protéines vers l’un ou 

l’autre pôle de la membrane plasmique. En revanche, les mécanismes du tri des lipides 

membranaires sont beaucoup moins bien connus. 

 

1-2 Les cellules MDCK : un modèle cellulaire pour l’étude du trafic polarisé 
 

Notre connaissance du trafic des protéines et des lipides dans les cellules épithéliales 

doit beaucoup à l’utilisation de modèles cellulaires épithéliaux qui ont permis, avec des outils 

comme les virus, la transfection d’ADNc et maintenant l’extinction de gène, de découvrir les 

multiples routes de la voie d’exocytose ainsi que les différents mécanismes responsables du 

mode d’adressage à la membrane. Les cellules MDCK ont été les premières lignées de 

cellules polarisées en culture. Etablies en 1958 (Madin et Darby, 1958), à partir de cellules 

rénales de chien, c’est dans les années 70 que Misfeldt (Misfeldt et al., 1976) et Cereijido 

(Cereijido et al., 1978) ont démontré que ces cellules pouvaient se polariser sur support 

poreux, ce qui représentait le premier modèle d’épithélium in vitro. La polarisation des 

cellules MDCK fut alors étudiée. De plus, la découverte par Rodriguez-Boulan (Boulan et 
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Sabatini, 1978) que des virus enveloppés bourgeonnent de façon polarisée, a permis d’utiliser 

les virus comme outils pour étudier le trafic polarisé dans les cellules épithéliales. Ces auteurs 

ont ainsi montré que l’hémagglutinine (HA) du virus de la grippe, qui bourgeonne au pôle 

apical et la protéine VSVG du virus de la stomatite vésiculeuse, qui bourgeonne au pôle 

basolatéral suivent la même voie biosynthétique jusqu’au réseau trans-golgien (TGN) à partir 

duquel elles se séparent pour atteindre leurs localisations respectives dans la membrane.  

Il est à noter qu’il existe deux types de cellules MDCK qui possèdent un profil 

glycolipidique différent. Des travaux ont montré que seules les cellules MDCK de type II 

possédaient l’antigène glycolipidique de Forssman, un niveau plus élevé en glycolipides 

sulfatés ainsi qu’un cil porté par la membrane apicale (Nichols et al., 1986). Les cellules de 

type I sont quant à elles enrichies en fucolipides. De plus, ces deux types cellulaires possèdent 

des caractéristiques fonctionnelles et morphologiques différentes ; les cellules MDCK de type 

I sont capables de développer une résistance transépithéliale très élevée, pouvant atteindre 

4000 Ω.cm2, et présentent toutes les caractéristiques morphologiques de l’épithélium du tube 

collecteur rénal (Richardson et al., 1981). Les cellules de type II développent une résistance 

plus faible de 100 Ω.cm2 et présentent des caractéristiques morphologiques des cellules de 

l’épithélium du tube distal rénal. Ces dernières sont les plus fréquemment utilisées.  

Depuis, d’autres lignées cellulaires polarisées ont été établies qui ont pour origine divers 

épithéliums, en particulier rénal (LLC-PK1), intestinal (Caco-2) ou hépatocytaire (Wif-B, 

HepG2). Néanmoins, les cellules MDCK restent la lignée épithéliale de référence pour tous 

les travaux portant sur le trafic polarisé.  

 

1-3 Biosynthèse et trafic des lipides de la membrane plasmique 
 

Les membranes cellulaires possèdent de très nombreuses espèces de lipides, et ceux-ci 

ne sont pas distribués de façon homogène dans tous les organites. La membrane du réticulum 

endoplasmique (RE) est essentiellement constituée de glycérophospholipides insaturés, ce qui 

la rend très flexible et facilite l’incorporation des protéines néosynthétisées. La membrane 

plasmique est constituée de glycérophospholipides auxquels s’ajoutent des sphingolipides et 

du cholestérol en quantités variables selon les types cellulaires. Les membranes des 

compartiments golgiens ont une composition intermédiaire entre le RE et la membrane 

plasmique (Holthuis et al., 2001). Les membranes des endosomes possèdent une composition 

lipidique proche de celle de la membrane plasmique, particulièrement celles des endosomes 
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de recyclage dans les cellules MDCK qui sont enrichies en cholestérol et sphingomyéline 

(Kobayashi et al., 2002). 

La distribution des lipides membranaires résulte à la fois de leur biosynthèse, de leur 

trafic vésiculaire et non vésiculaire mais aussi de leurs possibilités de diffuser latéralement 

dans la membrane ou de « flip-flopper » d’un feuillet membranaire à l’autre. 

 

1-3-1 Les principaux constituants lipidiques de la membrane plasmique 
 

Les glycérophospholipides 

 

Les glycérophospholipides sont les principaux constituants des bicouches 

membranaires. Ils comportent trois éléments : un squelette à trois carbones, le glycérol, deux 

longues chaînes d’acides gras estérifiés au niveau du carbone C1 et C2 et de l’acide 

phosphorique estérifié au niveau du carbone C3 (figure 2). Le plus abondant est la 

phosphatidylcholine (PC) qui porte une tête choline. Les autres classes majeures sont dans 

l’ordre d’importance la phosphatidyléthanolamine (PE), la phosphatidylsérine (PS), le 

phosphatidylinositol (PI), l’acide phosphatidique (PA) et le phosphatidylglycérol (PG). Les 

cellules peuvent synthétiser plus de 100 glycérophospholipides qui diffèrent par leurs acides 

gras. Les acides gras en position C1 (sn-1) du squelette glycérol sont majoritairement saturés, 

alors qu’ils sont insaturés en position C2 (sn-2).  

 

 
Figure 2. Structure des glycérophospholipides (d’après (Sprong et al., 2001)). 
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Les sphingolipides 

 

Les sphingolipides sont répartis en plusieurs classes (Fahy et al., 2005) dont les plus 

présentes dans les cellules eucaryotes de mamnifères sont les céramides, les 

phosphosphingolipides, les glycosphingolipides (GSL) neutres (lactosylcéramide, 

glucosylcéramide) et acides (gangliosides). Les sphingolipides sont constitués d’une base 

azotée, la sphingosine. Les carbones C1 et C3 de la sphingosine portent des groupements 

polaires, le carbone C2 porte l’acide gras via une liaison amide. Deux composantes variables 

différencient les sphingolipides : l’acide gras  et le type de tête polaire qui estérifie la fonction 

hydroxyle du C1. La structure des GSL est représentée sur la figure 3. 

 

 
 

Figure 3. Structure des glycosphingolipides (Sprong et al., 2001). 

 

 La tête polaire des sphingolipides permet de distinguer les phosphosphingolipides et 

les glycosphingolipides. Dans les cellules, le phosphosphingolipide le plus représenté est la 

sphingomyéline (SM) qui porte une tête polaire phosphorylcholine comme la PC. Les 

glycosphingolipides sont classés selon la nature des sucres de leur tête polaire. Les 

glycosphingolipides neutres contiennent des sucres non chargés comme le galactosylcéramide 

(GalCer), le glucosylcéramide (GlcCer) et le lactosylcéramide (LacCer). Les 

glycosphingolipides acides contiennent des groupements ionisés tel que le sulfate dans les 
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sulfatides, ou bien des sucres chargés comme l’acide sialique (acide N-acétyl neuraminique) 

dans les gangliosides. Dans les membranes biologiques, la plupart des lipides qui contiennent 

des glucides sont des sphingolipides.  

 Les sphingolipides sont impliqués dans plusieurs processus biologiques. Tout d’abord 

considérés comme des protecteurs de la membrane apicale des cellules épithéliales de par leur 

propriétés mécaniques et chimiques, ils sont maintenant clairement impliqués dans la cascade 

de signalisation de l’apoptose (Hannun et Obeid, 2002), mais également dans le transport des 

protéines (Simons et van Meer, 1988) et la transduction du signal (Brown et London, 2000). 

 

Le cholestérol 

 

Les stérols des membranes sont des molécules planes. Ils possèdent comme les 

phospholipides une région polaire et une chaîne hydrocarbonée non polaire. Le cholestérol 

(Figure 4) est la forme présente chez les mammifères, l’ergostérol chez les champignons et le 

stigmastérol chez les plantes.  

 

 
Figure 4. Structure du cholestérol (Sprong et al., 2001). 

 

Le cholestérol est l’un des constituants majeurs de la membrane plasmique. Il 

représente à lui seul 30 à 40% de la fraction lipidique. La quantité de cholestérol dans les 

membranes plasmiques est variable mais on considère qu’il y a une molécule de 

phospholipide par molécule de cholestérol. Selon les types cellulaires 40 à 90% du cholestérol 

total est retrouvé dans la membrane plasmique (Liscum et Underwood, 1995). Le cholestérol 

a avant tout un rôle structural dans les membranes. A température élevée, le cholestérol tend à 

diminuer la fluidité de la membrane, probablement en interagissant avec les chaînes 

hydrocarbonées des phospholipides et des glycolipides. La présence du cholestérol induit 

alors une augmentation de la résistance mécanique et de l’imperméabilité membranaire 

(Ohvo-Rekila et al., 2002). A basse température, le cholestérol aide à prévenir les membranes 
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de la congélation et préserve une fluidité membranaire. Le cholestérol participe à la formation 

de microdomaines membranaires de type rafts (cf chapitre 2).  

 

 

1-3-2 Composition lipidique des membranes apicales et basolatérales 
 

La notion de différence de composition de la membrane apicale et basolatérale est 

apparue grâce aux travaux de van Meer (van Meer et Simons, 1982) qui a étudié le 

bourgeonnement polarisé de deux virus enveloppés dans les cellules MDCK. Ces auteurs ont 

constaté une différence de composition des lipides constituant l’enveloppe de ces virus qui 

bourgeonnaient soit de la membrane apicale comme le virus de la peste aviaire (FPV, fowl 

plague virus), soit de la membrane basolatérale comme le virus de la stomatite vésiculeuse 

(VSV, vesicular stomatitis virus). Le virus FPV était enrichi en PE et PS et le virus VSV en 

PC, SM et PI. Les études ont ensuite porté sur la composition des membranes isolées à partir 

de cellules épithéliales intestinales et hépatocytaires ainsi que sur des lignées cellulaires.  

Nos connaissances actuelles de la composition lipidique des membranes apicales et 

basolatérales ainsi que du transport des lipides viennent de deux types d’expériences. i) Les 

membranes sont séparées par différents procédés puis les lipides sont analysés par des 

techniques biochimiques (Aubry et al., 1986; Brasitus et Keresztes, 1983; Molitoris et al., 

1985; Sambuy et Rodriguez-Boulan, 1988). ii) Les membranes sont marquées à l’aide de 

précurseurs ou d’analogues de lipides marqués avec un fluorochrome ou photoactivables. Ces 

techniques permettent de suivre le transport des lipides directement (Lipsky et Pagano, 1985; 

Marks et al., 2005; Mukherjee et al., 1999), leur endocytose et d’identifier les compartiments 

de transport. Dans le cas où les cellules sont marquées avec des lipides précurseurs 

photoactivables (Zegers et al., 1997) ou avec des lipides polyènes (Kuerschner et al., 2005) il 

est possible d’analyser la localisation et le transport des lipides synthétisés à partir de ces 

précurseurs. 

La membrane basolatérale est enrichie en PC (Molitoris et Simon, 1986, 1985) et le 

rapport cholestérol/phospholipides et cholestérol/PC est plus faible pour la membrane 

basolatérale (Chapelle et Gilles-Baillien, 1983). Les phospholipides situés à la  membrane 

apicale sont plus riches en acides gras saturés (Brasitus et Schachter, 1984) et ceci est en 

accord avec la notion que la membrane apicale serait relativement rigide tandis que la 

membrane basolatérale serait plus fluide (Le Grimellec et al., 1988) . 
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Dans les cellules épithéliales, la différence fondamentale qui caractérise la membrane 

apicale est sa richesse en glycosphingolipides (Nichols et al., 1986). Ces lipides situés sur le 

feuillet externe de la membrane apicale ne peuvent pas traverser les jonctions serrées et 

diffuser dans la membrane basolatérale lorsque les cellules sont polarisées (van Meer et al., 

1986). Certaines espèces de glycosphingolipides sont néanmoins présentes dans les 

membranes basolatérales en particulier le galactosylcéramide. Dans les cellules MDCK, le 

glucosylcéramide est quatre fois plus enrichi à la membrane apicale (van't Hof et al., 1992; 

van Genderen et van Meer, 1995), tandis que le galactosylcéramide est principalement 

retrouvé à la membrane basolatérale (Le Grimellec et al., 1988). Il existe également une 

asymétrie cellulaire des gangliosides, le GM3, le GM1 et le GD1a étant majoritairement 

localisés au pôle apical, alors que le GM4 et le GD3 sont plutôt associés à la membrane 

basolatérale (Spiegel et al., 1988).  

Il est à noter également que les surfaces occupées par les membranes apicales et 

basolatérales des cellules épithéliales ne sont pas égales (Matsuura et al., 1982). Par exemple, 

il existe un rapport d’aire de la membrane basolatérale sur la membrane apicale de 7.63 pour 

les cellules MDCK de type I et de 4.03 pour les MDCK de type II.  

 

1-3-3 Biosynthèse des lipides de la membrane plasmique 
 

La biosynthèse des glycérophospholipides dépend de la synthèse du diacylglycérol 

(DAG) (Figure 5). Le DAG provient de l’acide phosphatidique qui lui-même est produit à 

partir du glycérol. La majeure partie des enzymes impliquées dans la synthèse des 

glycérophospholipides est située dans le RE (Bishop et Bell, 1985). 

 

 
           Figure 5. Voies de biosynthèse des glycérophospholipides. 
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Les substrats et produits des réactions enzymatiques impliquées dans la première étape 

sont situés sur le feuillet externe du RE. Les phospholipides néosynthétisés sont donc 

initialement incorporés dans le feuillet externe. Ils sont ensuite redistribués de façon égale 

entre les deux feuillets de la membrane du RE.  

La PC et la PE sont rapidement transportées vers la membrane plasmique en 1 à 2 min. 

Lorsque l’on inhibe le transport vésiculaire (Vance et al., 1991) par des drogues comme la 

cytochalasine B, la colchicine, la monensine ou la bréfeldine A, ou lorsqu’on déplète les 

cellules en ATP, leur transport continue d’être assuré, ce qui indique qu’il existe un transport 

non vésiculaire de ces lipides comme nous le verrons plus loin. Une fois à la membrane 

plasmique, la distribution des aminoglycérophospholipides (PE, PS) est modifiée par des 

protéines translocases flippases, qui amènent ces phospholipides sur le feuillet interne. La PC 

est transloquée sur le feuillet externe par une protéine de type MDR (Multi-Drug Resistance). 

L’action de ces protéines sera présentée dans la partie traitant des mouvements des lipides. 

Les sphingolipides sont formés à partir d’un squelette sphingoïde, principalement la 

sphingosine chez les mammifères. La sphingosine est N-acylée avec un acide gras à longue 

chaîne le plus souvent saturée, pour former le céramide à partir duquel seront synthétisés 

différents types de sphingolipides (Figure 6). 

 

 

 
 
Figure 6. Biosynthèse des sphingolipides et glycosphingolipides. Les voies biochimiques de biosynthèse sont 
représentées avec les enzymes en italique (d’après (Futerman et Riezman, 2005). 
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Les étapes initiales de la synthèse des sphingolipides ont lieu dans le RE mais les 

dernières étapes sont réalisées dans l’appareil de Golgi. Sur les onze enzymes nécessaires à la 

biosynthèse des sphingolipides et des glycosphingolipides, huit sont résidentes du RE et 3 de 

l’appareil de Golgi. La figure 7 présente la localisation des différentes étapes de biosynthèse 

des sphingolipides.  

 

 
Figure 7. Topologie et site cellulaire du métabolisme des sphingolipides. SPT, sérine palmitoyl transférase; 
3KSR, 3-kétosphinganine réductase; SK, sphingosine kinase; SPP, sphingosine 1-phosphate phosphatase; SPL, 
sphingosine 1-phosphate lyase; DHCerS, dihydrocéramide synthase; DHCD, dihydrocéramide désaturase;CGalT, 
UDP-galactose:céramide galactosyltransférase; CERT, céramide transfert protéine; SMS, SM synthase; GCS, 
GlcCer synthase; GCflip, GlcCer flippase; GalT1, LacCer synthase. Les flèches pleines désignent les réactions 
enzymatiques. Les flèches hachurées désignent les étapes de transport (Futerman et Riezman, 2005). 
 

 Une étape cruciale dans la biosynthèse des sphingolipides est le transport du 

céramide entre le RE et l’appareil de Golgi. Ce transport est réalisé à la fois par un transport 

vésiculaire et par un transport non vésiculaire impliquant la protéine CERT (céramide 

transfert protéine) (figure 8). Le mécanisme de ce transport a été récemment caractérisé (Perry 

et Ridgway, 2005) 
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Figure 8. Modèle de transport du céramide entre le RE et l’appareil de Golgi. La protéine CERT (ceramide 
transport protein) possède 3 domaines, le domaine START qui fixe le lipide, le domaine FFAT (two 
phenylalanines) qui est reconnu par la protéine VAMP du RE, le domaine PH (plekstrin homology) qui interagit 
avec le PI4P du Golgi. Les domaines FFAT et PH permettent à la protéine de se fixer aux deux membranes, RE 
et Golgi, et la partie START assure le transport du céramide (Perry et Ridgway, 2005).  
 

La synthèse de la sphingomyéline et de la plupart des glycosphingolipides se termine 

du côté luminal de l’appareil de Golgi. Ceci est possible grâce aux mouvements des lipides 

entre les deux feuillets probablement dus à l’existence d’une flippase. En revanche le 

glucosylcéramide (GlcCer) est synthétisé sur le feuillet cytosolique de l’appareil de Golgi 

sans que l’on puisse expliquer cette spécificité. Sa localisation sur la face cytosolique du 

Golgi lui permet d’être transporté à la membrane plasmique par un transport non vésiculaire 

grâce à une protéine de transfert, la GLTP (Warnock et al., 1994). Le GlcCer qui est sur la 

surface cytosolique du Golgi est cependant capable de flipper sur le coté luminal du Golgi, 

spontanément (Buton et al., 2002) ou assisté par MDR1 (van Helvoort et al., 1996) et 

atteindre la membrane plasmique par un trafic vésiculaire. Dans la lumière de l’appareil de 

Golgi, il peut être converti en lactosylcéramide. 

L’orientation des sphingolipides sur le feuillet externe de la membrane plasmique 

implique que leur transport soit vésiculaire le long des voies exocytiques et endocytiques. Il a 

été en effet démontré pour le GM3 et la SM que ces lipides sont transportés du Golgi vers la 

membrane plasmique via un transport vésiculaire . De plus, le recyclage des GSL et de la SM 

via le transport vésiculaire est à ce jour très bien établi (Simons et van Meer, 1988; van Meer 

et Simons, 1988).  

Le transport vésiculaire des GSL jouerait un rôle important dans le transport des 

protéines de la membrane plasmique dans les cellules épithéliales (Chamberlain et Gould, 

2002; Lafont et al., 1999). Les GSL participeraient à la formation de rafts lipidiques comme 

nous le verrons dans le chapitre 2. Ces domaines incluraient des protéines capables d’imposer 

une spécificité de transport, comme certaines protéines SNARE qui sont impliquées dans des 

phénomènes de bourgeonnement et de fusion membranaire (DeGrella et Light, 1985; Kaplan 

et Simoni, 1985a; Liscum et Underwood, 1995).  
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1-3-4 Transport des lipides : transport vésiculaire et non-vésiculaire  
 

La distribution très spécifique des lipides dans les membranes ne peut pas être 

expliquée seulement par un métabolisme localisé. Elle est modulée et maintenue par un trafic 

intense entre les différents organites membranaires. Une des principales différences avec le 

trafic des protéines est que les lipides ne portent pas d’étiquette d’adressage pour atteindre un 

domaine membranaire particulier. De plus les règles de trafic qui s’appliquent aux lipides sont 

bien plus diverses et moins absolues que pour les protéines. En effet, parallèlement au 

transport vésiculaire très intense, il existe aussi un important transport monomérique des 

lipides membranaires.  

 

Transport de monomères  

 

Le trafic non vésiculaire des lipides est un phénomène crucial pour la cellule et pour la 

fonction de certains organites. En effet des études ont montré que le transport des 

phospholipides du RE vers la membrane plasmique n’est pas perturbé lorsque la voie 

vésiculaire est bloquée par manipulation génétique ou par des poisons métaboliques (Holthuis 

et Levine, 2005). 

Les lipides peuvent s’échanger entre les membranes en tant que simples molécules. 

L’échange monomérique implique un décrochement du lipide de la membrane vers la phase 

aqueuse et une insertion dans une autre membrane. Les échanges spontanés sont relativement 

très rapides pour les lipides à chaînes courtes et les monoglycérides (t1/2 de quelques minutes 

pour la lysophosphatidylcholine). Pour les lipides qui portent des acides gras à longues 

chaînes, le décrochage de la membrane est plus rare. Les vitesses d’échange entre les 

membranes sont présentées dans la figure 9. 
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Figure 9. Vitesse de transfert des lipides entre les membranes. Les flèches épaisses montrent un transfert rapide 
tandis que les flèches hachurées représentent un transfert peu rapide. Cer, céramide; Chol, cholestérol; DAG, 
diacylglycerol; LPC, lysophosphatidylcholine; PC, phosphatidylcholine; SM, sphingomyéline ; GM3, 
ganglioside monosialylé en 3 (modifié d’après Holthuis et Levine, 2005) . 
 

Le cholestérol est majoritairement transporté de façon non vésiculaire. On ne connaît 

pas vraiment bien quels sont les mécanismes qui permettent le transport du cholestérol du RE 

vers la membrane plasmique via une route indépendante du complexe du Golgi. Plusieurs 

hypothèses sont encore valables comme le transport via des vésicules lipidiques spécifiques 

(Kaplan et Simoni, 1985b; Urbani et Simoni, 1990), le transport via des protéines solubles qui 

ont un domaine d’affinité pour le cholestérol comme le complexe cavéolines-chaperonnes 

(Uittenbogaard et al., 1998), ou bien encore un transport par diffusion dans le milieu aqueux 

entre deux membranes très proches. Ainsi, le cholestérol peut se détacher du feuillet externe 

de la membrane d’un organite et s’insérer dans le feuillet externe d’un autre quand ceux-ci 

sont extrêmement proches. En effet, il existe dans les cellules des proximités très étroites 

entre deux membranes d’organites distincts, comme le RE et la membrane plasmique (Putney, 

1999) ou bien les endosomes de recyclage précoces et le TGN (Ioannou, 2000; Maxfield et 

Wustner, 2002). Ce type de transport peut être assisté par des protéines de transfert de lipides 

comme la protéine STAR (Ioannou, 2001), qui transfère le cholestérol du feuillet externe vers 

le feuillet interne de la mitochondrie. Nous avons vu plus haut que la protéine CERT permet 

le transport du céramide entre le RE et le complexe de Golgi par reconnaissance de séquences 

spécifiques des membranes du RE et du Golgi (Hanada et al., 2003). Le pontage de ces deux 

compartiments par CERT permet un rapprochement important des deux membranes. Il est 

possible d’imaginer que d’autres protéines puissent guider le transport de lipides tout en 

possédant une spécificité d’échange entre membranes.  
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De plus il existe pour certains lipides un transport vers des compartiments distaux de 

la voie exocytique sans intervention d’un trafic vésiculaire. Le céramide peut ainsi à partir du 

RE atteindre le TGN directement (Funato et Riezman, 2001). Le PI et ses dérivés, les inositol 

phosphates peuvent être transportés du RE ou du complexe de Golgi vers la membrane 

plasmique. Ces deux exemples de transport non vésiculaire des lipides font intervenir des 

protéines de transfert des lipides (LTP). Ces protéines LTP fonctionnent selon le gradient de 

concentration du lipide dans le compartiment accepteur, sans nécessiter un apport d’énergie. 

Chaque LTP fixe de façon spécifique un monomère de lipide (stoechiométrie 1:1) dans une 

poche hydrophobe et assure son transport d’une membrane à une autre. Le tableau établi par 

Holthuis et Levine (Holthuis et Levine, 2005) présente les principales LTP avec leur 

spécificité et leurs membranes cibles (figure 10). 

Il faut cependant qu’il y ait une très grande proximité des deux membranes entre 

lesquelles se fera le transport, plus précisément au niveau de site de contact membranaire 

(MCS). Différentes approches, y compris des études en microscopie électronique ont permis 

de mettre en évidence des zones de contact entre le RE et le Golgi (Mogelsvang et al., 2004), 

entre le RE et la membrane plasmique (Gagnon et al., 2002), la mitochondrie (Vance, 1990) 

et les endosomes (Haj et al., 2002; Khelef et al., 2000).  

 

 
 

Figure 10. Protéines de transfert de lipides (d’après (Holthuis et Levine, 2005)). 
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Transport vésiculaire 

 

Les voies d’endocytose et d’exocytose permettent le transport vésiculaire et 

bidirectionnel des lipides entre le RE et la membrane plasmique. Le transport vésiculaire des 

protéines est accompagné du transport des lipides. Une des caractéristiques remarquable de 

l’organisation des lipides dans les cellules animales est l’enrichissement en sphingolipides et 

cholestérol à la membrane plasmique. En fait, il existe tout au long de la voie sécrétoire un 

gradient de cholestérol et de sphingolipides dans les membranes des organites, depuis le RE 

jusqu’à la membrane plasmique. L’enrichissement s’opère au niveau de l’appareil de Golgi 

par l’inclusion sélective des sphingolipides et du cholestérol dans les vésicules membranaires 

du trafic antérograde et leur exclusion des vésicules de trafic rétrograde (Brugger et al., 2000). 

Cet enrichissement est mis en évidence dans des cellules CHO marquées avec un analogue 

fluorescent du cholestérol: celui-ci s’accumule dans le TGN (Mukherjee et al., 1998). Cette 

sélectivité de transport est à l’origine de l’hypothèse du tri conjoint des protéines et des lipides 

dans des microdomaines membranaires enrichis en cholestérol et en sphingolipides (cf 

chapitre 2).  

Depuis quelques années, des travaux mettent en évidence le rôle régulateur des 

sphingolipides sur le transport vésiculaire endocytique et exocytique. En effet, lorsque des 

cellules sont traitées avec un inhibiteur de synthèse des sphingolipides, le PDMP (1-phenyl-2-

decanoylamino-3-morpholino-1-propanol), le transport des sphingolipides et de la protéine 

VSV-G vers la membrane plasmique est retardé (Rosenwald et al., 1992). De plus, lorsqu’un 

inhibiteur de synthèse du céramide (et donc des sphingolipides) est utilisé dans les cellules 

MDCK, l’adressage apical de la protéine GP-2 et l’adressage basolatéral de la 

Na+/K+ATPase sont interrompus (Mays et al., 1995). Le transport polarisé est rétabli après 

supplémentation des cellules en céramide. L’augmentation de la concentration en céramide 

dans les membranes par ajout de céramide ou bien par l’utilisation du PDMP a des effets sur 

l’endocytose. Il a été montré que ces traitements inhibent l’endocytose en phase fluide de la 

peroxydase et à moindre niveau des LDL (Chen et al., 1995). Ainsi le céramide et donc les 

sphingolipides ont un effet régulateur sur le transport vésiculaire et polarisé. Des travaux ont 

également identifié le rôle du GlcCer dans l’adressage d’une tyrosinase vers le mélanosome 

(Sprong et al., 2001). 
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1-3-5 Mouvement des lipides dans les membranes 
 

Flip-flop et asymétrie des feuillets membranaires  

 

La membrane plasmique présente un arrangement lipidique asymétrique au niveau des 

feuillets qui la composent. Ainsi les phospholipides PE, PS et le PI sont des composants quasi 

exclusifs du feuillet interne de la membrane alors que la PC, SM et les glycosphingolipides 

sont enrichis sur le feuillet externe (Devaux, 1991; van Meer et al., 1981). La distribution du 

cholestérol sur les deux feuillets est assez controversée mais il existe des données 

expérimentales attestant que 75% du  cholestérol est localisé dans le feuillet interne 

(Schroeder et al., 1991; Schroeder et al., 1995). La distribution des espèces d’acide gras est 

également asymétrique. Elle découle de l’asymétrie des glycérophospholipides comme la PE, 

PS et PI qui possèdent plus d’acides gras polyinsaturés que la PC. Mais surtout, les 

sphingolipides possèdent une grande proportion d’acides gras saturés et ceux-ci sont retrouvés 

majoritairement sur le feuillet externe.  

L’asymétrie provient tout d’abord de la synthèse sélective des lipides sur un des 

feuillets de la membrane. Pour les glycosphingolipides complexes, la localisation dans le 

feuillet externe vient du fait qu’ils sont synthétisés sur le coté luminal de la membrane du 

Golgi (van Helvoort et van Meer, 1995) qui correspond au feuillet externe de la membrane 

plasmique. 

Mais les lipides peuvent également transloquer spontanément d’un feuillet à l’autre. 

Pour cela ils doivent traverser la frontière hydrophobe de la bicouche lipidique. Des lipides 

neutres comme le cholestérol, le céramide ou le diacylglycérol peuvent transloquer 

rapidement, alors que les phospholipides et les glycosphingolipides qui possèdent une tête 

polaire chargée ou de grande taille, transloquent plus difficilement et ont donc un mouvement 

passif très faible au travers de la bicouche (Ramstedt et Slotte, 2002; van Helvoort et van 

Meer, 1995). Les vitesses de translocation spontanée des principaux lipides sont présentées 

dans la figure 11.  

Le cholestérol, en favorisant le compactage des chaînes acylées des lipides, diminue 

les chances de translocation des têtes polaires d’un feuillet vers l’autre. L’enrichissement en 

cholestérol des membranes au cours de la voie exocytique pourrait contribuer à l’asymétrie de 

la membrane plasmique.  

Il est possible de modifier expérimentalement l’asymétrie des deux feuillets. Lorsque 

l’on fait agir de la sphingomyélinase sur des membranes biologiques, celle-ci génère des 
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céramides à partir de la SM, ce qui a pour effet de modifier l’asymétrie membranaire 

(Contreras et al., 2003).  

 
Figure 11 : Vitesse de transfert des lipides au sein de la bicouche membranaire. Les flèches épaisses montrent 
un transfert rapide tandis que les flèches hachurées représentent un transfert peu rapide. Cer, céramide; Chol, 
cholestérol; DAG, diacylglycerol; LPC, lysophosphatidylcholine; PC, phosphatidylcholine; SM, 
sphingomyéline, GM3, ganglioside monosialylé en 3 (modifié d’après (Holthuis et Levine, 2005). 
 

Le mouvement des lipides d’un feuillet de la membrane à l’autre est un phénomène 

lent qui tend à équilibrer la composition des deux feuillets membranaires. Les cellules 

eucaryotes possèdent des enzymes connues sous le nom de translocases capables de créer et 

de maintenir une asymétrie membranaire en favorisant la translocation de phospholipides. 

Trois classes de translocases existent, définies selon le type de mouvement des phospholipides 

qu’elles réalisent (Figure 12). Leur activité nécessite de l’ATP. Les flippases permettent aux 

lipides un mouvement du feuillet externe vers le feuillet interne, les floppases assurent le 

mouvement inverse et les scramblases peuvent donner aux lipides un mouvement 

bidirectionnel (Daleke, 2003). 

 

 
Figure 12. L’asymétrie des lipides de la membrane est assurée par des protéines translocases. Les flippases 
assurent un mouvement du feuillet externe vers le feuillet interne, les floppases réalisent la translocation inverse, 
les scamblases réalisent les deux types de translocation (d’après (Graham, 2004)). 
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Certaines flippases ont une spécificité pour les aminophospholipides PE et PS et 

entraînent leur séquestration sur le feuillet interne alors que d’autres maintiennent la PC sur le 

feuillet externe. De plus, ces flippases pourraient participer à la formation de vésicules de 

transport en imposant à la membrane une courbure (Chen et al., 1999; Graham, 2004). Le 

maintien de l’asymétrie par les flippases est fondamental pour la cellule. La modification de 

leur activité est impliquée dans les phénomènes d’apoptose (Castegna et al., 2004).  

L’activité floppase est associée aux transporteurs transmembranaires de la famille 

ABC (ATP-binding cassette) qui ont des spécificités de transport plus ou moins grandes. 

MDR1 a une spécificité assez large alors que MDR3 est un transporteur quasi exclusif de la 

PC (Nies et al., 1996; van Helvoort et al., 1996). Les scramblases ont peu de spécificité pour 

les têtes polaires des phospholipides et permettent de les mélanger entre les deux feuillets.  

Les flippases et floppases sont localisées au niveau de la membrane plasmique tandis 

que les scramblases sont localisées surtout au niveau du RE, ce qui explique que les 

phospholipides ont une distribution symétrique entre les deux feuillets de la membrane du RE 

tandis que leur distribution est asymétrique dans la membrane plasmique (Figure 13). 

L’activité scramblase permettrait de redistribuer les lipides néosynthétisés ou les précurseurs 

lipidiques dans les membranes du RE et du Golgi (Brugger et al., 2000; Buton et al., 2002) . 

Une activité scramblase existe néanmoins à la membrane plasmique (Wiedmer et al., 2000; 

Zhou et al., 1997). Elle dépend du calcium et jouerait un rôle important dans la réorganisation 

membranaire en réponse à une stimulation, conduisant à l’exposition de la PS à la surface de 

la cellule et à l’apoptose. L’asymétrie maintenue par des flippases et des floppases serait 

détruite par l’activation de la scramblase en réponse à une augmentation du Ca2+ 

intracellulaire (Smeets et al., 1994). 
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Figure 13. Distribution des lipides dans les membranes. La membrane plasmique (PM) présente un arrangement 
asymétrique des aminophospholipides qui se concentrent sur le feuillet cytosolique tandis que les sphingolipides 
sont concentrés sur le feuillet externe. Dans la membrane du réticulum endoplasmique (ER), la distribution des 
lipides est symétrique (d’après (Holthuis et Levine, 2005)).  
 

Diffusion latérale des lipides membranaires 

Les lipides peuvent se mouvoir dans le plan de la membrane avec des coefficients de 

diffusion qui sont 10 à 100 fois plus importants que la majorité des protéines de la membrane 

(Murase et al., 2004). Ils peuvent également couvrir une surface de 0.1 à 1µm2.s-1 dans une 

cellule. Cette diffusion rapide devrait entraîner le mixage des lipides membranaires entre les 

organites connectés par un transport vésiculaire. Cependant un tel équilibre n’est pas observé 

et les cellules sont capables de maintenir une composition spécifique en protéines et en lipides 

de leurs organites. L’enrichissement de la membrane plasmique en certains lipides comme les 

sphingolipides implique l’existence de mécanismes capables de les ségréger dans des 

microdomaines membranaires, de favoriser leur exclusion de certaines membranes et leur 

incorporation dans d’autres. Cependant les interactions moléculaires qui permettent ce trafic 

sont encore peu connues. Dans les cellules épithéliales polarisées, la diffusion latérale des 

lipides de la membrane plasmique est limitée par les jonctions serrées qui entourent le pôle 

apical. En fait cette limite de diffusion n’est imposée qu’au feuillet externe tandis que les 

lipides peuvent diffuser librement au niveau du feuillet interne (Dragsten et al., 1981; van 

Meer et al., 1986). Cette particularité permet de maintenir un enrichissement en 

sphingolipides dans la membrane apicale et un enrichissement en PC dans la membrane 

basolatérale tandis que les phospholipides du feuillet interne (PE, PS) sont présents dans des 

proportions comparables dans les membranes apicales et basolatérales.  
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1-4 Biosynthèse et transport polarisé des protéines  
 

1-4-1 Le trafic des protéines vers la membrane plasmique   
 

En 1975, L’équipe de Georges Palade (Palade, 1975) démontrait que les protéines 

secrétées passaient par une série d’organites membranaires incluant le RE puis le complexe de 

Golgi à partir duquel bourgeonnaient des granules de sécrétion qui fusionnaient avec la 

membrane plasmique et libéraient leur contenu dans le milieu extracellulaire. Ces 

observations ont été à l’origine du concept de transport vésiculaire qui stipule que le transport 

des molécules entre les organites de la voie de sécrétion passe par des vésicules effectuant la 

navette entre les compartiments. Les protéines résidentes de la membrane plasmique, des 

endosomes et des lysosomes partagent avec les protéines secrétées les principales étapes de 

cette voie c’est-à-dire le RE et l’appareil de Golgi et leur trafic obéit aussi aux principes du 

transport vésiculaire (Figure 14).  

 

 

 
Figure 14. Voies de transport intracellulaire. Le schéma présente les compartiments des voies de sécrétion et des 
voies endosomales/lysosomales. Les compartiments communiquent grâce à la formation de vésicules de 
transport recouvertes de manteaux spécifiques. Les couleurs précisent la localisation de vésicules à manteau de 
COPII (bleu), de COPI (rouge) et de clathrine (orange) (d’après (Bonifacino et Glick, 2004)). 
 

 

Il y a 20 ans, il était admis que le transport vers la membrane plasmique par la voie 

exocytique était réalisé par défaut (Pfeffer et Rothman, 1987). Par la suite des auteurs comme 

Lodish (Lodish, 1988) ont émis l’idée que la sortie du RE pouvait être influencée par 

l’existence d’un signal, ce qui permettait d’expliquer les différences de vitesse de transport 
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observées entre les protéines. Un des seuls mécanismes de sortie spécifique alors connu était 

la reconnaissance des protéines lysosomales par le récepteur du mannose-6-P et leur transport 

du TGN vers le compartiment endolysosomal. Les protéines qui étaient transportées par cette 

voie exocytique étaient associées à des vésicules de transport qui traversaient les différentes 

citernes du Golgi jusqu’au TGN par des étapes successives de bourgeonnement et fusion de 

vésicules de transport entre les membranes (Rothman, 1982). Ce modèle suggérait que les 

protéines résidentes du Golgi résistaient au flux exocytique en formant des agrégats qui leur 

permettaient d’échapper à l’incorporation dans ces vésicules de transport.  

Le transport vésiculaire repose sur deux phénomènes, le bourgeonnement et la fusion. 

Les différentes étapes sont illustrées sur la figure 15. 

 

 

 
 
Figure 15. Etapes de bougonnement et fusion des vésicules. (1) assemblage du manteau. : les composants 
initiaux du manteau (bleu) sont recrutés à la membrane du compartiment donneur par liaison à une GTPase 
(rouge) associée à la membrane ou à un inositol-phosphate spécifique. Des protéines SNARE sont recrutées. (2) 
bourgeonnement : les composants distaux du manteau (vert) sont ajoutés et s’assemblent pour former une cage. 
(3) scission : le cou de la vésicule se resserre et la vésicule se détache du compartiment donneur grâce à des 
protéines accessoires. (4) décrochage du manteau : la vésicule perd son manteau. (5) rapprochement : la vésicule, 
guidée par le cytosquelette, s’approche de la membrane du compartiment accepteur, grâce à une protéine Rab 
liée au GTP et un facteur spécialisé. (6) accrochage : les v- et t-SNARE s’assemblent. (7) fusion grâce aux 
complexes SNARE. (d’après (Bonifacino et Glick, 2004)). 
 

 

Il existe trois principaux types de complexes de protéines de manteaux qui assurent 

des transports spécialisés : (1) le manteau de clathrine qui participe à la formation de vésicules 

de transport entre l’appareil de Golgi, la membrane plasmique et les endosomes, (2) le 
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complexe COPII qui assure le transport du RE vers le compartiment intermédiaire ERGIC 

(ER-Golgi intermediate compartment) (Barlowe et al., 1994), et (3) le complexe COPI qui 

permet le transport rétrograde du complexe Golgi et ERGIC vers le RE (Letourneur et al, 

1994). Le transport rétrograde permet aux protéines appartenant à la machinerie de sortie 

exocytique d’être recyclées. Le transport des vésicules vers la membrane plasmique provoque 

une arrivée constante de constituants protéiques et lipidiques qui est compensée grâce à 

l’endocytose. De ce fait, la membrane plasmique est en perpétuel renouvellement.  

 

1-4-2- Trafic des protéines dans les cellules épithéliales 
 

Les voies de trafic sont un peu plus compliquées dans les cellules épithéliales dont la 

membrane plasmique comporte deux domaines distincts, apical et basolatéral. La membrane 

apicale, en contact avec le milieu extérieur, est enrichie en protéines ayant pour fonction de 

capter des nutriments, d’assurer le transport vectoriel des solutés ou des fluides contre les 

gradients de concentrations, de transmettre des signaux et de protéger la surface cellulaire 

contre des agressions venant de l’environnement externe. Dans l’intestin par exemple, la 

membrane apicale est enrichie en hydrolases transmembranaires qui dégradent les peptides et 

les sucres, comme la dipeptidylpeptidase IV, l’aminopeptidase N, la saccharase isomaltase, la 

maltase, la lactase. Dans la plupart des cellules polarisées, la membrane apicale est enrichie en 

protéines ancrées par le glycophosphatidyl-inositol. Parmi les protéines protectrices de la 

membrane apicale, les mucines fortement glycosylées assurent un rôle fondamental en 

formant un gel protecteur au contact de l’eau. La membrane basolatérale concentre plus 

particulièrement les protéines impliquées dans les contacts entre les cellules et avec la lame 

basale comme les intégrines, les cadhérines, les connexines. C’est à la membrane basolatérale 

que se trouvent également des récepteurs membranaires comme le récepteur de l’EGF ou le 

récepteur de la transferrine. 

Le tri entre protéines apicales et protéines basolatérales est réalisé au niveau du TGN 

d’où émergent des vésicules différentes. Les vésicules basolatérales sont transportées 

directement au pôle basolatéral tandis que différentes voies de transport permettent 

l’adressage des protéines à la membrane plasmique apicale (Figure 16). Dans le cas le plus 

simple où les protéines apicales sont adressées directement au pôle apical, on parle de 

transport direct. Lorsque les protéines apicales sont transportées d’abord vers la membrane 

basolatérale, et dans un deuxième temps redirigées vers la membrane apicale, on parle de 
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transport indirect ou transcytose. Le mode de trafic dépend à la fois du type cellulaire et de la 

protéine.  

 

Figure 17. Les différentes voies d’adressage des protéines vers le pôle apical des cellules épithéliales 

 

Dans les cellules MDCK, les premiers travaux portant sur le trafic de protéines virales 

ont montré que le transport des protéines apicales et basolatérales se faisait par voie directe 

(Rindler et al., 1984; Rindler et al., 1985). Ces résultats ont été confirmés pour des protéines 

endogènes, la protéine basolatérale Na+ K+ ATPase (Caplan et al., 1986), et de la protéine 

apicale gp114 (Le Bivic et al., 1990b). Le transport direct a également été confirmé pour des 

protéines dont l’ADNc était transfecté comme la DPPIV, l’aminopeptidase N (Casanova et 

al., 1991b) et la nucléotide pyrophosphatase NPP3 (Meerson et al., 2000).  

Dans les cellules Caco-2, les protéines apicales sont adressées soit par voie directe, 

soit par transcytose (Le Bivic et al., 1990a). Dans les hépatocytes et les cellules d’origine 

hépatocytaire, les protéines apicales sont en majorité transportées à la membrane basolatérale 

avant d’atteindre le canalicule biliaire par transcytose. La voie de transport directe reste 

minoritaire et n’a été démontrée que pour les protéines polytopiques MDR1 (Multi-Drug 

Resistance 1), BSEP (Bile Salt Export Pump) et ATP7B (Kipp et Arias, 2000; Sai et al., 1999; 

Slimane et al., 2003).  
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1-4-3 Transport polarisé des protéines : la route basolatérale 
 

1-4-3-1 Signaux d’adressage basolatéral 
 

Les signaux d’adressage basolatéral des protéines transmembranaires sont toujours 

localisés dans le domaine cytoplasmique. En 1986, Mostov montre que la délétion du 

domaine cytoplasmique du récepteur des IgA polymériques empêche sa localisation 

basolatérale (Mostov et al., 1986), puis en 1991 son équipe identifie une séquence 

d’adressage basolatéral transposable à d’autres protéines (Casanova et al., 1991a). L’équipe 

de Mellman démontre également l’existence de signaux basolatéraux dans le domaine 

cytoplasmique du récepteur aux LDL et le fait que ces signaux soient transposables (Hunziker 

et al., 1991; Matter et al., 1992). Deux autres équipes montrent en 1991 que des signaux 

basolatéraux peuvent être créés en introduisant des mutations qui génèrent des motifs 

d’endocytose dans les domaines cytoplasmiques des protéines apicales HA (Brewer et Roth, 

1991) et p75NTR (Le Bivic et al., 1991). La découverte de signaux dans les protéines 

basolatérales était surprenante car la voie basolatérale était considérée comme la voie par 

défaut dans les cellules épithéliales (Simons et Wandinger-Ness, 1990). Cette idée reposait 

sur le fait que les membranes basolatérales ont une composition très proche des membranes 

des cellules non polarisées et que ce sont surtout les membranes apicales qui expriment des 

marqueurs de différenciation.  

De nombreuses études ont depuis confirmé l’existence de signaux basolatéraux et leur 

localisation dans le domaine cytoplasmique des protéines. Il existe plusieurs catégories de 

signaux, les plus fréquents dépendant d’une tyrosine ou d’une paire de leucines. Les signaux 

tyrosine définis à ce jour sont NPXY et YXXφ  ( où φ désigne un acide aminé ayant une 

chaîne hydrophobe importante). Des signaux de ce type permettent par exemple au récepteur 

LDL ou à la protéine VSVG d’être adressés à la membrane basolatérale des cellules 

épithéliales. Les signaux dileucines (LL ou LI) ou moins couramment dihydrophobes (LV, 

FL, ML) sont également situés dans la queue cytoplasmique et sont responsables de 

l’adressage à la membrane basolatérale de diverses protéines ayant des fonctions de récepteur 

ou d’adhésion. A ces deux grandes catégories de signaux basolatéraux s’ajoutent des signaux 

non conventionnels identifiés par exemple dans le récepteur des IgA polymériques et le 

récepteur de la transferrine. Une liste non exhaustive de signaux basolatéraux connus à ce jour 
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est présentée dans le Tableau 1. Il existe pour certaines protéines une colinéarité des signaux 

d’adressage basolatéral et des signaux d’endocytose. Ainsi le motif tyrosine du récepteur des 

LDL ou de LAP permet à la fois l’adressage basolatéral et l’endocytose. Cependant ces 

fonctions n’ont pas les mêmes exigences. Le remplacement de la tyrosine par une 

phénylalanine ne modifie pas l’adressage basolatéral mais annule l’endocytose de ces protéine 

(Prill et al., 1993). De même, les motifs dihydrophobes comme celui du récepteur FcRII-B2 

sont souvent impliqués à la fois dans l’adressage basolatéral et dans l’endocytose. Le 

fonctionnement d’un signal basolatéral peut être influencé par des acides aminés situés à 

proximité, comme l’acide aspartique et l’acide glutamique situés en amont du motif dans le 

cas du récepteur des LDL.  

 

Motif Protéine Référence 
Tyr H+K+,ATPase Roush et al, 1998 

Tyr Asialoglycoprotéine Geffen et al, 1993 

Tyr LAP Prill et al, 1993 

Tyr Récepteur LDL Matter et al, 1992 

Tyr CD1d Rodionov et al, 2000 

Tyr Récepteur FSH Beau et al, 1998 

Tyr, Dihydrophobe : LL Aquaporine 4 Madrid et al, 2001  

Dihydrophobe :LL NPP1 Bello et al, 2001 

Dihydrophobe : FI Furine Simmen et al, 1999 

Dihydrophobe : LL Récepteur FCγ Claypool et al, 2004 

Dihydrophobe : LL Lu El Nemer et al, 1999 

Dihydrophobe : LL Récepteur FcRIIB2 Hunziker et al,1994 

Dihydrophobe : LV MICA Suemizu et al, 2002 

Dihydrophobe : LV CD44 Sheikh et al, 1996 

Dihydrophobe : FV M3mAChR Iverson et al, 2005 

Dihydrophobe : LI MHC II chaîne invariante  Odorizzi et al,1994 

Dihydrophobe : LI Récepteur IL6 gp80 Martens et al, 2000 

Dihydrophobe : LL Récepteur IL6 gp130 Dittrich et al, 1996 

Dihydrophobe : LL E cadhérine Miranda et al, 2001 

Hydrophobe : L EMMPRIN/CD147 Deora et al,2005 

RHRRNVDRVS Récepteur pIg- Aroeti et al, 1993 

RQVDGDNSHVEM Récepteur transferrine Odorizzi et al, 1997 

KRTLRRLLQERELVEPLTPS Récepteur EGF Hobert et al, 1997 

Tableau I : Signaux basolatéraux identifiés. 
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Dans le transport polarisé des protéines, il est admis que les signaux basolatéraux sont 

en général dominants par rapport aux signaux apicaux. Ainsi, si on ajoute à une protéine 

apicale un signal de type tyrosine ou dihydrophobe, celle-ci sera redirigée vers le pôle 

basolatéral. Il existe cependant des signaux basolatéraux qui ne sont pas dominants comme 

dans le cas de la lacto-phlorizine hydrolase (LPH) ou de l’endolyne (Ahmed et al., 1997). 

 

1-4-3-2 Mécanismes moléculaires du tri basolatéral 
 

Il est admis que les signaux basolatéraux sont reconnus par des récepteurs spécifiques 

appartenant à la famille des adaptateurs à clathrine (Boehm et Bonifacino, 2001; Robinson et 

Bonifacino, 2001). Il s’agit de complexes de protéines adaptatrices (AP) permettant la 

formation de vésicules de transport entre l’appareil de Golgi, la membrane plasmique et des 

compartiments de l’endosome (Bonifacino et Traub, 2003; Robinson, 2004). L’interaction des 

signaux basolatéraux avec des complexes protéiques permet d’expliquer la saturation de la 

machinerie de tri et le défaut d’adressage observé lorsque l’on surexprime une protéine 

basolatérale (Matter et al., 1992). Ces adaptateurs servent d’intermédiaires entre les protéines 

portant les motifs d’adressage et la clathrine (Pearse et Robinson, 1990). Il existe 4 complexes 

de protéines adaptatrices : AP1, AP2, AP3 et AP4. Chaque AP est un hétérotétramère 

constitué de chaînes β, μ et σ qui s'asssocient aux sous-unités γ, α, δ ou ε pour AP1, AP2, 

AP3 et AP4 respectivement. Les protéines adaptatrices permettent de former des vésicules de 

transport spécifiques entre le TGN, les différents compartiments de l’endosome et la 

membrane plasmique (Figure 17).  
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Figure 17 : Voies de trafic impliquant les adaptateurs AP dans les cellules épithéliales. Les voies exocytiques 2a 
et 2b partent du réseau trans-golgien (TGN) pour rejoindre la membrane basolatérale. Les voies 3a, 3b et 5 
rejoignent la membrane basolatérale en faisant intervenir le réseau trans-golgien et l’endosome de recyclage 
(CRE). Les signaux basolatéraux interagissent avec les protéines adaptatrices au niveau du TGN (AP1A, AP3, 
AP4) et du CRE (AP1B). ARE : endosome de recyclage apical, ASE : endosome de tri apical, BSE : endosome 
de tri basolatéral. D’après (Rodriguez-Boulan et al., 2005). 
 

Plusieurs signaux de type tyrosine sont reconnus par la sous unité µ1B du complexe 

AP1B. La sous-unité µ1B n’est pas ubiquitaire, elle est exprimée dans les cellules épithéliales 

et interviendrait dans l’adressage basolatéral de plusieurs récepteurs. Par exemple, elle est 

indispensable à l’adressage basolatéral du récepteur des LDL et du récepteur de la transferrine 

(Folsch et al., 1999; Sugimoto et al., 2002). AP3 et AP4 sont également impliqués dans la 

reconnaissance de motifs basolatéraux (Nishimura et al., 2002; Simmen et al., 2002). Le 

recrutement des protéines basolatérales par des interactions protéines-protéines et la 

reconnaissance de signaux est un mécanisme stringent qui permet d’inclure spécifiquement 

certaines protéines dans des vésicules spécialisées.  

Il reste de grandes interrogations concernant le couplage entre l’interaction des AP 

avec les protéines qu’ils transportent et la formation et le mouvement des vésicules de 

transport vers la membrane. Les mécanismes de formation des vésicules ont surtout été 

étudiés en prenant pour modèle les vésicules d’endocytose qui utilisent le complexe AP2 et la 
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clathrine, mais il semble que les adaptateurs AP3 et AP4 ne soient pas capables de recruter la 

clathrine. Les complexes AP peuvent se lier directement à des protéines moteurs qui vont 

permettre aux vésicules de rejoindre la membrane plasmique de la cellule (Nakagawa et al., 

2000; Setou et al., 2000). Le transport basolatéral dépend du cytosquelette d’actine. AP1, 

AP2, et AP3 possèdent des sites de liaison à l’actine. Si la polymérisation de l’actine est 

inhibée, l’adressage de protéines à partir des endosomes est altéré et conduit à une expression 

apicale (Durrbach et al., 2000; Sheff et al., 2002).  

 

1-4-4 Transport polarisé des protéines : la route apicale 
 

1-4-4-1 Signaux de tri apical 
 

Les signaux d’adressage vers le pôle apical sont moins bien caractérisés et leur nature 

est très variable. Des déterminants d’adressage apical ont été identifiés dans les domaines 

extracellulaires, transmembranaires et cytoplasmiques des protéines apicales. Historiquement, 

le premier signal apical identifié a été l’ancrage par le glycosylphosphatidyl-inositol (GPI). 

Par la suite, des signaux liés à la glycosylation ou à des séquences spécifiques d’acides 

aminés ont été reconnus mais, contrairement aux signaux basolatéraux, aucune séquence 

consensus n’a été mise en évidence. 

 

Rôle de l’ancre GPI 

 

Le motif glycosylphosphatidyl-inositol des protéines glypiées a été le premier signal 

de tri apical caractérisé dans les cellules épithéliales. La caractérisation de ce signal découle 

d’études réalisées avec des protéines chimériques. La séquence permettant l’ancrage au GPI 

de la protéine DAF (decay-accelerating factor) a été ajoutée au domaine extracellulaire de gD-

1, une protéine du virus de l’herpès adressée au pôle basolatéral dans les cellules MDCK, ou à 

l’hormone de croissance, une protéine sécrétée de façon non polarisée. L’expression de ces 

deux chimères étant exclusivement apicale, l’ancrage par le GPI a été considéré comme le 

premier signal apical (Brown et al., 1989; Lisanti et al., 1989). Le rôle de l’ancre GPI a été 

aussi démontré in vivo chez des souris transgéniques pour la protéine GFP portant une ancre 

GPI (Kondoh et al., 1999). Cependant, des études ont montré que selon le type cellulaire, 

certaines protéines à ancre GPI pouvaient être localisées à la membrane basolatérale, comme 
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la carboxypeptidase M (McGwire et al., 1999) ou la protéine du prion PrPc (Sarnataro et al., 

2002) dans les cellules MDCK, et la plupart des protéines à ancre GPI dans les cellules FRT 

d’origine thyroïdienne (Zurzolo et al., 1993). De fait, le rôle de l’ancre GPI a été remis en 

cause à la fois par les travaux de Benting (Benting et al., 1999) qui suggèrent que c’est la 

glycosylation des protéines à ancre GPI qui est responsable de leur adressage apical et par 

ceux de Paladino (Paladino et al., 2004) qui suggèrent que c’est l’oligomérisation qui 

détermine leur localisation apicale.  

 

Rôle des N- et O-glycanes 

 

Il a été démontré que la N-glycosylation était pour certaines protéines sécrétées un 

signal apical (Scheiffele et al., 1995). De plus, les travaux de Benting (Benting et al., 1999) 

ont montré que l’addition de sites de N-glycosylation à l’hormone de croissance portant une 

ancre GPI favorisait son adressage à la membrane apicale. Cependant ces études sur la N-

glycosylation des protéines GPI étaient réalisées sur des chimères et non des protéines GPI 

naturelles. Les travaux de Pang (Pang et al., 2004) ont confirmé ces résultats en montrant que 

la dipeptidase membranaire, une protéine à ancre GPI majoritairement apicale, était redirigée 

à 80% au pôle basolatéral lorsque ses sites de N-glycosylation étaient mutés. L’utilisation de 

drogues qui interfèrent avec la N-glycosylation comme la tunicamycine, qui bloque le 

transfert de Glc3Man9GlcNAc2 du dolichol phosphate sur l’asparagine (Green et al., 1981), 

ou les mutations des sites de N-glycosylations, entraînent souvent une rétention intracellulaire 

des protéines apicales. Cette rétention a lieu dans l’appareil de Golgi et empêche l’adressage à 

la membrane dans les cellules polarisées ou non. (Gut et al., 1998). Il existe cependant des 

exceptions. Par exemple, la protéine transmembranaire NPP3 (Meerson et al., 2000), le canal 

K(V,Ca) (Bravo-Zehnder et al., 2000) et P75NTR (Yeaman et al., 1997) bien que retenus en 

partie dans la cellule, sont adressés sous la forme non glycosylée à la membrane apicale. Il a 

été suggéré que la N-glycosylation jouerait un rôle indirect en assurant aux protéines une 

conformation propice à une sortie efficace de l’appareil de Golgi vers la membrane plasmique 

(Rodriguez-Boulan et Gonzalez, 1999).  

La O-glycosylation semble aussi pouvoir jouer un rôle important. Le rôle des O-

glycanes dans l’adressage apical implique les domaines juxtamembranaires des protéines, 

comme cela a été démontré en utilisant des mutants P75NTR délétés de cette partie (Yeaman 

et al., 1997) ou par l’utilisation du benzyl-GalNAc, une drogue qui inhibe la O-glycosylation 

(Alfalah et al., 1999; Delacour et al., 2003). Le domaine juxtamembranaire pourrait jouer un 
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rôle en stabilisant les protéines transmembranaires dans des domaines particuliers de la 

bicouche lipidique.  

 

Séquences protéiques 

 

Des déterminants apicaux ont été mis en évidence dans le domaine transmembranaire 

de certaines protéines, en particulier des protéines virales comme l’hémagglutinine (HA) et la 

neuraminidase (NA) du virus influenza (Kundu et al., 1996; Lin et al., 1998). HA et NA 

possèdent un domaine transmembranaire de taille plus importante que les protéines mono-

transmembranaires cellulaires, de 26 et 28 acides aminés respectivement. Malgré l’utilisation 

de chimères et la mutation des acides aminés situés dans les domaines transmembranaires, 

aucune séquence consensus n’a pu être identifiée. Barman et ses collaborateurs (Barman et 

al., 2001) ont montré par mutagenèse que ce sont les acides aminés situés au contact du 

feuillet externe de la bicouche qui sont responsables de l’adressage apical de ces deux 

protéines virales. 

D’autres séquences d’acides aminés responsables d’un adressage apical ont été 

identifiées dans le domaine cytoplasmique de certaines protéines. En 1998, est identifié un 

premier signal apical porté par le domaine cytoplasmique de la rhodopsine (Chuang et Sung, 

1998). La rhodopsine est une protéine à sept segments transmembranaires spécialisée dans 

l’absorption de la lumière. Des premiers travaux ont montré que des peptides correspondant à 

la partie C-terminale de la protéine empêchaient son transport à partir du TGN (Deretic et al., 

1996). Puis il a été montré que la rhodopsine tronquée des 39 derniers acides aminés de sa 

queue cytoplasmique est transportée de façon non polarisée dans les cellules MDCK (Chuang 

et Sung, 1998). Lorsque ces 39 résidus sont ajoutés à la protéine basolatérale CD7, celle-ci est 

transportée au pôle apical. Enfin, des études en double-hybride avec la partie C-terminale ont 

permis d’identifier l’interaction de la rhodopsine avec la chaîne légère de la dynéine Tc-Tex1 

(Tai et al., 1999). Dans cette interaction, la rhodopsine fonctionne comme un récepteur de la 

dynéine. L’implication de protéines "moteurs" interagissant avec une séquence cytoplasmique 

de protéines apicales a été montrée dans d’autres cas. En effet, l’association de la myosin-1A 

avec la sucrase isomaltase (SI) est indispensable à sa localisation apicale (Tyska et Mooseker, 

2004). De même l’adressage membranaire dans les hépatocytes du transporteur des sels 

biliaires BSEP dépend d’une interaction avec la  myosine II (Chan et al., 2005). 

Plus récemment, divers motifs jouant un rôle de signal apical ont été identifiés par 

exemple dans le cotransporteur NaPi de type IIb (Karim-Jimenez et al., 2000), la Ca++-
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ATPase (Chicka et Strehler, 2003),  le transporteur de la vitamine C (Subramanian et al., 

2004) ou la guanylyl-cyclase C (Hodson et al., 2006). Cependant aucune séquence consensus 

n’a pu être dégagée. 

D’autres motifs contenus dans la partie cytoplasmique peuvent être responsables de la 

localisation apicale des protéines. Il s’agit de motifs qui ne sont pas à proprement parler 

responsables de l’adressage apical mais qui stabilisent la protéine à la membrane apicale grâce 

à des interactions avec une autre protéine. Ainsi la protéine CFTR (cystic fibrosis 

transmembrane regulator) possède à son extrémité N-terminale cytoplasmique un motif de 

liaison à des domaines PDZ qui lui permet d’être stabilisée à la membrane apicale par 

interaction avec la protéine EBP-50 (Swiatecka-Urban et al., 2002).  

 

1-4-4-2 Mécanismes moléculaires du tri apical 
 

Les « récepteurs » des signaux de tri apical 

 

Du fait de l’implication de la N-glycosylation dans l’adressage apical de certaines 

protéines, il a été suggéré que les motifs glycanes sont reconnus par des récepteurs de type 

lectine (Fiedler et Simons, 1995). VIP36, une protéine homologue de lectines isolée à partir 

de vésicules apicales de cellules MDCK a été une protéine candidate (Fiedler et al., 1994). 

Cependant sa localisation entre le RE et le cis-Golgi (Fullekrug et al., 1999) ont mis en doute  

le fait qu’elle joue un tel rôle. Récemment elle a été impliquée dans le contrôle qualité des 

glycoprotéines qui sortent du RE (Kamiya et al., 2005). Néanmoins, le rôle de lectines dans le 

trafic apical reste d’actualité. La déplétion en galectine 4 par RNA interférence inhibe 

fortement le trafic des protéines apicales mais pas celui des protéines basolatérales dans les 

cellules HT29 (Delacour et al., 2005). Dans les cellules MDCK, la déplétion en galectine 3 

entraîne l’adressage anormal de la lactase-phlorizine hydrolase au pôle basolatéral (Delacour 

et al., 2006). 

L’identification de séquences de tri apical localisées dans la queue cytoplasmique 

suggère qu’il pourrait exister des récepteurs qui fonctionneraient comme dans le cas du tri 

basolatéral. Cependant les seules interactions de ces signaux qui ont été caractérisées 

concernent des myosines ou des moteurs moléculaires comme c’est le cas pour la rhodopsine 

dont l’extrémité C-terminale cytoplasmique comporte un motif qui se lie à une sous-unité de 

la dynéine (Tai et al., 2001). L’existence de protéines de tri apical est néanmoins suggérée par 
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des travaux montrant que la sécrétion apicale de protéines solubles non glycosylées est 

saturable lors d’une surexpression (Marmorstein et al., 2000).  

La composition lipidique des membranes joue aussi probablement un rôle dans le tri. Il 

a été montré que FAPP 2, une protéine qui interagit avec le phosphatidylinositol 4 phosphate 

des membranes de l’appareil de Golgi, est indispensable au transport des protéines vers la 

membrane plasmique apicale (Vieira et al., 2005). Cette protéine participerait à la machinerie 

de tri apical. 

 

L’hypothèse des rafts 

 

Une hypothèse avancée par Van Meer et Simons (Simons et van Meer, 1988) propose 

que les protéines soient transportées à la membrane apicale en raison de leur affinité pour des 

microdomaines enrichis en sphingolipides et cholestérol qui se forment dans l’appareil de 

Golgi. En accord avec cette hypothèse, ces microdomaines appelés « rafts » et les protéines 

associées sont reconnus par une machinerie spécialisée qui conduit à la formation de vésicules 

apicales (Figure 18).  

 

Figure 18 : Tri des protéines apicales au niveau du 
réseau trans Golgien. La formation de vésicules de 
transport vers la membrane apicale reposerait sur 
l’agrégation de petits rafts lipidiques où 
s’équilibrent les protéines apicales pour former de 
grands rafts fonctionnels. Seuls de petits rafts isolés 
seraient incorporés dans les vésicules basolatérales. 
D’après (Rodriguez-Boulan et al., 2005). 

 

 

L’adressage apical des protéines membranaires dépendrait de leur capacité à diffuser 

latéralement et à être stabilisées dans les microdomaines rafts. L’inclusion d’une protéine 

dans les rafts serait influencée par la longueur de son domaine transmembranaire, ses 

propriétés d’oligomérisation, l’existence de modifications lipidiques (ancre GPI, acylation) et 

de son association, directe ou indirecte, avec d’autres protéines (Figure 19).  
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RAFT 

Figure 19. Tri des protéines membranaires. Les protéines basolatérales sont séparées des autres protéines grâce à 
un signal capable d’interagir avec une protéine de manteau (coat). Les protéines apicales peuvent être 
incorporées dans des domaines membranaires de type raft en fonction de la longueur de leur domaine 
transmembranaire ou de leur mode d’ancrage dans la membrane. Pour les protéines qui n’ont pas d’affinité pour 
les rafts, l’oligomérisation pourrait permettre leur incorporation et leur stabilisation transitoire dans ces 
domaines. D’après (Sprong et al., 2001). 
 

Nos connaissances de la nature des rafts et de leur existence seront développées dans 

le chapitre suivant. Une propriété remarquable de ces microdomaines est d’être résistants aux 

détergents non ioniques à 4°C. Leur rôle dans l’adressage apical repose sur des évidences 

expérimentales indirectes: 

- Les lipides constitutifs des rafts sont enrichis à la membrane plasmique apicale (Simons et 

Ikonen, 1997; van Meer et Simons, 1988). 

- De nombreuses protéines apicales, comme HA (Skibbens et al., 1989) et les protéines 

ancrées par le GPI (Brown et Rose, 1992), deviennent insolubles dans les détergents non 

ioniques à 4°C lorsqu’elles atteignent l’appareil de Golgi.  

- Les lignées de cellules épithéliales dans lesquelles les protéines à ancre GPI ne présentent 

pas d’interaction avec les microdomaines insolubles aux détergents adressent ces protéines 

vers la membrane basolatérale (Zurzolo et al., 1994). 

- La déplétion des membranes cellulaires en glycosphingolipides ou en cholestérol entraîne un 

défaut d’adressage des protéines à ancre GPI et de HA vers la membrane basolatérale dans les 

cellules MDCK (Keller et Simons, 1998; Mays et al., 1995).  

- Des techniques biophysiques comme le retour de fluorescence après blanchiment (FRAP), 

qui mesure l’association aux rafts avec beaucoup plus de précision que ne peuvent le faire les 

détergents, montre une bonne corrélation entre l’adressage apical de HA et les mutations de 

son domaine transmembranaire qui empêchent l’association avec les rafts (Shvartsman et al., 

2003). 
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2.  Les rafts, hybrides nés de la biologie cellulaire et de la 
biophysique. 

 
 Notre conception des membranes biologiques a considérablement évolué depuis le 

modèle de la mosaïque fluide proposé par Singer et Nicholson (Singer et Nicolson, 1972). 

Dans ce modèle, les membranes biologiques sont formées d’une bicouche lipidique dans 

laquelle baignent des protéines. Lipides et protéines peuvent diffuser librement dans le plan 

de la bicouche. Actuellement, les membranes sont considérées comme des mosaïques de 

domaines maintenus par le réseau du cytosquelette. La nature des lipides membranaires joue 

un rôle important dans la formation de ces domaines dont il existe probablement plusieurs 

types. Les mieux caractérisés sont les rafts qui sont composés de lipides ayant des propriétés 

d’auto-assemblage capables de favoriser le regroupement de protéines et la formation de 

complexes moléculaires. L’existence des rafts dans les membranes biologiques a été imaginée 

par Simons et van Meer (Simons et van Meer, 1988) en s’appuyant sur des bases 

biophysiques liées aux propriétés des lipides membranaires. En 1997, Simons et Ikonen 

(Simons et Ikonen, 1997) apportent une base moléculaire au concept d’hétérogénéité latérale 

des membranes biologiques en présentant le modèle des « rafts » : les « rafts lipidiques » 

seraient formés grâce à l’association latérale des sphingolipides à chaînes longues et saturées 

sur le feuillet externe, les espaces entre les chaînes des sphingolipides étant comblés par des 

molécules de cholestérol. Les rafts ont donc été présentés comme des plateformes lipidiques 

de composition chimique particulière qui fonctionnent en ségrégant des composants 

membranaires à l’intérieur de la membrane cellulaire. Le concept des rafts est   soutenu par 

des études biophysiques basées sur des modèles in vitro (Jacobson et al., 1995) qui ont permis 

d’établir que les lipides, en fonction de leurs propriétés intrinsèques, s’organisent également 

en domaines présentant des propriétés différentes, notamment en terme de fluidité.  

 

2-1 Bases biophysiques de l’existence des rafts 
 

 2-1-1 Formation de phases dans les mélanges lipidiques 
 

Une bicouche lipidique, même si elle n’est formée que d’une espèce de lipide peut se 

trouver dans un état différent appelé phase selon le milieu (sels, pH, force ionique…), la 
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température et la pression. A basse température, la membrane est dans une phase gel Lbéta ou 

phase lamellaire solide ordonnée (entropie des chaînes d’acides gras faible) et les lipides sont 

très compactés. A haute température, la membrane est sous forme d’une phase fluide Lalpha 

ou liquide désordonnée ou encore Ld (entropie forte) et les chaînes d’acides gras sont mobiles 

(Mouritsen, 1991). La température de transition de phase ou Tm (melting temperature) est 

définie comme la température à laquelle une membrane composée d’un seul type de lipide 

passe d’une phase solide ordonnée à une phase liquide désordonnée. La Tm varie en fonction 

de la longueur et du degré d’insaturation des chaînes d’acides gras mais aussi de la nature du 

groupement polaire (Silvius et al., 1979). La cohésion d’une bicouche lipidique dépend des 

liaisons de faible énergie tant au niveau des chaînes hydrophobes (interactions de van der 

Waals) que des têtes polaires (liaisons hydrogènes, électrostatiques). Ainsi la Tm augmente 

avec le nombre de carbones des chaînes d’acides gras et diminue si elles portent des doubles 

liaisons, ce qui a pour effet de les écarter. 

 

Si une membrane est composée de deux ou plusieurs lipides ayant des Tm différentes, 

il existe une possibilité qu’un des composants soit ségrégé dans un domaine, créant ainsi une 

hétérogénéité latérale. En effet, si la bicouche se trouve à une température comprise entre les 

deux Tm, le lipide ayant une Tm élevée aura tendance à former une phase gel tandis que le 

lipide ayant une Tm faible sera en phase Ld. Les sphingolipides et les phospholipides ont des 

structures très différentes du point de vue de leur tête polaire et de leurs queues hydrophobes, 

donnant de fortes possibilités de générer des séparations de phases latérales, alors que les 

différents phospholipides n’ont pas de différences chimiques assez importantes entre eux pour 

induire une séparation de phase dans un état liquide (Silvius et al., 1986). 

 

Les transitions de phases peuvent se produire spontanément dans un mélange de 

lipides mais aussi sous l’action de stimuli externes comme la force ionique, l’adhésion ou 

l’insertion d’ions ou de macromolécules (Figure 20) (Binder et al., 2003). 
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Figure 20. Les différents modes de séparation de phase dans une bicouche lipidique: I) séparation de phase 
latérale de deux lipides, II) séparation de phase médiée par des facteurs externes : a) séparation de phase latérale 
du feuillet externe induite par des ions, b) séparation de phase verticale induite par l’absorption de polymères, c) 
séparations de phase latérale des deux feuillets induits par la température et c) séparation de phase latérale 
localement induite par la fixation de macromolécule. D’après (Binder et al., 2003). 
 

2-1-2 Rôle du cholestérol dans la formation de domaines  
 

Le principe de ségrégation de phase de deux composés en fonction de la température 

illustre le principe de base de la formation de domaines dans des membranes modèles, mais il 

est clair que les phases gels n’existent pas dans les membranes biologiques, sauf peut-être 

dans des conditions très particulières (Parasassi et al., 1993). Pour qu’il y ait formation de 

domaines dans les membranes biologiques, il faut qu’il y ait une immiscibilité entre deux 

phases fluides. C’est ce que l’on observe dans les mélanges contenant du cholestérol. Le 

cholestérol est un composant important des membranes cellulaires qui peut représenter 

jusqu’à 35 mol% des lipides de la membrane plasmique. Le rôle joué par ce lipide dans les 

membranes a été étudié principalement dans des membranes modèles. Le mélange de lipides 

le plus simple pouvant imiter les membranes des cellules eucaryotes correspond à un mélange 

ternaire constitué de : 

- un lipide avec une forte Tm : sphingolipide à chaînes longues et saturées 

- un lipide avec une Tm basse : phospholipide à chaînes insaturées 

- du cholestérol 

Selon les proportions utilisées, il se forme plusieurs phases, les phases gel et Ld, et une 

phase liquide ordonnée (ou Lo). Les nombreuses études de ces mélanges permettent d’établir 

des diagrammes de phases (figure 21). Il est clairement établi dans ces études in vitro qu’il 

peut y avoir une coexistence de domaines liquides ordonnés et de domaines liquides 

désordonnés. La phase Lo est un intermédiaire entre la phase gel et la phase Ld, dans laquelle 
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les chaînes acylées des lipides sont en extension comme dans la phase gel (G) mais présentent 

une mobilité latérale comme dans la phase Ld (Almeida et al., 1992; Mouritsen, 1991). Le 

cholestérol augmente donc la rigidité de la membrane tout en augmentant la mobilité latérale 

des autres composés. 

 
 
Figure 21. Diagramme de phase d’un mélange ternaire de lipides mimant le feuillet externe de la membrane 
plasmique. Les sommets du diagramme correspondent à une composition de l’espèce de 100%. Les différentes 
phases sont indiquées sur le diagramme ; G=gel (phase solide), Ld (La)= phase liquide désordonnée, Lo= phase 
liquide ordonnée. D’après (London, 2005). 
 

L’interaction du cholestérol avec les phospholipides est similaire à celle réalisée avec 

les sphingolipides comme présentée dans la figure 22 (Smaby et al., 1994). La tête polaire des 

phospholipides joue un rôle de parapluie pour les molécules de cholestérol qui s’intercalent 

dessous. Les interactions des glycérophospholipides avec le cholestérol décroissent dans 

l’ordre suivant PC > PS > PE (Simons et Vaz, 2004). De plus le cholestérol montre une 

préférence à établir des interactions avec des lipides possédant des chaînes aliphatiques 

saturées plutôt qu’avec des lipides portant des insaturations (Silvius, 2003). La position de la 

double liaison ainsi que le nombre de liaisons insaturées jouent un rôle dans l’interaction avec 

le cholestérol (Smaby et al., 1994). 

 

 
 
 
 Figure 22. Interaction entre les sphingolipides, le 
cholestérol et les glycérophospholipides. Le cholestérol se 
compacte avec les sphingolipides de façon plus importante 
(liaisons de van der Waals plus fortes) qu’avec les 
glycérophospholipides. Les chaînes acylées des 
glycérophospholipides en position sn-2 sont des acides gras 
insaturés. Ces acides gras portant une ou plusieurs doubles 
liaisons en cis ont une structure dévaforable au compactage 
des chaînes hydrophobes avec le cholestérol. D’après 
(Hanada, 2005). 
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2-1-3 Visualisation des rafts in vitro dans les membranes modèles (SUV,  
LUV et GUV) 

 

La formation de phases dans les mélanges lipidiques a été beaucoup étudiée dans des 

modèles in vitro et en particulier dans des liposomes. Les liposomes sont des vésicules de 

phospholipides organisés en bicouches. Ils sont formés de mélanges définis de lipides 

synthétiques ou naturels. Ils sont considérés comme un modèle très simplifié de membranes 

biologiques. Selon leur taille, ils peuvent ressembler à des membranes d’organite ou de cellule 

(Bangham, 1993). Les SUV (small unilamellar vesicules, 30-100 nm) et les LUV (large 

unilamellar vesicules, 100-200 nm) sont des vésicules de petite taille. Bien que très utilisées, 

elles constituent, de par leur fort rayon de courbure, des modèles ayant des propriétés 

biophysiques plus proches des vésicules de sécrétion ou des membranes de l’endosome que de 

la membrane plasmique. Les GUV (giant unilamellar vesicules, 1-100µm) ont une taille 

proche de celle d’une cellule, et peuvent être observées en microscopie optique. Les GUV ont 

ainsi permis de visualiser des arrangements de lipides sous différentes phases au sein d’une 

même vésicule. En utilisant des sondes fluorescentes, il est possible d’observer l’immiscibilité 

d’un mélange de lipides et la formation de domaines lipidiques à la surface de vésicules 

géantes (Figure 23). 

 
Figure 23. Séparation de phase observée sur des GUV par fluorescence. Les GUV sont formées d’un mélange 
DLPC(C12-PC)/DPPC (C16-PC) : 40/60. Apparaissent en rouge les domaines de phase Lo (enrichis en DPPC) 
et en vert les domaines Ld (enrichis en DLPC). Barre, 10 µm. D’après (Korlach et al., 1999). 
 
  

 Les études réalisées sur des membranes modèles se basent sur la composition lipidique 

des domaines insolubles extraits à partir de membranes biologiques. En effet, un mélange 
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1:1:1 de glycérophospholipides, cholestérol et sphingolipides permet de mettre en évidence 

des arrangements de lipides en microdomaines de phases distinctes  Lo et Ld  (Dietrich et al., 

2001; Korlach et al., 1999).  L’apparition ou la disparition de domaines est influencée par la 

composition des constituants formant ces vésicules. On peut ainsi en augmentant la 

concentration de cholestérol du mélange, suivre la percolation de phase comme le montre la 

figure 24. 

 

 
Figure 24. Visualisation par fluorescence de l’influence de la concentration en cholestérol sur un mélange 
PC/sphingomyéline (2 :1). Une inversion des phases est observée grâce au marqueur fluorescent de phase 
liquide. D’après (Veatch et Keller, 2002). 
 

L’apparition ou la disparition de domaines est influencée par des paramètres 

physicochimiques comme la température (Li et Cheng, 2006). Ceci est illustré dans la figure 

25 où l’on peut suivre les processus de formation de ces domaines.  

 

 
Figure 25. Visualisation de l’effet de la température sur les phases.  Des GUV constituées d’un mélange 
DOPC/DPPC (2 :8) sont marquées en rouge avec de la Rh-DPPE (phase ordonnée) et en vert par de la PC-
Bodipy (phase fluide), d’après (Li et Cheng, 2006). 

45



 

2-1-4  Corrélation entre membranes modèles et membranes biologiques 
 

Les études de modèles membranaires donnent des renseignements précis sur 

l’organisation des domaines lipidiques et les coexistences de phases. Pour faire la 

correspondance entre les microdomaines des membranes biologiques et les modèles 

biophysiques, il a été proposé que les rafts correspondent à la phase Lo et que le reste des 

lipides membranaires soit organisé en phase Ld. Cependant, l’extrapolation à une membrane 

biologique reste très délicate car : 

- les membranes biologiques sont composées de plusieurs centaines de lipides différents 

pouvant influencer les arrangements à la membrane. 

- elles sont riches en protéines membranaires. Qu’elles soient périphériques, 

transmembranaires ou ancrées au feuillet externe ou interne, les protéines peuvent par leur 

structure ou leur activité enzymatique modifier les propriétés de la membrane. 

- elles sont en interaction avec le cytosquelette qui  forme un réseau sous membranaire et peut 

agir sur la compartimentation et/ou la stabilité de ces domaines.  

- elles sont constituées de deux feuillets asymétriques contrairement aux LUV et GUV qui ont 

une organisation symétrique des deux feuillets. Cette différence de composition lipidique des 

deux feuillets de la membrane influence les propriétés biophysiques membranaires.  

 

2-2 Arguments en faveur de l’existence des rafts dans les membranes 
biologiques 
 

 La question de l’existence des rafts dans les membranes biologiques est encore 

débattue (Munro, 2003), essentiellement du fait que les principales évidences de leur 

existence se basent sur l’extraction par les détergents. Des études directes de la distribution 

des rafts dans les cellules vivantes n’ont pas permis de dégager un consensus quant à leur 

taille et leur dynamique et les tentatives de les visualiser directement à la membrane 

plasmique ont été négatives. Néanmoins, différentes approches  ont été développées qui 

accréditent l’existence des rafts dans les membranes biologiques et permettent de mieux 

comprendre leurs propriétés.  
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2-2-1 Les outils déstabilisant les rafts 
 

 Modifier l’intégrité des rafts in vivo apparaît comme un bon moyen pour prouver leur 

existence, évaluer leur rôle fonctionnel dans les processus biologiques et valider l’association 

spécifique de protéines. Une des approches consiste à modifier un des composants lipidiques 

clés. La cible de choix est bien évidemment le cholestérol dont la concentration peut être 

modifiée de plusieurs façons : 

- Le cholestérol peut être séquestré par des antibiotiques comme la filipine III (Kabouridis et 

al., 2000), l’amphotericine B ou la nystatine A1 (Xavier et al., 1998). Il est cependant 

assez difficile d’estimer par ces techniques la quantité réelle de cholestérol séquestré. 

- Le cholestérol peut être extrait des membranes par des cyclodextrines comme la methyl-

béta cyclodextrine (Klein et al., 1995; Ohtani et al., 1989). C’est la technique de référence 

pour étudier l’implication des rafts dans divers processus ou pour étudier les interactions 

lipides- protéines. De plus, ce type d’extraction permet de quantifier assez précisément le 

niveau de cholestérol extrait.  

- La néosynthèse cellulaire peut être inhibée par des drogues comme la lovastatine. Les 

statines sont d’ailleurs souvent utilisées en tandem avec la cyclodextrine pour s’assurer que 

la cellule ne va pas rééquilibrer les membranes par une néosynthèse de cholestérol. 

- L’intégrité des rafts peut être également altérée par un apport exogène de cholestérol, de 

gangliosides  et d’acides gras polyinsaturés (Simons et al., 1999; Webb et al., 2000). Ces 

apports exogènes ont pour conséquence de dissocier les protéines des rafts.  

 Ces approches ont été utilisées pour prouver l’importance des rafts dans divers 

processus biologiques. Cependant, les effets observés après l’extraction du cholestérol ne sont 

pas toujours directement liés à la déstabilisation des rafts car l’extraction du cholestérol 

conduit à de grandes perturbations de la membrane. 

2-2-2 Visualisation des rafts dans les cellules 
  

 L’hypothèse des rafts a été longtemps controversée car en absence de stimulation, 

aucun domaine membranaire n’a pu être observé ni en immunofluorescence conventionnelle, 

ni en immuno-microscopie électronique, à l’exception des cavéoles.  

 Les cavéoles sont des petites invaginations de la membrane plasmique de 80-100 µm 

de diamètre qui ont une forme caractéristique en microscopie électronique et qui sont 

considérées comme des rafts particuliers. Leur membrane est enrichie en sphingolipides et 
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cholestérol mais, contrairement aux rafts, les cavéoles apparaissent comme des structures 

relativement stables. Cette stabilité serait conférée par leur manteau de cavéoline. Les 

cavéoles sont détectables en immunofluorescence en utilisant des anticorps anti-cavéoline. 

Elles ont été impliquées dans des processus d’endocytose (Parton, 1996) et de transcytose au 

travers d’un endothélium et dans la transduction du signal (Anderson, 1998). Dans les cellules 

épithéliales, les cavéoles sont localisées au pôle basolatéral (Scheiffele et al., 1998; Vogel et 

al., 1998). 

  

 Pour expliquer l’absence de visualisation des rafts dans les membranes cellulaires, il a 

été proposé que les rafts soient très petits et/ou très dynamiques. Cependant, dans certaines 

conditions expérimentales il est possible de visualiser des domaines de quelques microns, soit 

en immunofluorescence, soit en microscopie électronique. Un des moyens est de relier entre 

elles des protéines ayant une affinité pour les rafts. Par exemple, le récepteur du folate, une 

protéine à ancre GPI, est distribué de façon diffuse à la surface de la membrane plasmique, 

mais il se regroupe dans les cavéoles en présence d’anticorps (Mayor et Rao, 2004). De 

même, des anticorps spécifiques sont capables de regrouper différentes protéines ancrées par 

le GPI pour former des patches qui se superposent (Harder et al., 1998). Ces patches 

regroupent aussi des protéines du feuillet interne de la membrane plasmique, en particulier 

des protéines de la famille des tyrosines kinases comme Fyn, ce qui indique qu’il existe très 

certainement un couplage entre le feuillet interne et le feuillet externe au niveau de ces 

microdomaines. En revanche, les protéines considérées comme non associées aux rafts, par 

exemple le récepteur de la transferrine, forment des patches distincts.  

  Il faut noter que même après fixation des cellules les anticorps sont capables de 

générer des patches (Kusumi et al., 2005). Pour étudier la distribution des protéines dans les 

membranes il est donc recommandé d’utiliser des anticorps monovalents et de contrôler la 

méthode de fixation. En microscopie électronique, Prior et al (Prior et al., 2003) ont constaté 

que la taille des domaines observés dépendait de la fixation utilisée. 
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2-2-3 Développement de méthodes adaptées à l’étude des rafts dans les 
cellules vivantes 

 

 Pour visualiser des domaines de très petite taille, comprendre leurs propriétés 

physiques et leur dynamique, de nouvelles techniques de microscopie et de détection ont été 

développées, basées en particulier sur l’imagerie de fluorescence : 

 

 - Le FLIM (Fluorescence Lifetime Imaging Microscopy) est une technique qui permet 

de déterminer la durée de vie d’un fluorophore dans différentes positions spatiales (Becker et 

al., 2004). Une telle approche a permis de montrer l’existence de petits domaines de protéines 

liées  au GPI composés de cholestérol dans les membranes cellulaires (Sharma et al., 2004). 

 - Une des approches par fluorescence qui permet d’observer en temps réel la 

dynamique des microdomaines est d’utiliser une sonde qui possède des propriétés spectrales  

dépendant de son environnement lipidique et donc du type de phase. Ainsi il a été possible 

d’observer à la surface  membranaire des macrophages des phases lipidiques  distinctes grâce 

à la sonde Laurdan qui possède des propriétés spectrales différentes selon son environnement 

lipidique (Gaus et al., 2003). Plus récemment, une nouvelle sonde Di-4-ANEPPDHQ a 

permis d’observer en fluorescence des arrangements membranaires de phases distinctes sur 

cellules vivantes (Jin et al., 2006). 

 

 - Le FRAP (Fluorescence Recovery After Photobleaching) est une méthode très 

utilisée pour déterminer la mobilité latérale de molécules fluorescentes à la membrane et donc 

apprécier si une protéine a tendance à se sédentariser dans un environnement lipidique. Cette 

technique a permis de calculer les vitesses de diffusion de molécules membranaires comme 

les lipides et les protéines à la surface des cellules (Tocanne et al., 1994).  Les  premières 

études sur les rafts ont montré que les protéines associées aux rafts diffusent moins vite que 

celles qui n’y sont  pas associées (Shvartsman et al., 2003). Des adaptations de FRAP ont été 

réalisées pour aider à la visualisation de rafts. Ainsi lorsque le  photoblanchiment  est 

combiné au FRET (Förster Resonance Energy Transfer), une  méthode qui permet d’observer 

la proximité de deux marqueurs qui ne sont éloignés que de 1-10nm,  ceci  peut apporter des 

précisions sur la proximité à un niveau inférieur au micron. Certains travaux n’ont pas pu 

mettre en évidence des différences de diffusion de protéines associées ou non aux rafts 
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(Kenworthy et al., 2004). Cependant, des études de FRAP réalisées à différentes températures 

ont permis d’observer des différences entre les valeurs de diffusion caractéristiques des 

protéines de la membrane apicale des cellules épithéliales, selon qu’elles sont considérées 

scomme associées aux rafts ou non (Meder et al., 2006) (Figure 26). Les résultats obtenus 

suggèrent que dans la membrane apicale des cellules MDCK les domaines rafts forment une 

  

phase continue. 

gure 26. Cinétique de recouvrement après photoblanchiment selon le seuil de percolation des phases. 
exemple donné ici concerne des protéines non associées aux rafts (représentées par un piquet vert, tandis 

Fi
L’
qu’une protéine associée aux rafts est représentée par un piquet rouge). Les phases « raft » sont représentées en 
orange et les phase « non raft » en bleu. (A) Un nombre restreint de domaines non rafts dans une phase raft 
continue provoque un recouvrement de fluorescence rapide mais incomplet ; (B) Si le nombre de domaines 
isolés non rafts est plus important, on observe à la fois une récupération de fluorescence rapide venant des 
domaines touchant la zone de blanchiment et une récupération plus lente qui nécessite le saut des molécules d’un 
îlot à l’autre ; (C) Dans une phase non raft continue mais comportant de nombreux îlots raft, le coefficient de 
diffusion est très lent. D’après (Meder et al., 2006).  
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 - La FCS (Fluorescence Correlation Spectroscopy) est une méthode qui permet de 

quantifier finement les paramètres de diffusion avec une grande résolution dans le temps 

(Figure 27). Les mesures de fluorescence sont réalisées dans une zone définie et les 

fluctuations d’intensité de fluorescence dans le temps correspondent au nombre de molécules 

fluorescentes présentes dans la zone. On détermine ainsi  la fonction d’autocorrélation de 

fluorescence. Celle-ci permet de calculer le temps de diffusion ainsi que le nombre moyen de 

molécules présentes dans la zone.  

  

 
Figure 27. Diagramme schématique représentant la technique de FCS. La fluorescence est mesurée dans une

’approche par FCS permet de distinguer des différences de diffusion entre un marqueur de 

cellulaire. 

 
 zone de la membrane au cours du temps. Cette mesure permet d’apprécier le nombre de molécules qui diffusent

à l’intérieur de cette zone. D’après (Marguet et al., 2006). 
 

L

phase raft (la sous unité de la cholera toxine fixant le GM1), et un marqueur de phase non raft 

(di-alkylcarbocyanine diI) dans des membranes natives et des membranes modèles (Bacia et 

al., 2004). Cette approche a en particulier permis d’étudier le rôle des domaines lipidiques et 

du cytosquelette dans le confinement local de marqueurs spécifiques (Wawrezinieck et al., 

2005). De même, Lenne et al. (Lenne et al., 2006) ont montré que les molécules supposées 

être associées aux rafts sont compartimentalisées de façon dynamique dans des 

microdomaines de taille <120 nm qui sont sensibles à la déplétion en cholestérol et 

sphingomyéline. En revanche, le confinement du récepteur de la transferrine qui n’est pas 

associé aux rafts est determiné par le cytosquelette. Lorsque les deux systèmes sont altérés, on 

observe pour toutes les molécules une diffusion libre de type brownien à la membrane 

51



 

 - Le SPT (single particle tracking) est une méthode qui permet d’observer la mobilité  

anslationnelle d’un ou plusieurs groupe de protéines ou de lipides des membranes en suivant 

 mou

ic force microscopy) est à l’heure actuelle la technique la plus 

issante pour étudier des microstructures membranaires de l’ordre de 1 à 10 nm. Une 

rtogr

tr

le vement de marqueurs spécifiques (bille d’or ou étiquette fluorescente) avec un 

microscope à grande résolution, de l’ordre de 2 à 10 nm. Cette technique permet d’obtenir une 

précision spatiale importante du mouvement d’une particule ou molécule et de caractériser 

des mouvements spécifiques distincts du mouvement brownien en deux dimensions. Les 

problèmes rencontrés sont la valence de l’objet suivi, le blanchiment des molécules 

fluorescentes et la taille importante de la bille d’or. Cependant, il est possible d’observer la 

diffusion latérale de molécules au sein d’une membrane modèles contenant des domaines 

rafts. Ainsi, on a pu mesuré la diffusion latérale d’un lipide marqué avec une particule d’or 

dans des domaines Ld et Lo d’un mélange DOPC/cholestérol/SM (1/1/1) dans des travaux de 

Dietrich en 2001. Il a ainsi pu observer une diffusion réduite d’un facteur 2 dans les domaines 

Lo versus Ld. Des études sur des protéines ont également été réalisées sur des membranes 

biologiques notamment sur la protéine liée au GPI CD59 par l’équipe du professeur Kusumi 

(Kusumi et al., 2005). 

  

 - L’AFM (atom

pu

ca aphie de la membrane est réalisée en mesurant les forces de déflection qui s’exercent 

sur une fine aiguille se trouvant avec une très grande proximité de l’objet à cartographier. Ces 

techniques ont d’abord été développées sur des membranes modèles de type bicouche 

lipidique plane (Milhiet et al., 2001; Milhiet et al., 2002). L’AFM appliquée à des membranes 

de cellules vivantes est une méthode qui devrait permettre de visualiser ces microdomaines 

bien que les premiers essais montrent une perte de la résolution latérale. Les principales 

études sont cependant réalisées sur des cellules fixées. Il a été ainsi montré sur les cellules 

MDCK qu’en inhibant la biosynthèse du cholestérol et des sphingolipides, le nombre de 

microvillosités diminuait (Poole et al., 2004). 
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2-3 Méthodes d’isolement des rafts  
 

L’analyse biochimique des rafts cellulaires provient essentiellement de l’utilisation des 

détergents non ioniques qui permettent d’isoler des fractions membranaires dont la 

composition lipidique est enrichie en cholestérol et sphingolipides.  

 

 2-3-1 Les détergents 
 

Les détergents sont des outils précieux pour l’isolement et la purification des protéines 

membranaires. La solubilisation par les détergents est aussi indispensable dans la première 

étape de reconstitution ainsi que dans la cristallisation des protéines. Les détergents sont des 

molécules amphiphiles, constituées d’une tête polaire et d’une chaîne hydrophobe (queue). 

Ces molécules possèdent, grâce à leur forme moléculaire conique, une courbure positive et 

vont former spontanément des structures micellaires sphériques dans une solution aqueuse. 

Les détergents solubilisent les protéines membranaires en se substituant à l’environnement 

lipidique de la protéine. Ils sont classés selon leurs structures dans 4 catégories, représentés 

dans la figure 28. 

 

 
Figure 28. Les différents types de détergents. D’après (Seddon et al., 2004). 
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- les détergents ioniques possèdent une tête ayant une charge nette qui peut être soit 

cationique soit anionique. Le reste de la molécule peut être une chaîne hydrophobe 

hydrocarbonée ou un squelette stéroïdien.  

- les sels d’acides biliaires sont des détergents ioniques mais ils différent du SDS de part la 

nature du squelette rigide de type stéroïdien. Ils possèdent donc un pôle polaire et apolaire et 

forment des petits agrégats en forme de haricot et non des micelles sphériques.  

- les détergents non ioniques contiennent une tête hydrophile non chargée de type 

polyoxyéthylène ou glycosidique. Ils sont généralement considérés comme doux et non 

dénaturants puisqu’ils cassent les interactions lipide-lipide plutôt que les interactions lipides 

protéines. Cela permet de conserver les caractéristiques structurales des protéines. 

- les détergents zwittérioniques combinent les propriétés des détergents ioniques et non 

ioniques mais ont tendance à désactiver les protéines plus que ne le font les détergents non 

ioniques. 

Les détergents sont caractérisés par plusieurs paramètres : 

- la concentration micellaire critique (CMC) : concentration de détergent à partir de laquelle 

les monomères de détergents se regroupent pour former des micelles. La CMC varie en 

fonction des conditions de pH, de force ionique, de température et de la  présence de protéines 

ou de lipides (Le Maire, 2000). Plus la longueur de la chaîne alkyl du détergent est 

importante, plus la CMC diminue.A l’inverse, plus le nombre de doubles liaisons ou de 

branchements augmente, plus la CMC est importante. Lorsque la température est basse, les 

détergents restent dans une forme cristalline insoluble qui est en équilibre avec des petites 

quantités de monomères solubles. Lorsque la température augmente, le nombre de monomères 

augmente jusqu’à atteindre la CMC. La température à laquelle la forme cristalline, les 

monomères et les micelles sont en parfait équilibre est appelée le Kraft Point. 

- le nombre d’agrégation : il correspond au nombre de monomères contenus dans une micelle. 

Il est calculé en divisant la masse moléculaire relative d’une micelle par celle d’un monomère. 

 

2-3-2 Les étapes de solubilisation 
 

Les détergents sont des molécules amphiphiles solubles qui sont capables de 

s’incorporer aux membranes. La concentration d’un détergent dans une membrane est souvent 

exprimée par le rapport molaire détergent/lipide (Re): Lorsque la concentration en détergent 

est faible, il apparaît des bicouches mélangées de lipides et de détergents. Lorsque la 
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concentration est augmentée, la membrane est alors saturée en détergents. Pour les bicouches 

de phospholipides, le rapport détergent/phospholipide qui permet d’atteindre la saturation 

varie selon le type de détergent de 0.3 à 2.5 (Lasch, 1995), la valeur maximale de Re est alors 

Re sat. A partir du rapport molaire, il existe en solution des bicouches et des micelles mixtes 

de détergent et de lipides. Lorsque l’on dépasse la valeur Re sat, la solubilisation commence 

et il se forme des micelles riches en détergent dans lesquelles le rapport détergent/lipide est 

Re sol. La solubilisation est complète pour un Re compris entre 1 et 3, Re>Re sol.  

Le modèle classique retenu pour la solubilisation comporte 3 étapes présentées en figure 29. 

 

 
 

 
Figure 29. Les différentes étapes de solubilisation. 

-1) Re < Re sat : mélange où l’on trouve des monomères de détergents (si [détergent] <CMC) ou des micelles (si 
[détergent] >CMC) et la bicouche lipidique cible 
-2) Re sat < Re < Re sol : mélange où l’on trouve des micelles mixtes lipides /détergents et la bicouche lipidique 
saturée en molécules de détergents. 
-3) Re > Re sol : présence de micelles mixtes, correspond à la solubilisation complète de la bicouche. 
 

 

2-3-3 Les membranes résistantes aux détergents (DRMs) 
 

La résistance aux détergents implique qu’une fraction de la membrane se maintienne 

sous forme de larges fragments de bicouche qui ne sont pas transformés en micelles quelle 

que soit la concentration de détergent utilisée. Cela sous-entend que la solubilisation se fait 

mais ne devient jamais complète. 
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Les membranes résistantes aux détergents (DRMs) s’équilibrent à une faible densité 

après centrifugation dans un gradient de saccharose. Cette méthode de fractionnement permet 

d’isoler les DRMs et d’identifier les protéines et les lipides qui les constituent. Les DRMs 

peuvent varier selon le type de détergent utilisé, le rapport détergent/lipide et le type cellulaire 

étudié. Il existe plusieurs autres appellations de ces DRMs dans la littérature : les DIGs 

(detergent-insoluble glycolipid-enriched complexes), les domaines GPI, les domaines de 

signalisation des glycosphingolipides, les domaines semblables aux cavéoles, les 

microdomaines, les domaines liquides ordonnés, les DIM (detergent-insoluble membranes), 

les GEMs (glycosphingolipid-enriched membranes) et enfin les TIFF (Triton-insoluble 

floating fractions).  

Il a été proposé que les DRMs correspondent à des domaines de faible fluidité, qui se 

trouveraient à basse température en phase Lo. Effectivement, dans les membranes modèles, il 

a été montré que la sphingomyéline et le cholestérol (qui peuvent former des phases Lo) en se 

co-ségrégant au sein de la bicouche de phospholipides dite fluide, peuvent former des 

bicouches résistantes à l’attaque du Triton X-100 et ceci à différentes températures (Patra 

1998, Veiga 2001, xu 2001). La résistance au détergent pourrait dépendre de paramètres 

thermodynamiques (Lichtenberg et al., 2005). En effet, la géométrie relative de certains 

composants de la membrane et de certains détergents serait défavorable à la formation de 

micelles mixtes et ainsi préserverait la bicouche de la solubilisation. L’influence de la 

température sur la solubilisation par les détergents a été montrée par plusieurs auteurs sur des 

membranes modèles (Heerklotz et al., 1997; Schnitzer et al., 2003). La solubilisation d’une 

bicouche de type liquide Ld nécessite plus de détergents à haute température. Ceci a été 

expliqué par le fait que l’augmentation de la température diminue l’ordonnancement des 

chaînes hydrophobes ce qui rend la courbure spontanée des molécules plus négative. Cette 

courbure négative s’oppose à la transition vers des micelles mixtes courbées positivement, et 

donc à la solubilisation. Enfin la quantité de détergent nécessaire à la solubilisation dépend 

également de la CMC du détergent ainsi que de sa partition micelle/eau (Heerklotz et al., 

1997). 

Des travaux ont été menés pour tenter de comprendre quelle est l’influence du 

détergent sur la solubilisation mais aussi quelle est la part de la composition lipidique de la 

membrane. Ainsi, Ahyayauch (Ahyayauch et al., 2006) montre à l’aide de modèle in vitro 

utilisant différentes espèces de PC que : i) il faut plus de molécules de TX-100 pour 

solubiliser une membrane composée de PC insaturée que de PC saturée pour une même 

longueur de chaîne d’acides gras, ii) la longueur des chaînes n’influence que très peu la 
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solubilisation par le Triton X-100, iii) le type de liaison acyl ou alkyl n’a  pas d’influence sur 

la solubilisation. 

Le détergent le plus couramment utilisé pour obtenir des DRMs est le Triton X-100. 

Cependant, d’autres détergents ont été utilisés comme le Lubrol WX, les Brij 35, 58, 98, et le 

Tween 20. L’utilisation de ces détergents a permis de montrer que certaines protéines sont 

solubles dans le Triton X-100 mais insolubles dans un autre détergent. Par exemple la 

prominine, une protéine localisée exclusivement à l’apex des microvillosités dans les cellules 

MDCK, est insoluble dans le Lubrol bien que soluble dans le Triton (Roper et al., 2000). Il en 

est de même pour MDR1, une autre protéine polytopique (Slimane et al., 2003). Ces résultats 

ont conduit leurs auteurs à proposer l’existence de plusieurs types de rafts. Plus récemment, 

Alfalah  (Alfalah et al., 2005) a suggéré l’existence d’une nouvelle classe de DRMs définies 

par le Tween 20, impliquée dans le tri des protéines apicales au moment de leur maturation 

dans l’appareil de Golgi.  

Pour Lichtenberg, la présence possible de plusieurs sortes de rafts dans les membranes 

implique la coexistence de deux types de phases liquides membranaires (Lichtenberg et al., 

2005). Il envisage pourtant que ces types de domaines puissent posséder des complexes 

protéiques différents plutôt qu’une séparation de phase spontanée des lipides. 
   
 
 

2-3-3-1 Composition lipidique des DRMs  
 

Les premiers travaux menés par Brown et Rose (Brown et Rose, 1992) ont montré un 

enrichissement en glycosphingolipides et l’appauvrissement en glycérophospholipides de la 

fraction DRM des cellules MDCK par rapport aux membranes totales. En 2002, l’analyse par 

spectrométrie de masse des DRMs de cellules KB montre un appauvrissement en 

phospholipides anioniques (Pike et al., 2002). En 2003, Schuck analyse la composition des 

DRMs pour les cellules MDCK et Jurkat (Schuck et al., 2003), il note un enrichissement en 

sphingolipides et cholestérol ainsi qu’un appauvrissement en glycérophospholipides pour les 

cellules MDCK. L’étude montre également que la PC retrouvée dans les DRMs est 

majoritairement composée d’acides gras saturés. De plus, cette étude montre que le type de 

détergent utilisé fait varier la densité ainsi que la composition protéique et lipidique des 

DRMs récupérés. Pike et Gross montrent en 2005 (Pike et al., 2005) que les lipides retrouvés 

dans les DRMs de cellules CHO extraites avec le Triton X-100 sont très majoritairement des 

lipides classiquement retrouvés sur le feuillet externe de la membrane plasmique. 
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L’enrichissement en sphingolipides et cholestérol a été également retrouvé dans des DRMs 

isolés à partir d’autres types cellulaires comme les mastocytes (Fridriksson et al., 1999) et les 

cellules ROS (Martin et al., 2005). 

  

2-3-3-2 Composition en protéines des DRMs 
 

 Les DRMs obtenues après solubilisation des membranes par le Triton X-100 sont 

relativement pauvres en protéines par rapport aux lipides. La cavéoline est une protéine 

distribuée exclusivement dans les DRMs, ce qui en fait un marqueur de cette fraction, de 

même que la flotilline (Morrow et Parton, 2005). Récemment, il a été montré que les 

flotillines 1 et 2 ont des propriétés très proches des cavéolines 1 et 2 et induiraient la 

formation de microdomaines membranaires dont la structure est proche de celles des cavéoles  

(Frick et al., 2007).   

 Les protéines retrouvées spécifiquement dans les DRMs sont les protéines à ancre GPI 

qui sont localisées exclusivement dans le feuillet externe de la membrane plasmique. Il existe 

une certaine hétérogénéité des ancres GPI (McConville et Menon, 2000). Elles comportent 

typiquement un phosphatidylinositol qui est un lipide diacyl, mais il existe aussi des 

groupements alkyl-alcyl et des variations dans la longueur des chaînes. De plus l’ancre peut 

subir des modifications post-traductionnelles comme le remplacement des acides gras par des 

myristates. Ces différences font que les protéines à ancres GPI peuvent interagir de façon 

différente avec les lipides membranaires (Benting et al., 1999). Des résultats obtenus dans des 

membranes modèles suggèrent que la longueur des chaînes grasses des ancres GPI influence 

l’association des protéines avec des microdomaines contenant des types de sphingomyélines 

différentes (Garner et al., 2007). Une autre classe de protéines retrouvées dans les DRMs est 

constituée des protéines acylées comportant des modifications post-traductionnelles de type 

N-myristoylation et palmitoylation (Melkonian et al., 1999). Ces modifications sont 

retrouvées en particulier dans des protéines de signalisation ancrées dans le feuillet interne de 

la membrane plasmique, mais également dans des protéines transmembranaires.   

 Peu de protéines transmembranaires sont associées aux DRMs, en tout cas aux DRMs 

obtenues après solubilisation  par le Triton X-100. En effet, la phase lo ne constitue pas un 

environnement favorable pour les segments transmembranaires en raison du compactage des 

lipides, et ce phénomène serait encore accentué par la température basse à laquelle est 

effectuée la solubilisation (McIntosh et al., 2003). Cela explique qu’un certain nombre de 
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protéines transmembranaires, pour lesquelles une association aux rafts a été clairement 

suggérée par des méthodes indépendantes de l’usage de détergents, sont exclues des DRMs 

obtenues avec le Triton (Janes et al., 2000; Pike et al., 2002). En revanche, certaines protéines 

transmembranaires sont retrouvées dans des DRMs obtenues avec d’autres détergents (Roper 

et al., 2000; Slimane et al., 2003). La présence d’une protéine dans les DRMs obtenues après 

extraction par le Triton X-100 indique probablement  une forte interaction avec les rafts 

(Abate et al., 2005). 

  Afin d’identifier de nouveaux constituants des DRMs, plusieurs équipes ont réalisé 

des analyses de fractions DRMs  par une approche de protéomique (Bini et al., 2003; Blonder 

et al., 2004; Foster et al., 2003; Nebl et al., 2002; Sprenger et al., 2006; von Haller et al., 

2001; Wollscheid et al., 2004). Ces analyses portent sur différents types cellulaires avec des 

méthodes d’extraction variables. Ces études ont montré la présence  de nombreuses familles 

de protéines : des protéines membranaires, protéines de signalisation, des protéines du 

cytosquelette. L’extraction des protéines membranaires pour l’analyse en protéomique reste 

un des enjeux majeurs de ce type d’analyse.  

 

 2-3-3-3 Isolement des rafts sans détergents 
 
 Des méthodes d’isolement des rafts ne faisant pas appel aux détergents ont aussi été 

proposées, basées sur la sonication des membranes  (Brown et London, 1997; Macdonald et 

Pike, 2005; Schnitzer et al., 2003; Smart et al., 1995; Song et al., 1996). Par rapport aux 

détergents, ces méthodes éliminent le problème du mixage des membranes et préservent le 

couplage entre le feuillet interne et le feuillet externe de la membrane. Comme les DRMs, ces 

préparations sont enrichies en cholestérol et sphingomyéline par rapport aux lipides totaux 

(Smart et al., 1995), mais elles ne sont pas déplétées en glycérophospholipides. Cependant, 

étant donné que les fractions sont obtenues seulement sur la base de leur faible densité, il est 

possible que des protéines et des lipides qui ne sont pas associés aux rafts soient inclus dans 

ces  préparations. 
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2-3-3-4 Correspondance entre DRMs et RAFTS  
 

Il est actuellement admis que les DRMs dérivent de domaines de type Lo présents à la 

membrane cellulaire, et que la très grande organisation ordonnée des chaînes d’acides gras est 

responsable de l’insolubilité dans les détergents (Brown et London, 2000, 1997; London et 

Brown, 2000; Schroeder et al., 1994). En utilisant des membranes modèles de compositions 

similaires aux DRMs isolées à partir de cellules, il a été montré que l’insolubilité dans les 

détergents était bien corrélée à la présence de phase Lo (Ahmed et al., 1997; Schroeder et al., 

1994; Schroeder et al., 1998). Ces auteurs ont démontré que la présence d’une telle phase Lo 

facilitait de façon importante la formation de DRMs et que les détergents ne réorganisaient 

pas la phase Ld pour créer des domaines insolubles. Enfin, des études menées en Résonance 

Paramagnétique Electronique  (RPE) sur des DRMs isolées à partir de cellules ont montré 

elles aussi la présence de phases Lo (Ge et al., 1999). 

Une des incertitudes sur la méthode d’isolement des DRMs est que la quantité de 

lipides récupérés après extraction par un détergent n’est pas la quantité exacte de phase Lo 

présente avant l’addition de détergent (London et Brown, 2000). Plusieurs travaux sur les 

membranes modèles ont permis de montrer que l’isolement de DRMs par le Triton peut 

conduire à sous-estimer la quantité de lipides présents dans les domaines Lo avant l’extraction 

(Schroeder et al., 1998; Xu et London, 2000). Il est même suggéré que les conditions de 

basses températures utilisées peuvent être à l’origine de cette sous-estimation (Sot et al., 

2002). D’autres auteurs avancent l’inverse ; la température basse de 4°C favoriserait la 

surestimation de la quantité de lipides en phase Lo (London et Brown, 2000).  

Les travaux de Heerkoltz (Heerklotz, 2002) sur des membranes modèles montrent 

aussi que le Triton X-100 augmente la taille et le nombre de domaines ordonnés. Mayor 

observe sur des membranes biologiques que Triton X-100 peut également amener certains 

lipides à être redistribués sous forme de clusters (Mayor et Rao, 2004). 

 

En conclusion, toutes ces ambiguïtés font que les DRMs ne peuvent pas être assimilés 

aux rafts de même que les rafts ne correspondent pas à des phases Lo (Lichtenberg et al., 

2005) : 
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- Les DRMs sont le résultat de la solubilisation incomplète des membranes par les détergents. 

A ce titre, les DRMs n’existent qu’après un traitement aux détergents et ne correspondent pas 

forcément à une structure qui existait dans les membranes avant le traitement. 

- Les rafts sont des microdomaines membranaires enrichis en cholestérol et sphingolipides 

présents dans les membranes biologiques in vivo. Du fait de leur composition, il est probable 

que les rafts forment une phase Lo et sont résistants aux détergents, mais on ne sait pas dans 

quelle mesure les DRMs obtenues avec les détergents correspondent aux rafts. 

- Les domaines Lo se forment dans les membranes lipidiques et correspondent à un 

phénomène physique. L’enrichissement local en cholestérol augmente l’ordonnancement des 

chaînes grasses des phospholipides. Les domaines Lo sont plus résistants aux détergents que 

les domaines Ld. 

 

2-4  Propriétés des rafts biologiques  
 
 Le concept des rafts qui repose sur l’hypothèse que les lipides jouent un rôle moteur 

dans la formation de microdomaines membranaires a suscité de nombreuses controverses 

mais a stimulé le développement de recherches sur les interactions lipides-protéines. Il est 

maintenant accepté qu’il existe une hétérogénéité latérale au sein des membranes et en 

particulier au sein de la membrane plasmique et que la formation de domaines est 

indispensable à de nombreuses fonctions biologiques.  

 Le modèle d’origine supposait que les domaines étaient relativement stables mais il est 

vite apparu qu’ils devaient être extrêmement petits et très dynamiques. Selon  Maxfield, 

(Maxfield et Wustner, 2002), la membrane est une collection de rafts contigus avec des 

inclusions fluides. Dans le modèle des « lipid shells » (Anderson et Lekkerkerker, 2002), les 

protéines ayant une affinité pour le cholestérol et les sphingolipides sont enchâssées dans une 

coquille lipidique ; ces petites unités très mobiles seraient capables de se regrouper dans des 

domaines plus stables pour être fonctionnelles. Ces divergences démontrent la difficulté à 

caractériser structurellement la membrane cellulaire.  

 Une définition des rafts a été proposée en 2006 à l’issue d’un Keystone symposium  

(Pike, 2006): 

 « Les rafts membranaires sont des domaines de petite taille (10-200 nm), hétérogènes, très 

dynamiques, enrichis en stérols et sphingolipides, qui compartimentalisent des processus 
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cellulaires. Ces petits rafts peuvent être parfois stabilisés pour former des plateformes plus 

grandes  grâce à des interactions protéines-protéines et  protéines-lipides. »  

  

 2-4-1 Localisation et taille des rafts dans les cellules 
 

 Les rafts sont censés exister dans les membranes cellulaires dès lors qu’elles 

renferment des sphingolipides et du cholestérol en quantité suffisante. Etant donné qu’il existe 

dans les cellules un gradient croissant de cholestérol à partir du RE jusqu’à la membrane 

plasmique (Bretscher et Munro, 1993; Pagano et al., 2000), et que d’autre part la biosynthèse 

des sphingolipides n’est complète qu’au niveau de l’appareil de Golgi (van Meer, 1989), c’est 

dans ce dernier compartiment intracellulaire que les rafts se formeraient.  Les rafts seraient 

incorporés dans les vésicules qui ont pour destination la membrane plasmique entraînant dans 

leur édifices les protéines à ancre GPI et autres protéines résidentes des rafts (Fiedler et al., 

1993). En revanche, les vésicules de transport rétrograde qui retournent vers le RE ne sont 

enrichies ni en cholestérol ni en sphingolipides (Brugger et al., 2000) et ne comporteraient pas 

de rafts. Les rafts ont aussi été identifiés dans d’autres organites de la voie sécrétoire et de la 

voie endocytique (Nichols et Lippincott-Schwartz, 2001), dans les cavéosomes (Pelkmans et 

al., 2001) et les phagosomes (Dermine et al., 2001), organites qui sont connectés à l’appareil 

de Golgi et/ou à la membrane plasmique. Néanmoins, à l’état d’équilibre, les rafts sont 

majoritairement localisés à la membrane plasmique des cellules (Brown et London, 1998).  

 Selon le type cellulaire, la distribution de ces microdomaines dans la membrane 

plasmique n’est pas homogène. Dans les cellules épithéliales polarisées, les rafts sont presque 

exclusivement retrouvés au pôle apical des cellules si bien que la membrane plasmique 

apicale serait composée en grande majorité de domaines rafts (Meder et al., 2006). Dans les 

cellules neuronales, les rafts seraient également localisés préférentiellement au niveau de la 

membrane plasmique axonale (Kamiguchi, 2006). Cependant pour les autres cellules non 

polarisées comme les lymphocytes quiescents et les fibroblastes, la répartition de ces 

domaines semble le plus souvent homogène à la surface membranaire.  

 La taille des rafts reste, selon la bibliographie, assez variable car sa détermination  est 

réalisée par différentes méthodes d’observation. De plus certaines mesures ont été réalisées 

soit sur des modèles lipidiques (GUV et monocouche), et d’autres sur des membranes 

biologiques. Les valeurs moyennes obtenues par AFM (microscopie de force atomique) 

(Milhiet et al., 2001; Milhiet et al., 2002) et SPT (single particle tracking) (Dietrich et al., 
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2002; Pralle et al., 2000) varient de 10 à 100nm de diamètre alors que des méthodes telles que 

la microscopie ou la diffraction des rayons X donnent des valeurs de 1 à plusieurs 

micromètres. Le nombre de molécules qui composeraient les rafts varie de 80 à 100 000. 

Cette variabilité n’est pas très étonnante car des mélanges de lipides peuvent ne pas donner les 

mêmes résultats s’ils sont réalisés en chambre de Langmuir sous forme de monocouche ou 

bien à l’aide de GUV qui sont des bicouches libres de contraintes de support. La biogenèse 

des domaines est un phénomène dépendant du temps (Anderson et Lekkerkerker, 2002), et 

enfin les limites de détection de la microscopie conventionnelle comparé à l’AFM ne permet 

de regarder que les plus gros objets et donc surestimer la taille. Il est généralement admis que 

dans les membranes biologiques, les rafts sont petits, très dynamiques et d’une taille 

inférieure à la résolution du microscope optique, mais qu’ils peuvent coalescer sous l’effet de 

certains stimuli. Par exemple, le maillage des éléments des rafts, en utilisant des anticorps 

contre des protéines à ancre GPI, entraîne une coalescence des rafts qui deviennent 

détectables en microscopie à fluorescence (Harder et al., 1998).  

   

2-4-2 Organisation des rafts : rôle du cytosquelette  
 

 Les mécanismes qui contrôlent la biogenèse,  la taille et la durée de vie des rafts sont 

encore très mal connus. Dans ce domaine, le rôle des éléments du  cytosquelette commence 

seulement à émerger (Kusumi et al., 2005). Il semble que les microtubules et les 

microfilaments d’actine soient des partenaires privilégiés des rafts. 
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Figure 30. Organisation du cytosquelette et des rafts dans la signalisation neuronale. a) l’actine et la 
tubuline sous forme polymérisée s’associent avec les rafts plans ou les cavéoles et regroupent des molécules de 
signalisation. b) la déstabilisation des filaments d’actine ou des microtubules conduit certains récepteurs ou 
protéines G à quitter les rafts. D’après (Allen et al., 2007).  
 

 Le couplage entre les rafts et le cytosquelette est impliqué par exemple dans la réponse 

immune (Meiri, 2005) ainsi que dans la signalisation neuronale (Allen et al., 2007), présenté 

dans la figure 30. Le cytosquelette jouerait un rôle dans la stabilisation de microdomaines. 

Cette stabilisation de domaines lipidiques permettrait ainsi le recrutement facilité de 

partenaires protéiques. Le multicomplexe ainsi formé serait prêt pour la transduction du 

signal.  

 Les travaux de Kusumi ont suggéré que la diffusion des protéines et des lipides au sein 

des rafts était affectée par le cytosquelette de la membrane. Il a été notamment montré que des 

protéines pouvaient être confinées transitoirement dans des domaines de l’ordre de 32 à 230 

nm et ceci de façon périodique (Murase et al., 2004). Ces passages transitoires entre des zones 

définies par le cytosquelette sous membranaire sont réalisés par des mouvements de « saut » 

(Kusumi et al., 2005). Récemment, l’hypothèse de Kusumi a été remise en question par des 

approches méthodologiques différentes. En effet, Wieser ne retrouve pas une diffusion 

confinée de CD59  sur cellules vivantes (Wieser et al., 2007). En utilisant la spectroscopie à 

corrélation de fluorescence, Lenne a montré que des marqueurs putatifs de rafts sont 

compartimentalisés dans des microdomaines d’un diamètre < 120 nm sensibles à la 
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concentration en cholestérol et sphingomyéline (Lenne et al., 2006), tandis que les barrières 

imposées par le cytosquelette d’actine sont responsables du confinement du récepteur de la 

transferrine, une protéine qui n’est pas considérée comme ayant une affinité pour les rafts.  
 

2-5 Rôle des rafts   
 

2-5-1 Rôle des rafts dans la formation des vésicules apicales 
 

 L’hypothèse des rafts et de leur rôle dans l’adressage apical a été récemment 

reformulée (Schuck et Simons, 2004) pour tenir compte de données récentes qui montrent que 

la plupart des protéines transmembranaires n’ont pas intrinsèquement une grande affinité pour 

les rafts, mais que leur regroupement ou leur oligomérisation pourrait augmenter leur affinité 

ou les stabiliser dans ces domaines, au moins transitoirement (Figure 31).  

 

 
Figure 31. Modèle de formation des vésicules apicales à partir du réseau transgolgien. Le regroupement puis la 
coalescence de domaines lipidiques rafts permettent d’induire un bourgeonnement puis la fission d’une vésicule 
raft du réseau trans-Golgien. L’agrégation pourrait être induite par des protéines cytosoliques de type annexines 
(en bleu). Les protéines GPI (jaune) et acylées (rouge) s’équilibrent dans les rafts. Les protéines 
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transmembranaires (vert) s’associeraient à ces domaines grâce à des facteurs de type lectines. D’après (Schuck et 
Simons, 2004). 
 
 Actuellement, la question qui reste en suspend est celle de la machinerie de 

bourgeonnement de la vésicule. Est-ce que les lipides des domaines rafts sont capables 

d’induire la courbure et le bourgeonnement ou bien est-ce que des protéines de manteau sont 

nécessaires? 

 

2-5-2 Autres fonctions cellulaires associées aux rafts 
 

 Initialement proposés pour servir de plateforme pour le tri et le trafic intracellulaire 

des protéines apicales dans les cellules polarisées, il est vite apparu que les rafts pouvaient 

être impliqués dans une grande variété de processus biologiques. De part leur faculté à 

concentrer des protéines ou à en exclure d’autres, les rafts peuvent favoriser les interactions 

entre certaines protéines. De plus, leurs propriétés physiques pourraient jouer un rôle 

important pour garantir aux protéines membranaires la conformation la plus compatible avec 

leur fonction. Actuellement, les rafts sont considérés comme jouant un rôle majeur dans la 

transduction des signaux, la réponse immunitaire et l’entrée de pathogènes. 

 

 La transduction du signal et l’activation de la réponse immunitaire 
 

 Une des fonctions majeures des rafts à la membrane cellulaire est la transduction du 

signal. Il faut alors considérer les rafts comme des plateformes permettant le recrutement de 

récepteurs activés par la liaison de leur ligand. Si l’activation du récepteur prend place dans 

les rafts, le complexe de signalisation est alors protégé des enzymes « non rafts » comme des 

phosphatases qui pourraient affecter la signalisation. En règle générale, les rafts recrutent les 

protéines dans un microenvironnement où l’état de phosphorylation peut être modifié par des 

kinases et des phosphatases locales, permettant de moduler la signalisation. 

On peut citer plusieurs exemples de voies de signalisation impliquant les rafts : la 

signalisation des IgE via le FcεRI (Sheets et al., 1999),  la signalisation via le TCR (T-cell 

Receptor) (Janes et al., 2000; Langlet et al., 2000), le BCR (B-cell Receptor) (Cheng et al., 

1999), l’EGFR (EGF Receptor) (Waugh et al., 1999) ou le récepteur à l’insuline (Mastick et 

al., 1995).  

 Le recrutement dans les rafts est une étape essentielle à la formation de la synapse 

immunologique (Harder, 2004; Janes et al., 2000; Langlet et al., 2000). Lors de l’activation 
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des lymphocytes T, c’est au niveau des rafts que les récepteurs et des protéines recrutées par 

oligomérisation pourraient être couplés à des éléments ancrés dans le feuillet interne, ce qui 

permettrait la transduction du signal. L’architecture fonctionnelle de ce couplage est stabilisée 

par le cytosquelette adjacent à la membrane (Zhang et al., 2000). 

 

 Liaisons dangereuses avec les pathogènes 
 

 Les glycosphingolipides qui composent les rafts sont des molécules très utilisées par 

les pathogènes pour adhérer aux cellules cibles (Taieb et al., 2004), parmi lesquels figurent 

des bactéries, des champignons et des parasites (Duncan et al., 2002; Norkin et al., 2001; van 

der Goot et Harder, 2001). Il existe également des récepteurs associés aux rafts qui participent 

à l’entrée de pathogènes. Par exemple, les récepteurs CD4 et CCR5, dont l’association aux 

rafts a été démontrée (Manes et al., 1999; Xavier et al., 1998), sont impliqués dans l’entrée du 

virus HIV (Dimitrov et al., 1991; Maddon et al., 1986). L’association aux rafts permet 

également le bourgeonnement et la sortie de virus. Il a été d’ailleurs démontré que certains 

filovirus enveloppés comme Ebola et Marburg possèdent dans leur enveloppe du GM1, un 

ganglioside résident des rafts (Bavari et al., 2002).  La compartimentalisation dans un 

microdomaine membranaire  peut permettre à certains virus d’assurer la coordination 

nécessaire à la sortie. De plus, l’enveloppe virale se trouve alors décorée de récepteurs et 

lipides membranaires des cellules-hôtes. Ceci peut servir de camouflage vis-à-vis du système 

immunitaire mais permettre également d’augmenter l’efficacité d’infection de nouvelles 

cellules cibles de part l’enrichissement des enveloppes des virus avec des molécules 

d’adhésion.   
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3. Les nucléotides pyrophosphatases/phosphodiestérases NPP1 et 
NPP3 
 

 Le rôle des microdomaines membranaires dans le ciblage apical des protéines 

transmembranaires est particulièrement difficile à appréhender en l’absence de modèles 

comparables de protéines ciblées vers le pôle apical ou basolatéral.  Les nucléotides 

pyrophosphatases/phosphodiestérases NPP1 et NPP3 sont particulièrement intéressantes pour 

ce type d’étude car elles appartiennent à la même famille et de ce fait ont beaucoup de points 

communs, mais l’une est localisée au pôle basolatéral tandis que l’autre se trouve au pôle 

apical dans les cellules épithéliales.  

3-1 La famille des nucléotides pyrophosphatases/phosphodiestérases  
 
 La famille des nucléotides pyrophosphatases/phosphodiestérases (NPPs) comporte 

sept membres ayant des caractéristiques structurales communes et un domaine catalytique 

d’environ 400 résidus qui présente une identité de 24-60% au niveau des acides aminés 

(Gijsbers et al., 2001).  Ce sont des ecto-enzymes transmembranaires, à l’exception de NPP2 

qui est sécrétée en raison d’un clivage post-traductionnel (Figure 32). Ces enzymes 

hydrolysent des molécules extracellulaires comportant une liaison pyrophosphate ou 

phosphodiester. Pendant longtemps les substrats supposés ont été les nucléotides di- et tri-

phosphate, mais des travaux plus récents montrent que la variété des substrats est 

certainement beaucoup plus grande.  En 2002, il a été montré que NPP2 avait une activité 

lysophospholipase-D qui produit de l’acide lysophosphatidique à partir de lyso-PC (Umezu-

Goto et al., 2002). L’activité des NPP6 et 7, découvertes plus récemment, s’est révélée être 

une activité estérase à partir de cholines phosphates (Duan et al., 2003; Sakagami et al., 

2005). Bien que ces protéines partagent un domaine catalytique structurellement proche, elles 

possèdent une fine spécificité de substrat. La catalyse réalisée par ces NPPs participe à des 

processus cellulaires aussi divers que la prolifération et la motilité, l’angiogenèse, la 

minéralisation osseuse et la digestion. De plus, de nouvelles données ont impliqué les NPPs 

dans la physiopathologie comme le cancer, l’insulino-résistance, les maladies de calcification. 

Leurs activités biologiques extracellulaires font de ces enzymes des cibles de choix 

thérapeutiques. 
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Figure 32.  Structure des domaines des NPPs et orientation à la membrane. Exceptée NPP2 qui entre dans la voie de 
sécrétion, les NPPs sont associées à la membrane, d’après (Stefan et al., 2005). 
 

3-2 Structure de NPP1 et NPP3  
 

 NPP1 et NPP3 sont deux NPP transmembranaires de type II d’environ 900 d’acides 

aminés, qui partagent une organisation très semblable de leurs domaines et présentent une 

identité de 50% dans leur séquence. Toutes deux possèdent une courte partie cytoplasmique, 

un seul segment transmembranaire et un important domaine extracellulaire comportant 5 à 7 

sites potentiels de N-glycosylation. Le domaine extracellulaire est constitué de deux domaines 

somatomédine B, d’un site catalytique et d’une séquence nucléase-like bien qu’aucune 

activité nucléase n’ait pu être détectée à ce jour. Ce domaine est cependant impliqué dans la 

sortie du réticulum de NPP1 (Gijsbers et al., 2003). Les domaines somatomédine B ont 

d’abord été impliqués dans la dimérisation de ces enzymes par des ponts disulfures (Gijsbers 

et al., 2003). Cependant, NPP2 qui possède aussi des domaines somatomédine mais qui est 

soluble, ne forme pas d’homodimères, ce qui suggère que la dimérisation se ferait par 

l’intermédiaire du domaine cytoplasmique ou du domaine transmembranaire. De plus l’étude 

du cristal du domaine somatomedine B de la vitronectine montre que tous les résidus cystéine 

sont engagés dans des ponts disulfures intra-chaînes (Zhou et al., 1997). 
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3-3 Fonctions de NPP1 et NPP3  
 
 In vitro, ces enzymes sont capables d’hydrolyser des substrats très variés mais in vivo 

leur fonction dépend étroitement de leur localisation et des substrats disponibles. Elles 

peuvent hydrolyser les nucléotides en nucléosides permettant ainsi leur entrée dans les 

cellules et donc leur récupération. En synergie avec d’autres ecto-enzymes, elles peuvent 

réguler la concentration de substrats actifs sur des récepteurs purinergiques ou adrénergiques 

(Lazarowski et al., 2003) 

 

NPP1 

 NPP1 est une protéine assez ubiquitaire. Sa fonction la mieux caractérisée est celle 

qu’elle exerce au niveau de la régulation de la minéralisation de l’os et du cartilage. Le rôle de 

NPP1 dans l’inhibition de la calcification a été mis en évidence  par le phénotype de souris 

ttw/ttw (tiptoe walking) qui porte une mutation non-sens dans le gène de NPP1 (Okawa et al., 

1998), ainsi que chez des souris invalidées pour le gène de NPP1 (Goding et al, 2000. 

L’activité de NPP1 au niveau des chondrocytes est de produire du pyrophosphate (PPi) qui est  

un inhibiteur de minéralisation. Les souris NPP1-/- développent un phénotype 

d’hyperminéralisation, de calcification des tendons et des ligaments. Ces souris KO 

constituent un modèle pour la pathologie humaine qui est responsable de l’ossification 

postérieure du ligament longitudinal (OPLL) (Okawa et al., 1998). 

Ses fonctions dans les autres organes et dans les épithéliums sont moins bien connues. NPP1 

est exprimée dans d’autres types cellulaires comme les fibroblastes, les adipocytes et les 

hépatocytes (Bollen et al., 2000; Goding et al., 2003) qui sont des cellules sensibles à 

l’insuline. De plus en plus de travaux indiquent une liaison entre NPP1 et la résistance à 

l’insuline et le diabète de type 2, aussi bien dans des études in vitro (Goldfine, 1999; Maddux 

et Goldfine, 2000; Menzaghi et al., 2003) que dans des études de  polymorphisme (Abate et 

al., 2005; Goldstein et al., 2006). Cet effet ne serait pas dû à l’activité enzymatique de NPP1 

mais à une interaction avec le récepteur à l’insuline qui inhiberait l’autophosphorylation du 

récepteur. 

 

NPP3 

 Le rôle physiologique de NPP3 n’est pas bien connu. Sa distribution tissulaire varie 

considérablement selon les espèces. Chez l’homme, elle est surtout exprimée au niveau de la 
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prostate et de l’utérus, mais elle est absente de l’intestin grêle et du foie (Jin-Hua et al., 1997). 

En revanche, chez le rat, elle est fortement exprimée à la membrane des canalicules biliaires 

des hépatocytes et au niveau de la bordure en brosse dans les cellules intestinales (Scott et al., 

1997). NPP3 est exprimée dans le cerveau de rat mais seulement chez le fœtus ; sa 

réexpression dans des tumeurs est associée à des propriétés invasives plus grandes (Deissler et 

al., 1999). De même, une forte expression de NPP3 est observée dans des tumeurs du côlon 

chez l’homme (Yano et al., 2003). Une expression anormale de NPP3 dans les 

cholangiocarcinomes a aussi été observée, chez le rat (Meerson et al., 1998) comme chez 

l’homme (Yano et al., 2004). Ces carcinomes sont associés à l’apparition d’une forme soluble 

de NPP3 dans le sérum qui pourrait être un marqueur tumoral.  

 NPP3 est aussi exprimée à la membrane des basophiles où elle pourrait avoir une 

fonction d’activation de ces cellules dans l’allergie. En effet, la translocation de NPP3 à la 

membrane du basophile suit immédiatement la cascade d’activation par un allergène. NPP3 

est considérée comme un marqueur d’hypersensibilité aux allergènes (Buhring et al., 2004).  

  

3-4 NPP3 et NPP1, des  protéines modèles pour étudier l’adressage polarisé 
 

 Pour le biologiste cellulaire, une caractéristique très intéressante de NPP1 et NPP3 est 

leur expression spécifique aux pôles opposés dans les cellules épithéliales.  En effet, dans le 

foie, NPP1 est exprimée au pôle basolatéral des hépatocytes, alors que NPP3 est exprimée à la 

membrane des canalicules biliaires qui correspond au pôle apical (Scott et al., 1997). De 

même, après transfection stable dans les cellules MDCK, NPP1 est exclusivement localisée à 

la membrane plasmique basolatérale et NPP3 à la membrane apicale (Bello et al., 2001; 

Meerson et al., 2000). La comparaison des séquences d’acides aminés de NPP1 et NPP3 

montre que les domaines extracellulaires sont les mieux conservés, tandis que les domaines 

cytoplasmiques et transmembranaires présentent une identité moins grande (Figure 33). 

L’initiation de la traduction de NPP3 commence à un codon qui correspond à la deuxième 

méthionine de NPP1. De ce fait le domaine cytoplasmique est plus court (22 acides aminés) 

par rapport à celui de NPP1 de souris (58 acides aminés) et de NPP1 humain (76 acides 

aminés). Le domaine transmembranaire de NPP3 est plus long de deux acides aminés (21 

pour NPP1 et 23 pour NPP3). 
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 Domaine cytoplasmique 
           1 

rNPP3               MDSRLALATEEPI........KKDSLKRYK⎯ 
       1                                      
mNPP1  MERDGDQAGHGPRHGSAGNGRELESPAAASLLAPMDLG.....EEPLEKAERARPAKDP.NTYK⎯ 

 
 

Domaine transmembranaire 
   
rNPP3  ILCAVLLALLVIVSLGLGLGLGL 
mNPP1  VLSLVLSVCVLTTILGCIFGL 
 
 
 
Figure 32. Comparaison des domaines cytoplasmiques de NPP1 et NPP3. Des espacements ont été introduits 
dans les séquences des domaines cytoplasmiques pour permettre l’alignement des méthionines. 
 

 Le signal d’adressage basolatéral de NPP1 a été identifié. Il s’agit d’un motif dileucine 

situé dans la queue cytoplasmique (Bello et al., 2001). La délétion ou la mutation de ce signal 

redirige la protéine vers le pôle apical. A l’inverse, la greffe du motif AAASLLAP incluant 

les deux leucines dans la queue cytoplasmique de NPP3, redirige cette protéine apicale vers la 

membrane basolatérale (Bello et al., 2001). 

 L’existence d’un signal d’adressage apical dans NPP3 n’a pas pu être démontrée. 

NPP3 possède 8 sites potentiels de N-glycosylation tandis que NPP1 n’en a que 6. La 

glycosylation est importante pour l’expression membranaire de NPP3 mais ne semble pas 

constituer un signal d’adressage. Lorsque la glycosylation est inhibée par la tunicamycine, la 

protéine non glycosylée est partiellement retenue dans le RE , mais la fraction qui est exportée 

est adressée exclusivement à la membrane plasmique apicale (Meerson et al., 2000), article en 

annexe). Le  rôle des rafts dans l’adressage de NPP3 n’a pas été clairement exploré. Des 

résultats préliminaires ont montré que NPP3 était faiblement résistante à la solubilisation par 

le Triton X-100 à 4°C ((Meerson et al., 2000), article en annexe). 
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4. Objectifs des travaux 
 
Les objectifs de cette thèse sont d’étudier le rôle de l’association avec des microdomaines 

membranaires de type rafts dans l’adressage d’une protéine transmembranaire au pôle apical 

de cellules  épithéliales. 

 

La protéine transmembranaire apicale NPP3 a été choisie comme protéine modèle en raison 

de son homologie avec NPP1 qui est adressée au pôle opposé, malgré leur ressemblance. Ces 

deux protéines ainsi que les mutants et les chimères qui ont été construites, constituent de 

bons outils pour étudier au plan moléculaire les interactions entre les lipides membranaires et 

les protéines et le rôle de ces interactions dans l’adressage polarisé. L’interaction protéines-

lipides a été étudiée à l’aide de détergents non-ioniques, le Triton X-100 et le Lubrol WX. Les 

travaux ont été réalisés dans les cellules MDCK qui sont les cellules polarisées les mieux 

étudiées pour tout ce qui concerne le trafic polarisé. 

 

La première partie du travail a consisté à rechercher l’existence d’une corrélation entre 

l’association des protéines à des microdomaines membranaires résistants aux détergents et 

leur adressage au pôle apical ou basolatéral, et à préciser quelles sont les caractéristiques qui 

permettent cette association.  

(Article 1) 

 

Dans un deuxième temps, la composition lipidique des membranes résistantes au Triton X-

100 et au Lubrol WX a été comparée, afin de mieux comprendre l’effet de ces détergents sur 

la solubilisation des protéines transmembranaires. 

(Article 2) 
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     ARTICLE 1 
 
 
 
 
 
Differential detergent resistance of the apical and 
basolateral NPPases: relationship with polarized 
targeting. 
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Résumé 
 
 
L’adressage des protéines à ancre glycosylphosphatidyl-inositol à la membrane apicale des 

cellules épithéliales implique leur recrutement dans des microdomaines membranaires 

résistants aux Triton X-100 ou rafts. Le rôle de ces microdomaines dans l’adressage des 

protéines transmembranaires est encore très discuté car, contrairement aux protéines GPI, les 

protéines apicales transmembranaires sont plutôt solubilisées par le Triton X-100. Ces mêmes 

protéines résistent cependant à des extractions par d’autres détergents doux tels que le Lubrol 

WX et le Tween 20. Il a été proposé que des microdomaines membranaires spécifiques définis 

par la résistance à ces détergents pourraient assurer le transport de ces protéines 

transmembranaires à la surface apicale. Nous avons utilisé les cellules MDCK transfectées 

avec les pyrophosphatase/phosphodiestérases NPP3 et NPP1 afin de définir le rapport entre 

l’adressage apical et la résistance aux détergents. La protéine NPP3 apicale est insoluble dans 

le Lubrol WX tandis que NPP1, exprimée à la membrane basolatérale, est essentiellement 

soluble. Par l’utilisation de mutants et de constructions chimèriques qui combinent les 

domaines cytoplasmiques, transmembranaires et extracellulaires de NPP1 et NPP3, nous 

montrons  qu’il n’y a pas une stricte corrélation entre la résistance aux détergents et 

l’adressage apical. La résistance de NPP3 au Lubrol, qui est acquise précocement au cours de 

la biosynthèse indépendament de sa destination finale, est une propriété intrinsèque de NPP3 . 

Cette propriété de NPP3 met en jeu des acides aminés portant des charges positives situés 

dans sa partie cytoplasmique. 
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Introduction
Detergents are amphipathic molecules that self-associate and
bind to hydrophobic surfaces. Their intrinsic property forming
curved micelles in aqueous solutions makes them useful for
solubilizing planar biological membranes and membrane
proteins by the formation of mixed micelles, often without
denaturing them. Although they have proved invaluable tools
for solubilizing integral membrane proteins, it has become
apparent that not all detergents are equally efficient at
solubilizing membranes, and that membrane proteins and lipids
are differentially extracted by individual detergents (Garavito
and Fergusson-Miller, 2001). These observations have
provided support to the concept that membranes are not
homogeneous and contain microdomains with distinct lipid
and protein composition (for reviews, see Edidin, 2003; Mayor
and Rao, 2004; Mukherjee and Maxfield, 2004; Pike, 2004;
Simons and Vaz, 2004).

The best characterized microdomains are small entities
enriched in cholesterol and sphingolipids that form liquid-
ordered domains called ‘rafts’ (Simons and Ikonen, 1997;
London and Brown, 2000). These raft domains contain a
particular set of associated proteins, especially glycosyl-
phosphatidylinositol (GPI)-anchored proteins and certain
transmembrane proteins including the influenza viral protein
hemagglutinin. Their insolubility in non-ionic detergents such

as Triton X-100 at 4°C allows them to be recovered in a low-
density fraction on sucrose gradients (Brown and Rose, 1992).
Rafts have been involved in various cellular functions
including signal transduction, immunological response and
membrane trafficking. The role of rafts in membrane sorting
was first hypothesized by Simons and Ikonen (Simons and
Ikonen, 1997) who proposed that raft microdomains provide a
platform for intracellular sorting of apical plasma membrane
proteins in epithelial cells. This hypothesis was mainly
based on the observations that the glycosphingolipid
glucosylceramide is preferentially targeted from the Golgi
complex to the apical membrane, and that the GPI-anchored
protein alkaline phosphatase, which is apically targeted,
becomes detergent-insoluble in the Golgi complex (Brown and
Rose, 1992). The roles of the GPI anchor and rafts as apical
determinants have been studied in details and it now appears
that GPI-anchored proteins need to be stabilized in rafts, by
oligomerization or clustering, in order to be apically sorted
(Paladino et al., 2004).

However, whereas most GPI-anchored proteins have a
preferred apical localization and are resistant to Triton X-100
extraction, many apical transmembrane proteins are soluble in
Triton X-100 or only partially associated with detergent-
resistant membranes (DRMs) (Danielsen, 1995). Indeed, �-
helices would not easily pack into liquid-ordered domains,

Targeting of glycosylphosphatidylinositol-anchored
proteins to the apical surface of epithelial cells involves
clustering in Triton X-100-resistant membrane
microdomains or rafts. The role of these microdomains in
sorting transmembrane proteins is more questionable
because, unlike glycosylphosphatidylinositol-anchored
proteins, apical transmembrane proteins are rather soluble
in Triton X-100. They are, however, resistant to milder
detergents such as Lubrol WX or Tween 20. It has been
proposed that specific membrane microdomains, defined
by resistance to these detergents, would carry
transmembrane proteins to the apical surface. We have
used MDCK cells stably transfected with the apical and
basolateral pyrophosphatases/phosphodiesterases, NPP3
and NPP1, to examine the relationship between detergent

resistance and apical targeting. The apically expressed
wild-type NPP3 was insoluble in Lubrol WX whereas wild-
type NPP1, which is expressed basolaterally, was essentially
soluble. By using tail mutants and chimeric constructs
that combine the cytoplasmic, transmembrane and
extracellular domains of NPP1 and NPP3, we show that
there is not a strict correlation between detergent resistance
and apical targeting. Lubrol resistance is an intrinsic
property of NPP3, which is acquired early during the
biosynthetic process irrespective of its final destination, and
depends on positively charged residues in its cytoplasmic
tail.

Key words: Detergent, Raft, Membrane microdomain, Apical
targeting

Summary

Differential detergent resistance of the apical and
basolateral NPPases: relationship with polarized
targeting
Jean-Louis Delaunay1,2, Michelyne Breton1,2, James W. Goding3, Germain Trugnan1,2

and Michèle Maurice1,2,*
1INSERM UMR S 538 and 2Université Pierre et Marie Curie, Paris, France
3Monash University, Prahran, Victoria, Australia
*Author for correspondence (e-mail: maurice@st-antoine.inserm.fr)

Accepted 23 January 2007
Journal of Cell Science 120, 1009-1016 Published by The Company of Biologists 2007
doi:10.1242/jcs.002717

Jo
ur

na
l o

f C
el

l S
ci

en
ce

77



1010

unless acylated (Melkonian et al., 1999; Fastenberg et al.,
2003). However, apical transmembrane proteins may associate
with raft microdomains by weak interactions that would not
resist Triton X-100 extraction, but these interactions might
nonetheless be important for sorting (Shvartsman et al., 2003).
Weak interactions could be reinforced by oligomerization or
clustering with sorting lectins (Fullekrug and Simons, 2004;
Schuck and Simons, 2004) or by binding of the extracellular
domain to a non-lectin apical sorting receptor (Marmorstein et
al., 2000).

When different detergents were tested for their ability to
extract transmembrane proteins, certain apical proteins proved
to be soluble in Triton X-100, but insoluble in other non-ionic
detergents. For example, prominin, a pentaspan apical protein
localized at the tips of microvilli, is soluble in Triton X-100
but insoluble in Lubrol WX or Brij 58 (Roper et al., 2000).
MDR1 is another multispanning membrane protein, which is
soluble in Triton X-100 but insoluble in Lubrol WX, and whose
traffic to the apical surface depends on its association with
Lubrol DRMs (Aït Slimane et al., 2003). More recently, several
apical proteins were shown to resist extraction by the mild
detergent Tween 20 (Alfalah et al., 2005). These observations
have led the authors to suggest that different types of
membrane microdomains may be used by different classes of
proteins to reach the apical surface (Roper et al., 2000; Aït
Slimane et al., 2003; Alfalah et al., 2005).

Our laboratory has been interested in studying the polarized
targeting of two plasma membrane proteins of the ecto-
nucleotide pyrophosphatase/phosphodiesterase (E-NPP)
family. NPP1 and NPP3 are type II transmembrane
glycoproteins. They share an overall 50% identity at the amino
acid level, and yet they are differentially localized: NPP1 is at
the basolateral surface and NPP3 at the apical membrane (Scott
et al., 1997). We have shown that the dileucine-containing
cytoplasmic amino acid sequence AAASLLAP directs NPP1
to the basolateral membrane (Bello et al., 2001), but the
mechanism of apical targeting of NPP3 has not been resolved.
Previous work from our laboratory showed that glycosylation
is not required for apical targeting of NPP3, and that the
molecule was incompletely soluble in cold Triton X-100
(Meerson et al., 2000). In this work, we have taken the
nucleotide pyrophosphatases NPP1 and NPP3 as model
proteins to explore resistance to detergent extraction of typical
type II transmembrane proteins and the relationship of this
resistance with apical/basolateral targeting.

Results
Solubility properties of NPP1 and NPP3 in cold non-
ionic detergents
In previous studies only a small fraction of NPP3 was
recovered in the low density fractions when Triton X-100
lysates were analyzed using a flotation equilibrium sucrose
density gradient at 4°C (Meerson et al., 2000). We decided to
explore this observation further using additional detergents,
and compare the detergent solubility properties of NPP3 with
those of the basolateral protein NPP1. NPP1-WT and NPP3-
WT are schematically represented in Fig. 1. Stably transfected
MDCK cells, which express NPP3-WT or NPP1-WT at the
apical and basolateral surfaces, respectively (Fig. 2A,B), were
lysed in Triton X-100 at 4°C. Fractionation of the lysates on
sucrose gradients, and analysis of the fractions by

immunoprecipitation and immunoblotting showed that a small
amount (~8%) of NPP3-WT was associated with low density
detergent-resistant complexes (fractions 3-6) (Fig. 2C),
whereas NPP1-WT was exclusively found in the higher density
region (fractions 8-12) (Fig. 2D). NPP3 insolubility was
markedly higher when the cells were lysed in Lubrol WX or
Brij 58 instead of Triton X-100: 75% of the protein was
associated to Lubrol DRMs and 59% to Brij DRMs. By
contrast, NPP1-WT remained almost entirely soluble with
these two detergents (93% and 85%, respectively). Similar
patterns were observed when the detergent concentration was
increased to 1% (not shown).

Lubrol insolubility depends on the presence of
cholesterol
The results presented above show that NPP3 is characterized
by a strong association with Lubrol DRMs and a weak
association with Triton DRMs. It has been shown that
raft-associated proteins become more soluble in Triton
when rafts are destabilized by removal of cholesterol (Keller
and Simons, 1998). In order to determine if insolubility of
NPP3 in Lubrol WX is also dependent on cholesterol,
MDCK-NPP3 cells were labeled with 3[H]cholesterol, then
treated with methyl-�-cyclodextrin for 30 minutes. Cells
were then lysed in Lubrol WX or Triton X-100 and the lysates
were resolved on sucrose gradients. Analysis of cholesterol
content showed that methyl-�-cyclodextrin treatment
removed ~48% of total cellular cholesterol (not shown). In
the gradient fractions, methyl-�-cyclodextrin removed nearly
50% of cholesterol from Lubrol DRMs and ~40% from Triton
DRMs (Fig. 3C). After methyl-�-cyclodextrin treatment and
Lubrol lysis, the NPP3 spread over all the fractions of the
gradient, and its association to DRMs was significantly
reduced (Fig. 3A). By contrast, the small fraction of NPP3
associated with Triton DRMs was not significantly affected
(Fig. 3B).

Journal of Cell Science 120 (6)

NPP3-WT

NPP1-TmNPP3

NPP1-CytoNPP3

NPP1-�34

NPP3-CytoNPP1

NPP3-AAASLLAP

AAASLLAP

NPP1-WT

MDSRLALATEEPIKKDSLKRYK

MDLGEEPLEKAERARPAKDPNTYK

MD SRLALATEEPIKKDSLKRYK

MDSRLALATEEPIKKDSLKRYK

M---AAASLLAPMDLGEEPLEKAERARPAKDPNTYK

M---AAASLLAPMDLGEEPLEKAERARPAKDPNTYK

M---AAASLLAPMDLGEEPLEKAERARPAKDPNTYK

1

1

1

1

1

1

14-15

31-32

1

NPP1-AAM---AAASAAAPMDLGEEPLEKAERARPAKDPNTYK
1 31-32

NPP3-KK/AAMDSRLALATEEPIAADSLKRYK
1 14-15

Fig. 1. Schematic representation of wild-type proteins, mutants and
constructs. The transmembrane and extracellular domains of NPP3
and NPP1 are drawn in black and white, respectively. The amino acid
sequences of the cytoplasmic tails are given in single letter code.
Amino acids altered by site-directed mutagenesis are underlined. In
the NPP3-AAASLLAP construct, the sequence AAASLLAP of
NPP1 was inserted after the second amino acid at the N terminus of
NPP3. Constructs are not drawn to scale.
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Apical expression is not correlated with DRM
association
Differential solubility of NPP1 and NPP3 in detergents
suggested that it might be linked to the apical/basolateral
localization of the proteins. Therefore, we analyzed the
detergent solubility of a NPP3 construct to which the
basolateral signal of NPP1 was added (NPP3-AAASLLAP),
and of NPP1 constructs in which the basolateral signal was

removed or inactivated (NPP1-�34 and NPP1-AA; Fig. 1)
(Bello et al., 2001). NPP3-AAASLLAP was expressed at the
basolateral surface (Fig. 4A). Nevertheless, this construct
retained solubility properties essentially identical to NPP3-WT.
It was still weakly associated with Triton DRMs and almost
entirely associated with Lubrol DRMs (Fig. 4D). NPP1-�34,
in which the first 34 N-terminal amino acids, including the
dileucine signal, were deleted, and NPP1-AA in which the

Fig. 2. NPP3 and NPP1 differ with respect to their solubility in
cold non-ionic detergents. (A,B) Scanning confocal micrographs
of MDCK cells stably transfected with NPP3 (A), or NPP1 (B)
cDNAs. NPP3 and NPP1 were labeled with specific monoclonal
antibodies followed by secondary FITC-conjugated antibodies.
Projections (xy and xz views) are shown. Bars, 10 �m.
(C,D) DRM association of NPP3 and NPP1. MDCK-NPP3 and
MDCK-NPP1 cell homogenates were extracted with 0.5%
Triton X-100, or 0.5% Lubrol WX, or 0.5% Brij 58 at 4°C, and
separated on sucrose gradients. The distribution of NPP3 (C)
and NPP1 (D) was analyzed by immunoblotting after
immunoprecipitation from each fraction. Typical immunoblots
are shown. Bar charts show quantification of the DRM-
associated protein (fractions 3-6) (DRM) and soluble protein
(fractions 7-12) (Sol) from the blots. Results are means ± s.d. of
at least three independent experiments.

Fig. 3. Effect of cholesterol depletion on DRM association of NPP3. MDCK cells stably transfected with NPP3-WT cDNA were labeled with
[3H]cholesterol for 20 hours, then treated (M�CD) or mock-treated (mock) with 10 mM methyl-�-cyclodextrin for 30 minutes before detergent
extraction. (A,B) Distribution of NPP3 along the sucrose gradient fractions after solubilization with Lubrol WX (A) or Triton X-100 (B). Cell
homogenates were detergent-extracted and separated on sucrose gradients and the distribution of NPP3 was analyzed as in Fig. 2. The bar
charts show quantification of the DRM-associated (fractions 3-6; DRM) and soluble proteins (fractions 7-12; Sol). (C) Cholesterol content of
Lubrol WX and Triton X-100 DRMs. The amount of cholesterol in the gradient fractions was quantified by counting the radioactivity of pooled
aliquots of the DRM and soluble fractions by liquid scintillation.
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leucine residues 31 and 32 were changed to alanines,
were mainly expressed at the apical surface (Fig. 4B,C).
Both constructs were still completely soluble in Triton
X-100, like NPP1-WT. However, the amount associated
with Lubrol DRMs was increased from 8% for the
basolateral wild-type protein to ~40% for the apically
targeted mutants (Fig. 4E,F).

Resistance of NPP3 to Lubrol extraction is
acquired before reaching the cell surface,
independently of targeting
A central question concerning apical/basolateral
targeting is whether association with specific membrane
microdomains is the basis of segregation of apical and
basolateral proteins along the biosynthetic pathway. It is
therefore important to determine whether NPP3 becomes
resistant to Lubrol extraction during the biosynthetic
process or once it has reached the cell surface.
Furthermore, the construct NPP3-AAASLLAP is
especially interesting to study because it is targeted
basolaterally while retaining a detergent solubility
profile similar to that of NPP3-WT, which is sorted to
the apical surface. Previous experiments in the laboratory
have shown that NPP3 is mainly targeted directly to the
apical surface of MDCK cells (Meerson et al., 2000) To
determine at which step of the maturation process they
became resistant to Lubrol extraction, cells expressing
NPP3-WT or NPP3-AAASLLAP were metabolically
labeled with [35S]Met-[35S]Cys, then the lysates were
fractionated on sucrose gradients and sensitivity to
endoglycosidase H (endo H) was examined. Preliminary
pulse-chase experiments indicated that NPP3 acquired
endo H resistance between 15 and 30 minutes of chase
(not shown). Cells were therefore continuously labeled
for 1 hour, so that all intermediate glycosylated forms
would be detected. Fig. 5 shows the processing of NPP3-
WT and NPP3-AAASLLAP. In both cases, the endo H-
resistant molecules were almost entirely found in the
floating insoluble fractions together with some of the
endo H-sensitive pool, whereas the soluble fractions
were entirely endo H-sensitive. Since N-glycans become
resistant to digestion by endo H in the medial cisternae
of the Golgi apparatus, Lubrol resistance was acquired
in an early Golgi compartment, or the medial-Golgi at
the latest. The fact that NPP3-WT and NPP3-
AAASLLAP became resistant at the same stage of the
maturation process indicates that acquisition of Lubrol
resistance is not directly correlated with sorting to apical
transport vesicles in the trans-Golgi.

The cytoplasmic tail of NPP3 confers resistance to
Lubrol extraction
The above results suggested that the detergent insolubility
pattern of NPP3 is an intrinsic property of the protein. In order
to investigate whether it is the cytoplasmic, transmembrane or
extracellular domain that makes NPP3 more resistant to
detergents than NPP1, we analyzed the detergent solubility of
chimeras combining different domains of NPP1 or NPP3. First,
the role of the transmembrane domain was examined with the
NPP1-tmNPP3 chimera, which contains only the
transmembrane domain of NPP3. This construct, which bears

the basolateral signal of NPP1, was expressed at the basolateral
surface (Fig. 6A). Despite the presence of the transmembrane
domain of NPP3, the solubility pattern of this chimera was not
different from NPP1-WT (Fig. 6D; compare with Fig. 2D).
Addition of the extracellular domain of NPP3 in the construct
NPP3-cytoNPP1 did not increase DRM association
significantly (Fig. 6E). These results pointed to the cytoplasmic
tail of NPP3 as being responsible for DRM association. We,
therefore, analyzed the solubility of NPP1-cytoNPP3, which
contains only the cytoplasmic tail of NPP3. This construct was
expressed at the apical surface (Fig. 6C). It was preferentially
associated with the Lubrol DRM fractions (Fig. 6F), indicating

Journal of Cell Science 120 (6)

Fig. 4. Apical localization does not correlate with DRM association.
(A-C) Scanning confocal micrographs of MDCK cells stably transfected
with cDNAs of indicated constructs. Cells were treated as in Fig. 2. Bars, 10
�m. (D-F) DRM association of NPP3-AAASLLAP (D), NPP1-�34 (E) and
NPP1-AA (F). Cell homogenates were extracted and separated on sucrose
gradients and the distribution of the proteins was analyzed as in Fig. 2.
Typical immunoblots are shown. Bar chart values are means ± s.d. of at least
three independent experiments.
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1013Lubrol insolubility and apical targeting

that the cytoplasmic domain of NPP3 confers Lubrol
resistance. It was, however, poorly detected in the Triton
DRM fractions, suggesting that other elements in the
molecule may also contribute to the solubility pattern of
NPP3.

The role of NPP3 cytoplasmic tail was further analyzed
by changing certain amino acids by site-directed
mutagenesis. The cytoplasmic tail, which contains 22
amino acids, is poorly conserved with that of NPP1 (see
Fig. 1). Ser17 lies in a consensus sequence for
phosphorylation by protein kinases A and C (Kennelly
and Krebs, 1991), and might therefore play a role.
However, mutation of the serine into alanine did not affect
Lubrol insolubility or apical targeting (not shown). The
importance of Pro12 and the surrounding charged amino
acids was also studied. Mutation of Glu10-Glu11 or Pro12
into alanines did not change NPP3 insolubility or targeting
(not shown). However, a decrease of almost 50% in NPP3
Lubrol insolubility as compared to NPP3-WT (see Fig.
2C) was obtained after en-bloc mutation of Lys14-Lys15
into alanines (Fig. 7B). Although NPP3-KK/AA remained
more associated to Lubrol DRMs than to NPP1, it was nearly

as soluble as NPP1-�34 or NPP1-AA. These results indicate
that the lysines take part in the detergent resistance of NPP3.

It must be noted that these mutations did not affect
targeting of NPP3, which was still exclusively
localized at the apical cell surface (Fig. 7A). Similar
results were obtained when the lysines were changed
to glutamate residues (not shown).

Discussion
In this work, we have used the nucleotide
pyrophosphatases NPP1 and NPP3 as model proteins
to explore the detergent insolubility of typical type II
transmembrane proteins and the relationship with
apical/basolateral targeting. These two glycoproteins
were chosen because they exhibit different solubility
profiles although they are structurally related, sharing
50% identity at the amino acid level. Indeed, the
basolateral protein NPP1 was fully soluble in various
detergents at 4°C, whereas the apical protein NPP3
was very poorly solubilized by Lubrol and resisted in
part to Triton extraction. This result corroborates
previous observations that apical and basolateral
proteins differ in their detergent solubility. Typical
basolateral transmembrane proteins such as the
vesicular stomatitis virus G protein, the transferrin
receptor, the LDL receptor or Na+,K+-ATPase are
fully soluble in cold Triton X-100 (Brown and Rose,
1992; Bravo-Zehnder et al., 2000; Verkade et al.,
2000; Higuchi et al., 2001). By contrast, many apical

Fig. 5. Resistance of NPP3 to Lubrol extraction is acquired early,
independently of targeting. MDCK cells stably expressing NPP3-WT or
NPP3-AAASLLAP were labeled for 1 hour with [35S]Met-[35S]Cys. Cells
were lysed with Lubrol WX and separated on sucrose gradients. Each
fraction was subjected to immunoprecipitation with anti-NPP3 antibody,
then immunoprecipitates corresponding to the DRM and soluble fractions
(Sol) were separately pooled, and treated (+) or not treated (–) with endo H,
separated by SDS-PAGE electrophoresis and analyzed by fluorography. The
mature (1), high-mannose (2) and deglycosylated (3) forms are indicated by
arrows. The mature forms of both NPP3-WT and NPP3-AAASLLAP (band
1) migrate slightly faster after endo H treatment because not all glycan
chains are complex glycosylated (Maurice et al., 1994).

Fig. 6. The cytoplasmic domain of NPP3 is responsible
for Lubrol-DRM association. (A-C) Scanning confocal
micrographs of MDCK cells stably transfected with
cDNAs of the indicated constructs. Cells were treated as
in Fig. 2. Bars, 10 �m. (D-F) DRM association of NPP1-
TmNPP3 (D), NPP3-CytoNPP1 (E), and NPP1-CytoNPP3
(F). Cell homogenates were extracted and floated on
sucrose gradients and the distribution of the proteins was
analyzed as in Fig. 2. Typical immunoblots are shown.
Bar chart values are means ± s.d. of at least three
determinations.
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transmembrane proteins are resistant, at least partially, to
Triton extraction (Garcia et al., 1993; Danielsen, 1995; Aït
Slimane et al., 2003), the best examples being the influenza
virus proteins hemagglutinin (Scheiffele et al., 1997) and
neuraminidase (Kundu et al., 1996). Furthermore, several
apical transmembrane proteins that are readily soluble in Triton
X-100 are resistant to milder detergents such as Lubrol WX
(Roper et al., 2000; Schuck et al., 2003; Aït Slimane et al.,
2003), and a recent comparison showed that several apical
proteins are resistant to Tween 20 extraction whereas
basolateral proteins are fully solubilized (Alfalah et al., 2005).

Whether resistance to Lubrol reflects a loose association
with ‘classical’ rafts or inclusion into a subset of rafts is under
debate (Schuck et al., 2003; Pike, 2004). In our experiments,
DRMs prepared with Triton X-100 or Lubrol WX were
similarly enriched with cholesterol (our unpublished data).
Association of NPP3 with Lubrol DRMs was reduced after
cholesterol depletion, indicating that NPP3 lies within
membrane microdomains whose integrity depends on
cholesterol. The absence of detectable change in NPP3 Triton
solubility observed after methyl-�-cyclodextrin treatment
suggests that a small part of NPP3 is packed in raft cores from
which cholesterol cannot be easily extracted.

The raft hypothesis suggests that membrane microdomains
enriched with glycosphingolipid and cholesterol would pack
together with selected proteins but others would be excluded,
thus forming sorting platforms for proteins destined to the
apical plasma membrane (Simons and Ikonen, 1997). This
hypothesis has been difficult to prove because only few
methods are available to study rafts in cells membranes, and
most studies rely on the isolation of rafts on the basis of their
resistance to non-ionic detergents at 4°C, and floatation at
equilibrium in density sucrose gradients. The use of detergents
is open to criticism because these are unlikely to reflect the
exact state and composition of rafts in vivo (London and
Brown, 2002; Shogomori et al., 2003). Triton X-100, which is
the most widely used, perturbs pre-existing liquid-ordered
domains, and probably induces coalescence or intermingling
of rafts and formation of large detergent-resistant sheets
(Madore et al., 1999; Heerklotz, 2002; Lichtenberg et al.,
2005). However, milder detergents would poorly solubilize non
raft components and would not help at discriminating raft and
non raft associated membrane proteins (Schuck et al., 2003;
Pike, 2004). Despite these limitations, detergents are useful to
study the biochemical characteristics of transmembrane
proteins and their interactions with membrane lipids.

The detergent solubility properties of NPP3 were not
affected by addition of the basolateral signal of NPP1 to its
cytoplasmic tail, although the protein was now expressed at the
basolateral surface. Therefore, insolubility of NPP3 is not
directly related to its apical localization, and rather appears as
being an intrinsic property of NPP3. Furthermore the
basolaterally targeted NPP3-AAASLLAP construct became
resistant to Lubrol extraction at the same stage of the
biosynthetic process as NPP3-WT. This result argues against
implication of putative ‘Lubrol rafts’ in driving NPP3 to the
apical membrane. Alternatively, the dileucine motif of NPP1
may act as a strong signal that dictates basolateral polarity
whether the protein is raft-associated or not.

If resistance to Lubrol extraction is an intrinsic property of
the apical NPP3, it must be conferred by a specific sequence
that is not shared by NPP1. Using NPP1/NPP3 chimeras, we
showed that resistance of NPP3 to Lubrol extraction was given
by its cytoplasmic domain. Detergent resistance may be
influenced by lipid modifications, especially palmitoylation,
which would target proteins to DRMs through partitioning of
saturated acyl chains into liquid-ordered domains (Melkonian
et al., 1999). Palmitoylation of NPP3 is unlikely because there
is no cytoplasmic cysteine close to the transmembrane segment
that could be palmitoylated. On the other hand, we found that
mutation of a pair of lysines significantly increased NPP3
solubilization by Lubrol. The localization of these lysines, at
positions –8 and –9 from the transmembrane domain, i.e. close
to the membrane, suggests that they may interact with the lipid
bilayer. A few peptide motifs that mediate DRM association
have been identified in the cytoplasmic domain of proteins. A
basic peptide sequence RHRRR present in the membrane-
proximal cytoplasmic domain of CD4 was identified as critical
for partitioning to Triton DRMs (Popik and Alce, 2004). A less
charged motif LIRW, located close to the membrane was also
identified in the MAL/VIP17 proteolipid (Puertollano and
Alonso, 1998). The nature of the interacting molecules has not
been identified. In the case of NPP3, it is possible that the
positively charged cytoplasmic tail can interact directly with
anionic lipids in the inner membrane leaflet. Alternatively, the
cytoplasmic domain of NPP3 may associate with membrane
lipids indirectly, by binding to DRM-associated proteins.

The cytoplasmic tail of NPP1 does not bear a pair of lysines
like that of NPP3, and NPP1 does not have intrinsic affinity for
DRMs. Nevertheless, the NPP1-AA and NPP1-�34 constructs,
in which the basolateral signal was removed, and which were
apically sorted, were ~40% resistant to Lubrol extraction,

Journal of Cell Science 120 (6)

Fig. 7. Mutation of lysines 14-15 reduces affinity of NPP3 to
Lubrol DRMs. (A) scanning confocal micrographs picture of
MDCK cells stably expressing NPP3-KK/AA. Cells were
labeled with specific monoclonal anti-NPP3 antibody followed
by secondary FITC-conjugated antibody. Bar, 10 �m.
(B) DRM association of NPP3-KK/AA. Cell homogenates
were extracted and separated on sucrose gradients and the
distribution of the proteins was analyzed as in Fig. 2. Typical
immunoblots are shown. Bar chart values are means ± s.d. of
two determinations.
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which is less than NPP3 but more than NPP1-WT. It has been
already observed that invalidation of basolateral signals from
a basolateral protein results in its apical localization (Matter
and Mellman, 1994; Fiedler and Simons, 1995). Based on these
observations, it has been suggested that basolateral proteins
bear cryptic apical sorting signals. Removal or invalidation of
the dileucine motif in the NPP1-AA and NPP1-�34 constructs
may unmask determinants of raft affinity. Alternatively,
basolateral proteins lacking basolateral signal may be excluded
from basolateral vesicles and embedded in apical vesicles by
default. Since apical vesicles are enriched with detergent-
resistant lipids, such proteins would become more resistant to
detergent extraction.

Materials and Methods
Materials
Triton X-100, Brij 58 and methyl-�-cyclodextrin were from Sigma (St-Quentin-
Fallavier, France). Lubrol WX, cell culture reagents, and PBS were from Invitrogen
SARL (Cergy-Pontoise, France). Horseradish peroxidase-conjugated species-
specific secondary antibodies, protein A-and Protein G-Sepharose, ECL Plus
Western blotting Detection Reagents, [3H]cholesterol and [35S]methionine-
[35S]cysteine (Promix) were from Amersham Biosciences (Saclay, France). Fugene
6, endoglycosidase H and protease inhibitors were from Roche Diagnostics (Basel,
Switzerland). FITC-conjugated species-specific donkey anti-mouse IgG antibodies
were from Interchim (Lyon, France).

Constructs and mutagenesis
A schematic representation of the constructs is shown on Fig. 1. The engineering
of pCI-neo vectors encoding rat NPP3-WT, mouse NPP1-WT, NPP1-�34, NPP3-
AAASLLAP, NPP1-CytoNPP3 and NPP3-CytoNPP1 has been published
previously (Bello et al., 2001; Meerson et al., 2000). The NPP1-TmNPP3 construct
was generated by extraction of the sequence corresponding to the cytoplasmic
domain of NPP1 and the transmembrane domain of NPP3 from the NPP3cytoNPP1
construct, using the NheI and BamHI restriction sites. This sequence was subcloned
into the NPP1-cytoNPP3 construct using the same restriction sites. Amino acids
point or double mutations of the cytoplasmic domain of NPP3 at Glu10, Glu11,
Pro12, Lys14, Lys15 and Ser17 were introduced using the QuikChange mutagenesis
kit (Stratagene Europe, Amsterdam Zvidoost, The Netherlands). All constructs were
verified by automated sequencing.

Cell culture and transfection
MDCK II cells were grown at 37°C in DMEM medium supplemented with 10%
heat-inactivated fetal bovine serum, 100 IU/ml penicillin and 100 �g/ml
streptomycin, in a 5% CO2 and air atmosphere. Cells were transfected using Fugene
6 and stable transfectants were selected with 800 �g/ml G418 as described
previously (Bello et al., 2001). Before the experiments, cells were treated overnight
with 10 mM sodium butyrate, in order to increase the cytomegalovirus promoter
transcriptional activity.

Detergent extraction, flotation gradients and
immunoprecipitation
The detergent solubility assay was performed as described by Brown and Rose
(Brown and Rose, 1992). MDCK cells were seeded at 2�103 cells/cm2 in 100-mm
dishes and grown for 8 days, then washed and lysed on ice for 30 minutes in 2 ml
TNE buffer (20 mM Tris-HCl, 150 mM NaCl, 1 mM EDTA pH 7.4) containing
0.5% (w/v) of either Triton X-100, or Lubrol WX or Brij 58, in the presence of a
protease inhibitor cocktail. The detergent to protein mass ratio was 3:1. Lysates were
passed through a 23G gauge needle to shear the DNA, mixed with 80% sucrose to
a final concentration of 40% sucrose, transferred into Ultraclear tubes (Beckman
Coulter France SA, Villepinte, France) and overlaid with 4 ml of 35% sucrose and
3.5 ml of 5% sucrose prepared in TNE buffer. The flotation gradient was spun at
175,000 g (38,000 rpm) for 18 hours at 4°C without brake in a Beckman SW 41
rotor. Twelve fractions of 1 ml were harvested from the top of the gradient and
brought to 1% Triton X-100 in the presence of antiproteases. The pellets were
resuspended in 1 ml TNE-1% Triton and protease inhibitors. All fractions were
sonicated and warmed to 37°C for 30 minutes to solubilize detergent-resistant
membranes. The different constructs were immunoprecipitated from each fraction
with protein A- or protein G-Sepharose beads coated, respectively, with B10 or
IR518 monoclonal antibodies (Scott et al., 1997). After washing in TNE buffer, 1%
Triton X-100 and TNE buffer, samples were processed for SDS-PAGE.
Immunoblotting was performed as previously described (Scott et al., 1997) using a
rabbit polyclonal anti-NPP3 antibody or the 4H4 monoclonal antibody and the ECL
Plus detection kit. Bands were scanned and quantified using ImageJ software.
Fractions three to six were considered as DRM fractions and fractions seven to 12

as soluble fractions. Pellets did not contain significant amount of either NPP1 or
NPP3.

Metabolic labeling and immunoprecipitation
Cells were starved for 1 hour in serum-free, methionine- and cysteine-free medium,
then metabolically labeled for 1 hour in depletion medium supplemented with 3.5
mCi [35S]methionine-[35S]cysteine (Promix). After four washes with cold PBS+ on
ice, cells were processed for detergent extraction, flotation and immunoprecipitation
as described above. Immunoprecipitates from fractions 3-6 were pooled to make the
DRM fraction and the proteins from fractions 8-12 were pooled to make the soluble
fraction. DRM and soluble fractions were adjusted to 50 mM sodium citrate pH 5.5,
and divided in two portions for incubation with or without 2 �l endoglycosidase H
(5 IU/ml). Samples were incubated overnight at 37°C under agitation, and processed
for SDS-PAGE and fluorography as described previously (Meerson et al., 2000).

Cholesterol radiolabeling and depletion
MDCK cells were incubated with 1 �Ci/ml [3H]cholesterol for 20 hours in complete
culture medium, then treated with 10 mM methyl-�-cyclodextrin under agitation for
30 minutes at 37°C, in serum-deprived medium. Cells were then processed for
detergent extraction and analysis of NPP3 distribution on flotation gradients. The
amount of cholesterol in the gradient fractions was quantified by counting aliquots
of the fractions by liquid scintillation in a LS 6000 SC scintillation counter
(Beckman Coulter France SA, Villepinte, France).

Immunofluorescence and confocal microscopy
Cells were grown to confluence for 8 days on Transwell polycarbonate filter units
(0.4 �m pore size; Costar Corp., Cambridge, MA, USA). Filter-grown cells were
fixed with 4% paraformaldehyde for 20 minutes at room temperature, permeabilized
with saponin and processed for immunostaining as described previously (Bello et
al., 2001). Confocal imaging was acquired with a Leica TCS SP2 Laser Scanning
Spectral system attached to a DMR inverted microscope with a 63/1.4 objective.
Images were processed with the use of the on-line ‘Scan Ware’ software. Digital
images were processed with Photoshop and ImageJ softwares (NIMH, Maryland,
USA).

We thank Philippe Fontanges (IFR 65, Paris) for confocal
microscopy analyses and Christelle Lenoir for help in making some
of the constructs. 
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Differential solubilization of inner plasma membrane 
leaflet components by Lubrol WX and Triton X-100. 
(Article en révision à BBA Biomembranes) 
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Résumé 
 
La méthode généralement la plus utilisée pour analyser les microdomaines membranaires  de 

type raft est basée sur leur résistance à l'extraction par les détergents non ioniques à 4°C. 

Cependant, la sélectivité des différents détergents pour définir ces microdomaines raft a été 

remise en cause. Nous avons comparé la composition lipidique des membranes résistantes au 

détergent (DRMs) obtenues après extraction par du Triton X-100 ou du Lubrol WX de 

cellules  MDCK afin de comprendre l'effet différentiel de ces détergents sur les membranes et 

leur spécificité à solubiliser ou pas des protéines. Comparées aux membranes totales, les  

DRMs Lubrol et Triton sont enrichies en cholestérol, ce qui est une caractéristique retenue des 

rafts. Cependant, le rapport entre les lipides du feuillets interne et les lipides du feuillet 

externe diffère considérablement entre les deux types de DRMs. Les DRMs Lubrol sont 

particulièrement enrichies en phosphatidyléthanolamine, notamment en espèces à longues 

chaînes acylées polyinsaturées. De plus, les DRMs Lubrol et Triton montrent également des 

différences au niveau des quantités de protéines transmembranaires ou ancrées sur le feuillet 

interne « raftophiles ». Nos résultats suggèrent que le feuillet interne des rafts est enrichi en 

phosphatidylethanolamine et  cholestérol, et que ces lipides sont davantage solubilisés par 

leTriton X-100 que par le Lubrol WX.  
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Summary 

 
A commonly-used method for analyzing raft membrane domains is based on their 

resistance to extraction by non-ionic detergents at 4°C. However, the selectivity of different 

detergents in defining raft membrane domains has been questioned. We have compared the 

lipid composition of detergent-resistant membranes (DRMs) obtained after Triton X-100 or 

Lubrol WX extraction in MDCK cells in order to understand the differential effect of these 

detergents on membranes and their selectivity in solubilizing or not proteins. Both Lubrol and 

Triton DRMs were enriched with cholesterol over the lysate, thus exhibiting characteristics 

consistent with the properties of membrane rafts. However, the two DRMs fractions differed 

considerably in the ratio between lipids of the inner and outer membrane leaflets. Lubrol 

DRMs were especially enriched with phosphatidylethanolamine, including polyunsaturated 

species with long fatty acyl chains. Lubrol and Triton DRMs also differed in the amount of 

raft transmembrane proteins and raft proteins anchored to the cytoplasmic leaflet. Our results 

suggest that the inner side of rafts is enriched with phosphatidylethanolamine and cholesterol, 

and is more solubilized by Triton X-100 than by Lubrol WX.  
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1. Introduction 
 

Evidence has now accumulated that the plasma membrane of mammalian cells is organized 

into microdomains [1-4]. The best characterized microdomains are membrane rafts which 

have been defined as “small (10–200 nm), heterogeneous, highly dynamic, sterol- and 

sphingolipid-enriched domains that compartmentalize cellular processes” [5]. Rafts are 

thought to correspond to liquid-ordered (lo) phases that are generated in model membranes 

composed of ternary mixtures of glycerophospholipids, sphingolipids and cholesterol [6]. 

However, their existence in biological membranes has remained controversial, especially 

because rafts cannot be viewed in resting cells by current fluorescent or electron microscopy 

techniques, except caveolae, which are considered as a special type of stabilized rafts [7]. 

Although it is now well recognized that membranes are not homogeneous, there is still 

controversy on the ability of lipids to form domains in biological membranes [3, 8, 9]. Based 

on techniques that measure lateral mobility of lipids and proteins in living cells, alternative 

models have been proposed. In the lipid shell hypothesis [10], the organization of rafts is 

driven by proteins that have affinity for sphingolipids and cholesterol. On the other hand, 

using high-speed single-molecule tracking, Kusumi and collegues have suggested that the 

membrane of living cells is predominantly compartimentalized by cytoskeleton fences that 

restrict diffusion of proteins and lipids [11]. Recent data obtained from fluorescence 

correlation spectroscopy have suggested that diffusion of proteins is both lipid and 

cytoskeleton dependant [12]. 

 The commonly-used method for analyzing the domain organization of membranes 

biochemically is extraction by non-ionic detergents such as Triton X-100 at 4°C [13]. Most 

lipid–lipid and lipid–protein interactions are disrupted, but a fraction of cell membranes is 

preserved and can be isolated as detergent-resistant membranes (DRMs) due to their 

buoyancy on sucrose density gradient. DRMs are thought to originate from rafts, which resist 

extraction due to the tight packing of raft lipids [14, 15]. DRMs also contain proteins that 

retain their association with membrane lipids. These proteins are mostly GPI-anchored 

proteins [13, 16], signaling proteins attached to the inner face of the plasma membrane such 

as the dually acylated Src family kinases [17-19], but only few transmembrane proteins, 

which are targeted to rafts through their transmembrane domain [20-22], or through 

membrane proximal determinants [22-26]. 

It is unclear how DRMs reflect the distribution of membrane components in raft 

domains. A failure to recover a protein in DRMs does not necessarily mean that it is not in 
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rafts in living cells. For instance, the T-cell receptor has been shown to be in rafts by means of 

fluorescence microscopy patching experiments [27] although it is not usually present in 

DRMs after Triton X-100 extraction; the epidermal growth factor is found in a subset of raft 

domains by subcellular fractionation [28], although it is fully soluble in Triton X-100 [29]. 

Furthermore, in polarized cells, the apical plasma membrane is likely to contain a large 

fraction of raft domains because it is very rich in sphingolipids and cholesterol. Indeed, 

experiments performed in living cells have suggested that, in apical MDCK membranes, the 

raft phase is a continuous percolating phase with isolated domains of a non raft phase [30]. 

Yet, except GPI-anchored proteins, most apical transmembrane proteins are largely 

solubilized by Triton X-100.  

A further development in the analysis of membrane domains has been brought by the 

use of different detergents.  There are several examples of apical transmembrane proteins that 

are recovered in DRM fractions prepared with detergents other than Triton X-100 such as 

Lubrol WX [31-34]. Recently we have reported that the apical nucleotide 

pyrophosphatase/phosphodiesterase NPP3 was insoluble in Lubrol WX, in contrast to the 

closely related basolateral NPP1 [33]. Whether Lubrol DRMs reflect the existence of 

membrane domains distinct from rafts or a different mode of protein-lipid interaction is not 

clear. The lipid composition of Lubrol DRMs has not been studied in details in polarized 

cells, and conflicting interpretations have been made [31, 35]. In order to get insight into the 

significance of the results obtained with different detergents, we have compared the lipid 

composition of DRMs obtained after Triton X-100 or Lubrol WX extraction in MDCK cells. 

Our results suggest that Lubrol WX preserves the membrane inner leaflet better than does 

Triton X-100, a property which may explain the high recovery of transmembrane proteins and 

proteins of the cytoplasmic leaflet, in Lubrol DRMs. 

 

2. Materials and methods 

 

2. 1. Materials  

Triton X-100 and phospholipase C (from Bacillus Cereus) were from Sigma-Aldrich (St-

Quentin-Fallavier, France). Lubrol WX, cell culture reagents, and PBS were from Invitrogen 

SARL (Cergy-Pontoise, France). Ganglioside standards were from Matreya LLC (Pleasant 

Gap, USA). Phospholipid standards were from Sigma-Aldrich. HPTLC silica gel 60 plates 

were from Merck (Whitehouse Station, USA). Monoclonal antibody anti-yes was from 

Transduction Laboratories (Lexington, USA). Anti-Lck monoclonal antibody clone 3A5 was 
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from Tebu Bio (Le Perray-en-Yvelines, France). Anti-GFP monoclonal antibody was from 

Boehringer Roche Diagnostics France S.A (Meylan, France). Mouse monoclonal anti-Cav-1 

(2234) and anti-flotillin-2/ESA (Reggie-1) antibodies were purchased from BD Transduction 

Laboratories (Lexington, USA). HRP-conjugated species-specific secondary antibodies and 

ECL reagent were from GE Healthcare Europe GmbH (Saclay, France). 

 

2. 2. Cell culture, detergent extraction and flotation gradients  

MDCK II cells were grown in DMEM medium supplemented with 10% heat-inactivated 

foetal bovine serum, 100 U/ml penicillin, and 100 µg/ml streptomycin, in a 5% CO2/air 

atmosphere. MDCK cells stably expressing NPP1 or NPP3 have been described [36]. The 

MDCK-GFP-GPI cells were obtained after transfection of a cDNA construct encoding EGFP 

fused to the 5’end of the mouse Thy-1 GPI-anchoring sequence [37], and selection of stable 

transfectants as described [36]. For the experiments, cells were seeded at 2x103 cells/cm2 in 

100-mm dishes and grown for 8 days. The detergent solubility assay was performed as 

described by Brown and Rose [13]. Cells were washed with PBS, then lysed on ice for 30 min 

in 2 ml TNE buffer (20 mM Tris HCl, 150 mM NaCl, 1 mM EDTA, pH 7.4) containing 0.5 % 

(w/v) of either Triton X-100 or Lubrol WX. Lysates were passed through a 23G gauge needle, 

mixed with 80% sucrose to a final concentration of 40% sucrose, transferred into Ultraclear 

tubes (Beckman Coulter France S.A, Villepinte, France) and overlaid with 4 ml of 35% 

sucrose and 3.5 ml of 5% sucrose prepared in TNE buffer. Gradients were spun at 38,000 rpm 

for 18 h at 4°C without brake in a Beckman SW 41 rotor. Fractions were collected and 

processed for lipid or protein analyses. Material from six gradients, each from one 100 mm-

plate of confluent MDCK cells were pooled for each point determination. 

 

2. 3. HPLC analysis of phospholipid molecular species and fatty acids. 

DRM fractions were collected, washed with TNE and pelleted at 49,000 rpm for 1 h at 4°C in 

a Beckman 50Ti rotor. Pellets were sonicated and lipids were extracted by the method of 

Bligh and Dyer [38]. The lower chloroform phase was evaporated under a stream of nitrogen 

and lipids were resuspended in 1:1 chloroform:methanol (v/v) and separated on HPTLC plates 

by migration in 65:25:4 chloroform:methanol:water (v/v/v). Glycerophospholipids and 

sphingomyelin (SM) were revealed on plates by iodine vapours and identified by comigration 

with phospholipids standards. Silica powder corresponding to each lipid was scraped and 

lipids were extracted by the method of Bligh and Dyer [38]. An aliquot of lipid extract was 

evaporated, and the phosphorus content was determined by colorimetric assays according to 

91



the method of Rouser et al. [39]. Glycerophospholipids spots were scraped and extracted with 

chloroform/methanol (1:2), and saponified with potassium hydroxide in methanol at 56°C for 

1 h. After neutralisation with HCl, the reaction mixture was extracted with hexane. Extracted 

free fatty acids were used to prepare phenacyl esters (FAPEs) according to the method of 

Chen and Anderson [40]. FAPEs were quantified by HPLC.  

 The different subclasses of glycerophospholipids were separated after the conversion 

to glycerobenzoate derivatives. The choline, ethanolamine and serine containing 

phospholipids were separated by HPTLC, extracted from silica gel, and then hydrolysed by 

phospholipase C from Bacillus Cereus. The diglycerides obtained were converted to 

benzoates derivatives, which were separated by HPTLC in the solvent mixture 50:45:4 

benzene:hexane:diethyl ether (v/v/v) and visualized after spraying with dichlorofluorescein. 

Once extracted from silica gel, molecular species were analysed by reverse phase HPLC using 

acetonitrile/propanol-2 at a flow rate of 1 ml/min as already described [41]. 

 

2. 4. Cholesterol   

The amount of cholesterol was quantified by the method of Gamble et al. [42] except that the 

assay did not include the cholesterol ester hydrolase reaction, thus measuring non-esterified 

cholesterol only. In order to calculate cholesterol enrichment in DRM fractions, cells were 

incubated with 1 µCi/ml [3H]cholesterol for 20 h in complete culture medium. Cells were then 

processed for detergent extraction and analysis as described above. The amount of cholesterol 

in the gradient fractions was quantified by counting aliquots of the fractions by liquid 

scintillation in a LS 6000 SC (Beckman Coulter France S.A, Villepinte, France).  

 

2. 5. Ganglioside analysis 

Aqueous phases of DRM lipid extracts were evaporated under a stream of nitrogen. Lipids 

were resuspended in 3:7 methanol:water (v/v) and passed through a small reversed-phase C18 

Sep-Pak cartridge (Waters, Milford, USA) pre-washed twice with 2:1chloroform:methanol 

(v/v) and equilibrated with 3:7methanol:water (v/v). Samples were passed 3 times through the 

C18 Sep-Pak cartridge. Then the column was washed 4 times with bidistillated water and the 

gangliosides were eluted in 2 ml 2:1 chloroform:methanol (v/v) and 1 ml chloroform. Once 

evaporated, samples were separated on HPTLC plates by migration in 5:4:1 

chloroform:methanol:0.2M KCL (v/v/v). Plates were sprayed with resorcinol-hydrochloric 

acid followed by a 5-min incubation at 130°C to reveal sialic acid. Individual species of 
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ganglioside were identified by comigration with ganglioside standards. Stained plates were 

scanned and bands were quantified using Image J software. 

 

2. 6. Western Blot and protein assay 

Fractions harvested from the gradients were brought to 1% Triton X-100 in the presence of 

protease inhibitors. All fractions were sonicated and warmed to 37°C for 30 min to solubilize 

detergent-resistant membranes. Aliquots were subjected to SDS-PAGE electrophoresis, 

transferred onto nitrocellulose membrane, and immunoblotting was performed as previously 

described [43] using the ECL Plus detection kit. Bands were scanned and quantified using 

Image J software.  

Protein was quantified in homogenates and DRM fractions using the BCA method (Pierce). 
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3. Results 

 

3. 1. Triton and Lubrol DRMs are both enriched with cholesterol but differ in their 

phosphatidylcholine/phosphatidylethanolamine ratio 

In order to compare Triton and Lubrol DRMs, MDCK cells were lysed in Triton X-100 or 

Lubrol WX and lysates were resolved on sucrose gradients as described [33]. Fractions 

containing floating material (fractions 3-5 from the top of the gradient) were pooled to make 

the DRM fraction. Lipid and protein content was analysed in these pooled DRM fractions and 

in the lysates. Total lipid was calculated as the sum of the major membrane lipids 

(glycerophospholipids, sphingomyelin and cholesterol). The amount of floating detergent-

resistant material was higher after Lubrol lysis than after Triton lysis. This was especially due 

to the presence of 3-fold more protein in Lubrol DRMs while there was 1.4-fold more lipid 

(Table 1). When the results were expressed as nmole lipid/mg DRM protein, as usually 

reported in the literature, Lubrol DRMs appeared to contain less lipid than Triton DRMs, 

especially less phosphatidylcholine (PC), sphingomyelin (SM) and cholesterol. However, the 

results are biased because of the higher amount of protein in Lubrol DRMs. When expressed 

as nmol/mg lysate protein, Lubrol and Triton DRMs contained equivalent amounts of PC and 

SM. Major differences concerned phosphatidylethanolamine (PE) which was recovered in 

higher amount in Lubrol DRMs (2-fold as compared to Triton). The amount of cholesterol 

was also 1.5-fold higher in the Lubrol DRM floating fraction. Phosphatidylserine (PS) was 

only slightly increased in Lubrol DRMs. When the relative molar composition (mol %) was 

compared, it was apparent that the major phospholipid in Triton DRMs was PC (~24%), while 

it was PE in Lubrol DRMs (~22%). Both Triton and Lubrol DRMs were much enriched with 

cholesterol, with relative mole content of 42% and 45% respectively (Table 1). Both had a 

higher mole percent of cholesterol than did the lysate. The ratio SM/GPL was higher in Triton 

DRMs (0.21 and 0.16 for Triton and Lubrol DRMs respectively), but the ratio 

cholesterol/GPL was not significantly different (Triton: 0.87  and Lubrol: 0.96). 

 The fatty acid pattern of the main glycerophospholipids (PC and PE) was compared. 

Figure 1 shows typical HPLC elution profiles. The fatty acid composition of PC from Triton 

and Lubrol DRMs was very similar. PC mainly comprised saturated (16:0, 18:0) or mono- 

unsaturated (16:1, 18:1) fatty acids. By contrast, the fatty acid pattern of PE was different. PE 

contained more polyunsaturated fatty acids and these were increased in Lubrol DRMs as 

compared to Triton DRMs (Fig. 1). Analysis of the diacyl species (Table 2) showed minor 

differences in the PC diacyl species. By contrast, the diacyl species of PE differed, with a high 
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enrichment of mono- and poly-unsaturated diacyl species in Lubrol DRMs. A remarkable 

difference was the high amount of 18:1/18:1 diacyl PE in Lubrol DRMs as well as the 

presence of diacyl species bearing long polyunsaturated fatty acyl chains (20:4, 22:6). Fewer 

differences were observed in PS although Lubrol DRMs also contained more 18:1/18:1 diacyl 

species than Triton DRMs. 

 The pattern of glycosphingolipids was not qualitatively different between Triton and 

Lubrol DRMs. In both types of DRMs, the ganglioside GM3 was the major glycosphingolipid 

species (Fig. 2). 

 Taken together, the lipid analysis showed both quantitative and qualitative differences 

between Triton and Lubrol DRMs, especially a high recovery of PE in Lubrol DRMs, a lipid 

which is generally considered to be localized preferentially if not exclusively in the inner 

plasma membrane leaflet.  

 

3. 2. Lubrol DRMs are enriched with raft-associated transmembrane proteins and proteins 

associated with the inner leaflet of rafts 

The lipid composition analysis suggested that Lubrol DRMs contained more lipids of the 

inner membrane leaflet than Triton X-100 DRMs. To investigate whether proteins anchored to 

the inner and outer leaflet would be also differentially solubilized by the two detergents, we 

analysed the partition of proteins with different membrane topologies, in Lubrol and Triton 

DRMs. GPI-anchored proteins are anchored to the external leaflet of the membrane and have 

affinity for rafts. MDCK cells stably transfected with the GPI-GFP cDNA expressed GPI-

GFP exclusively at the plasma membrane (not shown). The protein partitioned essentially in 

DRMs both after Triton and Lubrol lysis (Fig. 3). On the other hand, doubly acylated kinases 

are anchored to the cytoplasmic leaflet only. MDCK cells endogenously express the kinases 

Lck and Yes which have been shown to localize to raft microdomains [19, 44]. Both Lck and 

Yes were relatively poorly detected in the Triton-DRM fractions while they were mainly 

recovered in the DRM fractions after Lubrol lysis (Fig. 3). Caveolin [45] and flotillin-

2/reggie-1 [46] are also known as raft-associated proteins located at the cytosolic face of the 

membrane, but they are anchored both by acylation and membrane-spanning segments [47]. 

The bulk of these proteins was recovered in Triton as well as Lubrol DRMs. We also studied 

the partition of the transmembrane protein NPP3, which is a putative raft-associated  protein 

[33]. NPP3 was ~10% insoluble in Triton X-100 but almost insoluble in Lubrol WX (Fig.3; 

[33]). As a control, the transmembrane protein NPP1, which is considered as non raft-

associated was fully soluble in Triton X-100, as expected. However, ~10% of NPP1 was 
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recovered in the Lubrol DRM fractions (Fig.3), indicating that Lubrol WX may not fully 

solubilize non raft-associated proteins. Quantification of the gels clearly shows that all 

proteins are recovered in higher amounts in Lubrol DRM fractions although to a variable 

extent (Fig. 3B). Major differences were observed for proteins of the inner membrane leaflet, 

and especially for the transmembrane protein NPP3. 
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4. Discussion 

 

Lubrol has been used as a detergent to isolate DRM fractions including specific proteins that 

are otherwise largely soluble in Triton X-100. In a comparative study of the action of several 

detergents, the capacity of Lubrol to isolate specific membrane domains has been questioned, 

based on its ineffectiveness at solubilizing the bulk of plasma membrane proteins [35]. 

However, the lipid composition of Lubrol DRMs has not been studied in details, and 

conflicting data have been reported in MDCK cells [31, 35].  

 We have compared the composition of Lubrol and Triton DRMs in order to 

understand the differential effect of these detergents on membranes and their selectivity in 

solubilizing proteins. We observed that Lubrol DRMs yielded more insoluble floating 

material, and especially more protein than did Triton DRMs, a result that has already been 

reported in several cell types [35, 48].  The amount of protein in Lubrol DRMs was 3-fold that 

of Triton DRMs, which is far less from the 10-fold enrichment reported by Schuck et al [35] 

in MDCK cells, but close to the 2-fold difference reported by Hinrichs et al [48] in HT29 

cells. In any case, the relative enrichment of protein in Lubrol DRMs was higher than that of 

lipid, indicating that Lubrol WX is a weak solubilizer of membrane proteins as compared to 

Triton X-100.  

 Our results indicated that both Lubrol and Triton DRMs were enriched with 

cholesterol over the lysate, thus exhibiting characteristics consistent with the properties of 

membrane rafts. However, the two DRM fractions differed considerably in the ratio between 

lipids of the inner and outer membrane leaflets. In the plasma membrane of eukaryotic cells 

aminophospholipids are predominantly exposed on the cytosolic leaflet, whereas PC and 

sphingolipids are predominantly located in the outer leaflet [49-51]. The absolute amount of 

the outer lipids, PC and shingolipids, was slightly greater in Lubrol DRMs versus Triton 

DRMs, but there were only minor differences in the molecular species. By contrast, the 

amount of inner lipids, especially PE, and to a lesser extend PS, was very different. Lubrol 

DRMs contained more PE, and additional molecular species with long unsaturated fatty acid 

chains than were absent from Triton DRMs. The abundance of PE has not been noticed in 

previous analyses of Lubrol DRMs that focused on the relative composition of raft lipids [35, 

48]. However, Pike et al [52] have already reported that detergent-free rafts or rafts obtained 

with the detergent Brij 98, are enriched with PE and contain a balance of inner and outer 

membrane lipids whereas Triton-resistant rafts are relatively depleted of inner membrane 
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lipids. Furthermore, lysing the cells with the detergent Brij58 yielded essentially similar 

amount of PE in DRMs as did Lubrol (our unpublished results). 

 

 Raft models predict that a liquid-ordered packing of lipids in the outer leaflet would be 

mirrored by an equivalent organisation in the inner leaflet of the membrane. This is indeed 

what is observed in artificial membranes in which the two leaflets are symmetrical. It is 

thought that coupling of the two raft leaflets occurs through overlapping of the long saturated 

fatty acid chains of sphingolipids. In biological membranes, the lipid composition of the inner 

side of rafts has not been adequately defined but has to be different because of the asymmetric 

distribution of lipids and the almost absence of sphingolipids in the cytoplasmic leaflet. The 

amount of PC that might be present in the inner side of rafts and the nature of the fatty acid 

chains are poorly known. The results obtained with non detergent methods suggest that the 

inner side of rafts might contain more PE than PC, with relatively more unsaturated chains 

[52]. While the ordering effect of cholesterol on PC molecules is well known, there are 

several data indicating that cholesterol also increases the order of the PE acyl chains very 

similarly to that observed with PC, especially at a high cholesterol concentration of 45 mol% 

[53], which is the concentration we observed in Lubrol DRMs. Cholesterol distribution 

between the bilayers is not well known but is likely to be present in both leaflets and even in 

higher amount in the inner leaflet [54]. In a recent analysis of the formation of raft-like 

domains in asymmetric planar bilayers, Kiessling et al [55] observed that lo phase domains in 

one asymmetric bilayer do not induce the formation of domains in the opposite leaflet when 

this leaflet is composed of 1-palmitoyl-2-oleoyl phosphatidylcholine (POPC) and cholesterol, 

but do induce domains when this leaflet is composed of a natural mixture of PC, PE, PS and 

cholesterol. These results make it plausible that the inner side of rafts would be enriched with 

PE. Coupling of the two leaflets could be realized by the high melting temperature of PE 

molecules which can hydrogen bound their headgroups and induce frustrated curvature strain 

into the lipid bilayer [55]. Furthermore, PE molecules have long fatty acyl chains at position 

sn-2 that could interdigitate with the long saturated fatty acyl chains of sphingolipids of the 

external leaflet. 

 Lo phases including PE are likely to be less packed than lo phases made of 

sphingolipids or PC, and therefore more sensitive to solubilisation by detergents. Strong 

detergents like Triton X-100 may partially solubilize the internal leaflet of rafts whereas 

Lubrol WX and other weak detergents would poorly solubilize the inner leaflet of rafts and 

maintain bilayer integrity. This would explain why the major proteins recovered in Triton 
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DRMs are raft proteins anchored to the external leaflet only, i.e. GPI-anchored proteins, while 

only selected proteins anchored to the internal leaflet are found in Triton DRMs. Among these 

are caveolins and flotillins, which are inserted by at least one membrane-integrated but not 

-spanning hairpin loop domain, and which have the particularity to form oligomers. Caveolins 

and flotillins associate with, and induce the formation of rather stable, morphologically 

identifiable specialized raft domains [56]. Doubly acylated signalling molecules are also 

somewhat resistant to Triton X-100, but they are more resistant to Lubrol extraction, as we 

observed in the case of Lck and Yes. It is only after activation of cells that they become 

especially Triton-resistant [57]. Activation of cells might recruit and stabilize signalling 

molecules in rafts such that they form detergent resistant complexes. It is interesting to note 

that cross-linking of the immunoglobulin E receptor FcεRI in RBL-2H3 cells increased the 

proportion of polyunsaturated phospholipids recovered in the Triton-DRM fraction [58]. 

Transmembrane proteins are also likely to be destabilized if the inner leaflet is solubilized by 

Triton X-100. This may explain that raft-associated transmembrane proteins are solubilized 

by Triton X-100 but not by Lubrol WX ([31-33], this study). It must be noted that after cross-

linking with antibodies, the MDCK endogenous protein gp114, an apical transmembrane 

protein, also becomes resistant to Triton extraction, while the basolateral LDL receptor 

remains soluble in similar conditions [59]. These observations suggest that Triton X-100 

solubilizes a portion of proteins that have affinity for rafts, especially transmembrane proteins 

and proteins of the inner leaflet, unless they are oligomerized or engaged in molecular 

complexes.  

 Taken together, our results suggest that Triton X-100 would solubilize part of the inner 

leaflet lipids of rafts, especially unsaturated PE, and would partly solubilize certain raft-

associated proteins. By contrast, Lubrol WX would preserve the internal leaflet of rafts, and 

maintain raft association of transmembrane proteins and proteins anchored to the cytoplasmic 

leaflet only. On the other hand, Lubrol WX would not fully solubilize non-raft associated 

proteins. Therefore, it may be interesting to make use of both detergents when studying the 

partitioning of proteins in membrane microdomains.  
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Fig 1: Fatty acid composition of glycerophospholipids from Lubrol WX and Triton X-100 DRMs. 
Fatty acids of phosphatidylcholine (PC) and phosphatidylethanolamine (PE) were extracted and 
separated by HPLC as indicated in Materials and methods. Typical chromatograms are shown. 
Fatty acids are indicated by numbers:  20:5 (1); 22:6 (2); 20:4 (3); 16:1 (4); 18:2 (5); 18:1+16:0 (6), 18:0 (7).
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Fig 2 : Ganglioside distribution in Lubrol WX and Triton X-100 DRMs. 
Gangliosides of the aqueous phase of DRM lipid extracts were isolated  and separated on HPTLC plates 
as indicated in Materials and Methods. The amount of each ganglioside species is expressed as percent
 of the sum of all identified gangliosides (GT1b, GD1b, GD3, GM1, GM2 and GM3).  Results are the means 
of two determinations. Note that the total amount of gangliosides was 20% higher in Lubrol DRMs as 
compared to Triton.
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Fig 3: DRM association of marker proteins from MDCK cells. (A) MDCK cell homogenates were extracted 
with 0.5% Triton X-100, or 0.5% Lubrol WX and separated on sucrose gradients. An equal volume of each
 gradient fraction was analyzed by SDS polyacrylamide gel electrophoresis followed by Western blotting
 with the indicated antibody. The light fractions from the top of the gradients are on the left, the heavy 
bottom fractions on the right. (B) The diagrams represent the percent of protein recovered in the DRM 
fractions (fractions 3-6). Results are means ± SD of three independent experiments. Cav-1, caveolin 1;
 Flot-2, flotillin 2; NPP1, nucleotide pyrophosphatase/phosphodiesterase 1; NPP3, nucleotide 
pyrophosphatase/phosphodiesterase 3.
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 DISCUSSION  
 
 

 L’hypothèse d’un rôle des microdomaines enrichis en sphingolipides et en cholestérol 

appelés rafts a initialement été proposée pour expliquer le mécanisme de formation de 

vésicules apicales transportant les protéines à ancre GPI. En revanche, les mécanismes 

moléculaires du transport des protéines apicales transmembranaires sont très mal connus. 

Dans ce travail, nous nous sommes posé la question de savoir quel était le mécanisme 

d’adressage apical d’une protéine transmembranaire comme NPP3, et en particulier, quel était 

le rôle des microdomaines résistants aux détergents dans ce processus. 

  

 Différences de solubilité des protéines apicales et basolatérales 

 
Si la protéine apicale NPP3 est associée à des microdomaines membranaires de même 

type que les protéines à ancre GPI, on peut s’attendre à ce qu’elle soit insoluble dans le Triton 

X-100, tandis que la protéine basolatérale NPP1 ne devrait pas l’être. C’est effectivement ce 

que nous avons observé puisque NPP1 est complètement soluble dans le Triton X-100 et que 

NPP3 est partiellement insoluble. Il faut cependant noter que NPP3 est très peu retrouvée dans 

les fractions DRMs obtenues avec le Triton (entre 10 et 15%), alors que les protéines à ancre 

GPI présentent un pourcentage d’association aux DRMs plus grand (Brown et Rose, 1992; 

Schuck et al., 2003).  Des variations importantes de solubilité dans le Triton X-100 ont été 

rapportées selon les protéines transmembranaires apicales considérées. Seules quelques 

protéines transmembranaires, essentiellement des protéines virales, comme l’hémagglutinine 

ou la neuraminidase du virus de la grippe, sont insolubles dans le Triton X-100 (Kundu et al., 

1996; Scheiffele et al., 1995). La plupart des protéines exprimées de façon endogène dans les 

cellules sont, soit faiblement insolubles, soit totalement solubles dans le Triton X-100. Par 

exemple, dans les cellules intestinales, la maltase-glucoamylase, l’aminopeptidase N, 

l’aminopeptidase A, la dipeptidyl-peptidase IV et la saccharase-isomaltase montrent une 

insolubilité dans le Triton de 20% à 48%, tandis que la lactase-phlorizine hydrolase est 

complètement soluble (Danielsen, 1995). Une insolubilité partielle de la saccharase-

isomaltase a également été rapportée dans les cellules Caco-2 (Garcia et al., 1993), de même 

que pour la dipeptidyl-peptidase IV dans les cellules MDCK et HepG2 cells (Slimane et al., 

2001; Slimane et al., 2003). Dans les cellules MDCK, la protéine endogène gp114 est 
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complètement soluble dans le Triton, mais elle devient insoluble après pontage par des 

anticorps (Verkade et al., 2000). En revanche, les protéines basolatérales comme la protéine G 

du virus de la stomatite vésiculeuse (VSV-G), le récepteur de la transferrine, le récepteur des 

LDL ou  la Na+,K+-ATPase sont complètement solubles dans le Triton X-100  (Bravo-

Zehnder et al., 2000; Brown et Rose, 1992; Hodson et al., 2006; Verkade et al., 2000) et le 

pontage avec des anticorps ne rend pas le récepteur des LDL insoluble comme cela se produit 

pour une protéine apicale (Verkade et al, 2000). 

 Le fait qu’une protéine soit retrouvée en faible quantité dans des membranes 

résistantes au Triton X-100 suggère qu’elle a soit peu d’affinité pour des microdomaines de 

type raft, soit que son association à ces microdomaines est faible ou transitoire et qu’elle ne 

résiste pas à l’action du détergent. C’est pour cette raison que d’autres détergents réputés 

pour être plus doux ont été proposés. Ainsi, plusieurs protéines polytopiques apicales comme 

la prominine, MDR1 et ATP7B sont complètement solubilisées par le Triton X-100 mais sont 

résistantes à d’autres détergents (Roper et al., 2000; Slimane et al., 2003). Nous avons donc 

testé la résistance de protéines transmembranaires apicales (NPP3 et DPPIV) et basolatérale 

(NPP1) à la solubilisation par le Triton X-100, le Triton X-114, le NP40, le Lubrol WX, le 

Brij56 et le Brij58. Ces résultats qui n’ont pas été publiés en totalité dans les articles, sont 

montrés dans la figure 33 .    

 NPP3       DPPIV            NPP1 

 
Figure 33. Distribution de différentes protéines dans des gradients de sucrose après solubilisation par 
différents détergents. Les cellules MDCK ont été lysées en présence de 0,5% de chacun des détergents 
indiqués. Les lysats ont été séparés sur gradient de saccharose comme indiqué dans l’article 1. Les fractions les 
moins denses (DRMs) sont à gauche et les fractions les plus denses (solubles) à droite. 
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 Le profil d’insolubilité des trois protéines transmembranaires nous a permis 

d’observer des différences nettes entre certains détergents et d’obtenir un classement allant 

du détergent qui solubilise le plus les protéines étudiées à celui qui les solubilise le moins : 

TX-100 = NP40 ≥ TX-114 ≥ Lubrol WX = Brij 58 = Brij 56. Ces différences pourraient 

s’expliquer par la longueur des chaînes hydrocarbonées hydrophobes. La figure 34 montre 

les formules de ces détergents. Le Triton X-100 n’a que 8 carbones alors que le Lubrol et les 

Brij en ont 16. En revanche, la taille de la tête polaire ne semble pas jouer un rôle puisqu’elle 

est très différente entre le Brij56 et le Brij58 et au contraire très voisine entre le Brij 56 et le 

Triton X-100. 

 

Brij 56 : n= 10 
Brij 58 : n= 20 
Lubrol WX : n= 17 
  
 
TX-100 : n= 9,10 

 

 

 

 

 

 

 
Figure 34. Formules des différents détergents utilisés. 

 

 Lorsque l’on observe les profils d’insolubilité des protéines dans les fractions du 

gradient, les résultats les plus tranchés correspondent au Triton X-100 et au Lubrol WX. En 

effet, avec le Triton X-100, NPP1 est complètement exclue des DRMs. Avec le Lubrol WX, 

NPP3 est très largement insoluble et NPP1 est au contraire très solubilisée. Il nous a donc 

semblé que l’utilisation de ces deux détergents en parallèle pouvait nous permettre  

d’appréhender des changements dans les propriétés de solubilité de protéines mutées ou 

chimériques, en relation avec leur localisation polarisée. 

 

 Corrélation entre l’insolubilité dans les détergents et 
l’association aux rafts 

  
 
 La  question posée est de savoir si NPP3, protéine apicale, partiellement insoluble 

dans le Triton X-100 mais très largement insoluble dans le Lubrol, peut être considérée 
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comme étant associée à des domaines rafts. Cette question pose le problème de la relation 

entre DRMs et rafts et du choix du détergent.  

 

 La résistance au Triton X-100 à 4°C est le moyen le plus utilisé pour rechercher si une 

protéine se trouve dans un environnement de type raft. La capacité d’un détergent à solubiliser 

les membranes est d’autant plus grande que sa capacité à s’insérer dans celles-ci est 

importante. Patra en 1998 a montré clairement que la solubilisation de bicouches lipidiques 

monophasiques par le Triton X-100 est dépendante de la longueur et du nombre d’insaturation 

en cis des chaînes grasses des lipides (Patra et al., 1998), ainsi que de la capacité des têtes 

polaires à créer des liaisons de type électrostatique et ionique. Plus les chaînes acylées sont 

longues et saturées, plus elles sont ordonnées et peuvent créer des interactions de van der 

Waals entre elles. L’insolubilité des lipides dans le Triton X-100 est révélatrice de 

l’association étroite des lipides au sein des membranes et de l’état d’ordre de ceux-ci. 

Effectivement, dans des conditions appropriées, la solubilisation des membranes n’est pas 

complète, et les fractions insolubles sont enrichies en sphingolipides et en cholestérol. Etant 

donné que des liposomes contenant du cholestérol et des sphingolipides forment une phase Lo 

résistante à l’action du Triton X-100 à froid, il a été suggéré que les fractions membranaires 

résistantes au Triton X-100 correspondaient à l’existence de phases Lo dans les membranes 

cellulaires qui seraient les rafts (Schroeder et al., 1994; Schroeder et al., 1998). 

 

 Cependant, il est difficile d’être sûr que la résistance d’une protéine au Triton X-100 

signifie qu’elle était présente dans un microdomaine raft avant que le détergent ne soit ajouté. 

Des réarrangements non physiologiques peuvent se produire pendant l’étape de solubilisation, 

d’autant plus qu’elle est effectuée à 4°C et que les propriétés des lipides dépendent beaucoup 

de la température. Plusieurs observations montrent que le Triton provoque des réarrangements 

de la bicouche membranaire (Heerklotz, 2002; Madore et al., 1999; Sot et al., 2002), et les 

deux feuillets ne sont pas nécessairement solubilisés dans les mêmes proportions. Plusieurs 

travaux ont montré un appauvrissement en lipides du feuillet interne dans les fractions DRMs 

obtenues avec le Triton X-100 (Hinrichs et al., 2005; Pike et al., 2005). Par ailleurs, un 

certain nombre de protéines qui par d’autres méthodes sont considérées comme associées aux 

rafts, sont parfaitement solubilisées par le Triton X-100 (Janes et al., 2000; Pike et al., 2002). 

C’est pourquoi d’autres détergents ont été proposés. Ces détergents permettent d’isoler des 

fractions DRMs beaucoup plus riches en protéines. Cependant la capacité de ces détergents à 

discriminer les protéines « raft » et « non raft » a été critiquée, en particulier parce que 
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certaines protéines qui ne sont pas considérées comme associées aux rafts, par exemple le 

récepteur de la transferrine, sont retrouvées dans les DRMs obtenues avec ces détergents 

(Schuck et al., 2003). 

 

 Pour essayer de comprendre comment agissaient le Triton X-100 et le Lubrol, nous 

avons comparé la composition des fractions DRMs obtenues avec ces deux détergents aussi 

bien pour ce qui concerne les lipides que certaines catégories de protéines (Article 2). La 

comparaison de l’analyse lipidique des DRMs obtenues avec le Lubrol WX et le Triton X-100 

a montré qu’effectivement le Lubrol solubilise moins de lipides mais que c’est 

essentiellement de la PE qui est préservée. Or la PE est un lipide qui est surtout présent dans 

le feuillet interne (Devaux, 1991). Il faut noter que la quantité de PS, un lipide presque 

exclusivement localisé dans le feuillet interne n’est que très peu augmentée, ce qui indique 

que l’augmentation de PE n’est pas due à un défaut général de solubilisation des 

glycérophospholipides. Ce résultat est en accord avec les travaux de Pike qui ont montré que 

les DRMs obtenues avec le Brij 98 sont équilibrées en lipides du feuillet interne et du feuillet 

externe de la membrane, alors que les DRMs obtenues avec le Triton X-100 sont pauvres en 

lipides du feuillet interne (Pike et al., 2005). D’autre part, le cholestérol est enrichi dans les 

mêmes proportions. Ceci suggère que le feuillet interne des DRMs Lubrol est enrichi en PE et 

en cholestérol. 

 

 La composition du feuillet interne des rafts a été et reste une question difficile à 

explorer. Les rafts biologiques ne peuvent pas être des domaines symétriques parce que les 

sphingolipides sont essentiellement localisés dans le feuillet externe. Le cholestérol pourrait 

former des phases Lo avec la PE mais ces domaines auraient des propriétés forcément 

différentes. Il a été proposé que les rafts du feuillet interne soient plus petits, plus instables 

mais qu’ils pourraient établir transitoirement un couplage avec le feuillet externe, en 

particulier grâce aux protéines transmembranaires (Subczynski et Kusumi, 2003) comme 

illustré sur la figure 35. Ces rafts du feuillet interne sont probablement très sensibles à l’action 

du Triton X-100. Leur extraction même partielle par le Triton X-100 solubiliserait en grande 

partie les protéines ancrées exclusivement dans le feuillet interne. Les protéines 

transmembranaires seraient plus ou moins déstabilisées ce qui expliquerait que NPP3 n’est 

que faiblement retrouvée dans les fractions DRMs après solubilisation des membranes par le 

Triton X-100.   
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Figure 35. Représentation schématique de rafts biologiques soulignant l’asymétrie des deux monocouches. 
Chaque monocouche est une phase Lo comportant du cholestérol mais de nature différente car les 
phospholipides qui la composent sont différents. Cette figure suggère que la superposition des rafts dans les deux 
bicouches nécessite un couplage par l’intermédiaire d’une protéine transmembranaire, qui pourrait être 
temporaire. D’après (Devaux et Morris, 2004). 
 

   
 Un ou plusieurs types de microdomaines ? 
 
 
 La définition des rafts dépend beaucoup de la méthode utilisée pour les isoler ou les 

observer. La principale méthode est basée sur l’utilisation du Triton X-100 (Brown et Rose, 

1992). Mais Roper a montré que l’utilisation d’autres détergents, en particulier le Lubrol WX, 

permet d’obtenir des DRMs enrichis en cholestérol dans lesquelles se trouve la prominine, 

une protéine de l’apex des microvillosités des cellules MDCK, alors que cette protéine est 

complètement soluble dans le Triton X-100 (Roper et al., 2000). Ces auteurs ont suggéré que 

des microdomaines de la membrane apicale, différents des rafts, pouvaient être sélectionnés 

par des détergents autres que le Triton X-100. Dans le même ordre d’idée, Aït Slimane a 

proposé que des microdomaines insolubles dans le Lubrol WX étaient impliqués dans 

l’adressage apical de MDR1 dans les cellules HepG2 (Slimane et al., 2003). Plus récemment, 
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Alfalah a suggéré que des microdomaines membranaires résistant au Tween-20 sont 

impliqués dans le tri des protéines transmembranaires apicales au niveau du TGN (Alfalah et 

al., 2005). 

   
 En se basant sur les résultats obtenus en utilisant différents détergents ainsi que des 

méthodes sans détergent pour isoler les rafts, Pike a proposé plusieurs modèles pour tenter de 

corréler les résultats obtenus avec des modèles d’organisation des rafts (figure 37) (Pike, 

2004).  

 

 
 
Figure 37  . Modèles de structure des rafts basés sur l’isolement des rafts par différents protocoles. D’après 
(Pike, 2004). 
 
 Dans le modèle des rafts concentriques (I), les rafts sont constitués de couches de 

lipides concentriques comprenant un cœur très enrichi en cholestérol et sphingolipides et des 

couches successives de moins en moins enrichies. Différents détergents solubiliseraient un 

nombre plus ou moins important de couches. Dans le modèle des rafts homogènes (II), les 

rafts sont des domaines ordonnés homogènes entourés par le reste de la membrane en phase 

116



désordonnée. L’obtention de domaines de composition différente selon le détergent utilisé 

serait due à la capacité de chaque détergent à extraire sélectivement des lipides ou des 

protéines. Dans le modèle des rafts hétérogènes (III), des rafts de composition protéique et 

lipidique différente existent dans la membrane et ont une sensibilité différente à l’extraction 

par chaque détergent.  

  

 Il est probable qu’aucun de ces modèles ne corresponde à la réalité car il est difficile 

d’imaginer qu’un détergent puisse être sélectif. En effet, les analyses lipidiques et protéiques 

effectuées sur les fractions DRMs obtenues avec différents détergents suggèrent qu’il existe 

une fraction membranaire qui n’est solubilisée ni par le Triton, ni par un détergent plus doux, 

et une fraction plus ou moins importante dont la solubilisation dépend de paramètres liés au 

détergent (article 2 ; (Pike et al., 2005)). 

 

 Néanmoins, il paraît assez évident qu’il existe différents types de domaines 

membranaires même s’ils ne sont pas forcément discriminés par des détergents. Par exemple, 

les cavéoles sont des domaines individualisés, relativement stables caractérisés par la 

présence de cavéoline. Il semble que les flotillines 1 et 2 soient elles aussi capables de générer 

des domaines membranaires distincts des cavéoles mais ayant aussi des propriétés de rafts, en 

particulier la résistance à l’extraction par le Triton X-100. En revanche, les domaines enrichis 

en tétraspanine émergent comme des entités physiquement et fonctionnellement distinctes des 

rafts, solubilisées par le Triton X-100 mais résistantes à d’autres détergents (Hemler, 2003; Le 

Naour et al., 2006). Ces domaines particuliers sont définis par la présence d’une protéine. Le 

développement des études de protéomique et lipidomique devrait permettre de mieux 

comprendre leurs points communs et leurs différences. 

 

 Facteurs qui influencent l’association aux DRMs 
  
  

 L’insolubilité de NPP3 peut être due à ses propriétés intrinsèques qui lui font préférer 

un certain environnement lipidique, mais elle peut aussi être due au fait que la membrane 

apicale dans les cellules épithéliales est très riche en glycosphingolipides et cholestérol et 

donc peu sensible à l’action des détergents. Pour trancher entre ces deux hypothèses, nous 

avons étudié l’effet des détergents sur la solubilisation de protéines mutées qui présentent 

une inversion de polarité. Les résultats ont montré que l’insolubilité est un caractère 
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intrinsèque de NPP3 car, lorsque la protéine est redirigée au pôle basolatéral par l’ajout du 

signal basolatéral de NPP1, elle conserve les mêmes propriétés d’insolubilité. Les résultats 

sont plus mitigés en ce qui concerne la protéine basolatérale NPP1. Lorsque son signal 

basolatéral est délété ou inactivé, elle devient moins soluble dans le Lubrol WX. Ce 

changement est corrélé à son expression à la membrane apicale. Il faut cependant noter que 

tous les mutants de NPP1 restent toujours complètement solubles dans le Triton X-100.  

 

 Dans la mesure où l’insolubilité de NPP3 est un caractère intrinsèque de la molécule, 

il est intéressant de déterminer quel domaine de NPP3 est responsable de son insolubilité et 

donc de son interaction avec des microdomaines membranaires. Les résultats obtenus avec les 

chimères de NPP1 et NPP3 montrent que le domaine cytoplamique joue un rôle essentiel dans 

l’association de NPP3 avec des domaines résistants aux détergents. Il faut remarquer 

néanmoins que si la mutation des lysines du domaine cytoplasmique de NPP3 rend la protéine 

plus soluble dans le Lubrol, elle reste associée aux DRMs Triton (article 1, figure 7) ; en 

revanche, la construction NPP1-CytoNPP3 qui comporte exclusivement le domaine 

cytoplasmique de NPP3, n’est pas du tout retrouvée dans les DRMs Triton alors qu’elle est 

très insoluble dans le Lubrol (article 1, figure 6C). Ces observations suggèrent que le domaine 

cytoplasmique, même s’il est déterminant,  n’est peut-être pas le seul élément qui décide de 

l’association à un microdomaine membranaire, et que d’autres caractéristiques de NPP3 

pourraient aussi y contribuer.  

 Dans une revue récente, Taïeb envisagent différents modes d’interaction d’une 

protéine transmembranaire avec les lipides de la membrane (Figure 38) (Taieb et al., 2004). 

Ces exemples qui ne sont pas exhaustifs, montrent qu’il existe de multiples paramètres 

susceptibles de moduler l’interaction  d’une  protéine transmembranaire avec les lipides de la 

membrane. 

 

118



 
Figure 38. Différents modes d’interaction d’une protéine transmembranaire avec les rafts. Trois zones 
d’nteractions sont possibles : le domaine extracellulaire, l’hélice alpha transmembranaire et la région juxta-
membranaire du domaine cytoplasmique. F, chaîne latérale aromatique de la phénylalanine; GSL, 
glycosphingolipide; PS, phosphatidylsérine; SM, sphingomyéline; SBD, domaine de liaison des sphingolipides. 
D’après (Taieb et al., 2004). 
 

 Le domaine extracellulaire peut interagir directement avec les têtes polaires des 

sphingolipides. Par exemple, un motif de liaison au galactosylcéramide a été identifié dans la 

protéine du prion, le peptide beta-amyloïde et la protéine gp120 du virus HIV-1 (Mahfoud et 

al., 2002). Une région juxtamembranaire dans le récepteur de l’EGF contient une information 

de ciblage vers des domaines cavéoles/rafts (Yamabhai et Anderson, 2002)). La glycosylation 

du domaine extracellulaire est aussi susceptible de moduler l’interaction de protéines 

transmembranaires avec les DRMs. C’est le cas par exemple de la saccharase-isomaltase pour 

laquelle glycosylation, adressage apical et interaction avec les DRMs sont étroitement liés 

(Alfalah et al., 1999). L’oligomérisation du domaine extracellulaire pourrait aussi augmenter 

l’affinité pour les rafts ou la stabilisation dans ces domaines, comme cela a été montré pour 

les protéines à ancre GPI (Fivaz et al., 2002; Paladino et al., 2004). Il ne semble pas que de 

tels déterminants jouent un rôle dans l’affinité de NPP3 avec les DRMs. NPP1 et NPP3 sont 

toutes les deux N-glycosylées et forment des dimères (Bollen et al., 2000). De plus, le fait 

d’échanger les domaines extracellulaires de NPP1 et NPP3 n’a pas changé leur association 

avec les DRMs. 

 

 Le domaine transmembranaire ne devrait pas avoir d’affinité pour des domaines riches 

en sphingolipides parce que, dans une hélice alpha, les acides aminés projettent leur chaînes 

latérales vers l’extérieur et empêchent le compactage avec les chaînes saturées des 
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sphingolipides dans les domaines Lo (Fastenberg et al., 2003). Il semble cependant que 

certaines protéines peuvent s’associer aux rafts par l’intermédiaire de leur domaine 

transmembranaire (Bock et Gulbins, 2003; Scheiffele et al., 1997). La mutagénèse 

systématique du domaine transmembranaire de HA a révélé que des acides aminés polaires 

localisés dans la région correspondant au feuillet externe de la membrane sont importants 

pour la solubilité de la protéine (Lin et al., 1998; Scheiffele et al., 1997). Certains acides 

aminés pourraient avoir une affinité particulière pour le cholestérol, par exemple la 

phénylalanine ou l’isoleucine. Cette affinité pourrait expliquer que le remplacement du 

domaine transmembranaire de CD40, une protéine ayant une affinité pour les rafts, par celui 

de CD45, une protéine non associée aux rafts, entraîne l’exclusion de CD40 des domaines 

rafts (Bock et Gulbins, 2003). Cette théorie ne semble pas se vérifier dans le cas de NPP1 et 

NPP3 car c’est plutôt le domaine transmembranaire de NPP1 qui possède des phénylalanines 

et des isoleucines dans la partie correspondant au feuillet externe (voir figure 32). En 

revanche, NPP3 possède une séquence LGLGLGLGL ressemblant à un motif GxxxG qui a 

une forte tendance à favoriser l’interaction d’hélices transmembranaires entre elles (Russ et 

Engelman, 2000).  

La longueur du domaine transmembranaire doit aussi pouvoir s’ajuster avec l’épaisseur 

de la membrane  qui est plus grande au niveau des domaines rafts en raison de la longueur des 

chaînes des sphingolipides. Le domaine transmembranaire de NPP3 est effectivement un peu 

plus long que celui de NPP1 de 2 acides aminés, une différence qui pourrait expliquer que 

NPP3 ait plus d’affinité pour les domaines DRMs. Malgré ces différences, le remplacement 

du domaine transmembranaire de NPP1 par celui de NPP3 n’a pas augmenté l’affinité de 

NPP1 pour les DRMs, aussi bien après solubilisation par le Lubrol WX que par le Triton X-

100.  

 

Dans le domaine cytoplasmique, la palmitoylation de cystéines peut renforcer  

l’interaction des protéines transmembranaires avec des domaines rafts (Shogomori et al., 

2005), mais NPP3 ne possède pas de cystéine dans son domaine cytoplasmique. Il faut noter 

que des motifs polybasiques enrichis en arginines ou en lysines sont souvent présents dans la 

région juxta-membranaire du domaine cytoplasmique de protéines associées aux rafts. Une 

séquence peptidique basique RHRRR dans le domaine cytoplasmique proche de la membrane 

de CD4 est cruciale pour l’association de CD4 aux DRMs Triton (Popik et Alce, 2004). Un 

motif moins chargé LIRW, situé près de la membrane a aussi été identifié dans le protéolipide 
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MAL/VIP17 (Puertollano et Alonso, 1998). Dans le cas de NPP3, la mutation de deux lysines 

diminue effectivement l’affinité de NPP3 pour les DRMs Triton. 

 

 La nature des molécules qui interagissent avec ces motifs basiques n’a pas été 

identifiée. Ces motifs cytoplasmiques chargés positivement pourraient interagir directement 

avec des lipides anioniques du feuillet interne de la membrane grâce à des interactions 

électrostatiques. Par exemple, le canal à sodium apical ENaC interagit avec des  

phosphatidylinositol-bisphosphates (PIP2) par l’intermédiaire de séquences chargées 

positivement localisées près du domaine membranaire des sous-unités beta et gamma 

(Kunzelmann et al., 2005; Yue et al., 2002) . Cependant, le rôle de cette interaction dans 

l’insolubilité du canal ENaC dans le Triton X-100 n’a pas été déterminé (Hill et al., 2002). Le 

domaine cytoplasmique de NPP3 pourrait aussi s’associer aux lipides membranaires de façon 

indirecte, en interagissant avec une ou des protéines ayant une affinité pour les DRMs. Par 

exemple, un groupe d’acides aminés chargés positivement dans le domaine cytoplasmique 

juxta-membranaire de CD44, CD43, ICAM-2 ou PSGL-1 (P-selectin glycoprotein ligand 1) se 

lie à des protéines de la famille ERM (ezrin/radixin/moesin) (Serrador et al., 2002; Yonemura 

et al., 1998). Le fait que des protéines ERM, et tout particulièrement l’ezrine, soit localisée 

préférentiellement à la membrane apicale des cellules épithéliales polarisées (Bretscher et al., 

2002) et soit retrouvée dans les fractions DRMs dans les gradients de saccharose (Tomas et 

al., 2002), suggère qu’une interaction de cette nature pourrait contribuer à l’insolubilité de 

certaines protéines apicales dans les détergents. 

 

 Association aux rafts , un signal d’adressage apical ? 
 
 

 Contrairement aux interactions de haute affinité protéine-protéine impliquées dans la 

formation des vésicules basolatérales, le tri apical semble basé en grande partie sur la 

coopération d’interactions faibles entre les lipides, les protéines et les sucres qui se produit 

essentiellement au niveau de la lumière du TGN. De ce fait, une machinerie de tri unique 

capable de réunir dans une même vésicule des molécules ayant des caractéristiques si 

différentes est difficile à imaginer. Deux hypothèses majeures peuvent être envisagées, l’une 

où l’organisation en domaines lipidiques joue un rôle actif dans le tri de certaines protéines 

apicales, et une autre où les lipides ont un rôle plus indirect. 
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 l’hypothèse d’un rôle actif proposé par Kai Simons (Ikonen et Simons, 1998; Schuck et 

Simons, 2004; Simons et Ikonen, 1997) est que les domaines rafts se forment dans le TGN et 

servent de plateforme pour regrouper les protéines ayant une affinité pour ces domaines, 

c’est-à-dire essentiellement les protéines à ancre GPI et quelques protéines 

transmembranaires. A ce noyau s’ajouteraient des protéines qui n’ont pas ou peu d’affinité 

pour les rafts mais pourraient s’y incorporer grâce à leur interaction avec des lectines qui 

permettraient leur stabilisation au moins temporaire dans ces domaines (voir figure 30). Il a 

été suggéré que la cavéoline pouvait servir à stabiliser ces domaines dans le TGN (Ikonen et 

Simons, 1998; Murata et al., 1995) mais cette hypothèse n’a pas été confirmée. Il faut noter 

que toutes les cellules n’expriment pas la cavéoline. Le protéolipide MAL/VIP17 ferait aussi 

partie de la machinerie bien que son rôle exact nécessite d’être précisé (Martin-Belmonte et 

al., 2000). Les mécanismes de bourgeonnement d’une telle vésicule ne sont pas clairement  

élucidés, mais il a été proposé que les lipides des rafts seraient capables d’imposer une 

courbure qui pourrait au moins initier le processus, et la fission pourrait avoir lieu à la 

frontière entre les régions raft et non raft de la membrane (Schuck et Simons, 2004). Selon 

cette hypothèse, toutes les protéines apicales ne seraient pas triées par le même mécanisme 

puisque certaines protéines apicales n’auraient pas d’affinité pour les microdomaines rafts. 

Cette hypothèse suppose qu’il existe un autre mécanisme de tri pour les protéines qui 

n’entreraient pas dans ces vésicules (Delacour et al., 2006).  Dans des cellules vivantes, la 

formation de vésicules distinctes à partir du TGN a été observée (Jacob et Naim, 2001), les 

unes portant la saccharase-isomaltase, qui est considérée comme ayant une affinité pour les 

rafts, et d’autres portant la lactacte phlorizine-hydrolase qui est considérée comme non 

associée aux rafts. L’existence d’un autre type de vésicules ne peut être vérifié que si les 

molécules impliquées dans leur formation et dans la fusion avec la membrane apicale sont 

identifiées. Il a été suggéré que les protéines FAPP, au moins FAPP1 qui est indispensable au 

trafic apical (Vieira et al., 2005),  servent de manteau pour la formation de vésicules de 

transport apical (Roth, 2004).  

 

 Une autre hypothèse a été proposée selon laquelle les intermédiaires de transport 

apical se formeraient par la maturation progressive des membranes du TGN après 

l’élimination du matériel basolatéral et endosomal/lysosomal  par les adaptateurs AP (Figure 

39). Au cours de la maturation des citernes de l’appareil de Golgi, les vésicules COPI 

effectuent un transport rétrograde des enzymes golgiennes et des protéines résidentes du RE 

qui se sont échappées. Les protéines destinées à la membrane basolatérale et aux membranes 
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du système lysosomal/endosomal sont triées et incluses dans des vésicules à clathrine, grâce à 

aux signaux forts qu’elles portent dans le domaine cytoplasmique. Lorsque toutes ces 

membranes ont été éliminées, les membranes résiduelles correspondraient aux membranes 

apicales. Un tel mécanisme éviterait la nécessité d’un manteau apical spécifique et 

représenterait l’étape terminale du processus de maturation des citernes. Il s’agirait en fait 

d’un tri basé sur le principe de la rétention, faisant intervenir les propriétés co-agrégeantes des 

protéines et des lipides apicaux.  

 

 
Fig 39. Modèle montrant comment la ségrégation/exclusion des protéines et des lipides peut contribuer au 
tri dans l’appareil de Golgi. Au fur et à mesure que les citernes de l’appareil de Golgi maturent, les 
sphingolipides sont synthétisés et s’accumulent progressivement en raison de leur exclusion des vésicules de 
transport rétrograde COPI. Le cholestérol venant du RE se complexe avec les sphingolipides et entraîne un 
épaississement des membranes. Les enzymes résidentes du Golgi et du RE qui ont un domaine transmembranaire 
court, sont exclues des régions de la membrane riches en sphingolipides et cholestérol. Les protéines 
basolatérales et lysosomales sont reconnues par les complexes adaptateurs (AP1/AP3/AP4) et quittent la citerne 
dans des vésicules à clathrine ce qui représente le dernier stade du processus de maturation des citernes du Golgi. 
Les éléments résiduels ont retenu tout le matériel devant être transporté au pôle apical et constitueraient les 
conteneurs de transport apical. VTC, vesicular-tubular clusters; PGC, post-Golgi containers; PM, plasma 
membrane. D’après (Holthuis et Levine, 2005). 
 

 Pour que ces intermédiaires de transport soient fonctionnels, ils doivent incorporer 

dans leurs membranes ou recruter des molécules impliquées dans la machinerie d’ancrage et 

de fusion. Cette machinerie est basée sur la reconnaissance de protéines SNARE portées par 
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la vésicule et la membrane cible capables de s’apparier spécifiquement (Chen et Scheller, 

2001). Des membres spécifiques de la famille des SNARE (TI-VAMP et syntaxine 3) ont été 

identifiés à la membrane apicale et dans des intermédiaires de transport apical et jouent un 

rôle crucial dans le trafic entre le TGN et la membrane apicale (Lafont et al., 1999). Le 

protéolipide MAL/VIP17 ferait aussi partie de la machinerie (Martin-Belmonte et al., 2000). 

Tous ces acteurs sont retrouvés dans les fractions membranaires résistantes aux détergents, ce 

qui suggère que les protéines transportées et les protéines de la machinerie de transport apical 

seraient sélectionnées sur le même principe. 

 

 Dans ce contexte, une protéine comme NPP3 n’aurait pas besoin d’avoir une affinité 

très forte pour un système de tri particulier puisqu’elle serait triée en quelque sorte par défaut. 

Les résultats du marquage biosynthétique (article 1, figure 5) montrent que NPP3 acquiert son 

insolubilité dans le Lubrol dès que la protéine devient sensible à l’endoglycosidase H, c’est-à-

dire dans le Golgi cis/médian. La protéine devient donc insoluble avant le tri au niveau du 

TGN, ce qui est compatible avec son incorporation dans des membranes moins fluides.  NPP3 

portant le signal basolatéral acquiert son insolubilité au même moment, mais son signal 

basolatéral étant plus fort, la protéine est incorporée dans des vésicules basolatérales. Ce 

résultat est en accord avec de nombreux travaux qui ont montré que l’inactivation de signaux 

basolatéraux entraînait l’expression des protéines basolatérales à la membrane apicale 

(Hunziker et Fumey, 1994; Prill et al., 1993). Ces résultats ont suggéré que les protéines 

basolatérales porteraient des signaux d’adressage apical cryptiques masqués par le signal 

basolatéral qui est un signal dominant. Cette hypothèse n’est pas nécessaire si l’on considère 

que les protéines ne portant pas de signaux de tri se retrouvent dans les membranes à 

destination apicale par défaut. C’est effectivement ce que nous observons. Pour toutes les 

constructions que nous avons étudiées, l’adressage dépend en fait de l’existence ou non du 

signal basolatéral : toutes les constructions qui portent le signal basolatéral de NPP1 sont 

exprimées à la membrane basolatérale, alors que toutes les constructions qui ne portent pas le 

signal ou dans lequel le signal a été inactivé ou délété sont exprimées à la membrane apicale.  
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CONCLUSIONS ET PERSPECTIVES 
 
 
 Dès 1988, Kai Simons avait émis l’hypothèse d’un tri conjoint des lipides et des 

protéines destinés à la membrane apicale dans les cellules épithéliales, hypothèse qui a 

conduit à l’émergence du concept des rafts et de leur rôle majeur pour promouvoir le tri et le 

transport des protéines apicales (Simons et van Meer, 1988). Le concept des rafts a été et est 

encore beaucoup débattu, mais il a stimulé de nombreuses recherches sur les interactions entre 

les lipides et les protéines à l’interface entre la biologie cellulaire et la biophysique.  

 

 Nos travaux ont contribué à montrer qu’il existe effectivement une corrélation entre 

l’affinité d’une protéine pour certains domaines enrichis en sphingolipides et en cholestérol et 

son adressage à la membrane apicale, mais que cette corrélation n’est pas aussi stricte. Nos 

résultats vont dans le sens d’une adaptation des protéines apicales à l’environnement lipidique 

qui existe au pôle apical. Parce que le feuillet externe de la membrane fait face au milieu 

extérieur qui peut être agressif, les lipides apicaux ont des propriétés de compactage qui les 

rendent plus résistants à l’action des détergents. Néanmoins nos travaux n’ont pas permis 

d’identifier réellement un signal d’adressage apical dans NPP3 et suggèrent que NPP3 ne 

possède peut-être pas de véritable signal d’adressage apical, au même titre que le signal 

dileucine d’adressage basolatéral de NPP1.  

 

 Ces travaux ouvrent des perspectives pour étudier plus précisément les mécanismes 

d’interaction des protéines transmembranaires avec les lipides, par exemple l’interaction des 

résidus chargés positivement dans la région juxtamembranaire avec des lipides anioniques, 

l’interaction des séquences transmembranaires avec les sphingolipides et le cholestérol et le 

rôle de l’asymétrie membranaire. Un des aspects originaux de notre étude est l’hypothèse que 

le feuillet interne des rafts est enrichi en PE. Il serait intéressant de moduler la concentration 

de PE dans les membranes ou la composition lipidique du feuillet interne en jouant par 

exemple sur l’expression de flippases. Ce genre d’études pourrait être mené en partie sur des 

membranes modèles à condition de développer des modèles assez complexes présentant une 

asymétrie membranaire.  

 En gardant bien sûr l’idée que : “whatever we learn from models should be tempered 

by the fact that cells are always right”  (Edidin, 2003) 
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INTRODUCTION

Polarized epithelial cells express different sets of proteins at
their apical and basolateral surfaces, which reflects their ability
to sort and target proteins to either membrane domain and
therefore to perform specialized functions at each pole.
Targeting of proteins to the apical surface depends on two
cellular pathways, a direct pathway from the trans-Golgi
network and an indirect or transcytotic pathway that passes
temporarily by the basolateral surface. In the polarized MDCK
cell line, apical proteins are predominantly delivered to the cell
surface by the direct pathway (Casanova et al., 1991; Jalal et
al., 1991; Le Bivic et al., 1990b; Low et al., 1991b; Wessels et
al., 1990), whereas in hepatocytes, all proteins reach the apical
surface by transcytosis (Bartles et al., 1987; Schell et al., 1992;
Maurice et al., 1994). In other polarized cells like Caco-2 cells
or LLC-PK1 cells, apical proteins can use both pathways
(Lanctot et al., 1995; Le Bivic et al., 1990a; Low et al., 1991a;
Matter et al., 1990).

In order to understand how the apical expression of
membrane proteins is regulated, it is important to elucidate the

molecular mechanisms which direct apical proteins to the cell
surface. The molecular basis of basolateral targeting is only
partially understood. Signals for basolateral targeting have
been identified as specific sequences located in the cytoplasmic
tail of basolateral proteins, and many are related to endocytic
signals (Matter and Mellman, 1994). Apical targeting signals
are less well known. In the case of proteins anchored to cellular
membranes via glycosyl-phosphatidylinositol, it is generally
considered that the glycolipid moiety directs the protein to the
apical domain (Brown et al., 1989; Lisanti et al., 1989), and
that apical sorting occurs by interaction with cholesterol-rich
glycolipid rafts (Simons and Ikonen, 1997). In the case of
transmembrane proteins, two different types of signals seem to
operate, the transmembrane segment and/or glycosylation.
There have been several reports that the transmembrane
domain of viral membrane proteins (Kundu et al., 1996;
Scheiffele et al., 1997) and recently, of a polytopic membrane
protein (Dunbar et al., 2000), mediate apical targeting. In the
case of viral proteins, the transmembrane domain is thought to
allow the protein to associate with rafts (Huang et al., 1997;
Lin et al., 1998; Scheiffele et al., 1997). For other
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Glycosylation was considered the major signal candidate
for apical targeting of transmembrane proteins in
polarized epithelial cells. However, direct demonstration of
the role of glycosylation has proved difficult because non-
glycosylated apical transmembrane proteins usually do not
reach the cell surface. Here we were able to follow the
targeting of the apical transmembrane glycoprotein NPP3
both when glycosylated and non-glycosylated. Transfected
in polarized MDCK and Caco-2 cells, NPP3 was exclusively
expressed at the apical membrane. The transport kinetics
of the protein to the cell surface were studied after
metabolic 35S-labeling and surface immunoprecipitation.
The newly synthesized protein was mainly targeted directly
to the apical surface in MDCK cells, whereas 50% transited
through the basolateral surface in Caco-2 cells. In both cell

types, the basolaterally targeted pool was effectively
transcytosed to the apical surface. In the presence of
tunicamycin, NPP3 was not N-glycosylated. The non-
glycosylated protein was partially retained intracellularly
but the fraction that reached the cell surface was
nevertheless predominantly targeted apically. However,
transcytosis of the non-glycosylated protein was partially
impaired in MDCK cells. These results provide direct
evidence that glycosylation cannot be considered an apical
targeting signal for NPP3, although glycosylation is
necessary for correct trafficking of the protein to the cell
surface.

Key words: Intracellular traffic, Apical targeting, Glycosylation,
NPP3
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transmembrane proteins, it has been suggested that
glycosylation of the ectodomain determines apical targeting
(Fiedler and Simons, 1995). However, a direct demonstration
that a non-glycosylated apical membrane protein would be
randomly targeted has not been conclusively performed.
Indeed, if not glycosylated, apical membrane proteins are
usually not transported to the cell surface. Therefore, in the
absence of direct evidence, any role of glycosylation in apical
targeting of transmembrane proteins still relies on indirect
arguments.

We were interested in studying the vectorial transport of an
apical membrane protein initially called B10 (Maurice et al.,
1985), which we recently identified as an apical alkaline
phosphodiesterase/nucleotide pyrophosphatase (Scott et al.,
1997), now called NPP3, as the third member of the
ecto-nucleotide pyrophosphatase/phosphodiesterase family
(Zimmerman et al., 1999). NPP3 is a type II transmembrane
glycoprotein of Mr 130,000 in rat liver (Mr 110,000 when non-
glycosylated). The protein was first identified in rat
hepatocytes (Maurice et al., 1985), but it is expressed in other
epithelial cells, in which it also has an apical localization
(Scoazec et al., 1990; Scott et al., 1997). However, in several
physiological or pathophysiological cases, mislocation to the
basolateral surface of hepatocytes or biliary cells has been
observed (Durand-Schneider et al., 1987; Meerson et al., 1998;
Moreau et al., 1988; Scoazec et al., 1990). In the rat liver the
protein reaches the apical surface by transcytosis (Maurice et
al., 1994). In order to study the mechanisms regulating the
apical expression of NPP3 along both the direct and the
transcytotic routes, we stably transfected the cDNA of NPP3
into MDCK and Caco-2 cells. We first show that NPP3 is
apically expressed in the two cell lines and behaves like most
proteins so far studied, i.e. it preferentially uses the direct
pathway to the apical surface in MDCK cells and both the
direct and indirect pathways in Caco-2 cells. We then studied
the trafficking of NPP3 in cells treated with tunicamycin, a
drug which prevents addition of N-glycans (Struck and
Lennarz, 1977). Tunicamycin caused intracellular retention of
the protein, thus confirming that glycosylation is necessary for
the protein to reach the cell surface. However, a substantial
amount of the non-glycosylated form escaped the intracellular
block. The non-glycosylated form was also targeted to the
apical surface, providing direct evidence that glycosylation per
se is not the apical targeting signal of NPP3.

MATERIALS AND METHODS

Cell culture
MDCK cells, type II were grown in Dulbecco’s modified Eagle’s
medium (DMEM; Life Technologies Inc, Cergy-Pontoise, France)
supplemented with 10% heat-inactivated fetal bovine serum (Life
Technologies), penicillin (0.1 i.u./ml) and streptomycin (100 µg/ml).
Caco2 cells were maintained in DMEM supplemented with 20% heat-
inactivated fetal bovine serum, 1% non-essential amino acids, 0.1
i.u./ml penicillin and 100 µg/ml streptomycin. Both cell lines were
grown at 37°C in a 10% CO2/air atmosphere. The medium was
changed every day.

Cell transfection and stably transfected cell lines
The cDNA encoding NPP3 was inserted between SalI and NotI
restriction sites behind the cytomegalovirus promoter of the pCI-neo

vector (Promega, Charbonnières, France), which contains the
neomycin phosphotransferase gene for selection of stable
transfectants. MDCK II and Caco-2 cells were transfected using a
cationic lipid (DAC-30; Eurogentec, Belgium) according to the
supplier’s protocol. Selection of stably transfected cells was
accomplished in the presence of 1 mg/ml G418 (Life Technologies)
for 15 days, then the cells were maintained in 100µg/ml G418.
Expression of NPP3 was verified by indirect immunofluorescence as
described below. Since many resistant cells did not express NPP3 at
a detectable level, a procedure was devised to enrich the population
with NPP3-positive cells. A 35 mm plastic culture well was coated
for 24 hours at 4°C with purified mAb anti-NPP3 (60 µg/ml in PBS).
The well was washed three times with PBS and 2×106 cells
(trypsinized and washed with Hank’s balanced salt solution) were
incubated in the well for 30 minutes on ice, with occasional agitation.
Non-adherent cells were removed by repeated washes with PBS. Cells
attached to the well were then expanded. Using this procedure, more
than 80% of the cells were NPP3-positive by immunofluorescence.
From the enriched populations seeded at low density, single clones
were obtained using cloning cylinders.

Pulse-chase experiments and surface
immunoprecipitation
Cells (105 MDCK cells or 2.5×105 Caco-2 cells) were seeded and
grown on 24 mm diameter Transwell polycarbonate filter units (Costar
France, Brumath) with a pore size of 0.4 µm for 8-10 days (MDCK
cells) or 18-21 days (Caco-2 cells). The formation of tight monolayers
was monitored by the difference in level between the apical and
basolateral media, and confirmed by measuring transepithelial
resistance with Millicell-ERS electrodes (Millipore Corporation,
Bedford, MA, USA). Cells were pretreated with 10 mM sodium
butyrate overnight (16 hours) to induce the cytomegalovirus promoter
(Brown et al., 1989), then starved for 2× 30 minute periods in serum-
free, methionine/cysteine-free medium (ICN Pharmaceuticals France,
Orsay) supplemented with 0.5% albumin, 2 mM glutamine and 10
mM sodium butyrate. Cells were pulse-chased for 20 minutes with
150 µCi [35S]methionine/cysteine (Met/Cys, Promix; Amersham
Pharmacia, Les Ulis, France) in 100 µl, essentially as described
(Baricault et al., 1995). When cells were treated with tunicamycin
(Roche Diagnostics, Meylan, France), the drug was added 2 hours
(MDCK cells) or 6 hours (Caco-2 cells) before the pulse, and was
present during depletion and pulse. For surface immunoprecipitation,
the apical or basolateral surfaces were selectively incubated with mAb
anti-NPP3 (B10 ascitis) diluted 1:250 in PBS+ (PBS containing 1 mM
CaCl2 and 0.5 mM MgCl2) with 0.5% BSA, overnight at 4°C. The
cells were washed five times, and then lysed in the presence of
protease inhibitors as described (Schell et al., 1992; Scott et al., 1997).
Lysates were centrifuged at 11,600 g for 15 minutes at 4°C.
Supernatants were incubated with 70 µl of Protein A-Sepharose beads
(1 mg Protein A/ml) (Amersham Pharmacia), for 4 hours at 4°C. The
beads were then washed and processed for SDS-PAGE and
fluorography as described (Schell et al., 1992; Scott et al., 1997). 14C-
labeled markers (Amersham Pharmacia) were used as molecular mass
standards. Quantification of the bands was performed after scanning
the gels with an Arcus II densitometric scanner (Agfa, Germany),
using Scion Image software.

Antibody capture assay 
Filter-grown cells were pulsed with [35S]methionine/cysteine for 20
minutes. At the end of the pulse, cells were washed and then chased
for 4 hours in the presence of mAb anti-NPP3 (40 µl/ml) added into
the apical or basolateral chamber or into both. Cells were then
extensively washed at 4°C to remove unbound antibody, and lysed.
The antibody-antigen complexes were recovered with Protein A-
Sepharose as above and analyzed by SDS-PAGE and fluorography.
The amount of NPP3 that transited through the basolateral surface was
calculated as the percentage of NPP3 detected when the antibody was
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added into the basolateral chamber relative to the amount detected
when the antibody was added into both chambers.

Transcytosis assays
Transcytosis was assayed both biochemically and morphologically.
For the biochemical assay, filter-grown cells were pulsed with
[35S]methionine and cysteine for 30 minutes and chased for 30
minutes at 37°C. After washing with cold PBS+, cells were
biotinylated at the basolateral surface as described by Zurzolo et al.,
1994. Then, cells were washed three times with PBS+ before blocking
the reactive group of biotin with 50 mM NH4Cl for 15 minutes at 4°C.
Pairs of filters were warmed to 37°C for 3.5 hours and others were
kept on ice. Thereafter, filters were processed for apical or basolateral
surface immunoprecipitation as described above. To recover the
immunoprecipitated protein, the beads were boiled with 20 µl of 10%
SDS for 5 minutes, then eluted with 2× 400 µl of lysis buffer and
centrifuged for 10 minutes at 11,600 g. Biotinylated NPP3 present in
supernatants was precipitated with 50 µl of streptavidin-agarose beads
(Pierce, Rockford, IL, USA) for 2 hours at 4°C. The beads were
washed, boiled in SDS-PAGE sample buffer and samples were
analyzed by electrophoresis and fluorography.

For the morphological transcytosis assay, anti-NPP3 ascitis (20
µl/ml) was added into the apical or basolateral medium of filter-grown
cells. After 3 hours incubation at either 37°C or 0°C, cells were
washed and fixed as described below but without permeabilization.
Secondary FITC-conjugated antibody (Jackson Immunoresearch
Laboratories, West Grove, USA) was applied at the basolateral or
apical surface and cells were processed for immunofluorescence as
described below.

Indirect immunofluorescence and confocal microscopy
Cells grown on filters were washed with PBS and fixed with 2%
paraformaldehyde for 20 minutes at room temperature. After fixation,
cells were permeabilized with 0.075% saponin for 15 minutes at room
temperature. Cells were washed three times with PBS containing 1%
BSA and 50 mM NH4Cl and incubated with mAb anti-B10 (ascitis
diluted 1:250 in PBS-BSA) for 2 hours at room temperature. Cells
were washed with PBS-BSA and incubated for 2 hours at room
temperature with FITC-conjugated anti-mouse IgG diluted 1:200.
After washes with PBS, cells were incubated with RNase (1 mg/ml)
for 10 minutes, then with propidium iodide (2.5 µg/ml) for 1 minute
to stain the nuclei. Cells were rinsed three times and incubated for 10
minutes with 1,4-diazabicyclo[2.2.2]octane (Sigma) (100 mg/ml in
PBS) to prevent quenching of fluorescence, and mounted with
glycergel (Dako Corporation, Carpinteria, CA, USA). Confocal
scanning microscopy was performed on a Leica TCS confocal
microscope equipped with a DMR inverted microscope and a 63/1.4
objective.

Enzymatic deglycosylation
Metabolically labeled NPP3 was immunoprecipitated with antibody
adsorbed onto Protein A-Sepharose as described above. The beads
were boiled in 0.1% SDS and diluted tenfold in 20 mM sodium
phosphate buffer, pH 7.2, containing 1% Triton X-100. N-glycosidase
F (0.5 U), O-glycosidase (2.5 mU) or neuraminidase (5 mU) (Roche)
was added to 50 µl samples. Incubation was carried out overnight at
37°C on a shaker. When digestion with several enzymes was
performed, the enzymes were added together. Samples were boiled
with 5× concentrated electrophoresis sample buffer, spun down and
electrophoresed. Gels were analyzed by fluorography.

Detergent solubility assay
The detergent solubility assay was performed as described by Brown
and Rose (1992). MDCK cells expressing NPP3 were grown to
confluence in 10 cm2 tissue culture dishes and lysed in 2 ml buffer
(20 mM Tris HCl, pH 7.4, 150 mM NaCl, 1 mM EDTA) containing
1% Triton X-100, on ice for 20 minutes. Lysates were passed through

a 22-gauge needle to shear the DNA, mixed with 80% sucrose to a
final concentration of 40% sucrose, transferred into a polyallomer
tube, and overlaid with 5 ml of 35% sucrose and 3 ml of 5% sucrose.
The flotation gradient was spun at 38,000 rpm (175,000 g) for 18
hours at 4°C in a Beckman SW 41 rotor. Fractions (1 ml each) were
harvested from the top of the gradient. All fractions were brought to
1% Triton X-100 and warmed to 37°C in the presence of protease
inhibitors to solubilize detergent-resistant membranes. NPP3 was
immunoprecipitated from each fraction with the mouse monoclonal
antibody as described above, resolved on a 7.5% SDS-PAGE gel and
immunoblotting was performed as previously described (Scott et al.,
1997), using a rabbit polyclonal anti-NPP3 antibody. For immunoblot
analysis of caveolin, samples of each fraction were TCA-precipitated
and run on 10% SDS-PAGE gels in sample buffer, transferred to
nitrocellulose, and probed using a monoclonal anti-caveolin1
antibody (Transduction Laboratories, Lexington, KY, USA) diluted
1:5000, followed by a goat anti-mouse antibody (1:8,000) conjugated
to HRP (Amersham Pharmacia Biotech). The reaction product was
detected with ECL (Amersham).

Fig. 1.Expression of NPP3 in MDCK and Caco-2 cells. Filter-grown
monolayers were fixed with paraformaldehyde and permeabilized
with saponin. NPP3 was stained by indirect immunofluorescence
with FITC. Nuclei were stained with propidium iodide. Pictures are a
sum of three 0.5 µm confocal microscopy sections from the top,
middle and bottom of the cell layers, and xzsections.
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RESULTS

NPP3 is expressed at the apical surface of
transfected MDCK and Caco-2 cells
The distribution of NPP3 in transfected MDCK and Caco-2
cells was assessed by indirect immunofluorescence on
transfected cell populations and on individual clones. Cells
grown to confluency on polycarbonate filters were fixed and
permeabilized. In all cases, punctate staining of the apical cell
surface was observed. When analyzed by confocal microscopy,
the labeling was exclusively visible in focal sections taken at
the top of the cells (Fig. 1). Transverse (xz) sections confirmed
that NPP3 was exclusively expressed on the apical surface of
transfected MDCK and Caco-2 cells, a location similar to
endogenous NPP3 in epithelial cells in vivo (Maurice et al.,
1985; Scott et al., 1997).

NPP3 mainly uses a direct route to the apical
surface in MDCK cells
To determine whether the apical transport of NPP3 was
accomplished by direct or indirect pathways, filter-grown
monolayers were pulse-labeled with [35S]methionine/cysteine
for 20 minutes, and chased for up to 4 hours. At the end of
each chase period, filters were processed for surface
immunoprecipitation. Surface immunoprecipitation was
preferred to biotinylation because the latter was not very
efficient. In order to validate the method, we verified that the
antibody bound to NPP3 at the cell surface did not transfer
from immunoprecipitated NPP3 molecules to other NPP3
molecules after lysis of the cells, by mixing labeled and non-
labeled lysates of MDCK cells preincubated or not with
antibodies, as described by Wessels et al. (1990). No significant
transfer was observed (not shown). That very little shift
occurred was also shown by the very low detection of the
protein at a zero time chase (Fig. 2A). NPP3 was synthesized
as a Mr 130,000 protein, as in the liver (Maurice et al., 1994).
The protein reached the cell surface with a preferential apical
localization (Fig. 2A,B). Less than 20% was found at the
basolateral surface. The basolateral pool was transient, and by
4 hours of chase, virtually all NPP3 had reached the apical
surface. Therefore, NPP3 was preferentially targeted directly
to the apical surface in MDCK cells. To measure the fraction
that transited through the basolateral membrane, MDCK cells
were pulse-labeled for 20 minutes with [35S]methionine/
cysteine, and the apical or basolateral surfaces were exposed
to NPP3 antibodies during the chase period at 37°C, according
to Le Bivic et al. (1990a). About 17% of NPP3 (mean of 3
experiments) could be immunoprecipitated by antibodies
added to the basolateral medium during a 4 hour chase (Fig.
2C). We next investigated the fate of the basolateral pool of
NPP3 by the biotin transcytosis assay. MDCK cells grown on
filters were pulse-labeled with [35S]methionine/cysteine for 30
minutes, chased for 30 minutes at 37°C and then biotinylated
at the basolateral surface at 4°C. Filters were either rewarmed
to 37°C for 3.5 hours in chase medium or kept on ice. Filters
were then processed for surface immunoprecipitation from the
apical or basolateral surfaces followed by streptavidin
precipitation, electrophoresis and fluorography. Fig. 2D shows
that biotinylated NPP3 was immunoprecipitated by the
antibody added to the basolateral surface when the filters were
kept at 0°C, but was no longer detected when the filters had

been warmed to 37°C, indicating that the protein had been
endocytosed from the basolateral surface. Addition of antibody
to the apical surface of filters warmed to 37°C showed that the
biotinylated protein internalized at the basolateral surface was
effectively transcytosed. As a control, addition of antibody to
the apical surface of filters kept on ice did not precipitate
significant amounts of NPP3 (Fig. 2D). 

NPP3 is transported both directly and indirectly to
the apical surface in Caco-2 cells
To investigate the transport pathway of NPP3 in Caco-2 cells,
pulse-chase experiments followed by selective surface
immunoprecipitation were performed as for MDCK cells. As
shown in Fig. 3A, NPP3 appeared at the cell surface with a
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Fig. 2. Targeting of NPP3 to the apical surface of MDCK cells.
(A) Filter-grown cells were labeled with [35S]Met/Cys for 20
minutes and chased for the time periods indicated. Surface
immunoprecipitation was then performed from the apical (AP) or
basolateral (BL) surface as described in Materials and Methods.
Immunoprecipitates were analyzed by electrophoresis and
fluorography. (B) Quantification of the experiment shown in A by
densitometric scanning; (l) apical NPP3, (¡) basolateral NPP3.
(C) Cells were pulse-labeled for 20 minutes and chased for 4 hours
in the presence of mAb anti-NPP3 added to the apical (AP),
basolateral (BL) or both (AP+BL) media. Cells were lysed, NPP3
was immunoprecipitated and the precipitate was analyzed by
electrophoresis and fluorography. (D) Cells were pulse-labeled for 30
minutes and chased for 30 minutes. Cells were then biotinylated
from the basolateral chamber. Filters were then either kept on ice or
warmed to 37°C for 3.5 hours. NPP3 was immunoprecipitated from
the basolateral (BL) or apical (AP) surfaces, then the biotinylated
protein was recovered by streptavidin precipitation and analyzed by
electrophoresis and fluorography. 
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slight preference for the apical membrane (60% at 1 hour of
chase). Then, the 40% basolateral pool disappeared. By 2 hours
of chase, only 10% was found at the basolateral surface, and
by 4 hours of chase, virtually all newly synthesized NPP3 was
apically localized. In order to determine more accurately the
amount of NPP3 that was targeted to the basolateral membrane,
antibodies were added into the apical or basolateral medium
during the chase at 37°C. About 50% of NPP3 (mean of 3
experiments) could be immunoprecipitated from the
basolateral surface during a 4 hour chase (Fig. 3C). The fate
of the basolateral pool of NPP3 was examined by the
transcytosis assay as for MDCK cells. Fig. 3D shows that

biotinylated NPP3 was immunoprecipitated by the antibody
added to the basolateral surface when the filters were kept at
0°C, but was no longer detected when the filters had been
warmed to 37°C, indicating that all the protein was
endocytosed during the assay. Addition of antibody to the
apical surface of filters warmed to 37°C showed that the protein
was effectively transcytosed.

Effect of tunicamycin on the intracellular transport
of NPP3 in MDCK and Caco-2 cells
NPP3 has been shown to be N-glycosylated (Maurice et al.,
1994; Scott et al., 1997). In order to study the role of N-
glycosylation in the apical targeting of NPP3, cells were treated
with tunicamycin, a drug known to impair addition of N-glycan
chains. We used doses of 10 and 12 µg/ml and kept the time
of treatment as short as possible to avoid any toxic effect on
the cells. When MDCK cells were pretreated for 2 hours with
12 µg/ml tunicamycin, none of the protein synthesized was
glycosylated; the cells remained tight and total protein
synthesis was not affected, as indicated by total
[35S]methionine/cysteine incorporation. In preliminary
experiments, the effect of tunicamycin on NPP3 glycosylation
was examined using N-glycosidase F, which removes N-
glycans. MDCK cells pretreated for 2 hours with 10 µg/ml
tunicamycin were metabolically labeled with [35S]methionine/
cysteine for 30 minutes and chased for 1 hour. NPP3 was
immunoprecipitated from both surfaces and the
immunoprecipitate was treated with N-glycosidase F. In
control cells, N-glycosidase F shifted theMr of NPP3 to
110,000. In the presence of tunicamycin, most of NPP3 was

Fig. 3. Targeting of NPP3 to the apical surface of Caco-2 cells.
Filter-grown cells were labeled with [35S]Met/Cys for 20 minutes
and chased for the time periods indicated. Surface
immunoprecipitation was then performed from the apical (AP) or
basolateral (BL) surface as described in Materials and Methods.
Immunoprecipitates were analyzed by electrophoresis and
fluorography. (B) Quantification of the experiment shown in A by
densitometric scanning; (l) apical NPP3, (¡) basolateral NPP3.
(C) Cells were pulse-labeled with [35S]Met/Cys for 20 minutes and
chased for 4 hours in the presence of mAb anti-NPP3 added to the
apical (AP), basolateral (BL) or both (AP+BL) media. Cells were
lysed, NPP3 was immunoprecipitated and the precipitate was
analyzed by electrophoresis and fluorography. (D) Cells were pulse-
labeled for 30 minutes and chased for 30 minutes. Cells were then
biotinylated from the basolateral surface on ice. Filters were then
either kept on ice or warmed to 37°C for 3.5 hours. NPP3 was
immunoprecipitated from the basolateral (BL) or apical (AP)
surfaces, then the biotinylated protein was recovered by streptavidin
precipitation and analyzed by electrophoresis and fluorography.

Fig. 4.Effect of tunicamycin on N-glycosylation and surface
expression of NPP3. (A) Filter-grown MDCK cells treated (+) or not
(−) with tunicamycin (10 µg/ml) for 2 hours were labeled for 30
minutes with [35S]Met/Cys and chased for 1 hour. Surface
immunoprecipitation was performed from both surfaces.
Immunoprecipitates were treated (+) or not (−) with N-glycosidase 
F, and resolved on a 6.5% polyacrylamide gel. (B) Filter-grown
MDCK cells treated (+) or not (−) with tunicamycin (12 µg/ml) for 2
hours were labeled for 20 minutes with [35S]Met/Cys and chased for
2 hours. Surface immunoprecipitation was performed from both
surfaces (lanes 1 and 3), then NPP3 remaining in the lysates was
again immunoprecipitated (lanes 2 and 4), and analysed on a 7.5%
polyacrylamide gel by fluorography. The positions of the proteins
(Mr×10−3) are shown.
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already synthesized as a molecule of Mr 110,000 (Fig. 4A).
Deglycosylation with N-glycosidase F did not shift the Mr of
the protein to a lower value, indicating that the protein
synthesized in the presence of tunicamycin was indeed not N-
glycosylated. These experiments also indicated that less NPP3
reached the cell surface in tunicamycin-treated cells than in
control cells (Fig. 4), suggesting either that NPP3 synthesis
was inhibited or that part of NPP3 accumulated intracellularly
or was degraded. In order to quantitate the amount that might
be retained inside the cells, cells treated or not with 12 µg/ml
tunicamycin were labeled and chased for 2 hours. Surface

immunoprecipitation was performed as above (first
immunoprecipitation), then the lysates were subjected to a
second immunoprecipitation to quantitate the remaining
protein. The sum of the two immunoprecipitations was not
significantly different, indicating that NPP3 synthesis was not
inhibited by the treatment. However, only 28% of NPP3 could
be immunoprecipitated at the cell surface in treated cells
whereas 85% were immunoprecipitated in control cells,
indicating that part of the non-glycosylated protein was not
transported to the cell surface (Fig. 4B).

The targeting of NPP3 was studied in tunicamycin-treated
cells. As in control MDCK cells, non-glycosylated NPP3
appeared at the cell surface with a preferentially apical initial
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Fig. 5. Effect of tunicamycin on the targeting of NPP3 in MDCK
cells. (A) Filter-grown cells were treated with tunicamycin (12
µg/ml) for 2 hours. Cells were pulse-labeled with [35S]Met/Cys for
20 minutes and chased for the time periods indicated. Surface
immunoprecipitation of NPP3 was performed from the apical (AP)
or basolateral (BL) surfaces as described in Materials and Methods.
Immunoprecipitates were analyzed on a 7.5% polyacrylamide gel.
(B) Same experiment as in A except that the cells were treated with
10 µg/ml tunicamycin. (C) Quantification of the experiment shown in
B by densitometric scanning; glycosylated NPP3: (l) apical, (¡)
basolateral; non-glycosylated NPP3: (n) apical, (̈ ) basolateral.
(D) Cells treated with tunicamycin (12 µg/ml) were pulse-labeled for
20 minutes and chased for 4 hours in the presence of mAb anti-NPP3
added to the apical (AP), basolateral (BL) or both (AP+BL) media.
Cells were lysed, NPP3 was immunoprecipitated and the precipitate
was analyzed by electrophoresis and fluorography.

Fig. 6.Effect of tunicamycin on the targeting of NPP3 in Caco-2
cells. Filter-grown cells were treated with tunicamycin (10 µg/ml) for
6 hours. (A) Cells were then labeled with [35S]Met/Cys for 20
minutes and chased for the time periods indicated. Surface
immunoprecipitation of NPP3 was performed from the apical (AP)
or basolateral (BL) surfaces as described in Materials and Methods.
Immunoprecipitates were analyzed on a 7.5% polyacrylamide gel.
(B) Quantification of the experiment shown in A by densitometric
scanning; glycosylated NPP3: (l) apical, (¡) basolateral; non-
glycosylated NPP3: (n) apical, (̈ ) basolateral. (C) Cells treated
with tunicamycin (12 µg/ml) were pulse-labeled for 20 minutes and
chased for 4 hours in the presence of mAb anti-NPP3 added to the
apical (AP), basolateral (BL) or both (AP/BL) media. Cells were
lysed, NPP3 was immunoprecipitated and the precipitate was
analyzed by electrophoresis and fluorography.
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targeting (Fig. 5A). However, the basolateral pool was
temporarily high at the basolateral surface (40% at 0.5 hour
chase) (Fig. 5A). Furthermore, non-glycosylated NPP3 seemed
to be less stable than glycosylated NPP3 at the cell surface
because the intensity of the band decreased after 4 hours chase
(compare with Fig. 2). When the dose of tunicamycin was only
10 µg/ml, some glycosylated NPP3 was still synthesized. This
allowed us to compare the targeting of the glycosylated and
non-glycosylated forms in the same cells (Fig. 5B,C). These
experiments confirmed that more non-glycosylated than
glycosylated NPP3 was detected at the basolateral surface after
0.5 hours chase and that the non-glycosylated form was less
stable at the cell surface. Although the basolateral pool of
non-glycosylated NPP3 was transiently high, antibody capture
assay during the chase allowed us to calculate that about 21%
(mean of two experiments) transited through the basolateral
surface (Fig. 5D), which is not very different from the 17%
observed in control cells (Fig. 2C). This result suggested that
transcytosis might be slowed down (see below).

Similar experiments were performed in Caco-2 cells. Caco-
2 cells were less sensitive to the drug than MDCK cells because
a 6 hour-pretreatment at the same doses was needed to obtain
similar effects. As in MDCK cells about 25% of the non-
glycosylated NPP3 did reach the cell surface (data not shown).
In cells treated with 10 µg/ml tunicamycin, the non-
glycosylated form was preferentially targeted to the apical
surface as the glycosylated form (Fig. 6A,B). About 50% of the
protein transited through the basolateral surface, as calculated

by the antibody capture assay (Fig. 6C), as in control Caco-2
cells (Fig. 3C). As in MDCK cells, the non-glycosylated form
seemed to be unstable because maximal expression at the cell
surface was already reached after a 30 minute-chase.

The biotin transcytosis assay gave too weak a signal to allow
analysis of transcytosis in tunicamycin-treated cells because
NPP3 was very poorly biotinylated. Therefore, transcytosis
was studied by immunofluorescence. Anti-NPP3 ascites (20
µl/ml) was added to the basolateral or apical chambers of filter-
grown cells during a 3 hour incubation at 37°C. Then the cells
were fixed and a secondary FITC-conjugated antibody was
applied at either the basolateral or apical side of the filters.
Tunicamycin was used at a concentration of 12 µg/ml and
pretreatment was for 2 hours (MDCK cells) and 6 hours (Caco-
2 cells), so that all NPP3 was synthesized as a non-glycosylated
form. This treatment did not alter the localization pattern of
NPP3 (Fig. 7a-d) although the intensity of the labeling was
somewhat decreased in Caco-2 cells (Fig. 7d). In the assay
conditions, transcytosis did occur, both in control and
tunicamycin treated-cells, as shown by the appearance at the
apical surface of antibody added into the basolateral medium
when cells were incubated at 37°C (Fig. 7e-h), and not when
cells were kept at 0°C (Fig. 7m-p). Endocytosis was effective
in control cells because no antibody could be visualized at the
basolateral surface (Fig. 7i,k). However, in MDCK cells treated
with tunicamycin, a faint basolateral staining could be seen,
indicating that some basolaterally targeted NPP3 did not
transcytose during the 3 hours of the experiment. This was not

Fig. 7.Morphological analysis of transcytosis. Filter-
grown cells were pretreated (+) or not (−) with
tunicamycin (12 µg/ml) for 2 hours (MDCK cells) or 6
hours (Caco-2 cells). Anti-NPP3 ascitis was added to
the apical or basolateral chamber. Some filters were
kept at 0°C while others were incubated at 37°C. Then
the cells were fixed, and a secondary FITC-conjugated
antibody was applied either at the apical or the
basolateral surface. (a-d) First antibody apical at 0°C,
second antibody apical; (e-h) first antibody basolateral
at 37°C, second antibody apical; (i-l): first antibody
basolateral at 37°C, second antibody basolateral; (m-p)
first antibody basolateral at 0°C, second antibody apical.
Pictures are projections of confocal series taken through
the whole height of the cells. Settings were kept
identical for (a,b,e,f,i,j,m,n) and (c,d,g,h,k,l,o,p); Bar, 20
µm. 
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the case in Caco-2 cells, in which no basolateral staining was
ever seen. Thus, although not quantitative, the morphological
assay indicated that tunicamycin had no effect on NPP3
transcytosis in Caco-2 cells but it was reduced in MDCK cells.

NPP3 is not O-glycosylated
Tunicamycin only impairs addition of N-linked sugars. Since
O-glycans have also been reported to act as an apical targeting
signal (Monlauzeur et al., 1998; Naim et al., 1999; Yeaman et
al., 1997), we checked whether NPP3 was O-glycosylated.
MDCK cells were metabolically labeled, and NPP3 was
immunoprecipitated. The protein was then treated with N-
glycosidase F to remove N-glycan chains, and with
neuraminidase and O-glycanase to remove possible O-glycans.
The sizes of the molecule were compared on 6.5% SDS-PAGE
gels. O-glycanase did not shift the protein to lower Mr than N-
glycosidase F (Fig. 8). In the same conditions, the O-
glycosylated protein fetuin was effectively shifted (not shown).
It is therefore unlikely that NPP3 is O-glycosylated. Previous
studies on the glycosylation of the endogeneous liver protein
similarly concluded that the protein was not O-glycosylated
(Maurice et al., 1994).

NPP3 is not associated with rafts
Besides glycosylation, the main mechanism hypothesized
for apical targeting of membrane proteins is interaction
with glycosphingolipid-cholesterol enriched microdomains
called rafts (Simons and Ikonen, 1997). These
microdomains are insoluble in 1% Triton X-100 at
4°C. When Triton X-100 cell lysates are fractionated
on a sucrose flotation gradient, insoluble proteins are
found near the top of the gradient, whereas soluble
proteins remain in the heavier fractions. MDCK cells
expressing NPP3 were lysed on ice with 1% Triton
X-100, and the distribution of the protein was
examined along the gradient. Results show that in
these assay conditions, only a small fraction of NPP3
was found in the detergent-resistant fractions,
identified by the presence of caveolin, a cholesterol-
binding protein associated with rafts (Fig. 9). The
possibility of a transient association during
intracellular processing was unlikely, since
experiments in which NPP3 was metabolically
labeled and extracted after different periods of chase
failed to show more detergent resistance at any time
(data not shown).

DISCUSSION

We studied the intracellular trafficking of NPP3 in MDCK and
Caco-2 cells. Most NPP3 was directly targeted to the apical
membrane in MDCK cells, whereas equal amounts were
targeted to each surface in Caco-2 cells. Such a behavior is in
accordance with previous studies showing that these two
models of polarized epithelial cells have different
characteristics of transport. In MDCK cells, endogenous (Le
Bivic et al., 1990b) as well as transfected (Casanova et al.,
1991; Jalal et al., 1991; Low et al., 1991; Wessels et al., 1990)
apical membrane proteins are directly targeted, with only 5-
20% reaching the basolateral domain. In Caco-2 cells, the
amount that is targeted to the basolateral membrane depends
on the protein. The majority of sucrase-isomaltase and alkaline
phosphatase is directly targeted to the apical membrane, but a
large fraction of aminopeptidase N and dipeptidyl-peptidase-
IV is initially delivered to the basolateral surface (Le Bivic et
al., 1990a; Matter et al., 1990). The basolaterally targeted pools
behave differently according to the protein and the cell type.
In MDCK cells, many basolaterally targeted proteins do not
seem to transcytose (Le Bivic et al., 1990b; Wessels et al.,
1990) or transcytose very slowly (Casanova et al, 1991; Low
et al., 1991b), whereas in Caco-2 cells transcytosis is more
effective (Le Bivic et al., 1990b; Matter et al., 1990). We found
that NPP3 effectively transcytoses both in MDCK and Caco-2
cells and that the protein rapidly reaches the apical surface
since all the protein was apically localized after a 4 hour chase.
In hepatocytes, NPP3 (B10) is already known to be the quickest
to reach its steady state localization (Maurice et al., 1994).
Such a behavior may explain why NPP3 has a very exclusive
apical localization in all the cell types studied. These
characteristics make NPP3 a very interesting molecule for
studying the mechanisms of apical targeting.

The molecular mechanisms for targeting transmembrane
proteins to the apical surface are still unclear. Based on the
behavior of secretory proteins, it has been suggested that
glycosylation is a key event for apical targeting (Fiedler and
Simons, 1995). Indeed, most secretory proteins that are not
glycosylated are randomly secreted in MDCK cells (Gottlieb et
al., 1986); addition of glycosylation sites to a non-glycosylated
protein switches its secretion toward the apical surface

N. R. Meerson and others

Fig. 8.NPP3 is not O-glycosylated. MDCK cells were labeled for 1
hour and chased for 1 hour. NPP3 was immunoprecipitated from cell
lysates. Immunoprecipitates were treated (+) or not (−) with N-
glycosidase F, neuraminidase and O-glycanase, and resolved on a
6.5% polyacrylamide gel.

Fig. 9.Detergent solubility of NPP3 in transfected MDCK cells. A detergent
solubility assay was performed to determine whether NPP3 is associated with
glycolipid-rich membrane domains. Cells were lysed on ice with 1% Triton
X-100 and loaded onto a sucrose flotation gradient. Fractions were collected
from the top and examined for the presence of NPP3, after
immunoprecipitation and immunoblotting. NPP3 is mainly present in the
heavier fractions 8-12 (A), which is characteristic of soluble proteins. Little
NPP3 is found in the lighter fractions 4-5, which are enriched with caveolin 1,
an endogeneous protein associated with glycolipid-rich membranes in MDCK
cells.
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(Scheiffele et al., 1995); removal of N-glycosylation sites
(Kitagawa et al., 1994) or treatment of cells with tunicamycin
(Kitagawa et al., 1994; Urban et al., 1987; Zheng et al., 1999)
lead to random secretion. However, there are exceptions to the
rule. For example, corticosteroid binding protein lacking all
glycosylation sites is still apically secreted (Larsen et al., 1999)
and removal of the unique N-glycosylation site of hepatitis B
surface antigen does not change its apical secretion (Marzolo
et al., 1997). As for membrane proteins, evidence that
glycosylation is involved in their apical targeting is more
indirect. It has been early suggested that the apical signal must
be in the ectodomain because removal of the membrane anchor
together with the cytoplasmic tail usually leads to apical
secretion of the anchorless proteins (Corbeil et al., 1992; Roth
et al., 1987; Vogel et al., 1992; Weisz et al., 1992; Zheng et al.,
1999). Moreover, the apical signal was thought to be a common
feature of both apical and basolateral proteins because
inactivation of basolateral signals often led to apical expression
of basolaterally targeted proteins (Hunziker et al., 1991;
Mostov et al., 1987; Prill et al., 1993). However conclusive data
regarding the role of glycosylation was difficult to establish
because removal of N-glycan sites or use of tunicamycin most
often resulted in intracellular accumulation of proteins (Zheng
et al., 1999). An indirect demonstration came from showing that
three non-glycosylated proteins which were retained in the
Golgi apparatus were transported to the apical cell surface when
N-glycosylation sites were added (Gut et al., 1998).

In the present work, we were able to follow the targeting of
NPP3 in the absence of any glycosylation, and provide direct
evidence that glycosylation is not the apical signal of NPP3.
Although only a small fraction of the non-glycosylated protein
did reach the cell surface, it was not mistargeted. The inhibition
of transcytosis observed in MDCK but not in Caco-2 cells may
be explained if we consider that non-glycosylated NPP3
probably has less affinity for the sorting machinery. Therefore
transcytosis would be more effective in Caco-2 cells, which have
more transcytotic capacities than MDCK cells. Apical targeting
of the non-glycosylated protein indicates that glycosylation is
not the apical targeting signal of NPP3, but reduced cell surface
expression suggests that glycosylation is nevertheless an
important feature of NPP3 transport. The importance of
glycosylation for solubility, correct folding and stability of
proteins has already been recognized (Helenius et al., 1994).
Such important roles explain the intracellular retention and cell
surface instability of non-glycosylated NPP3. However, it must
be noted that glycosylation only seems to be critical for transport
of apical proteins (Gut et al., 1998). These considerations
emphasize the fact that the nature of apical signals is quite
different from basolateral signals and is probably highly
dependent on the conformational state of proteins. Since all
proteins do not depend on glycosylation to the same extent for
folding, they may not depend on glycosylation to the same extent
for apical targeting. Apical proteins that are retained
intracellularly when not glycosylated would be highly dependent
on glycosylation for their folding and apical targeting, whereas
proteins like NPP3 would be less dependent, and others would
not depend on glycosylation at all. For example, the CD3-ε chain
of the T cell antigen receptor complex, which is not
glycosylated, is nevertheless expressed at the apical cell surface
when transfected in MDCK cells (Alonso et al., 1997). 

Our work shows that glycosylation is important for NPP3 to

reach the cell surface but that it cannot be considered as a bona
fide apical signal, leaving open the question of how
glycosylation plays a part in apical sorting. Models have
recently been proposed (Rodriguez-Boulan and Gonzalez,
1999) in which N-glycans, by changing the conformation of
proteins, would allow a proteinaceous signal to be accessible,
or allow the proteins to be incorporated into rafts. No peptide
signal has been identified in the ectodomain of apical proteins,
but recent results indicate that glycosylation of apical proteins
is an important feature for their inclusion into rafts (Alfalah et
al., 1999; Benting et al., 1999). NPP3 was not found to
associate with rafts significantly, and is probably targeted to
the apical surface by a raft-independant mechanism. Further
work will be aimed at studying the structural requirements of
the ectodomain and the possible role of the transmembrane and
cytoplasmic domains in order for NPP3 to be apically targeted. 
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                 Résumé     
 La membrane plasmique des cellules épithéliales polarisées comporte deux domaines distincts, le domaine apical et 
le domaine basolatéral. Chaque domaine a une composition en lipides et en protéines déterminée, leur permettant d’assurer 
des fonctions spécifiques. Les mécanismes moléculaires responsables du tri et de l’adressage des protéines transmembranaires 
vers le pôle apical sont encore mal connus. La membrane apicale est enrichie en glycosphingolipides et  en cholestérol qui 
forment des microdomaines appelés « rafts ». Expérimentalement, les rafts peuvent être isolés sous forme de DRM (detergent-
resistant membranes) définis par leur résistance à un détergent non ionique, le Triton X-100. Il a été proposé que les rafts 
recrutent les protéines apicales au niveau du réseau trans-golgien et servent de plateforme pour leur adressage au pôle apical. 
Effectivement les protéines ancrées par le glycosylphosphatidyl-inositol sont résistantes au Triton et sont localisées en général 
à la membrane apicale. En revanche, la plupart des protéines transmembranaires apicales sont solubles dans le Triton, bien 
qu’elles soient résistantes à l’action de détergents plus doux comme le Lubrol WX. L’objectif des travaux de thèse a été 
d’étudier le rôle des rafts dans l’adressage apical de protéines transmembranaires et de comprendre l’effet différentiel du 
Triton et du Lubrol sur leur solubilisation. 
 Les nucléotides pyrophosphatases NPP1 (basolatérale) et NPP3 (apicale) exprimées de façon stable dans les cellules 
MDCK ont servi de modèles. NPP3 est insoluble dans le Lubrol et partiellement insoluble dans le Triton, tandis que NPP1 est 
essentiellement solubilisée. L’étude de la localisation et de la sensibilité aux détergents de mutants et de chimères combinant 
des domaines cytoplasmiques, transmembranaires et extracellulaires de NPP3 et NPP1, a montré qu’il n’existait pas de 
corrélation stricte entre l’adressage apical et la résistance aux détergents. La résistance de NPP3 à la solubilisation par le 
Lubrol est acquise précocement au cours de sa biosynthèse, indépendamment de sa destination finale. Cette résistance dépend 
d’acides aminés chargés positivement situés dans la queue cytoplasmique, proches de la membrane. 
  Afin de comprendre la sélectivité du Triton et du Lubrol dans l’extraction des protéines et des lipides membranaires, 
la composition lipidique des DRM obtenus après extraction par le Triton et le Lubrol a été comparée. Les DRM  extraits par le 
Triton et le Lubrol sont enrichis en cholestérol ce qui correspond à la définition des rafts. Cependant, les DRM Triton sont 
appauvris en lipides du feuillet interne tandis que les DRM Lubrol sont enrichis en phosphatidyléthanolamine. Les DRM 
Lubrol sont également enrichis en protéines associées au feuillet interne de la membrane.  
  En conclusion, ces travaux montrent que la résistance de la protéine apicale NPP3 à l’extraction par le Lubrol, et en 
partie par le Triton, est une propriété intrinsèque qui correspond probablement à une adaptation de la protéine à la 
composition lipidique du domaine apical, mais que cette propriété ne détermine pas son adressage polarisé. De plus, ces 
travaux montrent que les détergents sont des outils très intéressants pour étudier les interactions entre les protéines et les 
lipides membranaires, mais qu’il n’existe probablement pas de détergent capable d’isoler de façon stricte des microdomaines 
membranaires tels que sont définis les rafts. Nos résultats suggèrent que le feuillet interne des rafts est enrichi en 
phosphatidyléthanolamine et en cholestérol, qu’il est en partie solubilisé par le Triton, ce qui déstabiliserait les protéines 
transmembranaires et entraînerait leur extraction. 
 
Mots clés: détergent, raft, , ciblage apical, cholestérol, microdomaine membranaire, feuillet interne de la membrane, 
phosphatidyléthanolamine. 
       Summary 
The plasmic membrane of the polarized epithelial cells comprises two distinct domains, the apical domain and the basolateral 
domain. Each domain has a determined composition in lipids and proteins, enabling them to ensure of the specific functions. 
The molecular mechanisms responsible for the sorting and the targeting of transmembrane proteins towards the apical pole are 
still badly known. The apical membrane is enriched in glycosphingolipides and cholesterol which form microdomains called 
“rafts”. In experiments, the rafts can be isolated in the form of DRM (detergent-resistant membranes) defined by their 
resistance to a nonionic detergent, the Triton X-100. It was proposed that the rafts recruit apical proteins on the level of the 
trans-golgien network and are used as platform for their targeting with the apical pole. Indeed the proteins anchored by the 
glycosylphosphatidyl-inositol are resistant to the Triton and are in general localised with the apical membrane. On the other 
hand, the majority of apical transmembrane proteins are soluble in the Triton, although they are resistant to the action of mild 
detergents like Lubrol WX. The objective of work of thesis was to study the role of the rafts in the apical transmembrane 
protein targeting and to include/understand the differential effect of the Triton and Lubrol on their solubilization. The 
nucleotides pyrophosphatases NPP1 (basolateral) and NPP3 (apical) expressed in a stable way in cells MDCK were used as 
models. NPP3 is insoluble in Lubrol and partially insoluble in the Triton, while NPP1 is primarily solubilized. The study of the 
localization and the sensitivity to the detergents of mutants and chimeraes a combining of the cytoplasmic, transmembrane and 
extracellular domains of NPP3 and NPP1, showed that there was not strict correlation between apical targeting and resistance 
to the detergents. The resistance of NPP3 to solubilization by Lubrol is acquired precociously during its biosynthesis, 
independently of its final destination. This resistance depends on amino acids charged positively located in the cytoplasmic 
tail, close to the membrane. In order to include/understand the selectivity of the Triton and Lubrol in the extraction of proteins 
and the membrane lipids, the lipidic composition of the DRM obtained after extraction by the Triton and Lubrol were 
compared. The DRM extracted by the Triton and Lubrol are cholesterol enriched what corresponds to the definition of the 
rafts. However, the DRM Triton are impoverished in lipids of the internal layer while the DRM Lubrol are enriched in 
phosphatidylethanolamine. The DRM Lubrol are also enriched in protein associated with the internal layer with the membrane. 
In conclusion, this work shows that the resistance of apical protein NPP3 to the extraction by Lubrol, and partly by the Triton, 
is an intrinsic property which probably corresponds to an adaptation of protein to the lipidic composition of the apical domain, 
but that this property does not determine its polarized targeting. Moreover, this work shows that the detergents are very 
interesting tools to study the interactions between the membrane proteins and lipids, but that there probably does not exist 
detergent able to insulate in a strict way of the membrane microdomains such as are defined the rafts. Our results suggest that 
the layer interns rafts is enriched in phosphatidylethanolamine and cholesterol, that it is partly solubilized by the Triton, which 
would destabilize transmembrane proteins and would involve their extraction. 
Keywords : detergent, raft,, apical targeting, cholesterol, membrane microdomain, inner membrane leaflet, 
phosphatidylethanolamine. 
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