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Avant-propos

Le cytosquelette est un réseau dense de polymeéres protéiques qui tient une place
essentielle dans le fonctionnement de la cellule eucaryote. En effet, il représente
I’échafaudage qui permet de maintenir la forme de la cellule et, par ailleurs, sa capacité a se
remodeler participe activement au développement, a la différenciation et au déplacement de la
cellule. II est également impliqué dans de nombreux processus cellulaires tels que le transport
cytoplasmique de molécules et d’organites, la ségrégation des chromatides lors de la mitose

ou des chromosomes lors de la méiose, ainsi que la cytokinése qui fait suite a ces événements.

Le cytosquelette est constitué de trois types de fibres : les microtubules, les filaments

d’actine et les filaments intermédiaires (Figure 1).

Figure 1. Positionnement des trois cytosquelettes dans la cellule. Les microtubules sont indiqués en
vert, les filaments d’actine en bleu et les filaments intermédiaires en rouge (tiré de
www.biozentrum.unibas.ch).

Une propriété importante de ces différents réseaux filamenteux est leur nature dynamique,
qui leur permet de s’adapter en permanence aux besoins de la cellule. Au cours de ma these,
je me suis particulierement intéressée aux propriétés des microtubules et des filaments
d’actine. La Figure 2 schématise 1’organisation de ces deux cytosquelettes rencontrée dans
différentes situations cellulaires : lorsqu’une cellule se divise, migre ou se différencie (ici en
neurone). Pour un bon fonctionnement cellulaire, la régulation spatiale et temporelle des
réseaux de microtubules et d’actine est primordiale. Elle fait intervenir différents facteurs,
comme la température et le pH du milieu, mais aussi un grand nombre de protéines qui

interagissent avec les filaments isolés et modulent leur assemblage, les relient les uns aux



autres (conduisant par exemple a la formation de faisceaux), et/ou les rattachent a divers
composants de la cellule. La plupart des processus cellulaires nécessitent également une
activité coopérative et synergique des microtubules et de 1’actine. La compréhension des
mécanismes sous-jacents a cette coopération commence juste a émerger et il reste de
nombreux aspects a ¢lucider, notamment au niveau des protéines établissant un lien, structural

ou fonctionnel, entre les deux types de filament.

Actine

Division Migration Morphogenése

Figure 2. Exemples d’organisation de réseaux de microtubules et d’actine dans des cellules en
division, en migration, ou en différenciation. Les microtubules sont en vert, I’actine en rouge
(adapté de Rodriguez et al. 2003).

Dans ce travail, je me suis focalisée sur le role d’une protéine régulatrice du
cytosquelette, tau, dans 1’organisation spatiale des microtubules et leur interaction avec
I’actine. Tau est une protéine principalement neuronale initialement identifiée comme facteur
de liaison aux microtubules. Tau stimule ’assemblage des microtubules, les stabilise et les
organise en faisceaux dans les prolongements axonaux des neurones (Drubin et Kirschner,
1986 ; Kanai et al., 1989, Drechsel et al., 1992). Depuis sa découverte en 1975 (Weingarten et
al., 1975), de nombreux autres partenaires de tau ont ét¢é mis en évidence tels que la
membrane plasmique, I’ADN et diverses protéines comme des kinases (pour revue : Morris,
2011). Tau est également capable de lier le cytosquelette d’actine (Fulga et al., 2007 ; He et
al., 2009), ce qui en fait un candidat potentiel régulant 1’interaction microtubules/actine dans
les cellules neuronales, comme cela avait été initialement suggéré dans les années 80 (Griffith

et Pollard, 1982).



Dans ce contexte, le travail de ma thése a été de comprendre les mécanismes
moléculaires impliqués dans 1’organisation des cytosquelettes de microtubules et d’actine par
tau avec deux aspects complémentaires : 1/ caractérisation des parameétres de formation des
faisceaux de microtubules par tau et détermination des domaines de tau impliqués dans ce
phénomene et 2/ rdle de tau dans la coordination microtubules/actine. Du fait de la petite taille
des prolongements neuronaux et de la résolution spatiale limitée des microscopies a
fluorescence classique, les événements de formation de faisceaux de microtubules et
d’interaction des microtubules avec les filaments d’actine ont été reconstitués in vitro a partir
de composants purifiés, afin de pouvoir étudier précisément I’organisation et la dynamique de

ces réseaux 1solés.

Dans I’introduction de ce manuscrit, je débuterai par la description de la tubuline, de
I’actine et de leur assemblage en microtubules ou en filaments d’actine, puis je traiterai de
I’organisation et des fonctions de ces deux cytosquelettes dans le neurone, pour finir par une
partie plus détaillée sur la protéine tau. Je présenterai ensuite les résultats de mes deux projets,
en commengant par 1’é¢tude de I’organisation des faisceaux de microtubules par tau, et en
terminant par la mise en évidence de tau comme acteur direct du lien entre microtubules et

actine.






Chapitre I : Introduction






I - Structure, dynamique et organisation des microtubules et des filaments d’actine

1. Les microtubules

a) La tubuline, unité de base du microtubule

Les microtubules sont des tubes creux résultant de 1’assemblage de tubuline (Amos et
Klug, 1974). Leur diamétre moyen est de 25 nm et leur longueur peut varier de quelques
microns a plusieurs centaines de microns. La tubuline est une protéine hétérodimérique
constituée de deux sous-unités globulaires d’environ 450 acides aminés : la tubuline a et la
tubuline . Chaque sous-unité posséde un site de fixation pour le nucléotide GTP : site N pour
la sous-unité a et site E pour la sous-unité . Le GTP peut étre hydrolysé en GDP sur la sous-
unité P, alors qu’il est non hydrolysable sur la sous-unité a. Lors de la polymérisation de la
tubuline en microtubule, le site E est associ¢ au GTP, lequel sera hydrolysé au cours de
I’assemblage. Il a ét¢ montré que cette hydrolyse était nécessaire a la déstabilisation de la
paroi du microtubule et donc a la dépolymérisation du microtubule, mais pas a sa
polymérisation (Hyman et al., 1992 ; Caplow et al., 1994). La structure a haute résolution de
la tubuline a pu étre déterminée par diffraction aux électrons sur des feuillets bidimensionnels
de microtubules formés en présence de zinc et stabilisés au taxol (Nogales et al., 1998)

(Figure 3).

Tubuline a

GTP

Vv | Tubuline B

Figure 3. Représentation tridimensionnelle de la structure du dimére de tubuline.

Les deux sous-unités sont liées au GTP qui ne peut étre hydrolysé que sur la sous-unité . La tubuline
B posséde un site de liaison au taxol. Image extraite du logiciel de la Protein Data Bank
(www.rcsb.org) selon Nogales et al. (1998).



Les deux monomeres de tubuline o et B posseédent des homologies structurales quasiment
superposables, avec une proportion de 39% d’hélices a, 13% de feuillets et 48% d’autres
structures (Lowe et al., 2001 ; Gigant et al., 2005). Chaque sous-unité peut étre divisée en
trois sous-domaines fonctionnels. Le domaine N-terminal (acides aminés 1-205) contient la
région de fixation du GTP ou du GDP. Le domaine intermédiaire (206-381) contient le site de
fixation au taxol et une hélice a qui participe a ’interaction longitudinale entre les
monomeres. Le domaine C-terminal contient deux hélices a et une extrémité riche en acides
glutamiques qui se retrouvent exposés sur la face externe du microtubule et qui seraient
impliqués dans la liaison avec des protéines associées aux microtubules (MAPs, pour
Microtubule-Associated Proteins). Cette extrémité C-terminale est sujette & de nombreuses
modifications post-traductionnelles (phosphorylation, polyglutamylation, détyrosination) qui
seraient impliquées dans la fixation différentielle des MAPs a la surface des microtubules

(Peris et al., 2006 ; pour revue : Janke et Bulinski, 2011).

b) Structure des microtubules

Les microtubules sont des polymeéres cylindriques dont la paroi est constituée de
I’association latérale de protofilaments, eux-mémes composés de I’arrangement séquentiel
non-covalent d’hétérodimeres de tubuline (Amos et Klug, 1974) (Figure 4A). Ces diméres ont
une structure polarisée, conférant ainsi une polarité au microtubule. L’extrémité (+) expose
les sous-unités B et ’extrémité (-) les sous-unités o (Hirose et al., 1995 ; Fan et al., 1996).
Cette polarité structurale induit une cinétique de polymérisation différente entre les deux
extrémités du microtubule, caractérisée par une croissance plus rapide de I’extrémité (+) par
rapport a 1’extrémité (-). La structure du microtubule a pu étre obtenue a une résolution de 8 A
par cryo-microscopie ¢électronique (cryo-ME) et sa superposition avec la structure atomique
de la tubuline a permis de définir précisément les interactions moléculaires mises en jeu dans
la paroi du polymere (Li et al., 2002) (Figure 4B et C). L’observation par cryo-ME des
extrémités de microtubules en cours d’assemblage a également montré que leur croissance se
fait par ’extension de protofilaments arrangés en feuillets courbes, plus ou moins longs
suivant la quantité de tubuline-GTP disponible (voir ci-dessous, Figure 7B). Ce feuillet résulte
de I’association latérale des protofilaments. Il va par la suite se refermer naturellement au
niveau de la jointure du microtubule pour former un tube de 25 nm de diamétre (Chrétien et

al., 1995).
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Figure 4. Organisation de la structure d’un microtubule. (A) Gauche : Protofilament assemblé a
partir de dimeéres de tubuline. L’association latérale des protofilaments forme un feuillet dont la

fermeture induit un tube de 25 nm de diamétre. Droite : Organisation du réseau de surface d’un
microtubule type a 13 protofilaments et 3 hélices latérales. Les protofilaments sont paralleles a 1’axe
longitudinal du microtubule. (B) Structure a haute résolution (8 A) d’un microtubule avec I’extrémité
(+) vers le haut. (C) Superposition de la structure a haute résolution d’un microtubule avec la structure
atomique d’un dimeére de tubuline (d’apres Li et al. 2002).

In vitro, on observe un nombre variable de protofilaments par microtubule (de 9 a 17)
(Chrétien et Wade, 1991). In vivo, les microtubules sont majoritairement composés de 13
protofilaments (Tilney et al., 1973 ; Evans et al., 1985). Des analyses structurales par cryo-
ME ont montré que dans cette configuration, les protofilaments sont orientés parallélement a
I’axe longitudinal du microtubule. Chaque protofilament est décalé¢ longitudinalement par
rapport a son voisin, de telle sorte que les monomeres de tubuline décrivent des hélices
latérales a la surface du microtubule (Figure 4A). Trois hélices latérales sont nécessaires pour
remplir entiérement la paroi du microtubule. On parle de microtubule 13:3. Si le microtubule
posséde un nombre de protofilaments différent de 13, il apparait une discontinuité physique
entre les sous-unités voisines de tubuline, discontinuité qui est corrigée par un vrillage des
protofilaments (Wade et al., 1990). Cette adaptation du réseau de surface permet au
microtubule de conserver sa symétrie hélicoidale et peut également s’accompagner d’une
variation du nombre d’hélices latérales en fonction du nombre de protofilaments (par exemple
il y a 2 hélices latérales pour un nombre de protofilaments inférieur a 12, et 4 pour un nombre
de protofilaments supérieur a 16). La valeur de I’angle de vrillage des protofilaments est
faible et ne peut dépasser 2 degrés, mais est suffisante pour induire un stress mécanique dans
la paroi du microtubule (Chrétien et Fuller, 2000 ; Hunyadi et al., 2005). Il est a noter que le
nombre de protofilaments peut également varier au sein d’un méme microtubule et provoquer
I’apparition de défauts (Chrétien et al., 1992). Ces défauts pourraient déstabiliser les

microtubules et/ou étre a I’origine de variation de leur propriétés mécaniques en augmentant
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leur flexibilit¢é (Hunyadi et al., 2005 ; Portran et al., 2013 ; Schaedel et al., 2015). Les
microtubules a 13 protofilaments et 3 hélices latérales seraient privilégiés dans la nature en
raison de I’absence de vrillage des protofilaments, ce qui en ferait des structures

énergétiquement plus stables que les autres types de microtubules (Chrétien et Fuller 2000 ;

Hunyadi et al. 2005).

La majorité des microtubules observés in vitro et in vivo adopte un réseau de surface
dimérique de type B, ce qui signifie que les hélices latérales sont constituées exclusivement de
sous-unité¢ a ou P (Kikkawa et al., 1994 ; Song et Mandelkow, 1993 et 1995). Dans ce cas,
une jonction entre une sous-unité o et une sous-unité f§ apparait a chaque tour d’hélice pour
les microtubules organisés sur un nombre impair d’hélices latérales (pour les microtubules de
type 13:3, voir Figure 4A) (pour revue: Wade et Hyman, 1997). Cette jonction a été
visualisée in vivo et in vitro (Kikkawa et al., 1994 ; Metoz et al., 1997 ; Sosa et Milligan,
1996). Elle pourrait correspondre a la zone de fermeture des feuillets bidimensionnels de

tubuline présents lors de la croissance du microtubule.

¢) Le microtubule, un polymére dynamique

i. La nucléation et I’élongation

In vivo, la nucléation des microtubules est dépendante de I’activité d’un
complexe protéique en forme d’anneaux, nommé y-TuRC, composé¢ de y-tubuline et de
protéines associées. Ce complexe définit le bout (-) des microtubules et permet 1’¢longation
de leur bout (+). Dans la plupart des types cellulaires, il est localisé au centrosome. Ce dernier
est composé¢ de deux centrioles, eux-mémes constitués généralement de 9 triplets de
microtubules. C’est dans 1’espace péricentriolaire que se trouve la majorité de la y-tubuline
(Stearns et Kirschner, 1994) (Figure 5). Un des modeles d’élongation de la tubuline a partir
des anneaux de y-tubuline suggeére une croissance hélicoidale (Zheng et al., 1995 ; Moritz et
al., 2000; Job et al., 2003). Une autre hypothése propose la formation d’un feuillet
bidimensionnel a partir du y-TuRC déroulé, feuillet qui se refermerait ensuite en tube
(Erickson et al., 1996 ; Job et al., 2003). Le centrosome est généralement localisé prés du
noyau. Les microtubules s’organisent donc de fagon radiale du centre de la cellule vers sa
périphérie, occupant ainsi I’ensemble de 1’espace cellulaire. Cette disposition favorise

notamment le transport des vésicules dans toute la cellule (pour revue, voir Job et al., 2003).
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Figure 5. Organisation d’un centrosome et d’un centriole. A gauche, schéma d’un centrosome avec
les microtubules irradiant dans le cytoplasme. A droite, représentation tridimensionnelle de deux
centrioles, composé chacun de 9 triplets de microtubules (Source : www.snv.jussieu.fr).

In vitro, la tubuline est capable de s’auto-assembler a partir de tubuline purifiée sous
certaines conditions : sa concentration doit étre supérieure a une concentration dite
« critique », il faut du GTP, du magnésium, un pH proche de 7 et une température autour de
35°C. La cinétique d’assemblage d’une population de microtubules a une concentration
donnée est caractérisée par trois phases : une phase de nucléation, une phase d’élongation et
une phase stationnaire qui correspond a un équilibre entre la polymérisation et la
dépolymérisation des microtubules, atteint lorsque la concentration en tubuline libre est égale
a la concentration critique. Pour initier I’assemblage d’un microtubule, la tubuline forme
d’abord des noyaux de nucléation qui servent de base a 1’élongation du tube. Deux modeles
ont été proposés pour expliquer les mécanismes de nucléation et d’élongation de microtubules
auto-assemblés. Dans le premier modele, les dimeéres de tubuline s’associent
longitudinalement pour former des oligoméres correspondant a des courts protofilaments
(Flyvbjerg et al., 1996). Une fois 7 a 13 dimeres de tubuline alignés, un feuillet se forme par
I’ajout latéral et longitudinal de diméres puis se ferme pour former le microtubule (Figure
6A). Dans le second mode¢le, il y a formation d’un pool d’oligomeéres de tubuline formés par
I’association latérale de dimeres. Ces oligomeéres constituent un noyau actif sur lequel vont se
rajouter d’autres dimeres de tubuline, pour aboutir a un feuillet qui conduira a la formation

d’un microtubule (Caudron et al., 2002 ; Job et al., 2003) (Figure 6B).
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Figure 6. Deux modéles expliquant la nucléation des microtubules in vitro. Les microtubules se
forment & partir d’un noyau de nucléation sous forme de protofilaments (A) ou sous forme
d’oligomeres (B). Dans les deux cas, ces noyaux de nucléation sont a 1’origine de la formation d’un
feuillet bidimensionnel de tubuline (d’apres Job et al., 2003).

Les microtubules vont ensuite polymériser par addition a leurs extrémités
d’hétérodimeres de tubuline associés au GTP. Au cours de cette étape, la molécule de GTP
associée a la tubuline B est hydrolysée (Hyman et al., 1992). La vitesse de polymérisation est
environ deux fois plus rapide a Dextrémité (+) qu’a Dextrémité (-) et dépend de la

concentration libre de tubuline-GTP (Walker et al., 1988).
ii. L’instabilité dynamique

L’instabilit¢ dynamique des microtubules a été mise en évidence en 1984 par
Mitchison et Kirschner qui montrent qu’a 1’état stationnaire, c’est-a-dire quand la
concentration en tubuline libre reste constante dans le milieu, la longueur moyenne des
microtubules fluctue fortement (Mitchison et Kirschner, 1984a et b). Ils font I’hypothése que
les microtubules alternent de fagon aléatoire entre des phases de polymérisation et de
dépolymérisation. Ce phénomeéne d’instabilité dynamique a été par la suite confirmé en vidéo-
microscopie optique in vitro et dans les cellules (Horio et Hotani, 1986 ; Sammak et Borisy,
1988 ; Walker et al., 1988). Lors du désassemblage, les protofilaments deviennent courbes a

I’extrémité du microtubule en dépolymérisation. On dit qu’ils prennent un aspect de « peau de
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banane » (Figure 7B). Des dimeres de tubuline sont alors libérés. Cette dépolymérisation peut
étre provoquée par différents facteurs : une dilution de la tubuline, une exposition au froid, un

ajout de calcium, ou une exposition a des drogues comme la colchicine ou le nocodazole.

1. Elongation 2. Dépolymérisation 3. Sauvetage
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Figure 7. Les microtubules sont dynamiquement instables. (A) Schéma représentant un
microtubule polymérisant (1) a son extrémité (+), puis dépolymérisant (2) via une catastrophe, puis
repolymérisant aprés ’arrét de la dépolymérisation (3) via un sauvetage (adapté de Alberts et al.,
1994). (B) Feuillet « F » a I’extrémité d’un microtubule en polymérisation (gauche) et protofilament
courbe « C » a I’extrémité d’un microtubule en dépolymérisation (droite). Barre d’échelle : 50 nm (tiré
de Chrétien et al., 1995). (C) Séquence d’images montrant les différentes phases de dynamique du
microtubule. Le microtubule vert pousse a partir d’'une amorce stable rouge de GMPCPP. Les étoiles
correspondent a des catastrophes et les ronds a des sauvetages. (D) Kymographe représentant 1’histoire
du bout (+) du microtubule en (C). Barre verticale : 3 min, barre horizontale : Sum.
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L’instabilité dynamique est une propriété intrinseéque des microtubules qui se manifeste donc
par ’alternance aléatoire entre une phase de polymérisation et une phase de dépolymeérisation.
Le passage de la phase de polymérisation a la phase de dépolymérisation est appelée
catastrophe et I’événement inverse un sauvetage (Figure 7). On peut décrire ’instabilité
dynamique par 4 paramétres : la vitesse de polymérisation, la vitesse de dépolymérisation, la
fréquence de catastrophes et la fréquence de sauvetages. Ses paramétres sont différents entre
les extrémités (+) et (-) du microtubule (Walker et al., 1988). Les facteurs précis dont dépend
ce comportement d’instabilité dynamique sont encore mal connus. L’étude de Walker et al. en
1988 a mis en évidence que la concentration en tubuline libre influe sur la dynamique des
microtubules : la vitesse d’¢longation aux deux extrémités augmente avec la concentration en
tubuline ; a I’inverse, la fréquence de catastrophes diminue lorsque cette concentration
augmente. D’autre part, on sait que 1’instabilité dynamique nécessite de I’énergie apportée par
I’hydrolyse du GTP sur la tubuline B lors de I’incorporation du dimére dans la paroi du
microtubule (David-Pfeuty et al., 1977 ; Carlier et Pantaloni, 1981). Il a ét¢ montré, a 1’aide
d’analogues du GTP non hydrolysables, que I’hydrolyse du GTP n’est pas nécessaire a
I’assemblage du microtubule mais qu’elle est impliquée dans la déstabilisation de la paroi du
microtubule et la survenue des catastrophes (Hyman et al., 1992 ; Caplow et al., 1994). En
effet, ’hydrolyse du GTP entrainerait un changement conformationnel des sous-unités et un

affaiblissement des interactions entre protofilaments, favorisant la dépolymérisation (Figure

8).

L’un des modeles permettant d’expliquer 1’instabilit¢ dynamique des microtubules
est justement basé sur 1’existence de deux états conformationnels différents de la tubuline : un
¢tat GDP instable constituant la majorité du microtubule dans lequel la tubuline est courbe
(Hyman et al.,, 1995; Wang et Nogales, 2005), et un état GTP stable adoptant une
conformation droite favorable aux interactions entre dimeres de tubuline (Figure 8). C’est le
modele de la coiffe GTP (Mitchison et Kirschner, 1984 ; Carlier et Pantaloni, 1981). Dans des
conditions d’assemblage, il y aurait un délai entre I’insertion de la tubuline-GTP et son
hydrolyse, durant lequel la coiffe de tubuline-GTP maintiendrait le microtubule en croissance
en stabilisant son extrémité. La perte de cette coiffe entrainerait les catastrophes, faisant ainsi
adopter aux protofilaments leur conformation GDP courbe. La taille de la coiffe de tubuline-
GTP a été estimée a quelques dimeres de tubuline in vitro et jusqu’a 750 molécules de
tubuline in vivo (Schek et al., 2007 ; Seetapun et al., 2012). Ce mode¢le a été renforcé par

I’étude a haute résolution du microtubule dans différents états nucléotidiques a 1’aide
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d’analogues non hydrolysables du GTP qui montre une compaction globale de la tubuline
suite a ’hydrolyse du GTP, déstabilisant les interactions au sein du microtubule (Alushin et

al., 2014 ; Zhang et al., 2015).

Polymérisation

Dépolymérisation )
¢+ Tubuline-GDP
® Tubuline-GTP

Figure 8. Modele de la coiffe GTP. La coiffe de tubuline-GTP & P'extrémité (+) du microtubule
protége le polymere de la dépolymérisation. La tubuline-GDP est dans une conformation plus courbée
(12°) que la tubuline-GTP (5°), d’ou, aprés hydrolyse du GTP, une déstabilisation des interactions
entre protofilaments (d’aprés Wang et Nogales, 2005).

Paralle¢lement a ce modele de coiffe GTP, un autre concept a émergé pour expliquer
les mécanismes de [D’instabilit¢ dynamique des microtubules: celui de la coiffe
conformationnelle (Chrétien et al., 1995 et 1999) (Figure 9). Dans ce mode¢le, la courbure
intrinséque des protofilaments vers 1’extérieur du microtubule s’oppose a la courbure latérale
résultant de leur association. Cette force latérale contraint a la fois le tube a se refermer et les
protofilaments a se redresser progressivement, ce qui induit une accumulation d’énergie dans
la paroi du microtubule. Le feuillet courbe a I’extrémité en croissance (Figure 9) subit moins
de tensions que le tube puisqu’il permet aux protofilaments de garder partiellement leur
configuration courbe native. Ainsi, le feuillet représenterait une coiffe conformationnelle
stabilisant le microtubule dans un état de croissance et dont la disparition induirait les
catastrophes (Chrétien et al., 1995 ; Arnal et al., 2000). Selon un modé¢le récent, la fermeture
du feuillet sur des défauts (comme un changement du nombre de protofilaments) pourrait étre
un des mécanismes a 1’origine des catastrophes (Chrétien et Fuller, 2000 ; Hunyadi et al.,

2005 ; Vitre et al., 2008).
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Figure 9. Modélisation des tensions accumulées le long d’un microtubule en croissance. Tiré de
Janosi et al., 1998.

D’autres résultats par diffraction aux rayons X et modélisation moléculaire ont
montré que les diméres de tubuline associés au GTP ou au GDP en solution ont une structure
courbe identique, et que seule I’action mécanique de la fermeture du feuillet en tube induirait
des changements conformationnels de la tubuline, c’est-a-dire le passage d’une conformation
courbe a droite (Buey et al., 2006 ; Gebremichael et al., 2008 ; Rice et al., 2008). L’hydrolyse
du GTP, qui pourrait résulter du redressement mécanique des feuillets (Chrétien et al., 1999),

modulerait alors la force des interactions entre protofilaments.

A Tinverse des catastrophes, les événements de sauvetage de microtubules
polymérisés uniquement a partir de tubuline purifiée sont trés rares, mais sont amplifiés en
présence de certaines MAPs (Arnal et al., 2004 ; Vitre et al., 2008). Le mécanisme
moléculaire a I’origine des sauvetages reste mal connu mais pourrait impliquer des petits Tlots
de tubuline-GTP non hydrolysé¢ subsistant dans la paroi du microtubule apres fermeture du
feuillet (Dimitrov et al., 2008). Durant leur étude, Walker et al (1988) ont également décrit
des éveénements de pause dans la dynamique du microtubule, sans élongation ni
raccourcissement. Ce comportement semble rare in vifro mais on le retrouve plus

fréquemment et sur de plus longues périodes in vivo (Schulze et Kirschner, 1988).
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In vivo, I’instabilité des microtubules est impliquée notamment dans le phénoméene
de « recherche et capture » qui permet 1’exploration rapide par les microtubules d’un certain
volume de la cellule dans le but d’y trouver une cible. Ce systeme est utilisé par exemple pour
I’ancrage des chromosomes au fuseau mitotique au cours de la division cellulaire (Mitchison
et Kirschner, 1985). Plus généralement, 1’instabilit¢é dynamique des microtubules favorise
I’organisation et le remodelage rapide du réseau microtubulaire en fonction de 1’état de la
cellule. La régulation spatiale et temporelle de cette dynamique est donc importante afin d’en

faire un mécanisme contrdlé et non aléatoire comme il est caractérisé intrinséquement.

d) L’organisation spatiale des microtubules in vivo

Dans les cellules, les microtubules agissent souvent en coopération avec d’autres
microtubules voisins. Ils adoptent ainsi une organisation particuliere, sous forme de réseaux,
qui différe suivant 1’état ou le type cellulaire. Il existe deux grands types de configuration de
réseaux de microtubules : centrosomale et acentrosomale. Un réseau de microtubules issus
d’un centrosome est radial. Cette architecture, si elle intervient dans la migration cellulaire et
le positionnement de diverses organelles (Cole et Lippincott-Schartz, 1995), ne permet pas a
la cellule d’acquérir des fonctions ou des formes nouvelles. Certaines cellules possedent les
deux types de réseaux, comme les cellules du tissu épithélial (Figure 10A). Leurs
microtubules acentrosomaux sont impliqués dans le transport vectoris¢ et polarisé de
composants membranaires afin de maintenir ou de réorganiser I’importante surface des
microvillosités de ces cellules. Les neurones ont quant a eux développé des réseaux de
microtubules qui se chevauchent en faisceaux paralléles ou anti-paralléles, et qui permettent a
I’axone de se différencier et de parcourir de longues distances. Cette organisation particuliére
des microtubules dans les neurones sera détaillée dans la partie I de cette introduction. Ainsi,
le développement de réseaux de microtubules acentrosomaux permet aux cellules de mettre en

place une plus grande diversité d’activités spécialisées.
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Figure 10. Organisation du réseau de microtubules dans différents types cellulaires. (A) Les
cellules épithéliales contiennent des microtubules centrosomaux et acentrosmomaux (d’aprés Hotta et
al., 2010). (B) Dans le fuseau mitotique, le glissement des microtubules anti-paralleles les uns par
rapport aux autres est régulé par différentes MAPs et permet d’exercer des forces sur les deux podles
pour séparer équitablement les chromatides entre les cellules filles (d’aprés Gadde et Heald, 2004). (C)
Dans la cellule de plante, les faisceaux de microtubules de polarité mixte se trouvent a proximité de la
membrane plasmique et sont perpendiculaires a 1’axe de croissance de la cellule. Barre d’échelle : 8
pm (d’aprés Mao et al., 2006). (D) Chez la levure de fission, les microtubules s’organisent de fagon
anti-paralléle au centre de la cellule (d’aprés Mimori-Kiyosue, 2011).

Un exemple de réseau centrosomal est le fuseau mitotique qui se forme durant la
mitose (Figure 10B). Les microtubules qui irradient a partir du centrosome vont s’intercaler
pour former un réseau de microtubules anti-paralléles dans la zone centrale du fuseau, appelée
« midzone ». La midzone joue un rdle crucial dans la séparation correcte des chromosomes,
en établissant la bipolarité du fuseau mitotique par la connexion des deux pdles (asters) et en
maintenant la stabilit¢ du fuseau mitotique au cours de la mitose. L’organisation des
microtubules en faisceaux et leur glissement les uns par rapport aux autres permet au fuseau
mitotique de s’allonger au cours de I’anaphase et d’exercer des forces mécaniques pour

¢carter les deux poles I'un de 1’autre. De nombreuses protéines associées aux microtubules
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permettent ces associations latérales entre microtubules et régulent la structure et la longueur

de la midzone (pour revue : Goshima et Scholey, 2010).

Contrairement aux cellules animales, les plantes ne possédent pas de centre
organisateur de microtubules comme le centrosome. En interphase, les microtubules sont
dispersés dans le cortex cellulaire (Wasteneys, 2002). L’expansion de la cellule ne se fait pas
par la déformation directe de la membrane par le cytosquelette mais par extension de la paroi
cellulaire. En effet, le réseau de microtubules corticaux influence indirectement 1’orientation
des nouvelles fibres de cellulose dont le complexe de synthése est situ¢ au niveau de la
membrane plasmique (pour revue : Baskin, 2001). Les microtubules corticaux sont organisés
en faisceaux distribués majoritairement de fagon perpendiculaire a I’axe d’élongation de la
cellule (Figure 10C). Au sein de ces faisceaux, la polarit¢ des microtubules est mixte (Van
Damme et al., 2004 ; Lucas et Shaw, 2011). Le co-alignement de microtubules pour former
des réseaux de faisceaux a pu étre observé dans les cellules de plantes (Wasteneys et
Ambrose, 2009) car il est possible d’observer directement la dynamique des microtubules
dans ces tissus. Dans les cellules de plante, I’interaction microtubule-microtubule et
microtubule-cortex est donc cruciale pour la mise en place d’une auto-organisation stable du
réseau de microtubules. Elle fait intervenir différentes MAPs, chacune spécialisée dans une
fonction particuliere permettant 1’organisation et la modulation du réseau de microtubules :
elles contribuent a la mise en place des faisceaux, ou a la régulation de la dynamique des

microtubules, ou a leur interaction avec le cortex cellulaire.

Chez la levure, les microtubules sont ¢€galement acentrosomaux. Cet organisme
unicellulaire ne posséde que quelques microtubules parall¢les & son axe de croissance. Chez
les levures de fission, comme Schizosaccharomyces pombe, les microtubules sont organisés
en 3 a 6 faisceaux composés chacun de 2 a 9 microtubules de polarité opposée (H66g et al.,
2007). Les extrémités (+) des microtubules sont dirigées vers les bords de la cellule et leur
extrémité (-), qui correspond a la zone d’interdigitation, vers la surface du noyau (Figure
10D). Le réseau de microtubules en interphase assure entre autres le maintien de la polarité de
la cellule et le positionnement central du noyau. En effet, les microtubules permettent
d’amener, via des moteurs moléculaires, des facteurs de polarisation aux extrémités de la
cellule, qui peuvent alors recruter des complexes de protéines impliqués dans I’assemblage de
I’actine (Mimori-Kiyosue, 2011). L’axe de division de la levure de fission se situe au centre

de la cellule, alors que chez la levure de bourgeonnement, I’axe de division est déterminé par
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I’émergence du bourgeon. Dans les levures, les protéines associées aux microtubules jouent
un rdle important dans les interactions entre microtubules au centre de la cellule, dans
I’ancrage des microtubules a la membrane permettant 1’application d’une force mécanique
nécessaire a la croissance de la levure, et dans I’acheminement de protéines spécifiques a la

membrane.

Ces quelques exemples montrent que les cellules eucaryotes possédent une grande
diversité de réseaux de microtubules, et leurs organisations particuliéres, centrosomales ou
acentrosomales, soulignent leurs implications essentielles dans la morphogenése cellulaire.
Les réseaux de microtubules peuvent aussi s’associer a des réseaux constitué¢s d’autres
¢léments du cytosquelette, comme les filaments d’actine, pour former des réseaux mixtes. Le
role et la régulation des interactions entre les cytosquelettes de microtubules et d’actine seront

caractérisés dans le neurone, dans la partie II de cette introduction.

L’instabilité¢ dynamique et I’organisation spatiale des microtubules en réseaux sont
donc régulées dans les cellules par différentes protéines, dont les MAPs, qui s’associent

directement avec les microtubules.

e) Les MAPs: facteurs de régulation de [I’instabilit¢ dynamique et de
’organisation des microtubules

Lors de la purification de préparations enrichies en microtubules réalisées a partir
d’extraits de cerveaux, et aprés plusieurs cycles de polymérisation/dépolymérisation des
microtubules, une fraction protéique reste associée aux microtubules polymérisés (Sloboda et
al., 1976 ; Olmsted, 1986). On obtient ainsi des préparations contenant environ 60% de
tubuline et 40% de protéines liées aux microtubules: ce sont les MAPs (Microtubule-
Associated Proteins). Elles sont capables de moduler les propriétés dynamiques des
microtubules ainsi que leur organisation en structures complexes. Ces protéines peuvent étre
divisées en quatre groupes: les MAPs dites structurales qui se fixent a la paroi du
microtubule, les « +TIPs» qui se fixent au bout (+) des microtubules, les facteurs de
catastrophes qui favorisent le désassemblage des microtubules, et les protéines motrices qui

ont un rdle principalement dans le trafic intracellulaire et la division cellulaire.
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i. Les MAPs structurales

Les MAPs structurales ou stabilisatrices sont principalement neuronales et ont été
les premiéres MAP identifiées comme régulatrices de la dynamique des microtubules (pour
revue : Cassimeris et Spittle, 2001 ; Amos et Schlieper, 2005). Elles se lient le long de la paroi
du microtubule qu’elles stabilisent en affectant au moins un des quatre paramétres de
I’instabilité dynamique. Chez les Vertébrés, on peut les classer en familles de protéines : les
protéines MAP1, MAP2 et la protéine tau (voir ci-dessous). D’autres MAPs, que je ne décrirai
pas en détails ici, ont été identifiées par la suite, comme les protéines MAP6 et la
doublecortine.

Chez la plupart des Vertébrés, les protéines MAP1 sont au nombre de 3 : MAPIA
(380 kDa), MAPIB (330 kDa) et MAPIS (120 kDa). Elles sont codées par des geénes
distincts. Chaque protéine de cette famille est synthétisée sous la forme d’un précurseur
polypeptidique qui est ensuite clivé en une chaine lourde et une chaine 1égére (Figure 11A).
Les deux chaines des protéines MAP1A et MAP1B sont pourvues d’un domaine de liaison
aux microtubules. Leur chaine 1égére contient en plus un domaine de liaison a ’actine. La
protéine MAPIS ne contient qu’un domaine de liaison aux microtubules dans sa chaine
légere. Les protéines MAP1A et MAPIB sont capables de promouvoir 1’assemblage des
microtubules et de les stabiliser, notamment lors de leur exposition a des drogues
dépolymérisantes comme le nocodazole (Bondallaz et al., 2006). Elles peuvent également se
lier a I’actine (Togel et al., 1998 ; Noiges et al., 2002) (Figure 11C) et organiser les filaments
d’actine en faisceaux (Pedrotti, et Islam, 1994). Seule la chaine 1égére de MAP1S est capable
de se lier aux microtubules et de les stabiliser, et de se lier a 1’actine et d’en faire des
faisceaux. La chaine lourde aurait un role régulateur sur la chaine 1égére (Orban-Nemeth et

al., 2005).
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Figure 11. Structure et fonctions des protéines MAP1. (A) Représentation schématique des
protéines MAP1. Ces protéines lient a la fois I’actine et les microtubules. En rouge : domaine de
liaison aux microtubules, en jaune : domaine de liaison a I’actine. En pointillés noirs : site de clivage
entre la chaine lourde et la chaine 1égere. (B) MAP1B co-localise avec les microtubules au niveau du
cone de croissance de neurones en culture. Barre d’échelle : 5,9 um (tiré de Black et al., 1994). (C) La
chaine légére de MAPIB interagit avec les fibres de stress d’actine dans les cellules PtK2. Barre
d’échelle : 10 pm (d’apres Noiges et al., 2002).

L’expression des différentes MAP1 est fortement régulée au cours du
développement. MAPIB est exprimée majoritairement au stade précoce du développement
neuronal, puis son expression diminue chez ’adulte. Le profil d’expression de MAPIA est
I’inverse de celui de MAPIB (Tucker et al., 1989 ; Schoenfeld et al., 1989). La particularité
de MAPIS est son expression plus ubiquitaire que MAPIA et MAPIB, avec des niveaux
d’expression plus élevés au niveau du cerveau, des testicules, du cceur, des poumons et des
reins (Orban-Nemeth et al., 2005). Elle est exprimée principalement chez 1’adulte. La

protéine MAPIB est présente dans tous les compartiments neuronaux, mais avec une
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localisation prépondérante dans I’axone et le cone de croissance au cours du développement
(Black et al., 1994) (Figure 11B). Les neurones des souris déficientes pour le géne codant la
protéine MAP1B migrent de maniere anormale et présentent des neurites avec des défauts de
croissance (Gonzalez-Billault et al., 2000 ; Edelmann et al., 1996). Quand la protéine MAP1B
est phosphorylée, on observe une diminution de la stabilit¢ des microtubules (Goold et al.,
1999). MAPIB a donc un réle crucial dans la croissance et la différenciation neuronale en
influencant la dynamique des microtubules. La protéine MAP1A est fortement exprimée au
niveau des dendrites et joue un réle dans le contrdle de la synaptogenése. L’augmentation
croissante de son expression est corrélée avec 1’expansion de I’arborisation dendritique des

neurones (Szebenyi et al., 2005).

Les protéines MAP2 sont issues de 1’épissage alternatif de ’ARNm d’un géne
unique (Neve et al., 1986). Cette famille est divisée en deux groupes : les MAP2 de haut poids
moléculaire (MAP2A et MAP2B, 280 kDa et 270 kDa respectivement), et les MAP2 de faible
poids moléculaire (MAP2C et MAP2D, 65 kDa et 70 kDA respectivement). Chacune de ces
isoformes est composée d’une région C-terminale qui contient 3 ou 4 séquences répétées de
18 aa. L’ensemble de ces répétitions forme le domaine de liaison aux microtubules (Lewis et
al., 1988) (Figure 12A). Les protéines MAP2 s’associent aux microtubules et régulent leur
dynamique en les stabilisant (Ferhat et al., 1996). Elles sont également capables de les
organiser en faisceaux au niveau des dendrites (Takemura et al., 1995) (Figure 13B).
L’activit¢ de MAP2 dépend de leur état de phosphorylation: non phosphorylées ou
hyperphosphorylées, elles n’interagissent plus avec les microtubules (Brugg et Matus, 1991).
Les domaines de liaison aux microtubules pourraient également se lier aux filaments d’actine.
Plus particuliérement, il a ét¢ montré que 1’isoforme MAP2C interagissait directement avec
les filaments d’actine et les organisait en faisceaux (Ozer et Halpain, 2000 ; Roger et al.,
2004). Les protéines MAP2 sont presque exclusivement exprimées au niveau du corps
cellulaire et des dendrites du neurone (Bernhardt et Matus, 1982 ; Caceres et al., 1984). Les
isoformes MAP2C et MAP2D sont également présentes dans les cellules gliales (Meichsner et
al., 1993 ; Doll et al., 1993). MAP2B est exprimée tout au long du développement du systéme
nerveux et persiste a 1’age adulte, alors que MAP2A est exprimée surtout dans les neurones
adultes (Binder et al., 1984). L’expression de MAP2C diminue tres tot dans le développement
neuronal (Garner et Matus, 1988), ce qui est corrélé avec I’augmentation de 1’expression de
MAP2A (Chung et al., 1996). MAP2D est exprimée continuellement au cours de la vie du

neurone et majoritairement au niveau du corps cellulaire (Ferhat et al., 1998). MAP2D est la
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seule des isoformes de MAP2 a étre, en plus des neurones, exprimée dans les cellules de la
granulosa des ovaires. Elle participerait ainsi aux processus de maturation pré-ovulatoire

(Salvador et al., 2004).

A
MAP2A I e
MAP2B
MAP2C
MAP2D
B Anti-MAP2C Anti-tubuline
C

Figure 12. Structure et fonctions des protéines MAP2. (A) Représentation schématique des 4
isoformes de la protéine MAP2. En rouge, domaines de liaison aux microtubules, qui sont les mémes
que les domaines de liaison a 1’actine (en jaune). (B) MAP2C forme des faisceaux de microtubules
dans les cellules PLC fortement transfectées (a et b). MAP2C est co-localisée avec les microtubules
dans les cellules faiblement transfectées (c et d). Barre d’échelle : 20 pm (d’aprés Weisshaar et al.,
1992). (C) MAP2C s’associe avec I’actine quand la kinase PKA des cellules HeLa est activée. Barre
d’échelle : 10 pm (d’apres Ozer et Halpain, 2000).

L’inhibition de I’expression du gene de MAP2 dans le cerveau de souris n’entraine
aucune anomalie dans ’organisation de leur systéme nerveux central, ce qui indique que
MAP2 n’est pas indispensable a la morphogenéese neuronale (Teng et al., 2001). En revanche,

des souris invalidées a la fois pour les genes MAP2 et MAP1B meurent juste apres la

naissance. Leurs neurones présentent une désorganisation du réseau microtubulaire neuritique
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et un retard de migration neuronal. Les effets synergiques causés par la perte de MAP2 et de
MAPI1B sont plus flagrants dans les dendrites que dans les axones. Ces résultats suggérent des
fonctions redondantes entre MAP2 et MAPIB dans [’organisation des microtubules

dendritiques lors de la différenciation neuronale.

La protéine tau est présente sous six isoformes dans le cerveau humain, toutes
issues de 1’épissage alternatif d’un gene unique. Elle est principalement exprimée dans les
neurones mais aussi dans les oligodendrocytes (LoPresti et al., 1995 ; Miiller et al 1997), les
reins, les poumons et les testicules (Gu et al., 1996). Elle est plus abondante dans les axones
en cours de développement (Trojanowsky et al., 1989) (Figure 13B) mais peut aussi étre
trouvée dans le compartiment somato-dendritique des neurones (Tashiro et al., 1997 ; Ittner et
al., 2010 ; Frandemiche et al., 2014). Elle peut étre subdivisée en 4 régions principales : un
domaine de projection N-terminal constitué¢ de 0, 1 ou 2 séquences répétées (isoformes ON,
IN et 2N respectivement), un domaine riche en proline, un domaine de liaison aux
microtubules (MTBD) constitu¢é de 3 ou 4 séquences répétées (isoformes 3R et 4R
respectivement) de 31 ou 32 aa chacune, et un domaine C-ter (Mandelkow et al., 1996)
(Figure 13A). Les répétitions du MTBD sont semblables a celles retrouvées dans la séquence
de MAP2. Tau et MAP2 possedent aussi toutes les deux un domaine de projection chargé
négativement (pour revue : Dehmelt et Haplain, 2005). Toutes les isoformes de tau sont
capables de lier les microtubules et de les stabiliser (Trinczek et al., 1995), méme si les
isoformes 4R ont une plus grand affinité pour les microtubules que les isoformes 3R (Lu et
Kosik, 2001). Tau a également été proposée comme interagissant avec I’actine, méme si cette
interaction fut controversée (Roger et al., 2004 ; Yu et Rasenick 2006 ; Fulga et al., 2007 ; He
et al., 2009) (Figure 13D). Le domaine riche en proline ainsi que le domaine de liaison aux
microtubules joueraient un rdle dans cette interaction. La liaison de tau aux microtubules est
fortement régulée par phosphorylation (Cho et Johnson, 2003). Dans des cas pathologiques,
comme par exemple dans la maladie d’Alzheimer, tau est sous forme hyperphosphorylée et
s’agrége, conduisant a la formation d’enchevétrements neurofibrillaires (Grundke-Igbal et al.,

1986).
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Figure 13. Structure et fonctions des protéines tau. (A) Représentation schématique des 6
isoformes de tau. En rouge : domaines de liaison aux microtubules, en bleu : séquences répétées du
domaine N-terminal, en jaune : domaines de liaison a I’actine. (B) Localisation de tau dans un neurone
en cours de différenciation. Barre d’échelle : 10 um (tiré de Mandell et Banker, 1996). (C) TauON4R
co-localise avec les microtubules aprés son injection dans des cellules MCF7. Barre d’échelle : 20 pm
(tiré de Bunker et al., 2004). (D) Co-localisation de tau endogéne avec ’actine dans des structures
similaires aux lamellipodes apres traitement des cellules PC12 au NGF (Nerve Growth Factor). Bar
d’échelle : 10 pm (tiré de Yu et Rasenick, 2006).
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L’isoforme tauON3R est la seule exprimée au cours du développement
embryonnaire et disparait ensuite, alors que les autres isoformes apparaissent plus tard (Kosik
et al., 1989). L’inhibition de I’expression de tau par des ARNm anti-sens entraine un
ralentissement de sa croissance axonale dans des cultures primaires de neurones (Caceres et
Kosik, 1990), indiquant que tau jouerait un réle dans la maturation neuronale. Cependant,
I’invalidation chez la souris du géne codant pour tau n’a pas de conséquences significatives
sur la croissance des neurites (Harada et al., 1994). Des phénoménes compensatoires avec
d’autres MAPs, par exemple avec MAP1IB (Takei et al., 2000), peuvent expliquer cette
absence de défauts. Je décrirai de fagon plus détaillée la structure et les fonctions de tau dans

la partie III de cette introduction.

Les principales autres MAPs neuronales comprennent la doublecortine (DCX) et
MAP6. DCX est impliqué dans la nucléation et la stabilisation de microtubules a 13
profilaments et joue un rdéle central dans ’organisation du cytosquelette au cours de la
migration et la différentiation neuronale (Francis et al., 1999 ; Schaar et al., 2004). DCX a
¢galement été montrée comme se liant aux filaments d’actine et comme établissant un lien
direct entre microtubules et actine (Tsukada et al., 2005). Des mutations de cette protéine sont
a I’origine de la Lissencéphalie de type I 1i¢ au chromosome X, maladie caractérisée par une
déficience intellectuelle et une épilepsie sévere. Les protéines MAP6 ou STOP (pour Stable
Tubule Only Polypeptide) constituent une autre famille de MAPs neuronales, ayant la
caractéristique unique de stabiliser les microtubules au froid (Bosc et al., 1996 ; Guillaud et
al., 1998). Elles sont également capables de réguler le cytosquelette d’actine et jouent un role
dans la transmission synaptique. Les souris STOP KO présentent de nombreux déficits
comportementaux qui peuvent étre apparentés aux symptomes observés chez les patients
schizophrénes (Frankle et al., 2003) et représentent donc un modéle d’étude de cette
pathologie. D’autres MAPs non spécifiques du systéme nerveux central ont également été
identifiées. C’est le cas de MAP4 chez les mammiferes, que I’on retrouve dans presque tous
les types cellulaires, et de son orthologue XMAP230 chez le xénope. Cette derniere stimule
I’¢longation des microtubules et supprime les catastrophes in vitro (Andersen et al., 1994).
D’autres MAPs ont été extraites a partir d’ceufs de xénope (XMAP210, XMAP215
(homologue humain ch-TOG), XMAP310). Elles ont toutes un effet stabilisateur sur les
microtubules (Cassimeris et Spittle, 2001). De plus, plusieurs acteurs chez la plante et la
levure sont impliquées dans la stabilisation des microtubules et leur organisation en faisceaux

anti-parall¢les, comme la famille des MAP65 (PRCI1 chez les mammiféres). La particularité
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de ces MAPs est qu’elles ont peu d’effet sur la dynamique des microtubules mais peuvent

générer des faisceaux de microtubules (Hussey et al., 2002).

ii. Les + TIPs

Les +TIPs (ou «+ end tracking proteins ») interagissent préférentiellement a
I’extrémité (+) des microtubules en croissance (Schuyler et Pellman, 2001). Ces protéines
régulent la dynamique des microtubules et sont également impliquées dans I’interaction du
bout (+) des microtubules avec différentes cibles cellulaires (membranes, chromosomes,
organelles...). Le premier membre de la famille des +TIPs a avoir été identifié est la protéine
CLIP-170 (pour Cytoplasmic Linker Protein of 170 kDa) (Rickard et Kreis, 1990). Le
comportement caractéristique de cette +TIP a été observé pour la premiére fois en 1999
(Diamantopoulos et al., 1999 ; Perez et al., 1999) : elle suit I’extrémité des microtubules en
croissance et forme des comeétes qui se déplacent vers la périphérie cellulaire. Par la suite,
d’autres protéines présentant le méme comportement ont été identifiées, comme EBI (pour
End Binding protein 1), CLIP-115, p150¢"*et la famille des CLASPS (pour CLIP-Associated
Proteins) (pour revues : Carvalho et al., 2003 ; Morrison, 2007).

Plusieurs mod¢les ont été proposés pour expliquer la localisation préférentielle des
+TIPs aux bouts des microtubules, comme leur transport par un moteur moléculaire (Busch et
al., 2004 ; Carvalho et al., 2004) ou la reconnaissance directe d’une structure spécifique de
I’extrémité des microtubules (Maurer et al., 2012 ; Vitre et al., 2008). C’est le cas de EBI par
exemple qui reconnait un état conformationnel de la tubuline liée au GTP (Maurer et al., 2011
; Bieling et al., 2008). Les +TIPs sont capables d’interagir entre elles pour former des
complexes protéiques, ce qui permet de moduler leur activité et leur localisation. L’un des
acteurs centraux de cette régulation est EB1 qui interagit avec la majorité des autres +TIPs
qu’elle recrute au bout des microtubules (pour revue: Galjart, 2010). Ces différents
complexes se lient a différents composants subcellulaires, comme la membrane plasmique, les
vésicules ou les filaments d’actine (Figure 14). Elles interviennent ainsi dans la capture des
microtubules au cortex mais également aux kinétochores des chromosomes lors de la division
cellulaire. Au niveau des neurones, elles jouent un role essentiel, grice a ces différentes
interactions, dans le développement neuronal, en participant activement a la migration

neuronale, la croissance et la guidance de 1’axone.
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Membrane

Microtubule

Figure 14. Modéle de I’attachement des microtubules a la membrane. L’actine joue un rdle central
dans I’ancrage des microtubules au cortex. IQGAP1 se lie a ’actine et recrute ’extrémité (+) des
microtubules via CLIP-170 ou APC. APC peut interagir avec EBI1 et mDia, une protéine liée a
P’actine, ou attacher directement les microtubules a la membrane via Dgll. La spectraplakine ACF7
¢établit un lien direct entre microtubules et actine via son interaction avec EB1, laquelle est régulée par
mbDia. Un autre mécanisme de capture peut étre établit par CLASP1/2, qui se lie directement au cortex,
avec 1’aide de EBI1. Le complexe dynéine/dynactine, attaché a la membrane, pourrait faire glisser les
microtubules le long de la membrane, ce qui permettrait aux microtubules d’exercer une force sur le
cortex. CLIP-170 contribue a la localisation de la dynéine au bout des microtubules via une interaction
directe avec la dynactine (d’apres Lansbergen et Akhmanova, 2006).

iii. Les protéines de déstabilisation

Pour permettre la réorganisation des systémes microtubulaires complexes dans les
cellules, des mécanismes de déstabilisation des microtubules doivent intervenir pour
s’opposer aux mécanismes de stabilisation. Cette déstabilisation est permise par I’action de
facteurs de catastrophes. Ce sont des protéines qui ont la capacité de diminuer la vitesse
d’élongation des microtubules, de stimuler les phénomeénes de catastrophes et/ou de diminuer

la fréquence des sauvetages.

On trouve parmi ces facteurs de déstabilisation la OP18/Stathmine (Oncoprotein
18/Stathmine), XKCM1 (Xenopus Kinesin Catastrophe Modulator-1) et la katanine.
OP18/Stathmine est une protéine de 17 kDa surexprimée dans différents types de tumeurs.
Elle agit in vitro en séquestrant les dimeres de tubuline ou en interagissant directement aux
extrémités des microtubules pour stimuler la survenue de catastrophes (Howell et al., 1999 ;

Andersen, 2000 ; pour revue : Cassimeris, 2002). XKCM1 chez le xénope, et son homologue
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MCAK (Mitotic Centromere Associated Kinesin) chez les mammiféres, sont des membres de
la sous-famille des kinésines-13. Ces protéines utilisent 1’énergie de 1’hydrolyse de I’ATP
pour déstabiliser les extrémités des microtubules et augmenter leur fréquence de catastrophes
(Kinoshita et al., 2006). Il a été proposé qu’elles stabiliseraient la conformation courbe des
protofilaments au bout des microtubules, déclenchant spontanément la rupture des liaisons
latérales entre protofilaments (Ogawa et al., 2004). La katanine est une protéine dimérique qui
forme un hexadimere capable de rompre, en présence d’ATP, les liaisons entre les sous-unités
a et B de la tubuline. L’effet de cette protéine est donc de couper les microtubules (Quarmby,
2000). La spastine est une autre protéine capable de fractionner les microtubules et qui est
¢galement organisée sous forme d’un hexadimere. Roll-Mecak et Vale proposent en 2008
qu’un pore présent au centre de cet hexadimere fixerait 1’extrémité C-terminale de la tubuline
et que la coupure entre monomeres de tubuline serait provoquée par une force de traction de
I’hexadimeére sur cette extrémité, entrainant le dépliement de la structure tridimensionnelle de

la protéine.

Pour une régulation précise du réseau microtubulaire dans la cellule, il est donc
nécessaire qu’il y ait une coordination dans le temps et dans 1’espace entre les MAPs
stabilisatrices et les protéines de déstabilisation. L’intérét de ces effets antagonistes a été
montré par la mise en place d’un fuseau de division fonctionnel dans des extraits d’ceuf de
xénope, ou la dynamique des microtubules est finement régulée par la balance entre I’action
de XMAP215 qui s’oppose a celle de XKCM1 (Tournebize et al., 2000). Cette activité
antagoniste a pu étre reconstituée in vitro a partir de composants purifiés (tubuline,
XMAP215, XKCM1) (Kinoshita et al., 2001). In vivo, I’action de ces protéines est fortement
régulée par phosphorylation (Cassimeris et Spittle, 2001 ; Vasquez et al., 1999).

itii. Les moteurs moléculaires

Les moteurs moléculaires ou MAPs motrices permettent d’acheminer, le long des
microtubules, des composants de la cellule, tels que des vésicules, des mitochondries, des
ARN:S, ou diverses protéines comme les +TIPs. Ils sont ubiquitaires chez les eucaryotes. Dans
les neurones, ces moteurs ont un rdle essentiel. Ils sont par exemple nécessaires au transport
des neurotransmetteurs, synthétisés au niveau du corps cellulaire, jusqu’aux terminaisons pré-
synaptique. Il existe deux grandes familles de moteurs moléculaires : les kinésines et les

dynéines.
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Il existerait environ 100 kinésines différentes issues de 14 familles. La kinésine-1,
ou kinésine conventionnelle car la plus abondante, est une protéine tétramérique composées
de deux chaines légeres et de deux chaines lourdes (pour revue : Hirokawa et al., 2010). Les
chaines lourdes sont composées, le plus souvent, d’une téte globulaire contenant le domaine
moteur et le domaine de liaison aux microtubules, et d’une queue sur laquelle se lie le cargo a
transporter. Au niveau des régions motrices, il existe une grande homologie de structure entre
les différentes kinésines, ce qui n’est pas le cas pour le domaine qui se projette hors du
microtubule, conférant ainsi une spécificité des kinésines pour 1’élément a déplacer. La
kinésine-1 est responsable du transport antérograde, c’est-a-dire du transport se réalisant de
I’extrémité (-) du microtubule vers son extrémité (+). Ce mouvement dépend de I’état du
nucléotide ATP associ¢ a la protéine. Lorsqu’il y a hydrolyse d’ATP, la protéine subit des
changements conformationnels qui permettent son mouvement sur le microtubule (Hirokawa
et al., 1991). Certaines kinésines, comme Eg5, une protéine tétramérique, associent
latéralement les microtubules anti-paralleles pour en faire des faisceaux au niveau de la
midzone du fuseau mitotique (Goshima, 2006). Elles participent ainsi a la régulation de la
longueur et de la structure du fuseau en faisant glisser les microtubules les uns par rapport aux

autres (Figure 15).

La dynéine est un complexe multi-protéique, constitu¢ de deux chaines lourdes,
deux chaines intermédiaires, quatre chaines intermédiaires légeres et de plusieurs chaines
légeres (Vallee et al., 2004). Les chalnes lourdes contiennent le domaine de liaison aux
microtubules et six domaines AAA responsables de I’hydrolyse d’ATP nécessaire au
mouvement du moteur moléculaire, qui se fait, contrairement a la kinésine, de fagon
rétrograde (du bout (+) des microtubules vers le bout (-)). Les chaines intermédiaires ainsi
qu’une des chaines légeéres participent a I’interaction de la protéine avec les organites a
transporter (Steffen et al., 1997 ; Nagano et al., 1998). A I’heure actuelle, on ne connait pas
exactement le role de chacune des autres chaines. Dans les neurones, la dynéine permet de
transporter des organelles et des vésicules le long de I’axone, du compartiment pré-synaptique

vers le corps cellulaire (Mok et al., 2001 ; Di Bella et al., 2001).
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Figure 15. Kinésine formant des faisceaux de microtubules anti-paralleles au niveau de la
midzone. Chacune des tétes de la kinésine (par exemple Eg5) se déplace vers le bout (+) du
microtubule, les faisant glisser I’un par rapport a I’autre, mouvement qui est coordonné avec leur
dépolymérisation au bout (-) (d’aprés Gadde et Heald, 2004).

Ces moteurs moléculaires peuvent rentrer en compétition avec les MAPs se liant a
la paroi du microtubule. En effet, ces derniéres peuvent géner la progression des moteurs. Par
exemple, une compétition pour I’acces aux microtubules a lieu entre tau et la kinésine dans les
neurones (Dixit et al., 2008). La présence de tau en quantité importante sur le microtubule
induit le détachement de la kinésine des microtubules, alors qu’elle ferait changer la dynéine
de direction de déplacement. Les modulations différentielles de la mobilité de la kinésine et
de la dynéine suggérent que la localisation des MAPs pourrait réguler spatialement le

transport axonal dépendant des microtubules.
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2. L’actine

a) Base structurale du monomere et du filament d’actine

L’actine monomérique (actine G, pour actine globulaire) est une protéine globulaire de
43 kDa, exprimée en trés grande quantité dans les cellules eucaryotes. Elle a été découverte
par Straub dans les années 40 (Straub, 1942). Les séquences des geénes codant pour ’actine
sont conservées a 80% entre les especes. Certaines espeéces possedent plusieurs isoformes
d’actine, spécifiques du type cellulaire. Par exemple, I’homme posséde 6 isoformes d’actine,
identiques entre elles a 95% dans leur séquence peptidique. Elles appartiennent a trois types
d’actine issus de geénes différents : 1’actine a, spécifique des cellules musculaires, 1’actine [} et
I’actine vy, présentes dans tous les autres types cellulaires (Khaitlina, 2001). L’analyse
cristallographique de la protéine montre qu’elle est séparée en deux domaines par un sillon a
I’intérieur duquel peuvent se fixer un cation divalent (calcium ou magnésium) et un
nucléotide (ATP ou ADP) (Figure 16). Le monomeére est polarisé, avec une extrémité pointue

et une extrémité barbue.

Extrémité pointue

Nucléotide

Cation divalent

Extrémité barbée

Figure 16. Représentation tridimensionnelle de la structure du monomére d’actine. Au centre de
la protéine se trouve un sillon ou viennent se fixer le nucléotide et le cation divalent (d’apres Rould et
al., 2006).

Dans les cellules, le monomére d’actine est généralement associé a un cation Mg®" et la
majorit¢ de 1’actine monomérique se trouve liée a I’ATP. En effet, ’affinit¢ de liaison de

I’actine est supérieure pour I’ATP et son hydrolyse spontanée est trés lente lorsqu’il est
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complexé au monomeére. Les différences structurales entre ’actine-ATP et 1’actine-ADP

semblent mineures (Sablin et al., 2002).

L’actine polymérise sous forme fibrillaire (actine F, pour actine filamenteuse) (Figure
17A). Des modeles structuraux du filament d’actine ont pu étre établis par microscopie
¢lectronique (Holmes et al., 1990) et des études récentes en cryo-ME ont permis de
déterminer sa structure a une résolution de 5 A (Figure 17B et C) (Murakami et al., 2010). Le
filament d’actine est composé de deux chaines linéaires d’actine G qui s’enroulent 1’une
autour de I’autre pour former une double hélice d’un diameétre de 5 a 8 nm. Le pas de cette
hélice est d’environ 72 nm avec 13 sous-unités par tour d’hélice. Comme le microtubule, le
filament d’actine est polarisé : on distingue 1’extrémité barbée de I’extrémité pointue. Le site
de liaison a I’ATP se situe vers l'extrémité pointue et les nouvelles sous-unités sont

incorporées a I’extrémité barbue lors de I’assemblage des monomeres en filament.

Extrémité barbue

Extrémité pointue

Figure 17. Structure du filament d’actine. (A) Schéma représentant la double hélice polarisée
résultant de 1’assemblage d’actine G. (B) Un filament d’actine observé en cryo-ME. (C) Structure
tridimensionnelle du filament d’actine. Chaque monomere est représenté par une couleur différente.
Les cations divalents sont indiqués par des sphéres orange. Les fléches blanches pointent 1’extrémité
N-terminale des sous-unités d’actine (d’aprés Murakami et al., 2010).

b) Polymérisation de 1’actine in vitro

Le processus de polymérisation de 1’actine nécessite une concentration en actine G au-
dessus de sa concentration critique de nucléation (Yanagida et Oosawa, 1975) (0,1 uM pour
I’extrémité barbée, 0,8 uM pour ’extrémité pointue, Pollard et al., 2000), de 1’énergie sous

forme d’ATP et une concentration suffisante en sel. En effet, en-dessous de concentrations en
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sels comparables aux concentrations physiologiques (environ 50 mM KCl, 10 mM MgCl,),
’actine se trouve a 1’équilibre sous forme monomérique. L’augmentation de la concentration
en sel dans le milieu permet d’amorcer la polymérisation de I’actine. Cette réaction de

polymérisation in vitro est classiquement décomposée en trois phases (Carlier et al., 1991).

\ Extrémité Extrémite |
% barbée pointue /

@ F=d %«M

Nucléation Elongation

Figure 18. Mécanismes de polymérisation de I’actine. L’actine passe par deux états dimériques et
trimériques instables avant de former des filaments hélicoidaux pouvant s’allonger. L’ajout de
monomeres se fait plus rapidement a ’extrémité barbée qu’a 1’extrémité pointue (d’aprés Pollard et
Cooper, 2009).

Lors de la premiére étape, dite de nucléation, les monomeres d’actine s’auto-assemblent sous
forme d’oligomeéres thermodynamiquement instables. Dés la formation de triméres d’actine
G, ceux-ci adoptent une conformation hélicoidale, deviennent thermodynamiquement stables
et la polymérisation commence aux deux extrémités du filament d’actine (Figure 18). Dans
une deuxiéme phase, dite d’élongation, les monomeres d’actine s’additionnent aux extrémités
barbée et pointue du filament en cours de formation. Au cours de cette incorporation, il y a
hydrolyse d’ATP. Contrairement a 1’actine monomérique, 1’actine filamenteuse ne peut pas
¢changer son nucléotide. Ainsi, les sous-unités d’actine évoluent toutes d’un état ATP a un
état ADP qui n’est pas réversible. De ce fait, comme pour les microtubules, les cinétiques
d’assemblage et de désassemblage des sous-unités d’actine dépendent de 1’extrémité
considérée : ’extrémité barbée riche en actine-ATP favorise I’assemblage des monomeéres,
alors que I’extrémité pointue riche en actine-ADP favorise leur dissociation. Enfin, dans la
troisieme phase, dite phase stationnaire, I’actine arrive a un état d’équilibre entre ses deux
formes monomérique et filamenteuse. Ce phénomene intervient lorsque la concentration
d’actine libre est égale a sa concentration critique d’assemblage. A ce moment, la longueur

moyenne du filament ne varie pas mais les monomeéres d’actine assemblés a 1’extrémité
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pointue se dissocient du filament et migrent vers 1’extrémité barbée. C’est le processus de

« treadmilling » ou « tapis roulant » (Wegner, 1976) (Figure 19).

Extrémité barbée Extrémité pointue

SIS ey S5 5

ATP ADPPi ADP ADP ADP ADP \

Polymérisation Dépolymérisation
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Echange du nucléotide ADP

v/ |

ADP ATP
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Figure 19. Mécanisme de « treadmilling » de I’actine a I’état stationnaire. Les sous-unités d’actine
liées a ’ATP s’ajoutent a I’extrémité barbée des filaments d’actine. L hydrolyse de I’ATP intervient
au sein du filament. La dissociation des sous-unités ADP se fait a I’extrémité pointue du filament. Les
monomeres libérés perdent leur ADP pour fixer une molécule d’ATP. Les monomeéres ATP peuvent &
nouveau étre incorporés dans le filament au niveau de I’extrémité barbée (d’apres Carlier, 1998).

La vitesse de dépolymérisation des sous-unités ADP a I’extrémité pointue due au phénomene
de « treadmilling » est extrémement lente, d’ou une faible vitesse de recyclage des sous-unités
d’actine. Or, dans la cellule, on retrouve une quantité importante d’actine monomérique
responsable de fortes vitesses de polymérisation, ainsi qu’un remodelage rapide des structures
des filaments induit lors de la signalisation. /n vivo, ces phénoménes font intervenir des
protéines controlant la dynamique d’assemblage et de désassemblage des réseaux complexes

de filaments d’actine.

c¢) Les protéines de régulation de 1’actine

Les protéines qui interagissent directement avec 1’actine et peuvent moduler ses
caractéristiques structurales et/ou dynamiques sont les ABPs (Actin Binding Proteins). Il y a
plus de 60 familles de protéines interagissant avec 1’actine. On peut regrouper les ABP
suivant leur réle sur les paramétres structuraux ou dynamiques de 1’actine. Certaines peuvent

intervenir a différents niveaux en méme temps. Les ABPs peuvent donc :
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- Maintenir une concentration élevée d’actine monomérique nécessaire au

renouvellement rapide des filaments d’actine.
- Nucléer des filaments d’actine.
- Dépolymériser les filaments d’actine.

- Organiser les filaments d’actine en structures élaborées.

Dans la premiére catégorie, on trouve la profiline, une protéine qui se lie aux
monomeéres d’actine et qui joue un role important dans I’homéostasie de ’actine (Almo et al.,
1994 ; Kang et al., 1999 ; Pollard et al., 2000). Elle est capable d’inhiber la formation
spontanée de dimeres ou de trimeres d’actine en séquestrant les monomeres d’actine G, a la
base de nouveaux filaments d’actine. La profiline se lie sur la face barbée du monomere.
L’actine monomere qui est complexée avec la profiline peut seulement étre utilisée pour la
polymérisation d’actine catalysée par des facteurs de nucléation. Parmi ces facteurs, on trouve
le complexe Arp2/3, activé par la famille des protéines WASP/WAVE, et les formines. En
présence de profiline et de formine, la vitesse de polymérisation des filaments d’actine a
I’extrémité barbée est augmentée de presque dix fois (Higashida et al., 2004 ; Kovar et al.,
2006 ; Romero et al., 2004). La profiline permet également de faire croitre le filament
uniquement a son extrémité barbée et d’inhiber sa polymérisation a I’extrémité pointue,
donnant ainsi une polarité accentuée a la croissance (Pring et al., 1992). Pour maintenir un
pool d’actine G ¢levé et controler localement la polymérisation d’actine, la cellule dispose
¢galement de protéines de coiffe qui interagissent fortement avec l’extrémité barbée du
filament (Schafer et Cooper, 1995). On peut les classer en trois familles : les « capping
proteins », les gelsolines et les villines. Les villines peuvent aussi organiser les filaments

d’actine en faisceaux parall¢les.

Pour polymériser et libérer son pool de monomeres ou son extrémité barbée, I’actine a
besoin de la présence de facteurs de nucléation. Le complexe Arp2/3 est un complexe stable
et abondant impliqué dans de nombreuses fonctions cellulaires. En particulier lors de la
protrusion des lamellipodes, le complexe Arp2/3 est responsable de la formation des réseaux
branchés de filaments d’actine (Mullins et al., 1998 ; Svitkina et Borisy, 1999). En effet, il
permet la nucléation de filaments d’actine sur le co6té d’un filament pré-existant (Blanchoin et

al., 2000). Ayant une homologie structurale avec 1’actine, les deux sous-unités Arp2 et Arp3
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mimeraient la structure d’un oligomére d’actine et formeraient un noyau dimérique stable
favorisant la formation d’un nouveau filament avec un angle de 70° par rapport au premier
(Robinson et al., 2001). Afin de maintenir ce réseau branché, les protéines de coiffe
interviennent pour empécher la polymérisation d’actine aux extrémités barbées (Kawska et

al., 2012) (Figure 20A).
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Figure 20. Organisation et régulation du réseau d’actine par quelques ABPs. (A) Les
lamellipodes contiennent un réseau d’actine branché résultant de ’activité du complexe Arp2/3 qui
génére un réseau branché a partir du c6té d’un filament d’actine pré-existant. En présence de protéines
de coiffe, les branches sont maintenues a une longueur donnée. (B) Les filaments d’actine peuvent étre
désassemblés par le complexe ADF/cofiline soit par fragmentation des filaments en filaments plus
petits (Ba) soit par la désorganisation du réseau branché suite a 1’inhibition d’Arp2/3 (Bb). D’autres
protéines comme le GMF peuvent aussi induire la dissociation des branches. (C) Les filopodes sont
remplis de faisceaux d’actine paralleles dont les filaments ont été polymérisés par les formines et le
complexe Ena/VASP, et sont maintenus associés entre eux par la fascine (adapté de Blanchoin et al.,
2014).

Les formines sont également des facteurs de nucléation de 1’actine (Pruyne et al., 2002). Elles
stabiliseraient un dimére ou un trimere d’actine (Pring et al., 2003). Un autre nucléateur

découvert plus récemment est Spire (Quinlan et al., 2005). L’activité de nucléation de Spire
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est comparable a celle des formines et moindre que celle du complexe Arp2/3. Spire contient
4 domaines capables d’interagir chacun avec 1’actine. Ils pourraient donc, par leur interaction
avec I’actine monomérique, regrouper les monomeres pour faciliter la formation d’un noyau
stable d’actine. Suite a la nucléation d’un nouveau filament, Spire reste fixé a son extrémité
pointue et stimule la formation de filaments d’actine non branchés dont I’extrémité barbée

peut s’allonger librement.

Afin de maintenir un réservoir d’actine monomérique disponible pour la
polymérisation, les cellules doivent aussi contrdler la reconstitution rapide du stock d’actine
G. Ce renouvellement permanent se fait principalement par le désassemblage de filaments
pré-existants (Pollard et Borisy, 2003). Les protéines de la famille des ADF (Actin
Depolymerizing Factor)/cofiline sont les principaux facteurs de la dépolymérisation des
filaments d’actine (Lappalainen et Drubin, 1997). Ces petites protéines (15 a 22 kDa) sont
présentes chez tous les eucaryotes, hautement conservées entre especes et essentielles dans de
nombreux organismes (Ono, 2007). Le mécanisme utilisé par ces protéines pour désassembler
les filaments d’actine n’est pas connu précisément mais des données suggerent qu’elles
utiliseraient un processus basé¢ sur la fragmentation des filaments (Andrianantoandro et
Pollard, 2006). Chaque coupe de filament d’actine permettrait la création d’une nouvelle
extrémité pointue, doublant ainsi I’efficacité de désassemblage du filament total. La nouvelle
extrémité barbée créée serait immédiatement bloquée par une protéine de coiffe. Une autre
hypothése avance que 1I’ADF/cofiline accélérerait de 25 fois la dissociation des sous-unités
d’actine aux extrémités pointues (Carlier et al., 1997), mais semble en désaccord avec des
résultats plus récents obtenus directement par observation sur filament unique, montrant que
les longs filaments d’actine ont tendance a se segmenter en petits filaments en présence
d’ADF/cofiline (Pavlov et al.,, 2007) (Figure 20Ba). Le complexe ADF/cofiline aurait
¢galement la possibilité, sans que le mécanisme soit connu, de détacher Arp2/3 présent au
niveau des nceuds de branchements de I’actine et ainsi de débrancher le réseau d’actine
(Blanchoin et al., 2000 ; Chan et al., 2009) (Figure 20Bb). Un membre de la famille des
ADP/cofiline, GMF (Glia Maturation Factor), ciblerait la jonction entre les sous-unités
d’actine du filament fille et le complexe Arp2/3, déstabiliserait les points de branchement et
inhiberait I’assemblage de nouveaux filaments d’actine (Gandhi et al., 2010 ; Luan et al.,

2013 ; Ydenberg et al., 2013).

Afin de maintenir D’intégrit¢ de certaines structures de filaments vis-a-vis de la

fragmentation ou du désassemblage, les filaments d’actine peuvent étre stabilisés par des
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protéines spécifiques interagissant avec I’actine. Une protéine particulierement impliquée est
la tropomyosine, qui se lie sur les cotés des filaments d’actine, empéche leur coupure et réduit
la vitesse de dépolymérisation de I’extrémité pointue. La tropomyosine empéche également la
formation de branches par le complexe Arp2/3 (Blanchoin et al., 2001). Il existe également
des protéines qui connectent des filaments d’actine pré-existants pour les structurer en
faisceaux, de géométries et d’¢lasticité différentes. Cette ¢élaboration de réseaux permet aux
cellules d’adapter la réponse mécanique du cytosquelette a leurs besoins (Tseng et al., 2005).
En effet, le regroupement de filaments d’actine en cébles permet par exemple de déformer
efficacement la membrane plasmique et d’initier la formation de filopodes (Vignjevic et al.,
2006) (Figure 20C). Parmi ces protéines, on peut citer la fascine, I’a-actinine, la spectrine, la
fimbrine et la filamine. Dans les faisceaux, les filaments d’actine peuvent étre orientés de
facon parallele, anti-paralléle, ou mixte, suivant la nature de la protéine qui les relie (Lieleg et
al., 2009, Skau et al., 2011). Certaines de ces protéines, comme la fascine et la fimbrine,
imposent une courte distance entre les filaments (environ 10 nm) (Klein et al., 2004 ; Sedeh et
al., 2010). La filamine et I’a-actinine forment des faisceaux plus laches (Courson et Rock,
2010 ; Schmoller et al., 2008 ; Washsstock et al., 1993). Les faisceaux constitués de filaments
d’actine paralleles sont trouvés dans de nombreux contextes cellulaires comme les filopodes
et les microvillosités (Revenu et al., 2004 ; Vignjevic et al., 2003 ; Yang et Svitkina, 2011).
La plupart du temps, les extrémités barbées des filaments pointent vers la membrane
plasmique (Chhabra et Higgs, 2007). L’a-actinine, la fascine et la fimbrine forment des
faisceaux paralleles (Bartles, 2000), ainsi que les formines qui peuvent se déplacer de
I’extrémité du filament d’actine a ses cotés (Chesarone et al., 2010). Un autre composant
trouvé dans les faisceaux d’actine in vivo est le complexe Ena/VASP (Trichet et al., 2008). 11
pourrait augmenter ’efficacit¢ de la fascine sur la rigidit¢ des faisceaux, expliquant la
présence de ces deux protéines dans les filopodes (Suei et al., 2012). Des structures contenant
des filaments d’actine anti-paralléles sont nécessaires pour la cytokinése, processus qui
nécessite un anneau d’actine contractile, et la fonction des fibres de stress pendant
I’établissement des adhésions entre cellules et de la cellule a la matrice (Burridge et Wittchen,
2013 ; Hotulainen et Lappalainen, 2006 ; Laporte et al., 2012 ; Skau et al., 2011 ; Théry et al.,
2006). Ces phénomenes font également intervenir la famille des myosines, protéines motrices
se déplagant le long des filaments d’actine, nécessaires a la contraction (Laporte et al., 2012).
La fimbrine et I’o-actinine semblent capables de stabiliser les faisceaux d’actine dans une
conformation anti-parall¢le (Laporte et al., 2012). Des réseaux contractiles en présence de

myosine et de protéines formant des faisceaux d’actine anti-paralléles ont pu étre reconstitués
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in vitro (Murrell et Gardel, 2012 ; Vogel et al., 2013). L’orientation des filaments d’actine
dans le réseau contractile est un déterminant majeur pour le controle de 1’amplitude de la

contraction (Kohler et Bausch, 2012 ; Reymann et al., 2012).

Dans les cellules, la dynamique et 1’organisation du cytosquelette d’actine sont
¢galement régulées par la famille des protéines Rho GTPase. Cette famille compte plus d’une
dizaine de membres, dont Rho, Rac et Cdc42. Elles interviennent dans la signalisation
intracellulaire, en activant ou non leurs cibles, et sont elles-mémes activées par différents
signaux extra-cellulaires. Elles existent sous deux formes : la forme active liée au GTP et la
forme inactive liée au GDP. Elles contrélent notamment la formation des fibres de stress
(RhoA), la formation de I’anneau contractile nécessaire a la cytokinése (RhoA), les
mouvements de la membrane plasmique au niveau des lamellipodes (Rac et Cdc42), la
formation des filopodes (Cdc42) et participent a la réorganisation du réseau d’actine lors de
I’endocytose et de I’exocytose. Une des cibles des protéines Rho est le complexe nucléateur
Arp2/3, qui va donc pouvoir initier la formation d’un réseau d’actine branché en fonction des

besoins de la cellule (pour revue : Welch et Mullins, 2002 ; Wherlock et Mellor, 2002).

Nous allons maintenant aborder la structure et le role des microtubules et des filaments

d’actine, séparément ou en interaction I’un avec 1’autre, dans le cas particulier des neurones.
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II- Organisation et fonctions du cytosquelette dans les neurones

Les neurones sont des cellules hautement polarisées et spécialisées. Ils ont pour role le
traitement de I’information et possédent donc des caractéristiques qui leur permettent de
recevoir et de transmettre un message nerveux. Autour de leur corps cellulaire, des
prolongements plus ou moins longs s’étendent, leur permettant de se connecter a des cellules
voisines (comme d’autres neurones) ou tres éloignées (comme les cellules musculaires). Ces
prolongements sont de deux types : les dendrites et 1’axone. Ils ont des rdles distincts : les
dendrites recoivent I’information qui est ensuite transmise le long de I’axone, lequel émet le
message au neurone ou a la cellule suivante. Lors de la différenciation du neurone, des
structures appelées cones de croissance se développent a 1I’extrémité des neurites, générant les
forces nécessaires a leur ¢longation (Figure 21). La communication entre neurones s’effectue
au niveau de régions spécialisées, les synapses, composées d’un compartiment pré-synaptique
(Ie bouton axonal) et d’un compartiment post-synaptique (petite extension formée a partir du
corps de la dendrite, ou épine dendritique) et au niveau desquelles des neurotransmetteurs
sont libérés (encart de la figure 21). Les cytosquelettes de microtubule et d’actine occupent
une place importante dans le développement, le maintien de la polarisation et les fonctions

neuronales (Figure 21).

Pendant longtemps, on a pensé que les deux réseaux de microtubules et d’actine
avaient des fonctions bien distinctes : les microtubules seraient impliqués dans le maintien de
I’architecture du neurone et le transport de « cargos » (vésicules ou organites) sur de longues
distances, donc aurait un role plutot structural, alors que 1’actine occuperait une place centrale
dans les changements morphologiques associés a 1’¢longation des neurites, la fonction
synaptique et la motilit¢ du neurone. Depuis quelques années, on sait cependant que les
microtubules sont également essentiels a la croissance des neurites (Rodriguez et al., 2003) et
a la plasticité des synapses (Jaworski et al., 2009) via leur interaction avec I’actine. Dans un
premier temps, je décrirai 1’organisation et le role des microtubules puis des filaments
d’actine dans les neurones, puis dans un deuxiéme temps, I’importance de la coopération entre

ces deux cytosquelettes et leur régulation.
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Figure 21. Organisation du cytosquelette de microtubules et d’actine dans un neurone en
développement. L’encart montre 1’organisation des microtubules et de I’actine dans une synapse d’un
neurone mature. Adapté de Conde et Caceres, 2009.

1. Role et organisation des microtubules dans le neurone

a) Nucléation des microtubules

Dans les neurones, contrairement a la plupart des autres types cellulaires, les
microtubules se détachent du centrosome ou ils sont nucléés, et sont ensuite transportés dans
les axones a partir du corps cellulaire de fagon antérograde (i.e. vers I’extrémité de 1’axone)
(Ahmad et al., 1998). Pendant ce transport, ils gardent leurs propriétés dynamiques, alternant
entre phases de polymérisation et dépolymérisation (Dent et Kalil, 2001). Le sectionnement
entre les microtubules et le centrosome se fait par la katanine (Ahmad et al., 1999 ; Karabay et
al., 2004 ; Yu et al., 2005). 11 a ét¢é montré que I’inhibition de I’activité de la katanine
entrainait une accumulation des microtubules a proximité du corps cellulaire et donc
I’inhibition de la croissance de 1’axone (Ahmad et al., 1999). Les microtubules peuvent aussi
étre transportés de fagon rétrograde (i.e. vers le corps cellulaire), ce qui, avec leur
dépolymérisation, intervient dans la redistribution rapide des microtubules dans les cas ou

I’axone doit se rétracter ou former de nouvelles branches (Dent et al., 1999 ; Ahmad et al.,
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2000 ; Wang et Brown, 2002). Des études ont montré que les microtubules sont transportés de
facon antérograde dans les neurites via la dynéine, moteur moléculaire qui se déplace vers le
bout (-) des microtubules. En effet, la dynéine serait ancrée a des protéines de la matrice
cellulaire, s’associerait au bout (+) des microtubules a transporter, et, en « marchant » vers
leur bout (-), ferait glisser les microtubules vers I’extrémité de 1’axone (Dillman et al., 1996 ;
Ahmad et al., 1998). Les microtubules neuronaux peuvent également étre nucléés de fagon
acentrosomale dans les dendrites. Cette nucléation a partir de I’appareil de Golgi aurait lieu
préférentiellement au cours de la régénération neuronale (Ori-McKenney et al., 2012 ; Song et

al., 2012).

b) Organisation des microtubules dans les neurites

Si ’on a vu qu’il y a une redistribution des microtubules au sein de ’axone et des
dendrites, la majorité des microtubules du neurone reste stationnaire, organisée sous forme de
faisceaux denses. On peut distinguer deux organisations différentes de faisceaux dans les
neurites. Dans 1’axone, les microtubules sont tous alignés avec une polarité parallele, leur
bout (+) pointant vers le cone de croissance et leur bout (-) vers le corps cellulaire. Dans les
dendrites, leur orientation est aléatoire, leur extrémité (+) est soit dirigée vers le corps
cellulaire, soit vers 1’extrémité distale de la dendrite (Conde et Caceres, 2009 ; Baas et Lin,
2011) (Figure 22). Cette différence de polarité entre dendrites et axone permet d’établir une
différence morphologique et fonctionnelle entre les deux types de prolongements neuronaux,
notamment en recrutant spécifiquement des moteurs moléculaires associés a des types de
« cargos » particuliers (Black et Baas, 1989 ; Burack et al., 2000). En 1989, Black et Baas ont
proposé que les vésicules contenant des protéines spécifiquement dendritiques s’associaient
exclusivement aux moteurs moléculaires dirigés vers le bout (-), alors que les vésicules
transportant des protéines axonales ne se liaient qu’a des moteurs se déplacant vers le bout (+)
des microtubules. Cependant, il a ét¢é montré par la suite que les protéines axonales sont
¢galement capables d’étre transportées de facon rétrograde (Nakata et al., 1998). Une
hypotheése est que les moteurs feraient la distinction entre les microtubules des dendrites et
des axones en reconnaissant leurs propriétés biochimiques (Burack et al 2000) et/ou la nature
des MAPs qui leur sont associées (Sato-Harada et al., 1996 ; Ebneth et al., 1998 ; Trinczek et
al., 1999). La kinésine-1, par exemple, s’associe préférentiellement aux microtubules acétylés,
modification post-traductionnelle majoritaire des microtubules dans 1’axone en
développement (Palazzo et al., 2003). Cette reconnaissance permet au domaine moteur de la

kinésine-1 de s’accumuler dans le futur axone juste avant la polarisation morphologique du
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neurone. D’autre part, le complexe composé d’une chaine lourde de la kinésine-1, de KIF5C,
de KLCI (Kinesin Light Chainl), et de CRMP2 (Collapsin Response Mediator Protein 2) est
impliqué spécifiquement dans le transport dirigé des hétérodimeres et des oligomeéres de
tubuline jusqu’au bout de 1’axone en croissance (Kimura et al., 2005). CRMP2 est enrichi
dans la partie distale de 1’axone ou il promeut ’assemblage de tubuline au bout des
microtubules pré-existants. Le rdle de CRMP2 dans la formation de 1’axone montre
I’importance du ciblage des moteurs moléculaires au niveau de I’axone (Fukata et al., 2003).
Les axones et les dendrites contiennent également différents types de MAPs: dans les
neurones matures, MAP2 est majoritairement présente au niveau des dendrites, alors que tau
prédomine au niveau de I’axone (Dehmelt et Halpain, 2005). Les microtubules dendritiques et
axonaux pourraient aussi se différencier par 1’état de phosphorylation de leurs moteurs
moléculaires (Lopez et Sheetz, 1993 ; Mcllvain et al.,, 1994 ; Lee et Hollenbeck, 1995 ;
Reilein et al., 1998).
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Figure 22. Organisation des microtubules dans I’axone et les dendrites. Les axones contiennent
des microtubules associés a tau et d’orientation uniforme, alors que les dendrites contiennent des

microtubules associés a8 MAP2 et d’orientation mixte. Les dendrites contiennent aussi des organelles
absents des axones : REG, appareil de Golgi et polyribosomes (d’aprés Conde et Caceres, 2009).

Une autre conséquence de la différence d’organisation des microtubules dans les

dendrites et ’axone est la taille de ces prolongements. En effet, I’orientation parallele des
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microtubules dans 1’axone permettrait de générer des forces de compression qui
s’opposeraient a la tension exercée lors de 1’allongement de I’axone. Cette force de
compression serait plus faible dans les dendrites du fait de [’orientation aléatoire des

microtubules (Lafont et al., 1993), d’ou un allongement moindre des dendrites.

Les faisceaux de microtubules sont nécessaires a la croissance et au maintien de
I’architecture des neurites. Dans I’axone, leur réle dans le transport de vésicules « cargos »
contenant les protéines nécessaires a la transmission du message nerveux est particuliérement
important. En effet, contrairement au reste du neurone, 1’axone posséde une machinerie de
synthése protéique limitée. Les faisceaux de microtubules apparaissent donc comme de
solides rails sur lesquels les moteurs moléculaires se déplacent, du corps cellulaire jusqu’a
I’extrémité axonale, ce qui représente parfois de longues distances (Hirokawa, 1998). Il a par
ailleurs ét¢ montré que dans le cas de neurones a longs axones, les faisceaux de microtubules
sont impliqués dans le transport d’ARNm utilisés pour la traduction de protéines, notamment
la tubuline ou I’actine, au niveau du cone de croissance (Eng et al., 1999). Dans les dendrites,
les microtubules permettent entre autres le transport de vésicules entre le réticulum
endoplasmique granuleux et ’appareil de Golgi. Les microtubules jouent également un role
dans le maintien de I’appareil de Golgi des dendrites puisqu’en présence de nocodazole, on
retrouve un réseau golgien complétement désorganisé, avec déconnection et dispersion des

membranes golgiennes dans tout le cytoplasme (Thyberg et Moskalewski, 1999).

¢) Des microtubules de stabilités différentes

On peut également distinguer différentes populations de microtubules dans les
neurones, indépendamment du compartiment neuronal ou ils se trouvent, mais suivant les
modifications post-traductionnelles qu’ils ont subies. Lorsqu’elle est synthétisée, la tubuline o
est tyrosinée au niveau de son extrémité C-terminale. Cette tyrosine peut ensuite étre clivée
par une enzyme, exposant alors un résidu glutamate. Cette tubuline détyrosinée peut subir un
autre clivage enzymatique et perdre son glutamate : on parle alors de tubuline A2. La tubuline
A2 est une forme de tubuline spécifiquement présente dans les neurones différenciés, aussi
bien dans les dendrites que dans les axones. Les microtubules neuronaux contiennent environ
20% de tubuline tyrosinée, 40% de tubuline détyrosinée et 40% de tubuline A2 (Paturle-
Lafanechere et al 1994). La détyrosination traduit la durée de vie d’un microtubule : plus un
microtubule est détyrosiné, plus le début de sa polymérisation est ancien (Khawaja et al.,

1988). La tubuline peut aussi étre acétylée, ce qui correspond a 1’ajout d’un groupement
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acétyle sur la lysine 40. L acétylation est souvent associée a un état stable du microtubule et a
une plus grande résistance aux drogues dépolymérisantes (Paturle-Lafanechere et al., 1994).
Dans les faisceaux, les microtubules individuels sont formés de deux formes de tubuline : une
population de microtubules est riche en tubuline tyrosinée, et I’autre en tubuline détyrosinée.
Dans les neurites, le domaine riche en tubuline tyrosinée s’assemble localement dans 1’axone
par I’¢longation du bout (+) du domaine stable non-tyrosiné. Ce dernier domaine pourrait
¢galement servir de support de nucléation pour I’assemblage d’autres microtubules. Dans les
axones en croissance, les polymeres les plus dynamiques sont tyrosinés et sont concentrés aux
extrémités, c’est-a-dire au niveau du cone de croissance, alors que les polymeéres ayant une
durée de vie plus longue, caractérisés par de la tubuline acétylée, se trouvent dans la partie
proximale de 1’axone (voir Figure 23A). Cette différence de stabilit¢ des microtubules est
également due a diverses MAPs qui vont reconnaitre un type de modification post-
traductionnelle. Par exemple, la kinésine KIF2 (homologue de MCAK) reconnait et

déstabilise spécifiquement les microtubules tyrosinés (Peris et al., 2009).

d) Roéles des microtubules dans la polarisation neuronale

Les microtubules sont essentiels a la polarisation du neurone en développement. Le
neurone se polarise quand une de ses neurites accélére sa croissance pour devenir un axone.
Dans des neurones non polarisés, la stabilisation des microtubules dans un neurite en
particulier suffit a induire I’émergence de I’axone (Witte et al., 2008). Ainsi, si les neurones
sont exposés au taxol, composé stabilisant les microtubules, il y a apparition de plusieurs
structures apparentées a des axones, contenant un gradient proximo-distal de tau et une
absence de MAP2. L’axone et les dendrites en développement possedent a leur extrémité un
cone de croissance, structure motile particulierement riche en actine nécessaire a leur
formation et leur ¢élongation. Le cone de croissance contient une zone en forme d’éventail, le
lamellipode, qui présente de nombreuses extensions, les filopodes. Dans le lamellipode, le
réseau d’actine est sous la forme d’un réseau dense formant un maillage et, au sein des
filopodes, il est sous forme de faisceaux d’actine. Le cone de croissance est composé d’une
zone périphérique (zone P), d’une zone centrale (zone C) et d’une zone de transition entre ces

deux zones (zone T) (Figure 23).
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Figure 23. Organisation des cytosquelettes de microtubules et d’actine au sein du céne de
croissance. (A) Localisation des filaments d’actine et des microtubules dans un cone de croissance
composé de nombreux filopodes, et nature biochimique des microtubules. Les microtubules
dynamiques et tyrosinés (tyr-MTs) se dispersent dans la région périphérique (P) et de transition (T) du
cone de croissance, alors que les microtubules stables et acétylés (ace-MTs) sont restreints a la zone
centrale (C) et au corps de I’axone (adapté de Dent et Gertler, 2003). (B) Représentation schématique
d’un cone de croissance. L’actine est présente sous deux formes principales : en réseau maillé dans les
lamellipodes et en faisceaux de filaments parall¢les dans les filopodes. Elle est peu présente au niveau
du domaine C (adapté de Lowery et Van Vactor, 2009).

Quand les microtubules pénétrent a I’intérieur du cone de croissance, ils se dissocient
des faisceaux présents dans I’axone. Ils deviennent alors trés dynamiques et adoptent des
comportements complexes : ils peuvent s’écarter ou se remettre en faisceaux, se tordre, et
s’organiser en boucle (Gordon-Weeks, 2004 ; Geraldo et Gordon-Weeks, 2009). Cette
réorganisation des microtubules dans le cone de croissance ainsi que 1’alternance entre phases
de polymérisation et de dépolymérisation sont nécessaires a 1’avancée du cone de croissance,
a I’¢longation axonale et a la reconnaissance de signaux de guidance (Tanaka et Kirschner,

1991 ; Tanaka et Kirschner, 1995). En effet, 1’addition de faibles doses de vinblastine,
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alcaloide qui diminue la dynamique des microtubules, abolit 1’élongation axonale (Tanaka et
Kirschner, 1995). De plus, I’inhibition de la dynamique des microtubules dans le cone de
croissance perturbe le choix de la direction de croissance de I’axone soumis a des facteurs de
guidance (Challacombe et Elam, 1997 ; Gordon-Weeks, 2004 ; Geraldo et Gordon-Weeks,
2009). 11 a été proposé¢ que la population de microtubules dynamiques qui envahit les
lamellipodes du cone de croissance servirait de guide pour les invasions futures de
microtubules transportant des organelles, ceux-ci apportant le matériel nécessaire au maintien
de I’avancée de I’axone (Tanaka et Kirschner, 1991). Par ailleurs, lorsque 1’axone fait une
pause et se rétracte, les microtubules adoptent une structure particuliére en boucle vers
I’arriére du cone de croissance. Si le cOne de croissance doit a nouveau avancer, cette boucle
peut se casser, libérant des microtubules pouvant étre transportés ou servant de base a une

nouvelle polymérisation (Roos et al., 2000).

Au fur et a mesure de [’¢longation axonale, les microtubules s’organisent
progressivement en faisceaux dans le domaine central du cone de croissance, ce qui consolide
la partie de 1’axone nouvellement formée (Figure 23). Cette fasciculation des microtubules
résulte de la coalescence des microtubules écartés grace a des forces latérales produites par les
arcs d’actine sous-membranaires et/ou de 1’extension de faisceaux préexistants dans le corps
de I’axone. Ce comportement dynamique et spatial des microtubules dans le cone de
croissance de I’axone dépend et est coordonné a celui du cytosquelette d’actine. Cette

coordination des deux cytosquelettes sera abordée plus loin (voir partie 3 ci-dessous).

Parmi les acteurs protéiques de I’extension des neurites, on trouve plusieurs MAPs
structurales. MAP1B et tau ont été les premicres protéines identifiées comme impliquées dans
la régulation de I’organisation des microtubules et la polarisation neuronale (Caceres et Kosik,
1990 ; Caceres et al., 1992 ; Harada et al., 1994). Ces deux protéines ont des fonctions
redondantes mais sont essentielles a la formation de I’axone (Takei et al., 1997). MAP2 est
¢galement cruciale pour I’extension des neurites. En effet, son inhibition par des ARN anti-
sens maintient la périphérie des cones de croissances au stade de lamellipodes et inhibe la
formation de filopodes. Cela a pour conséquences une réduction du nombre de neurites et les
cellules en culture finissent par devenir rondes (Caceres et al., 1992 ; Sharma et al., 1994).
Ces ¢études suggerent que I’établissement initial des neurites dépend de MAP2. La
doublecortine est également enrichie aux extrémités des neurites, a un role dans la formation

des faisceaux de microtubules et dans la croissance de 1’axone (Friocourt et al., 2003). La
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délétion de DCX chez la souris entraine la formation d’axones extrémement branchés
(Kappeler et al., 2006). Des études plus récentes ont également montré I’importance des
+TIPs dans la croissance et la guidance de I’axone et des dendrites (pour revue : Jaworski et
al., 2008). C’est le cas de CLASP, impliqué dans la rétraction de I’axone (Lee et al., 2004),
APC, essentiel a une ¢élongation axonale rapide sous I’influence du facteur de croissance
neuronale NGF (Zhou et al., 2004), ou encore EB3, nécessaire a la formation du cone de
croissance et la neuritogenese via son interaction avec la drébrine, une protéine qui se lie a

I’actine (Geraldo et al., 2008).

Contrairement au comportement des microtubules lors de 1’¢longation de I’axone et
des dendrites, on sait trés peu de choses sur la dynamique des microtubules au sein du bouton
axonal. Les microtubules joueraient un role dans la formation du compartiment pré-
synaptique en adoptant une architecture en boucle au sein de laquelle ils seraient sous un état

peu dynamique (Roos et al., 2000 ; pour revue : Conde et Caceres, 2009).

¢) Roles des microtubules dans le compartiment synapto-dendritique

Suite au développement de 1’axone, les autres neurites s’allongent et établissent des
branchements partant de leur partie principale, ce qui aboutit a la formation d’un arbre
dendritique. La protéine MAP1A a ét¢ montrée comme ayant un réle central dans la formation
et Pactivité des dendrites. Elle est cruciale pour 1’extension dendritique puis elle est enrichie
dans les dendrites matures et les épines dendritiques, et participe au remodelage des
embranchements dendritiques lors de 1’activation du neurone (Szebenyi et al., 2005). La
déplétion de MAP1A dans des neurones en culture inhibe le branchement dendritique et
conduit a la rétraction des dendrites. La protéine MAP2 est essentielle au maintien de
I’architecture des dendrites. De plus, bien que la protéine tau soit considérée comme un
marqueur axonal, des études récentes 1’ont localisée dans les dendrites (Ittner et al., 2010 ;

Frandemiche et al., 2014).

D’autre part, des études ont permis de montrer que le transport des microtubules du
corps cellulaire vers les dendrites est un processus essentiel dans I’élaboration du réseau
dendritique (Sharp et al., 1995). En effet, I’¢longation des dendrites est accompagnée d’une
diminution du nombre des microtubules a proximité du corps cellulaire. L’ orientation mixte

des microtubules au sein des dendrites ne vient donc pas, comme il a été supposé, de leur
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nucléation a I’extrémité des dendrites puis de leur élongation rétrograde, mais de microtubules
nucléés a proximité du corps cellulaire, réorientés (par des mécanismes inconnus) puis
transportés vers I’extrémité distale des dendrites. De plus, le transport actif des microtubules
est également important pour le maintien de I’orientation des microtubules dans les dendrites
au stade mature des neurones, puisque si ce transport est inhibé, les microtubules s’orientent
de fagon uniforme dans les dendrites et celles-ci acquiérent progressivement les

caractéristiques d’un axone (Yu et al., 2000).

Les faisceaux de microtubules contenus dans le corps principal de chaque dendrite
jouent, comme dans I’axone, un role dans le maintien de 1’architecture de la dendrite et dans
le transport de vésicules « cargos » d’une extrémité a ’autre du neurone (Conde et Caceres,
2009). Au niveau des épines dendritiques ou compartiments post-synaptiques, le réle des
microtubules a été trés peu étudié, puisque les techniques de microscopies classiques a
fluorescence ou électroniques n’ont pu pendant longtemps détecter leur présence dans ce
compartiment (Kaech et al., 2001 ; Halpain et al., 2005). Cependant, des études récentes ont
révélé la présence transitoire de microtubules dynamiques dans les épines dendritiques de
neurones matures (Gu et al., 2008 ; Hu et al., 2008 ; Jaworski et al., 2009), présence fortement
augmentée lorsque le neurone est activé (Hu et al., 2008 ; Kapitein et al., 2010). Par ailleurs,
I’inhibition spécifique des propriétés dynamiques des microtubules conduit a une réduction du
nombre d’épines dendritiques dans les neurones en culture (Jaworski et al., 2009). Une fois
dans 1’épine, les microtubules moduleraient directement 1’organisation du cytosquelette
d’actine, via notamment la +TIP EB3, influengant ainsi la morphologie et I’activité de 1’épine.
L’ensemble de ces résultats montre que I’architecture et la fonction des synapses sont
hautement dépendantes des microtubules et de leur interaction avec 1’actine (voir partie 3 pour
plus de détails). Une hypothése récente pour expliquer I’entrée des microtubules dans les
épines dendritiques est qu’il existerait de petits microtubules circulant librement dans les
dendrites et dans 1’axone et que, lors de I’activation du neurone, ces petits microtubules
pourraient étre directement transportés dans les épines pour apporter du matériel nécessaire a

’activité de la synapse (Dent et Baas, 2014).

Il semblerait que tous les microtubules qui pénétrent dans les épines dendritiques aient
leur extrémité (+) tournée vers la téte de 1’épine (Jaworski et al., 2009). Par conséquent,
I’entrée des microtubules dans les épines pourrait faciliter le ciblage a la membrane post-

synaptique de vésicules associées a des moteurs moléculaires dirigés vers le bout (+). Ces
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vésicules peuvent contenir des récepteurs aux neurotransmetteurs, des canaux ioniques, des
protéines de signalisation ou des ARNm. Cependant, le transport de vésicules par les
microtubules n’a pas encore pu étre visualisé directement dans les épines. Il est également
possible que certains moteurs moléculaires destinés a aller aux épines aient plus d’affinité
pour les microtubules tyrosinés et dynamiques, permettant ainsi [’adressage spécifique de
vésicules aux épines (Hammond et al., 2008). Des changements dans la stabilité¢ des
microtubules, concomitants avec des changements dans leurs modifications post-
traductionnelles auraient donc le potentiel d’établir des voies spécifiques de transport entre le

corps de la dendrite et les épines dendritiques.

En conclusion, les microtubules sont des éléments essentiels du cytosquelette dont la
stabilisation, la fragmentation, le transport et D’instabilit¢ dynamique soutiennent les
changements morphologiques du neurone durant son développement et sa vie adulte. Leurs
propriétés structurales et dynamiques sont finement régulées par les MAPs. Ils ne sont
cependant pas les seuls responsables de ces changements morphologiques, puisque le
cytosquelette d’actine a également une place essentielle dans les phénomeénes d’axogenése et

d’activité de la synapse.

2. Role et organisation de ’actine dans le neurone

Dans les neurones, 1’actine est impliquée dans la polarisation neuronale, 1’élongation
des neurites et la stabilisation et le remodelage de la structure des épines dendritiques.
L’actine filamenteuse peut exister sous forme de filaments individuels mais, la plupart du
temps, les filaments d’actine sont organisés en réseau, facilitant les changements rapides de

forme de la cellule ou la résistance a des contraintes mécaniques.

a) Role de I’actine dans le cone de croissance

Dans le cone de croissance, le réseau d’actine est sous forme d’un réseau dense en
maillage dans le lamellipode et sous forme de faisceaux d’actine au sein des filopodes. Dans
ces deux structures, les filaments d’actine sont majoritairement orientés avec leur extrémité
barbée vers la membrane et leur extrémité pointue vers le centre du cone de croissance (Lewis
et Bridgeman, 1992). L’actine se trouve principalement dans les zones P et T du cone de
croissance mais peut également adopter une structure contractile en arc au niveau de la zone

T, perpendiculaire aux filopodes (Figure 23).
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Le remodelage de 1’actine dans le cone de croissance se fait en fonction des signaux
chimiques se trouvant dans I’environnement de 1’axone. Il a ét¢ montré que la polymérisation
de l’actine induit la protrusion des filopodes et des lamellipodes nécessaire a I’avancée du
cone de croissance. Lorsque les neurones sont exposés a de la cytochalasine B, agent
dépolymérisant les filaments d’actine, il y a rétraction des filopodes et arrét de la croissance
axonale (Yamada et al., 1970). Cependant, des ¢études ultérieures ont montré que la
dépolymérisation des filaments d’actine n’inhibait pas totalement I’extension de 1’axone mais
avait surtout des conséquences sur son orientation (Lafont et al., 1993 ; Dent et Kalil, 2001).
L’actine est donc essentielle pour maintenir la forme du cone de croissance et pour sa

croissance orientée.

I1 existe plus de vingt protéines qui s’associent a I’actine-G ou a I’actine-F dans le
cone de croissance et qui pourraient donc potentiellement réguler les propriétés structurales et
dynamiques de I’actine. Parmi elles, on trouve le complexe ADF/cofiline, fortement présent
dans les zones T et C, avec un rdle dans la fragmentation et le recyclage des filaments
d’actine. On trouve également 1’a-actinine et la fascine, réparties dans la totalité du cone avec
un rdle dans la formation des faisceaux ; le complexe Arp2/3 dans les zones T et C, impliqué
dans la nucléation des filaments d’actine ; le complexe Ena/VASP concentré a I’extrémité des
filopodes et qui inhibe 1’action des protéines de coiffe ; la filamine qui est présente dans tout
le cone de croissance et permet de stabiliser les filaments d’actine ; et la vinculine, présente de
fagon ponctuelle et permettant 1’ancrage de ’actine a la membrane. Il existe d’autres ABPs
observées dans le cone de croissance mais dont les fonctions sur 1’actine ne sont pas encore

claires (pour revue : Dent et Gertler, 2003 ; Pak et al., 2008).

b) Role de I’actine dans la synapse

Les filaments d’actine sont trés abondants dans les synapses. Au niveau pré-
synaptique, les filaments d’actine sont impliqués dans le maintien et la régulation des
vésicules synaptiques contenant les neurotransmetteurs, et dans 1’exocytose. Il existe trois
ensembles de vésicules différents : les vésicules de réserve, les vésicules qui vont fusionner
avec la membrane pré-synaptique au niveau de la zone active de la synapse, et les vésicules a
recycler. Les filaments d’actine permettent de bien positionner ces trois catégories de
vésicules. C’est en effet la dynamique des filaments d’actine qui va déterminer la place des
vésicules, en les faisant circuler ou en les maintenant immobiles (Dillon et Goda, 2005)

(Figure 24). L’actine peut s’associer directement a des protéines synaptiques, comme la
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synapsine, qui sont fixées a la surface des vésicules de réserve et permettent leur maintien
dans le compartiment pré-synaptique (Greengard et al., 1994). L’induction de D’activité
neuronale entraine la phosphorylation de la synapsine, ce qui déstabilise son interaction avec
I’actine et libére les vésicules de réserve qui peuvent alors cheminer vers la zone active (Chi

etal., 2001).

Dans 1’épine dendritique, ’actine se présente sous la forme de faisceaux (ou cables)
d’actine au niveau du cou de 1’épine et sous forme de réseau branché dans la téte de 1’épine
(Landis et Reese, 1983). L’actine est particulierement enrichie a proximité de la densité post-
synaptique ou elle joue un rdle important dans 1’ancrage des récepteurs a la membrane. Elle
interagit en effet avec de nombreuses protéines d’échafaudage, comme PSD-95 (Post-
Synaptic Density-95) (Kuriu et al., 2006). L’actine est également impliquée dans la
formation, la stabilisation et la motilité des épines dendritiques (Fischer et al., 1998 ; Schubert

et al., 2006 ; Sekino et al., 2007).

dendrite ¢ - M 4
v S .
4 Zone active m Récepteurs aux M Densité post-synaptique
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@ vésicule synaptique /8989 Actine GIF

Figure 24. Organisation du cytosquelette d’actine dans la synapse. L’épine dendritique forme,
avec le bouton axonal, une synapse. Dans le bouton pré-synaptique, les vésicules synaptiques sont
associées a I’actine. Les filaments d’actine entourent le pool de réserve des vésicules (PR) et agissent
comme une cage pour le maintenir a sa position. L’actine est également présente dans la zone active
qui contient les vésicules destinées a étre libérées, appartenant au pool de vésicules exocytées (PE).
L’¢épine dendritique se compose d’un cou et d’une téte. Au sein du cou de I’épine, le réseau d’actine
est trés condensé sous forme de cables. Au niveau de la téte de 1’épine, les filaments d’actine sont plus
dispersés et sont en contact avec la densité post-synaptique, une région riche en protéines importantes
pour le fonctionnement de la synapse, comme les récepteurs aux neurotransmetteurs, les canaux
ioniques, et des protéines de signalisation (d’apres Dillon et Goda, 2005).
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I a ét¢ montré qu’une stimulation du neurone a long terme provoque une
augmentation de la taille de la téte de I’épine, alors qu’une dépression a long terme va induire
un rétrécissement de 1’épine (Okamoto et al., 2004). Plus la téte de 1’épine est grande, plus
I’efficacité synaptique est importante (Matus et al., 2005 ; Kopec et al., 2006 ; Cingolani et
Goda, 2008). Ces changements morphologiques sont a 1’origine de la plasticité synaptique des
neurones, qui permet un renforcement durable ou une perte de la capacité d’une synapse a
répondre a un signal donné. On sait maintenant que la structure des épines dendritiques est
déterminée par I’organisation du réseau d’actine et que les changements de morphologie et de
motilit¢ des ¢épines dendritiques sont associés au cycle de polymérisation et de
dépolymérisation du réseau d’actine (Matus, 2000 ; Cingolani et Goda, 2008). Ainsi,
I’addition de cytochalasine D, agent de dépolymérisation de I’actine, bloque les mouvements
des épines et empéche leurs modifications morphologiques (Fischer et al., 1998). Le
phénomene d’élargissement de I’épine lors d’une activation du neurone est donc di a une
augmentation de la polymérisation de 1’actine, qui est le plus souvent sous le controle des

protéines GTPases (Rho, Rac ou Cdc42) (Cingolani et Goda, 2008).

c¢) Organisation et réle de 1’actine dans I’axone

Une étude récente a montré, grace a une technique de microscopie a haute résolution
(3D-STORM, pour 3 Dimensional-Stochastic Optical Reconstruction Microscopy), que
’actine pouvait adopter une organisation particuliere au niveau du corps de 1’axone. En effet,
elle formerait des anneaux isolés épousant la circonférence de 1’axone, espacés de fagon
réguliere tout le long de I’axone (Xu et al., 2013). Cette structure périodique, présente a la fois
dans les neurones en développement et matures, n’a pas été observée dans les dendrites. La
périodicité de ces anneaux serait d’environ 190 nm. L’étude a également montré que les
anneaux d’actine seraient reliés entre eux par la spectrine, une protéine tétramérique fibreuse
tapissant la membrane plasmique. De plus, les anneaux d’actine co-localisent avec 1’adducine,
une protéine de coiffe se liant a I’extrémité barbée des filaments d’actine et facilitant la liaison
de I’actine avec la spectrine. Le marquage de I’adducine suit celui des anneaux d’actine sur
toute leur circonférence (Figure 25). Il semblerait donc que les anneaux soient formés de
petits filaments mis bout a bout et non d’un filament unique. L’axone contiendrait également
de longs filaments d’actine s’étendant sur toute la longueur de 1’axone mais avec une structure
moins réguliére que celle des anneaux et moins reproductible entre les neurones. Ces longs
filaments seraient en effet trouvés dans des axones particulierement épais. Les auteurs de cette

étude proposent un role des anneaux d’actine dans le maintien de la structure longue et fine de
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I’axone, en servant, avec la spectrine, de support mécanique a la membrane de I’axone. Ces
anneaux pourraient également réguler la périodicité de certaines protéines membranaires,
comme par exemple les canaux sodiques, importants pour la génération des potentiels

d’action.

Spectrine

e S

Actine adducine

Figure 25. Organisation du réseau d’actine dans ’axone. (A) Immunomarquages de 1’actine (en
vert), la spectrine (en violet ou vert) et ’adducine (en violet) dans I’axone d’un neurone hippocampal
de rat. (B) Mode¢le de I’organisation de I’actine dans 1’axone. De petits filaments d’actine (en vert),
coiffés par 1’adducine (en bleu) a une de leurs extrémités, s’organisent en anneaux qui suivent la
circonférence de I’axone. La spectrine (en violet) connecte les anneaux adjacents d’actine/adducine le
long de I’axone avec une périodicité d’environ 190 nm (d’aprés Xu et al., 2013).

3. Importance des interactions entre microtubules et actine dans le neurone

On a vu précédemment que des études récentes soulignaient le role des microtubules
dans les processus dynamiques des neurones, comme la migration du cone de croissance ou
les changements morphologiques des épines dendritiques. On sait depuis peu que ces
phénomenes se font en coopération avec 1’actine, les microtubules étant capables d’influencer
directement 1’organisation et la dynamique du réseau d’actine (pour revue : Hoogenrad et

Akhmanova, 2010 ; Gordon-Weeks et Fournier, 2014 ; Kapitein et Hoogenrad, 2015).
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a) Roéle de I’interaction entre microtubules et actine dans la morphogenése
neuronale

La coordination des cytosquelettes de microtubules et d’actine est nécessaire aux trois
étapes de 1’¢longation axonale : la protrusion, I’engorgement et la consolidation (Goldberg et
Burmeister, 1986 ; pour revue : Dent et Gertler, 2003) (Figure 26). La protrusion correspond a
I’extension des lamellipodes et des filopodes due a la polymérisation des filaments d’actine.
Ce remodelage du réseau d’actine serait sous controle des microtubules dont la
polymérisation stimule 1’activation de Racl, un facteur promouvant 1’assemblage de 1’actine
(Wittmann et al., 2003). Durant cette phase, certains microtubules sont également transportés
du domaine P vers le domaine C du cone de croissance par couplage avec le flux rétrograde
d’actine (Schaefer et al., 2002), ce qui permet un renouvellement continuel du cytosquelette
microtubulaire. Ensuite, au cours de la phase d’engorgement, les microtubules individuels
s’allongent et envahissent les protrusions, en suivant les cables d’actine dans les filopodes
avec lesquels ils interagissent de facon stable (Kabir et al., 2001 ; Schaefer et al., 2002), et
transportent avec eux des vésicules membranaires et des organelles (mitochondries, réticulum
endosplasmique). Cette interaction microtubules/actine a été mise en évidence a ’aide de
drogues désorganisant les faisceaux d’actine et inhibant ainsi 1’entrée des microtubules dans
les filopodes (Zhou et al., 2002), et a également été directement visualisée par fluorescence
(Schaefer et al., 2002 ; Schaefer et al., 2008). L’ association et 1’alignement des microtubules
avec I’actine dans les filopodes sont stabilisés dans la direction d’¢longation grace a la capture
des extrémités des microtubules par des protéines liées a 1’actine (Gordon-Weeks, 1991 ;
Gundersen, 2002). Les protéines candidates impliquées dans cette capture et dans
I’association latérale des microtubules avec les filaments d’actine sont décrites ci-dessous
(paragraphe c). En parall¢le, les microtubules du domaine central avancent dans le domaine
de transition, guidés par les arcs d’actine (Lowery et Van Vactor, 2009). Finalement, la
consolidation de I’axone intervient lorsque la partie proximale du cone de croissance adopte
une forme cylindrique et que les microtubules s’organisent en faisceaux. A ce stade, les
filaments d’actine de la périphérie du cone de croissance dépolymérisent, permettant a la

membrane de se refermer sur les faisceaux de microtubules.

Le branchement axonal dépend aussi des interactions entre microtubules et actine,
puisque la dépolymérisation d’un des polymeéres diminue le nombre et la longueur des

branches de I’axone (Dent et Kalil, 2001).
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D’autre part, on peut noter que les filaments d’actine du cone de croissance de 1’axone
sont plus dynamiques et moins stables que ceux des cones de croissance au bout des futures
dendrites. Cette différence permettrait la protrusion sélective des microtubules, du domaine
central vers le domaine périphérique, uniquement dans le cone de croissance de 1’axone. Ceci
serait dii au fait que les microtubules s’engorgeraient plus facilement dans les filopodes si le
réseau d’actine qui les précede est plus lache (Bradke et Dotti, 1999). Ce phénomeéne

constitue donc un autre ¢lément participant a la différenciation neuronale.

Rencontre avec Protrusion Engorgement Consolidation

le substrat % Extension desfilopodes * -Avan cée du domaine C sk Formation d'un nouveau
-Stabilisation desinteractions

MTsfactine dans les filopodes

fragment axonal

~ Microtubules (MTs) D ZoneC
— F-actine D ZoneT
Substrat | | ZoneP

Figure 26. Coordination des microtubules et de I’actine dans les différentes phases de
I’élongation axonale. Ce processus a lieu quand le bout de 1’axone rencontre des substances
attractives ou répulsives. Trois étapes dans la croissance de I’axone ont ét¢ décrites. Durant la phase de
protrusion, il y a extension rapide des lamellipodes et des filopodes. Ces extensions sont composées
d’un réseau d’actine sous forme de mailles et de faisceaux. Ensuite, il y a engorgement quand les
microtubules s’avancent dans la zone centrale du cone de croissance, pénétrent dans les filopodes et y
amenent des vésicules membranaires et des organelles. La derniére étape est la consolidation, qui
correspond a la mise en faisceaux des microtubules, a une dépolymérisation importante d’actine au
niveau du cou du cone de croissance et a la formation d’une nouvelle structure cylindrique (d’apres
Lowery et Van Vactor, 2009).
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b) Roéle de [Dinteraction entre microtubules et actine dans les épines
dendritiques

Comme dans les cones de croissance des neurones en développement, la dynamique
de I’actine joue un réle fondamental dans la formation, le maintien, 1’activité et la plasticité
des épines dendritiques (Tada et Sheng, 2006). Pendant longtemps, on a pensé que les
microtubules étaient restreints a la partie principale de la dendrite et étaient absents des épines
dendritiques. Récemment, par imagerie directe des microtubules et de +TIPs dans des
neurones matures d’hippocampe, il a ét¢ découvert qu'une population de microtubules trés
dynamiques pouvait entrer transitoirement dans les épines en partant du corps de la dendrite et
remodeler 1’actine (Hu et al., 2008 ; Jaworski et al., 2009) (Figure 27). Cela suggere que les
neurones matures pourraient utiliser les propriétés dynamiques des microtubules pour garder
les épines dendritiques plastiques et leur permettre de réagir rapidement aux stimulations du
neurone. On sait que la +TIP EB3 est un régulateur majeur de la plasticité synaptique car elle
influence, grace a son association avec des facteurs de liaison a l’actine (comme la
cortactine), la dynamique de 1’actine au sein de 1’épine dendritique (Jaworski et al., 2009). La
caractérisation des autres +TIPs et effecteurs impliqués dans la coordination
microtubules/actine au sein des épines est un domaine d’étude en émergence et sera détaillée

dans le paragraphe suivant.

On ne connait pas encore les mécanismes par lesquels les microtubules entrent dans
les épines. Il est possible que les microtubules soient guidés par d’autres microtubules
préexistants dans 1’épine ou par les filaments d’actine. En effet, les microtubules pourraient
étre guidés par les faisceaux d’actine présents au niveau du cou des épines, comme les
microtubules du cone de croissance sont dirigés par les cables d’actine au niveau des
filopodes. La densité post-synaptique (amas de protéines associées a la membrane post-
synaptique) est également connue pour servir d’ancrage aux faisceaux d’actine, pouvant
permettre aux microtubules de se hisser jusqu’a elle (Sheng et Hoogenraad, 2007). De plus,
I’interaction entre des +TIPs ou des moteurs moléculaires spécifiques des microtubules et des
protéines structurant 1’actine des épines pourrait permettre de maintenir les microtubules au

sein des épines (Kneussel et Loebrich, 2007 ; Schlager et Hoogenraad, 2009).

En conclusion, les réarrangements de [’actine sont importants pour modifier la
structure de la synapse localement, notamment au cours des processus de plasticité

synaptique. L’entrée des microtubules dans les épines fournit un mécanisme expliquant
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pourquoi les synapses peuvent rester stables sur une longue période, tout en restant prétes a
étre restructurées. Le caractere rapide et transitoire de la présence des microtubules, sous le
contrle notamment des MAPs, permettrait en effet a 1’épine dendritique d’adapter

rapidement sa morphologie aux conditions environnantes du neurone.
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sort de I'épine

Figure 27. Entrée transitoire des microtubules dans les épines dendritiques. (A) Suivi au cours du
temps de ’entrée de EB3-GFP dans les épines de neurones en culture. Un microtubule s’allonge dans
I’épine puis se rétracte et sort de 1’épine. Barre d’échelle : 1 um (tiré de Jaworski et al., 2009). (B)
Mode¢le montrant un microtubule polymérisant et dépolymérisant au sein d’une épine (d’aprés Dent et
al., 2011).

c) Effecteurs connus et potentiels de ’interaction entre microtubules et actine
dans les neurones

Un des challenges actuels est d’identifier les protéines impliquées dans la polarité
neuronale et 1’activité synaptique qui établissent un lien entre les microtubules et les filaments

d’actine.

On peut distinguer deux types d’interactions entre les microtubules et 1’actine : les

interactions de régulation et les interactions structurales. Les interactions de régulation sont

60



celles avec lesquelles chaque systéme contrdle I’autre systeme de facon indirecte, via des
cascades de signalisation. La famille des Rho GTPases joue un rdle central dans ces voies de
signalisation. Elles sont capables de réguler a la fois les microtubules et I’actine (Wittmann et
Waterman-Storer, 2001). Par exemple, un membre de cette famille, RhoA, induit la formation
de structures contractiles d’actine, comme les fibres de stress (Etienne-Manneville et Hall
2002), et, en méme temps, promeut la stabilisation des microtubules détyrosinés (Cook et al.,
1998). Deux facteurs sont connus pour fonctionner en aval de RhoA : la kinase Rho, qui
augmente la phosphorylation de la chaine légére de la myosine-2 et permet ainsi la
contractilité¢ de 1’actine (Ridley, 2001), et la formine mDia, qui promeut 1’assemblage des
filaments d’actine et leur organisation en faisceaux (Pruyne et al., 2002) et régule aussi la
stabilisation des microtubules (Palazzo et al., 2001). De la méme fagon, I’activité de Racl
régule a la fois la polymérisation de 1’actine et des microtubules, et joue un role dans la
protrusion des lamellipodes (Wittmann et al., 2003). Racl controle 1’actine via le complexe
protéique Scar/WASP qui active Arp2/3, et via la kinase Pakl qui est impliquée dans la
phosphorylation du complexe ADF/cofiline. Racl régule donc la structure du réseau d’actine
et le recyclage de I’actine au niveau des lamellipodes (Ridley, 2001 ; Small et al., 2002 ;
Wittmann et al., 2003). Quand Pak]1 est activée, elle stimule également la polymérisation des
microtubules, probablement en inhibant Opl8/stathmine, protéine qui déstabilise les
microtubules (Daub et al., 2001). L’activité des protéines Rho GTPases est elle-méme régulée
en amont par les microtubules et I’actine. En effet, le désassemblage des microtubules ou des
filaments d’actine active RhoA (Ren et al., 1999), alors que 1’assemblage des microtubules
active Racl (Waterman-Storer et al., 1999) (Figure 28A). La dépolymérisation des
microtubules pourrait libérer un facteur échangeur de GTP li¢ aux microtubules (GEF, pour
Guanine nucleotide- Exchange Factor), GEF-H1. Ce facteur permettrait d’activer localement
la protéine RhoA en remplacant son GDP par une molécule de GTP (Krendel et al., 2002). Le

mécanisme par lequel la polymérisation des microtubules active Racl est inconnu.
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Figure 28. Interactions de régulation ou structurales en les microtubules et I’actine. (A) Les Rho
GTPases et les filaments du cytosquelette peuvent se réguler mutuellement. L’état de polymérisation
des microtubules a une influence via ces protéines sur 1’état du réseau d’actine. (B) Des interactions
statiques ou dynamiques peuvent s’établir entre les microtubules (en vert) et les filaments d’actine (en
rouge). L’interaction n°l montre une protéine qui posséde a la fois un domaine de liaison aux
microtubules et un domaine de liaison a ’actine, et peut représenter un « pont » statique entre les deux
polymeres. L’interaction n°2 montre un complexe entre un moteur qui se lie a I’actine, par exemple la
myosine V (en bleu), et un moteur qui se lie aux microtubules, par exemple une kinésine (en orange).
L’interaction n°3 montre un complexe entre une protéine motrice, comme la myosine VI (en jaune), et
une protéine qui se lie aux microtubules, comme CLIP-190 (en rose). D’apres Rodriguez et al., 2003.

Les interactions structurales sont celles qui lient physiquement les microtubules et
’actine (Figure 28B). On peut distinguer des interactions structurales statiques et dynamiques.
Les interactions statiques peuvent étre établies par des complexes entre microtubules et actine,
ou par des protéines individuelles qui possedent au moins un site de liaison a I’actine et au
moins un site de liaison aux microtubules. S’il s’agit d’une interaction dynamique, les deux
polymeéres bougent 1’un par rapport a ’autre. Ce type d’interaction peut faire intervenir des

protéines motrices se liant aux microtubules ou a I’actine.
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Un enjeu a I’heure actuelle est d’identifier ces liens structuraux entre microtubules et
actine. Plusieurs protéines candidates contiennent des domaines pouvant se lier aux
microtubules et a D’actine, les deux présentant souvent une forte homologie entre eux
(Rodriguez et al., 2003 ; Dehmelt et Halpain, 2004). Pour la plupart des protéines suspectées,
une analyse rigoureuse sur leur capacité a lier les microtubules et I’actine simultanément n’a
pas été menée. Un obstacle vient du fait que de telles interactions sont difficiles a visualiser
dans les cellules, sans doute en raison de leur caractére transitoire et dynamique. De plus,
dans les zones d’intérét telles que le cone de croissance ou les épines dendritiques, les réseaux
de microtubules et d’actine sont trés denses et il est donc difficile de différencier un co-
alignement spécifique d’un co-alignement aléatoire. Une preuve de I’interaction structurale
entre microtubules et actine in vivo vient d’études d’imagerie dans les cellules, qui révélent le
transport simultané de microtubules et de filaments d’actine a la méme vitesse et suivant la
méme trajectoire, impliquant I’existence de liens stables entre les deux types de filaments
(Salmon et al., 2002 ; Schaefer et al., 2002 ; Mandato et Bement, 2003). Ce co-transport de
microtubules et d’actine a également été mis en évidence in vitro, dans un systéme ou des
moteurs moléculaires liant les microtubules étaient attachés a la lame. Les microtubules se
déplagant sur la lame transportaient avec eux des faisceaux d’actine en présence de facteurs

cytosoliques (Waterman-Storer et al., 2000).

Dans les neurones, certaines des protéines candidates pouvant établir un lien structural
entre microtubules et actine sont les MAPs structurales comme MAP2C, tau, ou la
doublecortine (Cunningham et al., 1997 ; Ozer et Halpain, 2000 ; Dehmelt et Halpain, 2004)
(voir Figure 29 pour plus d’exemples). En effet, elles sont toutes capables de se lier a I’actine
et aux microtubules séparément (voir partie I/1.e) de cette introduction). Il y a plus de trente
ans, Griffith et Pollard proposaient que MAP2 et tau pouvaient établir un lien entre les
microtubules et I’actine in vitro (Griffith et Pollard, 1982), mais I’activité de ces deux
protéines dans cette double interaction n’a pas pu étre clairement démontrée. MAP2C se lie a
I’actine in vitro (Roger et al., 2004) et des études en cellules montrent que sa phosphorylation
permet de réguler sa localisation différentielle sur les microtubules et sur 1’actine (Ozer et
Halpain, 2000). L’isoforme MAP2A serait également capable de se lier aux filaments d’actine
par les mémes domaines que ceux interagissant avec les microtubules (Sattilaro, 1986).
MAPIA a également ét¢ montrée comme interagissant avec 1’actine-G et l’actine-F et
organisant les filaments d’actine en faisceaux in vitro (Pedrotti et al., 1994a ; Pedrotti et al.,

1994b). Une étude suggere qu’elle pourrait lier les microtubules et I’actine en méme temps
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(Asai et al., 1985). MAP1B, sous sa forme non phosphorylée, s’associe également a I’actine
polymérisée (Pedrotti et Islam, 1996). La protéine tau est également capable d’interagir
directement avec les filaments d’actine, bien que cette propriété ait été controversée (Roger et
al., 2004), et a été montrée récemment comme se relocalisant dans les épines dendritiques
sous activation neuronale ou elle modulerait ’organisation du cytosquelette d’actine
(Frandemiche et al., 2014). Ainsi, dans I’hypothése ou tau est capable de se lier a la fois aux
microtubules et a I’actine, on peut imaginer qu’elle puisse relier les microtubules le long des
faisceaux d’actine dans les épines. La doublecortine a ét¢ montrée in vitro comme pouvant
¢tablir un lien direct entre les microtubules et les filaments d’actine (Tsukada et al., 2005).
Elle est enrichie aux extrémités des neurites en croissance, et a ét¢é montrée comme impliquée
dans la formation de 1’axone (Friocourt et al., 2003). Par ailleurs, elle interagit avec la
spinophiline, une protéine qui est associée a 1’actine et peut organiser les filaments d’actine en
faisceaux. La spinophiline peut aussi recruter la protéine phosphatase 1 (PP1) au niveau de la
zone de transition du cone de croissance, ou elle va déphosphoryler la doublecortine pour
I’activer (Bielas et al., 2007). Il a été proposé que la doublecortine, la spinophline et PP1
forment un complexe impliqué dans la phase de transition entre les microtubules sous forme
individuels et en faisceaux, et donc impliqué dans la phase de consolidation de la croissance

de ’axone.

La fodrine est une protéine neuronale initialement connue pour organiser les filaments
d’actine en faisceaux (Bennett et al., 1982). Une étude a montré qu’elle pouvait également se
lier aux microtubules et les ordonner en faisceaux (Ishikawa et al., 1983), elle pourrait donc
potentiellement lier a la fois les microtubules et 1’actine. La protéine Caldesmon interagit avec
’actine et une étude a montré que sa forme neuronale se liait aussi aux microtubules in vitro,
pour des concentrations faibles en Ca®" et calmoduline (Ishikawa et al., 1992). Elle pourrait

donc intervenir dans les interactions microtubules/actine dans les neurones.

La famille des spectraplakines joue aussi un rdle important dans la coordination entre
microtubules et actine (Suozzi et al., 2012). Les membres de cette famille, dont
ACF7/MACFI1 (Actin Cross-linker Factor 7/Microtubule and ACtin Cross-linker Factor 1/),
se lient directement aux microtubules et a 1’actine (Leung et al., 1999 ; Kodama et al., 2003).
Elles s’associent a 1’actine via leur domaine N-terminal et posséde un domaine de liaison aux
microtubules au niveau de leur extrémité C-terminale. Les spectraplakines n’ont pas d’effet
direct sur la dynamique des microtubules (Suozzi et al., 2012). Il a également ét¢ montré que

Kakapo/Short stop, I’homologue chez la drosophile de MACEF, est nécessaire a 1’extension de
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I’axone, et que cette fonction dépend de ses domaines de liaison a 1’actine et aux microtubules
(Lee et Kolodziej, 2002). Les auteurs proposent qu’elle établit un lien direct entre les

microtubules et le filment d’actine.

Les +TIPs ont également un role important dans la coordination entre les microtubules
et I’actine (pour revue : Akhmanova et Hoogenraad, 2005 ; Akhmanova et Steinmetz, 2008).
Récemment, il a ét€ montré que la liaison de la drébrine, une protéine associée aux filaments
d’actine, avec EB3 au bout des microtubules est importante pour la neuritogenése (Geraldo et
al., 2008). Des études de migration cellulaire et de guidance axonale révélent que plusieurs
protéines localisées dans le cone de croissance sont impliquées dans des complexes faisant le
lien entre microtubules et actine, comme LIS1, CLASP (Orbit/MAST chez le Xénope), APC
et NAV (Neuron Navigator) (Zhou et al., 2004 ; Lee et al., 2004 ; Kholmanskikh et al., 2006 ;
Martinez-Lopez et al., 2005). Une étude récente a montré que la +TIP NAV1 interagit avec le
GEF de Rho, nommé TRIO, qui permet d’activer la Rho GTPase Racl et réguler la
dynamique de I’actine (van Haren et al., 2014). Ces interactions entre +TIP et GEF permettent
un développement neuritique normal et orienté. La protéine APC est également une candidate
pouvant intervenir dans la coopération entre microtubules et actine, notamment en activant
Racl dans les protrusions cellulaires, ce qui stimulerait la formation des lamellipodes et la
migration cellulaire (Kawasaki et al., 2000 ; Kawasaki et al., 2003). Un autre candidat
intéressant est IQGAP1, qui s’associe a Racl, Cdc42 et a I’actine. CLIP-170 induit son
association avec 1’extrémité (+) des microtubules. L’inhibition de I’interaction entre IQGAPI,
Racl et Cdc42 conduit a une délocalisation de la protrusion des lamellipodes (Fukata et al.,
2002). Les + TIPs permettent donc de former des complexes aux bouts (+) des microtubules

impliqués dans I’interaction avec ’actine.

Au niveau des épines dendritiques, on sait que la +TIP EB3 est un régulateur majeur
de la plasticité synaptique car elle influence la dynamique du réseau d’actine contenue dans
les épines. EB3 est capable de se lier directement a la protéine p140Cap, localisée au niveau
de la densité post-synaptique et inhibiteur de la kinase Src. La p140Cap se lie aussi a la
cortactine, protéine qui active le complexe Arp2/3 et stabilise le réseau branché d’actine dans
les épines. L’interaction entre EB3 et p140Cap doit donc controler la fonction de la cortactine
et réguler la morphologie des épines et la plasticité synaptique (Jaworski et al., 2009). La
taille et D’efficacit¢ des synapses sont donc contrdlées indirectement par ’entrée des

microtubules dans les épines dendritiques.
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Le tableau de la figure 29 fournit une liste non-exhaustive des protéines candidates

permettant une interaction structurale entre les microtubules et I’actine dans les neurones.

Nathke et al, 1996
Kawasaki et al, 2000
Kawasaki et al, 2003
Barth et al, 2002
Mimori-Kiyosue et al,
2000

MAP1A
MAP1B

MAP2A
MAP2C

Tau

DCX

Complexe
MyoVa-
kinésine

Complexe
MyoVI-D-
CLIP190

Aux bouts des
microtubules et le long
des filaments d’actine.

Sur la paroi des
microtubules.

Sur la paroi des
microtubules. La
phosphorylation de
MAP2C lui permet
d’interagir avec I'actine.

Sur la paroi des
microtubules et sur
I'actine.

Le long des microtubules
et de I'actine.

La Myob5a et la kinésine
interagissent en double
hybride chez la levure.

Myo6 et CLIP190 co-
localisent dans le
systeme nerveux des
embryons.

Promeut la polymérisation et la
stabilisation des microtubules. Se lie
a EB1 et a Asef, le GEF de Rac1.
Impliqué dans les interactions entre
les extrémités des microtubules et
I'actine du cortex cellulaire.

Nucléent et stabilisent les
microtubules. MAP1A lie I'actine-G
et organisa les filaments d’actine en
faisceaux. MAP1B se lie a I'actine
polymérisée.

Elles stimulent 'assemblage et la
stabilisation des microtubules.
MAP2A se lie aux filaments
d’actine,

MAP2C organise I'actine en
faisceaux.

Promeut 'assemblage, la
stabilisation et 'organisation en
faisceaux des microtubules.
Interagit avec 'actine.

Stabilise les microtubules. Etablit un
lien direct entre microtubules et
actine in vitro.

Interaction dynamique qui peut faire
glisser un filament par rapport a
l'autre.

Le complexe pourrait établir un lien
dynamique entre microtubules et
actine. Myo6 est impliquée dans le
remodelage de la membrane durant
I'embryogenése et la
spermatogenese.

66

Pedrotti et al, 1994a
Pedrotti et al, 1994b
Pedrotti et Islam, 1996

Satillaro et al, 1986
Ozer et Halpain, 2000
Cunningham et al,
1997

Himmler et al, 1989
Scott et al, 1992
He et al, 2009

Tsukada et al, 2005

Huang et al, 1999

Lantz et Miller, 1998
Hicks et al, 1999



BPAG1a

ACF7/MACF
(Kakapo/short
stop)

Plectine

CLASP

NAV1

LIS1

Fodrine

Caldesmon

Le long et aux bouts
des microtubules et
sur l'actine.

Aux bouts des
microtubules et se
lie a I'actine.

Localisée au niveau
des fibres de stress.

Aux bouts (+) des
microtubules, au
niveau des cones
de croissance.

Aux bouts (+) des
microtubules.

Le long des
microtubules.

Sur l'actine et les
microtubules.

Sur l'actine et les
microtubules.

S’associe a EB1. Posséde des
domaines de liaison aux
microtubules et a I'actine. Réle dans
le maintien de l'intégrité des
neurones.

Réle dans I'avancée de I'axone,
stabilise les microtubules, réle dans
I'interaction microtubules/actine a la
périphérie de la cellule.

Relie les filaments intermédiaires
aux microtubules et a I'actine. Réle
dans la régulation de I'organisation
de l'actine et dans le maintien de
l'intégrité des tissus.

Partenaires potentiels de protéines
remodelant I'actine. La tyrosine
kinase Ableson pourrait étre un
intermédiaire entre CLASP et
I'actine.

Interagit avec TRIO, le GEF de Rho
et module ainsi la structure du
réseau d’actine.

Promeut 'assemblage des
microtubules en réduisant le nombre
de catastrophes. Interagit avec
CLIP-170, active Cdc42 via son
interaction avec IQGAP1, une
protéine structurant I'actine. Cette
interaction permet de maintenir les
bouts (+) des microtubules en
contact avec I'actine, favorisant la
motilité neuronale.

Organise les filaments d’actine en
faisceaux et interagit avec les
microtubules.

Organise I'actine en faisceaux.
Pourrait faire un lien entre
microtubules et actine pour d2e

y
faibles concentrations en Ca et
calmoduline in vitro.

Leung et al, 2002

Leung et al, 2002

Wiche, 1998

Lee et al, 2004

Martinez-Lopez et al,
2005

Van Haren et al, 2009
Van Haren et al, 2014

Sapir et al, 1997
Kholmanskikh et al, 2006

Bennett et al, 1982
Ishikawa et al, 1983

Ishikawa et al, 1992a
Ishikawa et al, 1992b

Figure 29. Protéines neuronales candidates aux interactions structurales entre les

microtubules et les filaments d’actine. Adapté de Rodriguez et al., 2003.
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I1I- Tau, un acteur de ’organisation des microtubules et de I’actine

Tau est une protéine appartenant a la famille des MAPs. Ses fonctions les plus
connues sont de réguler la dynamique des microtubules et de les organiser en faisceaux. Elle a
été¢ découverte en 1975 par Weingarten et Lockwood et a été initialement caractérisée pour
son activit¢ a promouvoir la nucléation des microtubules. Elle est alors décrite comme
« Tubulin Associated Unit ». Chez I’humain, tau est majoritairement exprimée dans les
neurones. Elle joue un rdle essentiel dans le transport axonal et dans la croissance neuritique
durant la différenciation du neurone (Drubin et Kirschner, 1986). Ses fonctions neuronales
semblent toutefois étre redondantes avec celles de MAP1B (Takei et al., 2000), bien que des
neurones en culture de souris invalidées génétiquement pour tau présentent des
prolongements neuritiques plus petits que chez les souris sauvages (Dawson et al., 2001).
Tau est principalement localisée dans le compartiment axonal mais peut également étre
trouvée au niveau somato-dendritique ou dans le noyau (Ittner et al., 2010 ; Morris et al.,
2011 ; Frandemiche et al., 2014). Il apparait depuis quelques années que tau est en fait une
protéine aux multiples fonctions, puisqu’elle peut interagir avec de nombreux éléments de la
cellule autres que les microtubules. De plus, tau joue un role déterminant dans un groupe de
pathologie neurodégénératives appelées tauopathies, dont fait partie la maladie d’Alzheimer.
Depuis 1975, tau a fait I’objet de trés nombreuses études mais les mécanismes qui régissent
son activité sur les microtubules et dans les maladies ne sont pas encore décrits de facon

claire.

1- Epissage, isoformes et structure de tau

Le géne codant pour la protéine tau est situé¢ sur le chromosome 17, au locus 17q21
(Neve et al., 1986). 1l est principalement exprimé dans les neurones mais aussi, de facon
moindre, dans les oligodendrocytes (LoPresti et al., 1995 ; Miiller et al., 1997) et dans certains
tissus périphériques tels que le cceur, les reins, les muscles, les poumons et les testicules (Gu
et al., 1996). L’ARNm du géne de tau comporte 16 exons s’étendant sur 140 kb (Andreadis et
al., 1992). 11 subit un épissage alternatif complexe, régulé au cours du développement et en
fonction du type cellulaire (Goedert et al., 1989 ; Andreadis, 2005). Les exons 1,4, 5,7, 9, 11,
12 et 13 sont exprimés de fagon constitutive. Les exons 2, 3, 4A, 6, 8 et 10 sont soumis a un
épissage alternatif. Les exons -1 et 14 ne sont jamais traduits. Dans le systeme nerveux
central, les exons 4A et 8 sont toujours exclus alors que dans le systétme nerveux

périphérique la traduction de I’exon 4A donne naissance a I’isoforme de tau la plus longue,
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appelée « Big tau » (Georgieff et al., 1993). De fagon intéressante, les microtubules des
neurones contenant cette « Big tau » sont plus espacés au sein des faisceaux (Chen et al.,
1992 ; Frappier et al., 1994). L’exon 6 est traduit dans le systétme nerveux périphérique
uniquement au stade feetal puis seulement dans le cervelet et le prosencéphale adultes et dans
les muscles juvéniles et adultes (Luo et al., 2004). L’inclusion de cet exon 6 permet a un
codon STOP d’étre traduit et conduit a I’expression d’une protéine tronquée ne contenant pas
le domaine de liaison aux microtubules. La présence de cette protéine dans les neurones
inhibe la croissance neuritique. Au niveau feetal, elle agirait comme un agent de retardement
de la nucléation des microtubules (Wei et Andreadis, 1998). Dans le systéme nerveux central
humain, 1’épissage alternatif des exons 2, 3 et 10 donne naissance a six isoformes de tau :
tauON3R (exclusion de I’exon 2 (2-), 3-, 10-), taul N3R (inclusion de I’exon 2 (2+), 3-, 10-),
tau2N3R (2+, 3+, 10-), tauON4R (2-, 3-, 10+), IN4R (2+, 3-, 10+) et tau2N4R (2+, 3+, 10+).
L’inclusion de I’exon 2 est indépendante de celle de I’exon 3, mais pas I’inverse (Andreadis et

al., 1992).

N-terminal C-terminal
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Figure 30. Structure des six isoformes de tau présentes dans le cerveau humain adulte.
L’inclusion ou non des exons 2 et 3 donne naissance aux isoformes dites ON, 1N et 2N. L’inclusion ou
non de ’exon 10 génére 3 ou 4 séquences répétées (R1, R2, R3 et R4), a I’origine des isoformes de tau
dites 3R ou 4R (adapté de Rosenberg et al., 2008).

Ces six isoformes se différencient donc dans leur partie N-terminale par 1’absence ou
la présence d’une ou de deux séquences de 29 aa, appelées « N » (résultant de ’épissage
alternatif des exons 2 et 3), et dans leur partie C-terminale par la présence de trois ou quatre
séquences répétées de 31 ou 32 aa chacune, appelées « R » (résultant de 1’épissage alternatif

de I’exon 10) (Figure 30). L’isoforme la plus courte contient 352 aa (45 kDa) et la plus longue
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441 aa (65 kDa) (Andreadis, 2005). Les six isoformes sont exprimées a 1’age adulte chez
I’homme, mais, au stade feetal, seule I’isoforme tauON3R est exprimée (Goedert et al., 1989).
Les isoformes les plus abondantes dans le cerveau adulte sont taul N4R et taul N3R, avec un

ratio des isoformes 4R sur les isoformes 3R proche de 1 (Goedert et Jakes, 1990).

La protéine tau peut étre décomposée en trois régions principales. Celles-ci possédent
des propriétés chimiques et physiologiques différentes. De plus, en raison des charges de ses
différentes régions, la protéine peut étre considérée comme un dipole (Figure 31). La partie
N-terminale de tau est acide. L’inclusion des exons 2 et 3 renforce ce caractére acide par
I’ajout d’acides glutamiques et aspartiques. Le role de ces inclusions est peu connu. Cette
région présente un point isoélectrique (p.i.) de 4. Elle constitue le domaine de projection de la
protéine qui s’oriente vers 1’extérieur du microtubule et ne s’associe pas aux microtubules
(Hirokawa et al., 1988). Ce domaine pourrait déterminer I’espacement entre les microtubules
adjacents d’un faisceau (Chen et al., 1992). La région centrale contient un domaine riche en
proline (PRD, pour Proline-Rich Domain), divisée en deux sous-domaines : P1 et P2. Le p.i.
de cette région est de 10. Elle contient de nombreux sites de phosphorylation reconnus par
différentes kinases. Le domaine P2 semble étre important pour I’ancrage de la protéine aux
microtubules (Trinczek et al., 1995). La région C-terminale de la protéine est basique, avec un
p.i. autour de 10. Elle comprend le domaine de liaison aux microtubules (MTBD, pour MT
Binding Domain), qui est constitué¢ des 3 ou 4 motifs répétés (« R »). Ces répétitions sont en
fait constituées de 18 aa trés fortement conservés d’un motif a 1’autre (Lee et al., 1988 ;
Himmler et al 1989), et de séquences « inter-repeat » de 13 ou 14 aa faiblement conservées
situées a la fin de chaque répétition. A la fin du MTBD, on trouve également une région
appelée « pseudo-repeat » ou « R’ », présentant une homologie avec les autres domaines R.
R’ serait impliquée, comme P2, dans 1’ancrage de tau aux microtubules. Pour finir, tau est
constituée d’une queue C-terminale, plutdt acide (p.i.=5,8). Les séquences répétées R1, R2,
R3 et R4 de la protéine tau présentent une forte homologie avec celles d’autres MAPs, comme
MAP2 et MAP4 (Dehmelt et Halpain, 2005). Elles ont un réle primordial dans I’activité de

tau sur les microtubules.
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Figure 31. Structure primaire de I’isoforme tau2N4R. Le domaine de projection de tau se compose
d’une région N-terminale acide et de la partie P1 du domaine riche en proline (PRD). Le domaine de
liaison aux microtubules est basique et est constitué¢ de la partie P2 du PRD, des motifs répétés, et de
R’. Les inter-repeats sont représentées en orange. Adapté de Rosenberg et al., 2008.

2. Structure de tau en solution

Du fait de sa forte composition en acides aminés polaires ou chargés, tau présente un
caractere trés hydrophile qui en fait une protéine trés soluble. De plus, elle est thermostable et
résiste aux acides (Cleveland et al., 1977). Des travaux de résonance magnétique nucléaire
(RMN), de diffusion des rayons X aux petits angles (SAXS) et de dichroisme circulaire
révelent que tau adopte une structure non repliée en solution, alors que la plupart des
protéines sont compactes dans ces conditions (Cleveland et al., 1977 ; Schweers et al., 1994 ;
Mylonas et al., 2008 ; Mukrasch et al., 2009). Pour comparaison, le rayon de giration de tau
est de ’ordre de 5-6 nm alors qu’il n’excéde pas 2 nm pour une protéine globulaire (Mylonas
et al., 2008). On peut penser que cette caractéristique pourrait lui permettre d’interagir avec
plusieurs partenaires protéiques en méme temps. Par ailleurs, cette configuration étendue
explique que tau soit anormalement retardée quand elle migre sur des gels SDS-PAGE (Lee et
al., 1988 ; Lichtenberg et al., 1988). Tau est donc une protéine a conformation variable.

Cependant, des études en RMN ont révélé qu’elle comporterait quelques structures
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secondaires transitoires (Eliezer et al., 2005 ; Mukrasch et al., 2005). En effet, tau posséde
deux hexapeptides, au début des répétitions R2 et R3, capables de s’arranger en feuillet {3 :
BYQIINK® et *°VQIVYK?'? (Mukrasch et al., 2005). Ces motifs sont responsables de
I’agrégation de tau sous forme de filaments (ou « PHFs », pour Paired Helical Filaments) dans
la maladie d’Alzheimer, et sont appelés PHF6* et PHF6 respectivement (von Bergen et al.,
2000). Des études par transfert d’énergie de fluorescence par résonance (FRET, pour
Fluorescence Resonance Energy Transfer) ont également été menées pour examiner la
proximité des différents domaines de tau et leur flexibilité¢ (Jeganathan et al., 2006). Les
résultats indiquent que la queue C-ter de tau serait proche du centre du MTBD, alors que le
domaine N-ter en serait ¢loigné, mais que les domaines N-ter et C-ter seraient & proximité
I’un de I’autre. Ils en déduisent une compaction de tau en forme de « trombone », résultant de
la juxtaposition des domaines N-ter et C-ter (Figure 32). Une étude plus récente par RMN
confirme ces résultats et montre 1’existence de contacts transitoires entre les extrémités N- et

C-terminales de tau et le MTBD (Mukrasch et al., 2009).

Figure 32. Modéle de I’organisation spatiale de tau en solution. Tau se replierait en formant une
structure en trombone, dans laquelle le domaine N-terminal recouvrerait le domaine C-terminal, ce
dernier se trouvant a proximité des répétitions du domaine de liaison aux microtubules. Les distances
approximatives entre les résidus testés par FRET sont indiquées (adapté de Jeganathan et al., 2006).

3. Sites d’interaction et structure de tau sur les microtubules

Les motifs répétés et les régions flanquantes constituant le MTBD ont largement été
¢tudiés pour leur role dans la liaison de tau aux microtubules. Tau interagit avec les

microtubules via ses 3 ou 4 motifs répétés par I’intermédiaire des 18 aa conservés. De part et
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d’autre de ces motifs répétés, la région riche en proline P2 et le domaine R’ ont été également
¢été identifiés comme des €léments clés de la liaison de tau aux microtubules (Trinczek et al.,
1995 ; Goode et al., 1997 ; Mukrasch et al., 2005 ; Mukrasch et al., 2007 ; Mukrasch et al.,
2009). Le modele dit « en machoire » (« jaws » model) propose que les domaines répétés
permettraient I’activité catalytique de tau sur le microtubule et que les régions flanquantes P2
et R’ constitueraient les régions d’ancrage initial de la MAP (Gustke et al., 1994 ; Goode et al
1997 ; Mukrasch et al., 2007 ; Sillen et al., 2007) mais ne stabiliseraient pas les polymeres
(Preuss et al 1995). Il existe également un autre modele, le « core model » (Goode et
Feinstein, 1994 ; Goode et al., 2000), dans lequel tau se lierait directement au microtubule via
les répétitions (principalement les deux premicres) et les zones flanquantes joueraient
uniquement un réle régulateur « isoforme-dépendant ». Des études récentes en RMN sur la
protéine tau entieére ou des fragments en présence de microtubules ont permis d’identifier les
acides aminés (« hot spots ») directement impliqués dans la liaison de tau aux microtubules :
168-185 (dans le P1), 224-253 (dans le P2), 245-253 (début du R1), 269-284 (début du R2),
300-313 (début du R3), 375-398 (R’) (Kadavath et al., 2015a et b ; Mukrasch et al., 2009)
(Figure 33A). Ces régions de forte affinit¢ pour les microtubules sont séparées par des
séquences peu structurées qui ont une affinité moindre pour les microtubules et peuvent
expliquer la conformation flexible de tau (Butner et Kirschner, 1991 ; Trinczek et al., 1995 ;
Mukrasch et al., 2005). De fagon importante, Kadavath et al (2015b) ont révélé que les deux
hexapeptides localisés au début de R2 et de R3 et impliqués dans la formation de feuillets 3
s’ancreraient trés fortement dans la paroi des microtubules et serviraient de pivots au reste de
la protéine (Mukrasch et al., 2005 ; Mukrasch et al., 2009). Chaque hexapeptide, entouré¢ par
quelques acides aminés, adopterait une configuration en épingle a cheveux qui agirait comme
un « crochet » se fixant dans une poche entre les dimeres de tubuline et permettant ainsi
d’ancrer tau aux microtubules (Kadavath et al., 2015b) (Figure 33B). Par ailleurs, les résidus
concernés par cette conformation en épingle a cheveux sont importants pour I’agrégation
pathologique de tau (Mukrasch et al., 2005). Ces résultats montrent donc que lorsque tau est
liée aux microtubules, les résidus nécessaires a 1’agrégation pathologique de tau sont
stabilisés dans une conformation qui doit étre déstabilisée pour pouvoir initier la formation de

feuillets p.
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Figure 33. Interaction de tau avec les microtubules. (A) Rapports de signal d’intensit¢é de RMN
entre les signaux observés lorsque tau est incubé avec les microtubules par rapport a son état libre. Les
régions interagissant fortement avec les microtubules (« hot spots ») sont représentées en bleu (d’apres
Mukrasch et al., 2009). (B) Structures formées au sein des motifs répétés lorsque tau est liée aux
microtubules. Conformation des résidus 269-284 (a gauche) et 300-311 (a droite). Ils forment une
structure en épingle a cheveux qui peut s’ancrer entre les hétérodiméres de tubuline. Les séquences
flexibles PGGG au début de chaque épingle permettent leur conformation en boucle. Les tracés
représentent les dix conformeres d’énergie les plus faibles (d’apres Kadavath et al., 2015).

La conformation globale de tau et les sites précis de fixation de tau sur le microtubule

restent difficiles a analyser car tau demeure tres flexible lorsqu’elle est liée aux microtubules.
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Des études initiales en cryo-EM de complexes entre des microtubules stabilisés au taxol et la
protéine tau ont montré que tau se liait le long et entre les protofilaments (Al-Bassam et al.,
2002 ; Santarella et al., 2004). Cependant, une autre étude structurale par cryo-EM de liaison
de tau sur des microtubules non stabilisés au taxol mais co-polymérisés en présence de tau
propose I’existence de deux sites de fixation de tau sur les microtubules : un site sur la surface
interne du microtubule (identique au site de fixation du taxol), et un site sur sa surface externe
(Kar et al., 2003). Les motifs répétés se fixeraient latéralement le long des hélices latérales
formés par les monomeres de tubulines et stabiliseraient ainsi les interactions latérales entre
protofilaments (Figure 34E et F). D’autres études ont également mis en évidence 1’existence
de deux sites d’interaction de tau avec les microtubules, présentant des affinités différentes
(Makrides et al., 2004 ; Tsvetkov et al., 2012). En particulier, Makrides et al. en 2004
suggerent 1’existence d’un site irréversible a I’intérieur du microtubule et un site réversible a
I’extérieur. Plus récemment, des études par RMN et FCS (Corrélation de fluorescence par
spectroscopie) sur des complexes tubuline/tau ont montré que tau favorise a la fois les
interactions longitudinales et latérales entre les dimeéres de tubuline (Gigant et al., 2014 ; Li et
al., 2015). Des expériences par pontage et spectrométric de masse sur des complexes
tau/tubuline et tau/microtubules ont également identifié¢ un site majeur de liaison de tau sur la
sous-unité¢ o de la tubuline a D’interface des hétérodimeres (Kadavath et al., 2015a). Le
domaine de projection de tau n’aurait aucune affinité pour les microtubules. Le role des
domaines alternatifs codés par les exons 2 et 3 ne sont pas bien connus. Ils pourraient
impacter le diametre axonal, réguler I’interaction de tau avec la membrane plasmique, inhiber
la nucléation des microtubules ou limiter 1’acces des kinésines aux microtubules (Chen et al.,

1992 ; Brandt et Lee, 1993 ; Brandt et al., 1995 ; Dixit et al., 2008).

En conclusion, la connaissance des mécanismes de liaison de tau aux microtubules a
beaucoup avancé ces dernieres années, notamment grace aux études récentes par RMN, mais
il reste des questions ouvertes: quelle elle la conformation globale de tau sur les

microtubules ? Quels sont les sites précis de fixation de tau aux microtubules ?
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- tau

Figure 34. Modéles de liaison de tau aux microtubules. (A) Reconstruction 3D de microtubules
stabilisés au taxol et décorés ou non avec tau (en orange) obtenues par cryo-EM. La téte de fleche
montre la créte d’un protofilament et la fleéche la vallée entre deux protofilaments. Le microtubule est
observé de profil (2 gauche) ou de son extrémité (a droite) (d’aprés Al-Bassam et al., 2002). (B)
Reconstruction 3D obtenues par cryo-EM de microtubules co-polymérisés en absence ou en présence
de tau. Le microtubule est observé de son extrémité (4 gauche). A droite, la structure 3D du
microtubule a été superposée a la structure atomique d’un dimére de tubuline. L’interaction possible
de tau avec le microtubule est schématisée en bleu. Les séquences flexibles PGGG présentent au sein
des répétitions représenteraient le site majeur d’interaction avec le microtubule. T, Taxol, N,
nucléotide, La, boucle sur la tubuline o similaire au site occupé par le taxol sur la sous-unité f3.
L’astérisque montre la région « inter-repeat » (d’apres Kar et al., 2003). (C) Site de fixation de tau
sur la tubuline (Kadavath et al., 2015a). Structure atomique de deux hétérodiméres de tubuline
complexés a la vinblastine (en rouge) (Gigant et al., 2005). Les deux lysines 336 et 338 localisées
dans le domaine C-terminal de la sous-unité a de la tubuline ont été identifiées comme interagissant
avec tau par des expériences de pontage et de spectrométriec de masse (d’apres Kavadath et al.,
2015a).

4. Effet de tau sur I’assemblage et la stabilisation des microtubules

Tau joue un réle majeur dans la régulation de la nucléation et de la dynamique des
microtubules au sein des neurones (pour revue, Cassimeris et Spittle, 2001). In vitro, elle est
capable, méme en trés faibles quantités, de stimuler la nucléation et I’assemblage de
microtubules a des concentrations en tubuline inférieure a la concentration critique (Cleveland
et al., 1977 ; Goedert et Jakes, 1990 ; Brandt et Lee, 1994 ; Trinckzek et al., 1995). Tau agit

sur tous les parametres de ’instabilit¢ dynamique : elle augmente la vitesse de polymérisation
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des microtubules, diminue leur vitesse de dépolymérisation, diminue la fréquence de
catastrophes et augmente la fréquence de sauvetages (Witman et al., 1976 ; Brandt et Lee,
1993 ; Panda et al., 1995). Des études dans des modéeles cellulaires ont permis de confirmer le
role de tau dans la dynamique des microtubules (Drubin et Kirschner, 1986 ; Bunker et al.,
2004). En particulier, une micro-injection de tau purifiée dans des cultures de fibroblastes
permet d’augmenter la densité microtubulaire et de protéger les microtubules d’une

dépolymérisation induite par des agents déstabilisants (Drubin et Kirschner, 1986).

Les six isoformes de tau sont toutes capables de stimuler 1’assemblage et de stabiliser
les microtubules avec cependant des différences d’activité entre les isoformes composées de 4
répétitions (4R) et celles composées de 3 répétitions (3R) (Goedert et Jakes, 1990 ; Butner et
Kirschner, 1991 ; Panda et al., 2003). De plus, I’insertion des répétitions N-terminales ne
semble pas avoir d’effet sur les fonctions de tau (Goedert et Jakes, 1990 ; Trinczek et al.,
1995 ; Levy et al., 2005). Les domaines identifiés comme nécessaires a la stimulation de
I’assemblage de la tubuline sont les 4 répétitions R1 a R4 et les régions flanquantes P2 et R’
(Brandt et Lee, 1994 ; Trinczek et al., 1995), bien que les mécanismes moléculaires a
I’origine de cette polymérisation restent peu compris. Comme mentionné précédemment,
deux modeles (« jaws » et « core ») ont €té proposés pour expliquer I’activité promotrice de
tau sur la polymérisation de la tubuline, avec fixation de tau a la tubuline par les régions
flanquantes du MTBD et une activité catalytique portée par la totalit¢ ou un groupe de
répétitions (Gustke et al., 1994 ; Goode et al., 1997 ; Mukrasch et al., 2007 ; Sillen et al.,
2007 ; Goode et al., 2000). Des études récentes montrent que tau forme un complexe avec
plusieurs dimeres de tubuline (Devred et al., 2004 ; Gigant et al., 2014 ; Li et al., 2015),
suggérant que tau stimule la nucléation et 1’¢longation des microtubules en favorisant les
interactions latérales et/ou longitudinales entre les dimeres de tubuline solubles ou entre les
diméres de tubuline et la paroi du microtubule (Li et al., 2015). De plus, la fixation de tau le
long et entre les protofilaments du microtubule, mise en évidence par les résultats de cryo-EM
(Figure 35), suggere un mécanisme de stabilisation des microtubules par renforcement des
interactions longitudinales et/ou latérales entre dimeres de tubuline (Al-Bassam et al., 2002 ;
Santarella et al., 2004). Cela permettrait de maintenir la tubuline-GDP dans une conformation
droite et expliquerait pourquoi les microtubules sont moins sujets aux catastrophes aux

endroits ou tau se fixe (Ichihara et al., 2001).
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5. Organisation des microtubules en faisceaux par tau

La surexpression de tau dans différents types cellulaires conduit a la formation de
faisceaux microtubulaires (Kanai et al., 1989 ; Preuss et al., 1997) (Figure 40A), suggérant
que tau est capable de former des ponts physiologiques entre les microtubules. La possibilité
de former des faisceaux de microtubules constitue une autre fonction importante de la
protéine tau. Les faisceaux sont des structures fondamentales pour la formation et le maintien
des axones ainsi que pour le transport de cargos a I’intérieur de celui-ci. Dans les faisceaux
des axones, les microtubules sont espacés de fagon uniforme avec une distance inter-
microtubules de 20-30 nm alors que cette distance est de 60-70 nm dans les dendrites (Chapin
et al., 1991 ; Chen et al., 1992 ; Kanai et al., 1992). Des études initiales par microscopie
¢lectronique et cryo-décapage (Hirokawa et al., 1988 ; Chen et al., 1992) ont permis de
visualiser des ponts entre microtubules dans des cellules SF9 exprimant tau ou MAP2, et
¢galement entre des microtubules co-polymérisés in vitro avec tau ou MAP2. Ces ponts
mesurent environ 20 nm avec tau et 60 nm avec MAP2, suggérant que le domaine de
projection de ces MAPs neuronales déterminerait la distance inter-microtubules dans les
faisceaux d’axones et dendrites respectivement (Black, 1987 ; Chen et al., 1992 ; Hirokawa et
al., 1988). Cependant, la distance inter-microtubules dans les faisceaux induits par tau est
controversée, puisqu’une étude récente indique un espacement d’environ 10 nm entre
microtubules co-polymérisés in vitro avec tau, et d’environ 15 nm dans des cellules SF9 sur-
exprimant tau (Shahpasand et al., 2012 ; Knops et al., 1991). 1l a également été proposé que,
dans les neurones, tau, en association avec d’autres MAPs, pourraient former une couche « en
brosse » sur la surface externe des microtubules, celle-ci étant formée par les différents
domaines de projection des MAPs (Mukhopadhyay et Hoh, 2001 ; Mukhopadhyay et al.,
2004). La présence de cette couche serait a I’origine d’un encombrement stérique qui suffirait
a induire 1’organisation du réseau de microtubules. Marx et al. en 2000 proposent un modele,
grace a des expériences de diffusion aux rayons X, ou la structure de tau, flexible et
compressible, jouerait un role d’ « écarteur » de microtubules et empécherait les microtubules
de se rapprocher. Il n’y aurait donc pas de pontage entre les microtubules. A contrario,
d’autres hypothéses formulent que tau pourraient former un pont entre les microtubules via
des interactions tau-tau ou via une liaison d’une seule molécule de tau sur deux microtubules
en méme temps (Aamodt et Culotti, 1986 ; Hirokawa et al., 1988 ; Chen et al., 1992). Une

autre hypothese est que les microtubules voisins, chargés négativement, se repousseraient et
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que la fixation de tau sur leur surface, neutralisant ces charges négatives par I’apport de
charges positives, permettrait un rapprochement des microtubules (Scott et al., 1992). L’étude
la plus récente sur le mécanisme de formation des faisceaux de microtubules par tau propose
que la protéine forme un dimere entre les microtubules, via son domaine de projection
(Rosenberg et al., 2008) (Figure 35C), comme cela a été proposé par exemple pour la protéine
MAPG65 (Gaillard et al., 2008 ; Tulin et al., 2012). Les auteurs ont utilisés des surfaces de
mica chargées négativement pour mimer les microtubules et ont mesuré la distance séparant
deux surfaces 1’'une de 1’autre lorsqu’elles sont recouverte de protéines tau (Rosenberg et al.,
2008). Ils ont conclu que cette distance était incompatible avec une protéine restant
monomeérique mais correspondrait a la distance formée par deux protéines tau s’associant téte-
béche. Ce dimére serait formé par des liaisons électrostatiques entre les domaines de
projection de chaque tau (du N-terminal jusqu’a la fin du P1), composés d’une partie acide et
d’une partie basique. En accord avec ce modele, Kanai et al. (1992) proposent que les
domaines N-ter et le PRD de tau seraient nécessaires a la formation de faisceaux (Kanai et al.,
1992). Cependant, d’autres études montrent que le domaine de projection, les domaines riches
en prolines et/ou la queue C-terminale inhibent ou ne sont pas nécessaires a ce processus
(Brandt et Lee, 1993 ; Scott et al., 1992 ; Fauquant et al., 2011). Ainsi, & ce jour, il n’existe
pas de mécanisme précis permettant d’expliquer la formation des faisceaux de microtubules
par tau. L’une des limites est I’absence d’observation directe de ce processus, que ce soit en
systeme cellulaire ou purifié. De plus, lorsqu’elle est purifiée, la protéine tau perd son activité
si elle est couplée a une protéine fluorescente, et sa structure trés labile fait que sa
conformation globale est difficilement observable sur les microtubules, notamment par cryo-

EM.

79



Anti-t Anti-tubuli
nti-tau i-tubuline Mty o fan

Queue C-ter

= Microtubule

mica

e

- Tau

— — - —
Répétitions PRD
du N-ter

Figure 35. Mécanisme de formation des faisceaux de microtubules par tau. (A) Apparition de
faisceaux de microtubules dans des cellules CHO micro-injectées avec tau (tir¢ de Preuss et al., 1997).
(B) Image aprés par microscopie électronique aprés cryo-décapage de faisceaux de microtubules
formés in vitro en présence de tau. Les fleches indiquent les ponts de tau entre les microtubules (tiré
de Hirokawa et al., 1988). (C) Images de microscopie électronique montrant des faisceaux de
microtubules résultant de 1’assemblage de tubuline en présence de tau (tiré de Fauquant et al., 2011).
(D) A gauche : modele dans lequel tau forme un dimeére antiparalléle maintenu par des liaisons
électrostatiques entre deux surfaces de mica. A droite : faisceaux de microtubules dans des cellules Sf9
transfectées avec tau et modele d’organisation de tau entre les microtubules en coupe transversale. Les
régions rouges correspondent aux domaines basiques de tau et les régions bleues aux domaines acides
(tiré de Rosenberg et al., 2008).

6. Interaction de tau avec I’actine

L’interaction de tau avec le cytosquelette d’actine est longtemps restée controversée.
Elle a tout d’abord été suggérée par une étude de 1982, dans laquelle les auteurs ont pu
observer la formation d’un gel d’actine de forte viscosité en présence de différentes MAPs,
dont tau (Griffith et Pollard, 1982). Par la suite, plusieurs études ont reporté I’association de
’actine avec des sous-régions de tau contenant les sites de liaison aux microtubules (Correas
et al., 1990 ; Moraga et al., 1993 ; Farias et al., 2002) et, plus récemment, avec la protéine tau
entiere (Fulga et al., 2007 ; He et al., 2009) ou avec des sous-régions de tau contenant les sites
de liaison aux microtubules (Correas et al., 1990 ; Moraga et al., 1993 ; Farias et al., 2002).
Cependant, cette interaction directe a aussi été controversée par une étude en systéme purifié,

montrant que tau, contrairement a MAP2C, n’est pas capable d’interagir avec les filaments
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d’actine (Roger et al., 2004). In vivo, tau co-localise avec I’actine dans des cellules PC12 en
différenciation (Yu et Rasenick, 2006) et dans le compartiment post-synaptique de neurones
matures (Frandemiche et al., 2014). Tau a également été observée le long de microtubules
dynamiques au niveau des régions riches en actine de cones de croissance (Black et al., 1996 ;
Li et al., 2014). De plus, la neurotocixité de tau dans un modele animal de la maladie
d’Alzheimer correle avec des altérations de 1’organisation du réseau d’actine (Fulga et al.,
2007). Cette interaction de tau avec I’actine, couplée a celle de tau avec les microtubules,
pourrait permettre une coordination entre les microtubules et les filaments d’actine dans les
neurones, assurant leur activité synergique notamment au niveau du cone de croissance des

axones en développement ou dans les épines dendritiques de neurones matures.

7. Autres partenaires et autres fonctions de tau

La protéine tau n’est pas retrouvée uniquement dans le cytoplasme mais aussi dans le
noyau des cellules neuronales (Loomis et al., 1990) et non neuronales (Sjoberg et al., 2006).
En effet, tau serait présente au sein du nucléole, sous-compartiment du noyau ou se déroule la
transcription des ARN ribosomiques, et plus précisément au niveau de I’hétérochromatine
constitutive (Sjoberg et al., 2006). Ces observations suggerent que tau jouerait un réle dans
I’organisation nucléolaire et dans 1’hétérochromatinisation des génes codants pour les ARN
ribosomiques. Par ailleurs, des études in vitro ont démontré que tau était capable de se lier
directement a I’ADN (Qu et al., 2004), et que cette interaction était réversible en cas de
présence d’histones (Hua et al.,, 2003). Les motifs répétés du domaine de liaison aux
microtubules et le PRD de tau seraient impliqués dans cette interaction (Wei et al., 2008 ; Qi
et al., 2015). De plus, des travaux récents dans des cultures primaires de neurones indiquent
que tau est capable, en condition de stress thermique ou oxydatif, de se relocaliser dans le
noyau et d’établir une liaison avec ’ADN. Cette interaction permettrait a tau de protéger
I’ADN des I¢ésions induites par le stress (Sultan et al., 2011). Ces hypothéses ont été vérifiées
dans des souris KO-tau pour lesquelles I’induction d’un choc thermique entraine des
dommages plus importants de leur ADN comparé a celui de souris sauvages (Violet et al.,

2014).

Par ailleurs, le domaine riche en prolines de tau est capable d’interagir, via les motifs
PXXP, avec certaines protéines possédant un domaine SH3 (Src Homology 3). Les kinases de

la famille Src font partie de ces protéines et certaines peuvent interagir avec tau au niveau de
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la membrane plasmique (Lee et al., 1998). Parmi elles, tau peut s’associer avec les kinases c-
Src et Fyn (Lee et al., 1998 ; Reynolds et al., 2008). Fyn et c-Src sont impliquées dans la
phosphorylation du récepteur neuronal NMDA, récepteur post-synaptique essentiel a la
signalisation moléculaire pour la mémoire et la plasticité synaptique (Blum et Konnerth,
2005). Tau servirait de médiateur entre Fyn et le récepteur NMDA puisqu’en I’absence de tau,
Fyn ne se déplace plus vers les compartiments post-synaptiques des dendrites et la fonction
synaptique est altérée (Ittner et al., 2010 ; Mondragon-Rodriguez et al., 2012). Tau est
capable d’interagir avec d’autres protéines possédant un domaine SH3 tels que PLCy
(Phospholipase Cy) et PI3K (phosphoinositide 3-kinase), confirmant son rdle potentiel dans

les voies de transduction du signal (Reynolds et al., 2008).

Neees/ Q‘m%

domaine SH3
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d’actine
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extracellulaire

Cytoplasme

Figure 36. Localisations et partenaires de tau dans la cellule. Tau interagit avec les microtubules et
probablement avec I’actine via son MTBD, avec des kinases ou des protéines adaptatrices possédant

un domaine SH3 via son PRD, et avec I’ADN.

Tau peut aussi agir comme un inhibiteur direct d’activités enzymatiques. Par exemple,
elle peut s’associer et inhiber I’histone deacétylase-6 (Perez et al., 2009), enzyme qui
deacétyle la tubuline et régule donc la stabilité des microtubules. Tau pourrait donc affecter la
dynamique des microtubules par un mécanisme indépendant de sa liaison directe a ces

polymeres.
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Des études récentes montrent que tau peut étre sécrétée dans le milieu extracellulaire
lorsque les neurones sont activés, permettant un transfert de tau de neurone a neurone (Pooler
et al., 2013 ; Dujardin et al., 2014). On ne connait pas encore le réle de cette localisation de
tau dans les vésicules sécrétrices. Tau a également été retrouvée dans des fractions
membranaires enrichies en appareil de Golgi provenant de cerveaux de rats, suggérant que tau
pourrait interagir avec les membranes golgiennes et établirait un lien entre les microtubules et
I’appareil de Golgi. Cette hypothése a été confirmée in vitro a partir de constituants purifiés
(Farah et al 2006). On ne sait cependant pas quels domaines de tau sont impliqués dans cette
interaction. La figure 37 récapitule les interactions cellulaires de tau et le tableau de la figure

37 donne une liste non-exhaustive des différents partenaires de tau.

Fleming et al., 1996

ApoE3 Transporteur de lipides Strittmatter et al., 1994
Tubuline Cytosquelette Kar et al., 2003
. . Lee et al., 1998
C-Src Kinase de la famille Src Reynolds et al., 2008
Actine Cytosquelette He et al., 2009
Fgr Kinase de la famille Src Reynolds et al., 2008
. . Lee et al., 1998
Fyn Kinase de la famille Src Reynolds et al., 2008
Protéine adaptatrice impliquée
Grb2 dans la signalisation des Reynolds et al., 2008
facteurs de croissance
Lck Kinase de la famille Src Lee et al., 1998
p85a Sous-unité régulatrice de PI3K Reynolds et al., 2008

Phosphatidylinositol Lipide de signalisation Surridge et Burns, 1994

Phosphatidylinositol

bisphosphate Lipide de signalisation

Flanagan et al., 1997

PLCy

Clive les phospholipides pour
produire des molécules de
signalisation

Hwang et al., 1996

Jenkins et Johnson, 1998

Reynolds et al., 2008

Figure 37. Tau et certains de ses partenaires. Parmi eux : des éléments du cytosquelette, des
molécules de signalisation, des enzymes et des lipides (d’aprés Morris et al., 2011).
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Tau est donc une protéine a plusieurs facettes, capable de se localiser a plusieurs
endroits de la cellule (sur les microtubules, sur 1’actine, dans le noyau, au niveau de la
membrane plasmique et de la membrane de I’appareil de Golgi) et d’avoir potentiellement de
multiples fonctions. Les mécanismes qui régissent ces localisations subcellulaires
différentielles ne sont pas élucidés. On peut penser qu’il existe un pool de protéine
cytoplasmique qui peut étre rapidement relocalisé suivant les besoins de la cellule et via des
modifications post-traductionnelles de tau, ou bien qu’il existe plusieurs pools de tau
spécifiques d’une localisation. L’existence de diverses fonctions de tau suggere que la perte
ou I’altération d’une ou plusieurs de ses fonctions dans les neurones peuvent contribuer a des

processus physiopathologiques.

8. Pathologies liées a la protéine tau

a) Généralités

Certaines maladies neurodégénératives, dont la maladie d’Alzheimer (MA), sont
caractérisées par la présence d’agrégats intracellulaires de tau et sont regroupées sous le terme
de tauopathies. Plus de vingt maladies neurologiques avec démence dues a cette pathologie de
tau ont pu étre recensées (Buée et al., 2000). Parmi elles, on trouve de nombreux syndromes
parkinsoniens, certaines démences fronto-temporales (FTD), telles que la maladie de Pick et
les FTDP-17 (Frontotemporal Demencia linked to chromosome 17) avec syndrome
parkinsonien, et on trouve également le syndrome de Down et des dystrophies myotoniques

comme la maladie de Steinert (Delacourte et Buée, 2000 ; Lee et al., 2001).

La tauopathie a 1’origine de la majorit¢ des démences actuelles est la maladie
d’Alzheimer. Elle a été décrite au début du XX siécle par Alois Alzheimer. C’est une
maladie neurodégénérative liée a 1’dge qui conduit progressivement et irréversiblement a la
perte de la mémoire et des fonctions cognitives. Elle est caractérisée au niveau des neurones
par des dégénérescences neurofibrillaires (DNF) et des dépots amyloides extracellulaires
résultant de D’accumulation du peptide B-amyloide (AP) (Alzheimer, 1907). Pendant
longtemps, on pensait que la cause principale de la mort neuronale était I’accumulation des
plaques amyloides dans le cerveau des patients. Puis on a découvert un autre groupe de
maladies, les tauopathies, comprenant les mémes symptdmes que la MA, mais caractérisées

uniquement par 1’agrégation de la protéine tau (Sergeant et al., 2008). Il a ét¢ montré, apres
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quantification spatio-temporelle des deux Iésions de la maladie d’Alzheimer, qu’une
pathologie de tau peut exister en 1’absence de dépdts amyloides dans le cerveau de patients
non encore déments. A 1’opposé, tous les cas présentant des dépdts amyloides développent
une pathologie liée a tau (Delacourte et al., 2002). Les interactions entre ces deux types de
Iésions qui s’installent progressivement dans la MA ne sont pas encore ¢lucidées mais on sait
qu’elles se potentialisent pour provoquer la mort neuronale. Chronologiquement, les DNFs
apparaissent avant les plaques amyloides et seule 1’évolution spatio-temporelle des DNFs est
corrélée avec le déclin cognitif observé chez les patients (Arriagada et al., 1992 ; Delacourte
et al., 1999 ; Braak et Del Tredici, 2004). L’agrégation de la protéine tau dans les neurones
démarre dans la région de I’hippocampe et se poursuit ensuite dans les régions corticales
associatives puis dans 1’ensemble du cortex cérébral. Cette propagation conduit a la mort d’un
grand nombre de neurones, entrainant I’apparition des signes cliniques de perte de mémoire et

de démence (Braak et Braak, 1991).

Le role causal de tau dans les maladies neurodégénératives a directement été confirmé
lors de la découverte de mutations dans le géne codant pour la protéine tau chez des patients
atteints de démences fronto-temporales appelées FTDP17s (Hutton et al., 1998 ; Poorkaj et
al., 1998 ; Spillantini et al., 1998). Aujourd’hui, plus d’une cinquantaine de mutations
introniques et exoniques ont été décrites sur ce gene et sont systématiquement associées au
développement de la pathologie. Ces mutations sont trés souvent localisées dans les régions
de tau codantes pour le domaine de liaison aux microtubules. Différentes conséquences
fonctionnelles sont observées en fonction de la mutation considérée. Ainsi, certaines
mutations vont conduire a des modifications de I’épissage alternatif des exons, entralnant un
déséquilibre entre les quantités d’isoformes 4R et d’isoformes 3R; d’autres vont conduire a
des pertes de fonctions physiologiques en inhibant 1’interaction de tau avec les microtubules ;
et d’autres vont entrainer un gain de fonction pathologique en favorisant notamment
I’agrégation de tau (Dickson et al., 2011 ; Spillantini et Goedert, 2013). L’utilisation de
certaines de ces mutations ponctuelles constitue un moyen trés répandu pour modéliser la

pathologie liée a tau.

Les agrégats de protéines tau retrouvés dans ces pathologies peuvent se présenter sous
différentes formes dans les neurones: enchevétrements neurofibrillaires (NFT, pour
Neurofibrillary Tangles) dans la MA, corps de Pick dans la maladie de Pick, ou touffes gliales
dans la PSP (Buée et al, 2000; Sergant et al., 2005; Sergeant et al., 2008). Les
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dégénérescences neurofibrillaires présentes dans les tauopathies sont visibles en microscope
¢lectronique sous forme de filaments appariés en hélice et torsadés, appelés PHF, pour Paired
Helical Filaments (Kidd, 1963). Ces fibres font 10 a 15 nm d’épaisseur, avec un pas de 80 nm
(Figure 38). Les PHFs sont des structures trés insolubles constituées majoritairement de
protéines tau aux propriétés physico-chimiques particuliéres : elles peuvent étre mutées dans
le cas des FTDP-17, sont moins solubles et plus acides (Sergeant et al., 1995) et possédent un
poids moléculaire plus élevé (Greenberg et Davies, 1990). Ces différences sont
principalement liées a un niveau de phosphorylation plus ¢élevé des protéines tau (Lee et al.,
1991). D’autres modifications post-traductionnelles peuvent étre altérées dans les protéines

tau retrouvées (glycosylation, troncation), aspect qui sera détaillé dans le paragraphe suivant.

Figure 38. Marqueurs de la pathologie liée a tau. (A) Schéma d’un cerveau sain a gauche et d’un
cerveau atteint de la maladie d’Alzheimer a droite présentant une forte perte de neurones (d’apres
Alzheimer’s Association). (B) Enchevétrements neurofibrillaires (NFTs) dans des neurones
d’hippocampe d’une personne atteinte de la MA. (C) PHF imagés en microscopie électronique issus
de NFT de cerveaux de patients atteints de la MA. (D) Les filaments peuvent €tre reconstitués in vitro
a partir de fragments de tau purifiés. Les fleches indiquent la transition entre deux périodes. Barre
d’échelle : 100 nm (tiré de Wille et al., 1992).

L’agrégation de la protéine tau a longtemps ¢été considérée comme 'une des causes
initiales et majeures du développement de la pathologie, en particulier en provoquant la

déstabilisation et le désassemblage du cytosquelette microtubulaire. Cependant, ces dernicres
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années, cette vision a évolué et diverses observations suggerent que les formes solubles des
protéines tau modifiées seraient toxiques avant leur agrégation et induiraient une altération de

I’activité neuronale (Feuillette et al., 2010 ; Flunkert et al., 2013).

b) Phosphorylation anormale de tau et pathologies

La phosphorylation de tau est une de ses modifications post-traductionnelles,
tout comme la glycosylation, la prolyl cis-trans isomérisation, la glycation, la nitration, la
polyamination, 1’acétylation, la méthylation et I’ubiquitinylation. La phosphorylation de tau
est régulée au cours du développement. Elle est plus importante au stade feetal et diminue
avec l’age (Lovestone et Reynolds, 1997). Tau comporte 85 sites potentiellement
phosphorylables. IIs sont principalement répartis au niveau du domaine riche en prolines, dans
les répétitions et dans la queue C-terminale de tau. La phosphorylation de tau dans les
séquences KXGS des motifs R1-R4 réduit son affinité pour les microtubules, ainsi que son
activité promotrice de 1’assemblage des microtubules in vitro (Gutske et al., 1992 ; Trinczek
et al., 1995 ; Drewes et al., 1995 ; Drewes et al., 1997 ; Alonso et al., 2010). Cependant,
certaines combinaisons de phosphorylations sur les motifs répétés du MTBD ou sur les
séquences P2 et R’ permettent de restaurer 1’activité stabilisatrice de tau sur les microtubules
(Kiris et al., 2011), suggérant une régulation tres fine et complexe de tau en fonction des sites
touchés. Plus d’une vingtaine de kinases peuvent phosphoryler tau, qui peuvent étre divisées
en trois groupes : les PDPK (Proline Directed Protein Kinases) dont Cdk5, GSK33, MAPK,
SAPK (Stress Activated Protein Kinases), les non —-PDPK, dont CaMKII, GSK33, MARK,
PKA et les tyrosine kinases, dont les kinases Src (Sergeant et al., 2008 ; Hanger et al., 2009).
In vitro, les phosphatases PP2A, PP2B et PP1 sont impliquées dans la déphosphorylation de
tau (Gong et al., 1995 ; Ladner et al., 1996). PP2A présente une activité plus importante que
les autres phosphatases dans les neurones (Liu et al., 2005). In vitro, la déphosphorylation par
ces enzymes de protéines tau hyperphosphorylées restaure leur capacité a nucléer les

microtubules et a les stabiliser (Wang et al., 1996).

La maladie d’Alzheimer est caractérisée par une agrégation de protéines tau hyper- ou
anormalement phosphorylées (Brion et al., 1985 ; Grundke-Igbal et al., 1986 ; Ihara et al.,
1986). L hyperphosphorylation de tau a lieu sur des sites qui peuvent étre phosphorylés a la
fois en condition physiologique et en condition pathologique. Elle se manifeste soit par une

augmentation du nombre de ces sites, soit par 1’augmentation du nombre de protéines
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phosphorylées sur 1’un de ces sites. La phosphorylation anormale correspond a celle observée
sur certains sites uniquement en conditions pathologiques. Il existe donc une relation directe
entre la phosphorylation anormale de tau et sa perte de fonction physiologique sur les
microtubules mais il reste a déterminer si la phosphorylation est une cause ou une
conséquence du processus d’agrégation. L’hyperphosphorylation de tau dans la maladie
d’Alzheimer semble liée a 1’augmentation de 1’activité de kinases et a la diminution de
I’activité de phosphatases (Trojanowski et Lee, 1995). De plus, ’hyperphosphorylation de tau
augmenterait sa capacité a s’agréger (Grundke-Igbal et al., 1986 ; Alonso et al., 2001 ; Liu et
al., 2007). 11 a également été montré in vitro que les formes hyperphosphorylées de tau se
lient aux protéines tau normales au niveau de leur domaine de liaison aux microtubules,
inhibant leur fonction et les entrainant dans leur agrégation (Alonso et al., 1994 ; Li et al.,
2007 ; Cowan et al., 2010). De méme, les protéines tau hyperphosphorylées séquestrent les
protéines MAP1 et MAP2 et inhibent leur activit¢ a promouvoir 1’assemblage des
microtubules in vitro (Alonso et al., 1997 ; Li et al., 2007), un mécanisme qui pourrait
¢galement participer a [’altération du cytosquelette neuronal dans des conditions

pathologiques.

¢) Autres modifications post-traductionnelles de tau impliquées dans les
pathologies

Tau peut étre ubiquitinylée. L ubiquitinylation est un processus cellulaire qui permet
d’associer une chaine polymérique d’ubiquitine (protéine a 76 acides aminés) a des protéines
mal repliées ou altérées, les conduisant a la dégradation protéasomale. Les DNFs issues de
cerveaux de patients Alzheimer montre un taux important de tau ubiquitinylé (Igbal et
Grundke-Igbal, 1991). Dans ces mémes cerveaux, I’activité du protéasome est diminuée et
une mutation du géne codant pour I’ubiquitine a ét¢ identifi¢e dans la maladie d’Alzheimer
(De Vrij et al., 2001). De plus, chez des souris transgéniques P301L et R406W, des mutations
retrouvées dans les FTDP-17, les 1ésions neuronales sont fortement immunoréactives pour

I’ubiquitine (Lewis et al., 2000 ; Tatebayashi et al., 2002).

De plus, les protéines tau extraites des cerveaux de patients présentent une O- et une
N-glycosylation que I’on ne retrouve pas dans les cerveaux sains (Comer et Hart, 2000 ; Liu
et al., 2002). La N-glycosylation se retrouve sur des protéines tau hyperphosphorylées, alors
que la O-glycosylation est spécifiques des tau non modifiées (Wang et al., 1996). La relation

entre la phosphorylation de tau et sa O-glycosylation pourrait jouer un role dans sa
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localisation nucléaire. En effet, il a ét¢ montré qu’en provoquant 1I’hyperphosphorylation de
tau par une inhibition de I’activité des phosphatases, 1’ajout de O-glycosylation sur les
protéines tau diminuait, ainsi que la relocalisation de tau dans le noyau (Lefebvre et al.,
2003). De plus, cette modification post-traductionnelle réduit 1’affinité de tau pour la tubuline

(Buée et al., 2000).

Les protéines tau retrouvées dans les agrégats subissent également une glycation (Yan
et al,, 1994; Miinch et al., 2003). Cette glycation pourrait contribuer a la formation
d’enchevétrements neurofibrillaires insolubles (Nacharaju et al.,, 1997). De plus, il a été
montré que I’introduction de tau glycatée dans des cultures cellulaires générait une libération

de radicaux libres oxygénés capables d’altérer la fonction neuronale (Smith et al., 1995).

Il existe également d’autres modifications post-traductionnelles qui peuvent étre
impliquées dans 1’agrégation de tau, comme la nitration ou la sulfatation. Le stress oxydatif
est un potentiel facteur pathogénique dans la maladie d’Alzheimer qui augmente la nitration
de tau, notamment au niveau de ses résidus tyrosine. Chez les patients atteints de MA, la
concentration de nitrotyrosine est six fois supérieure a celle chez les personnes saines (Tohgi
et al., 1999), et la nitration de tau a ét¢ montrée comme altérant ses fonctions in vivo et in
vitro (Mailliot et al., 2000).La présence d’une ou deux cystéines dans les séquences
respectives de tau3R et taudR pourrait permettre a tau de former un dimere via la formation
d’un pont disulfure (interactions SH-SH) intermoléculaire. Dans ce cas, 1’oxydation de tau par
un stress oxydatif permettrait 1’oligomérisation de tau et augmenterait son agrégation

(Schweers et al., 1995).

Il a également été proposé que les protéines tau puissent s’associer entre elles via une
réaction enzymatique modulée par la transglutaminase, permettant la formation de liaisons
covalentes entre des groupes amines libres (Dudek et Johnson, 1993 ; Miller et Johnson,
1995; Norlund et al, 1999). Des modifications impliquant des changements
conformationnels de tau ont également lieu. Ils impliquent I’isomérisation cis-trans des
prolines (Wedemeyer et al., 2002). La déamidation de tau au niveau des résidus asparagine et
glutamine a également été décrite (Watanabe et al., 2000) et aurait un role dans 1’agrégation

de tau (Montejo de Garcini et al., 1986).
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d) Troncation de tau

Des formes tronquées de tau ont été mises en évidence dans les cerveaux de patients
atteints de la MA (Wang et al., 2010 ; Derisbourg et al., 2015). Ces produits de protéolyse de
tau sont délétés de leur partie N-terminale et/ou C-terminale (Kovacech et Novak, 2010 ;
Zilka et al., 2012). Parmi I’ensemble de ces formes tronquées, deux especes principales ont
¢été identifiées au niveau C-terminal : une forme tronquée se terminant au résidu glutamate
391 et une autre forme se terminant au résidu aspartate 421. Plusieurs enzymes de la famille
des caspases voient leur expression augmenter dans les cerveaux de patients atteints de MA
(Su et al., 2001 ; Rohn et al., 2002 ; Guo et al., 2004). Les caspases sont des protéases qui
clivent les protéines au niveau de la séquence consensus DXXD. Ces enzymes font partie
d’une cascade protéolytique qui conduit a la mort cellulaire via I’apoptose. La caspase 3 est
responsable du clivage de tau au niveau du résidu 421 (Gamblin et al., 2003) et est la plus
répandue dans les neurones (Cryns et al., 1997). Les protéines tau tronquées au niveau de
I’aspartate 421 ont une efficacité d’auto-assemblage plus grande que les protéines tau entieres
(Gamblin et al., 2003 ; Berry et al., 2003). Des études basées sur des criblages immuno-
histologiques montrent que ces deux fragments sont retrouvés également dans la maladie de
Pick (Guillozet-Bongaarts et al., 2007 ; Mondragon-Rodriguez et al., 2008). Un fragment de
17 kDa (A125-R230) a été décrit au sein de tissus cérébraux de patients atteints de MA ou
d’autres tauopathies (Ferreira et Bigio, 2011). Récemment, deux sites de troncation dans le
domaine N-terminal de tau ont été découverts : au niveau de la méthionine 11 et de la

glutamine 124 (Derisbourg et al., 2015).

L’effet pathologique des fragments de tau tronqués en C-terminal a été étudié dans des
cultures cellulaires et dans des mod¢les d’animaux transgéniques. La surexpression de la
protéine tau tronquée provoque plusieurs altérations dans I’organisation et le fonctionnement
des organelles, comme les mitochondries et le réticulum endoplasmique. Des exemples de
mort cellulaire par apoptose ont également été reportés (Fasulo et al., 2005 ; Bandyopadhyay
et al., 2007 ; Chun et Johnson, 2007 ; Matthews-Roberson et al., 2008 ; Quintanilla et al.,
2012). De maniere générale, les formes tronquées de tau ont des capacités agrégatives accrues
par rapport a la protéine enticre et constituent un composant majeur des PHFs (Derisbourg et
al., 2015 ; pour revue : Gendron et Petrucelli, 2009 ; Zilka et al., 2012). Des études de
caractérisations immunologiques des dégénérescences neurofibrillaires révelent que la

chronologie d’apparition des événements de troncation et d’agrégation n’est pas évidente
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(Guillozet-Bongaarts et al., 2005 ; Kolarova et al., 2012), ne permettant pas de dire si la
troncation de la protéine tau est antérieure ou postérieure a la formation de la DNF.
Récemment, plusieurs études proposent que des fragments solubles de tau présentent des
modifications conformationnelles qui conduisent a un gain de fonction, caractérisé par une
sur-stimulation de la polymérisation de tubuline et/ou un effet de stabilisation des
microtubules augmenté (Zilka et al., 2006 ; Derisbourg et al., 2015). Ainsi, ces formes
tronquées solubles pourraient représenter des especes toxiques dans la MA via un effet

délétere sur cytosquelette.

On peut se demander pourquoi les fragments de tau ont des propriétés pro-agrégatives
plus importantes que la protéine enticre. Il a été montré que tau posséde des séquences au sein
du domaine de liaison aux microtubules qui auraient une forte tendance a s’organiser en
structure secondaire de type feuillet B (Mukrasch et al., 2005) (Figure 30). Il s’agit des motifs
PHF6* (*VQIINK®™) et PHF6 (" VQIVYK’'), connus également pour promouvoir
I’agrégation de tau (von Bergen et al., 2000 ; von Bergen et al., 2001). Ce type de structure en
feuillet B est une caractéristique commune aux protéines qui ont un pouvoir fibrillogénique
(Soto, 2003 ; Tyedmers et al., 2010). Dans des conditions physiologiques et lorsque tau n’est
pas liée aux microtubules, ces motifs seraient masqués par le domaine de projection qui
recouvre le domaine C-ter de la protéine (voir figure 32). On peut penser que la troncation de
tau au niveau de son domaine de projection N-terminal ou de sa queue C-terminale serait
suffisante pour démasquer ces motifs pro-agrégatifs. Par ailleurs, quand tau est liée aux
microtubules, ces motifs seraient enfouis dans la paroi du microtubule, entre les crétes des
protofilaments, et donc peu accessibles (Kadavath et al., 2015). Cela suggere que I’agrégation
de tau nécessite son détachement des microtubules, celui-ci pouvant étre dii a une
phosphorylation anormale de tau. Les fragments générés par la troncation du domaine de
projection et contenant les motifs PHF6* et PHF6 serviraient d’agents de nucléation dans les

processus d’oligomérisation et d’agrégation de tau (Figure 39).

Le role de la troncation dans I’initiation de la fibrillogenése de tau est soutenu par des
¢tudes in vitro avec des protéines tau tronquées purifiées. Les résultats montrent que les
fragments délétés de leur partie C-terminale mais contenant les répétitions R2 et R3
s’agregent plus vite que les protéines tau intactes, et que la formation d’oligoméres de celles-

ci est catalysée par la présence des tau tronquées (Abraha et al., 2000 ; Gamblin et al., 2003 ;
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Yin et Kuret, 2006). Ces observations in vitro confirment donc que le clivage de tau

conduirait a la formation des DNFs observées au sein du tissu cérébral humain.
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Figure 39. Modéle de démasquage des séquences pro-agrégatives de tau par la troncation et
initiation de ’agrégation. Le domaine de projection de tau recouvre le domaine C-terminal contenant
les séquences VQIINK (PHF6*) et VQIVYK (PHF6). La troncation de tau serait I’un des mécanismes
par lequel ces séquences normalement inaccessibles se retrouvent démasquées. Les fragments issus de
cette troncation serviraient d’agents de nucléation pour les oligoméres de tau, dont I’accumulation
donnera naissance aux PHFs insolubles (von Bergen et al., 2000 ; von Bergen et al., 2001).

En conclusion, bien que 1’on sache depuis longtemps que tau est impliquée dans la
stabilisation des microtubules et dans les processus neurodégénératifs, les fonctions de cette
protéine dans le cerveau adulte et en développement ainsi que les mécanismes qui contribuent
a la dysfonction neuronale et a la neurodégénérescence ne sont pas encore ¢lucidés de facon
précise. On ne sait pas, par exemple, si ce sont les formes oligomériques ou les agrégats
filamenteux de tau qui sont les plus toxiques pour les neurones, ou si ce sont les formes
intermédiaires de tau, encore solubles mais présentant des modifications post-traductionnelles
inhabituelles, qui pourraient moduler la fonction normale de tau et/ou rendre la protéine
disponible pour des localisations ou interactions neuronales anormales. Dans cette dernicre
hypothese, la formation d’agrégats de tau pourrait apparaitre comme un moyen de protection

du neurone pour rendre ces formes solubles inactives.
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Objectifs de la these

Comme on I’a vu précédemment, tau est une des premic¢res MAPs neuronales a avoir
¢été identifiée et, du fait de son implication dans la maladie d’Alzheimer, est extensivement
¢tudiée depuis 40 ans. Elle a été initialement caractérisée comme étant capable de s’associer
aux microtubules, de les stabiliser et de les organiser en faisceaux. Cependant, de nombreuses
questions restent en suspens sur son mode d’action sur les microtubules, particuliérement sur
le mécanisme par lequel tau organise les microtubules en faisceaux. A ce jour, plusieurs
modeles ont été proposés dans la littérature pour expliquer ce processus, mais ils restent
contradictoires et/ou manquent de preuve directe pour les étayer. En effet, le phénoméne de
formation de faisceaux microtubulaires est difficilement analysable dans les prolongements
fins des neurones mais aussi dans les différents modeles cellulaires utilisés a ce jour, du fait
de la densité importante des microtubules. L’altération de 1’organisation des faisceaux de
microtubules dans les neurones pourrait étre une cause de la neurodégénérescence observée
dans la maladie d’Alzheimer, d’ou 'intérét de comprendre les bases moléculaires de cette
organisation par tau. Le premier objectif de ma thése a donc ét¢ de répondre aux

questions suivantes:

1/ Par quels mécanismes tau organise-t-elle les faisceaux de microtubules et régule-t-elle
leur stabilité ?

D’autre part, tau s’est révélée étre une protéine multifonctionnelle, ayant de nombreux
partenaires autres que les microtubules. Ainsi, elle interagirait directement avec l’actine,
méme si, a ce jour, peu d’études ont été réalisées sur cette interaction qui reste controversée.
Tau aurait donc un role potentiel dans la coordination des cytosquelettes de microtubules et
d’actine, coordination essentielle au développement du neurone et son activité synaptique.

Cette hypothése m’a amenée a la deuxiéme partie de ma thése :

2/ Tau est-elle impliquée dans la coordination microtubules/actine ? Si oui, quelles sont
les conséquences sur les propriétés intrinseques de ces deux réseaux lors de leur

interaction ?

Ces ¢études ont été menées en systeme reconstitué in vitro a partir de protéines
purifiées et reposent sur la mise au point de conditions particuliéres pour suivre en direct la
formation de faisceaux de microtubules ainsi que la polymérisation simultanée des

microtubules et des filaments d’actine.
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Chapitre II : Resultats (1)
Me¢canismes moléculaires impliqués dans la
formation de faisceaux de microtubules par tau
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Résumé de ’article

L’organisation spatiale des microtubules en faisceaux dans les prolongements des
neurones est essentielle a leur croissance et au maintien de leur architecture. Les faisceaux de
microtubules ont également un réle dans le transport sur de longues distances de vésicules
neuronales contenant, par exemple, des neurotransmetteurs. Tau est une MAP neuronale
principalement localisée au niveau de 1’axone et dont le role dans la formation de faisceaux
microtubulaires est connu depuis environ 25 ans. Cependant, les mécanismes moléculaires a
la base de ce processus restent peu compris et controversés. Le but de cette étude a été de
disséquer les mécanismes de formation de ces faisceaux induits par tau, grace a la
visualisation en temps réel par microscopie TIRF de faisceaux de microtubules reconstitués a
partir de protéines purifiées. Cette étude nous a permis, dans un premier temps, de caractériser
les parametres de formation des faisceaux, puis, dans un deuxiéme temps, de déterminer, en
utilisant diverses isoformes ou formes tronquées de tau, les domaines de la protéine
nécessaires a cette organisation. Nous avons ainsi montré que tau est capable d’organiser des
faisceaux de microtubules paralléles et/ou anti-paralléles, et pour un angle de rencontre entre
deux microtubules inférieur a 25°. Les résultats obtenus grace aux formes délétées de la
protéine dans son domaine de projection ou dans son domaine de liaison aux microtubules
réveélent que le domaine de projection de tau inhibe la formation des faisceaux de
microtubules, alors que les deux hexapeptides responsables de la formation pathologique des
fibres de tau (domaines PHFs, pour Paired Helical Filaments) sont des ¢léments clés dans ce
phénoméne. D’autre part, des différences dans les propriétés dynamiques de microtubules
seuls ou inclus dans un faisceau indiquent qu’il y a une compétition entre [’activité
stabilisatrice des motifs répétés de tau et leur activité de pontage des microtubules, confirmant
le role de ces domaines dans 1’établissement de ponts entre les microtubules. Par ailleurs, des
tests d’oligomérisation de tau sur les microtubules suggérent que ’absence du domaine de
projection de tau stimule sa capacité a oligomériser sur le microtubule, alors que la délétion
des séquences PHFs diminue fortement cette activité. En conclusion, nous proposons deux
modeles permettant d’expliquer comment les domaines PHFs pontent les microtubules : soit
en permettant la répartition des motifs répétés du MTBD sur deux polyméres adjacents, soit
via une dimérisation/oligomérisation de tau par ces domaines PHFs. Le domaine de projection
de tau a un rdle inhibiteur dans le processus de formation des faisceaux, probablement di a
son repliement possible sur le MTBD et/ou a sa charge négative qui repousserait les

microtubules également chargés négativement a leur surface.
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Molecular mechanisms of microtubule bundling by tau: differential roles of tau’s

projection domain and repeat motifs.
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Abstract

Proper microtubule organization in linear arrays is required for maintaining the
polarized shape and functionality of neurons. Tau is a neuronal microtubule-associated
protein that stimulates tubulin polymerization and is responsible for microtubule stabilization
and bundling in axonal processes. Although the microtubule-binding and -stabilizing
properties of tau have been extensively studied, the mechanisms by which tau spatially
organizes microtubules remain elusive. To dissect how tau achieves microtubule bundling, we
reconstituted self-organized bundles of growing microtubules in a minimal cell-free system.
We found that tau is able to co-align and stably cross-link microtubules that contact at
shallow-angle encounters, inducing a sustained elongation of bundles. The conserved
hexapeptides, localized in the microtubule-binding repeats of tau and involved in tau
aggregation in Alzheimer’s disease, are key elements in this process. Whereas both
hexapeptides contribute to microtubule stabilization, only the one located in the third repeat
and present in all tau isoforms is required for the microtubule-bundling function of tau. Our
results further demonstrate that tau’s N-terminal projection domain is not necessary for
microtubule bundling and rather plays a negative regulatory role by reducing both the
bundling angles and frequency. Overall, our data provide a mechanistic model of tau-
mediated microtubule co-alignment and give new insights into the coordination of the dual

functions of tau in microtubule bundling and stabilization.
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Introduction

Tau belongs to the microtubule-associated protein (MAP) family, which plays crucial
roles in the regulation of microtubule properties. Tau acts as a promoter of tubulin nucleation
and polymerization, stabilizes microtubules by inhibiting their shortening and organizes them
into well-ordered linear arrays [1-7]. Tau protein is mainly expressed in the brain and is
required to maintain the proper architecture and activity of neurons [8]. In Alzheimer’s
disease and related tauopathies, misregulation of tau affects its functions and drives its self-
assembly and accumulation as paired helical filaments (PHFs) that further aggregate in
neurofibrillary tangles [9,10].

Tau proteins comprise 6 isoforms that differ by the presence of 3 or 4 imperfect
repeats (R) at their C-terminus and none, one or two small inserts (N) near their N-terminus
[11,12]. All 6 isoforms are found in the adult brain with a 3R-/4R-tau ratio about 1, whereas
only the shortest tau isoform with 3 repeats is expressed during the development [11,12]. Tau
can be divided in three main regions: an acidic N-terminal projection domain, a microtubule-
binding domain (MTBD) composed of 3 or 4 repeats flanked by a proline-rich and a pseudo-
repeat regions, and a C-terminal tail (Fig. 1A). The MTBD is essential for the microtubule-
binding and -assembly activities of tau [13—16], whereas the projection domain likely
influences the microtubule interspacing within bundles [3] as well as tau association with the
plasma membrane [17]. Despite its disordered and flexible structure, tau can adopt a global
paperclip conformation in solution, characterized by the folding-back of its N- and C-terminal
parts over the MTBD region [18,19]. In addition, local folding of tau within its repeat motifs
affects its behaviour and functions. In particular, the two conserved hexapeptides (termed
PHF domains) located at the beginning of the second (VQIINK*") and third
C®VQIVYK’®') repeats are able to undergo a transition from disordered to beta-sheet
structures, a mechanism responsible for tau oligomerisation and self-assembly in PHFs under
pathological conditions [20,21]. By contrast, upon microtubule binding, each PHF domain
folds into a hairpin conformation that anchors tau on the microtubule surface. Residues in-
between the microtubule-binding hotspots of tau remain highly flexible, which may allow the
protein to adopt variable shapes when bound to the microtubules [22].

The repeats and flanking regions directly contribute to the promotion of microtubule assembly
[5,15,16,23]. Tau MTBD can interact with multiple tubulin dimers in solution and in the
microtubule lattice, which likely stimulates microtubule nucleation, elongation and stability
by reinforcing lateral/longitudinal tubulin contacts [24-28]. In addition to its tubulin-

polymerization activity, one major function of tau is to assemble microtubules in linear arrays
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that are required for the proper development and architecture of axons. Despite several studies
describing the role of tau in microtubule organisation, the molecular basis of this process
remains enigmatic. Initial works by electron microscopy allowed the visualisation of tau
cross-bridges between adjacent bundled microtubules and proposed that tau’s projection
domain regulates the microtubule inter-spacing [3,29]. Along this line, dimerization of the
projection domain has been hypothesized as a mechanism underlying tau-mediated
microtubule bundling [30,31]. However, other studies have yielded contradictory results,
showing that the N-terminal part of tau is not required for microtubule co-alignment or plays
an inhibitory role in this process [23,32—34]. These later findings suggested that the MTBD is
sufficient to induce microtubule bundles, through still unknown mechanisms. Furthermore,
given the roles of tau in microtubule-bundling and -stabilizing properties, a tight coordination
of both functions is required to regulate the organisation and plasticity of microtubule arrays.
In order to identify the molecular players involved in this complex behaviour, we
reconstituted in a minimal cell-free system the assembly and organisation of dynamic

microtubule bundles in the presence of tau proteins.
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Results

The bundling activity of tau was investigated in a real-time cell-free system using
TIRF microscopy. Stable microtubule seeds (red) were elongated with fluorescent tubulin
(green) in the absence or in the presence of recombinant 4R-tau isoform (including four
microtubule-binding repeats) (Fig. 1A and B). Growing microtubules exhibited three types of
behavior after collision, i.e. cross-over, touch-and-run and zippering events (Fig. 1B). With
tubulin alone (8 puM), microtubules were highly dynamic, alternating between phases of
growth and shortening (Table S1, Movie S1), and we never observed microtubule bundling.
In this condition, microtubule encounters resulted in cross-over (~50 %) or touch-and-run
(~50 %) events. Addition of 100 nM 4R-tau strongly promoted microtubule elongation, as
shown by the increase in the growth rate and rescue frequency together with the decrease in
catastrophe events (Table S1, Movie S1). Encountering microtubules formed either cross-
overs (75.1%) or bundles (24.7%), but very rarely underwent touch-and run events (0.2%).
(Fig. 1C, Movie S1). Microtubule collisions at angles below 10 degrees almost invariably led
to the formation of a bundle. This probability decreased to 70% and less than 10% for
collision angles between 10 and 20 degrees and between 20 and 30 degrees, respectively (Fig.
1D). 4R-tau was not able to bundle microtubules encountering at angles more than 25 degrees
and displayed no selectivity for microtubule polarity as suggested previously. Furthermore,
bundled microtubules displayed similar dynamic properties than single ones, indicating that
the microtubule-stabilizing activity of tau is not affected when the MAP crosslinks
neighboring polymers (Table S1, see also Fig. 3E-G below). Therefore, 4R-tau is able to
efficiently co-align and zipper microtubules that collide at shallow angles, leading to the
formation of persistently growing microtubule bundles.

To investigate whether the N-terminal part and/or C-terminal tail of tau were required
for microtubule bundling, we produced two fragments deleted from the projection domain
(AN-tau) or the projection domain, the proline-rich domain P2 and the C-terminal tail (ANC-
tau) (Fig. 2A). Both fragments promoted microtubule elongation similarly than the full-length
protein (Table S1), although microtubules polymerized with the minimal form (ANC-tau)
exhibited a higher catastrophe frequency, as reported previously [5]. In the presence of AN-
and ANC-tau, collisions between growing microtubules led to either cross-over (64%) or
zippering events (36%) (Fig. 2B and C, Movie S2). Detailed analysis of bundling events
revealed that the two fragments increased the probability of microtubule bundling per

encountering angles (Fig. 2D) and enabled microtubule co-alignments at significantly steeper
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angles compared to 4R-tau (up to 50 and 35 degrees respectively, Fig. 2B and E). In addition,
we did not observe any changes in the dynamical properties of microtubules following their
co-alignment induced by AN- or ANC-tau (Table S1, see also below Fig. 3E-G). We thus
concluded that the N- and C-terminal parts of tau are not necessary for tau’s microtubule-
bundling activity, in agreement with initial electron microscopy studies [32,33]. Our results
rather suggest that the projection domain negatively regulates the bundling efficiency of tau
by decreasing both the bundling angle and bundling frequency. We next wondered whether
tau constructs lacking the projection domain might induce structural changes in the
microtubule lattice that could explain their increased capacity to cross-link the polymers.
Indeed, defects within the microtubule wall and/or variations in the protofilament number
have been suggested to locally modulate the microtubule mechanical properties, influencing
the spatial organization of microtubule arrays [35-38]. To address this issue, we investigated
whether 4R-tau and AN-tau affect microtubule lattice structure by cryo-electron microscopy
(Fig. 2F). With tubulin alone, the microtubule population essentially consists of 13
protofilaments (Fig. 2G). For assembly in the presence of 4R- and AN-tau, the population
shifted toward a majority of microtubules with 14 protofilaments and a few with 15 and 16
protofilaments, without major changes in the lattice defect frequencies (Fig. 2G). Such an
increase in the protofilament number may account for the microtubule stiffening properties
that have been reported for tau and shorter fragments encompassing the 4 repeats [39]. We
also measured the microtubule inter-spacing within 4R- and AN-tau-induced bundles and
found similar values of 9.60 + 0.23 and 10.78 + 0.27 respectively (mean + sem). Thus, the
full-length 4R-tau and its deleted form AN-tau similarly influenced the lattice organization of
growing microtubules by increasing their protofilament number.

Since the minimal ANC-tau fragment was sufficient to bundle microtubules, we next
focused on the role of the repeat motifs in this process. We produced various mutants lacking
one or two repeats, or the PHF domains that have been recently identified as major players in
the stabilization of the microtubule-bound conformation of tau (Fig. 3A) [22]. All constructs
interacted to similar extent with microtubules under the low tau:tubulin ratios used in our
TIRF assay, in agreement with the implication of both the repeat motifs and flanking regions
in microtubule binding (Fig. S1) [5,40]. We first asked whether the number of repeats
influenced tau’s bundling function. We found that 3R-tau was still able to cross-link
microtubules with a global proportion of bundling of 31%, while the proportion of zippering
events strongly decreased down to 6% in the presence of 2R-tau (Fig. 3B, Movie S3). In both
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cases, we noticed the apparition of touch-and-run events (6 and 19% with 3R- and 2R-tau
respectively), correlating with the reduced microtubule-stabilizing activity of tau when the
number of repeats decreases (Table S1, see also movie S3) [5]. Detailed analysis of zippering
events showed no major differences between 3R- and 4R-tau, whereas 2R-tau dramatically
reduced the frequency of microtubule bundling per encountering angles and the median value
of bundling angles (Fig. 3C and D, Movie S3). Thus, whereas the deletion of R3 only affected
microtubule stability, the removal of both R2 and R3 strongly impaired microtubule bundling.
Interestingly, in the presence of a tau mutant lacking the two PHF sequences (APHF12-tau),
growing microtubules behaved similarly than with 2R-tau, undergoing mainly cross-over
(64%) and touch-and-run (26%) events (Fig. 3B, see also Movie S3). Microtubules co-aligned
only at small collision angles (<13°) and with a low frequency (Fig. 3C and D). Increasing the
amount of 2R- and APHF12- by 2 to 3 fold was not sufficient to restore microtubule bundling,
indicating that the reduced bundling activity of these mutants was not caused by a decreased
number of repeat motifs bound to microtubules (Fig. S2, Movie S4). Since the removal of the
two central repeats or the two hexapeptides also impaired microtubule stabilization (Table
S1), we wondered whether the dynamicity of microtubules might alter the bundling activity of
these deleted forms. To test this hypothesis, microtubules were polymerized at a higher
tubulin concentration (17 uM) than that used in the above experiments (8 M), ensuring the
growth of longer and less dynamic polymers in the presence of 2R- and APHF12-tau (Fig.
S3D). Although 4R-tau was still able to bundle microtubules in these conditions, we observed
a strong reduction of the bundling frequencies and median values of bundling angles of
microtubules co-polymerized with either 2R- or APHF12-tau (Fig. S3A-C, Movie S5).
Overall, these results indicated a specific and key role of the PHF sequences in tau’s
microtubule-bundling activity.

To determine the contribution of the two different hexapeptides in the bundling
function of tau, we next examined the effect of APHF6*- and APHF6-tau lacking the
hexapeptide located in R2 and R3, respectively. Both mutants displayed a reduced
microtubule-stabilizing activity compared to the full-length tau (Table S1). However, the
deletion of the first PHF domain only slightly affected tau bundling activity, whereas the
deletion of the second PHF strongly decreased both microtubule bundling angles and
frequency (Fig. 3B-D, Movie S6). These results indicated that the PHF sequences are not
equivalent regarding microtubule-bundling and -stabilizing activities. The PHF domain at the

beginning of R3 plays a central role in microtubule bundling as well as in microtubule
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stabilization, whereas the one at the beginning of R2 mainly affects microtubule dynamic
properties. Importantly, only tau constructs with 4 repeats could maintain their microtubule-
stabilizing activity while bundling microtubules. For all other proteins lacking at least one
PHF domain, microtubules became more dynamic as they formed bundles, growing slower
(Fig. 3E) and exhibiting more catastrophes (Fig. 3F) and fewer rescues (Fig. 3G, see also
kymographs in Fig. 3H). This suggested that the formation of bundles is detrimental to
microtubule stabilization unless the two PHF domains are present. Consequently, tau proteins
containing only the PHF domain in R3 (3R- and APHF6*-tau), and which still efficiently co-
align microtubules, are able to produce dynamic bundles (Movie S3 and S4).

Interestingly, the PHF domains are responsible for tau-tau interaction by folding into
beta-sheet structures, a process involved in tau aggregation in pathological conditions [20,21].
Several studies have also reported the formation of tau dimers and oligomers upon
microtubule binding, which could form bridges between microtubules and induce bundles
[41-43]. To test the role of the PHF domain in microtubule-dependent oligomerisation of tau,
taxol-stabilized microtubules were co-sedimented with increasing amount of 4R-, AN-, ANC-,
2R- and APHF12-tau. As reported previously, 4R-tau displayed a biphasic binding behavior in
these conditions (Fig. 31, black curve). It has been proposed that the linear and non-saturable
rise of the second phase depends on tau-tau interaction onto the microtubule surface [41].
Interestingly, the slope of this second phase is enhanced in the presence of AN- and ANC-tau
(Fig. 31, blue curves) but decreased with 2R- and APHF12-tau (Fig. 31, orange curves). Thus,
the microtubule-dependent oligomerisation of tau proteins correlates with their efficiency to

bundle microtubules and is strongly affected by the absence of the PHF domains.
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Discussion and conclusion

Despite extensive studies motivated by the role of tau in both physiological and
pathological conditions, key questions remain open regarding the microtubule-regulating
functions of this neuronal MAP. These last years, substantial progresses have been made in
understanding how tau binds to microtubules. However, the molecular mechanisms
underlying the dual roles of tau in both microtubule bundling and stabilization remain unclear.
Here, we reconstituted in vitro self-organization of growing microtubules in the presence of
tau. We found that tau is able to co-align microtubules that contact at shallow angles to
produce persistent growing bundles. The selection of low angle encounters for bundling might
facilitate microtubule co-alignment in small-size compartments, a property well suited to the
role of tau in thin axonal processes. We identified the two hexapeptides localized in the repeat
motifs as key elements in the co-alignment of microtubules and stabilization of the resulting
bundles (Figure 3). Whereas the first PHF domain (at the beginning of R2) mainly affects
microtubule dynamic properties, the second one (at the beginning of R3) plays a central role
in microtubule bundling as well as microtubule stabilization. Recent studies have highlighted
the role of the PHF motifs in microtubule binding via the formation of a hairpin like-
conformation behaving as a hook to anchor tau molecules in the microtubule wall [19,22]. We
thus propose a model in which the PHF domain located in R3 represents a major anchor point
on the microtubule surface, influencing the conformation of nearby flexible stretches [19] to
ensure the projection of other repeats or microtubule -binding “hot-spots” onto the adjacent
polymer (Fig. 4A, left). The efficient stabilization of bundles would require the binding of at
least one PHF domain per microtubule, as suggested by the increased dynamics of
microtubules when they are cross-linked by tau proteins lacking one repeat or hexapeptide.
Alternatively, tau could bundle microtubules by forming dimers and/or oligomers via the
hexapeptide domains (Fig. 4A, right), as suggested by the ability of PHF sequences to self-
assemble [20,21] and the PHF-dependent oligomerisation of tau onto the microtubule surface
(Fig. 31). Such a model assumes that at least one PHF domain of one tau molecule detaches
from the microtubule surface to interact with one PHF of an adjacent tau molecule located
onto a neighboring microtubule. The local increase in tau concentration when two
microtubules encounter and co-align might favor tau-tau self-interactions [21,41]. The higher
propensity of the second PHF (within R3) to oligomerise compared to the one in R2 is in

agreement with the central role of this PHF domain in microtubule bundling [20,44,45].
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The differential behavior of the two PHF domains render possible to dissociate the
microtubule-bundling and -stabilizing functions of tau. Along this line, 3R- and APHF6*-tau
proteins lacking the PHF domain in R2 are still able to efficiently cross-link microtubules but
exhibit a decreased microtubule stabilizing effect, consequently inducing the formation of
dynamic bundled polymers (Movies S3 and S4). Importantly, the presence of the second
hexapeptide (at the beginning of R3) in both 3R- and 4R-tau strongly suggests that the
microtubule-bundling function of tau is conserved in all isoforms. This might be a pre-
requisite for the normal development and maintenance of axons together with fine-tuning of
microtubule dynamics by changes in the 3R-/4R-tau ratio [46,47], allowing local fluctuations
in bundle stability.

We further show that neither the N-terminal part nor the C-terminal tail of tau is
required for microtubule bundling (Fig. 2). Our results rather suggest that the projection
domain negatively modulates the bundling efficiency of tau since its deletion strongly
stimulates the bundling angle and bundling frequency. Microtubules co-polymerized with the
full-length 4R-tau or the fragment lacking the projection domain (AN-tau) exhibited a similar
lattice organization (Fig. 2F and G), indicating that the increased ability of AN-tau to bundle
microtubules likely results from the intrinsic properties of truncated tau and not a specific
effect on microtubule structure. According to the paperclip conformation of tau [18,19], the
folding-back of the projection domain onto the MTBD could constrain the flexibility of the
repeats required for their distribution and/or oligomerisation between two adjacent
microtubules (Fig. 4B). Along this line, recent NMR studies have reported long-range
intramolecular interactions between the second hexapeptide in R3 and both the N- and C-
terminal part of tau [19]. In addition, the acidic character of the projection domain could also
down regulate tau-bundling efficiency by increasing the repulsive forces between the negative
charged surfaces of encountering microtubules, as already suggested [48]. Several studies have
proposed a direct negative impact of the N-terminal part of tau on its microtubule-based
functions such as tubulin polymerization and microtubule stabilization and bundling
[32,33,49,50]. Overall these results suggest that the cleavage of tau’s projection domain
confers a gain of function to the protein, which might alter the cytoskeleton and neuronal
integrity in Alzheimer’s disease brains where N- and C-terminally truncated tau fragments

have been identified [51,52].
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In conclusion, our results provide a first detailed molecular picture of how tau organizes
growing microtubules into bundles and further demonstrate that the microtubule-bundling and
-stabilizing activities of the neuronal MAP can be dissociated. Phosphorylation is known to
affect the microtubule-stabilizing properties of tau as well as its global paperclip
conformation. Site-specific phosphorylation within the projection domain and/or the repeat
motifs might thus also regulates tau-dependent co-alignment of microtubules. Deciphering
how such regulative pathways coordinate the dual roles of tau in microtubule bundling and

stabilization represents a key issue to understand the normal and pathological functions of tau.
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Methods

DNA constructs and reagents

We used tau isoforms containing three or four repeats (R) and on insert (N), respectively
named 3R- and 4R-tau and subcloned in the pDEST17 vector. The following tau constructs
were generated by a PCR-based strategy (amino-acid numbers are given according to the
longest 2N4R-tau isoform): AN-tau and ANC-tau, corresponding to amino acids S198-L441
and Q244-S400 respectively; 2R-tau, corresponding to the deletion of R2 and R3 (V275-
Q336); APHF6*-tau, APHF6-tau and APHF12-tau in which V275-K280, V306-K311, and
both sequences were deleted respectively. AN-tau and ANC-tau were subcloned in the pET-

28a vector. When not stated, reagents were from Sigma.

Protein purification

His-tagged recombinant tau proteins were expressed in E. Coli BL21-DE3-pLysS (constructs
cloned in pET-28a) or BL21-AlI (constructs cloned in pDEST17) bacteria (Invitrogen). AN-
and ANC-Tau fragments expression was induced by 3 h incubation with 1 mM IPTG at 37°C.
Expression of the other forms were induced by overnight incubation with 0.2 % L-arabinose
at 18°C. Soluble proteins were extracted from cells in lysis buffer (40 mM Tris-HCI, 500 mM
NaCl, protease inhibitor 1X, pH 7) by three freeze/thaw cycles and sonication. The clarified
lysates were added to Talon metal affinity resin (Clontech) for one hour at 4 degrees in Buffer
A (20 mM Tris-HCI, 500 mM NaCl, 10 mM imidazole, 0.1 % Triton, pH 7). After three
washes in buffer A, proteins were eluted with buffer A supplemented with 200 mM
imidazole. Samples were further processed by size exclusion chromatography in BRB8&0
buffer (80 mM Pipes, ] mM EGTA, 1 mM MgCl,, pH 6.74) and proteins were concentrated
and frozen in liquid nitrogen. Protein concentrations were determined by a Bradford assay
using BSA as a standard.

Tubulin was purified from fresh bovine brain by one assembly-disassembly cycle followed by
cation-exchange chromatography. ATTO-488-, ATTO-595-labeled tubulin (ATTO-TEC
GmbH, Germany) and biotinylated tubulin were prepared according to Hyman et al (1991)
[53].

Preparation of taxol-stabilized microtubules

70 uM tubulin were incubated with I mM GTP in BRB80 buffer for 40 min at 35°C, diluted
two-fold in BRB80 buffer supplemented with 100 uM taxol and further incubated for 30 min
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at 35°C. Microtubules were next centrifuged for 5 min at 230,000 x g and resuspended in the

same volume of BRB80 buffer supplemented with 10 pM taxol

Microtubules and tau co-sedimentation assay

To estimate the amount of tau bound to microtubules under the tau:tubulin ratio used in the
TIRF assay, microtubules were self-assembled in the presence of tau proteins in BRB80
buffer supplemented with 50 mM KCI (BRB80-K) with 1 mM GTP at 35°C and at a
tau:tubulin molar ratio of 1:100. After 30 min incubation, microtubules were centrifuged for
30 min at 230,000 x g onto a 60% sucrose cushion in BRB80 buffer. The quantities of tubulin
and tau recovered in the pellet and supernatant were analysed by SDS-PAGE and western
blotting respectively. The amounts of polymerized tubulin and tau bound to microtubules
were determined by densitometry on Coomassie-stained gels and immunoblots respectively.
To evaluate microtubule-dependent oligomerisation of tau, 1 pM of taxol-stabilized
microtubules were incubated with increasing concentrations of tau (0.5 uM to 20 uM) in
BRB80-K Buffer supplemented with 10 pM taxol and 4 mM DTT, for 30 min at 35°C.
Mixtures were centrifuged at 240,000 x g for 20 min and the amount of tau bound to pelleted

microtuubles were quantified by densitometry on Coomassie-stained SDS-PAGE gel.

Microtubule bundling assay by TIRF microscopy

Preparation of perfusion chambers. Slides and coverslips were sonicated 30 min in acetone,
successively incubated in acetone (30 min) and ethanol (15 min), rinsed with ultrapure water,
further incubated during 2 h in Hellmanex III (2% in water, Hellma) and rinsed in ultrapure
water. Slides were dried and incubated overnight at room temperature under gentle agitation
in a solution of silane-PEG (30kDa, creativePEGwork) at 1 mg/ml in ethanol. Coverslips
were dried, passivated in a plasma cleaner (FEMTO, Diener Electronics) during 3 min at 60
mW and incubated overnight in a solution of silane-PEG-biotin (3.5 kDa, LaysanBio) at 1
mg/ml in ethanol 96° and 0.02 % of HCI. Slides and coverslips were then successively
washed in ethanol and ultrapure water, dried and stored at 4°C. Passivated slides and
coverslips were then mounted with double-sided tape to form a flow chamber of a volume
around 20 pl.

Microtubule seeds preparation. Microtubule seeds were obtained by polymerizing 10 uM
tubulin (50 % biotinylated tubulin and 50 % ATTO-565 labeled tubulin) in the presence of 1
mM GMPCPP in BRB80 at 35°C for 1 h. Microtubule seeds were then centrifuged for 5 min
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at 68,000 x g, resuspended in an equal volume of BRB80 supplemented with 1 mM GMPCPP
and stored in liquid.

Microtubule bundling assay. The flow cell was successively perfused with neutravidin (25
pg/ml in 1% BSA) (Pierce), PLL-g-PEG (2 kDa, 0.1 mg/ml in 10 mM Hepes, pH 7.4)
(Jenkem), BSA (1 % in BRB80-K buffer) and microtubule seeds. Microtubules assembly was
then initiated with 8 uM tubulin (containing 30% ATTO 488-labeled tubulin and 70% black
tubulin) in the presence of 100 nM of various tau proteins in the TIRF assay buffer (4 mM
DTT, 1% BSA, 50 mM KCI, 1 mg/ml glucose, 70 pg/ml catalase, 580 pg/ml glucose oxidase,
0.017 % methylcellulose (1500 centipoise) in BRB80). This methylcellulose concentration
results in a low viscosity medium, allowing the formation of microtubule bundles. Dual-color
time-lapse imaging was performed on an inverted Eclipse Ti (Nikon) microscope with an
Apochromat 60X1.49 N.A oil immersion objective (Nikon), equipped with an ilas2 TIRF
system (Roper Scientific), a cooled charged-coupled device camera (EMCCD Evolve 512,
Photometrics) and was controlled by the MetaMorph 7.7.5 software (Molecular Devices). For
excitation we used 491- and 561-nm lasers and time-lapse imaging was performed at 1 frame

per 5 s with a 80 ms exposure time during at least 45 min.

Microtubule bundling and dynamics analysis

All image analysis was performed in Image J [54]. Microtubule dynamic parameters were
determined on kymographs using a homemade KymoTool. Growth and shrinkage rates were
calculated from the slopes of microtubule growing and shrinking phases. The catastrophe and
rescue frequencies were obtained by dividing the number of events per microtubule by the
time spent in growing and shrinking states, respectively. The contact angles between
encountering microtubules were measured manually on the movie frames for each outcome
(bundling, cross-over and touch-and-run). Event frequencies were calculated for contact angle
ranges of 10° and from 0° to 90°. The total numbers of events for microtubules assembled
with 8 uM tubulin and 0.1 pM tau proteins (pooled from at least three experiments) were: 287
(8 uM tubulin alone), 986 (100 nM 4R-tau), 292 (100 nM AN-Tau), 344 (100 nM ANC-tau),
412 (3R-tau), 230 (2R-tau), 536 (APHF6*-tau), 413 (APHF6-tau) and 256 (APHF 12-tau).

Microtubule growth rate measurements in self-assembly conditions

Microtubules were assembled from 60 pM tubulin (10 % ATTO-488 labeled tubulin and 90
% black tubulin) or 20 uM tubulin in the presence of 5 pM 4R-tau in BRB80-K buffer
supplemented with 1 mM GTP. Tubulin assembly was initiated at 35 °C and assembly was
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stopped after 2 min incubation by adding 1 ml of BRB80 containing 0.5 % glutaraldehyde and
25 % (weight/volume) sucrose. Microtubules were then centrifuged on coverslips, fixed in
methanol, washed in PBS-Tween 0.1% and observed under an epifluorescence microscope.
Microtubule lengths were determined using Imagel] software. At least 100 microtubule

lengths were measured on each coverslip.

Cryo-electron microscopy
Vitreous-ice-embedded microtubules were prepared under controlled temperature/humidity

atmosphere using the vitrification robot Vitrobot MARK IV (FEI company). Microtubules
were polymerized for at least 10 min at 35°C from 60 pM tubulin alone or a mix of 20 uM
tubulin and 5 pM 4R-tau or AN-tau. 4 uL of samples were dropped on holey-carbon grids
within the warm and humid chamber of the Vitrobot, blotted and plunged into liquid ethane.
Specimens were observed under low-dose conditions using a transmission electron
microscope FEI Tecnai F20 200kV FEG equipped with a FEI eagle 4K CCD camera.

Microtubule lattice organization was analyzed on printed images based on the specific fringe
moiré pattern resulting from the 2D projection of protofilaments [55]. Microtubules with 13
unskewed protofilaments display a continuous image contrast. For all other configuration,
microtubule images are characterized by alternating fringe patterns that vary according to the
protofilament number. Microtubule length was measured with an electronic ruler (Silva) and
used to determine the proportion of microtubule populations. The total length of microtubules
measured in each condition was at least 300 um. Distances between microtubules within

bundles was measured in image J.

Statistics

All statistical analyses were done using Prism 6 (GraphPad software, USA).
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Figure legends

Figure 1. In vitro reconstitution of tau-mediated microtubule bundling. A) Schematic
representation of tau. Tau consists of an N-terminal projection domain, a microtubule-binding domain
(MTBD) and a C-terminal tail. The projection domain includes the N-terminal part of the protein and a
proline-rich domain (P1). The MTBD is composed of a proline-rich domain (P2), four repeats (R1 to
R4) and a pseudo-repeat (R’). The two conserved hexapeptides PHF6* and PHFG6 are localised at the
beginning of R2 and R3, respectively. B) TIRF microscopy time series showing the three types of
outcomes occurring upon microtubule collisions: cross-over, touch-and-run and zippering. White
arrowheads indicate the two microtubules involved in the various events. Time (min:sec) represents
the beginning of the event. Schematic representations of each outcome are indicated below the
sequences. C) Global proportions of the three outcomes between microtubules assembled with tubulin
alone (8 #M) and in the presence of 100 nM 4R-tau. D) Distributions of the frequency of bundling

events between microtubules as a function of their collision angles in the presence of 4R-tau.

Figure 2. The deletion of tau’s projection domain increases the efficiency of tau to bundle
microtubules. A) Schematic representation of tau proteins lacking the projection domain (AN-tau) or
the projection domain, P2 and the C-terminal tail (ANC-tau). B) TIRF microscopy time series of
microtubule growing in the presence of 4R-, AN- and ANC-tau. Coloured arrowheads indicate the
microtubules that co-align after collision. Time (min:sec) represents the beginning of the event. C)
Global proportions of the three types of encountering events observed in the presence of 4R-, AN-, and
ANC-tau. D) Distributions of the frequency of bundling events between microtubules as a function of
their collision angles in the presence of 4R-, AN- and ANC-tau. E) Angle values at which microtubules
co-align in the presence of 4R-, AN- and ANC-tau. Boxes represent 25-75 percentiles and the whiskers
extend from the minimum to the maximum values. Statistical analysis was performed using a non-
parametric Kruskal-Wallis ANOVA test. P values are calculated in comparison to the 4R-tau
condition. F) Cryo-electron microscopy images of single microtubules (left) and bundled microtubules
(right) assembled in the presence of 4R-tau. G) Distribution of microtubule populations polymerized
in the absence and in the presence of 4R- or AN-tau. 20 uM tubulin was assembled in the presence of
5 uM 4R-tau or AN-tau. Since pure tubulin alone hardly self-assemble at 20 M, microtubules
polymerized from 60 xM tubulin were used as a control. In this condition, the initial elongation rate is
comparable to the one observed for microtubules assembled with 20 #M tubulin and 5 M 4R-tau (3.6

+0.1 and 3.7 £ 0.1 pm.min™", respectively, as determined by spin-down assays).
Figure 3. The PHF sequences at the beginning of R2 and R3 are required to produce stable

bundled microtubules. A) Schematic representation of tau proteins lacking one repeat (3R-tau), two

repeats (2R-tau) or the PHF domains (APHF12-, APHF6*- and APHF6-tau). B) Global proportions of
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cross-over, touch-and-run and zippering events observed in the presence of the different tau proteins.
C) Distributions of bundling frequencies as a function of microtubule collision angles in the presence
of the different tau proteins. D) Angle values at which microtubules co-align in the presence of tau
proteins. Boxes represent 25-75 percentiles and the whiskers extend from the minimum to the
maximum values. Statistical analysis was performed using a non-parametric Kruskal-Wallis ANOVA
test. P values are calculated in comparison to the 4R-tau condition. (E-G) comparison of the growth
rate (E), catastrophe frequency (F) and rescue frequency (G) in single and bundled microtubules
polymerized in the presence of 4R-, AN-, 3R-, APHF12-, APHF6*- and APHF6-tau (see Table S1 for
detailed values). Parameters of single versus bundled microtubules were compared using the Mann-
Whitney test for each condition. S, single; B, bundled. H) Kymograph examples of microtubules
growing in the presence of 4R-tau (left) and APHF6-tau (middle and right). White dotted lines
represent the growing extremities of microtubules and white arrowheads indicate the decrease in the
growth rate observed when single microtubules form a bundle. White asterisks point catastrophe
events. Horizontal scale bars, 10 um, and vertical scale bars, 5 min. I) Co-sedimentation assays of tau
proteins in the presence of increasing amounts of taxol-stabilized microtubules. The biphasic binding
curves have been calculated in the presence of 4R-tau (black), AN- and ANC-tau (dark and light blue),
2R- and APHF12-tau (dark and light orange).

Figure 4. Models for tau-mediated microtubule bundling. A) The MTBD is responsible for the
microtubule-bundling function of tau. The PHF domain at the beginning of R3 (PHF6) might
represents a major anchor point on the microtubule surface and ensure the projection of other repeats
or microtubule-binding “hot-spots” onto the adjacent polymer (left, see the text for details). Efficient
stabilization of bundled microtubules requires one PHF per polymer. Alternatively, tau could bundle
microtubules via the dimerization/oligomerisation of the PHF sequences (right). B) The projection
domain negatively regulates tau’s microtubule-bundling function. Its possible folding-back onto the
MTBD might constrain the flexibility of the repeats, resulting in microtubule bundling only for
shallow-angle encounters. Electrostatic repulsions between the negatively charged projection domain
and microtubule surface could also participate to the down-regulation of tau’s bundling activity. i,

flexibility of the projection domain allowing its folding onto the MTBD.
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Supplementary Figure Legends

Supplementary Table 1. Effect of tau proteins on parameters of microtubule dynamics.

Microtubules were assembled from seeds with tubulin (8 M) in the presence of different tau
proteins (100 nM). Growing and shortening rates, catastrophe and rescue frequencies were
calculated from kymographs of single and bundled microtubules. Values represent the mean
+ sem. Numbers in parenthesis represent the total number of measurements for the growing
and shortening rates and the total number of observed events for catastrophe and rescue

frequencies. S, single microtubule; B, bundled microtubule; N/A, not applicable.

Supplementary Figure 1. Determination of the amount of tau proteins bound to
microtubules. A) Coomassie-stained SDS-PAGE gel displaying all purified tau proteins used
in this study. Same amounts of proteins (1.4 yg) were loaded. B) Co-sedimentation assays of
microtubules co-assembled with tau proteins. Tau proteins were incubated with tubulin at
1:100 ratio of tau:tubulin dimers and co-sedimented. Tubulin and tau recovered in the pellet
(P) and supernatant (SN) were revealed by Coomassie-stained SDS-PAGE and western
blotting, respectively. C) Amounts of tau molecules bound to 100 molecules of polymerized
tubulin dimers. The initial tubulin concentration was increased up to 60 M for 2R-, APHF12-
and APHF6-tau, which have lesser microtubule-stabilizing and -nucleating effects. Values are

given as the mean + sem (three to six independent experiments).

Supplementary Figure 2. Increasing 2R- and APHF12-tau concentrations is not
sufficient to restore tau’s microtubule-bundling activity. A) Global proportions of
encountering events between microtubules assembled from 8 uM tubulin and 4R-tau (100
nM), 2R-tau (300 nM) or APHF12-tau (200 nM). Total numbers of events: 986 (2R-tau), 698
(2R-tau) and 267 (APHF12). B) Distributions of bundling frequencies as a function of
microtubule collision angles in the presence of 4R-, 2R- and APH12-tau. C) Angle values at
which microtubules co-align in the presence of 4R-, 2R- and APH12-tau. Boxes represent 25-
75 percentiles and the whiskers extend from the minimum to the maximum values. Statistical
analysis was performed using a non-parametric Kruskal-Wallis ANOVA test followed by
post-hoc Dunn comparisons. P values are calculated in comparison to the 4R-tau condition.
D) Dynamical parameters of microtubules polymerized from tubulin (8 #M) in the presence

of 2R-tau (300 nM). Values represent the mean + sem. Numbers in parenthesis represent the
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total number of measurements for the growing and shortening rates and the total number of

observed events for the catastrophe and rescue frequencies.

Supplementary Figure 3. Effects of 4R-, 2R- and APHF12-tau on microtubule behavior
at a tau:tubulin ratio of 1:560. A) Global proportions of encountering events between
microtubules assembled from 17 M tubulin and 4R-, 2R- or APHF12-tau (30 nM). Total
numbers of events: 613 (4R-tau), 353 (2R-tau) and 444 (APHF12). B) Distributions of the
bundling frequencies as a function of microtubule collision angles in the presence of the
different tau proteins. C) Angle values at which microtubules co-align in the presence of 4R-,
2R- and APHI12-tau. Boxes represent 25-75 percentiles and the whiskers extend from the
minimum to the maximum values. Statistical analysis was performed using a non-parametric
Kruskal-Wallis ANOVA test followed by post-hoc Dunn comparisons. P values are calculated
in comparison to the 4R-tau condition. D) Dynamical parameters of microtubules
polymerized with tubulin (17 xM) in the absence of in the presence of 4R-, 2R- and APH12-
tau (30 nM). Values indicate the mean + sem. Numbers in parenthesis represent the total
number of measurements for the growing and shortening rates and the total number of

observed events for catastrophe and rescue frequencies.
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Supplementary Table 1

Growth rate Shortening rate Fcat Fres MT

(um.min™) (um.min™) (min™) (min™) (n)
Tubulin 0.80+0.009 (252)  19.37+0.50 (210)  0.154 + 0.006 (415)  0.07 + 0.03 (10) (92)
4R (S) 1.45+0.017 (180)  15.00+0.9521)  0.008 = 0.002 (31) 2.77+0.50 (31) (136)
4R (B) 1.42+£0.018 (147)  1430+0.72(15)  0.009 = 0.004 (13) 2.19+0.44 (13) (34)
AN (S) 2.14 £ 0.050 (83) 16.01 (1) 0.003 = 0.001 (4) 1.41+0.5 (4) (74)
AN (B) 2.12 £ 0.046 (95) 18.01 £2.35 (6) 0.004 =+ 0.003 (5) 2.01 £ 0.40 (5) (65)
ANC (S) 1.51£0.015(192) 17.34+0.95(36)  0.018+0.003 (80)  2.32+0.19 (100) (156)
ANC (B) 1.47+£0.031 (241)  17.48+0.72(92)  0.024+0.003 (88)  1.91£0.17 (105) (155)
3R (S) 1.16+0.011 (234)  12.90+0.35(60)  0.016+0.002 (82)  2.05+0.22(79) (163)
3R (B) 0.92+0.011 (275) 19.31+0.23 (112)  0.042+0.005 (115)  1.86+0.20 (102) (162)
2R (S) 1.09£0.009 (268)  23.2+0.46 (218)  0.136+0.007 (182)  0.20+0.10 (12) (43)
2R (B) NA NA NA NA NA
APHF12 (S) 1.29+0.009 (298)  20.7+0.58 (240)  0.117+0.006 (333)  0.61 = 0.10 (100) (68)
APHF12 (B) 1.00 + 0.020 (72) 34.6 + 1.76 (42) 0.162 + 0.018 (64) 0.11 +0.06 (3) (29)
APHF6* (S) 1.27+0.011 (343) 16.11+0.36 (176)  0.028 +£0.001 (143)  1.57+0.13 (144) (160)
APHF6* (B) 1.18£0.016 (259)  18.91 +0.45 (149)  0.044 £0.005 (133)  1.00 £ 0.13 (95) (120)
APHF6 (S) 1.42+0.009 (443)  21.3+0.34(335)  0.086+0.006 (252)  0.90+0.11 (135) (110)
APHF6 (B) 120+0.017 (129)  28.8+0.94(97)  0.152+0.011 (101)  0.45+0.11 (27) (59)
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Supplementary Movie Legends

Supplementary Movie S1. Tau mediates the co-alignment of growing microtubules at
shallow-angle encounters. TIRF movies of microtubules polymerized from seeds (red) and 8
uM tubulin (green) in the absence (top) or in the presence (bottom) of 0.1 uM 4R-tau. The

time (min:s) indicates the elapsed time from the start of acquisition. Scale bar, 10 pm.

Supplementary Movie S2. Removal of the projection domain increases tau’s
microtubule-bundling efficiency. TIRF movies of microtubules polymerized from seeds
(red) and 8 uM tubulin (green) in the presence of 0.1 uM 4R-, AN- and ANC-tau. White stars
indicate microtubules co-aligning at steep angles (>30°). The time (min:s) represents the

elapsed time from the start of the events. Scale bar, 10 pum.

Supplementary Movie S3. Deletion of the two central repeats or the PHF domains
strongly affects tau’s bundling activity. TIRF movies of microtubules polymerized from
seeds (red) and 8 uM tubulin (green) in the presence of 0.1 uM 4R-, 3R-, 2R- and APHF12-
tau. White stars indicate dynamic bundled microtubules with 3R- and short life-time bundles
with 2R- and APHF12-tau. The time (min:s) represents the elapsed time from the start of the

acquisition. Scale bar, 10 um.

Supplementary Movie S4. Increasing 2R- and APHF12-tau concentrations is not
sufficient to restore tau’s microtubule-bundling activity. TIRF movies of microtubules
polymerized from seeds (red) and 8 uM tubulin (green) in the presence of 0.3 uM 2R-tau and
0.2 uM APHF12-tau. White stars indicate examples of bundles. The time (min:s) represents

the elapsed time from the start of the acquisition. Scale bar, 10 um.

Supplementary Movie S5. Effects of 4R-, 2R- and APHF12-tau on microtubule behavior
at a tau:tubulin ratio of 1:560. TIRF movies of microtubules polymerized from seeds (red)
and 17 pM tubulin (green) in the presence of 0.03 uM 4R-, 2R- and PHF12-tau. The time

(min:s) represents the elapsed time from the start of the acquisition. Scale bar, 10 pm.
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Supplementary Movie S6. The two PHF domains differentially contribute to tau’s
microtubule-bundling activity. TIRF movies of microtubules polymerized from seeds (red)
and 8 uM tubulin (green) in the presence of 0.1 uM APHF6*- and APHF6-tau. The time

(min:s) represents the elapsed time from the start of the acquisition. Scale bar, 10 pm.
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Résultats complémentaires

Nous nous sommes demandé si les résultats obtenus in vitro montrant I’importance de
certains domaines de tau dans la formation des faisceaux de microtubules étaient
transposables dans les cellules. En effet, contrairement aux différentes protéines tau purifiées
utilisées pour suivre ce processus en microscopie TIRF, les protéines exprimées dans les
cellules peuvent subir des modifications post-traductionnelles, notamment des
phosphorylations, susceptibles de modifier le comportement de tau vis-a-vis des microtubules.
D’autre part, 1’é¢tude des faisceaux de microtubules dans les cellules offre I’avantage de
s’affranchir de la dynamique des microtubules puisqu’avant la transfection par les protéines
tau, le réseau de microtubules est déja établi (notamment par d’autres MAPs déja présentes) et
donc les microtubules possédent une longueur globalement identique entre les cellules

exprimant des protéines tau aux effets stabilisateurs différents.

Nous avons comparé les quantités de faisceaux de microtubules formés dans des
cellules COS-7 surexprimant différentes formes de tau. Ces cellules contiennent une quantité
trés faible de tau endogene. Les différentes constructions de tau transfectées (4R-tau, AN-tau,
2R-tau et APHF12-tau) sont fusionnées a la GFP. La GFP seule est utilisée comme contrdle.
Pour I’analyse, les microtubules en faisceaux et les microtubules seuls ont été distingués grace
a un masque différenciant les deux catégories suivant 1’épaisseur des filaments, puis la
proportion de faisceaux par rapport a la quantité totale de microtubules par cellule a été
calculée pour chaque tau (Figure 40). Les résultats montent que 4R-tau et AN-tau induisent la
formation d’environ 30 % de faisceaux de microtubules, alors que les faisceaux formés avec
2R-tau ou APHFI12-tau sont significativement moins nombreux (15 % et 19 %), et se
rapprochent de ceux obtenus dans le cas ou la GFP est transfectée seule (18 %). Cette faible
proportion de faisceaux dans le controle peut provenir de microtubules qui se chevauchent
sans étre liés les uns aux autres, par exemple au niveau des repliements a la périphérie des
cellules, mais que le masque détecte comme étant des faisceaux. Ces résultats sont donc
comparables a ceux obtenus in vitro, excepté pour la AN-tau qui ne semble pas former plus de
faisceaux que la 4R-tau. Cela peut venir de la surexpression de 4R-tau qui compenserait
I’effet inhibiteur de son domaine de projection. Par ailleurs, il faudrait peut-étre refaire cette
¢tude en analysant pour chaque cellule le taux de transfection et en rapportant la quantité de
faisceaux a cette valeur. Ici, nous n’avons pas tenu compte de l’intensit¢ de fluorescence

émise par tau.
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Figure 40. Effet de différentes constructions de tau sur les faisceaux de microtubules dans les
cellules COS-7. (A) Images obtenues au confocal a 1’objectif 63X. La protéine tau surexprimée est
révélée avec un anticorps anti-GFP couplé a un anticorps secondaire-Alexa488 et la tubuline endogeéne
est révélée avec un anticorps anti-tubuline couplé a un anticorps secondaire-Alexa565. (B)
Quantification de la proportion de faisceaux de microtubules par rapport a la quantité totale des
microtubules par cellule. Les boites a moustache représentent la médiane des valeurs avec les valeurs
minimales et maximales (n > 30 cellules). La diminution de la quantité de faisceaux dans les cellules
transfectées avec les différentes constructions de tau est significative par rapport a la 4R-tau pour
toutes les constructions sauf pour la AN-tau (test One-Way Anova non paramétrique (Kruskal-
Wallis)).
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Chapitre I1I : Résultats (2)
Organisation des cytosquelettes de
microtubule et d’actine par tau
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Résumé de ’article

La coopération entre les microtubules et les filaments d’actine dans les neurones est
nécessaire a leur différenciation ainsi qu’a I’activité et la plasticité des synapses. Cependant,
les mécanismes qui régissent cette coordination, et particuliérement les protéines capables
d’établir un lien entre les deux polymeéres, restent trés mal identifiés. Nous nous sommes
demand¢ si la MAP neuronale tau, initialement caractérisée pour sa capacité a promouvoir
I’assemblage des microtubules et a les stabiliser, pourrait constituer un acteur direct de
I’interaction entre les microtubules et les filaments d’actine. En effet, I’interaction de tau avec

’actine a été proposée depuis quelques années mais a été longtemps controversée.

Dans un premier temps, nous avons montré en systéme reconstitué a partir de
protéines purifiées que tau interagit directement avec les filaments d’actine et qu’elle les
organise en faisceaux. Tau est également capable de lier simultanément des filaments d’actine
et des microtubules pré-polymérisés et stabilisés, et d’induire des faisceaux mixtes de ces
deux polymeres. Grace a la mise au point d’un systéme original permettant 1’observation en
temps réel par microscopie TIRF de I’assemblage concomitant de tubuline et d’actine, j’ai pu
¢tudier in vitro la co-organisation des deux cytosquelettes par tau. Les résultats montrent que
tau induit une croissance couplée des microtubules et des filaments d’actine caractérisée par
différents types d’événements : polymérisation et redressement des filaments d’actine le long
des microtubules, croissance et déformation éventuelle des microtubules le long de cables
d’actine. Ces phénomeénes conduisent a un co-alignement global des réseaux de microtubules
et d’actine contraignant leur polymérisation suivant la méme direction. De plus, le
comportement dynamique de chacun des polymeéres ne semble pas affecté lorsqu’ils se co-

alignent (leur vitesse de polymérisation reste la méme).

Afin de déterminer les domaines de tau responsables de I’interaction
microtubules/actine, j’ai produit différentes constructions de tau avec 1/ un nombre variable
(0, 1, 2 ou 3) de motifs répétés constituant le domaine de liaison aux microtubules (MTBD)
(probablement impliqué dans l'interaction avec 1’actine) et 2/ une délétion de la partie N-
terminale (domaine potentiel de dimérisation de tau). L’analyse de I’effet de ces mutants sur
le couplage microtubules/actine nous a permis de conclure que I’interaction des microtubules
et de I’actine nécessitait la présence d’au moins deux des quatre motifs répétés du MTBD de
tau. Nous en avons déduit un modéle selon lequel tau coordonnerait les microtubules et

I’actine en répartissant ses domaines répétés entre les deux cytosquelettes. En paralléle, j’ai
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participé a une étude montrant 1’interaction directe de tau avec ’actine et une triple co-
localisation tau/microtubules/actine dans des neurones en développement (données présentées

en partie complémentaire de 1’article).

Par ailleurs, j’ai été impliquée dans une étude en collaboration avec 1’équipe d’Alain
Buisson, montrant la localisation de la protéine tau dans les synapses de neurones activés ou
elle modulerait le cytosquelette d’actine (article en annexe). L’ensemble de ces résultats
montrent que tau établit un lien physique entre les microtubules et les filaments d’actine, qui
pourrait entrer en jeu lors de la co-organisation des deux cytosquelettes nécessaire a la
croissance des neurites lors de la différenciation des neurones ou pendant leur activité

synaptique.
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OFEN Tau co-organizes dynamic
microtubule and actin networks
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Published: 05 May 2015 : The crosstalk between microtubules and actin is essential for cellular functions. However,

© mechanisms underlying the microtubule-actin organization by cross-linkers remain largely
unexplored. Here, we report that tau, a neuronal microtubule-associated protein, binds to
microtubules and actin simultaneously, promoting in vitro co-organization and coupled growth of
both networks. By developing an original assay to visualize concomitant microtubule and actin
assembly, we show that tau can induce guided polymerization of actin filaments along microtubule
tracks and growth of single microtubules along actin filament bundles. Importantly, tau mediates
microtubule-actin co-alignment without changing polymer growth properties. Mutagenesis studies
further reveal that at least two of the four tau repeated motifs, primarily identified as tubulin-binding
sites, are required to connect microtubules and actin. Tau thus represents a molecular linker between
microtubule and actin networks, enabling a coordination of the two cytoskeletons that might be
essential in various neuronal contexts.

A tight coordination between microtubules and actin is required for many cellular functions, such as cell
division, migration and morphogenesis'. In neurons, this synergistic activity drives the guided extension
of axons during neuronal development, as well as the formation and activity of synapses in mature
neurons>’. Microtubule/actin interactions involved in these processes include various events like the
co-alignment and coordinated assembly of both polymers'*®. To date, several candidates have been
identified as linkers between the two cytoskeletal systems; however the molecular mechanisms governing
this crosstalk are still poorly explored'”.

Tau is a neuronal microtubule-associated protein that promotes microtubule polymerization and
bundling’-", and is responsible for microtubule stabilization in axons'>!*. Tau is involved in the devel-
opment and maintenance of the nervous system and the deregulation of its function is associated with
Alzheimer’s disease and other neurodegenerative pathologies'*!®. Beyond its microtubule-stabilizing
properties, tau is also implicated in the regulation of actin cytoskeleton!®. Accordingly, several in vitro
studies have reported the association with actin of the full-length tau'”'® and tau sub-regions containing
the microtubule-binding sites'*?°, although this direct interaction has been controverted?. In vivo, tau
co-localizes with actin in differentiating PC12 cells*? and in the post-synaptic compartments of mature
neurons®. Tau has also been found on dynamic microtubules in the actin-rich growth cone areas of
developing neurons®*®. Furthermore, tau neurotoxicity correlates with alterations of actin organiza-
tion in animal models of Alzheimer’s disease!”. Overall, these data support a role for tau as a regulator
of microtubules and actin, and suggest that tau is a potential linker between the two cytoskeletons as
hypothesized some years ago'. In the present study, we investigated the ability of tau to simultaneously
interact with actin and tubulin. Using reconstituted cell-free systems, we addressed the basic mechanisms
underlying tau-mediated co-organization of dynamic microtubule and actin networks.
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Results

Tau simultaneously binds to microtubules and actin filaments. Tau can be divided into two
large domains: an N-terminal portion, called the projection domain, and a C-terminal part containing
three or four repeats of a conserved 31-32 amino-acid stretch (Fig. 1a). These repeat motifs are required
for the microtubule-binding and -stabilizing properties of tau'*%?, and have also been proposed to
interact with actin'®%. In addition, the regions flanking the repeats (i.e. the proline-rich domain and/
or the C-terminal sequence of tau) are implicated in tau interaction with each polymer!"'®%, To study
the role of tau in the microtubule/actin interplay, we produced recombinant human tau containing four
microtubule-binding sites (4R-tau), which interacted with microtubules (Fig. 1b) and promoted both
their assembly and bundling as expected (Supplementary Fig. Sla and b)”~'!. We tested the effect of tau on
in vitro actin assembly and organization. Our results showed that tau bound to actin filaments (F-actin)
with an apparent equilibrium dissociation constant (Kd,,,,) of about 241+43nM (Fig. 1c), a value close
to Kd,,, of tau for microtubules measured by a similar experimental approach (280 +52nM, Fig. 1b). The
Kd,,, value of tau for F-actin was similar in the buffers used either for actin assembly (Fig. 1c) or actin/
tubulin co-assembly (Supplementary Fig. S1c). We found that tau did not significantly affect actin assem-
bly properties by using pyrene-actin polymerization and F-actin sedimentation (Supplementary Fig. S1d
and e). In contrast, tau influenced actin organization by promoting the apparition of bundled F-actin in
a concentration dependent manner, as revealed by light scattering (Fig. 1d) and low-speed sedimentation
assays (Fig. le, see also Supplementary Fig. S1f). We next visualized, for the first time in real time, the
effect of tau on actin organization by Total Internal Reflection Fluorescence (TIRF) microscopy (Fig. 1f,
Supplementary Movie S1). In the absence of tau, only single actin filaments could be observed whereas,
in the presence of tau, they progressively formed long and thick F-actin bundles. Quantification of actin
growth rate at early time points indicated that tau did not significantly changed the elongation speed
of actin compared to the control (1.78+0.28 and 1.76+0.41 um/min, respectively). Overall, our data
indicate that tau is an actin-binding and -bundling protein in agreement with previous studies showing
the direct interaction of the full-length tau with actin filaments'”!8. These results are consistent with
an actin-scaffolding role for tau that has been recently proposed to regulate the morphological changes
underlying synaptic plasticity in mature neurons®.

The ability of tau to interact with F-actin raises the possibility that tau operates as a cross-linker
between microtubules and actin filaments. To investigate this hypothesis, we set up sedimentation con-
ditions to assay tau interaction with pre-polymerized microtubules and actin filaments. Tau was added
to taxol-stabilized microtubules and/or phalloidin-stabilized F-actin, and reactions were centrifuged at
very low speed on a sucrose cushion (Fig. 1g). In these conditions, microtubules bundled by tau were pel-
leted, while all other polymers, i.e. single microtubules, single F-actin and tau-induced bundled F-actin,
remained in the supernatant (Fig. 1g, left panel). In contrast, F-actin sedimented only when incubated
with microtubules and tau (Fig. 1g, right panel), suggesting that tau simultaneously interacts with both
cytoskeletons and promotes the formation of large macro-molecular complexes. We next visualized
fluorescently-labelled pre-polymerized microtubules and actin filaments with or without tau (Fig. 1h).
In the absence of tau, single microtubules and F-actin were randomly distributed in the solution (Fig. 1h,
left), whereas hybrid bundles of co-aligned microtubules and actin filaments appeared in the presence of
tau (Fig. 1h, right). Using co-sedimentation assays onto coverslips in conditions where F-actin did not
sediment unless associated with single or bundled microtubules, we observed mixed arrays of micro-
tubules and F-actin only in the presence of tau (Fig. 1i). This result supports the idea that tau tightly
connects the two cytoskeletons.

Tau coordinates dynamic microtubules and actin filaments. We next wondered whether tau was
able to co-organize microtubules and actin filaments while assembling. For this purpose, we reconsti-
tuted a minimal and original system, in which concomitant self-polymerization of both tubulin and actin
could be followed by live TIRF microscopy. To our knowledge, this is the first in vitro assay allowing the
visualization of dynamic tubulin and actin polymers simultaneously. Microtubules and actin filaments
were elongated from a mixture of actin monomers (0.4puM) and tubulin dimers (20puM) containing
small fractions of fluorescently-labelled actin monomers and tubulin dimers. In the absence of tau, sin-
gle microtubules and actin filaments assembled independently without any significant contact (Fig. 2a,
Supplementary Movie S2). Addition of fascin, a specific actin-bundler?, induced cross-linking of actin
filaments, but neither affected microtubule organization nor promoted microtubule/actin interactions
(Fig. 2a, Supplementary Movie S2). In contrast to fascin, tau was able to coordinate microtubule and
actin networks by progressively co-aligning growing microtubules and growing actin filaments (Fig. 2a-e,
Supplementary Movie $3). Coupling of microtubule and actin assembly in the presence of tau was mostly
characterized by the following events: guided polymerization of single or bundled actin filaments along
single or bundled microtubule tracks (Fig. 2a,b, Supplementary Movies S3 and S4a) and progressive
straightening of curved F-actin by the end of elongating microtubules (Fig. 2c, Supplementary Movie
S4b). Accordingly, the curvature of actin filaments significantly decreased compared to that of actin fil-
aments co-polymerized with tubulin and fascin, illustrating the microtubule-dependent deformation of
F-actin in the presence of tau (Fig. 2f). We also observed the growth of single microtubules along F-actin
cables (Fig. 2c-e, Supplementary Movie S4c) and, in some cases, thick actin filament bundles could shape
and deform microtubules elongating along their tracks (Fig. 2d,e, arrowheads, and Supplementary Movie
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Figure 1. Tau interacts with microtubules and F-actin, and forms hybrid bundles of both polymers. (a)
Scheme of tau isoform used in this study. Tau projection domain contains a proline-rich region (P1). The
C-terminal domain consists of a proline-rich region (P2), 4 repeat motifs (R1-R4) and a C-terminal extension
comprising a pseudo-repeat motif (R). (b) Tau binding affinity for microtubules. Increasing concentrations of
microtubules were incubated with 0.5uM tau in BRB80-K buffer. Percentage of bound tau was plotted against
microtubule concentration and fitted with a hyperbolic function. The Kd,, value was 280+52nM (mean+SD,
five independent experiments). (¢) Tau binding affinity for F-actin. Increasing concentrations of F-actin were
incubated with 0.5uM tau in AP buffer. Percentage of bound tau was plotted against F-actin concentration and
fitted with a hyperbolic function. The Kd,,, value was 241+43nM (mean +SD, three independent experiments).
(d) Time course of actin bundling (4 M) with increasing tau concentrations, monitored by light scattering

at 400nm. a.u., arbitrary units. (e) Quantification of actin bundles by low speed sedimentation after 1 hour
incubation with various tau concentrations. Data represent the mean+SD (three independent experiments). (f)
TIRF microscopy of actin (0.4uM) polymerized with or without 0.4 M tau. Time 00:00 (min:sec) indicates start
of acquisition. Arrowheads, F-actin bundles; scale bar, 10 um. (g) Tau induces microtubules/F-actin complexes.
Tau (4 M) was mixed with either 2uM taxol-stabilized microtubules, 2uM phalloidin-stabilized F-actin or both
polymers before low-speed centrifugation. F-actin sedimented only with microtubules and tau. P, pellet; SN,
supernatant; MT, microtubule. (h, i) Visualization of tau-induced complexes between phalloidin-stabilized F-actin
(red) and taxol-stabilized microtubules (green). (h) Microtubules (0.3 uM) and F-actin (0.2 uM) were mixed for 30
minutes with or without tau (0.5 M) before fixation and observation. Scale bar, 10 um. (i) Microtubules (2 M)
and F-actin (4uM) were incubated with increasing concentrations of tau before centrifugation at 50,000xg to
sediment single/bundled microtubules but not F-actin alone. Scale bar, 10 um.
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Figure 2. Tau coordinates dynamic microtubules and actin filaments. (a) TIRF microscopy of co-polymerizing
microtubules and F-actin. In the control (upper panel), 20 uM tubulin dimers (green) were co-assembled with
0.4 M actin monomers (red). Most actin filaments were floating out of the TIRF field due to a lower medium
viscosity compared to conditions used for actin assembly (see Methods). Addition of 1M fascin (middle panel)
induces the apparition of a network of F-actin bundles randomly distributed around microtubules. Tau at 0.7 uM
(lower panel) co-organizes growing microtubules and F-actin. In this last condition, we decreased tubulin
concentration to 5uM to avoid extensive microtubule self-assembly induced by tau. White stars show zippering
events between microtubules and actin filaments, arrows point actin filaments growing along microtubules.

Time 00:00 (min:sec) indicates start of acquisition. Scale bar, 10 um. (b-e) Detailed views of typical microtubule/
actin coupling events observed in the presence of tau: guided growth of F-actin along the microtubule wall (b),
straightening of curved actin filaments by a growing extremity of a microtubule (c) and single microtubules
elongating along actin bundles (d, e). White arrows and arrowheads indicate extremities of growing F-actin

and microtubules, respectively. Time 00:00 (min:sec) indicates start of event. Scale bar, 5um. (f) Curvature of
actin filaments co-assembled with tubulin and either fascin or tau. Boxes and whiskers represent 25-75 and
5-95 percentiles, respectively and lines within boxes indicate median values (3.89 and 0.094 degree.um™ with
fascin and tau, respectively). Data were compared using the Mann-Whitney test (n=346 and 354 actin filaments
for fascin and tau, respectively). Quantification was performed on fixed time-point images displaying similar
microtubule densities. (g) Percentage of microtubule surface co-aligned with F-actin as a function of microtubule
network surface in the presence of tau or fascin (three representative curves). a.u., arbitrary units. (h, i)
Kymographs of co-aligned growing microtubules and F-actin in the presence of tau. Schemes of microtubule/actin
co-organization are drawn on the right. Horizontal bars, 10 um; vertical bars, 3 min.
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S4c). We next quantified the microtubule/actin crosslinking activity of tau by measuring the percentage
of microtubules co-aligned with actin filaments. Results indicate that the proportion of the microtubule
network associated with F-actin increases up to 60% as a function of the total microtubule surface,
whereas it did not exceed 14% in the presence of fascin (Fig. 2g).

We then asked whether the physical association of microtubules and actin filaments induced by tau
affected their own assembly properties. Fig. 2h,i show representative kymographs of co-aligned micro-
tubules and actin filaments: a single actin filament growing along a single microtubule (Fig. 2h) and a
microtubule encountering bundled F-actin (Fig. 2i). Measurements of growth rates indicated that the
microtubule speed (1.28+0.17 um/min, n=>52) did not change when microtubule-growing ends encoun-
tered actin filaments and co-aligned (1.31+0.16 um/min, n=41). The elongation rate of F-actin polym-
erizing along microtubule tracks (1.21+0.16 um/min, n=_80) was also very similar to the one measured
for isolated actin filaments (1.29+0.29 um/min, n=35). Thus, the tight association and coupled growth
of microtubules and F-actin did not modify the intrinsic assembly properties of each polymer. Overall,
our results reveal that tau promotes the co-alignment of microtubules and actin filaments, which allows
the two networks to adopt the same global organization and direction of growth.

Tau bridges microtubules and actin via its tubulin-binding sites. To evaluate which sub-regions
of tau serve as bridges between microtubules and F-actin, we generated tau mutants deleted from either
the N-terminal projection domain or various numbers of repeats (Fig. 3a and Supplementary Fig. S2a).
Indeed, the projection domain might regulate microtubule spacing within bundles possibly via homod-
imerization®®, a mechanism that could be critical for bridging microtubules and F-actin. To test this
hypothesis, we studied the effect of the N-terminal deleted form of tau (AN-tau) on microtubule and
actin co-organization. Our results show that AN-tau binds to F-actin and to microtubules independently
(Supplementary Fig. S2b and ¢), and cross-links both polymers in growing conditions similarly to the
full-length tau (Fig. 3b, Supplementary Movie S5). This suggests that the C-terminal part of tau is suf-
ficient to establish a physical link between microtubules and actin filaments and that tau dimerization
through its N-terminal part is unlikely involved in this process. We next produced mutants lacking
one to four repeats (3R-, 2R-, 1R- and OR-tau, Fig. 3a) and examined their ability to co-align dynamic
microtubules and actin filaments by TIRF microscopy (Fig. 3¢, Supplementary Movie S6). Since the
activity of tau to promote microtubule self-assembly decreases with the number of repeat motifs'!, the
concentrations of tau proteins and tubulin were adjusted to ensure that actin polymerization, which was
not influenced by tau, and tubulin polymerization started almost simultaneously (Supplementary Movie
S6, see also Methods). The different deleted forms of tau still associated independently with microtu-
bules and F-actin in similar concentration ratios of tubulin:tau and actin:tau used for the TIRF assay
(Supplementary Fig. S2b and c). To evaluate the influence of tau repeats on microtubule/actin coupling,
we measured for each tau mutant the proportion of the microtubule surface co-localizing with F-actin at
similar microtubule densities (Fig. 3b,c, bottom panel, Supplementary Movie S6). In the presence of tau
proteins with 2, 3 and 4 repeats, about 50% of the microtubule network co-aligned with actin filaments.
In contrast, the deletion of more than two repeats (1R- and OR-tau) almost abolished the link between
the two cytoskeletal arrays (Fig. 3b,c). In these conditions, the percentage of the microtubule surface
associated with actin filaments strongly decreased to values comparable to those obtained with fascin
(Fig. 3b). These data indicate that the repeat motifs are crucial for the microtubule/actin cross-linking
activity of tau. Our results suggest a mechanism whereby a minimum of two tau repeats are required to
bridge polymers, with one repeat bound to microtubules and the other one to actin filaments (Fig. 4).

Discussion
In neurons, several molecules have been identified as key players in the microtubule/actin crosstalk,
including proteins that simultaneously bind to microtubules and F-actin (e.g. members of the spec-
traplakin family*"*?) or multi-component complexes of microtubule- and actin-binding factors (e.g. the
microtubule end-binding protein EB3 and the actin-binding protein drebrin®®). The interaction of tau
with microtubules in neurons is well documented and more recent studies have proposed that tau also
binds to actin®. Our work demonstrates that tau acts as a molecular linker between microtubules and
actin filaments, enabling the in vitro co-organization and coupled growth of the two networks (Fig. 4).
These data provide the first evidence for a direct role of tau in the dynamic coordination of microtubule
and actin cytoskeletons. We propose a mechanism in which the repeat motifs of tau establish a structural
connection between microtubules and actin filaments through the distribution of repeats between the
two polymers (Fig. 4). Several phosphorylation sites within the repeats and adjacent sequences have been
shown to finely regulate the microtubule-binding and -stabilizing properties of tau'"**%>. Whether and
how these phosphorylation sites modulate the affinity of tau for F-actin, and possibly its microtubule/
actin cross-linking activity, remain to be elucidated. Interestingly, a recent in vitro study has reported
the alignment of microtubules along pre-existing actin arrays via the cross-linking activity of plus-end
tracking proteins at the growing extremity of microtubules®, highlighting that the microtubule/actin
cross-talk involves different mechanisms based on both lattice and end-binding factors.

The intrinsic capacity of tau to connect the two cytoskeletal systems suggests that it might be at
play in the global cytoskeleton reorganization during neuronal development. Tau could contribute to
the co-alignment and tandem polymerization of microtubules and actin filaments, the guided growth
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Figure 3. Tau microtubule-binding sites are required for microtubule/actin crosslinking. (a) Schematic
representation of the different tau constructs used in this study. (b and ¢) Microtubule/F-actin cross-
linking activity of tau proteins. Microtubules and F-actin were co-assembled from tubulin dimers and actin
monomers in the presence of the various tau proteins and analyzed by TIRF microscopy (see Methods for
details). (b) Quantification of the percentage of microtubule surface co-localizing with F-actin from TIRF
images at fixed time points exhibiting similar microtubule densities (see examples in (c)). Fascin that does
not bind to microtubules serves as a negative control. For statistical analysis, we used a non-parametric
Kruskal-Wallis ANOVA test followed by post-hoc Dunn comparisons. P values calculated in comparison

to the 4R-tau conditions are 0.0626 (1R-tau), 0.0009 (OR-tau) and 0.0286 (Fascin). Error bars represent
standard deviations (three to six independent experiments). (c) Examples of fixed time point images used to
quantify the percentage of microtubule surface co-aligned with F-actin in various conditions. Images were
taken at similar microtubule densities. The masked images (lower panel) represent the microtubule area that
co-localizes with actin. Scale bar, 10 um.

of microtubules along actin cables, or the microtubule-dependent actin reorganization that have been
described in the growth cone of elongating axons and at axon branching points™*°. Along this line,
several studies have reported a role for tau in neurite outgrowth, although details about the implication
of tau in axonal guidance are unclear®* 3. Furthermore, tau has been recently found in the synaptic
compartment of mature neurons*>*® where it may participate to the microtubule/actin coordination that
control synapse morphology and functions>*4,

Overall, our work advances our understanding of tau’s cytoskeleton-regulating properties and pro-
vides new insights into the basic mechanisms that govern the coordination between microtubule and
actin cytoskeletons. Given the role of tau in Alzheimer’s disease and related tauopathies, it is essential to
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Figure 4. Model for tau-mediated coordination of microtubule and actin cytoskeletons. Tau promotes
the co-alignment and coupled growth of microtubules (green) and actin filaments (red). We suggest that one
tau molecule would bind both actin and microtubules simultaneously and that the distribution of tubulin-
binding repeated sites of tau would be required to establish the structural link between the two cytoskeletal
polymers (inset). At least two repeats are necessary for the crosslinking activity of tau, with one repeat
interacting with microtubules and the other one with actin filaments.

elucidate how tau interacts with microtubules and actin in order to decipher molecular pathways leading
to cytoskeleton alterations in these pathologies.

Methods

DNA constructs and reagents. We used tau isoforms containing three or four repeats (R) at their
C-terminus and one N insert at their N-terminus (IN3R- and 1N4R-tau, respectively named 3R- and
4R-tau in the present study). The cDNA of these two isoforms subcloned in the pDEST17 vector were
kindly provided by Dr. N. Sergeant (Lille, France). The following tau constructs were generated by a
PCR-based strategy (amino-acid numbers are given according to the longest 2N4R-tau isoform): AN-tau
corresponding to amino acids S198-L441 and repeat-deleted constructs 2R-tau, 1R-tau, OR-tau in which
V275-Q336, V275-K369 and Q244-K369 domains were deleted respectively. When not stated, reagents
were from Sigma.

Protein purification. His-tagged recombinant tau proteins were purified using Talon metal affinity
resin (Clontech) and processed by size exclusion in BRB80 buffer (80 mM Pipes, I mM EGTA, 1 mM
MgCl,, pH 6.8). Human fascin and profilin were purified as described****. Tubulin was purified from
bovine brain and labelled with ATTO-488* (ATTO-TEC GmbH, Germany). Actin was purified from
rabbit skeletal muscle and labelled with Alexa-568 or pyrene®.

Tau interaction with microtubules or F-actin. Taxol-stabilized microtubules were prepared by
polymerizing 70 uM tubulin at 36°C in BRB80 buffer with 1 mM GTP. After 60 min, 70 uM taxol was
added and microtubules further incubated 30 min at 36 °C, before being centrifuged for 5min at 230,000
x g and resuspended in BRB80 buffer. 4R-tau (0.5uM) was incubated with increasing concentrations
of taxol-stabilized microtubules for 30 min at room temperature (RT) in BRB80 buffer supplemented
with 50mM KCl (BRB80-K). Samples were centrifuged for 15min at 230,000 x ¢ and analysed by
SDS-PAGE. The amount of 4R-tau bound to microtubules in the pellets was quantified by densitometry
on Coomassie-stained gels using Image J software (version 1.49g, NIH, USA). The percentage of bound
4R-tau was plotted versus microtubule concentrations and the apparent equilibrium dissociation constant
was calculated from a fitted hyperbolic curve using Prism 6 (GraphPad software, USA). In the absence
of microtubules, no tau was detected in the pellet indicating that tau was soluble under these conditions.
To determine tau affinity for F-actin, phalloidin-stabilized F-actin was prepared from 20pM G-actin
incubated for 1h at RT with 20puM phalloidin in AP (Actin Polymerization) buffer containing 2mM
Tris pH 8.0, 0.2mM ATP, 0.5mM DTT, 0.1 mM CaCl,, 50mM KCl, 1 mM MgCl,, 1 mM EGTA, 10mM
imidazole. Increasing amounts of phalloidin-stabilized F-actin were incubated with 0.5uM 4R-tau in AP
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buffer for 30 min at RT. Samples were centrifuged at 100,000 x g for 15min and the amount of 4R-tau
bound to F-actin in the pellets was quantified as described above. Mean values of dissociation constants
were calculated from the average of at least three independent experiments. In the absence of actin, no
tau was detected in the pellet.

Actin bundling assays. Increasing amounts of 4R-tau were added to 4 uM G-actin and the formation
of F-actin bundles was monitored by light scattering at 400 nm. The amount of bundles was quantified
after 1 hour incubation by sedimentation as described above with a centrifugation speed of 15,000 x g
for 10min to selectively pellet bundled F-actin.

Cross-linking activity of tau on pre-formed microtubules and F-actin. Various combinations
of taxol-stabilized microtubules (2uM), phalloidin-stabilized F-actin (2uM) and 4R-tau (4uM) were
incubated in BRB80 buffer for 30min at RT and centrifuged on a 30% sucrose cushion for 10 min at
4,000 x g. Supernatants and pellets were analyzed by SDS-PAGE. To visualize microtubule/F-actin com-
plexes, fluorescent taxol-stabilized microtubules were prepared from tubulin containing 10% of fluores-
cent ATTO-565 tubulin. Fluorescent taxol-stabilized microtubules (0.3 uM) and fluorescent ATTO-488
phalloidin-stabilized F-actin (0.2 uM) were incubated for 30 min at RT in BRB80 buffer with or without
4R-tau (0.5uM) and examined under the fluorescence microscope (Zeiss Axioskop). For sedimentation
onto coverslips, fluorescent taxol-stabilized microtubules (1 M), fluorescent phalloidin-stabilized F-actin
(2uM) and increasing amounts of 4R-tau were incubated in BRB80 buffer at RT for 40 min (sample
volume of 20 ul). Reactions were stopped by addition of 1 ml of BRB80 buffer containing 0.5% glutaral-
dehyde and 25% (w/v) sucrose. Samples were loaded onto 7 ml of 10% glycerol cushion, centrifuged onto
coverslips for 30 min at 50000 x g, fixed in methanol and observed under the fluorescence microscope.

TIRF microscopy. Perfusion chambers were prepared with functionalized silane-PEG (Creative
PEGwork) glass slides, as described previously*. For actin polymerization, the flow cell was incubated
with PLL-g-PEG (2 kDa, 0.1 mg/mL in 10mM Hepes, pH7.4, Jenkem) and washed with 1% BSA in
AP-buffer. Actin growth was initiated by flowing 0.4uM G-actin (containing 30% Alexa-468 labelled
G-actin) together with 0.1 pM 4R-tau in AP-buffer containing 0.2mM ATP, 0.3 uM profilin, 4mM DTT,
1% BSA, 1 mg/ml glucose, 70 ug/ml catalase, 580 pg/ml glucose oxidase and 0.3% methylcellulose. For
actin and tubulin co-assembly, the flow cell was incubated with PLL-g-PEG, then washed with 1% BSA
in BRB80 buffer. Microtubule and actin growth was initiated by flowing tubulin dimers (containing 30%
ATTO-488 labelled tubulin) and G-actin (containing 30% Alexa-568 G-actin) in the absence or in the
presence of tau proteins in BRB80-K buffer containing 1 mM GTP, 4mM DTT, 1% BSA, 0.4 uM profilin,
1 mg/ml glucose, 70 pg/ml catalase, 580 pug/ml glucose oxidase and 0.2% methylcellulose. These specific
buffer conditions allowed simultaneous polymerization of actin and tubulin with a similar nucleation
lag time, in the range of the protein concentrations used. Note that the final ionic strength of the buffer
is 210mM (calculated from Thiede et al., 2013%"), close to physiological one. For this assay, we had to
decrease the methylcellulose concentration (0.2%) compared to that used to visualize actin assembly alone
(0.3%) in order to avoid unspecific microtubule bundling. At this lower methylcellulose concentration,
single actin filaments hardly remained in the TIRF field, unless they were bound to microtubules and/or
bundled. The concentration of actin was 0.4 uM in all conditions. In control experiments without tau or
in the presence of fascin (1 uM), tubulin was polymerized at 20 uM. In the presence of 4R-tau (0.7 uM),
we decreased the tubulin concentration to 5uM (tubulin:tau ratio of 7:1), in order to avoid extensive
microtubule nucleation that occurred upon the addition of tau and rendered the analysis of microtu-
bule/F-actin interactions impossible. The tau constructs differentially affected microtubule self-assembly.
In particular, deletion of the repeats reduced the ability of tau to promote tubulin nucleation. The ratios
of tubulin to tau proteins were thus held at 7:1 but adjusted as follows: 5uM tubulin for 0.7 uM AN-tau,
15uM tubulin for 2.1 uM 3R-tau, 20 uM tubulin for 2.8 uM 2R-tau and 21.5uM tubulin for 3uM 1R-tau
or OR-tau. This ensured that, for each tau construct, tubulin and actin polymerization roughly started at
the same time. Samples were visualized on an inverted microscope (Eclipse Ti, Nikon) equipped with
an ilas? TIRF system (Roper Scientific), a cooled charged-coupled device camera (EMCCD Evolve 512,
Photometrics) with 512 x 512-pixel imaging array (16 x 16 um pixels), a warm stage controller (LINKAM
MC60), and controlled by MetaMorph software (version 7.7.5, Molecular Devices). Samples were excited
with 491- and 561 nm lasers and observed using an Apochromat 60X oil immersion objective (NA 1.49).
Dual-color time-lapse imaging (488 and 561 nm) was performed at 32°C for actin/tubulin co-assembly
and 26°C for actin polymerization, during 45 min at 1 frame per 5s with a 100 ms exposure time.

Image analysis. All image analysis was performed using ImageJ*. To quantify microtubule/actin
overlap, masks corresponding to the actin and microtubule networks were generated with a homemade
Image] macro and used to measure the surface of microtubules co-localizing with F-actin on each stack
image. The ratio of the microtubule surface co-localized with actin to the total surface of the microtu-
bule network was represented as a function of the total microtubule network surface. To compare the
microtubule/actin co-localization induced by each tau-deleted forms, the same procedure was applied to
images with similar microtubule densities. Results were averaged from at least three independent exper-
iments. The elongation rates of microtubules (either single or associated with F-actin) and of F-actin
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polymerizing along microtubule tracks were determined on kymographs using Image] software and a
homemade KymoTool. Because single actin filaments were very motile, their elongation rate was derived
from actin length measurements on image stacks. To evaluate F-actin curvature in presence or absence
of tau, the masks (generated as explained above) of actin networks were skeletonized. Actin filament
segments between crossings were recovered, manually traced and interpolated. The sum of the angles
formed by 3 consecutive points (10 pixels apart) along the selected line was calculated and divided by
the length of the line. Thus the calculated curvature is as small as the line is straight and long. The pro-
cedure was applied to actin networks co-assembled with tubulin in presence of either fascin or tau, and
on images exhibiting similar microtubule densities.

Statistical analysis. All statistical analysis was performed as implemented in Prism 6.0 (GraphPad
Software, La Jolla, USA).
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Supplementary Figure S1. Effects of tau on microtubule and actin assembly.

(a) Turbidity measurements of tubulin polymerization at 350 nm. The addition of tau (1 uM) to
tubulin (20 uM) promotes microtubule self-assembly. (b) Fluorescence light microscopy of
microtubules polymerized from 60 uM fluorescent tubulin alone (left) or 20 uM fluorescent tubulin
with 1 uM tau (right). Samples were fixed and centrifuged onto coverslips before observation.
Arrowheads indicate microtubule bundles. Scale bar, 10 um. (c) Determination of the apparent
binding affinity of tau for F-actin in BRB80-K buffer. Increasing concentrations of F-actin were
incubated with 0.5 uM tau. The percentage of bound tau was plotted against F-actin concentration
and fitted with a hyperbolic function. The Kdapp value was 176 £ 26 nM (mean = SD, five
independent experiments). (d) Time course of actin polymerization (4 uM actin monomers) in the
presence of increasing tau concentrations (0.1, 0.25, 0.5, 1 and 2 pM) monitored by pyrene-actin
fluorescence. a.u., arbitrary fluorescence units. Tau does not affect actin polymerization, except at
concentrations above 1 uM that induce a decrease in the extent of actin assembly. However,
quantification of actin polymerization in same conditions by co-sedimentation (e) reveals similar
quantities of pelleted F-actin. Quenching of actin-pyrene fluorescence upon tau binding might
explain the decrease in fluorescence observed at the highest tau concentrations. (¢) Quantification of
actin polymerization by high-speed sedimentation assay. Tau was incubated for 5 min with actin
under the same conditions as in (d) before being centrifuged. The amount of polymerized F-actin is
plotted as a function of tau concentration. Data represent the mean + SD (three independent
experiments). (f) Tau-induced F-actin bundles observed by fluorescence light microscopy.
Arrowheads indicate F-actin bundles. Scale bar, 10 pm.
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Supplementary Figure S2. Relative binding of tau deleted forms to microtubules and to actin
filaments.

(a) Coomassie-stained SDS-PAGE gel showing the different tau proteins used in this study. About 0.7
ng of each protein was loaded. (b) Quantification of the amount of tau proteins bound to microtubules
in similar ratio and buffer as the ones used in TIRF microscopy assays (Fig. 3). Tubulin and tau
proteins were incubated in BRB80-K buffer supplemented with 1 mM GTP in a 7:1 molar ratio (60
uM tubulin for 8.4 uM tau) for 30 minutes at 32°C. Samples were centrifuged on a 60% sucrose
cushion for 30 minutes at 230,000 x g and the pellet and supernatant were separated and quantified
after SDS-PAGE. Data represent the mean + SD (three independent experiments). (¢) Quantification
of the amount of tau proteins bound to actin filaments in similar ratio and buffer conditions used in
TIRF microscopy assays (Fig. 3). Actin (1 uM) was incubated in BRB80-K buffer supplemented with
1 mM GTP for 30 minutes at 32°C with 1.75 uM 4R-tau or AN-tau, 5.25 uM 3R tau, 7 uM 2R- or
IR-tau and 7.5 uM OR-tau. Samples were centrifuged for 30 minutes at 100,000 x g and the

supernatants and pellets were separated and quantified after SDS-PAGE. Data represent the mean +
SD (three independent experiments).



Supplementary Methods:

Microtubule self-assembly. For tubulin polymerization, 20 pM tubulin was incubated with
or without 1 pM 4R-tau at 36°C in BRB80-K buffer supplemented with 1 mM GTP.
Microtubule self-assembly was monitored at 350 nm wusing an UVIKON XS
spectrophotometer. Fluorescent microtubules were polymerized in the same conditions in the
presence of tubulin containing 10% of ATTO-565 labeled tubulin. One ml of BRB8O0 buffer
containing 0.5% glutaraldehyde and 25% (w/v) sucrose was added to 20 pl of reactions and
the samples were sedimented onto a BRB80-10% glycerol onto coverslips, fixed in methanol

and observed by fluorescence microscopy as described in the experimental procedure.

Tau interaction with F-actin in BRB80-K buffer. To determine tau affinity for F-actin in
BRB80-K buffer, phalloidin-stabilized F-actin was prepared from 30 pM G-actin incubated
for 1h at RT with 30 uM phalloidin in AP (Actin Polymerization) buffer. Increasing amounts
of phalloidin-stabilized F-actin were incubated with 0.5 pM 4R-tau in BRB80-K buffer for 30
min at RT. Samples were centrifuged at 100,000 x g for 15 min and the amount of 4R-tau

bound to F-actin in the pellets was quantified as described in Methods.

Actin polymerization and bundling. Increasing amounts of 4R-tau was added to 4 uM G-
actin containing 10% of pyrene-labeled G-actin in AP buffer and pyrene fluorescence was
measured at 407 nm at RT using a Safas Xenius XC spectrophotometer. To quantify the
amount of F-actin polymerized with tau, similar reactions were incubated for 5 min at RT
before being centrifuged for 10 min at 100,000 x g. In non-polymerizing conditions (AP
buffer without KCl, imidazole, MgCI2 and EGTA), negligible amount of actin was found in

the pellet. To visualize tau-induced F-actin bundles, 4 uM G-actin was polymerized with



increasing amounts of 4R-tau (0, 0.1, 0.5 and 1 pM) and 4 uM phalloidin-ATTO-565 during

30 min at RT before observation under a fluorescence microscope.

Supplementary Movie Legends:

Supplementary Movie S1. Tau promotes the bundling of actin filaments. TIRF movies of
actin (0.4 M) polymerizing in the absence (left) or in the presence of 0.1 uM tau (right). The

time (min:s) represents the elapsed time from the start of the acquisition. Scale bar, 10 pm.

Supplementary Movie S2. Tubulin and actin co-assembly in the absence or in the
presence of fascin. Dual-color TIRF movies of tubulin (green) and actin (red) co-assembling
in the absence (left) or in the presence (right) of fascin. The time (min:s) represents the

elapsed time from the start of the acquisition. Scale bar, 10 pm.

Supplementary Movie S3. Tau co-organizes growing microtubule and actin networks.
Dual-color TIRF movie of tubulin (green) and actin (red) co-polymerizing in the presence of
tau. The time (min:s) represents the elapsed time from the start of the acquisition. Scale bar,

10 pm.

Supplementary Movie S4. Detailed views of microtubule/actin coupling in the presence
of tau. Dual-color TIRF movies illustrating tau-induced microtubule/actin interactions. Part A
shows guided polymerization of F-actin along microtubule tracks. Part B shows the
progressive straightening of F-actin by the end of a growing microtubule. Part C shows a
microtubule elongating along F-actin bundles. The time (min:s) represents the elapsed time

from the start of the events. Scale bar, 5 um.



Supplementary Movie S5. The projection domain of tau is not necessary for its
microtubule/actin cross-linking activity. Dual-color TIRF movies of tubulin (green) and
actin (red) co-assembling in the presence of 4R-tau (left) or AN-tau (right). The time (min:s)

represents the elapsed time from the start of the acquisition. Scale bar, 10 um.

Supplementary Movie S6. The tubulin-binding sites of tau are required to link
microtubules and actin filaments. Dual-color TIRF movies of tubulin (green) and actin
(red) co-polymerizing with 3R-, 2R-, 1R- or OR-tau. The time (min:s) represents the elapsed

time from the start of the acquisition. Scale bar, 10 pm.



Résultats complémentaires

1- L’actine inhibe la polymérisation des microtubules induite par tau

En parallele des résultats présentés dans [D’article, nous avons réalis¢ une étude
préliminaire afin de savoir si 1’activité de tau sur I’assemblage de la tubuline était influencée
par la présence d’actine dans le méme milieu. Pour cela, nous avons effectu¢ des tests de
polymérisation simultanée de tubuline et d’actine avec ou sans tau, et suivi par mesure de la
turbidité a 350 nm la polymérisation des microtubules. La concentration en tubuline est fixée
a 30 uM (proche de la concentration critique), condition dans laquelle la tubuline seule
polymérise treés peu. Les résultats sont présentés dans la figure 41. La tubuline ne polymérise
qu’en présence de tau (Figure 41-A, courbe bleue) et cet effet stimulateur de I’assemblage est
diminué en présence d’actine (Figure 41-A, courbe rose). Ces résultats sont confirmés par
quantification de la quantit¢ de microtubules aprés co-sédimentation, montrant que la
présence d’actine réduit de 30 % 1’assemblage de microtubules par tau (figure 41-B). Des
expériences controles montrent que I’actine n’influence pas directement la polymérisation des

microtubules (Figure 41-C et D).

Ces résultats montrent que D’activit¢ de tau se partage entre les deux polymeres,
confirmant une interaction directe de tau avec 1’actine. Cependant, ces données ne nous
permettent pas de conclure sur I’implication éventuelle de tau dans la co-organisation des
deux cytosquelettes. Les expériences en TIRF ont donc été essentielles pour affirmer que tau
ne régulait pas indépendamment les deux réseaux mais était responsable d’une interaction

directe entre les microtubules et les filaments d’actine et était capable de les co-organiser.
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Figure 41. Influence de la polymérisation d’actine sur la polymérisation des microtubules
induite par tau. (A) La tubuline a 30 pM est incubée a 35°C avec 2 uM de taudR, avec (en rose) ou
sans (en bleu) la G-actine a 2 uM qui polymérise dans le méme tampon que les microtubules (BRB8O0-
K buffer). La turbidité est mesurée a 350 nm. Les solutions contenant de I’actine seule, de I’actine en
présence de tau, de la tubuline seule ou de la tubuline en présence d’actine ne montrent pas
d’augmentation significative de turbidité. (B) Les mémes réactions que celles réalisées en (A) sont
centrifugées a 210 000 x g pendant 30 min sur un coussin de BRB80-60 % sucrose (20 uL réaction sur
80 pL coussin) afin de quantifier la quantité de microtubules polymérisés. Représenté : moyenne +
SD, n=4 expériences), p value < 0,05 (test de Wilcoxon). (C) La tubuline a 70 puM, polymérisant sans
facteur extérieur, est incubée avec (en gris) ou sans (en noir) 2 uM de G-actine. (D) Quantification sur
gel des microtubules formés apres centrifugation dans les mémes conditions qu’en (B). Les différences
obtenues ne sont pas significatives. Ces résultats montrent que la polymérisation des microtubules ne
dépend donc pas de la seule présence d’actine.

2- Tau co-localise avec les microtubules et I’actine dans les cones de croissance de
neurones en culture

Au regard des résultats obtenus in vitro a partir des protéines purifiées montrant 1’activité
de tau dans le couplage des réseaux de microtubules et d’actine, nous avons voulu examiner
si, dans les neurones, la coexistence de ces trois partenaires €tait observable. A ce jour, de
nombreuses études ont montré la localisation préférentielle de tau le long des microtubules
dans les axones. En revanche, I’interaction de tau avec les filaments d’actine dans les

neurones reste trés peu documentée, bien que des études récentes ont mis en évidence un role
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régulateur de tau sur le cytosquelette d’actine dans des cellules en culture et dans des modeles
animaux (Yu et Rasenick, 2006 ; Fulga et al, 2007 ; Frandemiche et al, 2014). Nous avons
donc examiné la distribution de la protéine tau endogeéne sur 1’actine et les microtubules dans
des neurones hippocampaux de souris en culture primaire durant les premiers stades de leur
différenciation (Figure 42). Aprés deux jours en culture (2 DIV), I’axone et de courtes
dendrites émergent a partir du corps cellulaire du neurone (Figure 42-A). Les microtubules
s’organisent en faisceaux denses au sein des corps de 1’axone et des dendrites, alors que les
filaments d’actine prédominent dans les lamellipodes et les filopodes des cones de croissance.
Comme attendu, tau est présente le long les microtubules dans les axones mais semble aussi
co-localiser de facon ponctuée le long des filaments d’actine dans le cone de croissance, alors
que les microtubules sont exclus de cette zone (Figure 42-B). Pour confirmer 1’interaction
directe entre tau et ces filaments d’actine, nous avons réalis¢ des expériences de FRET par
photo-blanchiment de [’accepteur (FRET-AB, pour FRET by acceptor photobleaching)
(Figure 42-C et D) entre le fluorophore Alexa-488 marquant tau (donneur) et la phalloidine-
ATTO-565 marquant les filaments d’actine (accepteur). Au sein des régions du cone de
croissance ayant subi une extinction de I’accepteur, I’intensité de fluorescence du donneur
augmente significativement, avec une efficacit¢ de FRET de 21 + 0.8 % (moyenne + SEM,
n=53). Ceci montre que ’anticorps secondaire li¢ a tau et la phalloidine liée a 1’actine sont
séparés d’une distance inférieure a 10 nm, supportant 1’idée d’une interaction directe entre tau
et les filaments d’actine. Nous avons également observé une triple co-localisation entre tau,
les microtubules et I’actine au sein du cone de croissance, concordant avec 1’idée que les
microtubules dynamiques sont capables d’entrer transitoirement dans le cone de croissance et
se co-aligner avec les faisceaux d’actine dans les filopodes (Figure 42-E) (Geraldo et Gordon-
Weeks, 2009). Les profils d’intensité de ’actine, des microtubules et de tau au sein des
filopodes indiquent que tau se localise sur I’actine et parfois a la fois sur I’actine et les
microtubules (Figure 42-F). Ces résultats renforcent 1’idée que tau pourrait contribuer au co-
alignement et donc a la coopération entre les cytosquelettes de microtubules et d’actine au
sein du cone de croissance nécessaires au développement des neurones (Schaefer et al, 2008 ;

Geraldo et Gordon-Weeks 2009).
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Figure 42. Tau co-localise et interagit avec I’actine des cones de croissance de neurones
en culture primaire. (A) Images par microscopie confocale d’un neurone entier a 2 DIV. Tau
en vert, tubuline en bleu, actine en rouge. Bar d’échelle : 10 um. (B) Grossissement d’un cone
de croissance montrant les marquages de tau, des microtubules et de I’actine, et une image
montrant la superposition des marquages de tau et de 1’actine. (C, D) Expérience de FRET-
AB sur des neurones a 2 DIV (C). Les images de 1’accepteur (les filaments d’actine) et du
donneur (tau) avant (a gauche) et apres (a droite) la photo-extinction sont montrées (D). Des
images en pseudo-couleurs indiquent une augmentation de ’intensit¢ de fluorescence du
donneur apres extinction de I’accepteur. L’efficacité de FRET entre le donneur et 1’accepteur
est de 21 + 0.8 % (moyenne + SEM, n=53 cones de croissance) alors qu’elle est de -3 + 0.8 % (n=26
cones de croissance) pour le contrdle, c’est-a-dire dans des zones non photo-éteintes du méme
neurone. Bar d’échelle : 5 pm. Ces mesures suggerent une forte proximité entre tau et les filaments
d’actine. (E) Grossissement d’un autre cone de croissance montrant les marquages de tau, des
microtubules et de I’actine, et une image montrant la superposition des trois marquages. (F)
Graphe des variations de 1’intensité de fluorescence de tau, la tubuline et 1’actine suivant une
ligne (en jaune) tracée sur 1’image de superposition en (E). Tau co-localise avec a la fois
I’actine et les microtubules (2 gauche) et avec 1’actine uniquement (a droite).
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Chapitre IV:
Conclusions et perspectives
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Au cours de ma thése, j’ai essayé de mieux comprendre comment tau organise
I’assemblage  des  complexes  macromoléculaires  microtubules/microtubules et

microtubules/actine.
I- Tau et les faisceaux de microtubules
1. Reconstitution de faisceaux de microtubules dynamiques en présence de tau

Grace a la mise au point de conditions permettant de suivre en temps réel la formation
de faisceaux de microtubules en présence de tau, nous avons montré que 1’isoforme 1N4R de
tau induit, in vitro, le co-alignement de deux ou plusieurs microtubules en faisceaux lorsqu’ils
se rencontrent a des angles inférieurs a 25°. Lorsque tau est dépourvue de son domaine de
projection, la valeur de ces angles peut aller jusqu’a doubler et, de plus, la fréquence
d’éveénements de co-alignement est fortement augmentée pour une tranche d’angles donnée,
impliquant que le domaine N-terminal de tau a un effet inhibiteur sur la formation des
faisceaux. Ce résultat est en contradiction avec un modéle récent proposé par Rosenberg et al.
(2008) qui, en mimant les microtubules par des surfaces de mica, postulait que la dimérisation
du domaine de projection de tau était nécessaire a la formation des faisceaux de microtubules.
De méme, nos données ne sont pas en accord avec les conclusions des résultats obtenus en
cellules apres transfection de différentes constructions de tau montrant que le domaine de
projection et la queue C-terminale n’influencaient pas (Preuss et al., 1997) ou étaient
nécessaires a la formation des faisceaux de microtubules (Kanai et al., 1992). Nos résultats
sont par contre cohérents avec des études initiales par microscopie €lectronique (Scott et al.,
1992 ; Gustke et al., 1994) qui, a partir de microtubules stabilisés au taxol ou co-assemblés
avec tau, proposaient que 1’organisation des microtubules en faisceaux était inhibée par le
domaine de projection de tau et nécessitait la présence des 4 motifs répétés et d’une partie du
R’ de tau. Cependant, Brand et Lee (1993) faisait I’hypothése que la présence des domaines
N-terminal et C-terminal empéchaient complétement la formation de faisceaux puisque la
protéine tau entiére n’était pas capable d’assurer ce processus. Par ailleurs, Kanai et al. (1992)
suggéraient que la totalit¢ de la région riche en prolines (PRD) était essentielle a
I’organisation des microtubules en faisceaux. Or, nous avons identifi¢ un domaine minimal,
correspondant au fragment dépourvu du PRD et de la queue C-terminale (ANC-tau) suffisant
pour former des faisceaux. Ce résultat est également en désaccord avec une autre étude
(Preuss et al., 1997) affirmant que la présence des deux régions flanquantes du MTBD (PRD
et séquence R’) était indispensable a ce phénomene. A I’inverse, il a été montré beaucoup plus

récemment qu’un fragment de tau contenant une partie du PRD (domaine P2) et les deux
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premicres répétitions induisait la formation de faisceaux (Fauquant et al., 2011). Ces
nombreuses divergences de conclusions sur le role des différents domaines de tau viennent
probablement de I’utilisation d’approches différentes (étude en cellule ou in vitro, estimation
des faisceaux par microscopie électronique ou diffusion de lumiére, utilisation de
microtubules stabilisés ou co-polymérisés avec tau). Aucun des résultats précédents n’a été
déduit de la visualisation en temps réel de la formation des faisceaux de microtubules, ni
d’une analyse précise des parametres impliqués dans ce processus (mesure d’angles,
proportion d’événements de co-alignement par rapport a la totalité des événements...).
L’approche par microscopie TIRF permet donc d’évaluer trés précisément la capacité d’une
MAP a former des faisceaux dans des conditions dynamiques. Cette technique offre en outre
I’avantage de s’affranchir de 1’étape de nucléation grace aux amorces de microtubules, qui

nous permettent par ailleurs d’identifier la polarité des microtubules.
2. Mécanisme de formation des faisceaux via les PHFs

Nous avons également pu déterminer que les domaines PHFs présents dans les
répétitions de tau et responsables de I’agrégation pathologique de tau dans la maladie
d’Alzheimer ont un réle essentiel dans la constitution des faisceaux de microtubules par tau,
et particuliérement le second domaine, situé¢ au début de la troisieme répétition (R3) du
domaine de liaison aux microtubules de tau. La présence de ce PHF chez tau 1N3R peut
expliquer la capacité de cette isoforme a former des faisceaux avec la méme efficacité que tau
IN4R. A T’heure actuelle, plusieurs mécanismes peuvent étre proposés pour expliquer
comment les domaines PHFs influencent I’organisation des microtubules en faisceaux. Des
études récentes par RMN ont montré la forte affinité de ces domaines pour les microtubules
ainsi que leur conformation particuliére en épingle servant de « crochets » pour maintenir tau
a la surface du polymeére (Mukrasch, 2009 ; Kadavath et al., 2015a et b). Ainsi, on peut penser
que le domaine PHF localis¢ dans R3 représenterait un site majeur d’ancrage de la protéine
tau sur un microtubule et, en influengant la conformation des zones flexibles voisines, pourrait
répartir ses autres domaines de liaison aux microtubules sur le microtubule adjacent (voir Fig.
4A, chapitre II, p. 124). Une autre hypothése est que, compte-tenu de leur capacité a
s’organiser en feuillets beta, les domaines PHFs de deux protéines tau puissent dimériser et
former un pont entre deux microtubules. Ce mécanisme suppose un détachement d’au moins
un des domaines PHF du microtubule, et donc une affinité entre séquences PHFs de deux
molécules de tau plus grande que leur affinité pour les microtubules (voir Fig. 4A, chapitre II,

p. 124). Ceci pourrait étre facilité par une augmentation locale de la concentration de tau au
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moment ou deux microtubules sont a proximité I’un de ’autre. Cette affinité différentielle
tau/tau versus tau/microtubule est difficilement mesurable. Il a par ailleurs été reporté que le
domaine PHF6 (dans R3) avait une plus grande tendance a oligomériser et a agréger que le
domaine PHF6* (dans R2) (Sahara et al., 2007 ; Ganguly et al., 2015), en accord avec le role
plus important du domaine PHF6 dans la formation des faisceaux de microtubules. Il pourrait
étre intéressant de se demander si la différence constatée dans la capacit¢ a former des
faisceaux entre les deux domaines PHFs est spécifique de leur séquence (différant par
seulement deux acides aminés), et donc irait dans le sens d’une oligomérisation de tau, ou
provient plutdt de leur localisation au sein de la protéine. Pour cela, il faudrait inverser les
deux domaines, ou en déléter un et remplacer le restant par I’autre domaine. De plus, il a été
montré que I’insertion d’un résidu proline dans les séquences PHF les empéchait de s’arranger
en feuillet beta (von Bergen et al., 2001 ; Ganguly et al., 2015). Nous pourrions examiner si
I’introduction d’une proline dans 1'un ou les deux motifs PHF aurait un impact sur la
formation des faisceaux de microtubules en TIRF. D’autre part, pour répondre a la question
de I’état monomérique ou dimérique de tau dans les faisceaux de microtubules, nous
envisageons de visualiser directement tau en cryo-EM en la marquant avec des nanoparticules
d’or au niveau de son His-Tag (avec une steechiométrie contrélée de une nanoparticule par
protéine). Nous avons déja déterminé les conditions par fluorescence classique permettant la
formation de faisceaux de microtubules en présence d’une quantit¢ minimale de tau, afin
d’observer un signal spécifique en cryo-EM. Nous pourrions également conduire une étude
en molécule unique par microscopie TIRF, et comparer les signaux de fluorescence de tau sur
des microtubules isolés ou en faisceau. Une étude similaire a été réalisée avec la MAP6S5 et a
permis de démontrer la dimérisation de cette MAP lors de la formation des faisceaux de
microtubules (Tulin et al., 2012). Une telle approche nécessite 1’obtention d’une protéine tau
marquée avec une unique molécule fluorescente, étape qui est a ce jour encore problématique
car, si la protéine n’est pas dégradée dans la bactérie, son activité aprés purification est
fortement réduite comparée a une protéine non marquée. Toutefois, le fragment AN-tau
couplé a la GFP a pu étre produit récemment au laboratoire et des expériences par TIRF ont
montré que sa capacité a former des faisceaux de microtubules reste inchangée comparée a
celle de la forme AN-tau. Des expériences en molécules uniques pourront donc étre réalisées
avec cette forme tronquée de tau afin de déterminer d’une part sa dynamique d’interaction
avec les microtubules isolés ou en faisceaux et d’autre part son état de dimérisation grace a la

mesure de son intensité de fluorescence.
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3. Role du domaine de projection de tau dans la formation des faisceaux

Le domaine de projection de tau régule négativement la formation des faisceaux
puisque sa délétion stimule fortement le pontage entre microtubules. Les résultats de cryo-EM
montrent que la protéine tau enticre et sa forme délétée du domaine de projection (AN-tau)
ont un effet similaire sur le réseau surface des microtubules (augmentation du nombre de
protofilaments par rapport a la tubuline seule) ainsi que sur 1’espacement inter-microtubules
dans les faisceaux (11 nm en présence de 4R- et AN-tau). Ces résultats permettent dans un
premier temps d’expliquer I’augmentation de rigidité des microtubules observée en présence
de tau et de son domaine MTBD (Felgner et al., 1997). Ils montrent également que le domaine
de projection en lui-méme n’influence pas 1’espacement entre les microtubules. L’ensemble
de cette analyse structurale suggere que I’effet stimulateur de AN-tau sur la formation des
faisceaux est indépendant d’un effet différentiel sur la structure interne des microtubules par
rapport a la tau entiere. Cet effet serait donc plutét dii @ une conformation différente de la
forme délétée qui serait plus favorable au pontage. En accord avec ceci, des études montrent
que tau aurait une conformation repliée avec les domaines N- et C-terminal masquant
partiellement les répétitions, ce qui pourrait réduire le degré de flexibilité¢ des répétitions,
limitant ainsi ’angle possible de co-alignement entre deux microtubules et la probabilité de
ponter les microtubules dans une tranche d’angle donnée. La délétion du domaine de
projection chargé négativement pourrait également expliquer 1’inhibition de la formation des
faisceaux en repoussant la surface négative du microtubule (Fig. 4B, chapitre II, p.124).

A ce jour, peu de mécanismes sont connus pour expliquer I’organisation des microtubules
en faisceaux induits par les MAPs, hors moteurs moléculaires. MAP2 pourrait formait un
dimére entre deux microtubules via son domaine de projection mais cela reste controversé
(Wille et al., 1992 ; Burgin et al., 1994). Le mode d’action de la MAP65 a été caractérisé plus
en détail, avec une flexibilisation des microtubules et une dimérisation de la MAP permettant
les ponts entre microtubules (Gaillard et al., 2008 ; Tulin et al., 2012 ; Portran et al., 2013).
Notre étude suggere que tau présente un mécanisme distinct de celui de la dimérisation par

son domaine de projection.
4. Dissociation des activités de tau : pontage et/ou stabilisation des microtubules ?

La question qui se pose ensuite est de comprendre comment tau correle ses deux activités
régulatrices des microtubules (stabilisation et formation de faisceaux) et plus particulierement,
le role de la phosphorylation dans cette régulation. Il serait intéressant d’étudier 1’effet de la

phosphorylation de tau sur I’organisation en faisceaux des microtubules, puisque I’on sait que
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sa phosphorylation peut augmenter la dynamique des microtubules. Une premicre étude avec
un mutant pseudo-phosphorylé sur la sérine 262 (dans le domaine R1) a été conduite au
laboratoire et montre que les microtubules sont beaucoup plus dynamiques qu’en présence de
la protéine tau non phosphorylée. Par contre, la capacité de cette tau pseudo-phosphorylée a
arranger les microtubules en faisceaux n’est pas modifiée (méme proportion globale
d’événements de co-alignement, méme répartition d’angles, méme angle maximal),
conduisant a la formation de faisceaux de microtubules dynamiques. Cette phosphorylation
nous montre donc qu’il est possible de dissocier les deux activités principales de tau:
stabilisation et organisation en faisceaux des microtubules. Au cours du développement
neuronal, cette dissociation pourrait augmenter la dynamicité des faisceaux et permettre aux
microtubules présentant une extrémité libre en bordure du faisceau d’explorer ’espace plus
efficacement, mécanisme qui peut étre nécessaire pour atteindre des cibles spécifiques au
niveau du céne de croissance. De plus, le domaine de projection de tau comprend de
nombreux sites de phosphorylation. Il serait intéressant d’étudier le rdle de ces
phosphorylations sur 1’organisation des microtubules en faisceaux in vitro, afin de déterminer
si elles pourraient atténuer ou renforcer I’effet inhibiteur du domaine N-terminal de tau sur la
formation des faisceaux. Ces études sont en cours au laboratoire. De méme, nous avons vu
que I’isoforme tau3R, qui est la premicre exprimée dans le développement, rendaient les
faisceaux plus dynamiques que ceux formés avec tau4R. Il pourrait donc étre intéressant de
suivre, pendant la formation de I’axone, I’évolution de la dynamique des microtubules a
I’intérieur des faisceaux, afin de relier éventuellement cette propriété a 1’état de
phosphorylation de tau qui varie au cours du développement neuronal (Goedert et al., 1989),

ou la relier a ’expression des différentes isoformes de tau.

Plus généralement, il pourrait €tre intéressant d’étudier le role des autres isoformes de tau
sur la formation des faisceaux, et particulicrement I’effet du nombre de répétitions N dans le
domaine N-terminal (0, 1, ou 2). En effet, nous n’avons étudié que les isoformes IN et, a
I’heure actuelle, on posséde trés peu d’informations sur le réle de ces motifs répétés.
L’isoforme ON3R, par exemple, seule forme de tau exprimée au stade feetal, pourrait posséder
une capacité de formation de faisceaux de microtubules diminuée par rapport aux autres
isoformes, ce qui serait en corrélation avec une rigidité moindre de I’axone a cette étape de

développement.

De maniere intéressante, notre étude des formes tronquées de tau (AN-tau et ANC-tau)

nous a permis de montrer que, sans son domaine de projection, 1’activité de tau est stimulée
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par rapport a la protéine entiere puisque, en particulier, elle forme des faisceaux de
microtubules plus efficacement. Des études récentes ont également mis en évidence un effet
augmenté de fragments de tau délétés de leur domaine N-terminal sur 1’assemblage de la
tubuline ou la stabilisation des microtubules (Zilka et al., 2006 ; Derisbourg et al., 2015).
Ainsi, ces résultats suggérent que ces protéines tronquées, sous leur forme soluble, donc avant
d’étre agrégées, pourraient participer a un gain toxique de fonction de tau sur les microtubules

en conditions pathologiques.
I1. Tau et I’interaction microtubules/actine

Contrairement a ce qui avait été admis pendant des années, tau n’est pas une protéine
uniquement axonale et a été retrouvée dans les épines dendritiques, d’abord dans des
conditions pathologiques (Ittner et al., 2010) puis physiologiques (Frandemiche et al., 2014).
Nous avons montré que tau interagit directement avec les filaments d’actine qu’elle peut
organiser en réseau dense, et qu’elle induit le co-alignement et la croissance couplée des
réseaux d’actine et de microtubules. L’utilisation de différents mutants de tau nous a permis
de montrer que tau est toujours capable de co-aligner les microtubules et 1’actine avec
seulement deux répétitions, nous amenant a proposer un modele selon lequel la répartition des
domaines répétés permettrait I’interaction entre les microtubules et 1’actine. Le pontage entre
microtubules et actine semble donc étre moins stringent que le pontage de plusieurs
microtubules entre eux puisque ce dernier est significativement affecté en 1’absence des deux
répétitions centrales. Cela pourrait étre dii a une flexibilité des filaments d’actine plus
importante que celle des microtubules qui faciliterait leur co-alignement avec les

microtubules.

Ces résultats soulévent la question des mécanismes de régulation de tau qui régissent
ces fonctions. La régulation par phosphorylation de son action sur le cytosquelette d’actine
ainsi que sur Dlinteraction de celui-ci avec les microtubules constituent une perspective
d’étude importante. Cela pourrait nous permettre notamment de disséquer les mécanismes qui
contrélent I’interaction préférentielle de tau avec I'un ou l’autre des cytosquelettes. Des
¢tudes complémentaires par TIRF a 1’aide de mutants pseudo-phosphorylés de tau sur la co-
organisation des deux réseaux pourraient apporter des ¢éléments de réponse. La possibilité
d’adresser une MAP sur un cytosquelette en particulier a ét¢ montrée pour MAP2C, qui, si
elle est phosphorylée sur certains sites, interagit préférentiellement avec le cytosquelette
d’actine (Ozer et Halpain, 2000). Tau serait davantage phosphorylée dans le cone de

croissance que dans le corps de 1’axone (Zmuda et Rivas, 2000). On peut donc se demander si
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un état de phosphorylation différentiel de tau pourrait soit permettre a tau d’interagir
simultanément avec les deux cytosquelettes, soit de transférer la protéine des microtubules
entrant dans le cone de croissance aux faisceaux d’actine des filopodes. Un tel mécanisme
pourrait également avoir lieu dans les épines dendritiques. Une étude plus fine des co-
alignements microtubules/actine dépendants de tau et de sa phosphorylation dans le cone de

croissance est nécessaire pour éclaircir le réle de tau dans 1’axogenese.

Suite a notre étude in vitro, il pourrait également étre intéressant de visualiser la
structure a plus haute résolution des complexes microtubules/actine induits par tau en cryo-
EM, pour déterminer des parametres supplémentaires dans 1’organisation de ces complexes
(nombre de filaments d’actine par microtubule ? distance entre microtubules et filaments
d’actine ?). Nous avons commencé a mettre au point des conditions en coloration négative et

pu observer des co-alignements entre microtubules et filaments d’actine en présence de tau.

Par ailleurs, le co-alignement de microtubules et d’actine induit par tau, conduisant
I’actine a adopter, la plupart du temps, la forme droite des microtubules, pourrait constituer
un systéme permettant d’étudier en TIRF le comportement dynamique (vitesses) de moteurs
moléculaires (myosines ou kinésines) sur ces «rails » mixtes, présentant des propriétés
structurales différentes de celles des polymeéres isolés. Cela nous permettrait de déterminer si,
par exemple, le co-alignement des deux cytosquelettes intervenant dans le cone de croissance

ou les épines dendritiques faciliterait le déplacement de ces moteurs.

En conclusion, I’ensemble de ces travaux met en évidence le role central de tau dans la
coordination des cytosquelettes de microtubules et d’actine, coopération nécessaire dans les
processus de développement et de consolidation de 1’architecture des neurones, et montre
I’intérét d’études futures portant sur la régulation de I’action simultanée de tau sur ces deux
réseaux résultant de ses modifications post-traductionnelles. De plus, ces résultats ouvrent de
nouvelles voies dans la compréhension des altérations des cytosquelettes d’actine et de
microtubules observés dans la maladie d’Alzheimer. Ce travail souléve également de
nouvelles questions sur les bases moléculaires de la formation de faisceaux de microtubules
par tau, et sur I’éventuelle oligomérisation physiologique de tau via ses domaines PHFs. D’un
point de vue structural, I’interaction de tau avec les microtubules reste difficile a appréhender
du fait du manque de conformation figée de cette protéine. Cependant, des avancées récentes
par résolution de structure en RMN sont prometteuses, méme si elles n’ont été conduites pour

I’instant qu’a partir de microtubules stabilisés et non co-polymérisés avec tau.
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Annexe 1

Méthodes des expériences de biologie cellulaire présentées en résultats complémentaires

I- Culture cellulaire, immunofluorescence et quantification des faisceaux de

microtubules dans les cellules COS-7

Les anticorps primaires utilisés pour I’immunofluorescence sont des anticorps
polyclonaux de lapins anti-GFP pour tau et un anticorps monoclonal anti-a tubuline (Peris et
al, 2006). Les anticorps secondaires sont couplés aux fluorophores Alexa-488 ou -565

(Jackson Immuno-Research Laboratories).

Les cellules COS-7 sont transfectées avec le kit Exgen lorsqu’elles arrivent a
confluence. Au bout de 24 h, elles sont fixées dans 0,5 % de glutaraldéhyde dilué dans du
tampon CBS (10 mM MES, 138 mM KCI, 3 mM MgCl,, 2 mM EGTA, 10% sucrose, 0,1%
Triton X-100) pendant 10 min a 37°C. Les cellules fixées sont rincées dans du CB (CBS sans
triton) et I’auto-fluorescence du glutaraldéhyde est éteinte avec 1 mg/mL de NaBH4 dans du
PBS pendant 10 min a température ambiante. Les cellules sont ensuite rincées dans du PBS,
du PBS-0,1% Tween 20 puis sont immuno-marquées pour la tubuline endogéne et tau
surexprimée. Les images fluorescentes sont acquises a 1’objectif 63X (NA 1,4) avec un

microscope confocal Zeiss LSM 710 et le logiciel ZEN 2010 (Carl Zeiss Microlmaging).

La macro pour déterminer la quantit¢ de faisceaux de microtubules par cellule
transfectée fait un blur pour récupérer les cellules transfectées puis binarise 1’image. Elle fait
ensuite une carte de distance pour segmenter les microtubules puis une érosion pour récupérer
les faisceaux. Une autre carte de distance est faite pour récupérer [’ensemble des
microtubules. On obtient deux masques (un représentant la totalité¢ des microtubules et ’autre

les microtubules en faisceaux) avec une valeur de surface pour chacun.
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II- Culture cellulaire, immunofluorescence et FRET (Fluorescence Resonance Energy
Transfer) par photo-blanchiment de I’accepteur (FRET-AB) dans les cultures primaires

de neurones

Les anticorps primaires utilisés pour I’immunofluorescence sont des anticorps
polyclonaux de lapins (A0024, Dakocytomation, Danemark) et un anticorps monoclonal anti-
a tubuline (Peris et al, 2006). Les anticorps secondaires sont couplés aux fluorophores Alexa-
488 ou -647 (Jackson Immuno-Research Laboratories). La phalloidine-ATTO-565 provient de
ATTO-TEC GmbH (Allemagne).

Les hippocampes d’embryons de souris (E18) sont digérés avec 0,25 % de trypsine
dans du HBSS (Hanks’ balanced salt solution : 5,3 mM KClI, 0,44 mM KH,PO,, 137,9 mM
NaCl, 0,34 mM NaH,POs, 5,56 mM glucose, Invitrogen, France) a 37°C pendant 15 min.
Aprées dissociation manuelle, les cellules sont étalées a une concentration de 5000 a 15000
cellules/cm? sur des lamelles couvertes de poly-L-lysine et incubées dans du DMEM-10%
Horse Serum. Le milieu est remplacé 2 h apres par milieu Neurobasal supplémenté avec du B-
27 (Invitrogen, France). Deux jours apres I’étalement (2 DIV), les neurones sont fixés dans
0,5 % de glutaraldéhyde dilu¢ dans du tampon CBS (10 mM MES, 138 mM KCI, 3 mM
MgCl,, 2 mM EGTA, 10% sucrose, 0,1% Triton X-100) pendant 10 min a 37°C. Les cellules
fixées sont rincées dans du PBS, et 1’auto-fluorescence du glutaraldéhyde est éteinte avec 1
mg/mL de NaBH4 dans du PBS pendant 10 min a température ambiante. Les cellules sont
ensuite rincées dans du PBS, du PBS-0,1% Tween 20 puis sont immuno-marquées pour la
tubuline et tau endogenes. Les filaments d’actine sont marqués avec la phalloidine-ATTO-565
pendant I’incubation avec les anticorps secondaires. Les images fluorescentes sont acquises a
I’objectif 63X (NA 1,4) avec un microscope confocal Zeiss LSM 710 et le logiciel ZEN 2010
(Carl Zeiss Microlmaging).

Le FRET par extinction de ’accepteur (FRET-AB) est réalisé sur des neurones a 2
DIV fixés de la méme manicre que décrit précédemment. Tau est révélé avec un anticorps
primaire polyclonal et un anticorps secondaire Alexa-488 (donneur de fluorescence). L’actine
est marquée avec la phalloidine-ATTO-565 (accepteur de fluorescence). Pour I’extinction de
I’accepteur, des régions d’intérét (ROI) correspondant aux cones de croissance sont exposées
pendant 5 scans par le laser émettant 2 561 nm a puissance maximale en utilisant le
microscope confocal LSM 710. La totalité du neurone est imagée a faible intensité avant et

apres 1’extinction de 1’accepteur. L’efficacité du FRET est calculée a partir de I’augmentation
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de l'intensité de fluorescence du donneur aprés que I’accepteur a été sélectivement éteint
(Grecco et Bastiaens, 2013). L’¢évolution de I’intensité de fluorescence de ROI non photo-
éteintes dans le corps cellulaires ou d’autres cones de croissance du méme neurone est

¢galement contrdlée.
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Annexe 2

Activity-dependent tau protein translocation to excitatory synapse is disrupted by

exposure to amyloid-beta oligomers.

Au cours de ma thése, j’ai également participé a une étude en collaboration avec 1’équipe
d’Alain Buisson. Cette équipe a démontré une translocation de tau dans les épines
dendritiques lors de I’activation de la transmission synaptique de neurones matures. Des
expériences de co-immunoprécipitation ont également montré que tau interagit avec I’actine
filamenteuse des synapses. En conditions pathologiques (exposition a des oligomeres d’Ap),
la translocation synaptique de tau induite par I’activation neuronale est perdue. L’ensemble de
ces résultats suggere un role de tau dans la transmission synaptique via une régulation du
cytosquelette d’actine des épines. Mon role dans cette étude a été de mettre en évidence la
liaison directe de tau avec I’actine ainsi que ’effet de tau sur la formation de faisceaux

d’actine par des approches biochimiques de co-sédimentation en systéme purifié.
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Activity-Dependent Tau Protein Translocation to Excitatory
Synapse Is Disrupted by Exposure to Amyloid-Beta
Oligomers

Marie Lise Frandemiche,!2 Sandrine De Seranno,-2 Travis Rush,!> Eve Borel,!> Auréliane Elie,!2 Isabelle Arnal,!
Fabien Lanté,-2 and Alain Buisson!'-2
'INSERM, U836, BP 170, and 2Université Joseph Fourier, Grenoble Institut des Neurosciences, BP 170, Grenoble Cedex 9, F-38042, France

Tau is a microtubule-associated protein well known for its stabilization of microtubules in axons. Recently, it has emerged that tau
participates in synaptic function as part of the molecular pathway leading to amyloid-beta (A 3)-driven synaptotoxicity in the context of
Alzheimer’s disease. Here, we report the implication of tau in the profound functional synaptic modification associated with synaptic
plasticity. By exposing murine cultured cortical neurons to a pharmacological synaptic activation, we induced translocation of endoge-
nous tau from the dendritic to the postsynaptic compartment. We observed similar tau translocation to the postsynaptic fraction in acute
hippocampal slices subjected to long-term potentiation. When we performed live confocal microscopy on cortical neurons transfected
with human-tau-GFP, we visualized an activity-dependent accumulation of tau in the postsynaptic density. Coprecipitation using phal-
loidin revealed that tau interacts with the most predominant cytoskeletal component present, filamentous actin. Finally, when we
exposed cortical cultures to 100 nv human synthetic A oligomers (A0’s) for 15 min, we induced mislocalization of tau into the spines
under resting conditions and abrogated subsequent activity-dependent synaptic tau translocation. These changes in synaptic tau dy-
namics may rely on a difference between physiological and pathological phosphorylation of tau. Together, these results suggest that
intense synaptic activity drives tau to the postsynaptic density of excitatory synapses and that A3o-driven tau translocation to the spine

deserves further investigation as a key event toward synaptotoxicity in neurodegenerative diseases.

Key words: amyloid-beta oligomers; excitatory synapses; LTP; phosphorylation; synaptic plasticity; tau

Introduction

Fibrillar deposits of phosphorylated tau are a characteristic fea-
ture of several neurodegenerative diseases, including Alzheimer’s
disease (AD). Increasing evidence suggests that the presence of
neurofibrillary tangles does not cause direct neuronal dysfunc-
tion, but rather alterations to physiological tau functions may be
key to disease processes (for review, see Jaworski et al., 2010;
Morris et al., 2011). Tau is a highly soluble protein with a pre-
dominant expression in neurons (Trojanowski et al., 1989). A
large proportion of tau is in the axon, where it interacts with
microtubules (MTs) through its C-terminal microtubule-
binding domain to promote MT polymerization and stabiliza-
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tion (for review, see Gotz et al., 2013). Accordingly, tau exerts a
critical role in the regulation of microtubule-dependent axonal
transport. More recently, numerous studies have revealed novel
functions for tau, including in neuronal signaling pathways,
DNA protection, and synaptic regulation. These studies were
based on the identification of tau interaction with novel molecu-
lar partners such as DNA or RNA (Loomis et al., 1990; Sultan et
al., 2011), neuronal membranes (Pooler et al., 2012), and synap-
tic located proteins such as Fyn or PSD-95 (Ittner et al., 2010;
Mondragén-Rodriguez et al., 2012). Subsequently, the associa-
tion of tau with synaptic proteins has raised the intriguing possi-
bility that tau exerts physiological roles in the synapse and that
altered tau function may be involved in the synaptic dysfunction
that precedes synaptic loss common across neurodegenerative
tauopathies.

Although postsynaptic localization of tau was initially
identified under pathological conditions (Hoover et al., 2010),
there are several lines of evidence suggesting the involvement
of tau in physiological synaptic functions. In 2010, Ittner et
al.showed that the presence of tau in the postsynaptic com-
partment mediates the targeting of the src family kinase fyn to
glutamatergic NMDA receptors. More recently, Chen et al.
(2012) suggested that tau participates in spine edification by
demonstrating that reduction of tau expression results in syn-
apse loss. Together, these data are consistent with a functional
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role for tau in the physiological activation of excitatory
synapses.

Dendritic spines are small protuberances observed on the
dendrites that are the physical support of postsynaptic sites of
excitatory synapses. They are enriched in neurotransmitter re-
ceptors, specific scaffolding proteins, and display an abundant
actin cytoskeleton responsible for spine morphology (for review,
see Hotulainen and Hoogenraad, 2010). Under specific activa-
tion patterns, spines undergo profound and long-lasting modifi-
cations of morphology and synaptic strength that together
underlie synaptic plasticity. Synaptic dysfunction is the best cor-
relate of the cognitive decline that characterizes AD, and tau has
been implicated in this synaptotoxic effect triggered by amyloid-
beta (AB) oligomer exposure. With the emergent idea that tau
could penetrate into the synaptic compartment, we investigated
the mechanisms of tau recruitment to the spines under synaptic
activation and Ao exposure. To monitor tau localization, we
used subcellular fractionation of both ex vivo (i.e., acute hip-
pocampal slices) and in vitro (i.e., cultured cortical neurons) sub-
jected to an electrophysiological or chemical long-term
potentiation (LTP). In parallel, we monitored GFP-tagged tau
coupled with dynamic fluorescence imaging.

Materials and Methods

Primary cultures of cortical neurons. Mouse cortical neurons were cul-
tured from 14- to 15-d-old OF1 embryos as described previously
(Léveillé et al., 2008). Cerebral cortices were dissected, dissociated, and
cultured in Dulbelcco’s modified Eagle’s medium containing 5% fetal
bovine serum, 5% horse serum, and 2 mm glutamine (all from Sigma) on
24-well plates (Falcon; Becton Dickinson) for biochemical experiments.
Neurons were seeded on 35 mm glass-bottom dishes (MatTek) at a final
concentration of two cortical hemispheres per dish for confocal experi-
ments. All plates, dishes, and coverslips were coated with 0.1 mg/ml
poly-p-lysine and 0.02 mg/ml laminin (Sigma). Cultures were main-
tained at 37°C in a humidified atmosphere containing 5% CO,/95% air.
After 3—4 d in vitro (DIV), cytosine arabinoside (AraC, 10 um; Sigma)
was added to inhibit proliferation of non-neuronal cells in cultures used
for biochemistry experiments; 98% of the cells were considered as neu-
ronal. The day before the experiments, cells were washed in DMEM.
Treatments were performed on neuronal cultures at 14—15 DIV.

Neuronal transfection. Transfections were performed on cortical neu-
ron cultures after 12 DIV with calcium phosphate precipitation. Growth
medium (DMEM and sera) was removed and kept until the last step of
transfection. Cells were washed for 1-1.5 h in DMKY buffer containing
the following (in mwm): 1 kynurenic acid, 0.9 NaOH, 0.5 HEPES, 10
MgCl,, plus phenol red 0.05%, pH 7.4. Then, 3.5 pg of the plasmids
pEGFP-Tau 2N4R (full-length human nervous system tau) and LifeAct-
RFP, a peptide that specifically interacts with filamentous actin (Ried! et
al., 2008), were mixed with CaCl, (120 mm) in HBS containing the fol-
lowing (in mm): 25 HEPES, 140 NaCl, and 0.750 Na,HPO,, pH 7.06) and
left for 20 min to precipitate the DNA. Plasmids were then applied to cells
for 30 min. Transfection medium was replaced with conditioned growth
medium and cultures were returned to the incubator until use at DIV
14-15.

Mutagenesis. Point mutations were performed on pEGFP-Tau 2N4R
(full-length human nervous system tau) using the QuikChange kit from
Agilent Technologies.

Fluorescence recovery after photobleaching experiments. Fluorescence
recovery after photobleaching (FRAP) was performed on cultured
neurons 48 h after transfection. Images were acquired with an in-
verted Nikon Eclipse Ti C2 confocal microscope with a Nikon 60X
water objective with a 1.33 numerical aperture. EGFP-tau was
bleached at 405 nm and the fluorescence recovery was measured for
80 s (at 1 s/frame). Fluorescent signal analysis was performed with the
Nikon software Nis.

Time-lapse imaging of transfected neurons. Transfected neurons were
placed in HBBSS solution containing the following (in mwm): 0.110 NaCl,
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0.005 KCl, 2 CaCl,, 0.0008 MgSO,, NaH,PO, 1 NaH,PO,, 12 HEPES, 5
D-glucose, 25 NaHCO3, and 0.01 glycine (all from Sigma) 1.5-2 h before
experiments. Neurons were imaged with a Zeiss LSM 710 confocal im-
aging system using a 63X oil-immersion objective and ZEN 2010 soft-
ware. Z-stacks were 0.61 um per step (1 pixel = 0.134 um) with a 1 AU
pinhole at 84 uwm. Images were collected immediately before and 15 and
30 min after treatment. Evolution of the fluorescence within spine heads
in maximum projection was analyzed with MetaMorph software (Mo-
lecular Devices). A total of 20—40 spines per neurons were followed
throughout treatment for each experiment.

Slice preparation. Hippocampal slices were prepared from 2- to
4-month-old male OF1 mice. Mice were cervically dislocated and imme-
diately decapitated. Their hippocampi were dissected out and 400-um-
thick transverse slices were cut in ice-cold cutting solution containing the
following (in mm): 2.5 KCl, 1.25 NaH,PO,, 10 MgSO,, 0.5 CaCl,, 26
NaHCOs, 234 sucrose, and 11 glucose, saturated with 95% O, and 5%
CO, with a Leica VT1200 blade microtome. After the dissection, slices
were kept in oxygenated artificial CSF (ACSF) containing the following
(in mm): 119 NaCl, 2.5 KCl, 1.25 NaH,PO,, 1.3 MgSO,, 2.5 CaCl,, 26
NaHCO;, and 11 glucose 11 at a temperature of 27 * 1°C for at least 1 h.

Electrophysiology recordings. Slices were visualized in a chamber on an
upright microscope with transmitted illumination and continuously
perfused at 1 ml/min with the same oxygenated ACSF at 27 *= 1°C.
Stimulating electrodes (bipolar microelectrodes) were placed in the stra-
tum radiatum to stimulate the Schaffer collaterals pathway. Field EPSPs
(fEPSPs) were recorded in the stratum radiatum using a recording glass
pipette filled with ACSF and amplified with an Axon Axopatch 200B
amplifier (Molecular Devices). Data were digitized through an Axon
Digidata 1440A and acquired with pCLAMP 10 software (Molecular
Devices). The initial slope of the fEPSPs was measured to avoid popula-
tion spike contamination. For LTP experiments, test stimuli (0.2 ms
pulse width) were delivered once every 15 s and the stimulus intensity
was set to give baseline fEPSP slopes that were 50% of maximal evoked
slopes.

Slices that showed maximal fEPSP sizes <1 mV were rejected. LTP was
induced by applying 4 trains of 100 stimuli at 100 Hz with an intertrain
interval of 5 min. CA1 slices were frozen in liquid nitrogen at the end of
experiment for subsequent biochemical analyses.

Purification of tau. His-tagged human Tau (1N4R Tau-412 isoform)
plasmid was kindly provided by Dr. N. Sergeant (Lille, France). Recom-
binant Tau was purified from E. coli BL21 (Invitrogen) on Talon metal
affinity resin (Clontech) according to the manufacturer’s instructions.
The protein was further processed by a size exclusion chromatography in
BRB80 buffer containing the following (in mm): 80 Pipes, 1 EGTA, and 1
MgClL, pH 6.8, concentrated, and ultracentrifuged at 230,000 X g for 10
min. The protein was frozen in liquid nitrogen and stored at —80°C.
Protein concentrations were determined by a Bradford assay (Sigma)
using BSA as a standard.

In vitro cosedimentation assays. Actin cosedimentation assays were
performed with purified human platelet actin (Cytoskeleton) resus-
pended in buffer G containing the following (in mm): 2 Tris, pH 8.0,
0.2 ATP, 0.5 DTT, and 0.1 CaCl,. Then, 5 um G-actin was polymer-
ized for 1 h at room temperature in the absence or in the presence of
1 uMm Tau in buffer G containing the following (in mm): 50 KCI, 1
MgCl,,1 EGTA, and 10 imidazole, pH 7.5. The 20 ul reaction mix-
tures were then centrifuged either for 15 min at 100,000 X g or for 10
min at 15,000 X g. At low-speed centrifugation, filamentous actin
remains in the supernatant and only filamentous actin (F-actin) bun-
dles are pelleted, whereas the high-speed centrifugation precipitates
all F-actin forms. Supernatants and pellets fractions were recovered
and subjected to 10% SDS-PAGE gel, followed by Coomassie blue
staining.

Subcellular fractionation. Cultured neurons or hippocampal CAl slices
were homogenized in cold buffer containing 0.32 M sucrose and 10 mm
HEPES, pH 7.4. Samples were maintained at 4°C during all steps of the
experiment. Homogenates were cleared at 1000 X g for 10 min to remove
nuclei and large debris. The resulting supernatants were concentrated at
12,000 X g for 20 min to obtain a crude membrane fraction, which was
then resuspended twice (4 mm HEPES, 1 mm EDTA, pH 7.4, 20 min at



6086 - J. Neurosci., April 23,2014 - 34(17):6084 — 6097

12,000 X g). Then, the pellet was incubated (20 mm HEPES, 100 mm
NaCl, 0.5% Triton X-100, pH 7.2) for 1 h at 4°C with mild agitation and
centrifuged at 12,000 X g for 20 min to pellet the synaptosomal mem-
brane fraction. The supernatant was collected as the non-postsynaptic
density membrane fraction (non-PSD) or Triton-soluble fraction. The
pellet was then solubilized (20 mm HEPES, 0.15 mm NaCl, 1% Triton
X-100, 1% deoxycholic acid, 1% SDS, pH 7.5) for 1 h at 4°C and centri-
fuged at 10,000 X g for 15 min. The supernatant contained the PSD or
Triton-insoluble fraction. The integrity of non-PSD was verified by im-
munoblotting for synaptophysin, which was enriched in the non-PSD
fraction, and the PSD fraction was confirmed by the immunoblotting of
PSD-95 enriched in this compartment.

AP oligomerization and fibrillogenesis. Recombinant AB1-42 peptide
(Bachem) was resuspended in 1,1,1,3,3,3-hexafluoro-2-propanol
(HFIP) to 1 mwm until complete resuspension as described previously
(Stineetal.,2003). ABo’s were prepared by diluting AB to 1 mm in DMSO
and then to 100 uMm in ice-cold HEPES and bicarbonate-buffered saline
solution (HBBSS) with immediate vortexing and bath sonication, and
then incubated at 4°C for 24 h with mild agitation.

Synaptic activation and actin cytoskeleton disruption. Cultures were
placed in DMEM 24 h before the experiment. Synaptic activation was
induced at 37°C with 50 uM bicuculline (Bic), a GABAa receptor antag-
onist, and 2.5 mM 4-amino-pyridine, a weak potassium channel blocker
(all from Tocris Bioscience) for 15 min (Léveillé et al., 2008). Actin
stabilization was induced by jasplakinolide (Santa Cruz Biotechnology)
application at 1 uMm (Lazaro-Dieguez et al., 2008).

Immunoprecipitation. After treatment, primary neurons were rapidly
transferred on ice to remove the media and immediately extracted with
fresh buffer (100 mm Na,HPO,, 100 mm NaH,PO,, pH 7.2, 2 mm ATP, 2
mum MgCl2, phosphatase, and protease inhibitor mixture; Sigma). Equal
amounts of protein were incubated with biotin-XX-phalloidin (Molec-
ular Probes) 0.45 unit/condition with gentle rocking for 1 h at room
temperature. Thereafter, Dynabeads M-280 Streptavidin (Invitrogen)
were added to the complex formed by filamentous actin-biotin-XX phal-
loidin and incubated for 30 min at room temperature using gentle rota-
tion. The actin-coated beads were separated with a magnet for 2—3 min,
washed several times in the buffer, and boiled in 1 X loading buffer con-
taining 124 mum Tris, 2% SDS, 10% glycerol, 1% B-mercaptoethanol, and
1% bromophenol blue for 5 min. Samples were stored at —20°C until
used.

Immunoblotting. Samples in loading buffer were boiled for 5 min and
equal amounts of proteins (5-10 ug) were resolved on a 4-12% or
4-20% gradient Bis-Tris polyacrylamide precast gels (Bio-Rad) in dena-
turing conditions. Proteins were transferred to a polyvinylidene difluo-
ride membrane (Millipore) for 2 h at 4°C. Membranes were blocked with
Tris-buffered saline (10 mm Tris, 150 mm NaCl, pH 7.4) containing
0.01% Tween 20 and 5% nonfat dry milk for 1 h at room temperature.
Membranes were then incubated overnight at 4°C with the primary an-
tibodies tau (1:50,000 dilution, A0024; Dako); tau phospho serine 404
and tau phospho tyrosine 205 (1:1000 dilution, PA1-14422, PA1-14426,
PA1-14415; Thermo Scientific); actin (1:2000, A2066, Sigma); GluAl,
GluN2B, GluN2A, and synaptophysin (1:1000 dilution, A1504,
MAB5778,04-901, MAB368; Millipore); Fyn (1:500 dilution, 15-sc-434;
Santa Cruz Biotechnology); and PSD-95 (1:1000 dilution, clone 6G6—
1C9 ab2723; Abcam). Membranes were incubated with the HRP-
conjugated secondary antibodies rabbit (1:40,000) and mouse (1:5000)
(both from Sigma) for 45 min at room temperature. Specific proteins
were visualized with an enhanced chemiluminescence ECL Detection
System (Bio-Rad). Chemiluminescence detections were performed with
the Bio-Rad Chemidoc system and analyzed with the software Imagelab
(Bio-Rad).

Statistics. Results are expressed as the mean = SEM from independent
biological samples. Statistical analyses were performed with GraphPad
Prism 6.0 software by two-way ANOVA followed by Bonferroni’s test for
confocal analysis, one-way ANOVA for phalloidin precipitation analysis,
and Student’s ¢ test for Western blot analysis.
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Results

Axonal and dendritic localization of tau in primary cortical
neurons under resting conditions

To characterize the localization of tau in cultured neurons
under resting conditions (14 DIV), we transfected full-length
tau 2N4R-EGFP and LifeAct-RFP, the latter of which encodes
a small, 17 aa peptide that binds specifically to filamentous
actin (Riedl et al., 2008). In neurons, filamentous actin is
known to be enriched to the synaptic compartment (Star et al.,
2002). By using LifeAct-RFP instead of actin-GFP, we main-
tained actin stoichiometry. We first verified the localization of
LifeAct-RFP in the synaptic compartment by cotransfecting a
synaptic scaffold protein, PSD-95-YFP. The merged image
showed that filamentous actin and PSD-95 are both localized
in dendritic spines (Fig. 1A). We then cotransfected LifeAct-
RFP with EGFP-tau in cortical neurons and observed that
EGFP-tau fluorescence is restricted to axonal and dendritic
shafts in the resting condition (Fig. 1B). Only a minimal num-
ber of spines displayed traces of EGFP-tau (Fig. 1B).

Synaptic activation induces translocation of tau to the
synaptic compartment

To determine how and under which circumstances tau enters
into the postsynaptic compartment, we monitored EGFP-tau flu-
orescence under various conditions. First, we induced a long-
lasting synaptic activation by exposing cultured cortical neurons
to Bic (50 uM), a GABAergic antagonist, in the presence of
4-aminopyridine (4-AP, 2.5 mM), a weak potassium channel
blocker that prevents neuronal repolarization (Léveillé et al.,
2008), for 30 min (Fig. 2A). In control conditions, EGFP-tau
showed a weak but detectable fluorescence in >60% of the spine,
but the calculation mode used to quantify the imaging data (AF/
F,) brings our quantification to zero to highlight changes from
base line fluorescence. As early as 15 min after the beginning of
the treatment, we measured an increase in EGFP-tau fluores-
cence in dendritic spines from 0 = 0.04 to 0.52 = 0.06, which
stabilized after 30 min to 0.64 % 0.05 (***p < 0.0001, 2-way
ANOVA; Bic/4-AP: n = 5, N = 162 spines; control n = 3, N = 40
spines; Fig. 2B) and colocalized with LifeAct-RFP fluorescence.
In contrast, the evolution of EGFP-tau fluorescence during a 30
min vehicle application showed no detectable change (Fig. 2B).
Recognizing that plasmid-driven expression of EGFP-tau may
modify tau cellular distribution, we studied the localization of
endogenous tau in neurons subjected to synaptic activation. For
this study, we use a primary cortical cultures system at a density
that permits biochemical analysis but also renders immunohis-
tochemistry impractical because it is very difficult to distinguish
individual immunostained spines. Western blot analysis of tau
from total neuronal lysate showed no change after 15 and 30 min
Bic/4-AP application (Fig. 2C). Then, we isolated the non-PSD
fraction (i.e., Triton-soluble fraction) from the PSD-enriched
fraction (i.e., Triton-insoluble fraction) and audited the presence
of synaptophysin and PSD-95 in each to verify the fractionation
protocol. As expected, synaptophysin appeared only in the non-
PSD fraction and PSD-95 only in the PSD-enriched fraction.
Next, we performed Western blot analysis of several synaptic
proteins to assess the effect of our stimulation protocol (Fig. 2D).
No change in tau expression was detected in the non-PSD frac-
tion. In contrast, tau expression in the PSD fraction showed a
small amount in resting conditions, which increased 1.5-fold af-
ter 15 min of synaptic activation (***p < 0.0001, 2-tailed Stu-
dent’s t test; control 20.62 £ 1.235 vs Bic/4-AP 30.92 = 1.799,
N = 13 independent cultures; Fig. 2E). On the same PSD-positive
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fractions, we analyzed the variation of synaptic markers that
have been identified as potential tau-interacting partners (Lee
et al., 1998; Ittner et al., 2010; Mondragén-Rodriguez et al.,
2012). After synaptic activation, we detected increases in PSD-95
(*p = 0.0249, 2-tailed Student’s ¢ test; control 19.10 = 2.557 vs
Bic/4-AP 26.9 * 1.894, N = 9; Fig. 2E) and the src family tyrosine
kinase Fyn (**p = 0.0023, 2-tailed Student’s t test; control
19.42 = 1.337 vs Bic/4-AP 26.54 * 1.130, N = 6; Fig. 2E). The
AMPA receptor subunit GluA1l, which is recruited to the mem-
brane during synaptic plasticity (Malinow and Malenka, 2002),
was also increased in the PSD fraction (**p = 0.0026, 2-tailed
Student’s ¢ test; control 1884 * 1930 vs Bic/4-AP 2863 % 1.95,
N = 9; Fig. 2E). The actin cytoskeleton is highly reorganized
during synaptic activation, as described previously (Star et al.,
2002). Here, we saw an increase in actin content restricted to the
PSD fraction (*p = 0.0101, 2-tailed Student’s t test; control
22.18 * 1.913 vs Bic/4-AP 29.62 * 1.517, N = 7 independent
cultures; Fig. 2E). Therefore, during a long-lasting synaptic acti-
vation, we observed an increase in tau, fyn, actin, GluAl, and
PSD-95 content in the PSD-positive fraction, which is consistent
with the characteristic features of synaptic plasticity (Ehlers,
2003). These results suggest that tau translocates from the den-

LifeAct colocalizes with PSD-95-YFP in dendritic spines and displays a limited colocalization with EGFP-Tau. 4,
Confocal imaging of dendritic spines of primary murine cortical neuronal cultures (14 DIV) cotransfected with LifeAct-RFP and
PSD-95-YFP 48 h before imaging. Merge images show the colocalization (yellow, white arrows) of PSD-95 and filamentous actinin
dendritic spines. B, Dendritic spines of cortical neuron culture cotransfected with LifeAct-RFP and EGFP-Tau. Merged images show
only limited colocalization of EGFP-Tau in the indicated dendritic spines (white arrows). Scale bars: top, 10 wm; bottom, 5 pm.
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Merge

dritic shaft to the synapse during activa-
tion and probably takes part in the
activity-driven synaptic reorganization
that underlies synaptic plasticity. To gen-
eralize these findings, we chose to confirm
these results in an ex vivo model of synap-
tic plasticity: LTP in hippocampal slices
(Fig. 3A). We performed synaptosomal
fractionation of microdissected CA1 re-
gions taken from potentiated hippocam-
pal slices. We observed a similar LTP-
induced increase in tau content within the
PSD-enriched fraction from CA1 synap-
tosomes (29.86 +4.86 to 70.15 *+ 4.86,
**p = 0.0011; Fig. 3B). As expected, actin
and GluA1 were also increased, strength-
ening the idea that tau is involved in syn-
aptic reorganization processes necessary
for synaptic plasticity (34.31 = 2.518 to
64.92 £2.518, **p = 0.0002; 34.31 *=
8.151t0 65.70%8.15, *p = 0.0346; Fig. 3C).

Merge

Tau interacts with filamentous actin in
the synapse

Although it was initially described as a
microtubule-associated protein (MAP),
tau has been shown to interact with other
molecular partners in the PSD fraction,
such as fyn or PSD-95 (Ittner et al., 2010;
Mondragén-Rodriguez et al., 2012).
Among several synaptically located pro-
teins, actin is of particular interest for its
potential capacity to interact with human
tau (Fulga et al., 2006; Yu and Rasenick,
2006; He et al., 2009). We investigated
whether tau interacts with actin, the most
predominant cytoskeleton element of the
synapse. Purified G-actin was polymer-
ized with the 1N4R tau isoform and cen-
trifuged at 100,000 X g (Fig. 4A) or
15,000 X g (Fig. 4B). Although tau alone
were observed only in the supernatant in both experimental con-
ditions, ruling out a nonspecific coaggregation, we found that tau
coprecipitated with the pellet obtained from high- and low-speed
centrifugation, illustrating its direct interaction with both F-actin
(Fig. 4A) and actin bundles (Fig. 4B). It is worth noting that the
filamentous nature of actin in the presence of tau was confirmed
by electron cryomicroscopy (data not shown). We also per-
formed transfection with IN4R-GFP and we observed similar
synaptic-activity-dependent translocation as observed with the
full-length tau (Fig 4C). Similarly, a phalloidin precipitation of
neuronal lysate that selectively collected the neuronal F-actin and
its binding partners revealed the presence of tau by Western blot-
ting. This result illustrates that tau interacts with F-actin in neu-
rons (Fig. 5A). After synaptic activation, we observed an increase
in the amount of F-actin harvested (***p = 0.0003, 2-tailed Stu-
dent’s  test; control 17.67 = 2.08; Bic/4-AP 31.76 + 1.882, N =7
independent cultures; Fig. 5B) and a concomitant increase in tau
(***p = 0.0002, control 16.91 = 1.843; Bic/4-AP 31.49 = 2.028,
N = 7 independent cultures). These results show that the amount
of tau collected is proportional to neuronal F-actin content, sug-
gesting a close link between F-actin and tau. Next, we studied the
impact of pharmacological manipulations of actin organization
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Figure 2.  Synaptic activation induced by Bic/4-AP triggers translocation of tau into dendritic spines of primary cortical neuron cultures. A, Confocal imaging of cortical neurons (14 DIV)
cotransfected with EGFP-Tau and LifeAct-RFP. Left, Spatial repartition of EGF-Tau (green) and LifeAct-RFP (red) in nonactivated neuron. The merged image displays only minor colocalization
(yellow). Scale bar, 5 um. Right, Higher magnification of EGFP-Tau, LifeAct in dendritic spines (designated box in the left) of a neuron after synaptic activation triggered by 15 and 30 min of Bic/4AP
exposure. The merged image shows the activity driven colocalization of tau/LifeAct (yellow) in the activated dendritic spine after 15 and 30 min Bic/4-AP exposure. Scale bar, 1 um. B, Quantification
of fluorescence intensity mediated by EGFP-Tau in the head of spines during synaptic activation (Bic/4-AP treatment). The graph represents the evolution of AF/F, generated by EGFP-Tau in neurons
subjected to synaptic activation or not. Statistical analysis was performed by two-way ANOVA followed by Bonferroni's posttest (mean % SEM, ***p < 0.0001, control n = 40 spines on 3
independent cultures; Bic/4-AP n = 162 spines on 5 independent cultures). C, Representative Western blot of endogenous tau expression in a whole lysate extract of cortical neurons (14 DIV)
exposed to Bic/4-AP for 15 and 30 min. Quantification of tau expression normalized to actin levels does not display any change. D, Representative Western blots of protein expression from primary
cortical cultures after fractionation. Presynaptic protein (synaptophysin), postsynaptic proteins (PSD-95, GluA1, GIuN2A, GIuN2B, Fyn), cytoskeletal protein (actin), and tau in non-PSD fraction
(Triton-soluble fraction) and PSD-fraction (Triton-insoluble fraction) on primary cortical neurons treated 15 min with Bic/4-AP. E, Quantitative analysis of PSD-95, GluA1, GIuN2B, GluA1, Fyn, actin,
and tau in the PSD fraction under control and Bic/4-AP (15 min) treated conditions is shown in graphs (mean == SEM, 2-tailed Student’s ¢ test,***p << 0.001, **p = 0.0026, *p = 0.0101, N =7
independent cultures).

LifeAct-RFP fluorescence in every spine studied; no synaptic
EGFP-tau fluorescence was observed (data not shown).

on synaptic EGFP-tau fluorescence localization. For this, we
treated our primary cortical neurons with jasplakinolide (1 um),

a compound that promotes actin polymerization (Lazaro-
Dieguez et al., 2008), or with a latrunculin A (at 500 nM), a com-
pound that depolymerizes F-actin into soluble globular actin (G-
actin; Coué et al., 1987; Fig. 5C). After jasplakinolide application,
we observed a large increase in synaptic EGFP-tau fluorescence
(***p < 0.0001, 2-way ANOVA; AF/F,, 0.64+0.05 after 15 min,
0.5970.06 after 30 min; control n =40, N = 3; jasplakinolide, n =
106, N = 4; Fig. 4D). Latrunculin treatment produced rapid actin
depolymerization and the corresponding disappearance of

We analyzed actin and tau in the PSD-enriched fraction from
primary cortical neurons treated with jasplakinolide (Fig. 5E).
We observed that increased neuronal F-actin content promotes
concurrent tau enrichment (*p = 0.0150, 2-tailed Student’s ¢ test;
control 17.49 £ 0.7755 vs jasplakinolide 27.02 = 2719, N = 4
independent cultures; Fig. 5F). GLUA1, the membrane traffick-
ing of which is known to be actin dependent, was increased (*p =
0.0279, 2-tailed Student’s ¢ test; control 16.91 = 1015 vs jas-
plakinolide 31.00 * 4.778, N = 4 independent cultures). The
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Figure 3.

LTPin hippocampal slices triggers translocalization of tau to CAT dendritic spines. A, Representative curve of fEPSP slope in percentage of baseline illustrating the LTP induction in CA1

region of hippocampus slices. Sample EPSPs are shown before (1) and after (2) LTP induction. B, Representative Western blots of synaptic protein expression from the CA1 region of hippocampal
slices subjected to LTP protocol. €, Quantifications of Western blot from GluA1, actin, and tau in control and LTP conditions (mean == SEM, 2-tailed Student’s t test, *p = 0.0346, **p =

0.0011,***p = 0.0002, N = 4 independent slices).

amount of Fyn in the PSD was decreased (*p = 0.0265, 2-tailed
Student’s t test; control 27.25 %£5.003 vs jasplakinolide 11.71 *
1.786, N = 4 independent cultures). Together, these results sug-
gest that tau translocation to the synapse depends on the F-actin
stabilization that promotes their interaction.

Ap oligomers disrupt the link between synaptic activation
and tau recruitment to the synapse

In the context of AD, recent studies have shown that synaptotox-
icity driven by Ao exposure relies on the presence of tau (Rapo-
port et al., 2002; Roberson et al., 2007; Ittner et al., 2010). To
study this pathological regulation of tau, we exposed EGFP-tau-
and LifeAct-RFP-expressing cultures to 100 nM synthetic human
ABo’s (1-42; Fig. 6A). We observed a delocalization of tau in the
synapse within 15 min after ABo treatment (***p < 0.001; con-
troln =40, N = 3, ABo 100 nMm for 15 min 0.52* 0.04, for 30 min
0.71 = 0.05, n = 79, N = 5 independent cultures; Fig. 6B). We
confirmed these results with endogenous tau by Western blot
analysis of PSD-enriched fractions (Fig. 6C). ABo exposure in-
duced a translocation of tau into the PSD fraction (***p =
0.0002, 2-tailed Student’s t test; control 20.12 = 1228 vs ABo
29.74 = 1.748, N = 12 independent culture). There was also an
increase of PSD-95 (***p = 0.0006, 2-tailed Student’s ¢ test; con-
trol 19.10 = 2.557 vs ABo 33.3 £ 2153, N = 9 independent
culture), GluAl (**p = 0.0078, 2-tailed Student’s t test; control
18.84 £ 1.930 vs AB0 26.22 * 1.475, N = 9 independent culture)

and fyn (**p = 0.0041, 2-tailed Student’s ¢ test; control 19.42 =
1.337 vs ABo 29.67 * 2.181, N = 6 independent cultures; Fig.
6D). Then, we evaluated the effect of a synaptic activation after
the ABo treatment (Fig. 7A). Preceded by 15 min Ao treatment,
synaptic activation disrupted LifeAct-RFP fluorescence, suggest-
ing an alteration of F-actin organization and no additional EGFP-
tau recruitment at the synapse. We confirmed these results on
endogenous proteins by Western blot analysis on PSD-positive
fractions (Fig. 7B). After ABo treatment, synaptic activation did
not trigger any increase in synaptic markers and in fact decreased
synaptic actin (***p = 0.0009, 2-tailed Student’s ¢ test; ABo
29.64 = 1.495, ABo + Bic/4-AP 18.56 +2.030, N = 7 indepen-
dent cultures; Fig. 7C), PSD-95 (***p = 0.0007, 2-tailed Student’s
t test; ABo 33.37 = 2.153, ABo + Bic/4-AP 19.25 +2.550, N =7
independent cultures) and tau levels (**p = 0.0014, 2-tailed Stu-
dent’s ¢ test; ABo 29.74* 1.748, ABo + Bic/4-AP 20.68 £1.751,
N = 12 independent cultures). If the spines’ protein content did
not display any significant difference, these treatments are asso-
ciated with a profound modification of the spine structure, as
revealed by the morphological analysis performed on cortical
culture transfected with a plasma membrane marker tagged with
a GFP (Fig. 7D). Finally, we performed a phalloidin precipitation
assay after a 15 min AfBo treatment on our neuron culture (Fig.
8A) and observed that tau/F-actin content was increased (**,*p <
0.05 relative to control, #p < 0.05 relative to ABo, 1-way
ANOVA; control 15.45 * 1.529, ABo 32.90 = 3.181, ABo+ Bic/
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were applied to 10% SDS-PAGE gel and proteins were stained with Coomassie blue. €, Confocal imaging of cortical neurons (14 DIV) cotransfected with EGFP-TauTN4R and LifeAct-RFP. Left, Spatial
repartition of EGFP-Tau1N4R (green) and LifeAct-RFP (red) in untreated neurons. Scale bar, 5 m. Right, Higher magnification of EGFP-TauTN4R and LifeAct-RFP in a dendritic spine neuron after
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of fluorescence intensity mediated by EGFP-Tau1N4R and Tau2N4R in the head of spines during synaptic activation (Bic/4-AP treatment). The graph represents the evolution of AF/F, generated by
EGFP-Tau2N4R and EGFP-TauTN4R in neurons subjected to synapticactivation or not. Statistical analysis was performed by two-way ANOVA followed by Bonferroni’s posttest (mean == SEM, ***p <<
0.0001 vs control, ###p < 0.0001 vs Tau-2N4R; control n = 40 spines on 3 independent cultures; Bic/4-AP Tau2N4R n = 162 spines on 5 independent cultures, Bic/4AP Tau IN4R n = 54 spines on

2independent cultures).

4-AP 20.18 = 2671 for actin; control 16.34 *+ 2.618, ABo 31.77 *
1.952, ABo+ Bic/4-AP 17.70 = 4.080 for tau, N = 5 independent
cultures Fig. 8B). A subsequent synaptic activation did alter tau
interaction with F-actin.

Pool of synaptic tau evoked by Ao is more dynamic and has
a distinct phosphorylation state from that induced by
synaptic activation

Because image acquisition for live imaging of EGFP-tau was per-
formed at a relatively slow rate to accumulate fluorescence inten-
sity, we did not have any direct measurement of tau turnover in
the spines. To further understand the mechanisms by which ABo
exposure and the synaptic activation induced translocation of tau
to the synapse, we investigated tau dynamics using a FRAP tech-
nique. On neurons transfected with EGFP-tau and LifeAct-
RFP, we induced tau translocation to spine by synaptic
activation, and then photobleached the GFP signal of individ-
ual spine heads (Fig. 9A) and measured tau fluorescence,
which resulted in a recovery half-life 0f 4.829 s and a plateau of
50.83% (Fig. 9B). The recovery curves indicated 3 pools of tau:
a mobile, unbleached fraction comprising 9.72 = 1.03%, a
dynamic fraction at 47.08 * 3.06%, and a stable, unrecover-

able fraction at 42.75 * 2.78%. This stable fraction suggests
that a large portion of tau is anchored in the spine. When we
investigated ABo-driven tau translocation to the synapse, we
did not see any change in half-life recovery (4.729 s) from
those measured with synaptic activation. However, the plateau
value was drastically modified (71.20%), illustrating that,
whereas ABo induced tau translocation and subsequently its
interaction with actin filament, the resulting synaptic tau is less sta-
ble. Comparison between synaptic activation and Afo showed a
significant difference between their dynamic fractions (**p <
0.0001, 2-tailed Student-t test; Bic/4AP dynamic fraction 47.09=*
3.063, n = 21 spines on 4 independent cultures; ABo 68.49 = 2.64,
n = 24 on 4 independent cultures; Fig. 9C).

Tau is a phosphorylated protein containing 80 potential
phosphorylation sites (Sergeant et al., 2005). Alterations of tau
localization in disease states are associated with abnormal
phosphorylation of tau (Hoover et al., 2010; Tai et al., 2012;
Merino-Serrais et al., 2013); therefore, we investigated the
phosphorylation state of tau after synaptic activation or Ao
exposure (Fig. 9D). We chose to investigate the phosphoryla-
tion states of two representatives residues that have both been
described as sites of physiological and pathological phosphor-
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Figure5. Tauinteracts with F-actin in the synaptic compartment. A, Representative Western blot showing F-actin-associated tau in cultured cortical neurons treated for 15 min with Bic/4-AP.

Cell lysate was collected after treatment and F-actin precipitated with phalloidin as described in the Materials and Methods. B, Quantifications of actin and tau in control and Bic/4-AP condition
(mean == SEM, 2-tailed Student's t test, ***p << 0.001, N = 7 independent cultures). €, Confocal imaging of cortical neurons (14 DIV) cotransfected with EGFP-Tau and LifeAct-RFP treated with
jasplakinolide (1 wum), a specific agent that stabilizes F-actin. Left, Cropped view of dendritic branch of transfected neuron under control condition. Scale bar, 5 em. Right, Higher magnification of
EGFP-Tau and LifeAct-RFP in dendritic spines (cropped view of dotted box in the left) of neuron before and 15 and 30 min after jasplakinolide (1 wm) treatment. The merged image shows
colocalization of EGFP-Tau and LifeAct-RFP (white arrows). Scale bar, 1 um. D, Quantification of the fluorescence intensity variation (AF/Fy) of EGFP-Tau in the head of spines during actin network
stabilization (jasplakinolide treatment). Statistical analysis was performed by two-way ANOVA followed by Bonferroni's posttest (mean == SEM, ***p < 0.0001, control n = 40, N = 3independent
cultures, jasplakinolide n = 106, N = 4 independent cultures). E, Representative Western blots of protein expression from PSD-enriched fraction primary cortical cultures treated or not with
jasplakinolide (1 wum, synaptophysin [SYN], PSD-95, GluA1, Fyn actin, and tau in PSD-fraction (Triton-insoluble fraction)). F, Quantitative analysis of Western blots of PSD-95, GluA1, actin, and tau
in PSD fraction (mean = SEM, 2-tailed Student’s t test, **p << 0.01, *p << 0.05, N = 4 independent cultures).

ylation: one located in the proline rich domain, Thr-205, and
one located in the C terminus domain, Ser-404 (Sergeant etal.,
2005; Merino-Serrais et al., 2013). Thr-205 phosphorylated-
tau was only increased under synaptic activation in the PSD
fraction (control 24.57 = 0.9754 vs Bic/4-AP 38.90 *= 1.936;
Fig. 9E), whereas it was decreased after ABo treatment (con-
trol 24.57 + 0.9754 vs AB 13.64 = 2.416). Synaptic activation
after ABo exposure did not produce any significant Thr-205
phosphorylation of tau (AB + Bic/4-AP 22.89+2.796 vs Bic/
4-AP 38.90 = 1.93 vs AB 13.64+2.50). Conversely, only ABo
exposure promoted significant tau phosphorylation on Ser
404 (**p < 0.05, 1-way ANOVA; control 15.67 = 2.418 vs ABo
32.65 * 3.76 vs Bic/4-AP 26.75 = 1.17 vs ABo + Bic/4-AP
24.97 = 4.48, N = 4). These results revealed that, although
synaptic activation or Ao promote tau translocation to PSD

fractions, the synaptic tau displays a different phosphorylation
profile that may be responsible for the conditional tau prop-
erties observed. Finally, to investigate whether the difference
in tau retention in the spine was related to differential phos-
phorylation, we overexpressed nonphosphorylatable tau mu-
tant EGFP-Tau T205A or EGFP-Tau S404A in neurons
exposed to synaptic activation or to Ao exposure. We ob-
served that synaptic activation promoted EGFP-Tau T205A
translocation to the spine but FRAP experiments revealed a
shorter tau turnover time in the spine (Fig. 9B), whereas A3o-
driven translocation to the spine was no longer observable in
EGFP-Tau S404A-transfected neurons (Fig. 9F,G). These ex-
periments highlight the pivotal role of these phosphorylations
in tau translocation features to the spine.
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Figure 6.  APo treatment in primary cortical neuron cultures induces synaptic mislocalization of EGFP-Tau. A, Confocal imaging of cortical neurons (14 DIV) cotransfected with EGFP-Tau
(full-length human tau) and LifeAct-RFP. Left, Spatial repartition of EGFP-Tau (green) and LifeAct-RFP (red) in nontreated neuron. Scale bar, 5 um. Right, Higher magpnification of EGFP-Tau and
LifeAct-RFP in dendritic spine neuron after A3 treatment (15 and 30 min, designated box in the left) by 15 and 30 min of A0 100 nm treatment. The merged image shows colocalization of F-actin
and tau (yellow, area indicated with white arrows). Scale bar, 1 um. B, Quantification of the fluorescence intensity of EGFP-Tau in the head of spines during the A 3o treatment. The graph represents
the evolution of AF/F; generated by EGFP-Tau induced by ABo 100 nm treatment. Statistical analysis was performed by two-way ANOVA followed by Bonferroni’s posttest (mean = SEM, ***p <
0.001, control n = 40, N = 3 independent cultures; ABo 100 nmn = 79, N = 5 independent cultures). , Representative Western blots of protein expression from fractionated primary cortical
cultures treated or not with ABo (100 nm) for 30 min. Presynaptic protein (synaptophysin), postsynaptic proteins (PSD-95, GluA1, GIuN2A, GIuN2B, Fyn), cytoskeletal protein (actin), and tau in
PSD-fraction (Triton-insoluble fraction) were analyzed. D, Quantitative analysis of PSD-95, GluA1, GluN2B, GluA1, Fyn, actin, and tau in PSD fractions (mean == SEM, 2-tailed Student’s t test, ***p <
0.001,**p << 0.01,n = 7 independent cultures). E, Percentage of positives and negatives spines in EGFP-Tau-transfected neurons before and during synaptic activation or ABo treatment (Bic/4-AP
N'=3,n=130spines; ABo N = 3,n = 142; control N = 6,n = 272; ***p < 0.0001, **p > 0.01).

Discussion postsynaptic role in the organization that sustains synaptic plas-

Although tau has been extensively studied for its role as an axonal ~ ticity. Further, we demonstrate that, once translocated to the
MAP, the discovery of its synaptic localization under pathological ~ synapse, tau interacts with the most predominant cytoskeleton
conditions has raised extensive questions on the consequence of ~ element of the postsynaptic structure: F-actin. This interaction is
this mislocation (Ittner and Gotz, 2011). Here, we report that tau ~ consistent with a possible implication in the complex cascade
displays a widespread distribution in the dendrites and responds ~ leading to synaptic potentiation. Further supporting this hypoth-
to synaptic input by trafficking from the dendritic shaft to the  esis, we observed that pharmacological stabilization of F-actin
postsynaptic compartments. The trafficking of tau occurs under ~ Wwith jasplakinolide also induces synaptic tau trafficking, which
pharmacological and electrophysiological synaptic plasticity ~— suggests a link between F-actin and tau. Interestingly, we found
stimulation paradigms in primary culture and acute hippocam-  that by exposing cortical neurons to synthetic Ao, tau translo-
pal slices, respectively. This activity-dependent tau translocation  cates to spines without induced synaptic activation. This mislo-
is concomitant with major recompositions of the postsynaptic ~ cation of tau into the spine heads is a characteristic feature
protein content that results in an increase in PSD-95, glutama-  observed in AD (Tai et al., 2012) and frontotemporal dementia
tergic AMPA receptors, GluAl, actin, and tau’s proposed partner, ~ (FTD) and parkinsonism linked to chromosome 17 (FTDP-17)
Fyn kinase. Together, our results are consistent with tau havinga  and tau P301L mutation (Hoover et al., 2010). Synaptic activa-
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Figure7.  APotreatment on primary cortical neuron cultures induces synaptic mislocalization of endogenous tau that is disrupted by synaptic activation. A, Confocal imaging of cortical neurons

(14 DIV) cotransfected with EGFP-Tau and LifeAct-RFP. Left, Spatial repartition of EGFP-Tau (in green) and LifeAct-RFP (in red) in untreated neurons. Scale bar, 5 m. Right, Higher magnification
of EGFP-Tau and LifeAct-RFP in a dendritic spine (designated box in the left) neuron showing the effect of 15 min of A3 on tau localization (green) and actin cytoskeleton (red) followed by 15 min
of Bic/4-AP. Scale bar, T um. B, Representative Western blots of protein expression from fractionated primary cortical neurons treated with ABo (100 nm) and then for 15 min with Bic/4-AP.
Presynaptic protein (synaptophysin), postsynaptic proteins (PSD-95, GluA1,GluN2A, GIuN2B,Fyn), cytoskeleton protein (actin), and tau in PSD-fraction (Triton-insoluble fraction) were analyzed. C,
Quantitative analysis of PSD-95, GluA1, GIuN2B, GluAT, Fyn, actin, and tau in PSD fraction (mean == SEM, 2-tailed Student's t test, N = 7). D, Confocal imaging of cortical neurons (14 DIV) transfected
with GFP membrane. Top, Untreated neurons. Scale bar, 10 ,um. Middle and Right, higher magpnification of GFP membrane in dendrites (scale bar, 5 .um) and dendritic spine (designated box in the
middle) from a neuron showing the effect of 15 min of AB treatment on spines followed by 15 min of Bic/4-AP. Scale bar, T um.

tion subsequent to ABo did not further increase tau content into
the dendritic spines, which suggests that ABo exposure disrupts
the activity-dependent enrichment of tau concomitant with the
preclusion of synaptic plasticity.

The identification of activity-driven translocation of tau to the
synaptic compartment is consistent with Ittner et al. (2010), who
described tau function as carrying the Src kinase Fyn to the syn-
aptic compartment after synaptic activation. The present find-
ings also add to the growing body of evidence consistent with a
wide distribution of neuronal tau in the dendrites (Tashiro et al.,
1997) and the axon (Mandell and Banker, 1996). Tau is a well
known MAP and microtubules have been shown to penetrate
into spines (Jaworski et al., 2009; Merriam et al., 2013), which
strongly suggests that microtubules are involved in the observed
translocation. Different mechanisms may account for the distri-
bution of tau in dendritic spine, for example, cotransport with
microtubule fragments or by motor transport or diffusion. The

simplest, and therefore most likely, scenario is one in which tau
enters spines with microtubules. After being liberated from MTs,
tau may bind to actin filaments, thereby anchoring tau within the
postsynaptic compartment. This hypothesis is supported by pre-
vious work from Ittner et al. (2010), which showed that removing
the MT-associated domain from tau prevents the synaptic local-
ization of tau and its binding partner Fyn. When tau is truncated
to contain only the N-terminal and proline-rich domains, tau is
unable to localize to dendrites. Because this truncated form of tau
is still able to bind Fyn, the exclusion of tau from spines also
precludes fyn localization to the postsynaptic compartment. As
an active transporter of synaptic proteins (e.g., AMPARSs; Kneus-
sel and Wagner, 2013), myosin may also carry tau to the spines
along a cytoskeletal track. Currently, only one study suggests an
interaction between tau and myosin based on their colocalization
within neurofibrillary tangles found in AD and FTD patients’
brains (Feuillette et al., 2010). Moreover, myosin VI was shown to
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Figure8. Ao treatmenton primary cortical neuron cultures increases the interaction of F-actin with tau, which is reduced after synaptic activation. A, Representative Western blot showing the
effect of 30 min ABo (100 nm) and the effect of 15 min pretreatment with ABo (100 nm) then 15 min of Bic/4-AP treatment on tau associated with F-actin in cultured cortical neurons. F-actin was
collected after treatment and precipitated with phalloidin. B, Western blot analysis of actin and tau in control, ABo (100 nm), and ABo (100 nm) + Bic/4-AP 15 min condition (**,*p << 0.05 vs

control, 1-way ANOVA; #p << 0.05vs ABo, N = 5independent cultures).

modulate tau-dependent neurodegeneration in the Thy-Tau22
Drosophila model (Blard et al., 2007). However, these studies
provide no direct evidence for a physiological interaction be-
tween tau and myosin. Last, tau is unlikely to enter spines
through simple diffusion because very little tau is present in
spines before synaptic activation or exposure to Af. Therefore,
we favor a combined mechanism that involves tau diffusion along
the microtubule lattice, as demonstrated by Hinrichs et al.
(2012). When microtubules are briefly entering the dendritic
spines during activation, tau diffusion guided by the microtubule
lattice may promote spine distribution independently of directed
motor-dependent transport. The importance of tau transloca-
tion to spines warrants further investigation of the many poten-
tial mechanisms, which may be different depending on the
evoking stimuli.

Once located in the spines, tau may contribute to spine mor-
phology. Such a role is supported by previous observations that
the silencing of tau expression using small hairpin RNA produced
spine loss in cultured neurons (Chen et al., 2012).

The stimuli that led to tau translocation into spine heads also
induced the long-lasting modifications of the postsynaptic ele-
ment that characterize LTP. The tau increase in the PSD-enriched
fraction is concomitant with enrichment in PSD95 and GLUAL,
both of which are necessary characteristics of synaptic potentia-
tion (Ehlers, 2003; Steiner et al., 2008; Kessels and Malinow,
2009). Following the same behavior of well known plasticity-
related synaptic proteins such as GluA1l, PSD-95, or actin sug-
gests that tau may contribute to the functional modifications that
sustain the enhanced synaptic strength associated with LTP. The
role of tau in synaptic plasticity could be due to its ability to
transport the Src kinase Fyn to synaptic targets (e.g., GluN2B
subunits of the NMDA receptor). In accordance with this hy-
pothesis, tau KO mice or those expressing tau without MT-
binding domains display no Fyn in the PSD fraction (Ittner et al.,
2010). The importance of Fyn in synaptic plasticity processes is
underscored by the decreased LTP observed in Fyn KO mice
(Grant et al., 1992; Kojima et al., 1997).

Tau interacts with F-actin in both purified protein assay and
spines. This interaction was identified and characterized for the
first time in similar purified protein assay involving tau MT-
binding domains and the portion of the proline-rich domain that
interacts directly with F-actin (He et al., 2009). Similarly, this
interaction has been identified in PC12 cells (Yu and Rasenick,

2006) and in a Drosophila model of AD (Fulga et al., 2006). The
consequences of the interaction between tau and F-actin are a
stabilization of actin filaments and their organization into bun-
dles. Here, we show that interaction between F-actin and tau is
increased during synaptic activation. As revealed by LifeAct flu-
orescence, filamentous actin displays a higher concentration in
the spine heads. The potential interaction of tau and filamentous
actin in the shaft and then the translocation to the synapse is
possible, although we favor a molecular mechanism that involves
interaction of tau/actin in the spine because of the presence of this
dense spine actin cytoskeleton. The role of actin in the structural
reorganization necessary for synaptic plasticity has been studied
extensively (for review, see Hotulainen and Hoogenraad, 2010).
Indeed, modulation of actin dynamics toward F-actin complex
structures can be considered as one of the key elements respon-
sible for the activity-dependent modification of spine morphol-
ogy during synaptic plasticity (Star et al., 2002). Therefore, tau
may be important for synaptic plasticity because of its ability to
influence F-actin structure or stability. F-actin as causal to tau
translocation is central to our hypothesis. The fact that jas-
plakinolide treatment induces a translocation of tau to spine
heads strongly supports a causal relation between these events
(i.e., direct stabilization of F-actin produces tau translocation).
Finally, when we reproduced pathological conditions ob-
served in AD by exposing cortical neurons to ABo, we observed a
translocation of tau to the synapse despite the lack of synaptic
activation. This result is consistent with abnormal tau accumula-
tion in dendritic spines (Hoover et al., 2010). Recently, similar
synaptic accumulation of tau has been described in AD patients,
further strengthening the hypothesis that abnormal synaptic lo-
calization of tau may be involved in the synaptic dysfunction
observed in AD (Roberson et al., 2011; Tai et al., 2012). Under
Ao exposure, tau still interacts with F-actin once in the postsyn-
aptic compartment. Our FRAP data highlighted a more dynamic
pool of synaptic tau under ABo compared with that evoked by
synaptic activation, which suggests that tau interactions with its
potential partners in the synapse, such as F-actin, are disturbed.
This likely disrupts tau-related modification of the postsynaptic
content observed during synaptic plasticity. Therefore, synaptic
activation in the presence of ABo did not lead to increased levels
PSD95 or GluAl in the PSD fraction and precluded the establish-
ment of long-lasting modification of synaptic strength, which is
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Figure 9.  The dynamics of tau in spines changes is distinct between translocation inducing synaptic activation from A exposure and could be phosphorylation dependent. A, Time

lapse of a spine pretreated with Bic/4-AP containing EGFP-tau and showing FRAP. B, Representative FRAP curves (%FRAP normalized to the prebleached intensity of the spine of
EGFP-Tau-transfected neurons) of Tau WT (EGFP-Tau 2N4R) after 45 min of Bic/4AP (green, n = 21) or 45 min after ABo application (red, n = 24) and TauT205A after 45 min of Bic/4AP
(blue, n = 21). C, Percentage of EGFP-tau fluorescence or EGFP-tauT205A that was stable (white), dynamic (gray), or unbleached (black). Statistical analysis was performed by 2-tailed
ttest, ***p < 0.0001. D, Representative Western blot of Tau phospho-Threonine 205 (p-Thr205), phospho-Serine 404 (p-Ser 404), and tau total from PSD-enriched fractions for control,
Bic/4-AP (30 min), AB (30 min), and A (15 min) +Bic/4-AP (15 min) conditions. E, Quantifications of p-Thr 205 and p-Ser 404 under control, Bic/4-AP, A3, or AB + Bic/4-AP conditions
(mean == SEM, ** *relative to control; # # #relative to Bic/4-AP, +relative to AS3, p > 0.05, 1-way ANOVA with Bonferroni’s posttest, N = 5 independent cultures). F, Confocal imaging
of cortical neurons (14 DIV) cotransfected with EGFP-Tau S404A and LifeAct-RFP. Left, Spatial repartition of EGFP-TauS404A (green) and LifeAct-RFP (red) in untreated neurons. Scale bar,
5 wm. Right, Higher magnification of EGFP-Tau S404A and LifeAct-RFP in dendritic spine neuron after A3 treatment (15 and 30 min, designated box in the left) by 15 and 30 min of ABo
100 nm treatment. The merged image shows no colocalization of F-actin and tau. Scale bar, 1 wm. G, Quantification of the fluorescence intensity of EGFP-TauS404A in the head of spines
during the ABo treatment. The graph represents the evolution of Af/F; generated by EGFP-Tau under control conditions (black), EGFP-Tau (red), and EGFP-TauS404A (pink) induced by
ABo 100 nm treatment. Statistical analysis was performed by 2-way ANOVA followed by Bonferroni’s posttest (mean == SEM, ***p << 0.001, control n = 40, N = 3 independent cultures;
Tau-WT ABo 100 nmn = 79, N = 5; Tau S404A n = 98, N = 3 independent cultures).

consistent with the exhaustive reports of ABo impairing LTP
(Shankar et al., 2007; Selkoe, 2008; Li et al., 2011).

The difference in tau behavior depending on the stimulus
driving it to the synapse is puzzling and may rely on the variation
in the phosphorylation profile (Allyson et al., 2010; Mondragon-
Rodriguez et al., 2012). It is now well accepted that tau function
and localization to the membrane, nucleus, synapse, or axons is
modulated by phosphorylation (Mandell and Banker, 1996; Sul-
tan et al., 2011; Pooler et al., 2012; Hoover et al., 2010). We
showed that ABo and synaptic activation display differences in
the phosphorylation of two tau phospho-epitopes. Under synap-

tic activation, PSD-located tau is phosphorylated on threonine
205, whereas it is largely dephosphorylated under ABo exposure.
In contrast, serine 404 is not differentially phosphorylated be-
tween these two experimental conditions. The nonphosphoryla-
tion incompetent mutated tau exhibited drastic different
features, with wild-type tau strengthening the importance of
these phosphorylations in tau behavior.

In summary, we provide evidence that, under physiological
stimulations, tau may be involved in the molecular cascade lead-
ing to synaptic plasticity. Ao renders the synapse unable to es-
tablish plasticity-related modifications of the postsynaptic
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content. The disruption of the activity-driven relocalization of
tau to the synapse by ABo could be one of the synaptotoxic steps
in the progression of AD. The mechanism responsible for the
altered localization of tau may represent a novel therapeutic ap-
proach for tauopathies, including AD.
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Résumé

Les microtubules (MTs) sont des polymeéres dynamiques essentiels pour de nombreux processus cellulaires tels que la
division, la migration et le transport intracellulaire. Leurs propriétés dynamiques et leur organisation spatiale sont
régulées par des protéines associées, les MAPs (Microtubule-Associated Proteins). Une des premieres MAPs a avoir été
identifiée dans les neurones est la protéine tau, connue pour stabiliser les MTs et les organiser en faisceaux au niveau
des axones. Du fait de son implication dans la maladie d’Alzheimer, tau a fait I’objet de nombreuses études et son
interaction avec les MTs est aujourd’hui relativement bien caractérisée. En revanche, les mécanismes responsables de la
formation des faisceaux de MTs par cette protéine restent indéterminés. Le premier objectif de ma thése a été de définir
les bases moléculaires de ce processus, grace a la reconstitution de faisceaux de MTs in vitro et a leur observation en
temps réel par microscopie a onde évanescente. Les résultats montrent que le domaine de projection de tau inhibe la
formation des faisceaux, alors que les deux hexapeptides localisés dans le domaine C-terminal de tau et responsables de
son agrégation au cours de la maladie d’ Alzheimer sont essentiels a I’organisation des MTs en faisceaux. En paralléle, je
me suis intéressée a 1’effet de tau sur 1’interaction MTs/actine. En effet, les filaments d’actine constituent, comme les
MTs, un ¢élément majeur du cytosquelette. La coordination entre les MTs et les filaments d’actine est essentielle a la
différenciation et a ’activité neuronales. Cependant, les effecteurs responsables de cette coopération MTs/actine restent
aujourd’hui trés mal caractérisés. La protéine tau a ét€¢ proposée comme pouvant s’associer directement a 1’actine. De
plus, elle a été observée dans des compartiments neuronaux riches en actine tels que l’extrémité des axones en
croissance et les synapses, dans lesquels les microtubules peuvent entrer transitoirement. Tau est donc un potentiel
intermédiaire moléculaire entre les MTs et les filaments d’actine. Grace a la mise au point d’un systéme original
permettant la visualisation de I’assemblage simultané des MTs et des filaments d’actine, j’ai étudié le role de tau dans la
coordination des cytosquelettes de MTs et d’actine et également les mécanismes moléculaires sous-jacents. J’ai pu
montrer que tau interagit simultanément avec les MTs et 1’actine, induit le co-alignement des deux réseaux ainsi que
leur croissance couplée. L’ utilisation de formes tronquées de tau montre qu’au moins deux de ses quatre motifs répétés,
initialement identifiés comme liant la tubuline, sont nécessaires a 1’interaction entre les MTs et les filaments d’actine.
Nous proposons un modele selon lequel tau coordonne les deux cytosquelettes via la répartition de ses motifs répétés
entre les deux types de polymeres. J’ai également participé & une étude dans des neurones en culture, confirmant
I’interaction directe de tau avec |’actine et la triple co-localisation tau/MTs/actine. L’ensemble de ces résultats nous ont
donc permis d’identifier les bases moléculaires impliquées dans la formation des complexes macromoléculaires
MTs/MTs et MTs/actine induits par tau.

Abstract

Microtubules (MTs) are dynamic polymers involved in fundamental cellular processes such as cell division, migration
and intracellular transport. Their dynamic properties and spatial organization are regulated by numerous Microtubule-
Associated Proteins (MAPs). Tau is one of the first MAPs identified in neurons and is known to stabilize MTs and
organize them into bundles in axons. Due to its involvement in Alzheimer’s disease, this protein has been widely
studied and its interaction with MTs is now quite well characterized. However, the mechanisms by which tau
organizes MTs into bundles remain to be determined. The first aim of my thesis was to define the molecular basis of
MT bundling, by using in vitro reconstitution of MT bundles and by monitoring them in real time using evanescent
wave microscopy. Results show that tau’s projection domain inhibits MT bundling, whereas the two hexapeptides in
the tau’s C-terminal domain that are involved in tau aggregation during Alzheimer’s disease are fundamental for MT
organization into bundles. Furthermore I focused on the effect of tau on the crosstalk between MTs and actin. Actin
filaments are another major cytoskeletal elements. The coordination between MTs and actin filaments is essential for
neuronal differentiation and activity. However, the effectors responsible for MTs/actin cooperation remain poorly
characterized. Tau protein has been proposed to directly interact with actin filaments. Besides, tau has been observed
in neuronal actin-rich compartments like the extremity of growing axons and synapses, in which MTs can enter
transitorily. Thus tau appears as a potential molecular linker between MTs and actin filaments. By developing an
original cell-free system to visualize concomitant MTs and actin assembly, I studied the role of tau in the coordination
of MTs and actin filaments and characterized the underlying molecular mechanisms of this phenomenon. I showed
that tau is able to interact simultaneously with MTs and actin filaments, inducing the co-alignment of both polymers
and their coupled growth. By using truncated tau proteins, I showed that at least two of the four tau’s repeat motifs,
initially characterized to bind tubulin, are necessary for the MTs/actin interaction. We propose a model in which tau
coordinates the two networks through the distribution of its repeat motifs between the two polymers. I also
participated to a study in cultured neurons, which confirmed the direct association of tau with actin and a triple co-
localization between MTs/actin and tau. Altogether, these results led us to identify the molecular basis involved in the
formation of MTs/MTs and MTs/actin macromolecular complexes induced by tau.
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