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Avant propos

La biologie moderne montre que les êtres vivants, des plus petits au plus grands, sont

d’une incroyable complexité. Aujourd’hui, les scientifiques commencent à comprendre

comment les proteines interagissent entre elles, comment les cellules interagissent entre elles.

Néanmoins il reste un pas de géant à faire avant de comprendre comment, au sein d’un

organisme composé de milliard de cellules, des fonctions biologiques émergent. Les

mécanismes fondamentaux qui dictent les interactions entres les différents constituants d’un

organisme (cellules, macromolécules, tissus) sont pour la plupart encore inconnus.

Les systèmes biologiques intéressent de plus en plus les physiciens, qui voient dans cet

inconnu un nouveau défi : quelques soient les mécanismes à l’origine de l’organisation de la

vie, ceux-ci ne peuvent être que des mécanismes physiques (mécanique, électrostatique,

etc…). Aussi, depuis une trentaine d’années une discipline métissée fait son apparition, la

biophysique qui s’appuie sur des concepts (par exemple les forces, énergies, symétries), des

approches expérimentales (mimer certaines fonctions cellulaires par exemples) et des

instrumentations physiques (développement de la microscopie par exemple) pour comprendre

les interactions élémentaires qui ont lieu au sein des cellules.

Ma thèse se situe à l’interface entre la physique et la biologie : nous avons couplé une

approche biomimétique à des techniques de microscopie, de biochimie, de diffusion de

lumière et de spectrofluorimetrie afin d’explorer les interactions entre le squelette de la cellule

(cytosquelette) et la membrane externe de celle-ci (membrane plasmique).

Ce travail faisant appel à plusieurs domaines, la première partie a pour objectif de donner des

définitions et d’apporter les bases utiles à la compréhension du système biologique étudié :

cela consiste en une revue de la littérature concernant les membranes lipidiques, les

phosphoinositides et les protéines ERM, le cytosquelette ainsi que les différents systèmes

biomimétiques utilisés dans la littérature. La seconde partie exposera les différentes

techniques que j’ai été amené à utiliser durant mon travail de recherche. La troisième partie

présentera les résultats que j’ai obtenus et en quoi ils sont utiles pour comprendre les

interactions et les phénomènes entre les différents constituants de mon système. Enfin le

manuscrit se termine par une discussion générale ainsi que par les perspectives de mon travail.
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I – Introduction

La compréhension des interactions intracellulaires entre membrane plasmique et

cytosquelette nécessitent quelques définitions fondamentales.

Dans le souci de positionner le sujet de ma thèse dans le contexte scientifique actuel,

j’introduirai les objets biologiques que sont les membranes biologiques, ses différents

constituants, la protéine que nous avons étudiée (l’ezrine) et le cytosquelette d’actine. Ensuite

je donnerai une vision générale des différentes études utilisant des systèmes biomimétiques.

Enfin je poserai les questions qui ont motivées mon étude.

I.A – Quelques notions sur la cellule

II.A.1 – Les membranes biologiques

Les cellules sont définies comme étant les unités fonctionnelles fondamentales des

systèmes vivants. L’intégrité de la cellule est préservée grâce à la présence d’une enveloppe

externe appelée membrane plasmique. L’existence de cette membrane représente un des

fondements majeurs de l’organisation de la vie car elle permet d’isoler le contenu cellulaire

du monde extérieur tout en autorisant les échanges contrôlés. En effet, le contenu des cellules

est cloisonné en un grand nombre de compartiments fonctionnels formant les organites

intracellulaires qui sont bordés par une, voire deux membranes (comme l’enveloppe

nucléaire) (fig I.A.1). Enfin, certains organites spécialisés dans la conversion d’énergie

(mitochondries, chloroplastes) renferment un très grand nombre de membranes internes ou

présentent des repliements très complexes de l’une des membranes qui les enveloppent

(Alberts et al. 2008).
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Fig I.A.1. Représentation schématique d’une cellule. Les différents organites cellulaires et la cellule elle-même

sont délimités par une membrane. Adapté de Wikipédia.

III.A.1.a – Définition et description microscopique

Chez tous les êtres vivants, les membranes sont formées de lipides auto-assemblés en

bicouches, c’est-à-dire un double feuillet d’épaisseur 5 nm environ. Les lipides qui composent

les membranes sont des molécules amphiphiles. Elles possèdent une tête polaire hydrophile et

deux chaînes d’acides gras hydrophobes saturées ou insaturées (fig I.A.2) (Leterrier 1997).

Dans l’eau, principal composant des cellules et du milieu extracellulaire, les lipides

s’orientent spontanément pour former une double couche, dans laquelle les queues

hydrophobes se font face en raison de leur affinité réciproque, et les têtes polaires sont

dirigées vers l’eau (fig I.A.2). L'organisation ainsi créée minimise l'énergie du système

(énergie libre de Gibbs), critère physique important pour la stabilité de l'édifice. Les forces en

jeu permettant de la maintenir sont de faible énergie, essentiellement de type van der Waals

ou hydrophobes (Israelachvili 1991).

Mais le rôle des membranes ne se limite pas à celui de cloisonnement. Elles interviennent

aussi dans une variété de processus biologiques indispensables à la vie comme par exemple

les phénomènes de transport, la transduction de signaux ou les processus de conversion

d’énergie (Alberts et al. 2008).
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Fig I.A.2. (A) Schéma d’un phospholipide. La tête polaire est la partie hydrophile et les chaînes carbonées

constituent la partie hydrophobe. (B) Les phospholipides s’associent pour former des bicouches lipidiques.

Adapté de Alberts et collaborateurs (Alberts et al. 2008).

III.A.1.b – Composition des membranes

Les membranes cellulaires sont constituées principalement de deux classes de composés : des

lipides et des protéines.

Les lipides membranaires représentent 30 à 50 % de la masse membranaire selon le type

d’organite. Il existe trois types de lipides membranaires (fig I.A.3) :

- Les glycérophospholipides, ils sont composés d’un squelette de base glycérol, sur lequel

deux des fonctions alcool sont estérifiées par des acides gras, constituant les chaînes

hydrocarbonées hydrophobes. Les chaines, dont une est habituellement insaturée,

comportent généralement plus de 16 atomes de carbone. La tête polaire est constituée d’un

groupement phosphate, substituant la troisième fonction alcool du squelette glycérol. Le

phosphate est suivi par un groupement alcool déterminant la classe du

glycérophospholipide. Par exemple la phosphatidylcholine est un glycérophospholipide.

Nous développerons plus loin, une famille de phospholipides prépondérante dans la vie

cellulaire : les phosphoinositides.

- Les sphingolipides, ils sont composés d’un squelette de base sphingosine : un amino-

alcool possédant une longue chaîne hydrocarbonée de 18 carbones portant une insaturation.

Au niveau de la partie apolaire, un acide gras saturé (ou plus rarement insaturé) à longue
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chaîne (le plus souvent de 18 à 24 carbones dans les sphingolipide de mammifères) est

greffé sur la fonction amine par liaison amide, formant une céramide. Par exemple la

sphingomyéline est un sphingolipide.

- Le cholestérol est un lipide de la famille des stérols. Il est composé d’un squelette

hydrocarboné de quatre cycles rigides et plans qui constitue la seule partie polaire de la

molécule. Le noyau stérol se termine par une chaine de carbones. Le cholestérol s’insère

dans la membrane entre les autres lipides. Il permet de rigidifier la membrane et il va

moduler les propriétés dynamiques de celle-ci (Kakorin et al. 2005; Ohvo-Rekilä et al.

2002).

Fig I.A.3. Les trois types de lipides présents dans les membranes biologiques, adapté d’Encyclopaedia

Britannica.

La composition lipidique des différentes membranes cellulaires est montrée sur la figure

I.A.4.

La membrane plasmique constitue l'interface entre la cellule et son milieu. Elle assure donc à

la fois un rôle de protection, en empêchant les molécules cellulaires de partir et les molécules

extérieures d'entrer librement, et un rôle de barrière, en sélectionnant les éléments qui peuvent

entrer ou sortir. Toutefois, ses fonctionnalités ne s'arrêtent pas là. La membrane et les

molécules qui y sont associées permettent à la cellule de percevoir son environnement et

d'agir sur lui. La membrane est donc un organite fondamental aux fonctions multiples.

Les protéines peuvent contribuer non seulement à la solidité de la membrane, mais surtout,

elles remplissent des fonctions essentielles (échanges et communications). Les protéines
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peuvent être complètement insérées dans la membrane, ce sont les protéines

transmembranaires. Il existe de nombreux exemples de protéines qui traversent la membrane,

les canaux ioniques par exemple (Darnell et al. 1999). Mais les protéines situées à la

membrane ne sont pas toutes transmembranaires. Certaines protéines peuvent interagir avec

des lipides spécifiques de la membrane ou d’autres protéines, via un domaine d’interaction, et

ainsi se fixer sur celle-ci. La figure I.A.5 représente une vision plus réaliste de la membrane

plasmique.

La charpente des membranes cellulaires est donc une construction supramoléculaire de lipides

associés à des protéines.

Fig I.A.4. Compositions lipidiques de différentes membranes cellulaires. Abréviations : (PC)

phosphatidylcholine, (PE) phosphatidylethanolamine, (PS) phosphatidylsérine, (SM) shingomyeline. Adapté de

Alberts et collaborateurs (Alberts et al. 2008).

Fig I.A.5. Vision plus réaliste de la membrane plasmique. Elle est composée de lipides, de protéines et de

sucres.
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III.A.1.c – Dynamique moléculaire au sein de la membrane plasmique

En 1972, Singer et Nicolson ont proposé un modèle moléculaire de la membrane dit « en

mosaïque fluide » (Singer et Nicolson 1972). Ils décrivent la membrane comme un fluide

bidimensionnel isotrope. En effet au dessus d’une certaines température TM, dite de fusion des

chaines, les lipides dans la membrane sont dans une phase fluide. La température TM dépend

de la longueur des chaînes et de leur degré d’insaturation (fig I.A.6) (Lipowsky et Sackmann

1995).

Fig I.A.6. Une bicouche lipidique peut être dans différentes phases : soit une phase gel en dessous de sa

température de transition ou une phase fluide au dessus de cette température. Adapté de Lipowsky et Sackmann

(Lipowsky et Sackmann 1995).

En dessous de la température TM, les chaînes ont de fortes interactions hydrophobes. Les

coefficients de diffusion sont très petits et il n’y a pratiquement pas de mouvement des

lipides. Au dessus de la température TM, les lipides sont dans une phase fluide moins

ordonnée. Les lipides peuvent avoir plusieurs types de mouvement au sein de celle-ci (fig

I.A.7) :

- Mouvement translationnel : le lipide se déplace dans le plan d’une des monocouches.

Le coefficient de diffusion D a une valeur de l’ordre de 10-12m2/s (Lipowsky et

Sackmann 1995)

- Mouvement rotationnel : le lipide peut tourner sur lui-même. Le coefficient de

diffusion rotationnel Dr est de l’ordre de 108s-1 (Lipowsky et Sackmann 1995).
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- Mouvement de basculement (ou « flip-flop ») : le lipide peut passer d’une

monocouche à l’autre. C’est un phénomène qui reste lent car il est défavorable de faire

passer la tête polaire dans la zone hydrophobe constituée par la queue des lipides. On a

un coefficient Dbasculement de passage d’une monocouche à l’autre de l’ordre de 10-8s-1

(Alberts et al. 2008). In cellulo il existe des enzymes, les flippases qui sont capables

de favoriser ce mouvement.

Fig I.A.7. Schéma de la membrane. Les flèches représentent les différents mouvements des lipides.

Les protéines présentes dans la membrane diffusent également mais beaucoup moins vite que

les lipides (environ 100 fois moins vite). Dans ces conditions il faut quelques dizaines de

minutes à un lipide pour faire le tour d’une cellule de 10 µm, alors que pour cette même

cellule, une protéine peut mettre plusieurs jours. Le modèle en mosaïque fluide est envisagé

de façon dynamique : les lipides et les protéines sont en perpétuel mouvement via le

mouvement brownien.

Depuis les années 1970, le modèle de mosaïque fluide a considérablement évolué. Les

biologistes et les biophysiciens ont été amenés à repenser le modèle original et à entrevoir un

aspect fonctionnel dans la dynamique et la composition de la membrane. De nombreuses

protéines membranaires ne diffusent pas librement dans la membrane, elles sont confinées à

l’intérieur de domaines bien spécifiques, ou bien, elles peuvent avoir un mouvement dirigé.

De nombreuses études montrent désormais qu’il existe une forte hétérogénéité latérale

membranaire avec l’existence de micro-domaines dans des phases différentes (Vereb et al.

2003; Simson et al. 1995; Sheets et al. 1995).

Les membranes biologiques sont très dynamiques. Elles contiennent des protéines et des

lipides régulateurs qui sont des acteurs de la vie cellulaire. La membrane est un support

pour les interactions entre les constituants du cytosol et ceux qui se trouvent insérés

dans la membrane.
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Nous nous intéressons maintenant plus particulièrement à une catégorie de lipides

membranaires, les phosphoinositides.

Fig I.A.8. Schéma de la membrane. (A) Modèle proposé par Nicholson, (B) vision moderne de la membrane

plasmique : la membrane n’est plus seulement un fluide bidimensionnel mais elle est vue comme une entité

formée de domaines (une mosaïque). Adapté de Engelman (Engelman 2005).
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II.A.2 – Les phosphoinositides : médiateurs et acteurs clés de la

signalisation cellulaire.

Les phosphoinositides sont des phospholipides chargés négativement de type

glycérophospholipides anioniques présents dans de nombreuses membranes internes. Ces

molécules sont composées d'un groupement phosphatidyl (deux acides gras estérifiés sur une

molécules de glycérol, elle-même liée de façon covalente à un acide phosphorique) dont le

groupement phosphate est associé à une molécule d'inositol, un polyol cyclique (fig I.A.9).

Fig I.A.9. Schéma du (A) phosphatidylinositol (Pi) et (B) du phosphatidylinositol (4,5) biphosphate (PIP2).

II.A.2.a – Présentation des phosphoinositides les plus courants.

Les Phosphoinositides (abréviation PtdIns) représentent entre 10 et 15 % des phospholipides

membranaires totaux (Alberts et al. 2008). Ils sont au nombre de huit et sont classés selon la

position et le nombre de groupements phosphates présents sur le noyau inositol. Ce noyau

inositol contient cinq groupements hydroxyles libres mais seulement trois de ces positions

(3,4 ou 5) peuvent être phosphorylées in vivo. La figure I.A.10 montre les différentes voies de

synthèses des phosphoinositides à partir du précurseur, le Phosphatidylinositol phosphate (PI).

Ce cycle de synthèse est appelé « cycle canonique » des phosphoinositides (Payrastre et al.

2001).

http://fr.wikipedia.org/wiki/Mol%C3%A9cule
http://fr.wikipedia.org/wiki/Acide_phosphatidique
http://fr.wikipedia.org/wiki/Acide_gras
http://fr.wikipedia.org/wiki/Ester
http://fr.wikipedia.org/wiki/Glyc%C3%A9rol
http://fr.wikipedia.org/wiki/Covalente
http://fr.wikipedia.org/wiki/Acide_phosphorique
http://fr.wikipedia.org/wiki/Inositol
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Fig I.A.10. Voies de synthèse des phosphoinositides et inter-conversions. Les cadres représentent les différents

phosphoinositides et les flèches représentent des kinases ou des phosphatases. Adapté de Alberts et

collaborateurs (Alberts et al. 2008).

La molécule d’inositol est phosphorylée pour former la famille des phosphoinositides :

- Le phosphatidylinositol (n) phosphate, le PI(n)P, avec n qui représente la position du

carbone sur lequel est situé le groupement phosphate : PI(3)P, PI(4)P, PI(5)P

- Le phosphatidylinositol (n, m) bi phosphate, PI(n,m)P2, avec n et m qui représentent

les positions des carbones sur lesquels sont situés les groupements phosphate :

PI(3,4)P2, PI(4,5)P2, PI(3,5)P2.

- Le phosphatidylinositol (n, m, z) tri phosphate, le PI(n,m,z)P3, avec n, m et z qui

représentent les positions des carbones sur lesquels sont situés les groupements

phosphate : PI(3,4,5)P3.

Le plus abondant des PtdIns, en dehors du PI qui représente environ 15 % des

phosphoinositides totaux, est le PIP2. Il représente environ 1 % à 2 % des phospholipides

(Alberts et al. 2008). Les autres poly-phosphoinositides représentent moins de 1 % des

phosphoinositides totaux (Di Paolo et De Camilli 2006). Dans les cellules eucaryotes, il est

classiquement admis que le PI, le PI4P et le PI(4,5)P2 sont maintenus à des niveaux

relativement constants dans le feuillet interne de la membrane plasmique par des réactions de

phosphorylation/déphosphorylation dépendantes de kinases et phosphatases qui ne sont pas

toutes identifiées à ce jour. Le maintien de cet équilibre représente jusqu’à 7% de la

consommation basale d’ATP (Verhoeven et al. 1987; Verhoeven et al. 1987).
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II.A.2.b – Aperçu de la localisation et des différents rôles de chacun des PtdIns.

Les phosphoinositides sont localisés dans plusieurs types de membranes intracellulaires, en

fonction de leur nature, et ont des rôles différents.

Les PtdIns interagissent avec de nombreuses protéines via des domaines protéiques

spécifiques dont un grand nombre a été décrit dans la littérature (fig I.A.11).

Fig I.A.11. (A) Tableau présentant différents domaines protéiques interagissant avec des PtdIns ainsi que les

protéines connues pour interagir via ces domaines. (B) Schéma de la cellule indiquant la localisation

préférentielle de certains phosphoinositides dans les différents types de membranes internes. (C) Exemple de

cellules provenant d’ovaire de hamster, marquées en fluorescence. Le noyau est marqué en bleu. Les

phosphoinositides sont marqués en vert. Le domaine « pleckstrin homology » (PH) révèle la localisation du PIP2

et du Pi(4)P, le domaine FYVE révèle la localisation du Pi(3)P. Adapté de Di Paolo et collaborateurs (Di Paolo

et De Camilli 2006).

La localisation cellulaire et un aperçu du rôle respectifs de chaque PtdIns sont présentés.

- Le PI, synthétisé dans le réticulum endoplasmique, est ensuite est transporté jusque dans

l’appareil de golgi et jusqu'à la membrane plasmique à l’aide de transport vésiculaire ou bien

à l’aide de protéines. Une fois dans les différents compartiments cellulaires, le PI va subir des
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modifications afin de donner différents phosphoinositides (fig I.A.10). Le PI ne semble pas

avoir de rôle direct dans la régulation de la signalisation cellulaire.

- Le PI(3)P est présent à des taux constants au niveau des endosomes précoces. Le PI(4)P est

situé au niveau de l’appareil de golgi. Il est primordial pour le réseau trans-golgien et le

transport vésiculaire car il permet à certaines protéines d’interagir sur les membranes (Walch-

Solimena et al. 1999; Hama et al. 1999). Le PI(5)P est le PtdIns monophosphate découvert

le plus tardivement (Rameh et al. 1997). Il est localisé dans le noyau et il serait important

dans la réponse des cellules aux contraintes (Clarke et al. 2001).

- Le PIP3 et le PI(3,4)P2 sont des PtdIns minoritaires dans la membrane des cellules. Ils sont

produits de façon rapide et transitoire au niveau de la membrane plasmique. Ils sont impliqués

dans la survie, la motilité, la réorganisation du cytosquelette (Payrastre et al. 2001; Czech

2000). Le PI(3,5)P2 est le plus récent des PtdIns biphosphates identifié. A ce jour, il a été

identifié comme étant impliqué dans le trafic vésiculaire et le recyclage des protéines des

corps vésiculaires, vacuolaires et lysosomaux (Michell et al. 2006).

Le phosphoinositide qui nous intéresse le plus est le PI(4,5)P2, que nous noterons

communément PIP2 par la suite. Le rôle du PIP2 est développé au paragraphe suivant.

II.A.2.c – Un lipide régulateur clé : le Phosphatidylinositol(4,5)biphosphate (PIP2).

Le PIP2 ne représente que 1 % à 2 % des phosphoinositides dans les membranes mais ses

rôles sont nombreux et importants : il est capable d’activer des canaux ioniques (Suh et al.

2008), des enzymes (Sciorra et al. 2002) et entre en jeu dans nombre de mécanismes

cellulaires impliquant des réorganisations du cytosquelette (Di Paolo et De Camilli 2006). Il

est principalement localisé au niveau de la membrane plasmique (Di Paolo et De Camilli

2006), mais il est également localisé au niveau de la membrane nucléaire (Manzoli et al.

1989, Mazzotti et al. 1995).

Le PIP2 est un phospholipide anionique, dont la charge dépend de paramètres externes tels

que le pH ou la présence de protéines. Néanmoins dans une gamme de pH comprise entre 6.7

et 7.7, la charge du PIP2 est de -3 (-1 correspond à la charge d’un groupement phosphate)

(McLaughlin et al. 2002). Il existe trois états de protonation du PIP2 suivant le pH. Pour un

pH supérieur à 6.7, c’est le groupement phosphate situé sur le carbone 4 qui est protoné, et

pour un pH supérieur à 7.7 c’est le groupement phosphate sur le carbone 5 qui protoné à son

tour (Fernandes et al. 2006). De plus, sa géométrie indique qu’il forme spontanément des
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micelles en solution. En effet, il possède une tête polaire grande par rapport au volume des

chaines hydrocarbonées (Sugiura 1981). Les structures formées par les associations de lipides

sont assez variées et très sensibles à la forme des molécules individuelles. Il est convenable

d’utiliser un paramètre P, dit critère stérique d’auto-association, qui dépend de la surface S de

la tête polaire, du volume V occupé par les chaines carbonées et la longueur l de celles-ci (fig

I.A.12).

Fig I.A.12. (A) Schéma représentant la forme moyenne d’un lipide et du type d’association formée. (B)

Associations formées par les lipides en fonctions du critère d’association stérique P. L’emplacement du

PI(3,4)P2 et du DOPC sont montrés par une flèche (Sugiura 1981). Le PI(4,5)P2 n’est pas différents en taille et

en géométrie du PI(3,4)P2. Adapté de Israelachvili (Israelachvili 1991) et de Sugiura (Sugiura 1981).

La concentration micellaire critique (cmc) du PIP2 est comprise entre 10 µM et 60 µM. Le

tableau I.A donne un aperçu des études qui ont mesuré la concentration micellaire critique du

PIP2. Toutes les études mesurant la concentration micellaire critique du PIP2 ont été réalisées

dans des milieux pauvrement ioniques (quelques millimolaires de sels). Lorsque le milieu

d’étude est un milieu physiologique, c'est-à-dire avec 150 mM de sels, on s’attend à ce que la

cmc diminue. En effet, les différentes charges des lipides sont écrantés et la formation de

micelles est facilitée.

Le PIP2 participe à la régulation du cytosquelette d’actine au niveau de la membrane. Par

exemple, il est connu que la nucléation de la polymérisation d’actine dans les lamellipodes via

un nucléateur, Arp2/3, fait intervenir le PIP2. Le PIP2 se lie a la protéine N-WASP qui va

alors activer Arp 2/3 (Janmey et al. 2004). Il existe d’autres protéines activatrices de N-
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WASP qui peuvent être recrutées à la membrane via une liaison au PIP2, ce qui va amplifier

l’effet du lipide sur la régulation de l’actine.

Etudes Milieu Technique cmc

(Palmer 1981) Extrait cellulaire Gel filtration 30 µM

(Huang et al. 1991) Tris 20 mM, pH = 7.5 Comassie 10 µM

(Lee et al. 2003) Mes 20 mM, pH = 6.5, 5 µM

1,6-diphenyl-1,3,5 hexatriene

Fluorescence du 1,6-diphenyl

1,3,5- hexatriene

12.5 µM

(Moens et al. 2007) H2O Diffusion de lumière à 350 nm

Diffusion dynamique de lumière

30 – 60 µM

Tableau I.A. Etudes mesurant la cmc du PIP2.

Le lipide régulateur peut également interagir avec les protéines dites « ABP » (Actin Binding

Proteins). Par exemple, il interagit avec la profiline (Malm et al. 1983), dont il aide la

dissociation du monomère d’actine, favorisant ainsi la présence de monomères libres. De plus

il interagit également avec des protéines de coiffe des filaments d’actine (gelsoline, CapZ), et

favorise l’élongation des filaments (Pollard et al. 2003).

Le PIP2 est un acteur majeur dans la régulation de différentes voies de signalisation (Toker

1998). En effet il est le précurseur de seconds messagers, en tant que substrat de la

phospholipase C pour donner le diacylglycérol et l’IP3. Le diacylglycérol et l’IP3, à leur tour,

vont permettre la modification de la concentration de calcium dans la cellule, ainsi que le

recrutement et l’activation de la protéine kinase C à la membrane (Berridge et al. 1984).

De plus, le PIP2 est nécessaire à l’activation de certains canaux ioniques (Suh et al. 2008). En

effet, Hilgemann et collaborateurs pensent que le lipide n’étant présent que dans la membrane

plasmique, les canaux ioniques ne seront actifs que dans la membrane plasmique (Hilgemann

2007). L’activité de la phospholipase C peut réguler l’activation de certains canaux ioniques :

la phospholipase C hydrolyse le PIP2 qui n’est alors plus apte à agir sur les canaux ioniques

(Suh et al. 2008). La figure I.A.13 donne un aperçu des différents rôles du PIP2 au sein d’une

cellule. Le PIP2 interagit également avec des protéines qui jouent le rôle d’adaptateur entre le

cytosquelette et le milieu extérieur. Par exemple, il interagit avec des protéines contenant un

domaine d’interaction spécifique (fig I.A.11), celles-ci pouvant alors interagir avec le

cytosquelette ou bien avec des intégrines ou d’autres récepteurs d’adhésion.

Les Phosphoinositides font partie des acteurs majeurs dans la cellule. Leur localisation

et leur production sont finement régulées par des processus complexes. Nous nous
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sommes intéressés au PIP2 qui semble primordial pour beaucoup de phénomènes

intervenant à la membrane.

Fig I.A.13. (A) Tableau récapitulatif des différentes fonctions du PIP2 au sein de la cellule. (B) Schéma illustrant

les différents phénomènes impliquant le PIP2 à la membrane. Adapté de Di Paolo (Di Paolo et De Camilli 2006)

et Czech (Czech 2003).

Un des phénomènes qui semble particulièrement intéressant est l’interaction entre le PIP2 et

une protéine d’ancrage de la membrane plasmique au cytosquelette : l’ezrine. Dans les parties

suivantes nous allons introduire l’ezrine et les interactions de celles-ci avec le PIP2 et avec

l’actine.
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II.A.3 –Les protéines ERM (Ezrine, Radixine, Moesine).

Les ERM sont des protéines qui interagissent avec la membrane plasmique et les

filaments d’actine. Elles permettent un lien direct entre le cytosquelette d’actine directement à

la membrane via des domaines d’interactions spécifiques (Algrain et al. 1993).

II.A.3.a – Description et structure des ERM.

La famille des ERM regroupe 4 protéines : l’ezrine, la radixine, la moesine et la merline (ou

schwanomine). Les protéines ERM ont un haut pourcentage d’homologie de séquence entre

elles et sont relativement bien conservées dans le règne animal (figA.I.14).

Les ERM sont constituées d’un domaine N-terminal appelé domaine FERM (4.1 ezrin-

radixin-moesin) (Chishti et al. 1998) globulaire de 300 acides aminés (a.a) suivi d’une région

d’environ 200 a.a qui forment une hélice-α, puis de la région C-terminale composée de 100 

a.a environ.

Le domaine FERM est composé de trois globules (F1, F2, F3) formant un trèfle (fig A.I.15). Il

a été montré que le domaine FERM interagit avec le PIP2 (Niggli et al. 1995; Hirao et al.

1996). Le site d’interaction a été localisé dans une poche située entre le domaine F1 et F3 du

domaine FERM (Barret et al. 2000; Hamada et al. 2000). Le domaine FERM interagit

également avec beaucoup de protéines membranaires (CD44 ; CD43, ICAM, EBP50 etc..)

(Tsukita et al. 1999).

Le domaine C-terminal des ERM interagit avec les filaments d’actine (Turunen et al. 1994).

La merline ne possède pas, contrairement aux autres ERM, de domaine de liaison à l’actine

dans sa partie C-terminale, mais se lie à l’actine et aux microtubules par son domaine FERM

(Brault et al. 2001; Sun et al. 2002). De plus, la merline est associé à l’actine via sa liaison

aux protéines du cytosquelette telles que la ßII spectrine (Scoles et al. 1998).

L’ezrine la radixine et la merline, présentent un domaine poly-proline (PP) dont la fonction

n’est pas connue.

Les ERM sont capables d’adopter une conformation ouverte ou une conformation fermée

résultant de l’interaction du domaine FERM et du domaine C-terminal. On parle parfois de N-

ERMAD et C-ERMAD pour ERM-Association Domain) (Pearson et al. 2000; Gary et al.

1995) (fig A.I.14). Ces interactions intramoléculaires masquent des sites de liaison à d’autres
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protéines. Aussi l’activité des ERM est régulée par leur état ouvert ou fermé et ces

conformations sont responsables de la localisation subcellulaire de ces protéines.

Fig A.I.14. Structure des protéines ERM. Elles sont composées d’un domaine FERM, d’une hélice-α et d’un 

domaine C-terminal. Les pourcentages représentent les pourcentages d’homologie de séquence des différentes

protéines entre elles. PP représente le domaine poly-proline. Adapté de Louvet-Vallée (Louvet-Vallée 2000).

II.A.3.b – La régulation des ERM

Pour l’ezrine, la radixine et la moesine, la conformation ouverte est considérée comme la forme

active de ces protéines, c’est à dire qu’elles peuvent alors se lier à l’actine. Au contraire, pour la

merline, c’est la conformation fermée qui est considérée comme la forme active c'est-à-dire la

forme qui est capable d’inhiber la prolifération cellulaire. Le repliement des ERM dépend de

deux choses : leur état de phosphorylation et la liaison de la protéine au PIP2.

II.A.3.b.1. La Phosphorylation dans la régulation des ERM

La phosphorylation des ERM est contrôlée par des membres de la famille Ras des petites

GTPases, respectivement Rac1 et RhoA (Auvinen et al. 2007). Les membres de cette famille

de protéines sont connus pour leur activité au niveau du remodelage du cytosquelette d’actine.

L’activation des kinases effectrices par RhoA conduit à la phosphorylation du résidu thréonine

de l’extrémité C-Terminale (T567 dans l’ezrine) (Matsui et al. 1998). Néanmoins un autre site

de phosphorylation de l’ezrine a été identifié par Yand et collaborateurs. Les ERM activées

peuvent interagir avec le cytosquelette d’actine via leur extrémité C-Terminale et avec les
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protéines transmembranaires, comme CD44 par exemple, via leur domaine FERM (Turunen,

et al. 1994; Mori et al. 2008). Les ERM peuvent réaliser un contrôle négatif sur l’activité Rho

et ainsi limiter leur propre activation. Les protéines Rho limitent leur activité par activation des

ERM (Hirao et al. 1996).

II.A.3.b.2. Le PIP2 dans la régulation des ERM

Le métabolisme des phospholipides joue un rôle dans la régulation de l’activité des protéines

ERM. En effet, une interaction directe entre le domaine FERM des ERM et le PIP2 a été

montrée et identifiée comme nécessaire à la phosphorylation (Hirao et al. 1996; Barret et al.

2000; Fievet et al. 2004). Fievet et collaborateurs montrent que l’activation des ERM intervient

d’une façon séquentielle avec en premier la liaison au PIP2, puis une phosphorylation sur le

résidu thréonine 567. Cette vision de l’activation des ERM est appuyée par une étude de

Chambers et collaborateurs (Chambers et al. 2005) qui montrent que le mutant T567D

phosphomimétique de l’ezrine, sur lequel le résidu thréonine 567 est muté en asparagine, n’est

pas une forme complètement active (« ouverte ») de l’ezrine. Le double mutant

phosphomimétique (T567D et T235E) apparaît être une forme active de la protéine (Ilani et al.

2007). Le site d’interaction du PIP2 sur le domaine FERM a été identifié grâce à Barret et

collaborateur (Barret et al. 2000). Les auteurs ont montré que l’interaction entre l’ezrine et des

vésicules multilamellaires contenant du PIP2 ainsi que l’interaction entre l’ezrine avec la

membrane plasmique sont pratiquement abolies par la mutation de certains acides aminés situés

dans les lobes F1 et F3 du domaine FERM (fig A.I.15). Une autre incursion dans la structure du

domaine FERM est venue de la détermination de la structure, par rayon X, de la radixine

complexée avec l’IP3 (Hamada et al. 2000) (fig A.I.15). Les auteurs ont montrés que certains

acides aminés positifs (fig A.I.15) pourraient être importants pour l’interaction entre le domaine

FERM et le PIP2 / IP3. De plus, les auteurs évoquent également un déplacement des certaines

structures au sein du domaine.

Le PIP2 pourrait ainsi favoriser l’ouverture des ERM, la phosphorylation intervenant ensuite

afin de possiblement stabiliser la forme ouverte et active. Pour la merline, aucune étude

similaire n’a été conduite. Néanmoins, puisque les sites de liaison PIP2 existent également au

niveau du domaine FERM, il est envisageable qu’une régulation similaire existe.
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Fig I.A.15. (A) Schéma représentant la structure du domaine FERM et le changement conformationnel de la

protéine lors de l’activation de celle-ci. Les trois lobes (F1, F2, F3) représentent le domaine FERM. Dans la

suite de l’exposé, le domaine FERM sera représenté comme un triangle englobant les trois lobes. Ce triangle est

représenté en pointillés. (B) Séquence primaire des acides aminées composant l’ezrine dans les sous domaines

F1 et F3. Le site potentiel de liaison au PIP2 a été identifié par mutagenèse comme 6 paires de lysines (K63,

K64, K252, K253, K262, K263) représentés en orange (Barret et al. 2000). Les résidus positifs identifiés par

Hamada et collaborateurs sont également représentés en bleu (Hamada et al. 2000). (C) A droite, visualisation

tridimensionnelle du domaine FERM à l’aide de SPDB viewer 3.7 (Protein Data Bank 1GC6). A gauche, coupe

de 10 angströms d’épaisseur du domaine FERM dans la direction de la flèche, les acides aminés important pour

l’interaction sont tous situés dans le même plan. Adapté de Blin et collaborateurs (Blin et al. 2008).

II.A.3.c – Les fonctions des ERM

La régulation de l’interaction entre la membrane et le cytosquelette est primordiale dans

beaucoup de processus. Outre leur implication dans la morphogenèse cellulaire, les ERM sont

aussi impliquées dans l’adhésion, la motilité et la signalisation.
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II.A.3.c.1 – Localisation des ERM

Les ERM sont localisées sous la membrane plasmique dans des microstructures cellulaires

riches en actine (Berryman et al. 1993; Franck et al. 1993). Par exemple, dans la partie

apicale des cellules épithéliales, les protéines ERM participent au maintien de la structure (fig

I.A.16). La surface « en brosse » des cellules épithéliales est composée d’environ un millier de

microvillosités d’une épaisseur de 0.2 µm et d’une longueur de 1 µm. Les microvillosités se

caractérisent par une organisation très structurée comme le prouve l’extrême régularité de leur

diamètre, de leur longueur et de leur répartition. Elles sont constituées de 20 à 30 filaments

d’actine qui sont maintenu ensemble par des protéines (villine, fibrine etc..).

Fig I.A.16. Schéma d’une cellule épithéliale. La cellule est polarisée et l’ezrine se trouve dans la zone apicale

formée de microvillosités. Adapté de Bretscher et collaborateurs (Bretscher et al. 2002)

Chez les vertébrés, il existe des localisations différentes pour chaque ERM. L’ezrine a été la

première ERM identifiée comme étant la protéine majeure dans les cellules épithéliales

(Bretscher 1983). La radixine a été purifiée à partir de cellules de foie où elle est également

présente dans les jonctions adhérentes ainsi que dans l’anneau contractile d’actine durant la

cytokinèse (Hieda et al. 1989; Sato et al. 1991). La moesine est co-exprimée avec l’ezrine,

dans les cellules endothéliales et dans les leucocytes (Berryman et al. 1993).

II.A.3.c.2 – Aperçu des fonctions biologiques des ERM : expériences in cellulo

In cellulo, la fonction des ERM semble dépendre du type cellulaire. Toutes les cellules

expriment les ERM par couple (il y a toujours deux ERM exprimées au sein de la cellule).

Ceci suggère une redondance dans leurs fonctions. Les ERM intervenant dans nombre de
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voies de signalisation et dans l’attachement du cytosquelette à la membrane. Sa fonction va

être centrale dans les phénomènes tels que la polarité cellulaire, la migration cellulaire et la

morphogénèse en général (fig A.I.17).

Fig A.I.17. Localisation et rôle des protéines ERM dans différents types cellulaires. Adapté de ( Niggli et al.

2008).

Dans les cellules épithéliales, les ERM sont responsables du maintien de la polarité de la

cellule et de la formation des bordures en brosses (Berryman et al. 1993; Bretscher et al.

1997). Les ERM sont également importantes lors de l’adhésion et de la migration : une des

premières protéines identifiées comme interagissant avec les ERM est le CD44 (Legg et al.

2002; Mori et al. 2008). Le CD44 est une molécule d’adhésion qui interagit avec la matrice

extracellulaire d’un coté et avec les ERM de l’autre coté. Récemment, il est apparu des

phénomènes dans lesquels les ERM paraissent importantes. Par exemple l’établissement de la

synapse immunologique (SI) (Charrin et al. 2006; Shaffer et al. 2009; Shaw 2001). Lors de

l’activation des lymphocytes T (LymphT), la forme cellulaire change : il y a disparition des

villosités et polymérisation d’actine au niveau de l’interface entre le LymphT et une cellule

présentant un antigène (CPA). La moesine est absente de la zone de contact entre LympT et

CPA, alors que l’ezrine est présente dans cette même zone. En effet, même avec des

structures très similaires et des fonctions redondantes, les protéines ERM ne présentent pas

exactement les mêmes rôles. Dans ce cas précis, la moesine interagit avec CD43 alors que

l’ezrine interagit avec ZAP-70 (Ilani et al. 2007). Cette étude pointe pour la première fois une

non redondance dans la fonction des ERM.

La merline, contrairement aux autres ERM, est une protéine suppresseur de tumeur. La

déficience en merline n’est pas viable, elle est importante pour le développement de

l’embryon (McClatchey et al. 1997). La mutation du gène codant pour la merline implique le

développement de tumeurs in vivo (Gusella et al. 1996). Cela suggère que les fonctions de la
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merline ne sont pas redondantes avec celles des autres ERM. En effet, plusieurs études

indiquent que les ERM auraient un rôle dans le développement de tumeurs (McClatchey

2003). En particulier, l’ezrine se révèle nécessaire au passage de la tumeur localisée à la

tumeur métastatique (Hunter 2004). Il est possible que la position centrale des ERM dans la

morphogenèse cellulaire, la migration, l’adhésion, la prolifération et dans des voies de

signalisation majeures facilite le passage de la transition entre tumeur locale et métastase.

II.A.3.c.3 – Rôle physiologique des ERM : expériences in vivo

Lors de la découverte de la première des ERM, l’ezrine, en 1983 par Bretscher (Bretscher

1983), il apparaissait que cette protéine était présente en très grande quantité dans les

formations membranaires telles que les microvillosités intestinales. Néanmoins aucun rôle

clair de son implication dans la formation de celle-ci n’apparaissait. Afin d’étudier plus

précisément l’implication des ERM dans la morphogenèse cellulaire (ou tissulaire comme la

formation d’un épithélium), plusieurs études utilisant des souris mutantes ont émergé.

Une étude de Saotome et collaborateurs (Saotome et al. 2004) a démontré, à l’aide de souris

mutantes n’exprimant plus l’ezrine, que les cellules de l’épithélium intestinal montrent des

malformations : les microvillosités se forment mais leur morphologie est changée. Au lieu

d’avoir des microvillosités bien orientées et de taille définie, celles-ci sont plus épaisses,

moins longues et très peu orientées (fig A.I.18).

Fig I.A.18. Images de microscopie électronique à transmission (grossissement X11000) de (A) bordure en

brosse de souris non mutée et de (B) bordure en brosse de souris déficientes en ezrine. Adapté de (Saotome et

al. 2004).



33

En conséquence, les souris mutantes nouvellement nées ne survivent pas plus de quelques

jours, leur intestin étant incapable d’incorporer les nutriments essentiels à la survie.

De la même manière, des études de Kitajiri et collaborateurs et de Kikuchi et collaborateurs

(Kikuchi et al. 2002; Kitajiri et al. 2004) utilisant la même approche que Saotome ont

montré que l’absence de radixine n’est pas létale. Néanmoins, les souris sans radixine

montrent des lésions du foie après 8 semaines (Kikuchi et al. 2002). De plus, la radixine

parait importante pour la mise en place de l’architecture des stéréocils cochléaire mais son

absence est compensée en partie par les autres ERM, notamment l’ezrine.

La redondance de la fonction des ERM peut être confirmée par une autre étude de Doi et

collaborateurs (Doi et al. 1999). Les auteurs ont montré que les souris mutantes déficientes en

moesine n’ont montré aucune anomalie fonctionnelle ou structurelle des tissus. Leur résultat

démontre clairement que la moesine n’est pas nécessaire, ni au développement, ni à la survie

chez la souris.

II.A.3.c.4 – Oligomérisation de l’ezrine observée in cellulo

Les structures des ERM sont connues et il a déjà été montré qu’il existe des interactions entre

domaine FERM et domaine C-terminal. Aussi, il a été émis l’hypothèse que les interactions

intramoléculaires gardant l’ezrine sous sa forme fermée, peut permettre à celle-ci

d’oligomériser (Gautreau et al. 2000; Bretscher et al. 1995). La présence d’oligomères

d’ezrine n’a été détecté in cellulo qu’une douzaine d’années après sa découverte. Peu d’études

pointent la présence de ces oligomères, et aucune ne donne vraiment le rôle précis de ceux-ci

au sein de la cellule. Par exemple, dans l’étude de Gautreau et collaborateurs (Gautreau et al.

2000), les oligomères sont vus comme des agrégats de protéines inactives. Dans leur vision,

les oligomères sont détruits lors de l’activation de l’ezrine à la membrane. A contrario, dans

l’étude de Berryman et collaborateurs (Berryman et al. 1995), les multimères sont vus

comme des formes actives de la protéine.

Les deux études précédentes ne sont pas effectuées dans les mêmes tissus, ni dans les mêmes

conditions. Néanmoins, à l’heure actuelle, ni le rôle de ces multimères in vivo, ni le

mécanisme de formation n’ont été clairement identifiés. De même, le fait que ces oligomères

soient composés de protéines actives ou inactives reste encore une inconnue.
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Les protéines ERM interagissent avec les phosphoinositides afin de réguler certaines

fonctions cellulaires impliquant la membrane et le cytosquelette.

La partie suivante sera consacrée à introduire le cytosquelette et l’actine. Nous introduirons

également les différents phénomènes ayant lieu au niveau de l’actine ainsi que les différents

phénomènes identifiés qui peuvent l’influencer.
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II.A.4 – Le cytosquelette et les filaments d’actine.

Au sein d’un organisme les cellules ne sont pas figées. Afin de pouvoir s’organiser les

unes avec les autres, les cellules doivent pouvoir maintenir ou faire évoluer certaines de leurs

propriétés telles que leur forme, leur position ou leur fonction. Ces ajustements sont assurés

par l’intermédiaire de réseaux de polymères biologiques dynamiques que l’on nomme

cytosquelette.

II.A.4.a – Définition et description du cytosquelette.

Le cytosquelette est un ensemble protéique rigide organisé, situé à l’intérieur de la cellule. Il

est composé de différentes fibres (fig I.A.19), qui se différencient par leurs tailles, leurs

propriétés mécaniques et leurs fonctions (Alberts et al. 2008) :

- Les filaments d’actine sont des filaments flexibles, polarisés, composés d’actine

polymérisée. Leur diamètre est de 7 nm. Ils sont présents à forte concentration (150

µM) dans presque toutes les cellules eucaryotes. L’actine est à la base de la motilité

cellulaire.

- Les microtubules sont des filaments très rigides du cytosquelette. Ils sont composés de

dimères de tubuline et également polarisés. Leur diamètre est d’une vingtaine de

nanomètres. Ils participent à la structure et à l’organisation globale de la cellule ainsi

qu’au trafic intracellulaire. Les microtubules irradient à partir d'un centre organisateur

proche du noyau : le centrosome. Les microtubules s'étendent des centrioles jusqu'à la

membrane plasmique. Ce sont les microtubules qui forment le fuseau mitotique lors de

la mitose

- Les filaments intermédiaires ont un diamètre qui varie entre 7 et 11 nm, et leur

composition en protéines dépend du type de la cellule. En raison de la diversité de leur

structure biochimique, les filaments intermédiaires forment des assemblages différents

d'un tissu à l'autre. ils sillonnent généralement tout le cytoplasme, mais se regroupent

en faisceaux ou bien restent isolés, selon la cellule considérée. Il y a cinq différentes

espèces biochimiques de filaments intermédiaires : les kératines épithéliales, les

neurofilaments de la plupart des neurones, les filaments de desmine des cellules

musculaires, les filaments gliaux des cellules gliales et les filaments de vimentine des

cellules d'origine mésenchymateuses.
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Fig I.A.19. schéma d’une cellule. Les différents filaments du cytosquelette sont représentés à part. L’encart

montre une image en microscopie de fluorescence, l’actine est en rouge et les microtubules sont en vert. Adapté

du site de l’IMBA.

Les propriétés mécaniques de la cellule dépendent surtout du cytosquelette et du réseau de

filaments. Le cytosquelette donne sa forme a sa cellule, néanmoins il est très dynamique et il

peut déformer la membrane et ainsi produire des forces : il est à la fois le squelette et la

musculature cellulaire.

Nous nous intéressons plus particulièrement aux filaments d’actine. En effet, ce sont eux qui

permettent à la cellule d’être motile. Dans de nombreuses cellules animales c'est la protéine la

plus abondante, puisqu'elle peut représenter jusqu'à 10 % des protéines totales dans les

cellules non musculaires, et jusqu'à 60 % dans les cellules musculaires.

Les cellules eucaryotes sont capables d’organiser les filaments d’actine en différentes

structures (fig I.A.20). En effet dans les filopodes (extension de la cellule en forme de doigts)

et les fibres de stress (fibre à l’intérieur de la cellule), les filaments d’actine forment plutôt des

câbles, alors que dans le lamellipode le réseau d’actine sous membranaire est plutôt sous le

forme d’un réseau dendritique.
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Fig A.I.20. Schéma et images de microscopie électronique des différents types de réseau d’actine dans une

cellule. Le noyau est noté N, les points rouge représentent les points d’adhésion. Adapté de Borisy Lab Web

Page et de Svitikina et collaborateurs (Svitkina et al. 2003).

II.A.4.b – Les filaments d’actine et leur dynamique.

Les filaments d’actine sont constitués de monomères d’actine qui s’assemblent entre eux pour

former un polymère. Le monomère d’actine est une protéine ubiquitaire, le pourcentage

d’homologie d’une espèce à l’autre est de l’ordre de 80 %. Il existe plusieurs isoformes de

l’actine, l’homme en possède 6 dont les séquences sont identiques à 95 %. La partie variable

concerne les 30 acides aminés du coté amino-terminal (sur un total de 375 résidus). Ces

isoformes sont spécifiques des tissus comme les cellules musculaires avec des isoformes

cardiaque, vasculaire, squelettique (actines ), ou de cellules non musculaires (actines  et )

(Herman 1993; Dugina et al. 2008; Dugina et al. 2009).

Le monomère d’actine (appelé également actine-G) est une protéine globulaire d’environ 5.5

nm de diamètre et d’environ 43 kDa de poids moléculaire. L’actine peut fixer avec une forte

affinité un cation divalent calcium ou magnésium et un nucléotide ATP ou ADP (fig I.A.21)

(Alberts et al. 2008). Il est admis que dans la cellule, la majorité de l’actine-G est liée à un

ATP et à un ion magnésium.
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Fig I.A.21. Structure du monomère d’actine. L’emplacement du nucléotide et de l’ion divalent. Les couleurs

sont ajoutées pour améliorer la visibilité. Adapté de Otterbein et collaborateurs (Otterbein et al. 2001)

Les monomères d’actine (actine-G) s’associent en filaments (actine-F) lorsque des conditions

favorables sont réunies, c'est-à-dire, lorsque la solution contient des ions divalents, le

nucléotide ATP et que la concentration en actine-G est au dessus de la concentration critique

de polymérisation (Cc) (Cooper et al. 1983).

Les filaments d’actine se présentent sous la forme d’une double hélice d’un diamètre

d’environ 7 nm. Le pas de cette hélice est de 71.5 nm et il est constitué de 13 sous unités (fig

I.A.21). Le filament est polarisé : on distingue l’extrémité pointue (ou extrémité -), de

l’extrémité barbée (ou extrémité +). Les taux d’association k+ et des sous-unités au bout barbé

sont plus grands que ceux au bout pointu (fig I.A.21) (Pollard 1986).

Fig I.A.21. (A) Filament d’actine et des sous-unités qui le composent. (B) Schéma d’un filament d’actine avec

le bout + (barbé) et le bout – (pointu). Adapté de U.S National Library of Medecine.
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In vitro, la polymérisation de l’actine peut se décomposer en trois phases (fig I.A.22) :

- La nucléation : les monomères s’associent pour former des oligomères instables. En

présence d’un trimère et quand la concentration est supérieure à Cc, la polymérisation

commence aux deux bouts du filament. La formation de noyaux est très défavorable, d’où

l’existence d’un temps de latence dans la courbe de polymérisation correspondant au temps

qu’il faut pour former des noyaux.

- L’élongation des filaments : les monomères d’actine s’ajoutent aux bouts pointu, et

barbé. Les paramètres cinétiques d’assemblage et de dissociation des monomères d’actine

au bout pointu ne sont pas les mêmes qu’au bout barbé. Ils dépendent du cation divalent et

du nucléotide. La figure I.A.23 donne les valeurs des constantes d’association (k+, µM-1.s-1)

et de dissociation (k-, s-1) de l’actine-G sur le filament (Pollard 1986). L’élongation du

filament correspond à la somme des réactions d’association et de dissociation de

monomères aux deux extrémités du polymère, et il se poursuit jusqu'à ce que la

concentration en actine-G soit égale à la Cc (en effet en dessous de Cc l’actine ne

polymérise pas).

- L’état stationnaire : l’actine est dans un état d’équilibre entre les deux formes (actine-G

et actine-F). Les deux formes coexistent et leur concentration ne varie plus.

Fig I.A.22. Exemple de cinétique de polymérisation d’actine simulée et représentation des trois phases de

polymérisation : la nucléation, l’élongation et l’équilibre. Le graphe en encart représente la relation entre actine-

G et actine-F en fonction de la concentration d’actine présente dans le milieu.
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A l’équilibre, il existe un phénomène de polymérisation à une extrémité (extrémité barbée) et

une dépolymérisation à l’autre extrémité (extrémité pointue). Ce phénomène particulier est

appelé le phénomène de « tapis roulant » (ou « treadmilling ») des filaments d’actine. Le

treadmilling est dû au fait qu’il existe deux concentrations critiques (une pour chaque

extrémité) et au fait que l’ATP s’hydrolyse en ADP dans le filament (fig I.A.23).

Fig I.A.23. Représentation du phénomène de treadmilling du filament d’actine. Les monomères ATP s’ajoutent

au bout barbé, et les monomères ADP dépolymérisent au bout pointu. Les monomères ADP échangent leur

nucléotide et redeviennent disponibles pour la polymérisation. Le filament demeure stationnaire en longueur

mais subit un renouvellement directionnel de ses unités.

Le phénomène de treadmilling est lent in vitro. En effet il est limité par la dissociation au bout

pointu (k- = 0.26 s-1).

II.A.4.c – Les protéines régulatrices de la dynamique de la polymérisation de l’actine.

La polymérisation de l’actine seule n’est pas directement adaptée aux besoins cellulaires : la

polymérisation est lente, la nucléation est lente, le treadmilling est lent également (cela prend

plusieurs minutes). Or les cellules doivent être capables de contrôler et de réorganiser

rapidement le cytosquelette d’actine, c'est-à-dire qu’elles doivent être capable de polymériser

beaucoup d’actine en l’espace de quelques secondes.

La présence de protéines auxiliaires peut modifier les propriétés dynamiques et/ou structurales

du cytosquelette d’actine. Ces protéines sont appelées les ABP (pour « actin binding

proteins »). Les ABP sont classées suivant leurs fonctions (non détaillées ici) :

- Les protéines de coiffe ou « capping proteins » et les protéines séquestrantes,

empêchent l’addition de monomères et permettent à la cellule de garder de l’actine-G
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disponible (CapZ, gelsoline, villine, profiline) (Pantaloni et al. 1993; Schafer et al.

1995).

- Les protéines qui fragmentent les filaments ou « severing proteins » (ADF/cofiline)

(Carlier et al. 1997).

- Les protéines initiatrices de la polymérisation dites proteines nucléatrices (Arp2/3,

spire, formines) (Machesky et al. 1994; Pruyne et al. 2002; Quinlan et al. 2005)

- Les protéines qui permettent d’obtenir des réseaux d’actine élaborés (tropomyosine,

fascine, α-actinine, filamine, fibrine) (Tseng et al. 2005).

C’est la synergie entre toutes ces protéines qui permet, in vivo, une polymérisation de l’actine

rapide, localisée et spatialement organisée (Pollard et al. 2001). Ces protéines ont pu être

purifiées et étudiées dans des systèmes in vitro et biomimétiques (Bugyi et al. 2008; Roland

et al. 2008; Delatour et al. 2008).

II.A.4.d – Interaction entre ezrine et actine

L’ezrine, comme nous l’avons vu, est une protéine qui établit un lien direct entre la membrane

via le PIP2 et le cytosquelette de F-actine ou indirect via d’autres protéines (CD44, cdc42,

etc…). L’ezrine peut elle jouer un possible rôle dans la régulation de la dynamique de

l’actine ? En effet, plusieurs études suggèrent que l’ezrine ne serait pas qu’une simple

protéine de pontage.

II.A.4.d.1 – Aspects structuraux

L’ezrine possède un premier site d’interactions avec l’actine situé dans son domaine C-

terminal. Ce sont les 34 derniers acides aminés qui ont été reportés comme étant important

pour la liaison à l’actine (Turunen et al. 1994) (fig I.A.24). Saleh et collaborateurs (Saleh et

al. 2009) ont étudié plus en détail le domaine C-terminal, et ont pu mettre en évidence, par

mutagenèse dirigée, des acides aminés important dans l’interaction entre ezrine et actine. Les

acides aminés T576, K577, R579 et I580 sont importants pour la liaison à l’actine, mais le

R579 parait également important pour l’interaction entre domaine FERM et domaine C-

terminal. En effet, il existerait, à la vue de leurs résultats, une étape supplémentaire dans

l’activation de l’ezrine impliquant également une interaction avec l’actine. Il apparaît que les

mutants exprimés seraient des formes ouvertes de l’ezrine mais incapables de lier l’actine. Il

en résulte des structures anormales observées au niveau de la membrane plasmique ainsi
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qu’une inhibition de la motilité cellulaire (Saleh et al. 2009). Ceci est en accord avec un

article de Kitano et collaborateurs (Kitano et al. 2006), qui montre par analyse

cristallographique du dimère de radixine que les résidus 295-304 pourraient interagir

également avec le C-Terminal et ainsi exercer le rôle d’inhibiteur de l’interaction entre le C-

Terminal et d’autres molécules (comme ICAM2).

Un deuxième site putatif d’interaction situé à la fin du domaine FERM (aa 281 – 333) entre

l’ezrine et l’actine a également été identifié par Roy et collaborateurs (Roy et al.1997) (fig

I.A.24). Différentes ezrines tronquées ont été utilisées dans des expériences de liaison.

L’ezrine est adsorbée sur une surface de polystyrène (solid phase assay), ce processus

permettrai d’activer la molécule. Des mesures d’intensité de fluorescence permettent

d’observer que lorsque des filaments d’actine fluorescents sont ajoutés sur la surface, ils se

fixent sur celle-ci seulement en présence d’ezrine adsorbée.

Fig I.A.24. Schéma de l’ezrine. Les deux accolades représentent les sites d’interaction connus avec l’actine.

L’ezrine dans une conformation « active » (ou ouverte), pourrait elle permettre de lier

plusieurs monomères d’actine et ainsi former un oligomères d’actine ou faciliter la création de

trimères initiateurs de filaments ?

II.A.4.d.2 – Expériences in vitro et in cellulo

Une étude de Defacque et collaborateurs (Defacque et al. 2000) montre que l’ezrine et/ou la

moésine facilite le processus de polymérisation de l’actine sur des membranes phagosomales.

Un phagosomes est un organite formé de membrane plasmique, il fait suite au phénomène de

phagocytose. Defacque et collaborateurs ont réussi à purifier des phagosomes et des billes de

latex sont utilisées comme support des membranes phagosomales. In vitro, lorsque les billes

sont mises en contact d’actine-G et de thymosine-β-4 (qui empêche la polymérisation), elles 

apparaissent entourées ou liées a de l’actine-F. Le traitement des billes avec de la
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chymotrypsine (protéase) abolit complètement ce phénomène, montrant que ce sont des

protéines de la membrane phagosomales qui sont importantes. L’assemblage de l’actine-G sur

les billes est également grandement diminué lorsqu’ils immuno-marquent à l’aide d’anticorps

anti-ezrine et anti-moésine (les anticorps vont empêcher aux protéines d’interagir), montrant

que ce sont ces protéines qui sont importantes pour l’assemblage de l’actine autour des billes.

Ils ont également étudié la localisation in cellulo de l’ezrine par microscopie électronique :

l’ezrine est située à la membrane plasmique et à la membrane des phagosomes.

Charras et collaborateurs (Charras et al. 2006) ont montré par microscopie de fluorescence

que l’ezrine est la première protéine recrutée à la membrane lors du phénomène de

bourgeonnement cellulaire (« bleb ») (fig I.A.25).

Fig I.A.25. Images de microscopie confocale d’un bourgeonnement membranaire. (A) L’ezrine est en vert et la

membrane est en rouge, l’ezrine est recrutée à la membrane dès que l’expansion du « bleb » s’arrête. (B)

L’ezrine apparaît à la membrane avant l’actine. (C) Représentation du temps d’arrivée de chaque protéine à la

membrane. Le temps zéro correspond à l’arrivée de l’actine. Adapté de Charras et collaborateurs (Charras et

al. 2006).
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Charras et collaborateurs observent qu’en inhibant l’ezrine (avec un inhibiteur de Kinase, la

staurosporine ou en injectant du domaine FERM) le cortex d’actine se forme normalement

mais ne se rétracte pas. Ils en déduisent que l’ezrine est importante pour la rétraction,

l’attachement du cytosquelette à la membrane. Néanmoins ils n’étudient pas directement

l’effet de l’ezrine sur l’actine et un possible effet de nucléation ne peut pas être totalement

exclu.

Les ABP (actin binding proteins) peuvent interagir avec les phosphoinositides dans la

membrane et les proteines ERM semblent des candidates intéressantes en ce qui concerne la

nucléation d’actine sur les membranes (Niggli 1993; Niggli et al. 1995).

La dernière partie de ma thèse sera consacrée à l’étude de l’interaction entre ezrine et actine

dans un système in vitro à l’aide de microscopie à ondes évanescentes.
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I.B – Les membranes biomimétiques
Les systèmes vivants étant complexes à analyser et modéliser, il est possible de

travailler sur des systèmes biomimétiques qui permettent des études in vitro dans des

conditions expérimentales où les paramètres peuvent être systématiquement variés et

contrôlés.

Dans la plupart des expériences classiques de biochimie, il est possible de caractériser

directement les interactions entre protéines, et de mesurer l’influence d’une protéine sur le

comportement d’autres protéines. Cependant, la caractérisation des interactions directes entre

protéines ne suffit souvent pas à comprendre le rôle d’une protéine au sein d’un processus

biologique, où de nombreux effets collectifs rentrent en jeu.

C’est pourquoi les systèmes biomimétiques sont un outil de travail pour l’étude et la

modélisation de phénomènes dynamiques et permettent l’analyse de phénomènes biologiques

complexes et multiparamétriques.

II.B.1 – Description des différents types de systèmes biomimétiques.

Dans l'eau, les lipides s'associent en micelles, en cylindre ou en bicouches (Israelachvili

1991) comme décrit précédemment (Chapitre I.A). Le type d'association formé par les lipides

dépend de la structure de ces lipides (densité surfacique de charge de la tête polaire, volume

de la tête polaire, volume occupé par les chaines carbonées). L’arrangement le plus stable des

phospholipides en milieu aqueux est celui qui minimise l'énergie d'interaction entre la partie

hydrophobe et les molécules d'eau. Ce sont les propriétés d’auto-association des lipides qui

sont utilisées pour former des systèmes mimant la membrane plasmique : les systèmes

biomimétiques.

Il existe plusieurs types de systèmes biomimétiques (fig I.B.1(A)) : les vésicules

multilamellaires (MLV pour Multilamellar Vesicles) contiennent plusieurs bicouches, fermées

et concentriques et les vésicules unilamellaires qui sont constituées d’une seule bicouche. Il

existe également un système qui utilise une bicouche de phospholipide. La bicouche est

formée sur un support où elle forme une bicouche plane supportée (SLB pour Supported Lipid

Bilayer) (fig I.B.1(B)).
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La méthode la plus simple pour former des MLV consiste à déshydrater des lipides puis à les

remettre en suspension en phase aqueuse (ionique ou non) (Bangham 1965). Dans ces

conditions les lipides vont spontanément former des vésicules, une agitation est souvent

nécessaire pour améliorer les résultats.

Quant aux vésicules unilamellaires, elles sont classées en trois domaines de taille :

- Les SUV (Small Unilamellar Vesicles) font de 20 nm à 50 nm de diamètre. Les SUV

s’obtiennent par sonication d’une suspension de MLV ou par filtration à travers un

filtre de très petite taille. Elles peuvent être produites dans un milieu salin, et

notamment physiologique.

- Les LUV (Large Unilamellar Vesicles) ont une taille de 100 nm à 500 nm de diamètre.

Les LUV s’obtiennent en faisant passer une solution de MLV au travers des filtres

ayant des pores de tailles calibrées (100 nm, 200 nm). Les LUV peuvent être préparées

dans une solution physiologique.

- Les GUV (Giant Unilamellar Vesicles) ont une taille variant de 1 µm à plus de 100

µm de diamètre. Les GUV sont formées en milieu non ionique par électroformation

(Angelova et al. 1986) ou par hydratation douce en milieu ionique. La méthode

consiste à réhydrater des lipides en présence ou en absence d’un champ électrique.

L’électroformation donne un très bon rendement en vésicules unilamellaires (80 %)

alors que l’hydratation douce ne donne qu’un pauvre rendement en vésicules

unilamellaires. Néanmoins, avec la méthode d’électroformation les GUV ne peuvent

pas être formées en milieu physiologique contrairement aux GUV formées par

hydratation douce (Rodriguez et al. 2005). Les GUV peuvent également être formées

par double émulsion : une goutte de solution aqueuse passe successivement par deux

interfaces entre une huile contenant le lipide et une solution aqueuse. De cette

manière, une monocouche de lipides est crée à chaque passage de l’interface formant

ainsi une GUV (Stachowiak et al. 2008; Pautot et al. 2003).

Pour former des bicouches supportées, généralement des LUV ou des SUV sont formées, puis

les vésicules sont explosées sur un support avec l’ajout d’ions ou l’ajout d’un tensioactif.

D’un point de vue général, les petites vésicules (LUV, SUV) et les vésicules multilamellaires

(MLV) peuvent être produites à des concentrations élevées de l’ordre d’une dizaine de mg/mL

(concentration en lipide total) et sont très résistantes. Elles ne nécessitent pas de précaution

particulière en ce qui concerne les pipetages, les centrifugations… Leur taille étant bien
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calibrée, elles peuvent être employées pour des études quantitatives communément employées

en biochimie (par spectrométrie, électrophorèse…). En raison de leur taille, elles ne sont pas

observables en microscopie optique.

Fig I.B.1. (A) Graphe représentant le type de vésicules en fonction de leur taille et du nombre de bicouches. (B)

Schéma représentant une bicouche supportée (SLB).

Les GUV ne peuvent pas se prêter aussi facilement à ce type d’expériences en raison de leur

fragilité et de leur polydispersité. Le simple fait de les pipeter peut les détruire. De plus, les

concentrations lipidiques maximales obtenues lors de l’électroformation sont de quelques

dizaines de µg/ml. Aussi, elles sont formées dans un milieu très peu salin (quelques mM), ce

qui ne permet pas des études directes dans leur tampon de gonflement. En effet, les protéines

nécessitent un tampon qui va convenir à leur activité, généralement c’est un milieu ionique

contenant des ions. Dans la plupart des expériences utilisant des GUV, les GUV sont diluées

dans une solution ionique. Aussi il convient de mesurer l’osmolarité de chaque solution et

d’en ajuster la composition afin de ne pas induire un choc osmotique des GUV. En revanche,

contrairement aux petites vésicules (SUV et LUV), les GUV sont observables en microscopie

optique. De façon générale, elles sont plus utilisées pour étudier l’effet d’une protéine sur les

propriétés d’une membrane à l’échelle mésoscopique. Par exemple, elles sont employées pour

visualiser des déformations membranaires, la formation de radeaux lipidiques, des séparations

de phase…).
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II.B.2 – Organisation du PIP2 dans des membranes modèles et sensibilité

aux ions.

L’organisation du PIP2 au sein de la membrane plasmique fait débat. En effet, serait-il

possible que le phosphoinositide partitionne dans les membranes créant ainsi des « rafts » de

PIP2 favorables aux interactions spécifiques entre protéine et membrane plasmique ? Dans

cette partie je vais montrer, de manière non exhaustive, quelques études qui ont été réalisées

sur des vésicules contenant du PIP2.

II.B.2.a – Formation de domaine de PIP2 dans les membranes modèles ?

Il a été proposé dans la littérature la possibilité pour les phosphoinositides de former

des domaines dans les membranes, via des ponts hydrogènes qui dans certaines conditions de

pH pourraient contrebalancer la répulsion électrostatique des têtes polaires (Levental et al.

2008; Redfern et al. 2005). Fernandes et collaborateurs (Fernandes et al. 2006) ont montré

par fluorescence que le PIP2 à faible concentration (inférieur à 5 % en molaire) ne partionne

pas spontanément dans des membranes de POPC dans une gamme de pH allant de 4.8 à 8.4.

Cette étude met en défaut deux études de Redfern et collaborateurs (Redfern et al. 2005) et

Levental et collaborateurs (Levental et al. 2008) qui avaient tout deux montré que les

phosphoinositides polyphosphates peuvent s’organiser en domaines dans une membrane

fluide de phosphatidylcholine en fonction du pH. Néanmoins, l’étude de Fernandes

(Fernandes et al. 2006) est faite à basse concentration de PIP2 (5% en molaire) alors que les

deux études suivantes sont faites à plus hautes concentration (15 % en molaire pour Redfern

et collaborateurs (Redfern et al. 2005) et des monocouches contenant de 8 % à 50 % de PIP2

pour Levental et collaborateurs (Levental et al. 2008). Le partitionnement du PIP2 n’est

observé que dans des conditions de hautes concentrations en PIP2. Cela suggère que dans des

conditions physiologiques (basses concentrations et pH de 7.4) les interactions attractives

entre molécules (ponts hydrogène) ne contrebalancent pas les interactions répulsives, et, donc

que le PIP2 ne formerait pas de domaines. De la même manière, sur les GUV, aucun domaine

de PIP2 n’a pu être observé sans la présence d’un liguant du PIP2. Gokhale et collaborateurs

(Gokhale et al. 2005) voient une répartition homogène du PIP2 dans des GUV, et de la même

manière, d’autres études constatent le même phénomène (Krishnan et al. 2009; Moens et al.

2007; Tong et al. 2008).
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II.B.2.b – Interaction du PIP2 avec les ions divalents

Même si le PIP2 n’est pas dans des conditions propices à la formation de domaines, il

peut tout de même s’agréger sous l’action d’ions divalents. Il est connu que le PIP2 interagit

avec les ions calcium et les ions magnésium. Dès 1988, Toner et collaborateurs (Toner et al.

1988) ont montré à l’aide de vésicules multilamellaires contenant du PIP2 que les constantes

d’association entre le PIP2 et les ions calcium et magnésium sont respectivement de 500 M-1

et 100 M-1 dans un milieu contenant 100 mM KCl. L’effet de l’interaction entre ces ions

divalents et le PIP2 pourrait être une réorganisation du lipide au sein de la membrane. En

effet, en présence d’ions divalents il y a l’apparition de domaines riches en PIP2.

La formation de domaines de PIP2 sur des bicouches supportées due aux ions divalents a

récemment été décrite par Levental et collaborateurs (Levental et al. 2009).

II.B.3 – Etudes des interactions entre protéines et PIP2 à l’aide de MLV et

LUV.

Les petites vésicules sont des outils de choix pour l’étude des interactions entre lipides et

protéines. En effet, elles peuvent être utilisées dans des gammes de concentration très larges

et dans beaucoup de techniques biochimiques et physiques. Je présenterai quelques exemples

d’études ayant utilisé ces vésicules afin de quantifier l’interaction entre le PIP2 et des

protéines.

Les expériences utilisant des vésicules biomimétiques peuvent également permettre de

mesurer et de caractériser les interactions du PIP2 avec des protéines spécifiques en

déterminant la constante de dissociation Kd. Par exemple, Hokanson et collaborateurs

(Hokanson et al. 2006) ont utilisé des LUV contenant des quantités variables de PIP2, pour

montrer à l’aide de cosédimentation et de gel filtration que la myosine-I interagit avec le PIP2

avec une affinité de l’ordre de 230 nM. La même approche a été utilisée pour étudier

l’interaction entre le PIP2 et l’annexine 2t (Gokhale et al. 2005).

Aussi il a été montré le groupe de McLaughlin, que le PIP2 peut former des rafts dans une

membrane lorsqu’il interagit avec le peptide MARCKS ou un peptide penta-lysine (Wang et

al. 2002; Gambhir et al. 2004; Denisov et al. 1998).
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Le tableau I.B présente des exemples d’interaction entre protéines et lipides qui ont été

étudiées à l’aide de vésicules biomimétiques contenant du PIP2.

Protéine étudiée Vésicules Expériences réalisées Bibliographie

Cdc42 et NWASP MLV Microscopie (Higgs al. 2000)

MARCKS LUV Potentiel zêta, cosédimentation,

fluorescence

(Wang et al. 2002)

Syntenine LUV Gel filtration, plasmon de surface (SPR) (Zimmermann et al. 2002)

Annexine 2t LUV SPR, spectrofluorimetrie (Gokhale et al. 2005)

Myosine-IC LUV Cosédimentation, gel filtration (Hokanson et Ostap 2006)

Cdc42 et NWASP MLV Spectrofluorimetrie (Tomasevic et al. 2007)

GAP43 LUV Spectrofluorimetrie, cosédimentation (Tong et al. 2008)

Dynamine LUV SPR, spectrofluorimetrie (Bethoney et al. 2009)

Ezrine LUV FCS, spectrofluorimetrie,

cosédimentation

(Blin et al. 2008)

Tableau I.B. Liste non exhaustive d’études utilisant des MLV ou des LUV pour quantifier les interactions entre

le PIP2 et des protéines.

La dernière étude du tableau (Blin et al. 2008) a été réalisée au sein de notre groupe.

L’interaction entre le PIP2 et l’ezrine à été étudiée à l’aide de LUV contenant du PIP2. Des

expériences de cosédimentation et de spectroscopie de fluorescence corrélée (FCS) ont permis

de déterminer l’affinité de l’ezrine pour le PIP2. L’affinité d’une protéine pour un ligand est

souvent écrite sous la forme d’une concentration, notée Kd, qui représente l’inverse de la

constante d’association de la réaction. Kd est appelée constante de dissociation ou constante

d’affinité. Pour l’interaction entre l’ezrine et le PIP2, la constante d’association est donnée par

]][[

)][(

2

2

PiPEz

EzPiP
K  (1),

où K est la constante d’association, [Ez] est la concentration en protéine, [PIP2] est la

concentration de ligand et [(EzPIP2)] est la concentration en complexe protéine/ligand. Plus

la concentration Kd est petite, et plus l’interaction entre le ligand et la protéine est forte. La

constante d’affinité Kd représente la concentration de ligand nécessaire pour lier la moitié de

la protéine présente (50 % de liaison). Pour l’ezrine et le PIP2 la constante d’affinité Kd a été

mesurée à environ 5 µM (Blin et al. 2008). Une expérience de « quenching » de fluorescence

a permis de mettre en évidence que, sur ce type de système, l’ezrine n’induit pas le
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partitionnement du PIP2. Cette étude a permis par la suite de choisir des conditions

expérimentales pour des expériences utilisant des vésicules géantes.

II.B.4 – Quelques exemples d’études menées sur des GUV et les SLB

Ainsi que nous l’avons déjà mentionné, les GUV se manipulent plus difficilement que les

autres types de vésicules mais présentent l’avantage d’être optiquement observables. Elles

constituent un système idéal pour étudier des changements de formes de vésicules sous l’effet

d’une interaction entre la membrane et une protéine ou pour étudier la répartition des

différents constituants qui la composent. Grâce à leur taille, comparable à celle d’une cellule,

les GUV peuvent être manipulées à l’aide de micropipettes permettant de mesurer, par

exemple, les caractéristiques mécaniques de la membrane (tension, courbure etc…). Je vais

donner quelques exemples de travaux utilisant des GUV puis quelques exemples de travaux

utilisant des GUV et des membranes planes contenant du PIP2.

II.B.4.a – Exemples d’études menées sur des GUV ne contenant pas de PIP2

Plusieurs études utilisent des GUV afin de voir les effets macroscopiques de l’interaction

d’une protéine sur la membrane de celles-ci. Par exemple, Solon et collaborateurs ont ainsi

montré par microscopie confocale qu’une protéine de matrice virale M est capable d’imposer

une déformation à une membrane et ainsi participer à l’entrée du virus dans un organisme

hôte (fig I.B.3) (Solon et al. 2005).

De la même manière que précédemment, Römer et collaborateurs (Römer et al. 2007)

montre qu’une toxine bactérienne (la toxine Shiga) est capable d’induire la formation de tubes

de membrane.

Des systèmes plus complexes ont également été plus récemment mis au point. Par exemple,

des études visent à mimer l’effet du cytosquelette sur une membrane en construisant un réseau

d’actine à l’intérieur ou à l’extérieur des GUV (Limozin et al. 2005). Ceci permet d’étudier la

motilité induite par la polymérisation d’actine ou encore les propriétés mécaniques de la GUV

en présence du cortex d’actine. C’est ainsi que Delatour et collaborateurs (Delatour et al.

2008) montrent, dans un système reconstitué contenant des GUV et des protéines purifiées,

que la propulsion de GUV par la polymérisation d’actine peut avoir plusieurs régimes : elle

présente un mouvement continu ou saltatoire.
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Fig I.B.3. Image de microscopie confocale de GUV en contact avec la protéine de matrice M. Le rouge

représente la protéine et le vert représente des lipides négatifs (PS). (A) et (B) La membrane montre des

invaginations, qui sont colocalisées avec la protéine. La barre représente 5 µm en (A) et 10 µm en (B).

II.B.4.b – Etudes menées sur des GUV contenant du PIP2

Comme nous avons pu le voir précédemment, travailler sur des GUV est relativement difficile

(fragilité, concentration en lipide etc..). L’ajout de lipides spécifiques dans la membrane des

GUV va augmenter la difficulté. En effet, l’ajout de lipides négatif comme le PIP2 va jouer

sur la formation des GUV aussi bien que sur la stabilité de celles-ci dans les différentes

solutions tampons. Un examen de la littérature permet de mettre en évidence que les études

utilisant des GUV contenant du PIP2 ont commencé à émerger très récemment (voir le

tableau I.C).
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Etudes Composition Solution Protéines

Hydratation douce

(Takeda et al. 2006) PC/PE/PG/PIP2 Tampon KCl (0-120 mM) Taline

(Tong et al. 2008) DOPC/DOPG/SM/Chol/PIP2/

TMR-PIP2

100 mM glucose GAP-43

(Golebiewska et al. 2006) POPC/PS/PIP2 100 mM KCl MARCKS

(Heuvingh et al. 2007) DOPC/PIP2 Extraits cellulaires de HeLa ARF1, Actine

Electroformation

(Liu et Fletcher 2006) DOPC/DPPC/Chol/TMR-

PIP2/PIP2

50 mM KCl N-WASP,

Arp2/3,

(Gokhale et al. 2005) POPC/POPE/POPS/PIP2 160 mM NaCl Annexine

(Moens et Bagatolli 2007) POPC/PIP2/TMR-PIP2
(FL-PIP2, tous les deux en

C6)

200 mM glucose Profiline

Tableau I.C. Synthèse des différentes études utilisant des GUV contenant du PIP2 préparées par électroformation

ou par hydratation douce. Abréviations : PC (phosphatidylcholine), POPC (1-palmitoyl-2-oleoyl-sn-glycero-3-

phosphatidylcholine), PE (phosphatidylethanolamine), POPE (1-palmitoyl-2-oleoyl-sn-glycero-3-

phosphatidylethanolamine), PG (phosphatidylglycerol), DOPG (dipalmitoylphosphatidylglycerol), SM

(sphingomyelin), PS (phosphatidylserine), POPS (1-palmitoyl-2-oleoyl-sn-glycero-3-phosphatidylserine), DPPC

(dipalmitoylphosphatidylcholine).

II.B.4.c – Etudes menées sur des membranes planes contenant du PIP2

Il existe également trois études menées avec du PIP2 dans des bicouches supportées (SLB).

Le groupe de Steinem. C (Herrig et al. 2006) a observé par microscopie de force atomique

(AFM) des agrégats d’ezrine sur des bicouches contenant du PIP2. Herrig et collaborateurs

montrent que la liaison de l’ezrine est coopérative. Le même groupe a, plus récemment,

poursuivi ses travaux sur la compréhension de l’interaction de l’ezrine et des membranes

planes en étudiant l’interaction de l’ezrine adsorbée sur la bicouche PIP2 avec de l’actine-F

(Janke et al. 2008). Les auteurs ont utilisé deux stratégies pour faire interagir l’ezrine sur la

membrane (fig I.B.4). La première méthode a consisté à utiliser une ezrine sur laquelle une

histidine est greffée sur la partie N-Terminale et des lipides-nickel. Ainsi, l’histidine interagi

avec les lipides nickel et fixe l’ezrine sur la membrane. La seconde méthode utilise du PIP2

inséré dans la membrane.
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Fig I.B.4. Schéma illustrant les deux méthodes utilisées par le groupe de Claudia Steinem pour faire interagir

l’ezrine sur une SLB : (A) à l’aide d’une histidine et de lipides nickel et (B) à l’aide du PIP2.

L’actine-F n’interagit pas avec l’ezrine histidine, indiquant que vraisemblablement elle est

dans une configuration où le domaine de liaison à l’actine-F est masqué. L’actine-F n’a

interagit qu’avec l’ezrine qui se lie via le PIP2. Le mécanisme de dépliement de l’ezrine en

contact avec du PIP2 a été étudié à l’aide de l’AFM.

La troisième étude s’intéresse à l’organisation latérale du PIP2 interagissant avec des ions

calcium. Levental et collaborateurs (Levental et al. 2009) montre que les ions calcium

peuvent induire un partitionnement du lipide sur une membrane.

.

A la vue de la littérature, le système de GUV contenant du PIP2 est utilisé malgré le fait

qu’aucune vérification n’a jamais été faite pour mesurer l’incorporation effective du

PIP2 au sein de la bicouche.

Aussi c’est ce que nous proposons de réaliser dans un premier temps. Dans un second temps

nous mettrons en contact des GUV avec de l’ezrine afin d’observer l’effet de celle-ci sur la

membrane
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I.C – Positionnement du sujet.

Le rôle de l’ezrine in cellulo, dans la morphogenèse et la motilité cellulaire a déjà fait

l’objet de plusieurs études. L’activation de l’ezrine par la liaison au PIP2 et/ou des

phosphorylations a déjà été montrée. Néanmoins, le phénomène reste mal compris et les

contributions de chaque événement restent peu claires. De la même manière, les interactions

entre ezrine et actine sont difficiles à élucider in cellulo : la présence de beaucoup d’ABP peut

ne pas faire apparaître clairement le rôle de l’ezrine.

Pour étudier les interactions entre le PIP2, l’ezrine et l’actine nous proposons deux

approches :

- Approche in vitro, c'est-à-dire utiliser seulement quelques composants in vitro afin de

déterminer individuellement le rôle de chacun.

- Approche « bottom-up », c'est-à-dire que nous proposons de reconstruire un système

biomimétique de vésicules géantes contenant du PIP2

Les premières questions que nous nous sommes posés concernent l’interaction entre l’ezrine

et le PIP2 :

- Le PIP2 est-il suffisant pour induire une activation de la protéine ?

- Quels sont les effets de la liaison au PIP2 sur l’ezrine ?

L’approche « bottom-up » pose également des questions :

- Est-il possible de construire des GUV contenant du PIP2 ? Le PIP2 est-il bien

incorporé dans la membrane ?

- L’ezrine est-elle capable d’interagir avec le PIP2 dans la membrane des GUV ?

- L’ezrine est-elle capable d’induire une déformation membranaire ou d’influencer

l’organisation latérale des lipides dans la membrane ?

Enfin, dans l’optique de construire un système biomimétique complet d’ancrage du

cytosquelette à la membrane via l’ezrine et le PIP2, l’étape suivante est d’étudier les

interactions entre ezrine et actine :
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- L’ezrine est-elle capable de favoriser la polymérisation d’actine ou bien de stabiliser

les filaments ? Comment l’ezrine peut-elle réorganiser les filaments à proximité de la

membrane ?

Les parties suivantes seront consacrées aux étapes qui viennent d’être énumérées. Je

commencerai par présenter les expériences faites pour étudier l’interaction entre ezrine et

PIP2, puis j’introduirai notre système biomimétique de vésicules géantes, et je finirai par les

interactions que nous avons observées entre ezrine et actine.
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II – Matériels et méthodes

II.A – Lexique des solutions tampons et

produits utilisés

Un lexique des produits biochimiques utilisés est donné ci-dessous, ainsi que la

composition des solutions les plus couramment utilisées. Dans la suite du manuscrit, je ferai

références à ces produits en employant leur acronyme.

II.A.1 - Produits

TRIS : tris (hydroxy) aminomethane (Euromedex). Le TRIS est utilisé pour tamponner les

solutions, c'est-à-dire pour que le pH soit stable lors de l’ajout de molécules.

Imidazole (Sigma Aldrich) : l’imidazole est utilisé pour tamponner les solutions, c'est-à-dire

pour que le pH soit stable lors de l’ajout de molécules.

EGTA : acide ethylèneglycol tétra acétique (Euromedex). L’EGTA est un chélateur des ions

calcium. Les ions calcium étant susceptibles de déstabiliser des membranes, l’EGTA est

utilisé pour piéger ces ions.

EDTA : acide éthylène diamine tétra acétique (Euromedex). ). L’EDTA est utilisé pour

chélater les ions magnésium

DTT : Dithiothreitol. Il empêche l’oxydation des cystéines dans les protéines. Sa présence

permet d’avoir un bon rendement de couplage entre les fluorophores et l’ezrine.

Sucrose : le sucrose ultrapure (Euromedex) est utilisé dans la solution de gonflement des

vésicules géantes.

Glucose : le glucose ultrapure (Euromedex) est utilisé pour visualiser les vésicules géantes car

son indice de réfraction optique est différent de celui du sucrose. Il est aussi moins dense que

le sucrose et facilitera la sédimentation des vésicules.
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MES : 2-(N-Morpholino) ethanesulfonic acid (Sigma Aldrich). Le MES est utilisé comme

tampon de l’ezrine.

BSA : Bovine serum albumine (Euromedex). Elle est utilisée pour recouvrir les lamelles

d’observation utilisées en microscopie optique afin d’éviter l’adsorption non spécifique

d’ezrine sur le verre. Elle est également ajoutée aux mélanges contenant l’actine dans le but

d’empêcher les filaments de s’adsorber sur la lamelle.

Methylcellulose. La methylcellulose est ajoutée au mélange réactionnel contenant l’actine

pour le rendre plus visqueux et ainsi limiter la fluctuation des filaments.

Antioxydants : catalase, glucose oxydase. L’ajout de ces enzymes et de glucose dans les

solutions va permettre de capter les radicaux libres. Les radicaux libres augmentent le

photoblanchiment des fluorophores. Donc en les supprimant, via la catalase et la glucose

oxydase, le photoblanchiment est limité.

Adénosine Triphosphate (ATP). L’ATP est ajoutée aux solutions lors des expériences avec

de l’actine. Son hydrolyse va permettre aux monomères d’actine de polymériser en filaments.

D’un point de vue général c’est une molécule utilisée dans les cellules pour fournir de

l’énergie aux réactions chimiques.

II.A.2 - Solutions tampons

Les solutions utilisées sont les solutions qui conviennent pour la formation des GUV et pour

la fonctionnalité de l’ezrine. De plus, l’osmolarité des tampons à été mesurée afin d’éviter les

possibles chocs osmotiques lors de la dilution de GUV dans un tampon ionique convenable

pour l’ezrine.

Tampon de gonflement : il est utilisée pour électro-former les vésicules géantes, elle est

composée de 165 mM de sucrose, 0.5 mM EGTA, 2 mM TRIS à pH 7.4. Son osmolarité est

de (174 + 3) mOsm et elle légèrement inférieure à l’osmolarité du tampon ezrine neutralisé

dans le but d’obtenir des GUV légèrement dégonflées lors des expériences de contact avec la

protéine.

Tampon glucose : il est constitué de 170 mM glucose, 0.5mM EGTA, 2mM TRIS à pH 7.4.

Son osmolarité est de (180 + 3) mOsm.

Tampon glucose sans EGTA : il est constitué de 170 mM glucose, 2mM TRIS à pH 7.4. Son

osmolarité est de (180 + 3) mOsm.
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Tampon ezrine : il s’agit du tampon dans lequel l’ezrine est produite et stockée. Il est

constitué de 70 mM NaCl, 25 mM MES à pH 6.2. L’osmolarité de ce tampon est de (158 + 3)

mOsm.

Tampon ezrine neutralisé : il s’agit du tampon précédent qui a été neutralisé par ajout de 3%

de TRIS à pH 8. Au final, sa composition est donc de 70mM NaCl, 25 mM MES, 30 mM

TRIS, l’ensemble à pH 7.4. L’osmolarité est de (184 + 3) mOsm.

Tampon FERM : il s’agit du tampon dans lequel est purifié le domaine FERM. Sa

composition est de 20mM TRIS à pH 7.4.

Tampon F 4X : ce tampon est utilisé pour initier la polymérisation de l’actine dans les

expériences de fluorescence du pyrène, dans les expériences il est dilué 4 fois. Il est constitué

de 10 mM TRIS, 0.6 mM ATP, 2 mM EGTA, 4mM MgCl2, 1.5mM DTT, 136mM KCl. Le

tampon est à pH 7.4.

Tampon G : l’actine est stockée sous sa forme globulaire (actine-G non polymérisée) dans ce

tampon. Sa composition est 5 mM TRIS, 0.2 mM CaCl2, 0.2 mM ATP, 0.5 mM DTT. Son pH

est de 7.4.

- 10X KMEI : lors des expériences de microscopie d’onde évanescente, c’est le tampon qui va

initié la polymérisation de l’actine. C’est un tapon ionique composé de 500 mM KCl, 10 mM

MgCl2, 10 mM EGTA, 100 mM imidazole. Son pH est de 7.4.

- Tampon de fluo : lors des expériences de microscopie d’onde évanescente, il s’agit de la

solution qui contient des antioxydants afin de lutter contre le photoblanchiment des

fluorophores. Il est constitué de 15 mM imidazole, 75 mM KCl, 1.5 mM MgCl2, 100mM

DTT, 0.03 mg/ml de catalase, 5 mg/ml glucose, 0.3 mg/ml de glucose oxydase et 0.75 % de

methylcellulose.

II.B – Production et purification des

protéines

Durant ma thèse, il m’a été nécessaire d’apprendre à produire et à purifier l’ezrine. Les

principes de la production et de la purification sont précisés ci-dessous ainsi que les différents

types de mutant utilisés.
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II.B.1 – Purification de l’actine

L’actine issue de muscle a été préparée et purifiée au sein de l’équipe de Laurent Blanchoin à

Grenoble. Les différents type d’actine fluorescente (actine pyrène et actine rhodamine) ont

également été produites à Grenoble.

II.B.2 - Principe de la production et de la purification de l’ezrine.

L’ezrine est purifiée via une méthode dite « recombinante » (Roy et al. 1997) mise au

point au laboratoire par Christian Roy. Cette technique consiste en plusieurs étapes,

identiques pour l’ensemble des protéines produites :

- insertion dans des bactéries Escherichia Coli un plasmide (c’est-à-dire de l’ADN) qui

va coder pour la protéine que nous souhaitons produire.

- induction de la production de la protéine dans les bactéries

- lyser les bactéries puis de la protéine d’intérêt, suivi de la coupure du « tag » da la

protéine

- purification de la protéine

Le protocole détaillé de la production et de la purification de l’ezrine est donné en annexe.

II.B.2.a – Insertion du plasmide dans les bactéries

Le vecteur d’ADN bactérien (plasmide) pGEX-2T (Fig II.B.2) contient le gène de

l’ezrine en fusion à une GlutathioneSTransferase (GST) et à un gène de résistance à un

antibiotique, l’ampicilline. Ces gênes ont deux fonctions : d’une part ils permettent de

sélectionner les bactéries ayant intégré le plasmide et d’autre part ils permettent de purifier

l’ezrine par chromatographie d’affinité.

Les bactéries Escherichia Coli de souche TG1 n’insérant pas le plasmide naturellement, il est

nécessaire de les rendre « compétentes ». Ceci est réalisé en fragilisant la membrane par choc

thermique, afin que le plasmide rentre à l’intérieur des bactéries. Les bactéries sont alors

étalées sur une boite de Pétri contenant l’antibiotique contre lequel celles ayant inséré le

plasmide sont résistantes. Les boites de Pétri sont laissées à 37°C pendant une nuit. Le matin

les cultures sont sorties et mises à 4°C.
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Le soir, une colonie de bactéries ayant grandi sur la boite est prélevée et ensemencée dans du

milieu de culture à 37°C, sous agitation durant une nuit. A ce stade les bactéries contiennent

le plasmide mais elles ne produisent pas encore l’ezrine.

Fig II.B.1. Représentation du plasmide utilisé pour produire les protéines. Le plasmide contient un site codant

pour la GST, un site de clivage pour la thrombine et un gène de résistance à un antibiotique (l’ampicilline).

II.B.2.b – Induction de la production et récupération de l’ezrine

La production de la protéine par la bactérie est initiée par l’addition d’un inducteur : il

permet le déblocage de la synthèse en piégeant un répresseur du gène. La bactérie va alors

synthétiser la protéine aussi longtemps que dure l’induction. Cette étape ne doit pas durer trop

longtemps, environ 1h pour l’ezrine et 30 minutes pour le domaine FERM, pour éviter que la

protéine n’aille dans les corps d’inclusion des bactéries. Ceux-ci peuvent en effet être

considérés comme une sorte de « poubelle », dans laquelle la protéine est agrégée. Il est alors

très difficile de la récupérer fonctionnelle par des voies conventionnelles.

Une fois l’induction finie, les bactéries sont lysées à l’aide d’un sonicateur puis centrifugées.

Le surnageant récolté est mis en contact de billes de glutathione agarose : l’ezrine couplée à la

GST va interagir avec la glutathione des billes et se fixer sur celles-ci. Les billes sont ensuite

lavées afin d’éliminer le lysat, l’ezrine couplée à la GST restant fixée sur les billes.

Afin de décrocher l’ezrine des billes, celles-ci sont mises en contact avec de la glutathionne

en solution. L’étape suivant consiste à cliver la GST de l’ezrine. Pour cela l’ezrine GST est

incubée 1h30 avec de la thrombine. Il existe un site de clivage à la thrombine entre l’ezrine et

la GST.
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II.B.2.c - Purification de l’ezrine sur une colonne FPLC

Après clivage de la GST par la thrombine, la solution est dialysée afin de la passer

dans un tampon contenant 20 mM NaCl et ensuite de l’injecter sur une colonne échangeuse

d’anions (Fast Purification Liquid Chromatography). Le principe de la FPLC est de séparer

les différents constituants d’un mélange par le passage de la solution sur une résine

échangeuse d’ions. Dans le cas présent, une colonne monoQ (GE Heathcare) échangeuse

d’anions est utilisée. La protéine est injectée sur la colonne puis un gradient de NaCl entre 20

mM et 1 M est appliqué (Fig II.B.2) par mélange de deux solutions mères. Un palier à 4.5 %

du gradient (correspondant à 69 mM de NaCl) est appliqué car la protéine est connue pour

sortir à ce niveau. La sortie de la protéine est suivie par mesure de son absorbance à 280 nm.

Une élution typique de la protéine est montrée (Fig II.B.2(B et C)), ainsi que le gel

d’électrophorèse correspondant. Nous pouvons voir que la protéine sort de façon très

concentrée à un volume fixé, puis que des produits de dégradations sont récupérés dans les

fractions suivantes.
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Fig II.B.2. (A) Gradient de concentration en

sels passé au travers de la colonne monoQ

représenté en fonction du volume injecté dans

la colonne, (B) profil d’élution typique de la

protéine et (C) montage de gels

d’électrophorèse attestant de la pureté de

l’ezrine produite. La piste de droite est le

marqueur de poids moléculaire et les pistes de

gauche sont les fractions sorties de la FPLC.

Les fractions déposées sur le gel sont issues de

la même purification mais elles viennent de

gels différents. En effet il y a beaucoup de

fractions qui sortent de la FPLC (environs 70),

aussi plusieurs gels sont réalisés.



II.B.3 – Protéines produites

Le protocole de production et de purification est le même pour toutes les protéines

produites. Toutes les protéines purifiées sont représentées schématiquement sur la figure

II.B.4.

Proteines
purifiées

Mutations A.A ajoutés Schémas

Ezrine WT Aucunes Aucuns

Ezrine CYS Aucunes GGC

Ezrine 6N K62,63,253,254,262,263
Les croix sur le schéma
représentent les mutations

Aucuns

FERM Aucunes Aucuns

Fig II.B.4. Tableau schématisant les différentes protéines purifiées, ezrine WT, le domaine N-term

FERM, une ezrine mutante ne liant plus le PIP2, et une ezrine mutante fluorescente. Le vecteur est le m

ces construction, c’est le vecteur pGEX-2T.

L’ezrine WT est la protéine entière comportant 586 acides aminés sans troncation ni m

Le domaine FERM est constitué des 310 premiers acides aminés sans troncation ni m

La purification domaine FERM est plus complexe car il se loge plus facilement dans l

d’inclusion. La purification ne donne qu’un faible rendement. De plus il n’est pas

dans une solution aqueuse au dessus de 1 mg/ml. Pour le domaine FERM : nou

purifions pas sur la FPLC, mais nous le clivons avec la thrombine et le réc

directement sur les billes de glutathione en éluant avec le tampon FERM.

L’ezrine mutante 6N a été mutée sur des paires de lysines en asparagine situées

domaine FERM. Il a été montré in vitro que le domaine FERM muté ne lie plus des v
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contenant du PIP2 et in vivo que le mutant n’est plus localisé dans les microvilli (Barret et al.

2000). Les acides aminés mutés sont représentés sur la figure II.B.4 comme des croix dans le

domaine FERM.

L’ezrine cystéine ou ezrine CYS est une ezrine récemment mise au point par Christian Roy,

qui a réalisé une mutagenèse dirigée pour rajouter deux résidus glycine et un résidu cystéine

sur le domaine C-terminal. Ceci permet de greffer de manière covalente un fluorophore sur la

protéine car les 3 cystéines présentent dans la protéine ne sont pas accessibles.

Le marquage de l’ezrine CYS se fait à l’aide d’un maleimide couplé à un fluorophore selon

une chimie classique couramment utilisée pour les protéines (Hermanson 1996). Il existe un

grand nombre de possibilité quant au choix du fluorophore. Nous avons choisi un Alexa488-

C5-maleimide (Alexa488) ou un Alexa546-C5-maleimide (Alexa546) (Molecular Probes,

Eugene, OR) qui sont compatibles avec des longueurs d’ondes standards utilisées en

microscopie confocale.

Brievement, le marquage en fluorescence de l’ezrine se fait en ajoutant 10 mM de DTT à la

protéine (généralement 1 mL à 7-10 µM) afin de se placer en milieu réducteur. En effet les

cystéines peuvent former des ponts disulfures, elles ne sont alors plus aptes à interagir avec le

fluorophore. L’ajout de DTT empêche ce phénomène (cystéines libres). Puis, nous ajoutons

un excès de fluorophore (50 nM d’Alexa488 ou Alexa546 dilué dans le DMSO) et nous

mettons sous agitation pendant au moins 90 minutes. Le fluorophore libre est séparé de la

solution de protéine par élution avec du tampon ezrine, sur une colonne Sephadex G25 (GE

Healthcare, Velizy, France).

Le taux de greffage est determiné par spectrofluorimetrie en mesurant respectivement

l’absorbance de la protéine à 280 nm (Aezrine) et celle du fluorophore à 495 nm pour Alexa488

(respectivement 544 nm pour Alexa 546) (AFluo). Connaissant les coefficients d’extinction

molaires (εfluorophore = 72 000 M-1cm-1 pour l’Alexa488 à 495 nm, εfluorophore = 104 000M-1 cm-1

pour l’Alexa546 à 544 nm et εezrine = 69 000 M-1cm-1 pour l’ezrine), les rapports de

concentrations molaires sont calculés.

Le rendement r donne le nombre de moles de fluorophore sur le nombre de moles d’ezrine.

Ezrineefluorophor

ezrineeFluorophor

A

A
r








(2)
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Dans nos conditions, nous avons eu au minimum 0.7 mole de fluorophore par mole d’ezrine et

au maximum 0.93 mole de fluorophore par mole d’ezrine. Les ezrine marquées sont notées

ezrine-Alexa546, ezrine-Alexa488 ou ezrine fluorescente.

II.B.4 – Conservation et stabilité

L’ezrine est récupérée à la sortie de la colonne de chromatographie dans le tampon

ezrine. Elle est conservée à 4°C dans ce tampon. Nous suivons par gel d’électrophorèse la

pureté de la protéine. La protéine se dégrade et de plus en plus de fragments protéiques sont

présent dans la solution au cours du temps : les fragments présent peuvent interagir de

manière non spécifique entre eux et avec la protéine entrainant alors une perte d’activité. Lors

de test de cosédimentation avec des liposomes contenant du PIP2, nous voyons qu’il y a une

perte totale de liaison au PIP2 aussi bien pour l’ezrine WT que pour l’ezrine CYS après 1

mois en moyenne. Nous considérons que l’ezrine 6N est stable durant la même durée même si

aucuns tests n’a jamais été fait. Le domaine FERM est conservé à 4°C dans son tampon et il

est stable pendant 6 mois.
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II.C – Objets biomimétiques

II.C.1 –Lipides et conditions de stockage

II.C.1.a – les lipides

Les différents lipides synthétiques et extraits utilisés dans les expériences sont :

●DOPC : 1,2-dioleoly-sn,-glycero-3-phosphatidylcholine. Le DOPC est acheté chez Avanti 

Polar Lipids (Alabaster, AL). C’est un lipide synthétique non chargé (zwitterionique). Les

deux chaines carbonées sont constituées de 18 carbones et possèdent chacune une insaturation

(fig II.C.1). Sa masse moléculaire est de 786 g.mol-1. Il est conservé sous forme de poudre

déshydratée. Avant utilisation le DOPC est dissous dans une solution de chloroforme /

méthanol (proportion volumique 2 :1) à 25 mg/ml.

Fig II.C.1. Structure du DOPC

●POPC : 1-Palmitoyl-2-Oleoyl-sn-glycero-3-Phosphocholine. Le POPC est acheté chez 

Avanti Polar Lipids (Alabaster, AL). Sa masse molaire est de 760g.mol-1. Le POPC est un

lipide neutre qui possède deux chaines carbonées de 16 et 18 carbones avec une insaturation

sur la chaine la plus longue (fig II.C.2). Il est conservé dans de l’eau à 20 mg/ml.

Fig II.C.2. Structure du POPC

●Cholestérol : il est extrait de cerveau de bœuf et pur à 99%. Il est conditionné sous forme de 

poudre et acheté chez Sigma (France). Sa masse molaire est de 386g.mol-1. Avant utilisation

il est dissout à 10mg/ml dans une solution de chloroforme / méthanol (proportion volumique

2 :1).
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Fig II.C.3. Structure du cholestérol

●PIP2 : L-α-phosphatidyl-inositol-4-5 bi phosphate. Le PIP2 est acheté chez Lipid Products 

sous la forme de sels d’ammonium (Surrey, Great Britain). Il est extrait de cerveau de bœuf. Il

est chargé négativement, sa tête polaire possède trois phosphates. Selon la provenance et le

procédé de fabrication la composition lipidique peut changer : les deux chaines aliphatiques

peuvent varier dans leurs longueurs et dans la position des insaturations. Un exemple de

structure de PIP2 est donné par la figure II.C.4. Sa masse moléculaire moyenne est de 1098

g.mol-1. Il est dissout dans l’eau à une concentration de 1mg/ml ou bien dissout dans une

solution de chloroforme / méthanol (proportion volumique 2 :1) à une concentration de

1mg/ml.

Fig II.C.4. Structure du PIP2

●BODIPY-FL-PI(4,5)P2 chaine courte (C6). Il est acheté chez Echelon Bioscience (Tebu-

Bio, France) sous forme de poudre d’ammonium. Ce lipide synthétique analogue au PIP2 est

marqué en fluorescence. Il possède une chaine carbonée courte (6 carbones) et une chaine

carbonée de 10 carbones sur laquelle est greffé un fluorophore (fig II.C.5). Sa masse molaire

est de 1282 g.mol-1. Il est conservé dans l’eau à une concentration de 0.5 mg/ml.

Fig II.C.5. Structure du BODIPY-FL-PI(4,5)P2 à chaine courte (C6), les groupements R sont un hydrogène pour

le R3 et deux groupements phosphates pour les R4 et R5.



●BODIPY-FL-PI(4,5)P2  et BODIPY-TMR-PI(4,5)P2 longues chaines (C16). Les PIP2

fluorescents chaines longues sont achetés chez Echelon Bioscience (Tebu-Bio, France) sous

forme de poudre d’ammonium. Ils possèdent tous les deux une chaine carbonée de 16

carbones et une chaine carbonée de 10 carbones sur laquelle est greffé un fluorophore (fig

II.C.6). Le BODIPY-FL-PI(4,5)P2 émet dans le vert (filtre FITC) et sa masse molaire est de

1422g.mol-1. Le BODIPY-TMR -PI(4,5)P2 émet dans le rouge (filtre rhodamine) et sa masse

molaire est de 1528 g.mol-1.

Fig II.C.6. Structur

●IP3 : D-myo-In

plus de 95%. Il c

Bio, France) sou

dans l’eau à une c
A
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e des BODIPY-FL-PI(4,5)P2 (A) et BODIPY-TMR -PI(4,5)P2 (B) à chaines longues (C16)

ositol 1,4,5-trisphosphate (Ins(1,4,5)P3). L’IP3 est un lipide synthétique pur à

onstitue la tête polaire du PIP2. Il est acheté chez Echelon Bioscience (Tebu-

s forme de sels de sodium. Sa masse molaire est de 551 g.mol-1. Il est dissout

oncentration de 1mg/ml.

Fig II.C.7. Structure de l’IP3

B
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●POPS : 1-Palmitoyl-2-Oleoyl-sn-Glycero-3-[Phospho-L-Serine]. Le POPS est acheté chez 

Avanti Polar Lipids (Alabaster, AL). Sa tête polaire possède un groupement phosphate, il est

chargé négativement. Il possède deux chaines aliphatiques de 16 et 18 carbones. La chaine la

plus longue porte une seule instauration (fig II.C.8). Sa masse molaire est de 783 g.mol-1. Il

est dissout dans de l’eau ou dans une solution de chloroforme / méthanol (proportion

volumique 2 :1), à une concentration de l’ordre de 10 mg/ml..

Fig II.C.8.Structure du POPS

II.C.1.b – Les conditions de stockage

Les solutions de lipides dilués dans une solution chloroforme / méthanol ne sont pas

conservées plus d’un mois à -22°C dans des fioles en verre avec un bouchon en téflon sous

gaz inerte (azote). L’oxydation des phospholipides peut conduire à une hydrolyse des têtes

polaires et à l’apparition d’acides gras. L’apparition de ces contaminants peut rendre les

membranes des vésicules géantes instables et fragiles, ou peut conduire à l’impossibilité de

former des vésicules. C’est pourquoi les solutions mères ne sont gardées qu’un mois. En

revanche, les lipides conservés dans l’eau peuvent être gardés plusieurs mois à -22°C.

II.C.2 – Production de vésicules géantes par électroformation

La méthode d’électroformation consiste à déshydrater les lipides sur une surface

conductrice, puis à les réhydrater en présence d’un champ électrique alternatif afin de former

des vésicules unilamellaires géantes (Angelova et al. 1986). La technique d’électroformation

ne peut s’utiliser qu’avec des solutions de basses forces ioniques, c'est-à-dire des solutions

non physiologiques. Etant donné que les GUV seront toujours étudiées « en système inverse»,

c'est-à-dire avec les différents constituants d’intérêts placés dans le milieu suspendant,

l’osmolarité du tampon de gonflement est ajustée pour être proche de celle du tampon dans

lequel nous souhaitons travailler (par exemple le tampon de l’ezrine neutralisé). Dans la suite,

le protocole d’électroformation est décrit.
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II.C.2.a - La surface conductrice : les lames ITO

Une chambre d’électroformation est fabriquée à l’aide de deux lames de verre

recouverte d’ITO (Indium Tin Oxyde, NEYCO, Paris) de 5cm x 5cm. L’ITO est déposé en

couche mince de 1000Ǻ. La résistivité électrique surfacique des lames ITO est de l’ordre de 

60-70Ω□. L’avantage du verre recouvert avec de l’ITO est sa transparence à la lumière 

visible, aussi l’observation au microscope de la croissante des vésicules au travers des lames

est possible. La couche d’ITO a une bonne tenue mécanique ce qui permet de nettoyer

efficacement les lames. Une soudure à l’indium d’un fil de cuivre dénudé est réalisée afin

d’avoir un contact électrique permanent sur la partie conductrice des lames. De la colle est

également utilisée afin de protéger la soudure.

Les lames ITO sont nettoyées à l’eau milliQ, puis à l’éthanol, puis encore à l’eau et séchées

sous flux d’azote. Avant utilisation, elles sont frottées avec du chloroforme afin d’éliminer au

maximum l’eau pouvant être présente sous forme de fines gouttelettes ou d’une fine couche à

la surface du verre. Ensuite les lipides seront déposés sur les lames.

II.C.2.b - Dépôt des lipides sur les lames ITO et séchage

Les solutions contenant les différents lipides utilisés sont sorties du congélateur et

laissés à température ambiante avant ouverture des flacons afin d’éviter la condensation dans

le flacon. Le mode opératoire est le suivant : on prélève à l’aide d’une seringue Hamilton 8

µL de la solution mère de DOPC à 25 mg/ml que l’on dépose dans une fiole en verre. 48µl de

chloroforme + 24 µL de méthanol sont ajoutés toujours à l’aide d’une seringue Hamilton 50

µL. Au final nous avons 80 µL de solution à une concentration de 2.5 mg/ml de lipides. Le

PIP2 ou le cholestérol sont ajoutés à ce mélange initial de lipide lorsque nous voulons varier

la composition des GUV. Lorsque nous incorporons du PIP2 et du cholestérol la procédure est

la même, tous les deux étant dans une solution de chloroforme / méthanol (2 :1), le volume de

chloroforme et de méthanol à rajouter dans le mélange, pour avoir un volume total de 80 µL à

une concentration totale de 2.5 mg/ml de lipide, est ajusté. Le mélange de lipide est

homogénéisé pendant quelques secondes à l’aide d’un vortexeur.

20µL de cette solution de lipides sont déposés sur chacune des lames ITO à l’aide d’une

seringue Hamilton de 50 µL. La méthode consiste à déposer les 20µL de solution en une seule

fois puis d’étaler les 20 µL de solution à l’aide de la seringue (fig II.C.9). Les lames sont
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ensuite séchées sous flux d’azote pendant quelques secondes, puis placées pendant au moins

90 minutes sous vide primaire à température ambiante.

Fig II.C.9. La technique de dépôt de lipides : « l’étalement » de la goutte contenant les lipides.

II.C.2.c - Montage de la chambre d’électroformation

Les lames ITO sont ensuite assemblées pour former une chambre étanche à l'aide d'un

joint torique en caoutchouc perforé et de pâte Vitrex (appelée également pâte de scellement).

A l’aide de pâte de scellement (pâte à hématocrite ou pâte Vitrex) nous collons le joint torique

sur la première lame. On forme un bourrelet de pâte sur le joint, ensuite avec la seconde lame

ITO placée en vis-à-vis de la première on vient appliquer une légère pression sur le bourrelet.

En écrasant celui-ci on scelle la chambre hermétiquement. Le volume de la chambre varie

entre 1.3 ml et 1.8 ml selon la quantité de pâte de scellement utilisée (fig II.C.10).

Fig II.C.10. Schéma de la chambre de formation des vésicules géantes



74

La chambre de formation est alors reliée à un générateur basse fréquence délivrant une

tension sinusoïdale de 0.4V et de fréquence 10Hz. La chambre est alors remplie de la solution

de gonflement. L’électroformation est effectuée à 37°C car, comme détaillé dans le chapitre

suivant, ce sont dans ces conditions que nous insérons le mieux les phosphoinositides

fluorescents dans les GUV.

II.C.2.d - Obtention de vésicules géantes unilamellaires (GUV)

Chaque groupe qui utilise la technique d’électroformation a son propre protocole. La

technique est empirique et peut dépendre des lipides utilisés. Nous avons utilisé le protocole

suivant pour former des GUV : une fois la solution de gonflement injectée, la tension est

augmentée progressivement par paliers de 0.2V. L’observation sous microscope permet de

voir quelques minutes après l’application du champ électrique, des centaines de petites

vésicules sur la surface. Elles oscillent à la même fréquence que le champ appliqué. Sous

l’effet électro-osmotique produit par la tension alternative appliquée, ces petites vésicules

fusionnent les unes avec les autres (fig II.C.12). C’est à ce moment qu’il faut augmenter la

tension pour ne pas casser la dynamique de fusion des vésicules. La tension est augmentée

tant que les vésicules fusionnent : lorsque les vésicules se dégonflent au lieu de fusionner,

c'est-à-dire autour de 2V, la tension est diminuée (fig II.C.11). La durée totale de

l’électroformation est d’environ 1h30 mais cette durée est indicative, ce temps pouvant varier

de quelques minutes à plusieurs heures en fonction des lipides utilisés, des solutions utilisées,

de la quantité de lipides déposée etc.…

Fig II.C.11. Tension appliquée pendant l’électro-formation en fonction du temps
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A ce moment les vésicules sont encore attachées à la surface par un « cou » de lipides. Aussi

dans le souci de couper ce lien vésicules / surface le champ est abaissé à une tension de 1V à

une fréquence de 4Hz pendant 15 à 20 minutes : c’est la phase de décollement des GUV. La

chambre d’électroformation est ensuite ouverte délicatement à l’aide d’un cutter. La solution

contenant les vésicules est délicatement prélevée avec une seringue de 1ml (sans aiguille). Le

diamètre de l’embout est de plus de 1 mm ce qui évite de cisailler les GUV. La solution est

ensuite conservée à température ambiante pendant 24h. La solution est stockée dans un

Eppendorf dont l’air contenu dans la partie supérieure a été chassé sous flux d’azote. Les

GUV ne sont pas conservées à 4°C car lorsque le mélange de lipide contient du cholestérol,

une transition de phase serait observée.

Nous avons mesuré des distributions de tailles de vésicules dans les conditions suivantes :

GUV composées de DOPC seulement, GUV composées de DOPC et de 15% de cholestérol

en masse et GUV composées de 5% de PIP2 en masse avec et sans 15% de cholestérol. Nous

avons également comparé les tailles de vésicules lorsque l’électroformation était faite à

température ambiante ou à 37°C. Dans tous les cas, les distributions de tailles n’ont pas

montré de grandes différences. Les GUV ont un diamètre entre 1 µm et 150µm pour les plus

grandes. Le diamètre moyen se situe autour de 10 µm dans tous les cas. Une répartition de

taille typique est montrée sur la figure II.C.13.

Fig II.C.12. Observation en microscopie de GUV durant l’électroformation. Les flèches montrent les fusions successives

(barre d’échelle 10 µm).
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Fig II.C.13. Répartition de taille de GUV réalisée sur 200 GUV environ.

II.C.3 – Formation de vésicules multilamellaires et de petites vésicules

Les petites vésicules sont formées par extrusion de vésicules multilamellaires (MLV).

Ce procédé consiste à les faire passer dans un filtre ayant des pores de taille calibrée dans le

but d’obtenir des petites vésicules unilamellaires de 100 nm appelées LUV (Large

Unilamellar Vesicles) (Mayer et al. 1986).

II.C.3.a - La formation de vésicules multilamellaires (MLV)

Au laboratoire, le protocole de formation de LUV a été mis au point en se basant sur

des protocoles publiés (Golebiewska et al. 2006). Initialement, le POPC a été utilisé comme

lipide principal. C’est pourquoi les petites vésicules que j’ai utilisées dans ce travail sont

constituées de POPC et de différentes quantités de PIP2 (Blin et al. 2008). Le mélange de

lipides est disposé dans un tube à hémolyse et mis à évaporer une nuit à 4°C dans un

lyophilisateur. Le lendemain, les lipides déshydratés sont resuspendus dans 500 µL de tampon

ezrine neutralisé à la concentration désirée (souvent 5 mg de lipides secs dans 500 µL soit 10

mg/mL), mis dans un bain-marie à 37°C puis vortexés tous les quarts d’heure pendant au

moins 10 secondes. Après 1h30 soit 4 à 5 agitations, la solution est trouble ce qui dénote la

présence de MLV en solution. Une solution contenant des MLV est montrée sur la figure

II.C.4.
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Fig II.C.14. Vésicules multilamellaires observées en contraste de phase. La barre représente 10 µm.

II.C.3.b - Extrusion des MLV

L’extrusion est réalisée à l’aide du mini extruder de chez Avanti Polar Lipids en

utilisant des membranes de polycarbonate de porosité 100 nm. Le montage consiste à

introduire dans chaque partie 2 pré-filtres et un filtre de 100 nm, puis à visser l’ensemble. Un

support permet de maintenir l’extruder stable pendant le procédé. Deux seringues Hamilton de

250 µL sont disposées de part et d’autre du corps de l’extrudeur, de façon à ce que la solution

soit récupérée alternativement dans l’une et l’autre des seringues (figure II.C.15). Avant de

faire passer les lipides, de l’eau milliQ filtrée est passée afin de pré-hydrater les filtres et de

vérifier qu’il n’y a pas de fuites de liquide.

Fig II.C.15. Mini extruder de chez Avanti, on distingue les deux seringues de part et d’autre du support.

Une fois le montage réalisé et les filtres pré hydratés, nous remplissons la seringue de droite

de 250 µL de la solution de MLV, puis on effectue 21 passages (un passage est considéré

comme le déplacement de la solution d’une seringue à l’autre). La solution extrudée apparaît

beaucoup plus limpide que la solution de MLV (fig II.C.16). Les LUV ont une taille moyenne

de 100 nm. Une distribution de taille obtenue par diffusion de lumière en utilisant l’appareil
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NanoZS (voir méthodes) est montrée sur la figure II.C.17 (Blin et al. 2008). La solution peut

être conservée durant une semaine à 4°C.

Fig II.C.16. Solution de MLV avant et après extrusion

Fig II.C.17. Répartition de taille des LUV formées par extrusion
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II.D – Méthodes d’observation

Les GUV sont de taille micrométrique et nous pouvons utiliser des techniques de

microscopie classique afin de les observer. Ici sont présentées les différentes techniques de

microscopie utilisées au cours de ma thèse pour observer les vésicules mais également pour

observer les filaments d’actine.

II.D.1 - Microscopie à contraste de phase

Les vésicules comme beaucoup d’objets en biologie, notamment les cellules, sont des

objets de phase : ils ne modifient pas l’intensité de la lumière qui les traverse mais ils

modifient la phase, leur indice étant différent de celui du milieu qui les entoure. C’est le

physicien hollandais F. Zernike qui développa cette technique pour laquelle il reçut le prix

Nobel en 1953 (Zernike 1948). L’idée est de convertir une différence de phase en différence

d’intensité. Le montage se compose d’un diaphragme annulaire situé après le condenseur, et

d’une lame quart d’onde (appelé anneau de phase) située après l’objectif du microscope. Le

montage est schématisé sur la figure II.D.1.

Fig II.D.1. Schéma du microscope à contraste de phase
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Un déphasage de + π/2 entre la lumière référence et la lumière qui traverse l’objet, produira 

un contraste positif (le plus grand indice apparaitra en noir), un déphasage de - π /2 produira 

un contraste négatif. Dans le cas des vésicules géantes, la solution interne est du sucrose et la

solution externe est soit du glucose soit une solution ionique. La GUV apparait en gris/noir

car l’indice optique du sucrose est supérieur aux indices de la solution de glucose et de la

solution ionique (fig II.D.2). Avec cette technique il n’est pas possible de séparer

complètement la lumière venant de l’échantillon de la lumière directe de référence. Une partie

de la lumière traversant l’objet passe par l’anneau de phase et se retrouve modulée de la

même manière. Ceci introduit un artefact optique qui se présente sous la forme d’un halo

autour des vésicules (fig II.D.2). Ce halo est à l’origine d’une incertitude sur la mesure du

diamètre des vésicules de l’ordre de 0.3µm.

Fig II.D.2. Une vésicule géante contenant du sucrose. Dans une solution de glucose la vésicule apparaît foncée.

Le halo est visible sur le pourtour de la vésicule. La barre représente 10 µm.

Durant ma thèse, les expériences de microscopie à contraste de phase ont été effectuées sur un

microscope inversé Zeiss Axiovert 200, objectif X40, ouverture numérique de 1.4.

II.D.2 - Microscopie de fluorescence

La fluorescence est la propriété d’une molécule à absorber un photon, puis à le

réémettre à une longueur d’onde plus élevée (Diagramme de Jablonski, Figure II.D.3).

Soumise à une excitation lumineuse de longueur d’onde donnée, la molécule fluorescente est

portée dans un état électronique excité (S1’). A température ambiante, la conversion interne

entraîne une perte partielle de l’énergie absorbée et la molécule se retrouve à un état excité

moins élevé (S1). Le retour de la molécule à son état stable (So) est associé à la libération
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d’énergie sous forme lumineuse. La perte d’énergie par conversion interne, se traduit par une

longueur d’onde d’émission supérieure à la longueur d’onde d’absorption (déplacement de

Stokes).

Fig II.D.3. Le fluorophore absorbe un photon et ré-émet un photon à une longueur d’onde différente.

Les longueurs d’onde de la lumière absorbée et réémise sont caractéristiques des différentes

molécules. Les fluorophores utilisés pour marqués l’ezrine en fluorescence sont Alexa fluor

488 C5 maleimide et Alexa fluor 546 C5 maleimide (Molecular Probes)(fig II.D.4).

Fig II.D.4. (A) Structure chimique de l’Alexa 488. (B) Structure chimique de l’Alexa 546. (C) Spectres

d’absorption et d’émission des deux fluorophores de l’ezrine fluorescente. Adapté de Molecular Probes.
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Les fluorophores sont caractérisés également par leur rendement quantique. Le rendement

quantique est le rapport du nombre de photons absorbés sur le nombre de photons émis. Le

rendement quantique se situe entre 0.2 et 0.8 pour les fluorophores les plus communs (Valeur

2004).

Les fluorophores ne sont pas stables sous excitation. Il existe des réactions photochimiques

qui détruisent les fluorochromes. Ce phénomène de perte de fluorescence sous excitation est

appelé le « blanchiment ».

Ces propriétés typiques des fluorophores vont être mises à profit dans la technique de

microscopie de fluorescence. Dans cette technique, une lumière excitatrice est tout d’abord

filtrée (filtre d’excitation) puis dirigée par un miroir dichroïque vers l’objectif qui sert d’abord

de condensateur au faisceau d’excitation. La lumière ayant atteint l’échantillon est ré-émise

par celui-ci, séparée par passage à travers le miroir dichroïque, puis filtrée à travers un filtre

d’émission, avant d’être détectée par une caméra.

Durant ma thèse, ces expériences ont été effectuées sur un microscope inversé Zeiss Axiovert

200, équipé à la fois en contraste de phase et en fluorescence. Le montage est schématisé sur

la figure II.D.5.

Fig II.D.5. Schéma d’un microscope inversé à épi-fluorescence.

Le principal défaut de la microscopie de fluorescence classique est l’absence de résolution en

z : la fluorescence hors focus gène l’observation car toute la fluorescence provenant de
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l’échantillon arrive à l’oculaire (ou au détecteur). Ceci est particulièrement gênant dans le cas

d’un tridimensionnel. C’est pourquoi il a été nécessaire de réaliser des observations avec un

microscope confocal, permettant une meilleure visualisation en z des GUV.

II.D.3 - Microscopie confocale

Le principe de la microscopie confocale est de filtrer spatialement la lumière afin que

seule la lumière issue du plan focal soit détectée. Le microscope confocal reprend le principe

du microscope à fluorescence mais la source lumineuse est un laser. Pour éliminer la

fluorescence parasite, un trou de filtrage (« pinhole » en anglais) est placé en amont du

détecteur (une caméra CCD la plupart du temps). Le trou confocal a pour but de sélectionner

uniquement les photons provenant du plan focal de l’objectif.

Ainsi, des sections optiques pourront être réalisées puis combinées pour former des images en

trois dimensions. L’image ainsi obtenue présente un bon rapport signal /bruit.

Il existe deux principaux types de microscopes confocaux :

- Le microscope confocal classique est équipé d’un trou confocal ce qui lui permet

d’éliminer la fluorescence hors focus. Il est également équipé de miroirs galvanométriques qui

vont lui permettre de bouger la zone d’observation dans l’échantillon. Malheureusement,

plusieurs minutes sont parfois nécessaires avant d’obtenir une image. En effet le balayage de

l’échantillon prend du temps et pendant ce temps l’échantillon reste sous illumination. Mais la

résolution spatiale de ce type de microscope peut être de l’ordre de la limite théorique de

résolution optique.

- Le microscope confocal dit à « spinning disk » ou « nipkov » (Pawley 2006). Avec

un microscope utilisant la technologie « Nipkov », l’effet confocal n’est pas obtenu en filtrant

la lumière qui nous vient de l’échantillon par un trou confocal, mais par un disque tournant

composé d’une vingtaine de lentilles et de trous confocaux (fig II.D.7). L’avantage de cette

technique est d’avoir une plus grande résolution temporelle : les images peuvent être acquises

en quelques millisecondes. En effet le balayage de l’échantillon est obtenu par la rotation du

disque. De plus il y a moins de perte d’intensité dans ce type de montage. En effet le trajet

optique est plus court que dans le cas précédent. Cependant, La résolution spatiale de ce type

microscope est moins bonne que celle d’un confocal classique
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Fig II.D.6. Schéma d’un microscope confocal « classique ». Adapté de (Pawley 2006).

Fig II.D.7. Schéma d’un microscope confocal à « spinning disk ». Adapté de (Pawley 2006).
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La résolution minimale en z d’un microscope confocal dépend de la longueur d’onde utilisée

et de l’ouverture numérique de l’objectif selon l’expression :

)²(2 0min ObjNAnz  (3)

NAObj est l’ouverture numérique de l’objectif, n est l’indice du milieu et λ0 est la longueur

d’onde du laser utilisé (White et al. 1987).

Les observations confocales de mon travail de thèse ont toutes été faites sur un « Rapid

confocal imager Ultra view ERS » (Perkin Elmer), avec un objectif à huile à immersion 63X

d’ouverture numérique 1.4. La résolution en z est calculée à 662 nm pour une excitation à 488

nm, et de 770 nm pour une excitation à 568 nm.

Les observations confocales ont permis d’observer la répartition du PIP2 dans la membrane

ainsi que l’interaction vésicules / ezrine fluorescente.

II.D.4 - Préparation des chambres d’observation

Afin d’observer les vésicules au microscope en contraste de phase ou en fluorescence,

nous utilisons des puits autocollants, press-to-seal silicone isolator, 2.5 mm x 2.0 mm

(Invitrogen), collés sur une lamelle de verre de 24 x 50mm (fig II.D.8). Le volume des

chambres est de 15 µL. Avant d’y injecter les GUV, de la BSA est adsorbée au fond du puits

(à 1 mg/mL pendant 15 min) afin d’éviter l’interaction des GUV ou de la protéine avec le

fond du puits. La chambre est rincée à l’eau milliQ. La chambre d’observation est pré-remplie

avec 13 µL de tampon d’ezrine neutralisé (contenant la protéine) ou de solution de glucose.

Nous ajoutons environ 1 µL de la solution de GUV dans leur tampon de gonflement. Les

GUV sont ainsi diluées par 14 dans le tampon d’ezrine neutralisé ou dans la solution de

glucose. La lamelle contenant les micro-puits est placée sur la platine du microscope pour

observation. Les GUV sédimentent dans le puits d’observation. Une fois au fond de la

lamelle, les vésicules sont imagées en contraste de phase, fluorescence ou en confocal, à

température ambiante.

Pour échanger le milieu dans lequel se trouvent les GUV nous procédons de la manière

suivante : le tampon est ajouté sur le dessus de la chambre d’observation, puis au bout de

quelques minutes, on enlève l’excédent de liquide à l’aide d’un papier buvard. Cette opération

est recommencée plusieurs fois afin de progressivement changer le milieu dans lequel

baignent les vésicules. Les expériences de lavage sont réalisées afin de voir la réversibilité de

l’interaction GUV / ezrine et seront décrites au chapitre III.A.
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Fig II.D.8. Lamelle sur laquelle sont collés les puits qui vont nous servir à visualiser les GUV en microscopie.

La solution est introduite à l’aide d’une micropipette.

II.D.5 - Microscopie à onde évanescente (microscopie TIRF)

La microscopie en fluorescence à réflexion totale interne (à onde évanescente) a été

utilisée pour observer la croissance de filament d’actine. La microscopie TIRF constitue un

outil très puissant et adapté pour l’étude en temps réel de la polymérisation de l’actine (Kuhn

et al. 2005; Fujiwara et al. 2002) . En effet, pour observer des filaments d’actine polymériser

en temps réel, il est nécessaire de marquer directement les monomères d’actine avec une

molécule fluorescente. Cependant, ainsi que nous l’avons vu précédemment, une observation

microscopique classique permet d’observer un ensemble de molécules fluorescentes en

solution. Dans le cas présent, le bruit de fond des monomères d’actine et des filaments qui

diffusent librement vient masquer la fluorescence du signal produit par le filament d’actine

qu’on souhaite observer. La microscopie à onde évanescente va permettre une observation

très localisée des filaments (quelques centaines de nm) au voisinage de la lamelle de verre

(Amann et al. 2001).

II.D.5.a - Principe du montage pour l’obtention de l’onde évanescente

Dans ce type de microscopie, l’onde électromagnétique va être confinée à l’interface

entre le milieu de fort indice de réfraction n1 (typiquement la lamelle d’observation d’indice

proche de 1.5) et le milieu de faible indice de réfraction n2 (le milieu contenant la solution à

étudier, d’indice proche de 1.33). Une onde évanescente est créée en jouant sur l’angle

d’incidence du faisceau laser à l’interface entre l’objectif et la lamelle d’observation. Pour un
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angle supérieur à l’angle critique, θcritique, il y a une réflexion totale interne du laser dans le

verre. L’angle critique de réflexion totale interne est :

)sin(
1

2

n

n
Arccritique  (4)

Une onde évanescente se propage alors à l’interface verre/milieu aqueux, dans le milieu de

plus faible indice.

Le faisceau sort de l’objectif en incidence rasante, est réfléchi à l’interface entre le

verre de la lamelle et la solution, et revient dans l’objectif. L’onde évanescente est alors créée

sur quelques centaines de nanomètres (typiquement 150 - 200 nm) directement à l’interface de

la lamelle qui en contact avec l’objectif. L’intensité de l’onde évanescente est donnée par la

relation :

dzeIzI /
0)(  (5)

Où I est l’intensité de l’onde, z est la distance parcouru dans le milieu, d est la longueur de

pénétration de l’onde
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2
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2
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


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Où n1 et n2 sont les indices optiques des milieux et θ l’angle d’incidence (Amann et al. 2001).

L’onde évanescente permet une observation de phénomènes localisés ayant lieu à proximité

de la lamelle dans une zone optiquement limitée à 300 nm. Ainsi, le bruit de fond de la

solution est éliminé grâce au principe physique de cette onde.

Le montage TIRF qui a été utilisé durant mes expériences est schématisé sur la figure

(fig II.D.9). Il utilise l’objectif lui-même comme prisme. Néanmoins, ceci n’est possible que

si l’objectif possède une grande ouverture numérique. En effet, l’angle θmax le plus grand

possible est tel que : max1 sin nNA , avec n1 l’indice de réfraction de l’huile d’immersion.

On doit donc, d’après l’équation, avoir NA > n2. Il existe donc des objectifs « spécial TRIF »

ayant une ouverture numérique supérieure à 1.4.

Lors de ma thèse, les observations TIRF ont été réalisées sur un microscope inversé Nikon TE

Eclipse équipé d’un module FRAP / TIRF et d’une ligne laser (raies : 405 nm, 491 nm, 561

nm) et d’un objectif x100 d’ouverture numérique de 1.49, au sein de l’équipe de L. Blanchoin

(iRSTV, CEA Grenoble). Le microscope TIRF est également équipé d’un module de

correction du focus ce qui permet de suivre une polymérisation d’actine sur plusieurs dizaines

de minutes. Durant l’expérience il est possible que la position de la lamelle fluctue
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légèrement. Sans le module de correction du focus il est courant de « perdre de vue » les

filaments que nous étions en train d’observer : s’ils sortent de l’onde évanescente, ils ne

seront plus visibles.

Fig II.D.9. Montage pour une illumination en onde évanescente. Indication 1) objectif, 2) lumière émise par

l’échantillon, 3) huile d’immersion, 4) lamelle, 5) solution, 6) onde évanescente, 7) laser, 8) glycérol, 9) prisme.

II.D.5.b - Préparation des échantillons pour l’observation en microscopie TIRF

La polymérisation d’actine se fait toujours à des concentrations proches de 1 µM, ainsi

la dynamique de polymérisation est lente et il est possible de suivre convenablement un

filament unique pendant quelques dizaines de minutes. Afin d’éviter des fluctuations

thermiques trop grandes qui empêcheraient de prendre des images nettes des filaments, les

expériences sont réalisées avec en permanence 0.5 % de methylcellulose dans le milieu.

Celle-ci permet d’augmenter la viscosité du milieu (proche de 10 cP, soit dix fois plus

visqueux que l’eau).

Le mélange contenant les protéines et le lipide est réalisé dans un volume de 30 µL dans un

Eppendorf. Les lamelles de verres ne sont pas recouvertes de BSA, mais la BSA est ajoutée

dans le mélange afin d’éviter que les filaments ne s’adsorbent sur la lamelle de verre, ce qui

inhiberait leur croissance.

5 µL du mélange de protéines est déposé sur une lamelle de verre, puis une second lamelle est

mise au contact de la première afin d’écraser la goutte. Celle-ci va remplir l’espace entre les

deux lamelles. Ensuite les lamelles sont posées ainsi sur la platine du microscope (fig

II.D.10), les observations se font à température ambiante.
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Fig II.D.10 : Une goutte du mélange réactionnel est disposée au milieu d’une première lamelle. Avec la seconde

lamelle que nous laissons tomber sur la première, nous écrasons la goutte.

II.D.6 – Analyses d’images

Des études quantitatives sont réalisées sur la répartition des différents constituants

marqués en fluorescence. Pour le système vésicules géantes nous avons analysé la répartition

du PIP2 au sein de la membrane ainsi que la répartition de l’ezrine. Les analyses des

expériences de microscopie TIRF sont surtout des analyses de suivi (« tracking ») des

filaments afin d’en obtenir la taille et la vitesse de croissante. L’ensemble des images sont

analysées avec ImageJ (http://rsb.info.nih.gov/ij/).

II.D.6.a – Visualisation du marquage de la membrane dans une solution fluorescente

Lorsqu’une GUV est plongée dans un milieu contenant de l’ezrine fluorescente, la

membrane des vésicules se marque éventuellement en fluorescence. A l’aide du module

complémentaire de ImageJ « radial profile plot », les intensités sont intégrées sur des cercles

concentriques partant du centre de la GUV jusqu'à l’extérieur de celle-ci. Nous utilisons

toujours la même quantité d’ezrine fluorescente, néanmoins, la concentration d’ezrine totale

peut varier (cela dépend du rendement de la purification). De plus, l’acquisition n’est pas

toujours faite avec les mêmes temps d’exposition ou la même puissance du laser. Donc afin

de comparer le marquage des différentes GUV nous normalisons l’intensité.

L’intensité de fluorescence est IINT à l’intérieur de la GUV (pas de fluorescence), et elle est

IEXT à l’extérieur, loin de la membrane de la GUV (solution fluorescente). L’intensité de

fluorescente normalisée est calculée :

INORM = (I–IINT)/(IEXT–IINT) (7)

http://rsb.info.nih.gov/ij/
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Où I est l’intensité mesurée au niveau de la membrane de la vésicule. Cette normalisation

donne au centre de la GUV INORM = 0 et à l’extérieur de la GUV INORM = 1.

Nous pouvons tracer l’intensité normalisée du centre jusqu’à l’extérieur de la GUV (fig

II.D.11). Une GUV dont la membrane est marquée en fluorescence présentera au niveau de sa

membrane un pic d’intensité normalisée supérieur à 1.

Les GUV étant toutes de tailles différentes, nous représentons INORM en fonction d’un rayon

normalisé RNORM = r/R où r représente la distance par rapport au centre de la GUV et R est le

rayon de la GUV. Ceci permet de comparer directement le marquage entre les différentes

GUV. Nous définissons une GUV marquée à la membrane quand le pic d’intensité sur la

membrane est supérieur d’au moins 15% à l’intensité à l’extérieur de la GUV.

Fig II.D.11. Profil radial de GUV en contact avec de l’ezrine fluorescente en fonction du rayon normalisé. En

abscisse la membrane de la GUV est située à RNORM =1.

II.D.6.b - Quantification de l’hétérogénéité de la membrane des GUV

Le module complémentaire « Oval profile plot » de ImageJ permet de mesurer le

profil d’intensité de long de la membrane de la vésicule. Le profil d’intensité a été mesuré sur

une région de 5 pixels d’épaisseur autour de la membrane afin de réduire le bruit. L’intensité

moyenne du profil IMEAN est mesurée. La déviation standard σ du profil d’intensité le long de la

membrane représente l’hétérogénéité de la membrane : plus σ est grand, plus la membrane est

hétérogène (Römer et al. 2007).
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Où x est la valeur d’intensité du nième point et x est la moyenne d’intensité du profil.

Pour comparer l’hétérogénéité de marquage des GUV dans différentes conditions, nous

comparons les différents rapports
IMean


que l’on exprime en pourcentage de l’intensité

moyenne du profil IMean.

Lorsque les GUV sont marquées en fluorescence de façon homogène à l’échelle

d’observation, on mesure un rapport )%210( 
IMean


. Par la suite, nous considérerons

qu’une GUV a un marquage homogène lorsque %10
IMean


et qu’elle est marquée d’une

façon hétérogène lorsque %15
IMean


(fig II.D.12). Ce type d’analyse sera appelé analyse

de déviation standard.

Fig II.D.12. Profil d’intensité le long d’une GUV homogène. Le pourcentage indique la valeur obtenue pour σ /

IMean La barre représente 10 µm.

)1(

)²(
__






n

xx
 (8)
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II.D.6.c - Analyses des images issues du TIRF

II.D.6.c.1 – Mesure des vitesses d’élongation, de la constante k+ et de la taille moyenne des

filaments

L’extrémité des filaments est suivie tout au long des acquisitions à l’aide du module

complémentaire « Manual tracking » de ImageJ. Les vitesses de croissance des filaments sont

déduites de la taille mesurée et de la durée de l’observation au microscope.

Les vitesses d’élongation sont converties en nombre de monomères d’actines par seconde (un

micromètre de filament d’actine est constitué de 333 monomères) (Pollard 1986).

La vitesse d’élongation v s’exprime en fonction des constantes d’association et de dissociation

et de la concentration en actine selon :

    kckv (9)

Où [c] est la concentration d’actine, k+ et k- sont les constantes d’association et de

dissociation des monomères sur le filament. A partir de l’expression (9), k+ est exprimé en

fonction de la vitesse d’élongation :

])[]([ cccvk  (10)

Où v est la vitesse d’élongation, [c] est la concentration d’actine et [cc] est la concentration

critique ([cc] = k- / k+). De la mesure de la vitesse d’élongation nous pouvons à l’aide de

l’expression (10) déduire la constante d’association k+.

II.D.6.c.2 – Mesure de la densité de filaments dans le champ d’observation

La densité de filaments sur la lamelle est quantifiée par l’intensité de fluorescence moyenne

du champ observé. En effet plus nous avons de filaments sur une image et plus l’intensité

moyenne de l’image sera élevée. Nous prenons une région d’intérêt sur le champ

d’observation. Nous seuillons en intensité l’image de manière à ne faire apparaître sur l’image

que les filaments. Nous mettons tous les pixels en dessous du seuil à 0, et tous les pixels au

dessus du seuil à 1 (fig II.D.11). Cette étape est l’étape de binarisation. Une image est obtenue
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où les filaments sont blancs sur un fond noir. L’évolution de la densité de filaments est

évaluée en mesurant l’intensité moyenne du champ d’observation des images binaires.

Fig II.D.11 : (A) image de filaments d’actine en TIRF. (B) image des mêmes filaments d’actine binarisée.
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II.E – Techniques de biochimie

Ma thèse étant située à l’interface de la physique et de la biologie, j’ai été amené à

utiliser des techniques qui sont communément employées en biochimie.

II.E.1 - Gels d’électrophorèse en conditions dénaturantes (SDS-PAGE)

Cette technique est couramment utilisée lorsque l’on veut connaître le poids

moléculaire d’une protéine et évaluer son niveau de pureté (Laemmli 1970). La protéine

migre dans un gel réticulé de polyacrylamide sous l’effet d’un champ électrique. La vitesse de

migration, et donc la position de la protéine, va dépendre de la taille de la protéine. Les

protéines sont dénaturées par du dodécylsulfate de sodium (SDS), une molécule tensioactive

chargée négativement. Les charges négatives du SDS vont masquer les charges propres de la

protéine. Les charges de la protéine n'interviennent plus dans la migration de celle-ci. La

charge de l'ensemble protéine/SDS (et donc sa vitesse de migration) dépend uniquement de la

longueur de la chaine protéique.

La solution contenant les proteines est bouillie pendant 3 minutes avec une solution dite de

Laemmli contenant du SDS (4%) et un colorant, le bleu de bromophénol (0.004 %). Ensuite,

un volume de 20 µl de la solution est déposée dans le gel de migration (fig II.E.1(A)). Pour

commencer la migration, un courant de 20 mA est appliqués entre l’anode et la cathode.

Quand la migration est achevée, le gel est plongé dans un colorant qui va colorer les bandes

de protéines. Chaque molécule apparait comme une bande fine, perpendiculaire au trajet de

migration et dont l'intensité et l'épaisseur dépendent de la concentration de la protéine (fig

II.E.(B)).

Les gels d’électrophorèse sont utilisés afin d’attester de la pureté de l’ezrine purifiée. En effet,

après la purification, l’ezrine est déposée sur gel où il sera possible de vérifier son poids

moléculaire et sa pureté (s’il n’y a que de l’ezrine et pas de contaminants, une seule bande

sera observée) (fig II.B.2 et fig II.E.2(B)). Cette technique est également utilisée lors des

expériences de Western Blot.
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Fig II.E.2. (A) Schéma du montage pour effectuer un gel d’électrophorèse. (B) Exemple de gel d’électrophorèse

avec dans la piste à gauche les marqueurs de poids moléculaires et dans les pistes de droite deux préparations

d’ezrine de pureté différente. La flèche indique l’ezrine à 80kDa.

II.E.2 – Marquages des GUV avec des anticorps fluorescents

Afin de vérifier l’incorporation de PIP2 dans les GUV, des marquages en

immunofluorescence ont été réalisés. Les anticorps primaires anti-PIP2 sont des anticorps de

souris de chez Assay Designs (Ann Arbor, MI). Les anticorps secondaires utilisés sont soit

des anticorps de lapin-anti souris couplés à un fluorophore Alexa 568 (RAM-Alexa568), soit

des anticorps de chèvre anti-souris non fluorescents (fabriqués au laboratoire par C. Roy). Les

anticorps tertiaires sont des anticorps âne anti-chèvre couplés à un fluorophore Alexa 488

(DAG-Alexa488) de chez Molecular Probes (Eugene, OR).

Les GUV sont diluées 10 fois dans le tampon d’ezrine neutralisé. Nous préparons 100µl de ce

même tampon avec en plus 1µl d’anticorps primaires et 1µl d’anticorps secondaires

fluorescents (ou avec 1µl d’anticorps primaires, 1µl d’anticorps secondaires non fluorescents

et 1µl d’anticorps tertiaires fluorescents). Après ajout de 100µl de la solution contenant les

anticorps à 100µl de la solution contenant les GUV, les deux solutions sont mélangées

délicatement avec une pipette Pasteur. Nous laissons incuber 1 heure dans un endroit sombre.

Ensuite les vésicules sont observées en microscopie de fluorescence.
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II.E.3 – Western Blot

Le Western Blot est une technique qui utilise des anticorps spécifiques afin de

permettre l’identification de protéines dans un échantillon. Deux types d’anticorps ont été

utilisés : un anticorps anti-ezrine (fabriqué au laboratoire) et un anti- PIP2 (Ann Arbor, MI).

Concrètement, après un gel d’électrophorèse, les bandes de protéines sont transférées sur une

membrane de polyfluorure de vinyldiène (PVDF). Ces membranes de PVDF vont être tout

d’abord mises en contact avec de la BSA et des protéines de lait afin de réduire l’adsorption

non spécifique des anticorps sur la membrane. La membrane est mise au contact d’une

solution contenant les anticorps primaires (anti- PIP2 ou anti-ezrine). Ensuite un anticorps

secondaire portant une enzyme est mis en contact avec la membrane. Pour révéler les pistes, il

ne reste plus qu’à ajouter le substrat de l’enzyme porté par les anticorps secondaires.

L’enzyme va réagir avec le substrat et les anticorps tertiaires vont devenir luminescents. Les

pistes sont révélées par photoluminescence à l’aide d’un kit ECL (Pharmacia) (fig II.E.3).

Fig II.E.3. Principe du Western Blot avec (1) la membrane de PVDF, (2) protéines qui réduisent l’absorption non

spécifique sur la surface, (3) espèce que l’on veut détecter, (4) anticorps primaire, (5) anticorps secondaires, (6)

enzyme, (7) substrat.
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II.F – Techniques physiques

II.F.1 – Diffusion de lumière

II.F.1.a - Principe et rappels théoriques

Lorsque de la matière est illuminée par un rayonnement de lumière visible il existe une

interaction matière / rayonnement. Le champ électrique du rayonnement incident interagit

avec les molécules de l’échantillon, plus précisément avec les électrons. Localement le champ

électrique du rayonnement incident va induire une polarisation oscillante. Les molécules se

comportent comme des sources secondaires et elles vont réémettre une lumière avec une

longueur d’onde peu différente de la lumière incidente. La diffusion de lumière n’est pas

élastique, mais quasi-élastique. Le principe de l’expérience est schématisé en (fig II.F.1).

Fig II.F.1 : un échantillon est éclairé par un laser, ik


est le vecteur d’onde incident et dk


est le vecteur d’onde

diffusée.

On introduit le vecteur de diffusion q


di kk


 , où ik


et dk


sont respectivement le vecteur

d’onde incident et le vecteur d’onde diffusée. En diffusion quasi-élastique nous avons :

)
2

sin(.
4 


n
q  (11)
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avec n l’indice du milieu, λ la longueur d’onde incidente et θ l’angle de diffusion. L’intensité

totale mesurée est égale au module de la somme des champs diffusés par chaque particule.

Soit ME


le champ émis par la ièmeM particule, alors :

²
M

MTOT EI


(12)

Une mesure de l’intensité des champs diffusés par chaque particule M est effectuée selon

une direction donnée. Si )(0 qI représente l’intensité moyenne dans le temps diffusée avec un

vecteur d’onde q , l’intensité instantanée s’écrit :

 
NM

NM trtrqjqItqEtqI
,

0 )]()(.(.exp[).(²),(),(


(13)

Où )(trM


(respectivement )(trN


) désigne la position de la ièmeM (respectivement de la ièmeN )

particule à l’instant t.

II.F.1.b – Diffusion statique

Nous mesurons l’intensité diffusée par l’échantillon en fonction de l’angle de

diffusion. Généralement l’intensité moyenne diffusée est directement proportionnelle au

nombre et au carré de la masse des particules en suspension.

².mnI  (14)

Où n est le nombre de particule et m la masse des particules. Pour un mélange de deux type

de particules de masse m et de masse M nous avons :

²).².( MNmnI  (15)

Lorsque nous avons une seule espèce de masse m en solution qui forme des multimères pour

donner une deuxième espèce de masse M, alors nous pouvons évaluer la quantité relative de

chaque espèce en calculant le rapport 0II .

II.F.1.c – Diffusion dynamique
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La diffusion dynamique de lumière (DLS) est très largement utilisée pour mesurer la

taille de particules en suspensions. Lors de nos expériences, la taille de l’ezrine et de l’ezrine

interagissant avec le PIP2 a été mesurée à l’aide de cette technique. Le spectre de la lumière

diffusée est reliée au mouvement brownien des particules en solution, et donc à leurs

coefficient de diffusion D , qui lui est relié à la taille des particules (Pecora 1985).

Dans la configuration précédente, pour q


fixé, la fonction d’autocorrélation sur l’intensité

diffusée est définie par :

²)(

)()0(
)(

2 tI

tItI
tg


 (16) ou

²)(

)(*)0(
)(

1 tE

tEtE
tg 




 (17)

Expérimentalement c’est l’intensité du champ électrique diffusé qui est mesurée : seule la

fonction )(2 tg est accessible. La relation de Siegert relie )(1 tg à )(2 tg tel que :

)(1)( 12 tgtg  (18)

Où β, le coefficient de Siegert, traduit la zone de cohérence mesurée, c'est-à-dire le volume 

dans lequel est effectuée la mesure. Ce coefficient dépend du montage expérimental, c'est-à-

dire de sa géométrie (Siegert 1943).

Pour une suspension diluée de particules monodisperses en taille et sans interactions nous

avons )(1 tg qui a la forme d’une exponentielle simple :

6

)²(²

1 )(
trq

etg




 (19)

Où )²(tr est le déplacement quadratique moyen des particules. Le coefficient de diffusion

D est défini comme tDtr 6)²(  . Il est relié au rayon r de la particule par la relation de

Stokes-Einstein :

r

Tk
D B

6
 (20)
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Ou T est la température en Kelvin, η la viscosité du milieu et Bk la constante de Boltzmann.

Le coefficient de diffusion est aussi relié au temps caractéristique τ de décroissance de la

fonction de corrélation et au vecteur d’onde par la relation suivante :

²
1

Dq


(21)

Pour les solutions polydisperses, l’analyse de la fonction de corrélation n’est plus simple.

Dans ce cas là il y a plusieurs méthodes pour traiter la fonction de corrélation. Par exemple, il

possible de faire une décomposition de la fonction d’autocorrélation en une somme de

fonctions exponentielles ou bien d’utiliser des transformation de Legendre afin de faire

apparaître les différents temps caractéristiques.

II.F.1.d – Montage expérimental, préparation des échantillons et analyse

Le montage expérimental est constitué d’un laser de puissance maximale de 100 mW

et de longueur d’onde λ = 514.5 nm. Le goniomètre AMTEC (AMTEC, Nice, France) porte 2 

photomultiplicateurs. Les photomultiplicateurs fournissent des impulsions d’électrons qui

sont envoyés à un corrélateur Brookhaven BI9400 (Brookhaven Instrument Corp., Holtsville,

NY). Les expériences sont réalisées à 25°C.

L’analyse de la fonction de corrélation issue de l’ezrine en solution se fait en ajustant une

fonction monoexponentielle sur la fonction de corrélation. Nous déterminons pour chaque

angle de diffusion un temps caractéristique τ. Ensuite nous représentons 1/τ en fonction de q². 

En accord avec les relations (20) et (21), la pente de la droite permet de calculer le rayon de la

protéine.

La solution contenant la protéine est mise dans un tube en verre fermé par un bouchon en

plastique. Toutes les solutions sont préalablement filtrées à l’aide d’un filtre de 0.22 µm. Le

volume d’observation est de l’ordre de 1ml. L’ezrine est à une concentration de 12.5µM,

l’acquisition est faite à plusieurs angles et le temps d’acquisition est de 20 minutes par mesure

au minimum. Une mesure est effectuée avec les tampons afin de s’assurer que les solutions

utilisées ne contiennent pas d’impuretés pouvant fausser les mesures. Ensuite nous pouvons

mesurer l’échantillon contenant les protéines.
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Lorsque nous ajoutons du PIP2 à l’ezrine, nous avons plus d’un seul temps caractéristique et

dans ce cas l’analyse des résultats se fait en utilisant l’algorithme CONTIN ou NNLS à l’aide

du logiciel DLS-BIC software (Brookhaven Instrument Corp., Holtsville, NY). L’algorithme

CONTIN utilise une analyse en transformée de Laplace inverse de la fonction de corrélation

(Provencher 1982). L’analyse à l’aide de l’algorithme NNLS est basée sur une

décomposition en somme d’exponentielles de la fonction de corrélation. Chaque exponentielle

nous donne un temps caractéristique correspondant à une particule de taille déterminée

(Morrison et al. 1985).

II.F.2 – Expériences de fluorescence du tryptophane

II.F.2.a - Principe

Les protéines sont intrinsèquement fluorescentes. Certains acides aminés sont

fluorescents, par exemple la tyrosine, le tryptophane et la phénylalanine. Le tryptophane

représente environ 1% des acides aminés présent dans les protéines. Il contient un hétérocycle

indole qui lui confère des propriétés d’absorption et de fluorescence dans l’ultraviolet (fig

II.F.2). Les caractéristiques de l’émission de fluorescence, longueur d’onde et intensité,

peuvent être modulées par son environnement (Lakowicz 2006). C’est pourquoi la

fluorescence intrinsèque du tryptophane constitue un outil de choix pour visualiser les

changements de conformation d’une protéine. L’ezrine contient 7 résidus tryptophane.

Fig II.F.2 : (A) Structure chimique du tryptophane, la flèche pointe l’hétérocycle indole et (B) spectre

d’absorption et d’émission dans un tampon phosphate 0.1M à pH 7.4.



102

Lorsque les résidus tryptophane sont exposés à un environnement apolaire (le cœur

hydrophobe d’une protéine par exemple), le maximum d’émission se situe à 330 nm et

l’intensité de fluorescence est maximale. A contrario lorsque le tryptophane est exposé à un

environnement polaire, comme de l’eau, le maximum d’émission se décale vers le rouge et

l’intensité de fluorescence diminue.

II.F.2.b – Montage expérimental et préparation des échantillons

Les expériences de fluorescence intrinsèque du tryptophane sont réalisées sur un

spectromètre de luminescence LS50B (Perkin). On excite à une longueur d’onde de 280 nm et

on réalise le spectre de 300 nm à 400 nm à une vitesse de 50 nm par minute. Les fentes

d’émission et d’absorption sont de 2.5 nm. Les cuves de fluorescence de 60µl sont en quartz.

La protéine est injectée dans la cuve, puis le PIP2. Nous mélangeons à l’aide d’une pipette et

attendons 3 à 5 minutes. L’acquisition est faite à température ambiante.

II.F.3– Mesure du potentiel zêta des vésicules

II.F.3.a – Définition du potentiel zêta et principe de mesure

A l’interface entre une surface chargée et une solution électrolytique, il existe une

couche de solution qui possède des propriétés différentes de celles du réservoir (Israelachvili

1991). Nous nous intéressons au modèle de la double couche de Stern (fig II.F.3).

Dans ce modèle, une première couche de contre ions immobiles est présente au contact de

l’interface chargée : c’est la couche compacte. Elle est suivie d’une seconde couche d’ions

mobiles dans l’électrolyte : c’est la couche diffuse. Le plan de jonction entre la couche

compacte et la couche diffuse est le plan de cisaillement. On nomme potentiel zêta, ζ, le 

potentiel électrostatique au plan de cisaillement (Hunter 1981).

A cause de l’immobilité des ions de la couche compacte, c’est ζ et non pas le potentiel 

électrostatique ψ0 de la surface chargée qui intervient dans les phénomènes électrocinétiques. 

Dans ce modèle, l’épaisseur de la double couche (couche compacte + couche diffuse) est un

paramètre essentiel, permettant de caractériser la décroissance du potentiel. Cette épaisseur est

appelée longueur de Debye et notée κ-1. Cette longueur dépend de la force ionique de la

solution : elle diminue lorsque la force ionique augmente.
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Fig II.F.3 : modèle de la double couche de Stern, avec ψ0 le potentiel électrostatique et ζ le potentiel zêta. 

Adapté de Israelachvili (Israelachvili 1991).

Où i est la concentration de l’ion i dans le réservoir, iz  la charge de l’ion i, ε la permitivité 

électrique du milieu, e la charge de l’électron, k la constante de Boltzmann et T la température

en K. A température ambiante la longueur de Debye est de 1µm dans de l’eau pure, et elle est

de 3nm à une concentration de 10-2 mol en sels monovalents. Dans la solution de gonflement

des vésicules elle est de 9 nm.

Lorsqu’on applique un champ électrique à une suspension contenant des colloïdes chargés,

ceux-ci acquièrent une certaine mobilité dépendant de leurs charges et de leur cortège

électronique. Les ions ayant une forte affinité pour la surface (ions qui se situent dans la

couche compacte) accompagnent le colloïde dans son mouvement alors que les ions ayant une

affinité plus faible se séparent progressivement de la surface. La valeur du potentiel ζ est 

accessible par des mesures électrocinétiques. Le principe des mesures électrocinétiques repose

sur la mesure de la mobilité électrophorétique de particules chargées en suspension.

L’application d’un champ électrique entraine les particules vers l’électrode de charge opposée

Double couche de Stern
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à la charge de la particule. La mobilité μ des particules se définit comme le rapport entre la

vitesse v de ces particules et le champ électrique appliqué E :
E

v . La mobilité

électrophorétique permet d’accéder à la valeur du potentiel zêta par la relation de Henry :

)(
3

2
af 




  (22), où  est la viscosité du liquide, κ-1 est la longueur de Debye, a est le

rayon de la particule et 0 la constante diélectrique du liquide.

Le facteur )( af  dépend de la forme de la particule. Dans le cas d’une particule sphérique

dont l’épaisseur de la double couche est négligeable,
2

3)( af  et l’expression se

simplifie à :


  . Si la taille de la particule est négligeable devant la double couche,

nous avons 1)( af  et



3

2 .

II.F.3.b – Montage expérimental

Pour faire les mesures de potentiel zêta nous avons utilisé le zêta sizer Nano ZS de

chez Malvern (Malvern, Worcestershire, United Kingdom) (fig II.F.4).

Fig II.F.4 : zêta sizer nano ZS et cellule de mesure du potentiel zêta. Adapté de Malvern.

Les cellules de mesure que nous utilisons pour la mesure du potentiel zêta ont un volume de

700µl. Les mesures sont faites à 25°C. Dans la chambre de mesure les vésicules sont

soumises à un champ oscillant de 300V/cm. La vitesse des particules est mesurée par

vélocimétrie doppler laser. Des franges d’interférences sont créées dans la cellule de mesure.

Les particules soumises au champ électrique vont bouger dans ces franges d’interférence.
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L’intensité des franges va être modulée à une fréquence directement proportionnelle à la

vitesse des particules (fig II.F.5).

Fig II.F.5 : principe de la mesure par vélocimetrie laser. Adapté de Malvern

La mesure de la fréquence de modulation de l’intensité des franges, permet de calculer la

vitesse des vésicules et donc de mesurer leur potentiel zêta.

La limitation de cette technique de mesure est la taille des particules : nous ne pouvons pas

mesurer le potentiel sur des GUV dont le rayon et plus grand que 10 µm. Les mesures sont

analysées à l’aide du logiciel DTS nano fourni avec le nano ZS.

II.F.3.c – Préparation des échantillons et mesures

Lorsque nous voulons mesurer le potentiel zêta des LUV, il suffit de remplir la cellule

avec la solution contenant les petites vésicules. La solution de LUV est injectée dans la cellule

de mesure à l’aide d’une seringue de 1ml.

Mais pour mesurer le potentiel zêta des GUV il faut d’abord s’assurer que la solution ne

contient pas de petits agrégats de lipides. Ces agrégats peuvent fausser la mesure de la

mobilité électrophorétique. De plus il ne faut pas que les vésicules sédimentent au risque de

fausser la mesure de la mobilité.

Lors de l’électroformation, il faut porter une attention particulière à la manipulation des

vésicules : les agrégats qui peuvent gêner en potentiel zêta sont surtout des agrégats produits
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lors d’éclatement de vésicules. Aussi les vésicules ne sont jamais secouées ni pipetées pour ne

pas les détruire.

Afin de vérifier la propreté de la solution de GUV nous diluons par 10 les GUV contenant du

sucrose dans une solution de glucose. Les GUV sont centrifugée à 500 ou 1000 rpm pendant

30 minutes. Ensuite le surnageant est prélevé et observé en microscopie de phase ou de

fluorescence : il n’y a aucun agrégat de lipides détectable en microscopie optique. Pour

vérifier la « propreté » de la solution de GUV, nous pouvons également filtrer délicatement la

solution sur 0.2µm et mesurer le potentiel zêta de la solution filtrée. Lorsque rien n’est

mesurable nous supposons qu’il n’y a pas d’impuretés et que donc il n’y a aucuns agrégats de

lipides pouvant fausser les mesures de potentiel sur les GUV. La validité de la technique pour

mesurer le potentiel zêta des GUV sera discutée dans le chapitre III.

Les mesures de potentiel zêta sont répétées 3 fois sur chaque échantillon. Le potentiel zêta des

GUV est mesuré sur les GUV dans leur solution de gonflement afin qu’elles ne sédimentent

pas.

II.F.4– Calorimétrie de titration isotherme (ITC)

La grande majorité des réactions chimiques est accompagnée d’un échange de chaleur

Q. L’ITC mesure ce changement de chaleur afin de remonter à des valeurs thermodynamiques

(Pielak et al. 2001; Day et al. 2002).

II.F.4.a – Principe de la mesure

Les interactions entre une macromolécule et un ligand, dans notre cas entre l’ezrine et

le PIP2, peuvent être d’un point de vue général décrites de la manière suivante :

nEzPiPnPiPEz )( 22  (24)

La liaison de l’ezrine au PIP2 peut être décrite avec une constante d’équilibre K qui est

déterminée par la relation (24) :

RTG

n

n e
PiPEz

EzPiP
K /

2

2

]][[

])[(  (25)

où G est l’enthalpie libre de Gibbs. La constante de dissociation dK est égale à K1 (26)

(Howard 2001). L’énergie libre de Gibbs STHG  (27) est reliée à la constante de

dissociation de la réaction par la relation (25). H est l’enthalpie de réaction.
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La technique de microcalorimétrie nous permet de mesurer l’échange de chaleur Q produit par

la réaction. La chaleur Q est proportionnelle à l’enthalpie de liaison H , au nombre de sites

disponibles pour l’interaction n (n est la stœchiométrie), à la concentration du

complexe )][( 2EzPiP et au volume de la celluleV (Lewis al. 2005).

VEzPiPHnQ )][( 2 (28)

La quantité de complexes ])[( 2 nEzPiP formés est proportionnelle à la constante d’équilibre de

la réaction et aux quantités totales d’ezrine et de PIP2 présents dans la solution. L’interaction

impose que la quantité de complexes ])[( 2 nEzPiP est égale à la quantité d’ezrine liée et à la

quantité de PIP2 lié. Nous avons donc liéliéen PiPezEzPiP ][][])[( 22  . De plus les loi de

conservation de la masse imposent [PIP2]total = [PIP2]lié + [PIP2]libre et pour l’ezrine avec

[ez]totale = [ez]liée + [ez]libre.

A l’aide de la formule (25) donnant la constante d’équilibre, nous exprimons )][( 2EzPiP en

fonction de K, [PIP2]total, [ez]totale

2

1

2222 )][][4)²][](([)][]([)][2 totaltotaledtotaltotaledtotaltotale PiPezKPiPezKPiPezEzPiP 

Puis, nous injectons ])[( 2 nEzPiP dans (27), il en découle l’équation (29) :









 2

1

2
22 )].[4)²

].[

1

][

][
1((

].[

1

][

][
1][

2

1
total

totaletotale

total

totaletotale

total
totale PiP

ezKez

PiP

ezKez

PiP
VezHnQ

Lors d’une titration la chaleur dégagée par chaque injection est obtenue en mesurant l’aire

sous les pics de changement de chaleur. Au fur et à mesure des injections, la quantité de

protéines non complexées diminue. L’intensité des pics diminue jusqu'à saturation complète.

Une fois la saturation atteinte, les injections produisent des pics d’égale intensité

correspondant à de la dilution. Un exemple de titration est montré sur la figure II.F.6.
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Fig II.F.6 : exemple de titration en microcalorimétrie. Chaque pic correspond à une injection de ligand.

Une courbe de titration est alors obtenue : en ordonnée est représentée la chaleur échangée et

en abscisse est représenté le rapport
totaletotal ezPiP ][][ 2 . Nous ajustons ensuite l’équation (20)

sur notre courbe de titration. Nous en déduisons deux paramètres importants : la constante

d’équilibre K (ou la constante de dissociation Kd), la stœchiométrie de la réaction n. Ensuite

les équations (25), (26) permettent de calculer G . L’équation (27) permet ensuite de calculer

la valeur de S (Lewis et al.2005).

En utilisant l’équation (29) nous pouvons simuler des courbes de titrations et nous pouvons

voir quels sont les effets de la stœchiométrie et de la constante de dissociation sur ces courbes.

Le résultat de ces courbes simulées est montré sur la figure II.F.7. La courbe de titration est

représentée en fonction du rapport
totaletotal ezPiP ][][ 2 correspondant à la stœchiométrie de la

réaction. La forme de la courbe est dépendante de la constante d’affinité, plus le dK est petit

et plus la courbe est abrupte.

Fig II.F.7 : La chaleur échangée est représentée en fonction du rapport
totaletotal ezPiP ][][ 2 . (A) Influence de

la stœchiométrie sur la courbe de liaison et (B) influence du Kd sur la courbe de liaison d’une réaction ayant une

stœchiométrie de 1.
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II.F.4.b – Montage expérimental, préparation des échantillons et traitement des données

Les expériences sont réalisées dans un microcalorimètre (fig II.F.9). Le calorimètre

VP-ITC (Micro Cal, Northampton, MA) que nous utilisons opère en compensation de

température, c'est-à-dire qu’il mesure l’énergie qu’il faut pour que la cellule contenant

l’échantillon reste à température constante. Les mesures ont été faites au Centre de Biochimie

Structurale (CBS) à Montpellier, avec l’aide de Stephan Arold et André Padilla.

Fig II.F.9 : schéma d’un microcalorimètre.

Les solutions sont dégazées avant les expériences pour empêcher la formation de bulles qui

gênent les mesures. Les titrations ont été effectuées à l’aide d’une seringue Hamilton

contenant 350µl de PIP2 en solution dans l’eau à une concentration de 90µM. Les injections

sont lancées après que l’appareil soit à une température stable de 25°C. L’expérience de

titration consiste à faire 28 injections consécutives de 10µl de PIP2 dans une solution d’ezrine

à 6.5µM ou de FERM à 3µM. Les injections durent 20s et sont espacées de 300s. Afin de

corriger l’effet dû à la dilution, une expérience contrôle est réalisée dans laquelle le PIP2 est

injecté dans du tampon. La cellule de mesure est sous agitation à 300 rpm pendant la titration.

Deux ou trois titrations sont effectuées par condition expérimentale. Les données collectées

ont été traitées avec un modèle d’interaction à un seul site à l’aide du logiciel Micro Cal

ORIGIN fourni avec l’appareil.
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III – Résultats et discussions

III.A – Interactions entre ezrine et PIP2

en solution

In cellulo, lorsque l’ezrine se localise à la membrane plasmique, elle se lie avec le

PIP2 (Niggli et al. 1995; Algrain et al. 1993). Ensuite elle est phosphorylée (Hayashi et al.

1999; Nakamura et al. 1999) et enfin elle interagit avec l’actine.

In vitro la phosphorylation de l’ezrine est insuffisante pour qu’elle se lie à l’actine. La liaison

au PIP2 parait déterminante pour l’activation de l’ezrine, c'est-à-dire pour que la protéine soit

capable de ponter la membrane aux filaments d’actine (Fievet et al. 2004). La liaison au PIP2

a pour effet de fragiliser les interactions intramoléculaires de l’ezrine : le domaine C-terminal

démasque le site d’interaction au PIP2 situé dans le domaine FERM.

III.A.1 – Activation et changement conformationnel de l’ezrine

Afin de prouver que la liaison au PIP2 peut, à elle seule, induire un changement

conformationnel de l’ezrine, nous allons utiliser la fluorescence intrinsèque des tryptophanes

de la protéine et des expériences de calorimétrie. Dans les expériences, un rapport ω est 

défini. Le rapport représente les quantités relatives de PIP2 par rapport à la quantité d’ezrine,

soit ω = [PIP2] / [Ezrine]. 

III.A.1.a – Fluorescence intrinsèque du tryptophane

La fluorescence intrinsèque du tryptophane est un outil de choix pour étudier le

changement conformationnel d’une protéine. Les caractéristiques de l’émission de

fluorescence du tryptophane, longueur d’onde et intensité, peuvent être modulées par son

environnement (voir le chapitre II) (Lakowicz 2006). Les résidus tryptophanes de l’ezrine

sont indiqués sur la figure III.A.1.
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Fig III.A.1. Structure de l’ezrine, les tryptophanes sont en bleu, le domaine FERM est en gris, le domaine C-

terminal en orange et l’hélice-α est en rouge.  

L’ezrine possède 7 résidus tryptophanes : 6 résidus sont dans le domaine FERM et un seul

résidu est dans l’hélice-α de la protéine. 

In vivo, l’arrivée de l’ezrine à la membrane est associée à un changement dans l’interaction

entre le domaine FERM et le domaine C-Terminal, ce qui a pour effet de permettre au

domaine C-Terminal d’interagir avec l’actine (Algrain et al. 1993; Roy et al. 1997). Dans ce

cas les tryptophanes dans le domaine FERM ne sont plus dans le même environnement. Une

vision schématique est donnée dans la figure III.A.2.

Fig III.A.2. Représentation schématique de l’ezrine. (A) En conformation fermée, le domaine C-terminal

masque le domaine FERM. (B) En conformation ouverte, le domaine FERM est exposé, donc les tryptophanes

sont également exposés au solvant. Il y a « ouverture de l’ezrine » ou « activation de l’ezrine ». Les points

bleus représentent les tryptophanes, le triangle représente le domaine FERM et le rectangle le domaine C-

Terminal.
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Des spectres de fluorescence d’une solution contenant de l’ezrine WT à une concentration de

1 µM et des quantités variables de PIP2, et d’une solution contenant du domaine FERM à une

concentration de 7.5 µM et des quantités variables de PIP2 sont mesurés. Dans les

expériences, le rapport ω varie de 0 à 40 pour l’ezrine WT et de 0 à 5.4 pour le domaine 

FERM. Les spectres de fluorescence sont représentés sur la figure III.A.3. Les concentrations

d’ezrine et de FERM ne sont pas égales car le FERM ayant les tryptophanes déjà exposés au

solvant (absence du domaine C-Terminal), sa fluorescence intrinsèque est beaucoup plus

basse que celle de l’ezrine où les tryptophanes sont masqués. Les concentrations choisies sont

les concentrations pour lesquelles les signaux d’intensité de fluorescences sont comparables.

Fig III.A.3. (A) Spectres de fluorescence du tryptophane d’une solution d’ezrine WT à une concentration de 1

µM et en présence de quantités croissantes de PIP2 en solution. (B) Spectres de fluorescence du tryptophane

pour une solution de domaine FERM à une concentration de 7.5 µM et en présence de quantités croissantes de

PIP2. La diminution d’intensité montre une exposition des tryptophanes au solvant.

Lorsque des quantités croissantes de PIP2 sont ajoutées, on s’aperçoit que l’intensité de

fluorescence décroit mais que la longueur d’onde d’émission maximale ne varie pas. Le

même phénomène de décroissance de la fluorescence est observé avec le domaine FERM,

mais dans une moindre mesure. Des expériences similaires ont été réalisées avec l’IP3, la tête

polaire du PIP2.

Afin de pouvoir comparer les différents échantillons entre eux, on définit le pourcentage de

décroissance de la fluorescence comme le rapport de l’intensité de fluorescence du pic du

spectre d’émission d’un échantillon en présence de PIP2 (ou de IP3), sur l’intensité de

fluorescence du pic du spectre d’émission du même échantillon en l’absence des inositides.
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La figure III.A.4 représente le pourcentage de décroissance de fluorescence de l’ezrine WT et

du domaine FERM en fonction de la concentration en PIP2 et IP3.

Fig III.A.4. (A) Pourcentage de décroissance de la fluorescence de l’ezrine WT en fonction de la concentration

en PIP2 et en IP3. (B) Pourcentage de décroissance de la fluorescence du domaine FERM fonction de la

concentration en PIP2 et en IP3. Les symboles sont les points expérimentaux et les traits pleins sont des guides

pour l’oeil.

L’ajout de PIP2 à l’ezrine WT fait chuter la chuter la fluorescence de plus de 50 %. Lorsque

du IP3 est utilisé à la place du PIP2, nous observons également une chute de fluorescence de

l’ezrine WT. Néanmoins l’effet de la tête IP3 sur la fluorescence du tryptophane est beaucoup

moins important que l’effet du PIP2, la chute de fluorescence étant au maximum de l’ordre de

20% seulement.

Le même phénomène est observé avec le domaine FERM, mais les chutes de fluorescence

sont beaucoup plus petites que dans le cas de l’ezrine WT. L’ajout de PIP2 fait chuter la

fluorescence de 18 % alors que l’ajout d’IP3 la fait chuter de 10% environ.

Sur la base de la constante d’affinité mesurée précédemment (voir chapitre I), il est possible

de calculer la quantité de protéine liée au PIP2 dans nos conditions. Dans ces expériences de

fluorescence du tryptophane, nous avons entre 60 % d’ezrine liée (pour la concentration de

PIP2 la plus basse) jusqu'à 90 % d’ezrine liée (pour la concentration de PIP2 la plus haute).

Pour le domaine FERM, le pourcentage lié varie entre 15 % et 90 %. Même si les quantités

d’ezrine et de domaine FERM ne sont pas les mêmes, le pourcentage de liaison est similaire.

Des expériences ont été également réalisées avec l’ezrine mutante 6N : cette ezrine n’est pas

censée lier le PIP2 (Barret et al. 2000). Le spectre de fluorescence d’une solution d’ezrine 6N
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à une concentration de 1µM est réalisé en présence de concentrations croissantes de PIP2 (fig

III.A.5).

Fig III.A.5. Pourcentage de décroissance de la fluorescence de l’ezrine WT et de l’ezrine 6N en fonction de la

concentration en PIP2.

Les décroissances d’intensité de l’ezrine WT et ezrine 6N ont un comportement similaire.

Nous avons une décroissance maximale de 47 % avec le mutant 6N alors que nous avons une

décroissance maximale de 53 % avec l’ezrine WT, ce qui montre clairement un effet du PIP2

sur l’ezrine mutée. L’ezrine mutée et l’ezrine WT interagissent toutes les deux avec le PIP2.

Apparemment ce résultat est en contradiction avec les expériences réalisées in cellulo par

Barret et collaborateurs (Barret et al. 2000).

III.A.1.b – Calorimétrie isotherme à titration (ITC)

Les quantités de chaleur mesurées en ITC permettent d’obtenir l’isotherme de liaison

(voir chapitre II). Les interactions entre ezrine et PIP2 et entre FERM et PIP2 vont être

étudiées.

Les titrations obtenues en microcalorimétrie sont montrées sur la figure III.A.7(A) pour

l’ezrine et III.A.7(B) pour le FERM. La figure II.A.7 (A) représente l’enthalpie de liaison

H de l’interaction entre l’ezrine et le PIP2 obtenue en fonction du rapport molaire entre le

nombre de moles de PIP2 présent dans la cellule de mesure, et le nombre de moles d’ezrine.

Le graphe plus bas représente les chaleurs échangées lors de chaque injection de PIP2.

La réaction entre l’ezrine WT et le PIP2 est endothermique ( 0H ). De la même manière, la

figure III.A.7(B) représente les caractéristiques de la titration entre le FERM et le PIP2.

L’interaction entre le FERM et le PIP2 est exothermique ( 0H ).
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Fig III.A.7. (A) Courbe de titration de l’ezrine WT obtenue avec injection du PIP2 dans la cellule contenant

l’ezrine. L’enthalpie de liaison est représentée en fonction du rapport molaire n(PIP2)/n (ezrine). Le trait plein

est l’ajustement d’un modèle de liaison à un site. Les données brutes sont en dessous du graphe. La réaction est

exothermique. (B) Courbe de titration du domaine FERM obtenue avec du PIP2. Les données brutes sont en

dessous du graphe. Le trait plein est le l’ajustement d’un modèle de liaison à un site. La réaction est

endothermique.

Les interactions du PIP2 avec de l’ezrine WT et avec du domaine FERM sont différentes :

- Ezrine WT interagissant avec PIP2

L’enthalpie de liaison H est positive et la valeur moyenne sur 2 titrations est

)10001674( H J/mol. La stœchiométrie moyenne de la réaction est )7.083.0( n .

L’entropie de liaison moyenne de la réaction est )3.36.13( S J/mol.K. L’enthalpie libre

de la réaction est )10002500( G J/mol. La constante d’affinité Kd donnée par cette

technique est entre 0.1 µM et 0.3 µM.

- FERM interagissant avec PIP2

L’enthalpie de liaison H est positive et la valeur moyenne sur 2 titrations est

)70598( H J/mol. La stœchiométrie moyenne de la réaction est )1.045.0( n .
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L’enthalpie libre de la réaction est )5622177( G J/mol. L’entropie de liaison moyenne

de la réaction est )8.03.5( S J/mol.K. La constante d’affinité Kd donnée par cette

technique est entre 0.1 µM et 0.6 µM.

La liaison entre l’ezrine et le PIP2 ne présente pas les mêmes caractéristiques que l’interaction

entre le domaine FERM et le PIP2 : il est intéressant de constater que l’une est exothermique

alors que l’autre est endothermique. De plus l’entropie des réactions ne sont pas les mêmes.

Dans le cas du domaine FERM, la réaction est exothermique et la composante entropique est

faible, dans le cas de l’ezrine WT la réaction est endothermique et la contribution entropique

est plus importante. La réaction exothermique entre le FERM et le PIP2 indique que l’énergie

dégagée par la formation de liaisons FERM / PIP2 est supérieure à l’énergie requise pour

effectivement former la liaison. La réaction endothermique entre l’ezrine et le PIP2 indique

qu’il faut un apport d’énergie supplémentaire, par rapport à l’interaction FERM / PIP2, pour

former la liaison ezrine / PIP2. Cette énergie supplémentaire nécessaire peut être du au

démasquage du domaine FERM par la partie C-terminale. En effet, la liaison de l’ezrine au

PIP2 puis le changement conformationnel, vont nécessiter un peu plus d’énergie qu’une

interaction simple entre FERM et PIP2. De plus, le gain d’entropie observée avec l’ezrine WT

peut également être interprété comme étant liée à un changement conformationnel (une

« ouverture ») de la protéine : l’ezrine gagne en flexibilité.

Les constantes d’affinité mesurées avec cette technique soit environ dix fois plus faible que

celles mesurées en précédemment par notre groupe (Blin et al. 2008). La différence peut être

due à la sensibilité de la technique ou bien au système qui est différent, en ITC le PIP2 est en

solution alors qu’il est dans une membrane de LUV lors de l’étude de Blin et collaborateurs. Il

n’y a pas de différences d’affinité entre le FERM et l’ezrine.

III.A.1.c – Expériences de sensibilité à la chymotrypsine

Le changement conformationnel est vérifié également par des expériences de digestion

de l’ezrine par la chymotrypsine qui ont été réalisées au laboratoire par Christian Roy (UMR

5235 – DIMNP).

La chymotrypsine est une protéase digestive de 24 kDa de la famille des sérineprotéase qui

peut accomplir la protéolyse. On dit que c’est une protéase « à sérine » car elle fait appel à

une sérine particulièrement réactive. Elle catalyse l’hydrolyse du lien peptidique d’une

http://fr.wikipedia.org/wiki/Liaison
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protéine coupant sur le coté C-terminal des acides aminés à longues chaines latérales

aromatiques ou hydrophobes (les phénylalanines, les tryptophanes et les tyrosines) (Berg et

al. 2002).

La vitesse de dégradation de l’ezrine par la chymotrypsine va donner une indication sur sa

conformation : si l’ezrine se dégrade très rapidement alors elle est dans une configuration non

compacte où l’enzyme va pouvoir protéolyser rapidement. Au contraire, si la dégradation de

l’ezrine prend plus de temps, elle est dans une conformation fermée (plus « compacte »),

moins favorable à la protéolyse.

La figure III.A.8 montre des gels SDS de l’ezrine en contact avec la chymotrypsine suivie

dans le temps.

Fig III.A.8. Gels SDS-Page de l’ezrine en contact avec de la chymotrypsine. Du PIP2 est ajouté (A) 90 minutes

après la chymotrypsine et (B) en même temps que la chymotrypsine.

Sans PIP2, l’ezrine entière est présente pendant 10 minutes dans le milieu. Ensuite seul

persiste le domaine FERM. Lors de l’ajout du PIP2, le domaine FERM est lui aussi dégradé

(fig III.A.8 (A)). Si le PIP2 est ajouté en même temps que la chymotrypsine dans le milieu,

l’ezrine est complètement dégradée au bout de 5 minutes, et au bout de 90 minutes toute la

protéine a été protéolysé (fig III.A.8 (B)). De même on peut comparer les temps de

dégradation du FERM avec et sans PIP2. Sans PIP2, le domaine FERM est résistant à la

dégradation par la chymotrypsine, en présence de PIP2, il est également dégradé.

III.A.1.d – Discussion : le changement conformationnel

C’est la première fois que le changement conformationnel de l’ezrine induit par le

PIP2 est étudié in vitro. Trois points vont être discutés :
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i ) Effet du PIP2 sur l’ezrine

ii ) Importance des chaines carbonées dans l’interaction

iii ) Comportement du mutant ezrine 6N

i) Les expériences de fluorescence du tryptophane montrent que la fluorescence de l’ezrine

WT décroit lors d’ajout de PIP2. Ainsi, des réarrangements structuraux interviennent, ce qui

est compatible avec l’hypothèse que le domaine C-terminal démasque le domaine FERM en

présence de PIP2. Lors de l’interaction entre ezrine et PIP2 les tryptophanes présents dans le

domaine FERM sont plus exposés au solvant et donc leur fluorescence intrinsèque change.

Cette observation est en accord avec une étude de Hamada et collaborateurs (Hamada et al.

2000) qui postule, sur la base de la structure des ERM, que la liaison au PIP2 peut induire un

changement conformationnel capable de briser (ou d’affaiblir) les interactions entre le

domaine C-terminal et le domaine FERM. Le passage de l’ezrine de sa forme fermée

(interaction FERM avec C-terminal) à sa forme ouverte par la liaison au PIP2, est également

confirmé par Fievet et collaborateurs (Fievet et al. 2004) qui montrent que la liaison au PIP2

est nécessaire à la phosphorylation. Nos expériences sont les premières preuves

expérimentales que le PIP2 est suffisant pour induire un changement conformationnel de la

protéine.

Lorsque du PIP2 est ajouté au domaine FERM, la décroissance de la fluorescence est

beaucoup moins importante. En effet, le domaine FERM n’est pas masqué par la présence du

domaine C-Terminal et donc les tryptophanes sont déjà exposés au solvant. Néanmoins

l’existence d’une faible décroissance de la fluorescence en présence de PIP2 montre qu’il y a

tout de même une réorganisation du domaine FERM. Ceci est en accord avec l’étude de

Hamada (Hamada et al. 2000) qui montre qu’il est nécessaire d’avoir des réarrangements

structuraux dans le domaine FERM afin que l’ezrine passe dans sa forme ouverte.

Les expériences d’ITC montrent que le domaine FERM et l’ezrine WT interagissent tous les

deux avec le PIP2. Néanmoins une différence majeure apparaît. Dans le cas de l’ezrine WT, la

réaction est exothermique : c’est l’entropie qui gouverne le processus. En revanche, dans le

cas du FERM, la réaction est endothermique : c’est l’enthalpie qui domine.

Nous associons le gain d’entropie dans le cas de l’ezrine WT au changement conformationnel

d’ouverture de la protéine. L’entropie du système est directement relié au nombre de

configuration que celui-ci peut prendre. En effet si les interactions entre le domaine FERM et

le domaine C-terminal sont abolies, alors la protéine « s’ouvre », elle va donc gagner en
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flexibilité. Le domaine C-Terminal est relié au domaine FERM par une hélice-α flexible, ainsi 

il est possible pour l’ezrine d’avoir beaucoup plus de configurations spatiales que lorsqu’elle

est fermée.

La sensibilité de l’ezrine à la chymotrypsine est augmentée en présence de PIP2. Ces

expériences vont également dans le sens d’une « ouverture » de l’ezrine et donc d’une

exposition à la chymotrypsine plus importante, d’où une dégradation par celle-ci plus rapide.

De même, la sensibilité plus forte du FERM en présence de PIP2 montre un réarrangement

structural du domaine FERM, en accord avec les expériences de fluorescence du tryptophane.

Le PIP2 induit un changement conformationnel de l’ezrine et dans une moindre mesure

du domaine FERM.

ii) Jusqu’alors l’interaction entre l’ezrine et le PIP2 impliquait seulement le domaine FERM

de l’ezrine et la tête phosphate du PIP2. Or, les expériences de fluorescence du tryptophane

montre que pour de l’ezrine WT en contact avec le PIP2 une décroissance de fluorescence de

plus de 50 % est observée, alors que dans les mêmes conditions, à peine 18 % de décroissance

est observée avec l’IP3. Dans le cas du FERM, c’est une décroissance de 20 % qui est observé

avec le PIP2 et une décroissance de 8 % avec l’IP3.

Les expériences de comparaison entre PIP2 et IP3 suggèrent donc que les chaines carbonées

sont importantes pour induire un changement conformationnel.

La figure III.A.9 montre le domaine FERM. Nous pensons qu’une des chaines carbonées peut

venir interagir au niveau d’une poche riche en acides aminés hydrophobes que sont les

tryptophanes et les phénylalanines.

Une étude de Saad et collaborateurs (Saad et al. 2006) montre, à l’aide de la résonance

magnétique nucléaire (RMN) et des simulations de structures, qu’il est possible pour le PIP2

lorsqu’il est dans une membrane, d’interagir avec une protéine par les chaines hydrophobes.

Ils montrent que la protéine HIV-1 MA peut se lier à la membrane via les phosphoinositides

et qu’il est possible que les lipides adoptent une configuration « étendue » dans la membrane :

une des chaines hydrophobes sort de la membrane pour interagir, via 4 carbones, avec un

domaine hydrophobe dans la protéine. Une interaction de ce type pourrait expliquer les

différences observées entre la liaison ezrine / PIP2 et ezrine / IP3.
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Fig III.A.9. Représentation du domaine FERM de l’ezrine. Le domaine FERM est en gris, les tryptophanes sont

en bleu, les phénylalanines sont en jaune. L’IP3 est en orange et il montre le site de liaison connu du PIP2. La

flèche indique la poche hydrophobe.

Nos expériences suggèrent que les chaines carbonées du PIP2 peuvent jouer un rôle lors

de l’interaction entre ezrine et PIP2.

iii) In vitro, le domaine FERM muté sur les mêmes résidus que l’ezrine 6N ne cosédimente

pas avec des liposomes contenant du PIP2 (Barret et al. 2000). In vivo, l’ezrine 6N ne se

localise pas à la membrane (Barret et al. 2000), ce qui suggérerait que le mutant n’interagit

pas avec le PIP2. Or les expériences de fluorescence du tryptophane avec l’ezrine mutante 6N

montrent que cette ezrine réagit comme l’ezrine WT.

Le mutant ezrine 6N interagit avec le PIP2 en solution, alors qu’il n’interagit pas avec la

membrane in cellulo.

III.A.2 – Formation de multimères d’ezrine en présence de PIP2

Il a déjà été montré que l’ezrine est capable de former des oligomères in vivo

(Berryman et al. 1995; Bretscher et al. 1995; Chambers et al. 2005; Gautreau et al.

2000). Cette oligomérisation a souvent été associée à la phosphorylation de l’ezrine.

Cependant le rôle du PIP2 dans la formation d’oligomères d’ezrine n’a jamais été étudiée.
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Dans cette partie, nous allons montrer qu’il existe des oligomères d’ezrine qui se forment lors

de l’interaction avec PIP2.

III.A.2.a – Expériences de Western Blot

Des expériences de Western Blot ont été réalisées afin d’identifier les conditions dans

lesquelles il se forme des oligomères d’ezrine.

Un agent réticulant est utilisé en présence d’ezrine. Le DSP (Dithiobis-succinimidyl-

propionate) (Pierce Chemical Co., Rockford, IL) est un réticulant homobifonctionnnel

clivable en milieu réducteur. Le réticulant a une taille équivalente à une chaine de quatre

carbones (1 nm), il ponte les amines entre elles. Lorsque deux protéines sont en interaction, le

DSP va lier les deux protéines.

Les expériences ont été effectuées avec des concentrations variables en PIP2 (0, 10 et 30 µM)

et une concentration constante d’ezrine de 3 µM. Le rapport ω =  [PIP2] / [Ezrine] varie donc 

de 0 à 10. La coloration des membranes à l’aide du bleu de Comassie permet de détecter

toutes les espèces protéiques.

Les membranes colorées avec le bleu de Comassie ne révèlent pas la présence de multimères

d’ezrine en absence de DSP (fig III.A.10). En présence de DSP, il apparaît, de légères bandes

aux alentours de 200 kDa. En présence de PIP2 le marquage à l’aide d’anticorps spécifiques

en Western Blot semble confirmer les observations faites avec la coloration en bleu (fig

III.A.11).

La figure III.A.11 montre qu’en absence de PIP2, l’ezrine migre à un poids moléculaire de 80

kDa. De plus aucune espèce de poids moléculaires supérieur à 80 kDa n’est détectée. Lorsque

du PIP2 est ajouté, des bandes apparaissent autour de 120kDa : il existe donc des espèces plus

lourdes que l’ezrine WT.

Lorsque le DSP se fixe sur les protéines, leurs tailles apparentes varient légèrement (suivant le

nombre de molécules de DSP qui se fixent sur celles-ci). Dans ces conditions l’ezrine

acquière une distribution de taille plus large, c’est pourquoi les bandes en présence de DSP

sont plus larges qu’en absence de DSP. En présence de DSP des oligomères sont plus

visibles qu’en absence de DSP : il apparaît des bandes presque continues entre 120kDa et

200kDa en présence de PIP2. Sans PIP2, en revanche, aucune espèce de plus haut poids

moléculaire que l’ezrine n’est détectée.
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Fig III.A.10. Coloration au bleu de Comassie. Sans DSP, seule l’ezrine est visible à 80 kDa. En présence de

DSP, de légères bandes apparaissent aux alentours de 200 kDa.

Fig III.A.11. Observation de l’ezrine WT à l’aide des anticorps anti-N-terminal dirigés contre l’ezrine et à l’aide

des anticorps anti-PIP2. En présence de PIP2, il existe des espèces plus lourdes que l’ezrine. Les anticorps anti-

PIP2 montrent la présence de PIP2.

Le plus surprenant est de voir sur la figure III.A.11 (B) les résultats obtenus avec l’anticorps

anti-PIP2 qui montrent la présence de PIP2 à un poids moléculaire égal à celui de l’ezrine et

égal à celui des oligomères d’ezrine. Ceci montre que l’interaction que l’interaction entre

l’ezrine et le PIP2 a résisté au gel dénaturant de SDS-Page.
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Une expérience similaire est réalisée avec de l’ezrine 6N. Cette fois-ci la coloration de la

membrane par le bleu de Comassie ne révèle pas de bande de haut poids moléculaire, que ce

soit avec ou sans DSP (fig III.A.12). Le marquage en Western Blot, montré sur la figure

III.A.13 confirme qu’il n’y a pas de formation d’espèces plus lourdes que l’ezrine.

Fig III.A.12. Coloration des membranes avec le bleu de Comassie lorsque l’expérience est réalisée avec de

l’ezrine mutante 6N.

Fig III.A.13. Observation de l’ezrine 6N à l’aide des anticorps anti-N-terminal en absence de DSP et en

présence de DSP. Les anticorps anti- PIP2 montrent qu’il existe une interaction ezrine 6N / PIP2 et que

cette interaction est résistante au gel SDS-page en absence de DSP et en présence de DSP.



125

Le marquage à l’aide d’un anticorps anti-PIP2 révèle que le PIP2 est situé au même niveau de

la bande d’ezrine. L’interaction entre ezrine 6N et PIP2 est résistante au gel SDS-Page

également.

Dans les expériences précédentes, le PIP2 est en solution dans le milieu. Or, in cellulo, le

PIP2 est dans une membrane. Aussi dans le but de voir si les interactions entre l’ezrine et le

PIP2 peuvent être modifiées lorsque celui-ci est dans une membrane, nous réalisons des

expériences avec des LUV contenant du PIP2. Dans la figure III.A.14, l’ezrine est incubée

avec des LUV contenant du PIP2 à hauteur de 5 % ou 10 % en masse avec des concentrations

de 2 mg/ml et 1 mg/ml. Puis, la solution est centrifugée afin de récupérer les LUV dans le

culot. Les culots et les surnageant sont déposés sur gel.

% de liaison = 1 21 44 0 8 25

Fig III.A.14. P représente le culot et S représente le surnageant. Observation des anticorps anti-N-terminal sur les

membranes des Blot. Il n’y a pas de multimères d’ezrine WT détectables, (A) en absence de DSP ou (B) en

présence de DSP. Il n’y a aucun marquage détectable avec les anticorps anti-PIP2 (non montré). Le pourcentage

de liaion de l’ezrine représente la quantité relative d’ezrine qui a cosédimentée avec les LUV.

Après centrifugation du mélange contenant des LUV incubées dans une solution d’ezrine,

deux cas de figure peuvent être envisagés :

- Si les LUV n’ont pas interagi avec l’ezrine, l’ezrine sera uniquement dans le

surnageant.

- Si les LUV ont interagi avec l’ezrine, une partie de la protéine sera dans le culot (car

elle aura sédimentée avec les LUV).

Le pourcentage d’ezrine liée est calculé en mesurant l’intensité de la bande correspondante au

culot et l’intensité de la bande correspondante au surnageant. En présence de quantités
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croissantes de PIP2 dans les LUV, on s’aperçoit que le pourcentage d’ezrine liée augmente,

c'est-à-dire que la quantité d’ezrine en interaction avec les LUV augmente.

En revanche, contrairement à ce qui est observé avec du PIP2 en solution, le marquage à

l’aide d’anticorps anti PIP2 n’est pas localisé au poids moléculaire de l’ezrine. Donc

l’interaction entre le PIP2 et l’ezrine n’est pas résistante au gel SDS-Page lorsque le PIP2 est

inséré dans une membrane de LUV.

D’autre part, il n’existe pas d’espèces ayant des poids moléculaires plus haut que celui de

l’ezrine. Il n’y a pas de formation de multimères lorsque le PIP2 est dans la membrane des

LUV.

On note que dans ces expériences de Western Blot, les effets du PIP2 sont observés dans des

conditions dénaturantes pour les proteines. Afin de vérifier que le phénomène

d’oligomérisation existe aussi dans des conditions natives, nous avons suivi la formation de

ces oligomères par diffusion de lumière.

III.A.2.b – Expériences de diffusion de lumière statique et dynamique

La diffusion dynamique permet de mesurer la taille de particules en suspension. Nous

allons utiliser cette technique afin de mesurer le rayon de l’ezrine WT et d’observer, dans des

conditions non dénaturantes, comment évolue la distribution de taille de la protéine en

présence de concentrations croissantes de PIP2.

Le montage expérimental décrit dans le chapitre II ne permet pas de travailler avec des

échantillons de basses concentrations, c'est-à-dire inférieures à 100 µg / ml. La concentration

minimale pour laquelle le signal d’intensité diffusée par la solution de protéines est deux ou

trois fois supérieur au bruit de fond est de l’ordre de 300 µg / ml. Afin d’avoir un signal

correct pour une durée de mesure de 20 minutes, nous avons choisi d’utiliser des échantillons

d’ezrine à une concentration de 12.5 µM, soit environ 800 µg / ml et d’un volume de 1.2ml.

Ces expériences nécessitent une grande quantité d’ezrine (une purification pour une gamme

d’expériences), aussi les expériences sont effectuées avec le même échantillon de protéine

auquel il est ajouté des quantités croissantes de PIP2 à l’aide d’une micropipette. Le rapport ω 

= [PIP2] / [Ezrine] varie donc de 0 à 3.2.

Nous montrons sur la figure III.A.15 la fonction de corrélation obtenue pour une solution

d’ezrine de concentration de 12.5 µM à un angle de diffusion de 90°. La fonction de
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corrélation est une mono exponentielle décroissante caractérisée par un seul temps

caractéristique τ. Nous vérifions que le temps caractéristique τ est inversement proportionnel 

au carré du vecteur de diffusion, ²q . De la pente de la droite obtenue, le diamètre

hydrodynamique DH de la protéine (fig III.A.15(B)) est calculé. On trouve DH = (8.4 + 0.2)

nm, en accord avec les dimensions déduites de la structure des protéines ERM (Hamada et

al. 2000; Li et al. 2007).

Fig III.A.15. (A) fonction de corrélation d’une solution d’ezrine à une concentration de 12.5 µM pour un angle

de diffusion de 90°. Le trait plein correspond à une loi monoexponentielle de décroissance. (B) Inverse du temps

caractéristique en fonction de q². Nous avons bien une loi linéaire. Le diamètre DH déduit de la pente de la droite

est DH = (8.4 + 0.2) nm.

En présence de PIP2, la fonction de corrélation se décale vers des temps caractéristiques plus

longs comme montré sur la figure III.A.16. De plus il n’est pas possible d’ajuster de manière

satisfaisante la fonction de corrélation avec une loi en monoexponentielle, ni même avec une

somme de deux exponentielles. La fonction de corrélation indique l’existence de plusieurs

temps caractéristiques et donc la présence d’espèces de différentes tailles en solution.

Les différentes fonctions de corrélation sont analysées à l’aide du logiciel BIC-DLS software.

L’analyse est faite en utilisant l’algorithme NNLS (Morrison et al. 1985) qui décompose les

fonctions de corrélation en somme d’exponentielles. La figure III.B.14 montre des

distributions de taille de l’ezrine WT seule ou d’ezrine WT en contact avec du PIP2 en

solution. En absence de PIP2, la distribution est unimodale (fig III.A.17 (A)), avec un diamètre

de (8.5 + 2) nm, ce qui est en parfait accord avec l’analyse faite en monoexponentielle de la

figure III.A.15.
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Fig III.A.16. Fonction de corrélation pour une solution contenant de l’ezrine WT à une concentration de 12.5

µM et des concentrations variables de PIP2, 0 , 5 et 10 µM. Le décalage vers les temps plus longs en présence

de PIP2 indique qu’il y a des particules plus grandes que l’ezrine WT en solution.

La figure III.A.17 de (A) à (E) représentent les distributions de tailles pour une solution

d’ezrine à une concentration de 12.5 µM en présence de quantités variables de PIP2. Les

distributions sont bimodales pour les concentrations de PIP2 de 5 µM et 10 µM, avec des pics

centrés autour de 9 nm et 15 nm. Pour les concentrations en PIP2 de 20 µM et 40 µM, il

apparaît de très grosses espèces en solution, au delà de 150 nm, et des très petites, au dessous

de 2 nm, les distributions de taille ne sont plus bimodales. Pour les figures III.A.17 (D) et (E),

les distributions tailles ne sont représentées que jusqu'à 35 nm. Lorsque du PIP2 est dissous à

hauteur de 40 µM dans le tampon, il n’apparait rien en diffusion dynamique, la fonction de

corrélation est plate.

L’acquisition est faite à 25°C et l’échantillon de protéine reste plusieurs heures à cette

température. Il est possible qu’au bout d’un certains temps une partie de la protéine se

dénature. Au bout de quelques heures d’expériences, il apparaît, même pour des angles de

diffusion entre 60° et 100°, des petites espèces (≈ 1 nm), ainsi que des espèces très grosses (≈ 

150 nm). Ces espèces sont associées à des produits de dégradations (agrégation non

spécifique des produits de dégradation) ou à des petites impuretés introduites lorsqu’il y a

l’ajout du PIP2. Le tampon contenant le PIP2 n’a pas d’impuretés mais des poussières

peuvent tout de même être introduites malgré les précautions (poussières et impuretés dans

l’air, sur les cônes des pipettes etc…). C’est pourquoi lors de l’analyse des résultats, les
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petites espèces de 1 nm ou de 150 nm n’ont pas été prises en comptes dans les distributions de

tailles.

Fig III.A.17. Distribution de taille pour des échantillons à concentration constante en ezrine (12.5 µM) et à

concentration variable en PIP2 (A) 0 µM, (B) 5 µM, (C) 10 µM , (D) 20 µM, (E) 40 µM. (F) Taille des

différentes espèces en fonction de la concentration de PIP2, déduite des distributions montrées en (A)-(E).

La ligne en pointillés sépare les distributions bimodales des distributions trimodales.
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Sur la figure III.A.17 (F) le diamètre des espèces en solution en fonction de la quantité de

PIP2 est représenté. Le centre des pics qui apparaissent sur la distribution des diamètres est

pris comme diamètre des espèces, et la largeur à mi-hauteur comme barres d’erreur. Sans

PIP2, la distribution est unimodale avec un pic autour de 8 nm correspondant à l’ezrine. Dès

l’ajout de PIP2, une seconde espèce apparaît à 15 nm, mais le pic autour de 8 nm est toujours

présent. Lorsque des quantités croissantes de PIP2 sont ajoutées, la seconde espèce se stabilise

à un diamètre aux alentours de 30 nm à partir d’une concentration en PIP2 de 20 µM.

Les distributions de taille ont été mesurées pour une gamme d’angle de diffusion variant de

50° à 110°. Les distributions de taille sont indépendantes de l’angle de diffusion entre 60° et

100°. Au dessous de 60° et au dessus de 100°, des impuretés présentes dans la solution

prédominent et celles-ci faussent quelque peu les mesures.

Afin de quantifier la quantité d’oligomères en solution, nous utilisons la diffusion statique de

la lumière.

Les rapports de l’intensité diffusée sur l’intensité de référence (intensité de l’ezrine seule) sont

représentés sur la figure III.A.18 (voir chapitre II). L’intensité diffusée par l’échantillon est

indépendante de q, sauf pour les concentrations les plus importantes de PIP2. Les deux

concentrations les plus faibles (5µM et 10 µM de PIP2) sont chronologiquement les premières

mesures après les mesures avec l’ezrine seule, et donc celles qui contiennent le moins

d’impuretés. Aussi, à cause des problèmes de dégradation de l’ezrine et à la possible

introduction d’impuretés, les analyses ne seront faites que sur les deux plus faibles

concentrations de PIP2, ce qui correspond, en diffusion dynamique, à des distributions de

taille bimodales.

L’intensité diffusée augmente lors de l’ajout de PIP2 dans la solution contenant la protéine.

Cette augmentation d’intensité est due à la présence d’espèces plus lourdes que l’ezrine

Les intensités avec les concentrations de 20 µM et de 40µM de PIP2 ne sont plus plates à

petits angle de diffusion. C’est en accord avec la diffusion dynamique qui montre des espèces

de l’ordre de 150 nm en solution. La diffusion statique permettra de déduire le nombre relatif

d’oligomères, ainsi que leur géométrie.
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Fig III.A.18. Rapport de l’intensité diffusée par une solution d’ezrine à 12.5 µM contenant des quantité

variables de PIP2 (I) sur l’intensité diffusée par d’une solution d’ezrine à 12.5 µM sans PIP2 (I0), en fonction du

vecteur d’onde.

III.A.2.c – Discussion : formation des multimères et irréversibilité de la liaison ezrine /

PIP2.

Les expériences de Western Blot et de diffusion de lumière montrent la formation

d’agrégats de protéines en présence de PIP2. Nous discuterons sur :

i) L’irréversibilité de l’interaction entre ezrine et PIP2.

ii) Les conditions de formation des oligomères d’ezrine.

iii) L’évaluation de la quantité d’oligomères.

iv) Différents modèles d’oligomérisation.

i) Les Western Blot montrent que l’interaction entre ezrine et PIP2 en solution est résistante

au gel SDS-Page : les protéines sont bouillies en présence de SDS (conditions dénaturantes).

Les résultats obtenus avec les expériences de Western Blot peuvent être en accord avec les

expériences précédemment obtenues avec la fluorescence du tryptophane. Si une des chaines

du PIP2 interagit avec la poche hydrophobe située dans le domaine FERM, on peut

éventuellement s’attendre à ce que l’interaction soit résistante au gel SDS-Page, ainsi cette

vision de l’interaction peut expliquer pourquoi le pourcentage de décroissance de la

fluorescence du tryptophane est aussi plus important avec le PIP2 plutôt qu’avec l’IP3. A

contrario l’interaction entre l’ezrine WT et la membrane d’une LUV contenant du PIP2 n’est
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pas résistante au gel SDS-PAGE. En effet, il est possible que dans ce cas précis les chaines ne

puissent pas intervenir dans l’interaction.

ii) Des oligomères d’ezrine sont détectés seulement en présence de PIP2. Les poids des

oligomères sont déduits des Western Blot. La présence d’un réticulant (le DSP) semble

stabiliser les oligomères. Nous observons, en présence de DSP, une bande large à 200kDa,

mais nous observons également, sans DSP, une bande à 120kDa. Nous pensons que la bande à

120kDa correspond au dimère alors que la bande à 200kDa correspond a un trimère. L’ezrine

migre à une hauteur de 81kD alors que son poids est de 69kDa, il est possible que la

conformation des oligomères les fasse paraître à un poids légèrement décalé de leurs poids

réels. La hauteur de notre bande correspond bien à un poids attendu pour le dimère, c'est-à-

dire aux alentours de 120kDa - 140kDa. De la même manière, pour le trimère, il ne serait pas

étonnant qu’il apparaisse à une hauteur correspondant à un poids d’environ 200 kDa.

Néanmoins le réticulant (DSP) semble favoriser la formation de trimères plutôt que celui de

dimères. La méthode de réticulation par le DSP a déjà été utilisée afin de voir la présence de

multimères d’ezrine purifiée de placenta (Berryman et al. 1995). Dans l’étude de Berryman,

deux bandes sont visible en présence de DSP : l’une située à 81 kDa correspondant à l’ezrine,

et l’autre aux alentours de 200kDa qu’ils considèrent comme le dimère d’ezrine.

En DLS les distributions de taille révèlent les monomères d’ezrine à un diamètre de 9 nm et

les oligomères situés à des diamètres entre 15 nm et 30 nm. Les espèces plus grosses que

l’ezrine monomériques apparaissent seulement en présence de PIP2.

iii) La quantification de la quantité d’oligomères présent dans les solutions ne peuvent pas

être déduits des expériences de Western Blot, ni des marquages en bleu de Comassie.

En effet, les marquages des membranes en bleu de Comassie ne révèlent pas les bandes

correspondant aux oligomères, sauf en présence de DSP. Mais la présence de DSP peut

déplacer l’équilibre de la réaction et donc la quantité d’oligomères obtenus ne serait pas en

accord avec le nombre de multimères présents avant l’ajout du réticulant.

Les expériences de Western Blot ne peuvent donner de quantification dans notre cas. En effet,

afin de pouvoir observer des bandes de hauts poids moléculaires le temps d’exposition en

photoluminescence a du être allongé. Les bandes d’ezrine monomériques sont saturées,

rendant impossible la mesure de l’intensité de celles-ci et rendant donc impossible la
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comparaison avec les bandes correspondantes aux oligomères. De plus, il est possible que les

anticorps ne marquent pas toutes les protéines sur la membrane. En effet, si dans les

oligomères, l’épitote n’est pas, ou peu accessible à l’anticorps, il est possible que le marquage

ne reflète pas la quantité d’oligomères réellement présents.

Le rapport de la quantité d’oligomères sur la quantité de monomères est déduit de la diffusion

statique de la lumière. Nous posons n : nombre de monomères, m : masse des monomères, N :

nombre de multimères, M : masse des multimères. En reprenant les équations du chapitre II,

nous avons ².00 mnI  en présence de monomères seulement, et nous avons

²).².( MNmnI  en présence de monomères et d’oligomères.

Le calcul de I/I0 donne
²

²²

0

0
mn

NMnm
II


 . La conservation de la masse impose

MNnmmn ..0  . On pose le rapport des masses a = M/m, le rapport de la quantité de

d’oligomères sur la quantité de monomères y = N/n et le rapport de l’intensité diffusée sur

l’intensité de référence χ = I / I0 . Le rapport χ est mesuré en diffusion statique. 

y peut être exprimé en fonction de a et χ :
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
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La quantité d’oligomères peut être évalué en discutant sur le rapport des masses a. Le rapport

de la quantité d’oligomères sur la quantité de monomères peut être évalué de différentes

manières : en posant le rapport le rapport des masses (dimères a = 2, des trimères a = 3 et des

tétramères a = 4) ou en utilisant les données de DLS pour déduire le rapport des masses en

fonction de la géométrie de l’agrégat et de la taille de celui-ci.

Lorsque nous posons le rapport des masses a, il est possible de calculer la valeur de y : le

tableau III.A synthétise les différents valeurs de y en fonction de a.

[PIP2] ω χ  = I / I0 a = 2 a = 3 a = 4
5 µM 0.4 1.6 75 % 14 % 6 %
10 µM 0.8 2.2 -- 50 % 16 %

Tableau III.A. Quantité relative d’oligomères en fonction du rapport massique a. Lorsqu’aucune valeur n’est
inscrite cela dénote une incohérence (supérieure à 100% par exemple).

Les rapports massiques donnent une quantité de multimères non négligeables.

Vraisemblablement, la réalité est un mélange de plusieurs espèces (dimères, trimères etc…).
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On peut également évaluer le rapport massique a à partir des tailles mesurées en diffusion de

lumière. Le tableau III.B donne les tailles moyennes mesurées en diffusion.

ω= [PIP2] / [Ezrine] d (diamètre monomère) D (diamètre multimère)

0.4 7.4 nm 20 nm

0.8 7.4 nm 28 nm

Tableau III.B. Tailles moyennes mesurées en DLS des différentes espèces en solution.

En effet, le rapport massique dépend également de la morphologie des oligomères. Le rapport

massique a = M/m = (D/d)df avec D la taille moyenne des multimères, et d la taille moyenne

du monomère, toutes deux déduites des distribution de taille données par la DLS. La

dimension fractale df reflète la morphologie de l’agrégat. La figure III.A.19 montre, d’une

manière schématique, les différentes morphologies possibles. df est variée de 1 (association

sous forme de chaines unidimensionnelles) à 3 (association des monomères sous une forme

compacte sphérique). A partir des tailles, nous calculons la valeur du rapport y et de la

dimension fractale df de l’oligomère. Le tableau III.C montre les différentes valeurs obtenues.

[PIP2] ω χ  = I / I0 df = 1 df = 2 df = 3
5 µM 0.4 1.6 20 % 3.6 % 0.016 %
10 µM 0.8 2.2 20 % 0.7 % 0.04 %

Tableau III.C. Quantité relative de multimères en fonction de la morphologie de ceux-ci.

Fig III.A.19. Associations possibles des monomères d’ezrine afin de former des oligomères. df est la dimension

fractale de l’oligomère.

Les expériences de Western Blot permettent d’avoir un rapport massique. En effet le

monomère d’ezrine apparaît à une hauteur correspondante à un poids de 81 kDa et les
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oligomères apparaissent à un poids de 120 kDa et 200 kDa. Il est possible d’avoir une

évaluation du rapport a. Le tableau III.D montre la comparaison entre les rapports massiques

déduits de la diffusion statique de la lumière et les rapports massiques déduits des Western

Blot.

Diffusion
ω = 0.8 

Western Blot
ω = 10 

df = 1 a = 2.7
df = 2 a = 7.2

a = 1.4

df = 3 a = 20 a = 2.4
Tableau III.D. Comparaison des rapports massiques calculés en diffusion et
en western Blot.

En se basant sur les expériences de Western Blot et de diffusion, le rapport massique est de

l’ordre de 1.4 à 7.2. La dimension fractale de l’oligomère compatible avec les deux

expériences précédentes (Diffusion et Wester Blot) serait située entre 1 et 2. En effet avec un

assemblage compacte (df = 3), les quantités d’oligomères sont négligeables et le rapport

massique est de l’ordre de 20, ce qui n’est manifestement pas le cas à la vue des expériences

de diffusion. La seule solution pour que les expériences de Western Blot soient compatibles

avec les expériences de diffusion de lumière est de supposer que la dimension fractale de

l’agrégat soit de l’ordre de 1. Si la dimension fractale de l’oligomère est de 1, alors la

diffusion statique de lumière permet de dire que le rapport y est de l’ordre d’une vingtaine de

pourcent au moins.

La quantité d’oligomères présents est corroboré par une étude de Gautreau et collaborateurs

(Gautreau et al. 2000) qui a montré par gel filtration que dans des cellules épithéliales LLC-

PK1 (cytosol et membrane), 14.6 % de l’ezrine existe sous forme oligomèrique.

Les monomères d’ezrine s’associent entre eux d’une manière non compacte. Il existe une

quantité non négligeable d’oligomères que l’on estime à environ 20 %.

iv) Il n’y a, à l’heure actuelle, aucun modèle défini pour expliquer l’oligomérisation

dépendante du PIP2. Lorsque nous utilisons de l’ezrine 6N (mutée sur le domaine FERM),

nous constatons que nous n’avons pas de formation de multimères en présence de PIP2.

L’absence de multimères avec l’ezrine 6N confirme que cette ezrine mutée n’interagit pas de

la même manière que la WT. Donc le domaine FERM et la liaison au PIP2 sont importants

pour l’oligomérisation. Les modèles d’interaction qui pourraient rendre compte de

l’oligomérisation sont des modèles faisant intervenir le domaine FERM, soit (III.B.20) :
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- Modèle A : des oligomères d’ezrine formés par des interactions intermoléculaires

entre C-terminal et FERM

- Modèle B : des oligomères d’ezrine formés par des interactions entre domaines FERM

de plusieurs ezrine.

Les inconvénients et les avantages de chaque modèle vont être présentés.

Fig III.B.20. les différents modèles d’oligomérisation qui sont envisagés. (A) Oligomérisation par les

interactions C-terminal / FERM et (B) oligomérisation par des interactions FERM / FERM.

Le modèle A

Dans le cas d’une oligomérisation dépendante du PIP2, le modèle ne semble pas adapté car

nous avons montré que le PIP2 « fragilise » les interactions intramoléculaires entre le

domaine FERM et le domaine C-terminal et induit un changement conformationnel. Alors, il

parait peu probable que les interactions intramoléculaires soient conservées. Néanmoins, si le

PIP2 n’induit pas un dépliement complet de la molécule et qu’il existe toujours des

interactions entre domaine FERM et C-terminal, le PIP2 pourrait favoriser les interactions

intermoléculaires (oligomérisation) au détriment des interactions intramoléculaires (ouverture

partielle). De plus ce mode d’association forme des agrégats non compacts et plutôt linéaire et

cela serait en accord avec la diffusion de lumière. Aussi, il existe dans ce modèle, des

possibilités de former des oligomères d’ordre supérieur à l’ordre deux, ce qui est en accord

avec les expériences de Western Blot qui nous montrent au moins des dimères et des trimères.

Le modèle B

La deuxième voie d’oligomérisation possible est une oligomérisation via une interaction entre

domaine FERM. Les expériences de fluorescence du tryptophane et de Western Blot montrent

que les chaines d’acide gras peuvent être importantes (présence de la poche hydrophobe dans

le domaine FERM). A partir de cette constatation il est possible de penser qu’il existe
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plusieurs sites d’interaction dans le domaine FERM pour le PIP2. La conséquence de la

présence de plusieurs sites d’interactions pourrait être d’induire une interaction FERM /

FERM via le PIP2 (interaction de la tête sur une ezrine, et des queues hydrophobes sur un

autre site par exemple). Une association FERM / FERM ne fait pas appelle au domaine C-

Terminal, cela est compatible avec un changement conformationnel de l’ezrine. Néanmoins,

une telle association donne naissance à des agrégats plutôt compacts, ce qui n’est pas en

accord avec les expériences de diffusion de lumière. Aussi, une association via les domaines

FERM donnerai des oligomères difficilement plus gros que la taille de deux ezrines, de plus,

il est peu probable de former des oligomères plus gros que des dimères. Or en diffusion de

lumière, des oligomères plus grand que des dimères sont observés, il en est de même en

Western Blot où nous observons des trimères au moins.

Le tableau III.E synthétise les avantages et les inconvénients de chaque modèle.

Interaction C-terminal / FERM Interaction FERM / FERM
Avantages :

- Association non compacte.
- Possibilité de former plus que des

dimères (espèces plus lourdes et plus
grande que les dimères)

Inconvénient :
- La liaison au PIP2 fragilise les

interactions entre C-Terminal et
FERM

Avantage :
- Ne fait pas intervenir le domaine C-

Terminal

Inconvénients :
- Comment former des espèces plus

lourdes que des dimères ?
- Association plutôt compacte
- Taille équivalente à dimères même

pour des oligomères d’ordre supérieur

Tableau III.E. Présentation des avantages et inconvénients de chaque modèle.

Une étude de Zhu et collaborateurs (Zhu et al. 2005) a montré, par des mesures de transfert

d’énergie entre molécules fluorescentes (FRET) sur des cellules pariétales gastriques, que les

interactions entre domaine C-terminal et domaine FERM sont les précurseurs de

l’oligomérisation de l’ezrine. Dans leur étude, les oligomères sont montrés comme des formes

inactives liées à la membrane plasmique. En effet lorsqu’ils stimulent les cellules, ils

observent la diminution de la quantité d’oligomères au profit d’une augmentation de la

quantité de monomères.

Une étude un peu plus ancienne de Berryman et collaborateurs (Berryman et al. 1995),

montre également la présence de d’oligomères d’ezrine dans des extrait de placenta, mais

contrairement à Zhu et collaborateurs, les auteurs pensent que la forme active de l’ezrine est



138

sous forme d’oligomères, et que ces oligomères font toujours appel à des interactions entre C-

terminal et FERM. Même si les différentes ne sont pas d’accord sur la forme active ou

inactive des oligomères d’ezrine, elles s’accordent toutes sur le fait que ces oligomères

existent et que ce sont des interactions entre le domaine FERM et le domaine C-terminal qui

est importante.

Nos expériences ne permettent pas de trancher clairement entre les deux modèles proposés. Il

n’y a pas de modèle clair pour expliquer la formation de ces oligomères dans la littérature,

néanmoins ce sont les interactions entre le domaine FERM et le domaine C-terminal qui sont

avancées. De plus l’activité et le rôle de ces oligomères n’ont pas encore été élucidés : sont-ils

actifs ou inactif ? Est-ce que cela peut dépendre du type cellulaire ? Quel est leur rôle ?

Pour réussir à trouver un modèle consistant avec les données de la littérature et les résultats

que nous avons obtenus avec le PIP2, l’étape suivante serait de faire une cartographie du

domaine FERM à l’aide de mutagenèse dirigée afin d’identifier les possibles sites

d’interactions entre ezrine et PIP2 ainsi qu’entre ezrine et ezrine.
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III.A.3 – Bilan

Le PIP2 induit un changement conformationnel de l’ezrine et permet la

multimérisation de celle-ci. Un mécanisme d’interaction qui ferait intervenir la poche

hydrophobe du domaine FERM et l’une des chaines carbonées du PIP2. L’existence de la

poche hydrophobe au sein du domaine FERM peut jouer un rôle en interagissant avec une des

chaines hydrophobes du PIP2 lorsque c’est possible. L’interaction semble forte et résiste au

gel SDS-Page, ce qui n’est pas le cas lorsque l’ezrine interagit avec du PIP2 dans une

membrane de LUV.

Le mécanisme d’oligomérisation n’est pas connu et nul doute que d’autres expériences seront

nécessaires pour étudier le rôle exact du domaine FERM et du PIP2, dans les associations

ezrine / ezrine.

Les investigations sur la liaison de l’ezrine au PIP2 montrent que les mécanismes et

les comportements de l’ezrine en présence de PIP2 sont complexes. Toutefois une interaction

à été mise en évidence entre l’ezrine et le PIP2 in vitro. Le but étant de reconstruire un

système biomimétique, la prochaine étape consiste à reconstruire des vésicules géantes

contenant du PIP2 et à étudier le comportement de la protéine sur la membrane de la

vésicule : l’ezrine interagit-elle avec le PIP2 dans la membrane de la vésicule ? Quelles sont

les conséquences de la liaison de l’ezrine en termes de répartition de lipides et de protéines ?

Le chapitre suivant montrera comment il est possible de construire des vésicules contenant du

PIP2 et montrera que l’ezrine est capable d’interagir avec celles-ci.
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III.B – Vésicules géantes incorporant du

PIP2 : caractérisation et interaction avec

l’ezrine

Les vésicules géantes unilamellaires (GUV) sont préparées par électroformation (voir

chapitre II). Les GUV sont constituées de DOPC avec des quantités croissantes de PIP2 sans

ajout de cholestérol ou bien en présence de 15% en masse de cholestérol. Dans cette partie

nous allons quantifier l’incorporation du PIP2 dans les vésicules géantes et établir la

composition lipidique utilisée par la suite. Aussi, la stabilité des vésicules dans différentes

solutions tampon sera également étudiée, et enfin l’interaction entre les vésicules et l’ezrine

sera visualisée.

III.B.1 – Caractérisation de l’insertion du PIP2 dans la membrane des GUV

Le premier pas dans la construction d’une vésicule lipidique contenant du PIP2 est de

vérifier et de quantifier l’incorporation effective du lipide au sein de la membrane. En effet, il

est connu que l’électroformation de vésicules géantes est plus difficile en présence de lipides

chargés (Rodriguez et al. 2005). De plus, le PIP2 est un lipide qui préfère former des

micelles en solution (Moens et al. 2007; Sugiura 1981), aussi son incorporation au sein

d’une membrane localement plane, comme celle d’une GUV n’est pas a priori favorisée par sa

géométrie. Il apparaît donc nécessaire de caractériser l’incorporation effective du PIP2 dans la

membrane des GUV fabriquées par électroformation.

Deux techniques ont été utilisées : une technique de visualisation directe utilisant du PIP2

fluorescent et une technique de visualisation indirecte utilisant des anticorps couplés à un

fluorophore.

III.B.1.a – Visualisation en immunofluorescence

Le marquage des GUV en immunofluorescence consiste à mettre en contact les

vésicules d’abord avec un anticorps primaire anti-PIP2, puis avec un anticorps secondaire

fluorescent. L’anticorps primaire va se fixer sur la tête polaire du PIP2 (la tête est l’épitope),
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et l’anticorps secondaire fluorescent vient se fixer sur l’anticorps primaire. L’anticorps

secondaire révèle la localisation du PIP2 s’il est présent (fig III.B.1).

Fig III.B.1. (A) GUV contenant 5% PIP2 et marquée par un anticorps secondaire fluorescent et (B) profil

d’intensité correspondant à son contour. La barre d’échelle représente 10 µm.

L’échafaudage immunologique peut être agrandi d’un étage : des anticorps primaires anti-

PIP2, puis des anticorps secondaires non fluorescents sont ajoutés aux GUV et enfin des

anticorps tertiaires fluorescents. L’anticorps tertiaire fluorescent vient interagir avec

l’anticorps secondaire, qui est lui-même lié à l’anticorps primaire anti-PIP2 (fig III.B.2).

Fig III.B.2. (A) GUV contenant 5% PIP2 et visualisée par un anticorps tertiaire fluorescent et (B) profil

d’intensité correspondant à son contour. La barre d’échelle représente 10µm.

Dans nos expériences, toutes les vésicules géantes sont marquées par les anticorps

fluorescents lorsque le mélange de lipide initial contient du PIP2 (1%, 2% ou 5% en masse de
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PIP2), ce qui dénote la présence de PIP2 dans la membrane des GUV. En revanche, les

vésicules dont les mélanges de lipides initiaux ne contiennent pas de PIP2 ne sont pas visibles

en fluorescence.

Un calcul simple permet d’estimer la quantité d’anticorps qui interagissent avec les vésicules.

En effet, lors de l’électroformation, la quantité de lipides en solution peut être estimée à 50

µg/mL. Pour des GUV contenant 5 % en PIP2, 100 µL de solution contiennent au maximum

1.25.10-10 moles de PIP2. Nous avons ajouté 1 µL d’anticorps à une concentration de 10

µg/mL, soit 0.01 µg, ce qui représente environ 5.10-11 moles. L’anticorps primaire interagit

avec deux PIP2. Dans le cas idéal, nous ne pouvons donc lier que 1.10-10 moles de PIP2, ce

qui représente 80 % du PIP2 présent sur les GUV. Dans la réalité, il faut prendre en compte

que tous les anticorps ne vont pas interagir avec les GUV, notamment en raison de pertes dues

à l’absorption non spécifique des anticorps sur le tube par exemple. Ainsi, seule une fraction

du PIP2 est marquée. Donc un marquage à l’aide d’anticorps ne peut pas donner

d’informations sur la quantité de PIP2 inséré dans la membrane.

III.B.1.b –Visualisation en fluorescence

Le marquage à l’aide d’anticorps est une méthode de détection indirecte. Pour vérifier

l’incorporation du PIP2, des analogues fluorescents du PIP2 sont utilisés en tant que traceurs

et mélangés initialement avec les lipides non fluorescents. Ils sont intégrés en faible quantité

(0.1% en masse) dans le mélange de lipides initial. En effet, lorsque le PIP2 fluorescent est

inséré à plus de 0.8 % il ne fluorescence pas plus (une extinction de fluorescence ou

phénomène de « quenching »).

Notre critère pour affirmer que l’incorporation d’analogues fluorescents du PIP2 est

satisfaisante est l’uniformité du marquage fluorescent au sein d’une population de GUV.

Lorsque toutes les vésicules ne sont pas marquées en fluorescence ou lorsqu’il existe de

grandes disparités dans les intensités de fluorescence, nous estimons que l’incorporation du

PIP2 fluorescent n’est pas satisfaisante.

L’incorporation des différents PIP2 fluorescents a été testée avec différentes compositions de

GUV et en variant la température d’électroformation. L’ensemble des conditions

expérimentales testées sont résumées dans le tableau III.F.
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Les PIP2 fluorescents à courtes chaines (C6) ne s’insèrent pas dans la membrane par

électroformation quelle que soit la composition du mélange de lipide initial et quelle que soit

la température d’électroformation.

Les PIP2 fluorescents à longues chaines (C16) s’insèrent dans les membranes. Le FL-PIP2 ne

s’incorpore pas bien dans la membrane des GUV lorsque l’électroformation est faite à

température ambiante (25°C). En effet, toutes les vésicules ne sont pas marquées en

fluorescence : le marquage de la population des GUV est non uniforme. Lorsque

l’électroformation est faite à 37°C, toutes les vésicules sont marquées par le FL-PIP2 avec des

intensités de fluorescence égales. Le TMR-PIP2 a le même comportement que le FL-PIP2 en

ce qui concerne l’incorporation lors de l’électroformation.

L’incorporation des FL-PIP2 (C16) et TMR-PIP2 (C16), est visualisée en microscopie

confocale sur la figure III.B.3.

Fig III.B.3. (A et A’) Observation d’une GUV contenant du FL-PIP2 (C16) et profil d’intensité correspondant à

son contour, (B et B’) Observation d’une GUV contenant du TMR-PIP2 (C16) et profil d’intensité

correspondant à son contour. La barre représente 50µm.
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Néanmoins nous avons remarqué une différence de comportement importante entre le FL-

PIP2 et le TMR-PIP2 : lorsque des GUV non marquées sont mises en contact avec la solution

de gonflement dans laquelle du TMR-PIP2 est présent, les GUV se marquent en fluorescence.

Ce phénomène d’insertion spontanée du PIP2 fluorescent n’est pas observé lorsque des GUV

sont mises en contact avec du FL-PIP2.

Par ailleurs, nous avons aussi noté que le PIP2 natif ne s’insère pas spontanément dans la

membrane des GUV lorsqu’il est mis en contact avec celle-ci. Cette absence d’insertion

spontanée du PIP2 a été mise en évidence par un marquage anticorps qui s’est révélé négatif.

Ces observations sont aussi reportées dans le tableau III.F.

Phosphoinositides Température

électroformation

Marquage

anticorps

Marquage PIP2

fluorescent

Insertion

spontanée du

PIP2 dans GUV

PIP2 25°C Oui Non pertinent NON

PIP2 37°C Oui Non pertinent NON

FL-PIP2 (C16) 25°C Oui Non uniforme NON

FL-PIP2 (C16) 37°C Oui Uniforme NON

FL-PIP2 (C6) 25°C Pas de marquage Pas de marquage NON

FL-PIP2 (C6) 37°C Pas de marquage Pas de marquage NON

TRM-PIP2 (C16) 25°C Oui Non uniforme OUI

TRM-PIP2 (C16) 37°C Oui Uniforme OUI

Tableau III.F. Résumé des conditions expérimentales utilisées lors de l’électroformation.

Il semble en outre que la température soit un paramètre très important pour l’incorporation

effective du PIP2 dans la membrane. En revanche, la présence de cholestérol dans le mélange

de lipides initial ne semble pas influencer l’incorporation des analogues fluorescents du PIP2

(données non présentées).

III.B.1.c – Comparaison des deux méthodes de visualisation du PIP2

Le marquage à l’aide de PIP2 fluorescents donne des informations sur la répartition spatiale

du lipide mais il ne peut donner d’information sur la quantité de PIP2 incorporée dans la

membrane car il est inséré en très petite quantité (0.1% en masse) et l’inséré en plus grande

quantité ne donne aucunes informations de quantité à cause de phénomène d’extinction de



145

fluorescence (« quenching »). De la même manière, le marquage en immunofluorescence ne

peut pas donner d’informations quantitatives sur l’incorporation du PIP2.

Afin de quantifier et comparer les différents marquages, une analyse de déviation standard a

été réalisée. L’intensité moyenne du profil IMean est mesurée. La déviation standard σ du

profil d’intensité le long de la membrane représente l’hétérogénéité de la membrane. Nous

estimons qu’une vésicule est marquée d’une façon homogène lorsque le rapport IMean est

inférieur à 15%. (voir chapitre II). Des exemples de profils sont donnés sur les figures

III.B.1(B) et III.B.2(B). La figure III.B.4 représente les rapports IMean de vésicules

marquées par des anticorps et par un analogue fluorescent du PIP2.

Pour les GUV visualisées par insertion directe d’un analogue

fluorescent )%210( IMean . Pour les GUV marquées avec des anticorps secondaires,

on mesure )%5.67.24( IMean (analyse faite sur une quinzaine de GUV), ce qui

montre un marquage hétérogène de la membrane. Enfin, les GUV marquées par l’anticorps

tertiaire sont caractérisées par )%9.149.44( IMean (analyse faite sur une quinzaine de

GUV).

Fig III.B.4. Rapports IMean calculés pour différents types de marquages : à l’aide d’un analogue

fluorescent, avec des anticorps secondaires et tertiaires. La barre d’erreur représente la déviation standard.
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Une corrélation entre la taille du complexe de détection et le rapport IMean apparaît : plus

les complexes de détections sont lourds et plus le marquage est hétérogène. Les anticorps

(primaires, secondaires et tertiaires) forment des complexes qui viennent interagir avec la

membrane. La liaison de ces complexes d’immunoglobulines à plusieurs PIP2 de la

membrane peut induire une répartition non homogène de la fluorescence.

L’anticorps primaire interagit avec deux molécules de PIP2, puis plusieurs anticorps

secondaires se fixent sur l’anticorps primaire. Lorsque des anticorps tertiaires sont présents,

ils viennent interagir avec l’anticorps secondaire. Nous montrons sur la figure III.B.5 une

vision schématique de l’échafaudage de détection.

Fig III.B.5. Schéma du complexe de détection sur la membrane. (1) Le PIP2 dans la membrane, (2) l’anticorps

primaire, (3) les anticorps secondaires et (4) les anticorps tertiaires.

La répartition de fluorescence observée en présence des anticorps est attribuée à un artefact dû

à la technique de détection. En effet, l’agrégation des anticorps ainsi que la divalence des

anticorps primaires peut conduire à la présence d’agrégats d’anticorps pouvant influer sur la

perception que nous avons de la répartition du PIP2 au sein de la membrane.

Le marquage des GUV par les anticorps n’est pas quantitatif et ne peut refléter ni la

répartition du PIP2 dans la membrane, ni la quantité de PIP2 incorporé. Le marquage à

l’aide d’analogues fluorescents du PIP2 donne des informations sur la répartition du
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lipide dans la membrane mais il ne peut pas donner d’information sur la quantité de

lipide dans celle-ci.

III.B.1.d – Influence de la longueur de chaîne des analogues et du type de fluorophore

Les analogues fluorescents du PIP2 présentent des comportements différents du PIP2.

Les PIP2 à courtes chaines (6 carbones) ne s’insèrent pas avec le protocole d’électroformation

utilisé. Nous pensons que ceux-ci ne sont pas assez hydrophobes pour s’insérer spontanément

dans la membrane des vésicules lors du gonflement sous champ électrique.

Les analogues à longues chaines (16 carbones) s’insèrent bien dans les vésicules quand

l’électroformation est réalisée à 37°C mais pas à 25°C. Dans ce dernier cas, certaines GUV ne

sont pas marquées et d’autres présentent des intensités de fluorescence de leur membrane très

variables.

De façon surprenante, lorsque nous effectuons un profil le long de la membrane de GUV qui

contiennent du PIP2 fluorescent, nous observons une modulation du signal d’intensité avec le

TMR-PIP2 et pas avec le FL-PIP2. Une courbe de type sin(θ)² peut être ajustée sur le profil 

d’intensité du TMR-PIP2. Sur la figure III.B.6 (A) est représenté le profil du contour d’une

GUV contenant du TMR-PIP2 et son ajustement par une fonction en sin²() :

)²sin( BAI (30)

Où I est l’intensité mesurée, θ est l’angle azimutal le long du contour de la GUV, A est la

ligne de base et B est l’amplitude de modulation.

Fig III.B.6. (A) Profil d’intensité du contour d’une GUV contenant du TMR-PIP2 : le signal d’intensité est

modulé par une fonction en sin(θ)². La ligne en trait plein représente la fonction d’ajustement (équation 30) (B) 

Même profil d’intensité normalisé par les valeurs issues de l’ajustement avec la fonction sin(θ)². 
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Sur la figure III.B.6 (B) le signal d’intensité a été divisé par la fonction d’ajustement en sin².

Nous retrouvons un profil d’intensité comparable à celui du FL-PIP2, c’est à dire avec des

rapports IMean de 10%.

Pour essayer de comprendre la différence de comportement entre les deux analogues

fluorescents du PIP2 nous montrons en figure III.B.7 (A) et (B) les structures chimiques des

deux fluorophores utilisés.

Fig III.B.7. (A) Fluorophore présent dans le FL-PIP2. (B) Fluorophore présent dans le TMR-PIP2. (C) Schéma

représentant la lumière polarisée du laser du microscope confocal qui éclaire une GUV. Nous voyons que dans la

GUV le fluorophore n’est pas orienté de la même façon par rapport à la polarisation du laser suivant sa position

dans la membrane.

Le fluorophore du TMR-PIP2 en (B) possède un cycle aromatique de plus que le fluorophore

du FL-PIP2 en (A), ce qui le rend plus hydrophobe. Nous supposons que le TMR-PIP2

s’insère mieux dans la membrane et que, par sa structure hydrophobe, il est plus rigide et

mieux organisé au sein de celle-ci (fig III.B.7(C)). Un tel effet de modulation de l’intensité

lumineuse en fonction de l’angle a déjà été reporté dans la littérature par O. Sandre (Sandre

2000) sur les GUV mais avec un autre type de fluorophore.

Le fait que le TMR-PIP2 rentre spontanément au contact des GUV, là où les autres PIP2 ne

s’insèrent pas (FL-PIP2 et PIP2 natif), confirme qu’il est plus hydrophobe mais confirme

également qu’il n’a pas le même comportement que le PIP2 natif.
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L’analogue fluorescent du PIP2 qui a le comportement le plus proche du PIP2 est le FL-

PIP2 à longues chaines (16 carbones). Dans la suite, nous choisissons le FL-PIP2 comme

traceur fluorescent dans les GUV et comme témoin de la répartition du PIP2 au sein de

la membrane.

III.B.1.e – Potentiel zêta sur les GUV : validité de la technique

Etant donné que le marquage à l’aide d’analogues fluorescents ne donne pas

d’informations quantitatives sur l’insertion du lipide sans fluorophore, des mesures

complémentaires du potentiel zêta, ξ, des vésicules ont été réalisées. Il est à noter que 

l’incorporation quantitative du PIP2 par mesure de potentiel zêta a déjà été utilisée sur des

MLV et sur des LUV (Toner et al. 1988; Blin et al. 2008), mais jamais sur des vésicules

géantes jusqu'à présent. La mesure sur des GUV était a priori délicate à cause de la taille et de

la fragilité des vésicules. Les GUV sont soumises à un champ électrique lors de la mesure, et,

sur les appareils de précédente génération, les champs électriques appliqués étaient trop

élevés, de l’ordre de quelques kilovolts par centimètre. Désormais la mesure est effectuée

avec un champ électrique dont la valeur est comprise entre 50 V.cm-1 et 350V.cm-1. Certaines

études ont en effet déjà montré qu’il est possible de déformer voire détruire les vésicules sous

champ électrique avec des valeurs de champs électriques allant de quelques centaine de volt

par centimètre à quelques kilovolts par centimètre (Dimova et al. 2007; Riske et al. 2005).

Nous formons des GUV dans lesquelles la quantité de PIP2 ajouté dans le mélange de lipides

initial a été variée. Nous avons également étudié l’effet de la présence de cholestérol (15% en

masse) dans les GUV. Les vésicules sont conservées dans leur solution de gonflement et les

mesures du potentiel également effectuées dans celle-ci afin d’éviter que les GUV ne

sédimentent.

Dans ce type de mesures, les GUV sont considérées comme des colloïdes chargés en solution.

La taille des GUV est bien supérieure à la longueur de Debye : la GUV possède un diamètre

de l’ordre de la dizaine de micromètres et la longueur de Debye dans la solution de

gonflement est d’une dizaine de nanomètres (Israelachvili 1991). Nous nous plaçons dans le

cas de la relation de Henry avec 1 négligeable devant le rayon de la particule (voir

chapitre II).

Les GUV sont composées de DOPC (avec ou sans cholestérol) avec des quantités variables de

PIP2. Le potentiel zêta obtenu avec les GUV sera comparé au potentiel zêta de LUV. Les

LUV sont composées de POPC avec des quantités variables de PIP2. Pour faire la mesure, les
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GUV ne doivent pas sédimenter pas dans la cellule de mesure et la solution de GUV ne doit

pas contenir d’agrégats de lipides (voir le chapitre II).

Lorsque la préparation de GUV vérifie les critères précédents, nous pouvons effectuer la

mesure. La figure III.B.8 montre les distributions de potentiel zêta mesuré par le Malvern

Nano ZS, pour des compositions croissantes de PIP2 dans les GUV. Dans tous les cas, un seul

pic de potentiel est observé, ce pic de potentiel devient plus négatif lorsqu’il est inséré plus de

PIP2 dans le mélange de lipides qui sert à faire croître les GUV. La largeur à mi-hauteur des

pics est de l’ordre de 10 mV. Nous pensons que cette dispersion est raisonnable et qu’elle

indique une homogénéité de composition en PIP2 de la population de GUV.

Dans tous les cas, la distribution du potentiel indique que la répartition du PIP2 est homogène

entre les GUV d’une même population. Si tel n’était pas le cas, nous observerions plusieurs

pics ou une distribution très large de potentiels.

Fig III.B.8. Mesures du potentiel zêta sur des GUV de différentes compositions en PIP2. Plus la concentration

en PIP2 est élevée, plus le potentiel se décale vers des valeurs négatives.
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Sur la figure III.B.9(A), nous représentons les données correspondant à un mélange de

solutions de GUV préparer avec 5 % de PIP2 8 % de PIP2 dans le mélange de lipides initial.

Avec le mélange de GUV de compositions différentes en PIP2, il apparaît deux pics de

potentiel bien distincts correspondants aux valeurs des potentiels de GUV 5% PIP2 et de

GUV 8% PIP2. Afin de vérifier que le mélange de deux populations vésicules de tailles

différentes donne également une distribution bimodale du potentiel zêta, nous réalisons des

mélanges LUV / GUV contenant 0 ou 1 % de PIP2. Dans ce cas la figure III.B.9(B) montre

que le potentiel ξ a une distribution bimodale. 

Donc la méthode est assez sensible pour discriminer des mélanges de vésicules de différents

pourcentages de PIP2 et donc pour mesurer l’homogénéité de l’incorporation du PIP2.

Fig III.B.9. (A) Distribution du potentiel zêta pour un mélange de GUV 5% PIP2 et de GUV 8% PIP2. (B) Un

mélange de GUV 1% PIP2 et de LUV 0% PIP2.

Nous avons également cherché à comparer les GUV et les LUV, pour lesquelles ce type de

mesure est déjà bien établi. Le potentiel zêta de GUV contenant 15% de cholestérol et le

potentiel zêta de LUV, fabriquées à partir de lipides incorporant des quantités variables de

PIP2 sont représentés sur la figure III.B.10.

Dans les deux cas, le potentiel décroît lorsque le pourcentage de PIP2 augmente. Néanmoins,

lorsque nous comparons les potentiels zêta de LUV et de GUV, nous nous apercevons que le

potentiel des GUV est toujours plus bas que celui des LUV (fig III.B.10(A)).
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Fig III.A.10. (A) Potentiel zêta des LUV et des GUV en fonction du pourcentage de PIP2 et (B) le potentiel des

LUV en fonction du potentiel des GUV, pour des pourcentages de PIP2 identiques.

Nous pouvons avancer deux hypothèses pour expliquer le décalage de potentiel ξ entre les 

LUV et les GUV. Les LUV sont des petits objets (100 nm) considérés indéformables. Les

GUV peuvent être déformées quand elles se déplacent dans le champ électrique produit lors

de la mesure du potentiel (fig III.B.11) (Dimova et al. 2007; Riske et al. 2005; Riske et al.

2006). Ainsi, dans la direction parallèle au champ, le rayon des vésicules est plus petit et il y a

moins de forces de friction, ce qui permettrait à la GUV d’accroître leur mobilité

électrophorétique, et donc leur potentiel zêta apparent.

Fig III.B.11. Lorsqu’une vésicule est mise en mouvement en présence du champ électrique, elle se déforme.

Cela a pour conséquence une diminution du rayon apparent de la GUV dans la direction du champ.

La seconde hypothèse est basée sur le fait que la membrane est en phase fluide. Sous l’action

du champ électrique généré pour la mesure, il serait possible d’induire une réorganisation du

PIP2 dans la membrane. En effet, le PIP2 étant négatif, il pourrait se réorganiser sous l’effet

du champ électrique. Dans ce cas, la distribution du PIP2 ne serait plus homogène et la

mesure du potentiel pourrait être faussée.
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Cependant, lorsque nous traçons le potentiel des LUV en fonction du potentiel des GUV, nous

obtenons une droite de pente proche de 1 (0.86), c'est-à-dire que les vésicules contenant du

PIP2 semblent se comporter de façon similaire dans les deux types de systèmes (fig

III.A.10(B)).

La mesure du potentiel zêta ξ semble adaptée aux vésicules géantes.  

III.B.1.f – Potentiel zêta des GUV

Des mesures de potentiel zêta ont été effectuées sur les vésicules géantes. Sur la figure

III.B.12 sont représentées les mesures de potentiel zêta faites 1 heure après l’électroformation,

pour des GUV formées de DOPC ou de DOPC avec 15% en masse de cholestérol, et de

différents pourcentages massiques de PIP2 dans le mélange de lipides initial. Pour des GUV

composées de DOPC sans PIP2, le potentiel zêta se situe aux alentours de -20 mV. Le

potentiel zêta devient plus négatif quand le pourcentage de PIP2 est augmenté. En présence de

cholestérol, le potentiel zêta décroit linéairement avec le pourcentage massique de PIP2

jusqu'à une valeur de -60 mV environ. Ensuite, un plateau est atteint indiquant qu’il n’est pas

possible d’insérer plus de 10% environ (en pourcentage massique) de PIP2 dans une GUV.

D’une façon similaire, sans cholestérol, une décroissance du potentiel est également observée.

La décroissance de ξ indique que la charge des vésicules change et devient plus négative. Elle 

est attribuée à l’insertion du PIP2 dans la membrane des vésicules.

Le potentiel ξ étant susceptible d’évoluer pendant la période de stockage des GUV, il a 

également été mesuré 24h après la formation. Nous représentons sur la figure III.B.13 le

potentiel ξ de vésicules composées de DOPC avec 15% de cholestérol (fig III.B.13(A)) ou

sans cholestérol (fig III.B.13(B)), 1h après l’électroformation ou 24h après.

Les GUV composées exclusivement de DOPC et de PIP2 montrent, pour des pourcentages

massiques de PIP2 supérieur à 1 %, un potentiel ξ qui augmente après 24h de stockage dans le 

tampon de gonflement. Ceci laisserait naïvement penser que ces GUV « perdent » du PIP2

dans la solution. Cependant des dosages de PIP2 (cf III.B.3) laissent supposer que ceci n’est

pas la raison de l’augmentation du potentiel ξ. Les GUV qui contiennent du cholestérol à 

hauteur de 15% en masse présentent, en revanche, un potentiel stable pendant 24h.
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Fig III.B.12. Potentiel zêta de GUV 1h après l’électroformation en fonction du % massique de PIP2 dans le

mélange initial de lipides, avec et sans cholestérol. Plus le pourcentage de PIP2 est élevé, plus le potentiel est

négatif.

Fig III.B.13. (A) Evolution du potentiel zêta de GUV composées de DOPC et PIP2. (B) Evolution du potentiel

zêta de GUV composées de DOPC, de cholestérol et de PIP2. Sans cholestérol, le potentiel évolue sur la

période de stockage.

La présence de cholestérol dans le mélange ne semble pas favoriser l’incorporation du PIP2

mais semble donc les stabiliser. Certaines études indiquent que le cholestérol rigidifie les

membranes lipidiques (Henriksen et al. 2004; Kakorin et al. 2005). Il est possible que les

GUV qui contiennent du cholestérol soient plus résistantes, ainsi elles ne se détruisent pas.
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Les mesures de potentiel ξ peuvent être répétées plusieurs fois sur les GUV avant qu’elles ne 

soient plus reproductibles. Néanmoins, une différence sensible se fait sentir : la mesure peut

être répétée 5 à 6 fois sur les GUV ayant un pourcentage massique de PIP2 jusqu'à 5 %, mais

seulement 3 à 4 fois maximum sur des GUV ayant un pourcentage de PIP2 au dessus de 5 %.

Nous pensons que les GUV finissent par être détruites par la mesure. Ainsi, les GUV qui ont

un fort pourcentage de PIP2 sont plus fragiles que les GUV ne contenant pas ou peu de PIP2.

La présence ou l’absence de cholestérol ne modifie pas ce comportement.

Le POPS, un lipide négatif, a été utilisé comme contrôle de l’insertion d’un lipide chargé

négativement. Des GUV ont été formées avec des quantités croissantes en POPS. Le potentiel

zêta des GUV POPS a été mesuré. Afin de pouvoir comparer le potentiel zêta de GUV POPS

et de GUV PIP2, nous avons tracé sur la figure III.B.14 les potentiels ξ avec comme axe des 

abscisses le pourcentage molaire de charges négatives dans le mélange de lipides initial. La

charge du PIP2 est considérée comme étant -3 alors que la charge du POPS est de -1 (Toner

et al. 1988)(fig III.B.14).

Fig III.B.14. Comparaison du potentiel zêta de GUV contenant du PIP2 et du POPS. L’évolution est la même,

ce qui montre une dépendance similaire au pourcentage de charges négatives insérés dans la membrane.

Nous observons la même évolution du potentiel en fonction de la charge incorporée dans le

mélange initial de lipides. En effet, les données obtenues avec le POPS et le PIP2 se

superposent sur une même courbe. Plus les vésicules contiennent de lipides négatifs et plus le
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potentiel est bas. Ceci confirme que le POPS et le PIP2 s’incorporent de la même façon dans

les vésicules.

La saturation du potentiel intervient pour des pourcentages massiques de PIP2 de l’ordre de 8

% à 10 %, ce qui correspond à des pourcentages molaires de POPS de 20 % à 25 %. Ceci est

en accord avec une autre étude qui montre que l’électroformation devient difficile voire

impossible en présence de lipides chargés négativement au delà de 20 % en fraction molaire

de ces lipides (Rodriguez et al. 2005).

Les GUV POPS seront utilisées comme contrôle négatif lors de l’interaction avec l’ezrine.

Elles nous permettront de discriminer les effets électrostatiques des effets dus à une

interaction stéréospécifique entre l’ezrine et le PIP2.

Nous avons également vérifié que l’incorporation de PIP2 fluorescent ne modifie pas le

potentiel zêta des GUV : nous mesurons ζ = (-47.3 + 5.6) mV pour les GUV électroformées à

partir d’un mélange composé de 4.9 % de PIP2, 0.1 % de FL-PIP2, et 15 % de cholestérol, et ζ 

= (-48.9 + 5.9) mV les GUV électroformées à partir d’un mélange composé de 5 % de PIP2 et

de 15% de cholestérol

La mesure de potentiel zêta sur les GUV est la première mesure vérifiant d’une façon

directe l’incorporation du PIP2 non fluorescent par électroformation. Dans la suite,

pour les expériences avec l’ezrine, nous choisissons la composition de GUV suivante :

DOPC, avec 15% de cholestérol en masse (26 % en molaire) et 5% de PIP2 en masse

(3.5% en molaire) car cette composition semble la plus robuste et elle n’est pas trop

éloignée de la composition de la membrane plasmique qui contient 1 % à 2% de PIP2 en

pourcentage molaire et de 20 % à 30 % de cholestérol en pourcentage molaire.

III.B.2 – Comportement des GUV dans un milieu salin

Le système biomimétique GUV est désormais caractérisé en termes d’incorporation du

PIP2. Néanmoins, le but est de suivre l’interaction entre l’ezrine et des vésicules incorporant

du PIP2. Dans cette partie, nous allons vérifier que les GUV sont stables dans un milieu qui

convient à l’ezrine et à l’actine, c'est-à-dire un milieu salin, et un milieu qui contient ou non

des ions divalents (Mg2+ et Ca2+).
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Le PIP2 a déjà été incorporé dans les systèmes biomimétiques afin d’étudier l’effet de

protéines comme la vinculine, la taline, la profiline ou N-WASP (Niggli 2005; Liu et al.

2006). De plus, d’autres protéines, comme l’annexine, lient le PIP2 d’une manière dépendante

des ions Ca2+ et Mg2+ (Gokhale et al. 2005). Ces études nécessitent d’avoir les systèmes

biomimétiques dans des tampons qui conviennent aux protéines, c'est-à-dire dans des milieux

salins et/ou qui contiennent des ions divalents (Ca2+ et Mg2+). Dans le but de construire un

système biomimétique complet d’attachement du cytosquelette d’actine à la membrane, il est

important de connaitre le comportement des GUV dans les différents tampons utilisés.

Lorsque des GUV, formées par électroformation à basse force ionique, sont diluées dans un

milieu salin, il peut y avoir plusieurs effets qui déstabilisent la vésicule : si les pressions

osmotiques ne sont pas bien ajustées entre solution de gonflement et milieu de dilution les

vésicules peuvent être détruites ou changer de forme d’une façon non contrôlée. Aussi, pour

éviter cela, les omolarités de la solution de gonflement et du tampon ezrine neutralisé sont

ajusté afin d’avoir des GUV légèrement dégonflées lorsqu’elles sont diluées dans le tampon

contenant l’ezrine. De plus, les ions présents dans les tampons peuvent interagir avec les

constituants de la membrane et induire des effets sur celle-ci. Une étude récente de Levental

et collaborateurs (Levental et al. 2009) montre que le calcium est capable d’induire une

agrégation du PIP2 dans une membrane.

Pour découpler les effets des solutions tampon des effets dus à l’interaction avec les protéines,

nous allons examiner la stabilité des GUV contenant du PIP2 dans un milieu salin en absence

et en présence d’ions divalents (calcium et magnésium).

III.B.2.a – Stabilité des GUV dans un milieu salin sans ions divalents

Lors de l’électroformation les vésicules sont formées dans du sucrose. Afin d’étudier

l’interaction entre ezrine et GUV, il est nécessaire de mettre les GUV dans un milieu

différent : un milieu physiologique ou un milieu ayant des conditions qui s’en approchent (pH

7.4 et environ 70 mM en sels monovalents). Ceci est nécessaire pour que la protéine soit

fonctionnelle. Dans le souci de découpler les effets qui pourraient être dus au transfert des

GUV dans un milieu salin, des effets dus à l’interaction de l’ezrine sur la membrane, il faut

caractériser le comportement des GUV contenant du PIP2 dans ce milieu salin.

Lorsque les vésicules sont mises au contact de l’ezrine, elles sont diluées 10 fois dans le

tampon de l’ezrine neutralisé. Un profil d’intensité du contour des GUV a été réalisé à
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différents temps dans la solution saline. De ces profils d’intensité, nous déduisons le rapport

IMean qui est représentatif de la répartition du PIP2 dans la membrane (voir chapitre II).

Dans la solution de gonflement, nous mesurons )%210( IMean . Après 1h dans le

tampon de l’ezrine neutralisé, )%310( IMean et après 2h nous

avons )%212( IMean (mesures effectuées sur 160 vésicules).

Durant le temps typique de l’expérience, c'est-à-dire 2h à 3h, le rapport IMean évolue très

peu. La distribution du PIP2 dans la membrane reste homogène dans le tampon de l’ezrine

neutralisé. Après 3h dans ce tampon, les GUV se dégonflent et forment des agrégats de

lipides.

En contraste de phase, les vésicules ne sont plus contrastées au bout de 1h à 2h, c'est-à-dire

qu’elles perdent le sucrose intérieur : elles échangent avec le milieu dans lequel elles sont

diluées. Une GUV dans le tampon de l’ezrine neutralisé est montrée sur la figure III.B.15.

Fig III.B.15. Image en microscopie de contraste de phase d’une GUV après 60 minutes dans le tampon de

l’ezrine neutralisé. Les GUV perdent leur milieu intérieur et elles ne sont plus contrastées. La barre représente

20 µm.

Nous définissons donc une durée maximale de 2h pour les expériences de contact avec

l’ezrine et les expériences de lavage des GUV.

III.B.2.b – Stabilité des GUV dans un milieu contenant des ions divalents

Les GUV composées de DOPC de 15% de cholestérol et de 5% de PIP2 sont diluées

dans une solution de glucose contenant des ions divalents. Nous attendons une dizaine de

minutes puis analysons la déviation standard sur les GUV restantes pour quantifier l’effet du

magnésium et du calcium sur des GUV contenant 4.9% de PIP2 et 0.1% de FL-PIP2.
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La figure III.B.16 montre une projection sur un seul plan de plusieurs images obtenues en

microscopie confocale. Nous observons deux GUV de composition identique en contact avec

90 µM de Ca2+ ou 90 µM de Mg2+. Lorsque nous ajoutons des ions divalents aux GUV, la

répartition du PIP2 n’est plus homogène. On observe sur la membrane des zones riches en

PIP2. De plus, beaucoup de vésicules éclatent même en présence de très peu d’ions.

Fig III.B.16. (A) projection sur un plan de plusieurs images de microscopie confocale d’une GUV marqué avec

du Fl-PIP2 en contact avec 90 µM de Ca2+ et (B) projection sur un plan de plusieurs images de confocale d’une

GUV marqué avec du Fl-PIP2 en contact avec 90 µM de Mg2+.

Pour une concentration de l’ordre du mM pour le calcium et de l’ordre de 10 mM pour le

magnésium, toutes les vésicules qui contiennent du PIP2 explosent en moins de 10 minutes.

Pour des concentrations plus faibles d’ions divalents toutes les GUV n’explosent pas. Au bout

de 10 minutes nous effectuons l’analyse de déviation standard sur les GUV restantes.

Nous traçons la valeur du rapport IMean en fonction de la concentration en ions divalents

dans la solution. Les courbes IMean sont représentées sur la figure III.B.17 (pour une

quinzaine de GUV dans chaque condition).

Plus la concentration en ions divalents est élevée, plus le marquage de la GUV est hétérogène.

Les GUV gardent une répartition homogène du PIP2 jusqu'à une concentration de Mg2+

d’environ 20 µM et deviennent hétérogènes pour des concentrations plus élevées. Pour des

concentrations en Mg2+ supérieures à 1mM, la plupart des vésicules explosent.

En présence de calcium, la sensibilité des GUV est accrue. En effet, dès l’ajout de quelques

micromolaires d’ions, des hétérogénéités de répartition apparaissent. Au dessus de 100 µM, il

ne reste quasiment plus de vésicules.

Afin de voir si les ions divalents interagissent toujours avec la membrane des GUV lorsqu’ils

sont complexés avec leurs chélateurs respectifs, nous ajoutons à la solution de glucose, qui
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contient les ions divalents, 4 mM d’EGTA (chélateur de calcium) ou 4 mM d’EDTA

(chélateur de magnésium). Puis nous diluons des GUV contenant 5% de PIP2 dans cette

solution. Dans ce cas les GUV restent homogènes sur des durées de 2 heures, avec un

rapport )%311( IMean . L’ajout de chélateurs permet de capter les ions divalents qui

n’interagissent alors plus avec la membrane des GUV.

Fig III.B.17. Analyse de déviation standard de GUV marquées en fluorescence par le FL-PIP2. Le rapport

IMean est tracé en fonction de la concentration d’ions calcium ou d’ions magnésium. Plus les concentrations

en ions sont importantes, plus la membrane est hétérogène.

Nous concluons de ces deux types d’expériences que les GUV sont stables pendant quelques

heures dans le tampon ezrine neutralisé, c’est-à-dire que la répartition du PIP2 reste

homogène et que les vésicules gardent leur forme sphérique. Néanmoins les GUV échangent

leur milieu intérieur. Des essais ont été effectués dans le tampon F de l’actine : la répartition

homogène du PIP2 est également conservée. En effet, même sil tampon F contient quelques

millimolaires d’ions divalents, la chélation par l’EGTA et l’ATP est suffisant et permet aux

ions de ne pas interagir avec la membrane de la vésicule.

Dans une solution de glucose contenant des ions divalents, le rapport IMean évolue : le

marquage à l’aide de FL-PIP2 devient hétérogène. Les ions interagissent avec le PIP2 de la

membrane et induisent un partitionnement de celui-ci. Ce résultat est en accord avec une

étude de Toner et al. (Toner et al. 1988) qui montre une interaction entre le PIP2 et les ions

calcium et magnésium.
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Les ions calcium et magnésium induisent des hétérogénéités de répartition du PIP2 dans

la membrane. Dans la suite des expériences, nous ajoutons toujours quelques milli-

molaires d’EGTA et / ou d’EDTA dans les solutions afin d’éviter aux ions divalents

d’interagir avec le PIP2 et induire des artefacts de répartition.

III.B.3 – Visualisation des interactions entre ezrine et GUV

III.B.3.a – Choix des conditions expérimentales

Pour avoir un effet maximal de l’ezrine sur les vésicules géantes, il est important que

le maximum de PIP2 sur la GUV soit en interaction avec l’ezrine.

Si l’on se réfère aux travaux sur les LUV, la liaison de l’ezrine a une membrane contenant du

PIP2 peut être décrite avec une constante d’association K pour une interaction de type 1 : 1.
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Où [PIP2]lié et [PIP2]libre sont les concentration en PIP2 libre et liée à l’ezrine et [ez]libre est

la concentration en ezrine libre. De plus la loi de conservation de la masse impose : [PIP2]total

= [PIP2]lié + [PIP2]libre.L’interaction de type 1 : 1 impose [PIP2]lié = [ez]liée.

Nous déduisons de l’équation (31) et de la conservation de masse un polynôme de degré deux

dont la solution est :
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Des quantités initiales de PIP2 et d’ezrine (respectivement [ez]totale et [PIP2]total), il est

possible d’estimer le pourcentage de PIP2 lié.

Les pourcentages de liaison de l’ezrine et du PIP2 sont calculés pour différentes

concentrations d’ezrine sur une gamme 0.5 µM à 15 µM (correspondant à la concentration

maximale obtenue lors de la préparation de la protéine) et pour une constante d’affinité Kd

fixée à 5 µM (Blin et al. 2008)). La figure III.B.18 représente le pourcentage de PIP2 lié en

fonction de la concentration en lipide total pour une fraction massique en PIP2 de 5 %.
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Fig III.B.18. Courbes qui représentent le pourcentage de PIP2 lié en fonction de la concentration de lipide. La

concentration des GUV dans nos conditions expérimentales, après dilution 10 fois dans la solution d’ezrine, est

représentée par le trait en pointillé. La concentration finale lors du contact GUV / ezrine est 10-5 M.

La concentration en lipide lors du contact ezrine / GUV PIP2 est estimée à 10-5 M. D’après la

courbe représentée en III.B.18, il faut que le contact entre GUV 5% PIP2 et ezrine se fasse à

concentration en ezrine élevée pour avoir le maximum de PIP2 lié. Dans des conditions où les

GUV sont en contact avec de l’ezrine à une concentration de l’ordre de 15 µM, 80% du PIP2

accessible sur la GUV serait lié et seulement 4 % de l’ezrine est liée.

Nous avons donc choisi de travailler à une concentration d’ezrine WT de 15 µM environ et

d’ezrine fluorescente, utilisée comme traceur, à une concentration de 0.2 µM.

III.B.3.b – Quantification des interactions entre ezrine et GUV

Les GUV sont stables dans le tampon d’ezrine neutralisé pendant 2h au moins. Il a

déjà été montré que l’ezrine interagit avec le PIP2 lorsque celui-ci est inséré dans des LUV

(Blin et al. 2008), des bicouches supportées (Janke et al. 2008; Herrig et al. 2006) et des

GUV obtenues par gonflement spontanée (Takeda et al. 2006).
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Les GUV contenant 5% de PIP2 en masse sont introduites dans la chambre contenant l’ezrine

WT à des concentrations toujours comprises entre 14 µM et 25 µM et avec une concentration

en ezrine fluorescente de 0.2 µM (ezrine-Alexa488 ou ezrine-Alexa546).

En microscopie confocale, seules les GUV contenant du PIP2 se marquent en fluorescence.

Des images obtenues pour des GUV de compositions différentes sont montrées sur la figure

III.B.19.

Fig III.B.19. Vésicules dans une solution d’ezrine fluorescente, (A) GUV 5% PIP2, (B) GUV DOPC sans PIP2

et (C) GUV 15% POPS. La barre représente 10 µm.

Les GUV qui contiennent du PIP2 sont les seules dont la membrane est marquée en

fluorescence par l’ezrine (A). Lorsque les GUV ne contiennent pas de PIP2 ou contiennent

15% de POPS en masse, les vésicules ne sont pas marquées (B et C). Les premières GUV qui

se marquent en fluorescence sont toujours observées une dizaine de minutes après la mise en

contact avec la protéine. Les GUV sont observées pendant au moins 1h après la mise en

contact avec l’ezrine.

Un profil radial d’intensité est réalisé sur les vésicules en contact avec l’ezrine fluorescente.

Le profil radial moyen, mesuré sur 14 GUV issues de 3 expériences différentes, est montré sur

la figure III.B.20. Lorsque les GUV sont marquées en fluorescence, nous avons un pic

d’intensité au niveau de la membrane de celles-ci. Nous définissons une GUV marquée à la
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membrane quand le pic d’intensité sur la membrane est supérieur d’au moins 15% à

l’intensité à l’extérieur de la GUV. L’intensité du pic varie de 1.15 à 2 fois l’intensité de la

solution fluorescente.

Fig III.B.20. Profil d’intensité radial de GUV en contact avec de l’ezrine. La barre verticale en pointillés

représente les valeurs minimales et maximales mesurées pour les GUV dont la membrane est devenue

fluorescente après contact avec l’ezrine.

Lorsque les GUV 5% PIP2 ne contiennent pas de cholestérol, seule 6% des vésicules sont

marquées par l’ezrine. Lorsque les GUV 5% PIP2 contiennent du cholestérol à hauteur de

15% en masse, 25% des vésicules sont marquées en moyenne (tableau III.G). Une moyenne

sur environ 650 GUV issues d’une dizaine d’expériences de contact et de 7 préparations

d’ezrine différentes a été réalisée. Aussi, la composition des GUV apparaît importante pour

l’interaction.

La présence de l’analogue fluorescent du PIP2 ne semble pas avoir d’influence. En effet,

lorsque des GUV composées de 15% cholestérol, 4.9% PIP2 et 0.1% FL-PIP2, sont mises en

contact avec de l’ezrine-Alexa546, le pourcentage moyen de GUV marquées par l’ezrine et de

25 % également.

Dans le souci de vérifier que les deux types d’ezrine fluorescentes (Alexa546 et Alexa488)

ont le même comportement, nous réalisons une expérience de contact entre des GUV 5% PIP2

et 15% cholestérol et un mélange les deux types d’ezrine fluorescentes. Nous avons 25% de
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marquage des vésicules dans chacun des canaux correspondant aux deux types d’ezrine

fluorescente. Dans 100% des cas, les mêmes GUV sont marquées par les deux ezrines

fluorescentes. Un exemple de double marquage par les ezrines fluorescentes est donné sur la

figure III.B.21. Dans les deux cas, la hauteur du pic d’intensité sur les profils radiaux

normalisés est comparable.

Fig III.B.21. GUV marquées par (A) de l’ezrine-Alexa488 et (B) de l’ezrine-Alexa546. la barre représente 10

µm.

Le tableau III.G synthétise les pourcentages de GUV marquées par l’ezrine pour chaque

composition.

Compositions Nombre de GUV

comptées

% de marquage

DOPC/Chol (85 : 15) 222 0

DOPC/Chol/POPS(70 : 15 : 15) 110 0

DOPC/Chol/PIP2(80 : 15 : 5) 637 25

DOPC/Chol/PIP2/Fl-PIP2(80 : 15 : 4.9 :

0.1)

51 22

DOPC/PIP2(95 : 5) 329 6

Tableau III.G. Pourcentage de GUV marquées par l’ezrine en fonction de leurs compositions.

Lorsque nous mettons en contact des GUV 5% PIP2 15% cholestérol marquées à l’aide du

FL-PIP2, avec de l’ezrine-Alexa546, nous observons une colocalisation de zones de fortes

concentrations en PIP2 et de zones de fortes concentration en ezrine (fig III.B.22).
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Fig III.B.22. GUV 5% PIP2 marquée par (A) le FL-PIP2 et (B) l’ezrine-Alexa546. La barre représente 10 µm.

Nous avons quantifié l’hétérogénéité de la membrane en présence d’ezrine. Sur la figure

III.B.23, nous avons représenté IMean pour des GUV en contact avec l’ezrine. Le rapport

IMean mesuré pour l’ezrine sur la membrane est )%7.145.30( IMean . Cela

montre une distribution hétérogène de celle-ci. De façon similaire, IMean du FL-PIP2 est

de )%6.166.31( IMean indiquant qu’il est aussi distribué de manière hétérogène dans

la membrane. Or en l’absence l’ezrine au contact des GUV, le rapport IMean mesuré pour

le FL-PIP2 est )%210( IMean , indiquant une répartition homogène de celui-ci. Ainsi

les hétérogénéités de répartition du FL-PIP2 ne sont présentes qu’en présence de la protéine.

Fig III.B.23. Analyse de déviation standard pour des vésicules contenant du FL-PIP2, mises en présence

d’ezrine (à droite) en comparaison avec des vésicules seules (à gauche). En présence d’ezrine, la répartition du

FL-PIP2 et celle de l’ezrine sont similaires.
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Il y a au moins 80% des vésicules marquées par l’ezrine pour lesquelles le rapport de l’ezrine

fluorescente à la membrane IMean > 15%, valeur seuil que nous avions considérée pour

des GUV homogènes (voir chapitre II). L’ezrine forme donc des agrégats sur la membrane

des GUV et induit une réorganisation du PIP2 dans la membrane.

Lorsque les GUV sont marquées par l’ezrine fluorescente, nous mesurons que, sur le profil

radial, le pic d’intensité au niveau de la membrane est au maximum deux fois plus intense que

la solution d’ezrine, indiquant que la concentration d’ezrine est localement deux fois plus

importante. En analysant les images de GUV marquées par l’ezrine fluorescente, nous

pouvons estimer la quantité d’ezrine présente sur la membrane en se basant sur la géométrie

du problème. Par microscopie confocale, une zone fluorescente ayant la forme d’une

couronne est observée (fig III.B.24).

Fig III.B.24. Observation des GUV en microscopie confocale. Nous récupérons un signal de fluorescence du

plan équatorial des GUV. Le signal est confiné dans une couronne qui représente la forme de la GUV dans le

plan et la résolution en z du microscope dans la direction perpendiculaire au plan. R est le rayon de la GUV, L

est l’épaisseur de la membrane fluorescente et H est la taille du plan dans la direction z.

Le volume de cette couronne est :

)
2

1(²
L

R
HLV   (33)

La surface interne de cette couronne est :

HRS 2 (34)

Où H est la hauteur de résolution du microscope qui est d’environ 1 µm, L est l’épaisseur

apparente de la membrane fluorescente qui est mesurée à 1 µm également et R est le rayon de

la GUV (une dizaine de µm).
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L’intensité normalisée égale à 1 correspond à une concentration d’ezrine de 15 µM environ.

Lorsque l’intensité normalisée est supérieure à 1 cela correspond à des concentrations

supérieures à 15 µM. Avec la concentration et le nombre d’Avogadro, le nombre de

molécules d’ezrine liée à la membrane est calculée (différence entre le nombre de molécule

dans la couronne et le nombre de molécules en solution).

ASolutionNormMembezrineliée NVEzIIN  ][][ (35)

Où Nezrineliée est le nombre, dans la couronne d’observation de volume V, d’ezrine liées à la

membrane, NA est le nombre d’Avogadro, [Ez]Solution est la concentration d’ezrine en solution

(environ 15 µM), IMemb est l’intensité de fluorescence mesurée de la membrane et INorm est

l’intensité de fluorescence mesurée de la solution d’ezrine.

En supposant, que l’ezrine forme une monocouche de protéines sur la membrane, Pour une

GUV de rayon 10 µm, le volume V est de 6.5.10-17.m3, la surface S de la couronne

d’observation est de 60 µm², le nombre d’ezrine liée à la membrane Nezrineliée est de l’ordre du

millier de molécule. Une densité moyenne de molécules d’ezrine sur la surface de la GUV

peut être calculée comme étant le nombre d’ezrine dans la couronne Nezrineliée divisé par la

surface S de la couronne d’observation.

Les densités surfaciques d’ezrine sur la membrane sont de l’ordre de 20 molécules d’ezrine

par µm² pour une concentration d’ezrine 2 fois plus élevée au contact de la membrane, et de

1.5 molécules d’ezrine par µm² pour une concentration 1.15 fois plus élevée au voisinage de

la membrane

Les quantités d’ezrine qui se lient à la membrane des GUV sont compatibles avec la quantité

maximale d’ezrine pouvant se lier à une membrane. En effet, la surface du domaine FERM

interagissant sur la membrane est de 30 nm² environ, donc sur un µm², au maximum, il est

possible d’avoir 33 333 molécules d’ezrine. Lorsque les GUV sont marquées en fluorescence

par l’ezrine, cela correspond à une faible quantité d’ezrine se liant à la membrane : nous

sommes loin d’une monocouche d’ezrine à la membrane et d’un empilement compacte.

III.B.3.c – Discussion sur le fait que toutes les GUV ne sont pas marquées par l’ezrine

Nous avons mis en évidence que l’ezrine interagit avec les GUV mais que, au maximum, 25%

des GUV apparaissent fluorescentes. La présence de cholestérol conduit à augmenter le

nombre de vésicules qui apparaissent marquées en fluorescence.
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Nous avons donc cherché à comprendre les raisons qui pourraient expliquer ces observations.

Dans ce but, plusieurs questions ont été soulevées :

i - le PIP2 pourrait-il sortir de la membrane lors de l’interaction ezrine/PIP2 ?

ii - la population de GUV pourrait-elle être hétérogène ?

iii - le fluorophore Alexa488 pourrait il jouer un rôle ?

iv - comment se situent nos résultats au vu de ceux de la littérature ?

i ) Pour vérifier que les GUV ne libèrent pas de PIP2 dans le tampon de l’ezrine neutralisé

lors du contact avec la protéine, nous avons réalisé un test ELISA (Enzyme Linked

ImmunoSorbent Assay). Le principe est le même que celui du Western Blot : nous détectons

une espèce à l’aide de ses anticorps spécifiques. Une enzyme couplée à un anticorps

secondaire produit ensuite une coloration. Les GUV ont été centrifugées et le PIP2 dans le

culot a été quantifié par ce test. Dans le surnageant nous avons dosé la quantité de PIP2

présente de la même manière. Nous voyons dans la figure III.B.25 la quantité de PIP2 dans le

surnageant exprimée en pourcentage de PIP2 contenu au départ dans les GUV.

Fig III.B.25. Pourcentage de PIP2 relargué par rapport au PIP2 incorporé dans les GUV. Une mesure a été faite

1h après l’électroformation et 24 h après.

Lors du contact entre l’ezrine et les GUV, la concentration en lipides est de l’ordre de 10-5 M.

Avec des GUV composées de 5 % de PIP2, on peut donc estimer la concentration de PIP2

totale à 0.5 µM. Le dosage ELISA montre que seulement 3 % du PIP2 est relargué, soit
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environ 10 nM. Cette perte est trop faible pour pouvoir être détectée par mesure de potentiel

zêta.

Une telle concentration n’est pas suffisante pour interagir avec toute l’ezrine présente en

solution (15 µM) et empêcher celle-ci d’interagir avec les GUV. La présence de PIP2 en

solution n’explique pas pourquoi seulement 25% des GUV sont marquées.

Les expériences de dosage ELISA indiquent également que l’augmentation du potentiel zêta

de GUV sans cholestérol observé après 24h n’est pas dû au passage du PIP2 en solution.

Après 24h les GUV sans cholestérol, les GUV présentent de nombreux défauts et ressemblent

plus à des agrégats de lipides. La remontée du potentiel zêta pourrait être liée à cette présence

d’agrégats lipidiques.

Les GUV libèrent peu de PIP2 dans le tampon de l’ezrine neutralisé, environ 10 nM.

ii ) Concernant la question de l’hétérogénéité de la population de GUV, la mesure du potentiel

zêta semble plutôt indiquer que cette population est homogène pour son incorporation de

PIP2.

iii ) La question de l’influence du fluorophore peut être posée au vu de ce qui est déjà décrit

dans la littérature. En effet, les fluorophores peuvent jouer un rôle dans une interaction et

induire un artefact de marquage (Gambhir et al. 2004). C’est pourquoi nous avons

précédemment vérifié par co-sédimentation que les constantes d’équilibre pour de l’ezrine

WT et de l’ezrine fluorescente pour des LUV contenant du PIP2 sont similaires (Blin et al.

2008). Ainsi, la constante de dissociation Kd entre l’ezrine WT et les LUV-PIP2 est de (5.9 +

0.7) µM et celle entre l’ezrine-Alexa488 et ces mêmes LUV est de (4 + 0.5) µM.

Le fait que l’ezrine fluorescente et l’ezrine WT ont la même affinité pour le PIP2 a d’ailleurs

permis d’utiliser l’ezrine fluorescente en spectroscopie de fluorescence corrélée (FCS) pour

mesurer le Kd par une autre méthode que la co-sédimentation (Blin et al. 2008).

L’ezrine WT et les ezrines fluorescentes ont la même affinité pour le PIP2.

Enfin, il est possible que des GUV soient très faiblement marquées par l’ezrine. Tel que nous

l’avons défini, les GUV sont marquées quand l’intensité de fluorescence de la membrane

dépasse de 15 % l’intensité de la protéine en solution, ce qui peut conduire à une sous-
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évaluation de la quantité réelle de GUV marquées. Néanmoins, nous ne pensons pas que cela

explique le phénomène.

iv ) Le fait que seulement 25% des GUV soient marquées par l’ezrine n’est pas si surprenant à

la vue de la littérature. Il existe plusieurs études où les effets ne sont présents que pour une

partie de la population de vésicules lipidiques. Heuving et al. (Heuvingh et al. 2007)

montrent que seulement 18% de GUV sur lesquelles est ajoutée ARF-1 présentent une comète

d’actine. Takeda et al. (Takeda et al. 2006) montrent que seulement 30% des vésicules ont

des pores lorsqu’elles interagissent avec l’ezrine et ils observent une colocalisation entre

ezrine et patchs sur la membrane seulement dans 30% des cas également.

III.B.3.d –Formation d’agrégats d’ezrine et réorganisation du PIP2 à la membrane

Les observations supportent le fait que l’ezrine serait capable de réorganiser le PIP2 au sein

de la membrane. En effet, avec l’analyse de déviation standard effectuée sur des GUV en

contact avec l’ezrine, il apparait que le rapport IMean est trois fois supérieur au rapport

IMean d’une GUV homogène. Il existe des agrégats d’ezrine sur la membrane qui

colocalisent avec des zones riches en PIP2. Ces résultats sont en contradiction avec les

résultats précédemment obtenus sur les LUV par des expériences d’extinction de fluorescence

(Blin et al. 2008), où il avait été montré que l’ezrine n’induit pas la formation d’agrégats de

PIP2.

Les observations de la répartition de l’ezrine sur les GUV sont appuyées par la littérature sur

des membranes planes. Il a déjà été observé par Herrig et collaborateurs (Herrig et al. 2006)

en microscopie de force atomique un tel effet sur des membranes supportées contenant 3% de

PIP2 en interaction avec de l’ezrine. Les agrégats de protéines sur la surfaces sont vus comme

des interactions protéine / protéine.

Les LUV sont des petits objets (100 nm) comparés aux GUV (quelques microns) et les deux

systèmes ne sont pas équivalents : dans le cas des LUV, la membrane est fortement courbée,

alors qu’elle peut être considérée comme plane dans le cas des GUV. Il est possible que les

interactions protéine / protéine dont font état Herrig et collaborateurs (Herrig et al. 2006) ne

soient pas favorisées par une membrane courbée.
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L’ezrine réorganise la distribution du PIP2 dans les membranes planes, de type GUV

mais pas dans les membranes fortement courbées, de type LUV. Il existe des agrégats

d’ezrine sur la membrane des GUV.

Il est à noter qu’une autre étude (Takeda et al. 2006) rapporte la formation de pores dans une

membrane de GUV en présence d’ezrine (à 15 µM). La membrane contenait de la

phosphatidylcholine et du phosphatidylglycérol (un lipide négatif). De façon intéressante, ces

auteurs observent que la présence de 10% de PIP2 abolit complètement la formation des

pores. Nos expériences confirment que l’ezrine qui interagit avec une membrane contenant du

PIP2 à hauteur de 5% en masse n’est pas capable d’induire la formation de pores.
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III.B.3.e – Irréversibilité de la liaison ezrine / GUV

D’après l’étude sur les LUVs réalisée au sein du laboratoire, la constante d’affinité de l’ezrine

pour les LUV-PIP2 est de l’ordre de 4 µM à 6 µM (Blin et al. 2008). Il devrait donc exister

un équilibre réversible entre les protéines d’ezrine qui interagissent avec le PIP2 dans la

membrane des GUV et les protéines d’ezrine qui sont en solution. Selon la figure III.A.18,

lorsque la concentration d’ezrine autour de la GUV diminue d’un facteur 144, le pourcentage

de PIP2 lié devrait diminuer de 80% à quelques pourcents. De la même façon le pourcentage

d’ezrine liée doit passer de 0.09 % à une fraction infinitésimale. Cette diminution du nombre

de molécules d’ezrine fluorescente devrait se traduire par une forte chute de l’intensité de

fluorescence de la GUV.

Pour tester cette hypothèse, des expériences de dilution des GUV au contact de l’ezrine ont

été réalisées, la concentration d’ezrine initiale étant toujours comprise entre 15 µM et 25 µM

(voir chapitre II). Lors de la dilution, la concentration d’ezrine finale sera de 100 nM à 173

nM d’ezrine pour 1 nM d’ezrine fluorescente.

Les vésicules sont suivies en microscopie confocale sur une période de 2 à 60 min après la

dilution. Une image de GUV 5% PIP2 marquée avant la dilution et toujours marquées 45

minutes après la dilution est montrée sur la figure III.B.26.

Fig III.B.26. GUV 5% PIP2 marquée par l’ezrine fluorescente observée : (A) avant la dilution ; (B) 5 min après

la dilution ; (C) 20 min et (D) 45 min. La barre représente 10 µm.

60 minutes après la dilution, toutes les GUV qui étaient marquées initialement le sont encore.

Pour pouvoir évaluer la perte de protéines fluorescentes de la membrane de la GUV, nous

avons réalisé une expérience contrôle où nous avons suivi l’évolution de l’intensité de

fluorescence de la d’une bille de polystyrène ayant des groupements carboxyles, sur laquelle

est adsorbée l’ezrine fluorescente.
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Pour cette analyse, l’intensité de fluorescence moyenne de 5 points répartis le long du contour

de la membrane (notée Iinit) et l’intensité de fluorescence de la solution après la dilution loin

de la membrane de la GUV ou de la bille (notée Isol) sont mesurées.

L’intensité normalisée s’exprime alors : INORM = (I– Isol)/(Iinit–Isol).

La normalisation permet d’avoir au départ de l’expérience une intensité normalisée de 1 à la

membrane. L’intensité normalisée peut être représentée en fonction de deux temps : soit le

temps d’exposition cumulé (le temps pendant lequel le fluorophore a été éclairé), soit le temps

qui s’écoule après avoir effectué la dilution. Ces deux temps sont reliés par le temps

d’exposition de chaque image et la fréquence à laquelle j’acquière les images. Par exemple si

j’acquière une image toute les 10 s avec un temps d’exposition de 100 ms, le temps

d’exposition cumulé à la fin de l’expérience (60 minutes) sera de 36 s, alors que le temps

après dilution sera de 60 minutes. Chaque expérience possède son propre temps d’exposition

(dépend de la protéine fluorescente), alors que toutes les expériences sont effectuées avec des

temps après dilution comparables. Néanmoins, pour un temps après dilution comparable, il est

possible d’avoir des temps d’expositions différents. Lorsque je compare des intensités de

fluorescences entre des GUV et des billes, le temps d’exposition parait un choix plus logique,

en effet pour quantifier le bleaching, le temps important est le temps d’exposition. De plus

comme nous le voyons par la suite, il n’y a pas de désorption de l’ezrine sur la membrane des

GUV. Donc il est possible de comparer directement GUV et billes via le temps d’exposition.

La normalisation de l’intensité de fluorescence est appliquée aux billes fluorescentes (figure

III.B.27), qui présentent une décroissance de fluorescence due au photoblanchiment.

L’intensité de fluorescence normalisée est tracée en fonction du temps d’exposition des billes.

L’intensité de fluorescence diminue avec le temps d’exposition indiquant un

photoblanchiment du fluorophore. Il est possible d’ajuster une courbe en exponentielle sur

l’évolution de l’intensité. La fonction d’ajustement donne un temps caractéristique de

décroissance de 126 s.
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Fig III.B.27. (A) Décroissance de la fluorescence de 6 billes en fonctions du temps d’exposition. (B)

Décroissance moyenne calculée sur 6 billes en fonction du temps d’exposition. La courbe représente

l’ajustement de la décroissance de fluorescence à l’aide d’une fonction mono-exponentielle.

Nous effectuons une analyse similaire sur des GUV dans la figure III.B.28. L’intensité

normalisée est tracée en fonction du temps après dilution. Une décroissance d’intensité est

observée, après 2000 secondes l’intensité passe de 1 à 0.6 / 0.8. Mais cette décroissance est-

elle due à la désorption de la protéine ou à du photoblanchiment ?

Fig III.B.28. Décroissance de l’intensité normalisée de 6 GUV en fonction du temps après la dilution.

Nous comparons l’évolution d’intensité d’une GUV à l’évolution d’intensité moyenne des

billes sur la figure III.B.29. L’intensité de fluorescence de la GUV évolue comme l’intensité

de fluorescence des billes.
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Fig III.B.29. Evolution du profil d’intensité d’une GUV diluée dans le tampon de l’ezrine neutralisé et d’une

bille sur laquelle est déposée de l’ezrine fluorescente en fonction du temps d’exposition.

L’expérience a été réitérée sur 5 autres vésicules qui suivent toutes la même décroissance

d’intensité que les billes. Nous pouvons conclure que l’ezrine présente sur la GUV ne se

désorbe pas et que la baisse d’intensité de fluorescence n’est due qu’au photoblanchiment.

L’interaction entre ezrine et GUV semble donc irréversible.

Afin de voir si cet effet n’est pas un artefact lié à la présence du fluorophore sur l’ezrine, une

autre expérience a été faite. Les GUV ont été pré-incubées durant 15 minutes avec l’ezrine

WT avant de les mettre en contact avec l’ezrine fluorescente. Le pourcentage de marquage est

de 1%, en comparaison des 25% obtenus quand l’ezrine fluorescente est mise en premier au

contact des GUV. Cette dernière expérience montre que les GUV ayant déjà interagi avec

l’ezrine WT ne peuvent plus interagir avec l’ezrine fluorescente (ezrine-Alexa488 ou ezrine-

Alexa546). L’irréversibilité est donc présente même quand l’ezrine n’est pas couplée à un

fluorophore.

Nos résultats se rapprochent de ceux du groupe de Steinem (Herrig et al. 2006; Janke et al.

2008). Ces auteurs ont montré qu’il est possible de rincer des bicouches supportées contenant

du PIP2 sur lesquelles est adsorbée l’ezrine sans observer de désorption de la protéine. Si la

liaison l’ezrine et le PIP2 est coopérative sur les membranes planes, cela peut expliquer

pourquoi l’interaction semble irréversible. Cette interaction coopérative pourrait être due à
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des interactions entre les protéines sur la surface, ce qui expliquerait également la formation

d’amas d’ezrine et la réorganisation du PIP2 sous-jacent. La non-désorption de l’ezrine sur la

membrane des GUV ou sur les bicouches supportées est en contradiction avec une interaction

1 : 1 entre l’ezrine et le PIP2. Alors la notion de constante de dissociation Kd n’est plus

exacte, et l’affinité dépend aussi de la quantité d’ezrine liée au PIP2 c'est-à-dire que la liaison

de l’ezrine au PIP2 est coopérative.

La formation d’agrégats d’ezrine sur les GUV et la non-désorption de celle-ci sont en

accord avec la formation de clusters d’ezrine sur les membranes ainsi que la présence

d’une interaction ezrine / membrane résistante au lavage. Néanmoins, l’irréversibilité de

l’interaction ezrine / PIP2 n’est pas compatible avec la notion d’affinité, ni avec la

stœchiométrie 1 : 1.
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III.B.4 – Conclusion

Le système biomimétique a été caractérisé en terme d’incorporation du lipide par

mesure du potentiel zêta, et en terme de répartition du lipide dans la membrane par

quantification des hétérogénéités de fluorescence de la membrane. Les GUV ont été mises en

contact avec l’ezrine, ce qui a permis de mettre en évidence une réorganisation de la

répartition du PIP2 sous l’effet de l’interaction avec la protéine et une interaction irréversible

de la protéine avec les vésicules.

L’étape suivante dans la construction d’un système mimant l’attachement du

cytosquelette d’actine à la membrane plasmique via l’ezrine et le PIP2, est de comprendre

comment l’ezrine interagit avec l’actine. En effet cela permettra de poser des conditions

expérimentales optimales pour la reconstruction du système. Le chapitre suivant s’intéressera

aux interactions entre actine et ezrine et aux possibles effets de l’ezrine sur la dynamique de

polymérisation de l’actine.
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III.C – Interactions entre ezrine, actine

et PIP2

L’ezrine est importante pour la formation de bordure en brosse ainsi que pour le

remodelage du cytosquelette (voir chapitre I). Elle est aussi la première protéine arrivant à la

membrane lors du phénomène de formation de bourgeonnements cellulaire (« blebs »)

(Charras et al. 2006) et est également importante pour la construction du cortex d’actine sur

les phagosomes (Defacque et al. 2000). De plus, il a été décrit que l’ezrine possède deux sites

d’interaction avec le monomère d’actine (Roy et al. 1997; Turunen et al. 1994) (figure

III.C.1).

Fig III.C.1. Schéma de l’ezrine. Les deux accolades représentent les sites d’interaction connus avec l’actine.

La question suivante pourrait donc être posée : dans une configuration où l’ezrine est liée avec

le PIP2, peut-elle favoriser la formation de nuclei ?

Dans ce chapitre, nous avons étudié l’effet de l’ezrine et /ou du PIP2 sur la polymérisation de

l’actine au moyen de deux techniques expérimentales : la spectroscopie de fluorescence et la

microscopie à onde évanescente.

III.C.1 – Suivi de la polymérisation de l’actine par spectrofluorimetrie

La polymérisation de l’actine peut être également suivie en spectrométrie de

fluorescence en utilisant de l’actine marquée au pyrène. La fluorescence du pyrène est
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augmentée lorsque le monomère s’incorpore au filament. La fluorescence est directement

reliée à la quantité de filaments présents en solution, ce qui permet de suivre la cinétique de

polymérisation (Cooper et al. 1983).

Les expériences utilisant l’actine pyrène sont réalisées à une concentration en actine de

4 µM qui contient 15 % en molaire d’actine pyrène. Le tableau III.H montre les volumes

ajoutés dans les mélanges pour la polymérisation d’actine en présence d’ezrine WT et de

PIP2. Dans les expériences de fluorescence du pyrène le rapport ω = [PIP2] / [Ezrine] varie de 

0 à 30.

Volume (µL)

Tampon F 4X 15

Solution d’ezrine WT 15

Solution de PIP2 15

Solution d’actine à 16 µM 15

Tableau III.H. Mélange typique des différentes solutions lors d’une expérience de

polymérisation de l’actine suivie par spectrométrie de fluorescence.

Le tampon final est à un pH de 7.4 et il est composée de : 34 mM KCl, 1 mM MgCl2, 0.5 mM

EGTA, 10 mM TRIS, 17 mM NaCl, 0.15 mM d’ATP, 0.4 mM DTT, 6 mM MES.

Dans un premier temps, des courbes de pyrène sont réalisées seulement en présence d’ezrine

et d’actine. Puis, la quantité d’ezrine est fixée et la quantité de PIP2 ajoutée est modulée sur

une gamme de 5 à 30 µM. La figure III.C.2 représente la fluorescence du pyrène suivie en

fonction du temps.

Nous n’observons pas d’accélération de la polymérisation de l’actine en présence d’ezrine.

Les courbes sont très proches de celles obtenues en présence d’actine seule. Elles se

superposent toutes avec la courbe de polymérisation de l’actine seule. De même, en présence

de PIP2, aucun effet notable n’est observé sur la polymérisation de l’actine, que ce soit en

absence ou en présence d’ezrine.

Les expériences de pyrène ont présenté des problèmes de reproductibilité. Aucun effet de

dose n’a été systématiquement observé, que ce soit avec l’ezrine ou avec le PIP2. Néanmoins

ce qui a été obtenu fréquemment est représenté dans la figure III.C.2, ainsi que dans la figure

III.C.3. Les courbes de polymérisation en présence d’ezrine avec ou sans PIP2, sont, à la fin

de l’expérience, à un niveau de fluorescence plus élevé de (10.5 + 9) % par rapport au niveau

de fluorescence de l’actine seule. L’augmentation de fluorescence n’étant pas systématique et



181

ne dépendant pas de la quantité d’ezrine au contact de l’actine, il n’est pas impossible que cela

soit purement artefactuel.

Fig III.C.2. (A) Fluorescence de l’actine pyrène en fonction du temps, correspondant à 4 µM d’actine

polymérisant en présence de concentrations croissantes d’ezrine en solution. (B) Même type d’expérience pour

une solution de 4 µM d’actine, 1 µM d’ezrine et des quantités croissantes de PIP2 croissantes.

Fig III.C.3 Fluorescence de l’actine pyrène en fonction du temps montrant qu’en présence d’ezrine, le niveau

d’intensité est supérieur aux fluorescences contrôles de l’actine seule.

Les expériences de pyrène nous permettent de voir l’actine qui polymérise en solution et en

volume. Dans nos expériences, il n’y a pas de différences flagrantes entre les différentes

conditions. C’est pourquoi, il nous a semblé nécessaire d’observer les premiers temps de

polymérisation, ce que les expériences de fluorescence du pyrène ne peuvent donner.
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Fig III.C.4. Courbe de polymérisation de l’actine. Le pyrène donne des informations aux temps longs et le TIRF

donne des informations au temps courts. Le carré représente la zone temporelle d’observation en TIRF.

Donc, dans le souci d’étudier les possibles effets que l’ezrine sur la formation de noyaux, la

microscopie à ondes évanescentes (TIRF) sera utilisée. Elle nous permet de voir les premiers

temps de polymérisation, lorsque la concentration en actine polymérisée est de l’ordre de

quelques nano molaires de filaments (fig III.C.4).

III.C.2 – Expériences de microscopie à onde évanescente (TIRF)

Nous allons étudier les interactions entre ezrine et actine à l’aide de la microscopie à

onde évanescente (TIRF), qui permet d’étudier la dynamique de polymérisation de l’actine au

voisinage d’une surface.

En microscopie TIRF, l’élongation des filaments d’actine dans différentes conditions a été

suivie au cours du temps durant 20 minutes pour une concentration d’actine proche de 1 µM

(voir chapitre II). Etant donné que la concentration critique de polymérisation est de 0.1 µM,

les filaments apparaissent spontanément et commencent à croître dans nos conditions

expérimentales. Afin d’étudier l’effet de l’ezrine sur la dynamique de polymérisation

(nucléation et croissance des filaments), nous avons réalisé des polymérisations d’actine en

présence d’ezrine et en présence ou en absence de PIP2. Les expériences ont également été

réalisées en absence et en présence de profiline.

La profiline est une petite protéine de 12-15 kDa qui s’associe avec le monomère d’actine.

Elle inhibe la nucléation spontanée et empêche le monomère de s’associer au bout pointu

(Pollard et al. 1984), mais elle n’empêche pas le monomère d’actine de s’associer avec le
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bout barbé du filament (Pantaloni et al. 1993). La constante d’affinité de la profiline pour le

monomère d’actine est de l’ordre de 0.1 µM. L’ajout de profiline présente l’avantage de se

rapprocher de conditions physiologiques. En effet, in vivo, l’actine est complexée à des

protéines (comme la profiline) qui vont la séquestrer et ainsi réguler sa dynamique de

polymérisation (Pantaloni et al. 2001). La profiline interagit également avec le PIP2 avec une

affinité comparable a son affinité pour le monomère d’actine (Chaudhary et al. 1998;

Goldschmidt-Clermont et al. 1990)

III.C.2.a – Polymérisation d’actine dans différentes conditions

Le mélange contenant les protéines et le lipide (actine, profiline, ezrine et PIP2) est

réalisé dans un volume de 30 µL (voir tableau III.I). Dans les expériences de microscopie

TRIF le rapport ω = [PIP2] / [Ezrine] varie de 0 à 37. Lorsque l’ezrine et le PIP2 sont présents 

simultanément, le pourcentage de liaison de l’ezrine est de l’ordre de 85 %.

Absence de profiline Présence de profiline
V en µL [C] finale en µM V en µL [C] finale en µM

Ezrine WT 20 µM 1.5 1 1.5 1
PIP2 900 µM 1 30 1 30
Tampon G 5.3 -- 4.1 --
Tampon de fluo 18 -- 18 --
10X KMEI 3 -- 3 --
Profiline 90 µM 0 0 1.2 3.6
Actine 30 µM 1.2 1.2 1.2 1.2
Tableau III.I. Mélange réactionnel des expériences de TIRF

Au final le mélange des différents tampons donne une solution dont la composition est : 100

mM KCl, 2 mM MgCl2, 1 mM EGTA, 20 mM imidazole, 10mM DTT, 0.5% methylcellulose,

0.018 mg/ml de catalase, 3 mg/ml glucose, 0.18 mg/ml de glucose oxydase, 50 µM d’ATP et

0.16% BSA. Le tampon utilisé dans les expériences de TIRF est différent du tampon utilisé

dans les expériences de fluorescence du pyrène. La différence la plus importante entre les

tampons est que le tampon utilisé lors des expériences de TIRF contient plus de sels, ceci a

pour effet d’accélérer la polymérisation.

L’ordre d’ajout des différents constituants du mélange réactionnel est important. En effet

plusieurs ordres de mélanges ont été testés et beaucoup n’ont eut aucuns effets sur les

expériences en TIRF. Des différents essais, il en a été déduit que l’ezrine WT et le PIP2
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doivent être mis en contact avant d’ajouter toutes les autres solutions pour que l’interaction

ezrine / PIP2 se fasse dans de bonnes conditions. En effet, l’ordre d’ajout des différentes

solutions est important pour éviter que le PIP2 n’interagisse avec les ions divalents, même s’il

est possible que les ions soient chélater par l’EGTA et l’ATP, et la profiline avant d’interagir

avec l’ezrine.

Les figures III.C.5 et III.C.6 montrent les filaments d’actine à différents temps et pour

différentes conditions.

Fig III.C.5. Images en microscopie TIRF des filaments d’actine dans différentes conditions en absence de

profiline. Le temps zéro correspond au temps de montage de la lamelle d’observation. Les champs d’observation

sont des carrés de 50 µm x 50 µm.
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Fig III.C.6. Images en microscopie TIRF des filaments d’actine dans différentes conditions en présence de

profiline. Le temps zéro correspond au temps de montage de la lamelle d’observation. Les champs d’observation

sont des carrés de 50 µm x 50 µm.

Tout d’abord nous pouvons observer que les filaments croissent sur la lamelle dans toutes les

conditions. Néanmoins, lorsque l’ezrine et le PIP2 sont ajoutés dans le mélange, la densité de

filaments apparaît plus grande. La présence de profiline ne semble pas changer

qualitativement les expériences. Le seul effet est un nombre de filaments moindre.

Dans le but de comparer quantitativement ces images, celles-ci ont été binarisées et la valeur

moyenne d’intensité de champs d’observation est calculée (voir chapitre II). Cette intensité

représente la densité de filaments dans le champ d’observation. L’intensité moyenne d’un

champ d’observation est représentée en figure III.C.7 en fonction du temps.
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Fig III.C.7. Intensité moyenne d’un champ d’observation en fonction du temps d’observation. La densité de

filaments est significativement plus élevée en présence d’ezrine et de PIP2. Deux expériences ont été réalisées

pour chaque condition.

D’autres champs d’observation ont également été observés au cours du temps, et tous les

résultats sont très similaires avec des niveaux d’intensité comparables. L’intensité moyenne

du champ d’observation est maximale lorsque l’actine polymérise en présence d’ezrine et de

PIP2 que ce soit en absence ou en présence de profiline. Sans profiline, l’ajout d’ezrine seule

ou de PIP2 seul, a un léger effet sur le niveau d’intensité. En présence de profiline les

différences entre les conditions, actine seule, présence d’ezrine, présence de PIP2, sont

fortement augmentées : le niveau d’intensité du champ d’observation reste proche de zéro

dans tous les cas, sauf en présence d’ezrine et de PIP2 où l’intensité est très élevée. A t = 10

minutes, en l’absence de profiline, l’intensité moyenne de la zone d’observation en présence

de PIP2 et d’ezrine simultanément, est au minimum quatre fois plus élevée que les autres

conditions. En présence de profiline, cette même intensité moyenne à t = 10 minutes est au

minimum dix fois supérieure aux autres conditions. La présence de la profiline augmente

l’écart d’intensité moyenne de fluorescence qui existe entre l’actine en présence de PIP2 et

d’ezrine simultanément par rapport aux autres conditions.

La densité de filaments dans le champ d’observation est donc reliée à la présence combinée de

l’ezrine et de PIP2.

Au vu de ces résultats, nous avons émis deux hypothèses pour expliquer pourquoi il y a plus

d’actine polymérisée dans le champ d’observation :

- Les filaments auraient la même taille mais seraient plus nombreux dans la zone de

l’onde évanescente.
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- Les filaments seraient plus longs car les monomères s’associeraient plus rapidement.

- Une combinaison des deux.

La taille moyenne des filaments obtenus dans les différentes conditions et mesurée au bout de

20 minutes de polymérisation est représentée sur la figure III.C.8. Un minimum de 30

filaments a été analysé dans chaque condition (voir chapitre II). Les longueurs des filaments

sont similaires dans toutes les conditions : elles ont toutes une valeur moyenne d’environ 20

µm.

Fig III.C.8. Longueur moyenne des filaments après 20 minutes de polymérisation dans les différentes conditions. La

barre d’erreur représente la déviation standard.

Les vitesses d’élongation des filaments ont également été mesurées et les constantes

d’associations k+ déduits (voir chapitre II). Ils sont représentés sur la figure III.C.8. Sans

profiline, le k+ de l’actine seule est de (9.7 + 1) µM-1.s-1, en présence d’ezrine seule le k+ est

de (9.1 + 1) µM-1.s-1, en présence de PIP2 seul le k+ est de (10.2 + 0.7) µM-1.s-1.

En présence de profiline, il n’y a pas de différences majeures : le k+ de l’actine seule est de

(9.4 + 1) µM-1.s-1, en présence d’ezrine seule le k+ est de (8.7 + 2) µM-1.s-1, en présence de

PIP2 seul le k+ est de (7.4 + 0.5) µM-1.s-1.

Lorsqu’il y a la présence simultanée d’ezrine et de PIP2, les k+, avec et sans profiline sont de

(10.5 + 2.7) µM-1.s-1 et (9.7 + 0.5) µM-1.s-1.

In vitro, dans des conditions de polymérisation similaires aux nôtres, le k+ de l’actine

polymérisant seule se situe entre 8 µM-1.s-1 et 12 µM-1.s-1 (Pollard 1986).
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Fig III.C.9. k+ des filaments dans les différentes conditions de polymérisation. La barre d’erreur représente la

déviation standard.

Les constantes d’association k+ sont également les mêmes dans toutes les conditions de

polymérisation.

En présence d’ezrine et de PIP2, la vitesse d’ajout des monomères sur le filament est la même

que dans le cas contrôle. De plus les expériences de pyrène montrent que les filaments

semblent commencer à croitre en même temps (pas de temps de nucléation différent). C’est

pourquoi les tailles moyennes des filaments ne montrent pas de différences significatives.

Au regard des tailles moyennes, des constantes d’association et des expériences de pyrène, il

n’y pas d’effet de l’ezrine sur la dynamique de polymérisation du filament.

Néanmoins, au regard de l’intensité moyenne du champ d’observation, une densité de

filament plus forte est observée seulement en présence d’ezrine et de PIP2. La présence de

profiline ne semble pas avoir d’incidence sur la densité de filaments lorsqu’il y a

simultanément la présence d’ezrine et de PIP2.

Dans la suite des expériences de TIRF, nous avons donc choisi de travailler toujours en

présence de profiline dans le mélange protéique. En effet, en se basant sur les intensités

moyennes des zones d’observation, la présence de profiline augmente les différences

d’intensité entre l’actine en présence d’ezrine et de PIP2 simultanément et les autres

conditions.

III.C.2.b – Polymérisation en présence de profiline et d’ezrine fluorescente
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Afin d’obtenir des informations complémentaires, des expériences de microscopie

TIRF ont été réalisées en présence de profiline et en présence d’un mélange d’ezrine sauvage

et fluorescente. L’actine marquée à la rhodamine a également été utilisée. Le but est de voir la

localisation spatiale de l’ezrine et de l’actine.

Le tampon final dans lequel sont faites les expériences est le même que dans les chapitre

III.C.2.a et b. La polymérisation de l’actine se fait à 0.8 µM en présence de 1 µM d’ezrine

fluorescente (0.8 µM d’ezrine WT + 0.2 µM d’ezrine-Alexa488).

La figure III.C.10 montre le résultat d’une telle expérience de polymérisation.

Fig III.C.10. Images en microscopie TIRF de filaments d’actine en rouge et d’ezrine fluorescente en vert, en

absence et présence de PIP2. Le temps zéro correspond au temps de montage de la lamelle d’observation. La

barre représente 15 µm.
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L’intensité moyenne de la zone d’observation est au moins deux fois plus élevée lors de la

présence combinée d’ezrine et de PIP2 que dans les autres conditions. La densité de filaments

est plus grande seulement en présence d’ezrine et de PIP2. Ceci confirme les observations

faites sans ezrine fluorescente. Nous observons également la présence d’agrégats d’ezrine

uniquement en présence de PIP2 (figure III.C.11).

Fig III.C.11. Images en microscopie TIRF après 20 minutes de polymérisation montrant des filaments d’actine

en rouge et l’ezrine fluorescente en vert en présence de PIP2. Nous pouvons observer la présence d’agrégats

fluorescents, indiqués par des flèches. La barre représente 10 µm.

Fig III.C.12. Evolution au cours du temps de l’intensité moyenne de la fluorescence de l’actine en contact avec

de l’ezrine et du PIP2, de différentes zones dans le champ d’observation. Les numéros représentent les

différentes zones d’observations. Les intensités les plus élevées sont détectées autour des agrégats d’ezrine.
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Une analyse d’intensité moyenne de différentes zones circulaires est faite (une vingtaine de

zones par champ d’observation). Sur la figure III.C.12 (A), seulement six zones sont

représentées. La figure III.C.12 (B) représente l’évolution temporelle de l’intensité de

fluorescence moyenne des différentes zones observées. Il apparaît que l’intensité moyenne

due à la fluorescence de l’actine est, au bout de 20 minutes de polymérisation, plus importante

autour des agrégats que dans une zone ou il n’y en a pas. L’intensité moyenne de fluorescence

est supérieur d’au moins (25 + 27) % autour des agrégats (statistique faite sur 2 expériences et

8 champs d’observation). La forte dispersion de la valeur de l’intensité moyenne vient du fait

que cette valeur d’intensité à l’air de dépendre de la taille des agrégats de protéines.

III.C.2.c – Polymérisation de l’actine en présence de billes sur lesquelles est adsorbée de

l’ezrine fluorescente.

Dans le but d’obtenir des informations additionnelles pour la compréhension des phénomènes

observés lors de la polymérisation d’actine en présence d’ezrine et de PIP2, des expériences

complémentaires utilisant de l’ezrine adsorbée sur une surface sont effectuées.

Les expériences de polymérisation de l’actine ont été réalisées dans les mêmes conditions que

celles décrites dans le paragraphe III.C.2.a, c'est-à-dire en présence de 0.8 µM d’actine et de

profiline. Nous avons donc utilisé des billes de polystyrène sur lesquelles de l’ezrine a été

déposée (les billes ont été préalablement incubées avec de l’ezrine). Un mélange d’ezrine

sauvage et d’ezrine fluorescente (0.8 µM d’ezrine WT + 0.2 µM d’ezrine-Alexa488), a été

incubé avec des billes en polystyrène de 2 µm de diamètre possédant des groupements

carboxyles à la surface. L’ezrine fluorescente adsorbée sur la bille permet leur visualisation.

La figure III.C.13 montre la polymérisation de l’actine au contact des billes avec et sans PIP2

en solution.

Dans des travaux précédents, C. Roy avait montré que l’ezrine adsorbée au fond de plaques

96 puits en polystyrène se lie aux filaments d’actine (Roy et al. 1997). Ceci pourrait être

attribué à une fragilisation des interactions intramoléculaires suivi d’une une ouverture de la

molécule favorisée par la liaison au polystyrène. L’utilisation de billes sur lesquelles est

adsorbée l’ezrine prouve que l’ezrine adsorbée sur une surface est capable, en présence de

PIP2, de lier les filaments d’actine. Cette liaison a déjà été observée lorsque l’ezrine est

adsorbée sur une surface de polystyrène. Les auteurs ont pu montrer que l’ezrine adsorbée

dans des plaques, ayant un fond en polystyrène, est capable de lier les filaments d’actine. Les
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auteurs montrent que le changement de conformation de l’ezrine est une conséquence de

l’interaction entre l’ezrine et la surface, mais que cela n’entame en rien la spécificité des

interactions entre ezrine et actine, et donc que nous sommes dans une situation physiologique

où l’ezrine serait ouverte (via la liaison au PIP2 par exemple).

Fig III.C.13. Images en microscopie TIRF des filaments d’actine en présence de billes sur lesquelles de l’ezrine

fluorescente est adsorbée, (A) en absence et (B) en présence de PIP2. L’actine est marquée en rouge et l’ezrine

est marquée en vert. Le temps zéro correspond au temps de montage de la lamelle d’observation. La barre

représente 5 µm.

En absence de PIP2 il n’y a pas d’interactions visibles entre les billes et les filaments. Les

vitesses d’élongation et les constantes d’association sont inchangées. Elles sont égales à celles

mesurées au paragraphe III.C.1.b, c'est-à-dire k+ = (9.3 + 1) µM-1.s-1 en absence de PIP2, et

k+ = (10.8 + 1.6) µM-1.s-1 en présence de PIP2 (mesures faites sur 29 filaments pour deux

échantillons).

En présence de 30 µM de PIP2 en solution, quelques billes montrent des filaments qui

croissent à partir de leur surface comme indiqué sur la figure III.C.14.
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Fig III.C.14. Zoom de la figure III.C.13. Des filaments d’actine qui croissent à partir d’une bille sur laquelle de

l’ezrine est adsorbée sont indiqués par des flèches. La barre représente 5 µm.

Les intensités moyennes de la fluorescence de l’actine sont mesurées autour des billes. Dans

ce cas précis nous ne voyons aucunes différences notables par rapport à la polymérisation

d’actine seule. En effet peu de filaments se fixent aux billes et donc ils ne permettent pas

d’augmenter suffisamment l’intensité moyenne autour des billes pour que l’accroissement soit

significatif.

Les filaments qui croissent à partir des billes montrent des constantes d’associations k+

comparables au k+ de l’actine qui polymérise en l’absence de billes, c'est-à-dire k+ = (11 +

0.8) µM-1.s-1(mesure faites sur 19 filaments). La longueur moyenne est également comparable

aux longueurs moyennes des filaments d’actine en absence d’ezrine et en absence de PIP2.

Le bout barbé du filament croit beaucoup plus vite que le bout pointu (Pollard 1986). Afin de

localiser le bout barbé dans nos expériences, une expérience de photoblanchiment a été

réalisée (Figure III.C.15). Une zone est photoblanchie sur l’un des filaments qui croît de la

bille puis des images sont acquises après 2 et 5 min. Nous pouvons constater que la position

de la zone photoblanchie n’évolue pas avec le temps et que le filament continue de croître.

Cela implique que le bout qui croit (bout barbé) n’est pas en contact avec la surface de la

bille.

Nous concluons de cette observation que l’ezrine n’influence pas l’ajout de monomères sur le

filament tel que le feraient par exemple les formines (Berro et al. 2007) .



194

Fig III.C.15. Expérience de photoblanchiment d’un filament d’actine qui « pousse » d’une bille sur laquelle est

déposée de l’ezrine. Le temps indique le moment du photoblanchiment comme t = 0. La flèche indique le bout du

filament. Le cercle blanc est l’endroit photoblanchi. La barre représente 5 µm.
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III.C.3 – Discussion

Les expériences en pyrène et en TIRF ne montrent pas de changement de cinétique : il

n’y aucune différence sur la dynamique de polymérisation entre l’actine seule et l’actine en

présence de PIP2 ou d’ezrine ou d’une combinaison d’ezrine et de PIP2.

Les expériences de microscopie TIRF montrent un effet de l’ezrine et du PIP2 sur l’actine. En

effet la densité de filaments apparaît plus grande seulement en présence d’ezrine et de PIP2.

L’utilisation d’ezrine fluorescente a permis de révéler l’apparition d’agrégats de proteines sur

lesquels les filaments semblent se fixer. Les expériences sur les billes confirment qu’il y a une

interaction entre l’ezrine et l’actine : filaments d’actine se fixent dur les billes seulement en

présence d’ezrine et de PIP2. Néanmoins, pourquoi la densité de filaments est-elle plus

importante en présence d’ezrine et de PIP2 ?

Les études s’intéressant aux interactions entre ezrine, PIP2 et actine sont relativement rares.

En effet, beaucoup d’études se font in cellulo ou bien utilisent des protéines extraites et donc

possiblement phosphorylées (déjà ouvertes et actives). Néanmoins, une étude récente s’est

intéressée aux interactions entre ezrine recombinante, PIP2 et actine en utilisant un système in

vitro. Janke et collaborateurs (Janke et al. 2008) ont utilisé une pointe AFM sur laquelle des

filaments d’actine sont adsorbés afin d’étudier le mécanisme d’ouverture d’ezrine

interagissant avec du PIP2 dans une bicouche supportée. Un schéma de l’expérience est

montré figure III.C.16.

Fig III.C.16. Schéma illustrant l’expérience de Janke et collaborateurs. Une pointe AFM sur laquelle est

déposée de l’actine filamenteuse vient interagir avec de l’ezrine liée à du PIP2. Adapté de (Janke et al. 2008).
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Janke et collaborateurs déduisent, des mesures de forces, que l’ezrine est bien dans une

configuration ouverte (capable de liée les filaments d’actine), et que l’ouverture due à

l’interaction avec le PIP2 n’est pas une ouverture complète de la protéine (elle n’est pas

entièrement dépliée). Néanmoins leurs observations concordent avec nos expériences utilisant

des billes et de l’ezrine fluorescente : l’ezrine interagit bien avec les filaments d’actine en les

fixant sur la pointe AFM (sur les billes ou les agrégats d’ezrine dans notre cas).

Dans nos expériences, l’augmentation d’intensité de fluorescence observée en microscopie

TIRF pourrait être expliquée par un phénomène similaire. En effet, pour expliquer

l’augmentation de la densité de filaments dans le champ évanescent est que l’ezrine s’adsorbe

sur le verre. De la BSA est ajoutée dans la solution, mais elle ne suffit pas à empêcher

l’adsorption non spécifique de l’ezrine sur le verre. La BSA est présente dans notre milieu

réactionnel pour empêcher que les filaments n’interagissent trop avec la lamelle de verre :

s’ils se collent sur la lamelle ils ne croissent plus. En revanche, si trop de BSA est présente

dans le milieu, les filaments, qui bougent à cause des fluctuations thermiques sortent du

champ évanescent : il devient impossible de les suivre pendant 20 minutes. Une forte

adsorption de l’ezrine sur le verre en présence de vésicules contenant du PIP2 a déjà été

observée en Spectroscopie de fluorescence corrélée (FCS) (Blin et al. 2008) ainsi qu’en

microscopie confocale. Pour éviter cette adsorption de la protéine, il avait été nécessaire de

traiter les lamelles de verre en greffant du polyéthylène glycol (PEG) sur la surface ou bien en

déposant de la BSA sur la lamelle. Ce que nous observons en TIRF en présence de PIP2 et

d’ezrine pourrait donc être des filaments d’actine qui interagissent avec l’ezrine sur la surface.

Il y aurait plus de filaments d’actine au voisinage de la surface et donc une densité de

filaments plus grandes.

Dans nos expériences nous ne voyons pas les filaments d’actine interagir avec des billes de

polystyrène sans la présence du PIP2. Contrairement à Roy et collaborateurs (Roy et al. 1997)

qui voit l’actine interagir avec de l’ezrine adsorbée sans la présence du PIP2.

Néanmoins les filaments d’actine ne sont jamais complètement marqués en fluorescence par

l’ezrine présente en solution (en présence de PIP2). Il est probable que l’interaction avec le

PIP2 et la surface favorise les interactions entre les filaments et la protéine comme cela a déjà

été reporté mais sans PIP2 (Roy et al. 1997). Ce qui expliquerai pourquoi nous voyons une

interaction lorsque l’ezrine et sur une surface et en présence de PIP2 (expériences avec les

billes et augmentation de l’intensité de fluorescence dans les expériences de TIRF).
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Les interactions entre ezrine et actine ne sont pas complètement comprises. Plusieurs articles

montrent en effet des résultats conflictuels, probablement à cause de la provenance des

protéines (ezrine extraites ou recombinantes et différentes isoformes d’actine). Une constante

d’affinité entre l’ezrine et l’actine a déjà été mesurée par Roy et collaborateurs (Roy et al.

1997). Ils ont montré qu’il existe une constante de dissociation Kd de l’ordre de 500 nM entre

ezrine recombinante et actine α. Une étude de Yao et collaborateurs (Yao et al. 1996) montre

que de l’ezrine extraite d’un homogénat de cellules de muqueuse gastrique de lapin, n’a pas la

même affinité pour l’actine β et pour l’actine α. Ces auteurs ont mesuré la constante d’affinité 

Kd de l’ezrine pour l’actine β (Kd = 46 nM). L’affinité de l’ezrine pour l’actine α est beaucoup 

plus faible. L’affinité est si faible qu’ils ne peuvent pas mesurer de constante d’affinité avec

leur expérience. De plus, en suivant la polymérisation de l’actine pyrène en présence de

cofiline (protéine qui fragmente les filaments), ils constatent que l’ezrine diminue le temps

nécessaire aux filaments pour arriver à leur état stationnaire uniquement en présence d’actine

β. Les auteurs pensent que l’ezrine se lie au filament et empêche la cofiline de couper les 

filaments. A contrario, en présence d’actine α, les courbes pyrènes ne sont que très peu 

modifiées. Une autre étude plus ancienne avait déjà observé que l’ezrine ne cosédimente avec

l’actine α qu’en présence de peu de sels (Bretscher 1983). Cette dernière observation

confirme le fait que les interactions peuvent être différentes suivant l’isoforme d’actine qui est

utilisée. In vivo, l’ezrine ne se trouve pas dans le muscles squelettique (qui ne contient que de

l’actine α), mais qu’elle se trouve dans les cellules non musculaires où elle est en contact avec

de l’actine β. 

Dans notre cas, nous avons utilisé l’actine α. Il n’était pas possible de discriminer quelle sorte 

d’actine il était préférable d’utiliser sur la base de la littérature, en effet Roy et collaborateurs

utilisent de l’actine α (Roy et al. 1997) et Janke et collaborateurs (Janke et al. 2008) utilisent

de l’actine β. L’actine β est elle beaucoup plus difficile à purifier que l’actine  et son coût est

très élevé. Il est donc plus difficile de faire de multiples expériences avec de l’actine β 

qu’avec de l’actine α. 

Les interactions que nous avons observées en TIRF (interaction des filaments sur des agrégats

de proteines et sur des billes) ne sont peut être pas totalement représentatives des effets qu’il

serait possible d’avoir avec une isoforme différente d’actine (β et γ). En effet les rôles des

différentes isoformes de l’actine ne sont pas les mêmes. Une étude récente de Dugina et

collaborateurs (Dugina et al. 2009) montrent clairement que les isoformes γ et β n’ont pas les

mêmes localisations cellulaires, ni les mêmes rôles dans des fibroblastes et des cellules
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épithéliales. L’actine γ serait plus impliquée dans la locomotion de la cellule alors que l’actine

β aurait un rôle plus important dans sa contractilité. Il est donc possible qu’il y ait un effet

différent de l’ezrine sur la polymérisation d’actine suivant qu’elle est de muscle (α) ou de 

plaquettes (β). 
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III.C.4 – conclusion

L’ezrine ne semble pas avoir d’activité de nucléation sur l’actine  issue de muscle.

En effet les expériences en TIRF et en pyrène ne montrent pas d’activité de l’ezrine sur la

dynamique de polymérisation de l’actine. Néanmoins la microscopie TIRF montre une

interaction entre l’ezrine et l’actine seulement en présence de PIP2. Ceci montre que le PIP2

active bien l’ezrine en se liant sur celle-ci, et que l’ezrine est ensuite capable d’interagir avec

les filaments d’actine.

Néanmoins la littérature suggère qu’il serait possible d’avoir des effets différents suivant la

méthode de purification de l’ezrine et suivant l’isoforme d’actine que nous étudions. Je pense

que pour comprendre totalement le rôle qu’a l’ezrine sur la polymérisation de l’actine il

faudra étudier en détails (TIRF, pyrène) l’effet de la protéine sur les différentes isoformes de

l’actine.
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IV – Discussion générale et
conclusion
IV.1 – Discussion générale

Mon travail de recherche a montré que la liaison de l’ezrine sur le PIP2 induit

plusieurs phénomène peut décrit dans la littérature. Dans un premier temps les expériences

utilisant seulement de la protéine purifiée et du PIP2 indiquent un changement

conformationnel de la protéine et une multimérisation de l’ezrine dépendante du PIP2. Puis

les expériences avec les GUV contenant du PIP2 ont montré que l’ezrine est capable

d’interagir avec le PIP2 lorsqu’il est dans la membrane des GUV et d’induire des

hétérogénéités de distribution du PIP2. Finalement, des expériences de microscopie à onde

évanescentes ont montré que l’ezrine est capable de lier les filaments d’actine seulement en

présence de PIP2. Comment relier toutes ces expériences entre elles et comment relier nos

observations à des phénomènes cellulaires ? La figure IV.1 schématise les résultats que j’ai

obtenus durant mon étude.

Fig VI.1. Schéma récapitulatif des principaux résultats que j’ai obtenu durant ma thèse.
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Le changement conformationnel de l’ezrine qui a lieu lors de la liaison au PIP2 vient

conforter le fait que le site de liaison à l’actine-F situé dans le domaine C-terminal est

démasqué et donc que l’ezrine peut interagir avec les filaments d’actine. Les études que j’ai

effectuées montrent que le PIP2 serait suffisant pour induire un changement conformationnel

et que la présence de kinase ne serait pas nécessaire pour induire ce changement et

l’activation de l’ezrine (passage de la forme « fermée » à la forme « ouverte »). Ce qui est

confirmé par une étude de Fievet et collaborateurs (Fievet et al. 2004) qui montre que la

première étape, in vivo, pour l’activation de l’ezrine et la liaison au PIP2. Il est probable que

la présence du PIP2 n’active pas complètement l’ezrine et que la phosphorylation soit

nécessaire pour maintenir la forme active.

Un des effets de la liaison de l’ezrine au PIP2 est que les protéines s’associent pour former

des oligomères non compactes. Le phénomène d’oligomérisation en présence de PIP2 est

observé à un niveau moléculaire, c'est-à-dire à une échelle de quelques dizaines de

nanomètres (Western Blot et diffusion de lumière). Cependant, il n’est pas possible de

proposer un modèle moléculaire complet expliquant l’oligomérisation de l’ezrine. La seule

certitude est que le domaine FERM entre en jeu, soit par des interactions FERM / FERM ou

par des interactions FERM / C-terminal. Les interactions guidant la multimérisation ne sont

pas encore identifiées et l’utilisation de mutagenèse dirigée se révélera nécessaire pour

identifier quels acides aminés sont importants pour l’oligomérisation.

Lors des expériences avec les GUV, nous observons une répartition non homogène de la

protéine sur la membrane et donc la présence d’agrégats d’ezrine sur une échelle de quelques

micromètres. La possibilité pour que les interactions entre ezrine qui soient à l’origine de

l’oligomérisation, soient également à l’origine de l’apparition des patchs de protéines sur la

membrane, n’est pas à exclure.

De plus, ces agrégats d’ezrine sont systématiquement colocalisés avec une zone riche en PIP2.

Le processus de formation des agrégats pourraient donc induire un partitionnement du PIP2

dans la membrane. In cellulo, cela peut revêtir une très grande importance. En effet les zones

où sont localisées l’ezrine sont généralement des zones très actives en ce qui concerne la

polymérisation de l’actine (voir chapitre d’introduction). Le PIP2, comme nous l’avons vu, est

primordial dans la régulation du cytosquelette. En effet, il active NWASP qui active à son

tour Arp2/3 (un nucléateur de la polymérisation de l’actine). Il peut également interagir avec

des ABP (« Actin Binding Proteins »). En créant des zones riches en PIP2 sur les membranes,
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l’ezrine pourrait indirectement réguler la dynamique de polymérisation de l’actine via le PIP2

et ses nombreux partenaires.

Les expériences avec l’actine montrent que l’ezrine est capable d’interagir avec les filaments

d’actine. En effet, l’ezrine lie le cytosquelette d’actine la membrane plasmique via une

interaction avec le PIP2 et l’ezrine ne semble pas participer directement à la dynamique de

polymérisation de l’actine. Si l’ezrine régule indirectement la polymérisation par la répartition

du PIP2 dans la membrane alors les patchs d’ezrine sur la membrane peuvent servir de points

d’attache pour les filaments nouvellement créés via d’autres voies (nucléation par Arp2/3 par

exemple).

Une autre observation surprenante, en ce qui concerne l’interaction entre l’ezrine et le PIP2,

est que l’interaction semble irréversible que ce soit en Western Blot ou bien lorsque l’ezrine

est adsorbée sur la membrane des GUV. Deux phénomènes peuvent être identifiés :

l’importance des chaines carbonées dans l’interaction (expérience de fluorescence du

tryptophane) et la formation de multimères. De façon sure, si les chaines hydrocarbonées

peuvent interagir avec le domaine FERM, alors l’affinité de l’ezrine pour les PIP2 va

dépendre de l’accessibilité de ces chaines. Aussi, lorsque le PIP2 est dans une membrane

fortement courbée (comme dans une LUV), l’interaction n’est plus irréversible. En outre, il

est possible que sur une membrane plane, l’ezrine soit capable d’interagir avec les chaines

carbonées du lipide comme cela est suspecté pour d’autres protéines (Saad et al. 2006).

D’autre part, la présence de multimères d’ezrine sur la membrane des GUV va également

changer l’affinité de la protéine pour la membrane et donc il n’est pas impossible que dans ces

conditions le temps de résidence du multimère sur la membrane soit fortement augmenté. La

littérature vient appuyer cette dernière remarque car Berryman et collaborateurs (Berryman

et al. 1995) ont observé qu’il existait de l’ezrine liée fortement au cytosquelette et qu’il était

impossible de l’extraire d’une façon conventionnelle.

Les expériences et les observations issues de ma thèse me donnent quelques indices pour une

vision de l’interaction in cellulo entre l’ezrine et le cytosquelette qui peut être la suivante (fig

IV.2) : l’ezrine se lie à la membrane via le PIP2, puis elle induit un partitionnement du lipide

(fig IV.2(A) et (B)), celui-ci modifie localement la dynamique de l’actine en stimulant la

polymérisation via les « ABP » et les nucléateurs, puis les filaments nouvellement formés sont
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ancrés à la membrane par l’ezrine déjà présente (fig IV.2(C)) et se trouvent de fait dans les

zones de forte concentration en PIP2 et ezrine.

Fig IV.2. Hypothèse de régulation du cytosquelette via l’ezrine et la liaison au PIP2. (A) L’ezrine interagit avec

le PIP2 dans la membrane. (B) Partitionnement du lipide et (C) Liaison aux filaments d’actine.

L’ezrine ne contrôlerait pas la dynamique, mais la localisation du PIP2 et la localisation de

l’actine sous-corticale par modulation de sa liaison aux filaments.

Cette vision n’est qu’une hypothèse et les futures expériences donneront une vision plus nette

de l’interaction dans un système biomimétique complet intégrant les GUV contenant du PIP2,

de l’ezrine, de l’actine et de quelques ABP (gelsoline, ADF/Cofiline, profiline, nucléateur).

L’actine polymérisera alors directement en contact avec les GUV sur lesquelles de l’ezrine est

adsorbée (fig IV.3).

Fig IV. Schéma du système biomimétique complet intégrant tous les composants de la liaison du cytosquelette à

la membrane via la voie ezrine / PIP2.

Le système permettra de voir les effets de l’ezrine sur la polymérisation de l’actine prés de la

surface : une coquille d’actine va-t-elle se former autour de la vésicule ? Ou bien seulement
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aux endroits où il y a des patchs de protéines ? Est-ce que la membrane va être déformée ?

Est-ce que la répartition des lipides et des protéines évoluera dans le temps ?

Cependant, il reste énormément de questions auxquelles il faut répondre avant de comprendre

vraiment quel est le rôle de l’ezrine dans un contexte cellulaire : comment le PIP2 interagit

avec la protéine ? Quel est le mécanisme de multimérisation ?

En effet, comprendre de tels mécanismes pourra peut être ouvrir de nouvelles voies de

recherche dans des domaines où certaines pathologies sont étudiées, comme le cancer par

exemple. Dans le cancer, la surexpression de l’ezrine a été identifiée comme étant un

marqueur métastatique (Hunter et al. 2004). C’est pourquoi, comprendre comment l’ezrine

influe sur l’actine et son organisation peut, déboucher, à terme sur un modèle permettant

d’expliquer comment l’ezrine peut permettre aux cellules cancéreuses de devenir métastatique

(invasives).

IV.2 – Conclusion

Dans ce travail de thèse nous avions pour objectifs de caractériser les interactions entre

ezrine et PIP2 et de construire un système biomimétique de GUV contenant du PIP2. Nous

avons mis en place l’outil biomimétique et l’avons caractérisé complètement en termes de

stabilité dans des milieux ioniques contenant ou non des ions divalents.

Ensuite, le but était de mettre les GUV en contact avec la protéine et voir quel était les effets

de la liaison de l’ezrine sur la membrane en termes de répartition de lipides et de répartition

de protéines.

L’interaction entre ezrine et PIP2 induit des effets inattendus (oligomérisation, irréversibilité),

et peu décrits dans la littérature. Nous avons montré que l’ezrine est apte à induire un

partitionnement du PIP2 dans la membrane. A l’heure actuelle il n’y a pas de pertinences

biologiques claires en ce qui concerne ces observations, néanmoins à la vue de la littérature,

certains indices semblent montrer que l’ezrine à un rôle plus important que celui de

simplement ponter les filaments d’actine à la membrane. Et notre étude pointe le fait qu’il est

peut être nécessaire de connaître précisément comment l’ezrine influe sur la forme cellulaire

et sur le cytosquelette.
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La suite de cette étude est actuellement en cours au laboratoire et elle tentera de répondre aux

nombreuses questions que nous nous sommes posées tout au long de l’exposé. D’un point de

vue personnel, ce travail m’a permis de me familiariser avec la biologie et avec les approches

biomimétiques et j’ai eu la chance d’utiliser beaucoup de techniques pour observer mon objet

d’étude.
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Annexe : purification de l’ezrine

Tampon de casse: 500 mL
– 50 mL PBS 1X (10X)
– 10 mL EDTA 10mM (0,5 M)
– 100 L -mercaptoéthanol

Tampon de dialyse: 2L
– 40 mL de Tris 20 mM pH 7,4 (1 M)
– 4 mL EDTA 1mM (0,5 M)
– 2 mL -mercaptoéthanol

Tampon de lavage: 250 mL
– 12,5 mL de Tris 50 mM pH 7,4 (1 M)
– 5 mL NaCl 100 mM (5 M)

1) Préparation des différents tampons:

Tampon de casse: mettre 440 mL d'eau milliQ dans une éprouvette de 1L et la transvaser dans
un erlen de 500 mL. Dans ce dernier, mettre les proportions désirées de PBS, EDTA et -
mercaptoéthanol.
Prélever 50 mL de cette solution et les mettre dans un tube Falcon de 50 mL.
Y introduire 2 comprimés d'anti-protéase et remuer de temps en temps pour les dissoudre.

Tampon de lavage: mettre 232,5 mL d'eau milliQ dans une éprouvette de 250 mL puis mettre
les 12,5 mL de Tris et les 5 mL de NaCl.

Tampon de dialyse: dans une éprouvette de 2L, mettre 1954 mL d'eau milliQ puis les 40 mL
de Tris, les 4 mL de EDTA et les 2 mL de -mercaptoéthanol.

Gel GST: retirer le surnageant avec une pipette pasteur et aspiration. Remettre de l'eau milliQ,
agiter, et laisser sédimenter.
Renouveler cette manipulation 3 fois.
Puis remplir le tube falcon jusqu'à 20 mL avec de l'eau milliQ pour avoir 1 volume de gel
pour un volume d'eau. Mettre 40 L de NaN3.

IPTG: stockée à – 20°C sous forme de poudre. Attendre qu'elle soit à température ambiante
puis peser 238 mg soit 119 mg/L.

Toutes les solutions et le IPTG sont mis à 4°C. L'éprouvette de 2L de tampon de dialyse est
mis sous agitation dans la chambre froide.

2) Fragmentation des bactéries:

- Préparer 2L de milieu LB soit 2 fois 5g de NaCl, 5g d'extrait de levure, 10g de tryptome et 1L
d'eau milliQ. On peut également mettre 20 comprimés de milieu LB par litre de solution.

- Mettre 2 fois 1L de milieu LB, chacun dans un erlen de 2L et stériliser l'erlen à l'autoclave.
- Le soir, mettre 1 mL d'ampicilline à 100 mg/mL par litre de milieu LB.
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- Près d'une flamme, ouvrir l'erlen et le flamber. Flamber également une pince pour la stériliser.
- Prendre un cure-dent à l'aide de la pince et prélever une colonie qu'on introduit dans l'erlen.
- Laisser pousser à 37°C, toute la nuit sous agitation (100 à 200rpm).

- Le matin, allumer les 2 centrifugeuses (Beckam JG-MC et Sovall RC-SC) pour les stabiliser
à 4°C.

- Reprendre les 238 mg d'IPTG (il piège le répresseur ce qui permet une induction du
promoteur en aval) dans 2 mL d'eau milliQ et les ajouter au milieu LB.

- Remetrre les erlens dans l'incubateur sous agitation pendant 1 heure.
- Mettre les tampons dans la glace pendant les manipulations.
- Au bout d'une heure, vider le contenu de chaque erlen dans une bouteille de 1L adaptée à la

centrifugeuse.
- Les centrifuger à 4°C pendant 15 minutes à 4000 tours.
- Équilibrer les 2 bouteilles.
- Les mettre l'une en face de l'autre dans la centrifugeuse.
- Vider le surnageant dans erlen où on a fait pousser les bactéries et mettre de l'eau de javel.
- Sur chaque culot, ajouter 15 mL de tampon de casse à 4°C.
- Reprendre le culot par alternance aspiration/rejet plusieurs fois.
- Le mettre dans un falcon de 50 mL à 4°C.
- Rincer la sonde de sonication avec de l'eau distillée.
- Lancer le programme voulu. Ici, on appuie sur « recall » puis « 1 » puis « enter » puis

« start ».
- Vérifier que la sonde soit bien dans la solution et qu'elle ne touche pas le tube.
- Soniquer dans la glace toutes les 5 seconde pendant 4 minutes. Mettre 3 hauteurs différentes

de sonde dans le culot et soniquer 3 fois (on sonique donc 3 fois 2 minutes).
- Augmenter la puissance jusqu'à arriver à un plateau (entre 15 et 20 % de la puissance

maximale).
- On obtient environ 20 mL de bactéries fragmentées.
- Les mettre à centrifuger dans un tube de 40 mL mis préalablement dans la glace.
- Y ajouter tout le tampon de casse pour diluer les bactéries et les remplir au ¾ avec du tampon

de casse conservé dans la chambre froide.
- Les mettre à tourner 30 minutes à 18000 tours dans le rotor (SS 34).
- Verser le surnageant dans un tube Falcon de 50 ml et le remplir avec du tampon de casse.

3) Purification et quantification de l'ezrine:

- Prélever un aliquote du lysat et le mettre dans le sample buffer (tampon échantillon) de
- l'électrophorèse.
- Ajouter 2 mL de gel GST au lysat et le mettre à tourner sur une roue dans la chambre froide

pendant 2 heures à 4°C pour éviter la polymérisation de l'agarose.
- Puis verser le gel dans la colonne préalablement rincée à l’eau milliQ.
- Récupérer les 1ères fractions du lysat dans un tube eppendof.
- Ajouter 50 L de tampon échantillon.
- Vider tout le lysat dans la colonne. On voit le gel sédimenter au fond de la colonne.
- Laver le tube contenant le lysat avec du tampon de casse pour tout récupérer.
- Avec une pipette pasteur bouchée, mélanger le gel.
- Mettre du tampon de lavage et mesurer la DO de la 1ère fraction.
- Relaver si forte DO.
- Après lavage, récupérer plusieurs fractions et mesurer leur DO. Elle doit être proche de 0.
- Mettre du tampon de casse dans la colonne pour récupérer tout le gel, d’abord doucement puis
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de manière rapide pour bien mélanger le gel.
- Répéter l’opération 3 fois.
- Dans tampon de lavage, peser la glutathione (20mM) et en déposer 1 mL sur le gel (10 mM

glutathione au final).
- Diluer la glutathione stock pour avoir une solution à 10mM et en mettre 2 mL sur le gel. On a

donc 3 mL de phase aqueuse et 1 mL de gel.
- Incuber 1h30 à température ambiante et agiter le gel en suspension avec une pipette pasteur

bouchée.
- Enlever le bouchon et mettre un tube en-dessous: on récupère la 1ère fraction de 3 mL.
- Éluer 5 ou 6 fois par fraction de 1 mL (ajouter 1 mL de glutathione à 10mM) et mesurer la

DO de chaque fraction de la plus diluée à la moins diluée.
- On a mesuré la quantité d'ezrine.
- Sélectionner une ou plusieurs fractions pour la suite.
- On les dialyse dans 2L de tampon de dialyse toute la nuit:

1. Découper une longueur suffisante pour fermer le boudin à dialyse correctement.
2. Mouiller le boudin dans de l'eau milliQ.
3. Mettre une pince à une des extrémités du boudin (pas trop bas).
4. À l'aide d'une pipette pasteur, verser les fractions sélectionnées dans le boudin.
5. Fermer le boudin à l'autre extrémité.
6. Le mettre dans le tampon de dialyse.

- Le matin, récupérer le contenu de la dialyse et mesurer son volume.
- Faire en sorte qu'il y ait 50 mM de NaCl, 2,5 mM de CaCl2 et 1 mM de DTT.
- Mettre 100 L de thrombine qui va couper entre la GST et l'ezrine et la laisser 1h30 à 37°C.
- Mettre dans un tube eppendorf un volume de la digestion.
- Ajouter du tampon échantillon.
- Dans la digestion, mettre un volume de tampon A pour un volume de digestion.
- Filtrer la solution avec un swinex de 0,2 microns, dans un tube falcon de 50 mL.

4) FPLC :

- Programmer la FPLC.
- Mettre des tubes dans le collecteur puis des tubes eppendorf dans ces derniers.
- Régler le 0 de l’enregistreur.
- Dans un bécher, mettre du tampon A.
- Injecter du tampon A dans la colonne.
- En manuel, régler 0% de B et 1 mL/min.
- Mettre 5 mL de la solution dans la seringue sur la colonne.
- Passer en « inject ».
- Attendre que la DO passe à 0 pour faire les infections suivantes : passer en « load », injecter

puis passer en « inject ».
- Dès que la DO change, mettre le tuyau du collecteur dans un tube falcon pour récupérer la

GST.
- Lancer le mode automatique : 7 puis do/store.
- Quand toute la GST est récupérée, mettre le tuyau dans le collecteur.
- Pour ce programme, il y a 20 mL de lavage avant de récupérer de l’ezrine.
- Mesurer la DO des fractions d’ezrine récupérées.

5) Migration sur gel :

- Mettre 15 L de chaque fraction et 5 L de tampon échantillon dans un tube eppendorf.
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- Prendre 15 L de GST récupérée et y ajouter 5 L de tampon échantillon.
- Mettre les fractions à 95°C pendant 3 minutes en prenant soin de maintenir les eppendorf

fermés avec un poids.
- Faire migrer ces fractions.
- Une fois que les fractions ont migré, colorer les gels dans du bleu de Comassie pendant 1

heure.
- Puis les tremper dans un tampon de décoloration pendant 1 heure.
- Photographier le gel.
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RESUME
La membrane plasmique de la cellule est composée de lipides et interagit notamment avec le
squelette de la cellule (le cytosquelette), par l'intermédiaire de protéines d'ancrages et de
lipides clefs qui jouent un rôle spécifique dans certains types d’interactions.
Parmi les protéines intervenant dans l’ancrage direct de la membrane plasmique au
cytosquelette, des protéines de la famille des ERM (Ezrine, Radixine, Moésine) peuvent
interagir spécifiquement avec un lipide, le phosphatidylinositol (4,5) biphosphate (PIP2), d’une
part et avec l’actine du cytosquelette d’autre part. Dans le but de comprendre les interactions
entre membrane plasmique et cytosquelette, nous avons réalisé des expériences in vitro sur
des systèmes comportant un nombre minimal de constituants : des vésicules géantes (GUV)
contenant du PIP2, de l’ezrine recombinante et de l’actine purifiée.
Nous avons mis en évidence que la liaison au PIP2 induit des changements conformationnels
de l’ezrine. L’ezrine est alors capable d’interagir avec les filaments d’actine. Nous avons
caractérisé quantitativement l’incorporation de PIP2 dans la membrane de vésicule géantes, et
montré que l’interaction de l’ezrine avec les vésicule géante contenant du PIP2, induit un
partitionnement du lipide dans la bicouche lipidique et conduit à la formation d’agrégats de
PIP2 et d’ezrine sur la membrane. La connaissance des effets de l’ezrine sur les membranes
contenant du PIP2 et la connaissance des différents mécanismes se produisant lors des
interactions permettra de définir plus précisément le rôle de l’ezrine in cellulo.

_________________________________________________________________________________

Plasma membrane and cytoskeleton interaction : a biomimetic approach to
study interactions between ezrin, PIP2 and actin
_________________________________________________________________________________
ABSTRACT
The plasma membrane is composed of several different lipids and can interact directly with the
actin cytoskeleton via specific lipids and linker proteins.
Among these is the ERM (Ezrin, Radixin, Moesin) family of proteins, which is involved in the
direct linkage of the membrane to the actin cytoskeleton via a phosphatidylinositol (4,5)
biphosphate (PIP2) lipid binding site. Our aim is to understand the interactions between these
proteins and PIP2 using in vitro simplifed biomimetic systems like giant unilamellar vesicles
(GUV) containing PIP2.
We showed that a conformational change of ezrin occur when the protein binds to PIP2, this
conformational change allowing ezrin to bind to actin filaments. We have characterized
quantitatively the incorporation of PIP2 in the membrane of giant vesicles, and showed that the
interaction of ezrin with GUV induce a partitioning of the lipid within the membrane as well as
ezrin aggregates on the membrane. Likewise, ezrin oligomers were observed only in the
presence of PIP2.
A better understanding of the interplay between ezrin, PIP2-containing membranes and actin
will help to get a better view of the role of ezrin in cellulo.
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