N

N

Etude in vitro des effets de la protéine MAPG6 sur le
cytosquelette

Maxime Seggio

» To cite this version:

Maxime Seggio. Etude in vitro des effets de la protéine MAPG6 sur le cytosquelette. Neurobiologie.
Université Grenoble Alpes, 2016. Frangais. NNT: 2016GREAV063 . tel-01685705

HAL Id: tel-01685705
https://theses.hal.science/tel-01685705
Submitted on 16 Jan 2018

HAL is a multi-disciplinary open access L’archive ouverte pluridisciplinaire HAL, est
archive for the deposit and dissemination of sci- destinée au dépot et a la diffusion de documents
entific research documents, whether they are pub- scientifiques de niveau recherche, publiés ou non,
lished or not. The documents may come from émanant des établissements d’enseignement et de
teaching and research institutions in France or recherche francais ou étrangers, des laboratoires
abroad, or from public or private research centers. publics ou privés.


https://theses.hal.science/tel-01685705
https://hal.archives-ouvertes.fr

| Communaute
& UNIVERSITE Grenoble Alpes

THESE

Pour obtenir le grade de

DOCTEUR DE LA COMMUNAUTE UNIVERSITE
GRENOBLE ALPES

Spécialité : CSV/Chimie Biologie

Arrété ministériel : 7 aolt 2006

Présentée par

Maxime SEGGIO

Thése dirigée par Annie ANDRIEUX et
codirigée par Christian DELPHIN

préparée au sein du Laboratoire « Physiopatologie du
Cytosquelette » a I'Institut des Neurosciences de Grenoble
dans I'Ecole Doctorale Chimie et Science du Vivant

Etude in vitro des effets de la
protéine MAPG sur le
cytosquelette.

Thése soutenue publiquement le 29 Juin 2016,
devant le jury composeé de :

Mr, Alain, BUISSON

Professeur a I'Université Grenoble Alpes, Président
Mme, Marylin, VANTARD

Directrice de recherche a I'Institut des Neurosciences de Grenoble,
Membre

Mr, Mathieu, PIEL

Chef d'équipe a l'institut Curie (Paris), Rapporteur

Mme, Karine, MONIER

Ingénieure d'études au laboratoire Joliot-Curie (Lyon), Rapporteur
Mr, Frangois, DEVRED

Chercheur et Maitre de conférence au Centre de Recherche en
Oncobiologie et Oncopharmacologie (Marseille), Membre

Mme, Annie, ANDRIEUX

Chef d'équipe a I'Institut des Neurosciences de Grenoble, Membre
Mr, Christian, DELPHIN

Chercheur a I'Institut des Neurosciences de Grenoble, Invité







Remerciements

Je tiens tout d'abord a remercier ma directrice de thése, Annie Andrieux, et mon co-directeur
de thése, Christian Delphin, pour m'avoir accueilli au sein de leur équipe et pour leur encadrement
au cours de ma thése. Je les remercie pour leur disponibilité, leur aide précieuse, leurs conseils et
leurs enseignements, en particulier en biochimie, m'ayant permis d'évoluer dans ce domaine. Merci
aussi pour les discussions fructueuses sur ce projet de thése et pour 1'aide apportée au cours de la

rédaction de ce manuscrit.

Je remercie également les différents membres de mon jury de thése pour m'avoir fait
I'honneur de rapporter mon travail et manuscrit de thése : Pr. Alain Buisson, Dr. Marylin Vantard,

Dr. Francois Devred, Dr. Karine Monier et Dr. Mathieu Piel.

Merci aux membres de mon équipe « Physiopathologie du Cytosquelette » pour leur aide,
leurs conseils et pour leur soutien quotidien : merci Lety pour ta gentillesse et ta bonne humeur,
Jean-Marc pour ton soutien, les petites discussions sympathiques que nous avons pu avoir et ta
franchise. Merci aussi a Christophe et Eric pour leur aide scientifique en biologie moléculaire mais
aussi en informatique, pour la mise au point de macros qui ont été d'une aide précieuse. Merci aussi

pour votre joie de vivre qui €gayait les couloirs du GIN.

Je tiens également a remercier dans I'équipe voisine Isabelle Arnal pour son aide tout au long
de ma thése, pour ses renseignements précieux sur les microtubules et pour avoir toujours répondu
présente a la moindre de mes questions, ainsi que pour m'avoir formé aux différentes techniques de
vidéomicroscopie. Merci aussi aux autres membres de cette équipe avec lesquels il a toujours été un
plaisir de discuter, de rire et travailler, comme a l'occasion des inoubliables purifications de

cervelles de beeufs.

Je remercie aussi mes collegues de bureau, Charlotte, Vincent, Marine, Marc et Joseph avec
qui nous avons pu parler de tout et de rien, dans la rigolade et toujours de bonne humeur. Merci

pour cette ambiance conviviable que nous avons partagée pendant 3 ans.

Merci a tous mes amis, Flora, Antoine, Loic, Benoit, Romain (on va s'en sortir), Gaélle et Ju.
Merci pour votre soutien, tous nos fous rires, nos petites soirées conviviales et nos discussions qui

ont réussi a me laisser un pied hors du monde scientifique.



Enfin merci a ma famille, en particuler mes parents, mon frére et ma sceur pour m'avoir
épaulé, soutenu moralement et pour avoir pris soin de moi physiquement en s'assurant de bien
m'envoyer chez le medecin quand cela était nécessaire et méme quand cela I'était beaucoup moins.
Merci aussi pour les petits plats lors des soirs ou la motivation pour préparer a manger était restée
au labo. Enfin je terminerai en remerciant Auréliane pour tous les bon moments que nous avons
partagés, les sorties jusqu'a tard dans la nuit dans des endroits toujours insolites qui resteront
inoubliables et qui m'ont offert une évasion hors des murs du laboratoire. Merci aussi a la patissiere
dont les tartes aux citrons et les divers gateaux m'ont offert un réconfort et un soutien psychologique
lors des moments de stress. Merci aussi pour les discussions scientifiques que nous avons eu
(malgré tes doutes sur mes microtubules tordus, et non je suis désolé de te décevoir mais Tau ne
tord pas les microtubules comme MAP6 ") et qui ont permises d'approfondir également un peu
mon projet, pour tes relectures minutieuses et ton aide lors de la rédaction et la préparation de ma

soutenance. Merci encore a vous tous pour votre présence.



Avant-propos

Le cytosquelette d'une cellule eucaryote est constitu¢ de différents polymeres biologiques
qui lui conférent l'essentiel de ses propriétés mécaniques tel que le maintien de I'architecture de
cette dernicre ou la modification de sa forme pour se déplacer. Ils sont également impliqués dans le
transport d'organites ou de nutriments d'un bout a l'autre de la cellule ou encore dans la ségrégation
des chromosomes lors de la mitose ainsi que dans le processus de division cellulaire.

Différents types de filaments existent afin de répondre aux différents besoin de la cellule et
sont ainsi classés en trois catégories : les filaments d'actine impliqués par exemple dans la motricité
cellulaire, les filaments intermédiaires, les éléments les moins dynamiques du cytosquelette et qui
jouent un rdle essentiel dans la force mécanique et les MTs, important dans le transport
intracellulaire, la mitose et le positionnement des organites. Chacun des ces polymeéres présentent
une dynamicité et une persistance qui varie en fonction de leur role dans la cellule.

Les polyméres vont ainsi s'organiser en réseaux ou en faisceaux et la structure de ces derniers va
étre affecté par la présence de tout un jeu de protéines accessoires, qui peuvent modifier les
propriétés intrinséques des différents filaments (dynamique, mécanique et organisatrice).

Les polymeres résultent de I'assemblage de sous-unités de base , de plus petites tailles,
diffusables beaucoup plus rapidement dans le cytoplasme au contraire des filaments, permettant une
réponse rapide aux besoins de la cellule par désassemblage et réassemblage.

Dans ce contexte, le but de mon travail a été d'étudier les effets d'une de ces protéines
accessoires capable de modifier les propriétés des filaments, la protéine MAP6 (Microtubules
Associated Protein 6), initialement identifié comme protéine stabilisatrice des microtubules au froid
(Bosc et al., 1996). Je me suis également intéress¢ aux effets de la protéine MAP6 sur un autre
composant du cytosquelette, I'actine.

Dans l'introduction de ce manuscrit, nous débuterons par une déscription des microtubules,
de leur structure et de leur dynamique ainsi que les effecteurs capables d'influencer le
comportement du microtubule. Puis nous rentrerons plus en détails sur la protéine MAP6 et sa
structure ainsi que ses effets déja connus sur les microtubules et son implication dans les troubles
neurologiques et comportementaux observés chez les souris KO MAP6. Enfin nous détaillerons
aussi un autre ¢lement du cytosquelette, les filaments d'actine, qui se sont avérés également étre une
cible de la protéine MAP6.

L'étude de l'activité de la protéine MAP6 a été réalisée in vitro par différentes approches

vidéomicroscopiques et biochimiques.
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Abréviations

+/-TIP : Microtubule plus/minus end tracking protein
ABP : Actin Bondong Protein

Actine F : Actine Filamenteuse

Actine G : Actine Globulaire

ADF : Actin Depolymerizing Factor

ADNCc : Acide Désoxyribonuléique complémentaire
APC : Adenomatous Polyposis Coli

ARNm : Acide Ribonucléique messenger

Arp2/3 : Actin related protein 2/3 complex

Ca : Calcium

CamKII : Calmodulin dependent protein Kinase I1
CAMSAP : Calmodulin-Regulatd Spectrin-Associated Protein
Cdc42 : Cell division control protein 42

CLASP : CLIP-Associated Protein

CLIP : Cytoplasmic Linker Protein

cryo-EM : cryo-electron Microscopy

DCX : Doublecortine

DIC : Differential Interference Contrast

EB : End Binding protein

GDP : Guanosine Di-Phosphate

GMPCPP : Guanosine-5’-[(a,)-methyleno]triphosphate
GTP : Guanosine Tri-Phosphate

GTPyS : Guanosine 5'-(y-thio)triphosphate

IQGAP : IQ motifs and GTPase activating protein (GAP)
JNK : Jun N-terminal Kinase

KO : Knock Out

LTD : Long-term depression

LTP : Long-term potentiation

MAP : Microtubule Associated Protein

MARK :MAP/microtubule affinity-regulating kinase
MCAK : Mitotic Centromere Associated Kinesin)
Mg : Magnésium

MT : Microtubule



PH : Potentiel Hydrogéne

PKA : Protein Kinase A

PRD : Proline-rich domain

Rac : Ras-related C3 botulinum toxin substrate 1
Ser : Sérine

SH3 : SRC Homology 3 Domain

STOP : Stable Tubule Only Peptide

Tau : Tubulin associated unit

TBCE : Tubulin-Specific Chaperone E

Thr : Thréonine

TIRF : Total Internal Reflection Fluorescence
TURC : Tubulin Ring Complex

TUSC : Tubulin Small Complex

WASP : Wiskott-Aldrich Syndrome family Protein
XKCM1 : Xenopus Kinesin Catastrophe Modulator-1



INTRODUCTION






I Les Microtubules
1. Dimére de tubuline

Les microtubules résultent de I'assemblage de la tubuline, une protéine
hétérodimérique constituée de deux sous-unités globulaires o et B de 450 acides aminés.
Chaque sous-unité posséde un site de fixation dans sa partie N-terminale au nucléotide GTP,
site hydrolysable et échangeable sur la sous-unité B (qui peut étre lié au GTP ou GDP) et un
site non-échangeable sur la sous-unité a (li¢ de fagon permanente au GTP). La structure de
I'hétérodimere obtenue par crystallographie grace a l'auto-assemblage de feuillets de MTs en
présence de zinc et stabilisés par du taxol (Nogales et al., 1998) montre une homologie

structurale entre les sous-unités a et B, avec une composition a 39% d'hélices a, de 18% de

feuillets P (figure 1).

a-tubuline

GTP

Taxol
B-tubuline

Figure 1 : Représentation tri-dimensionnelle de la structure du dimére de tubuline.
Chaque monomere possede un site de liaison au GTP mais le GTP de la sous-unité a est piégée et non-

hydrolisable. La sous-unité  posséde un site de liaison au taxol. (adapté de Nogales et al., 1998).

Le dimére de tubuline peut classiquement se diviser en trois parties : une partie N-
terminale contenant le site de liaison au GTP ou au GDP, une partie intermédiaire avec un site
de liaison au taxol (drogue stabilisatrice des microtubules) et une partie C-terminale exposée a
I’extérieur du dimere et qui va également former une arréte sur la face externe du MT qui va
subir des modifications post-traductionnelles lui permettant une interaction avec d'autres

protéines (Nogales et al., 1999).



2. La structure des Microtubules

Les MTs sont des fibres constitutives du cytosquelette pouvant atteindre plusieurs
centaines de microns et consistent en un tube creux d'un diametre de 25 nm. Ils résultent de
l'association non-covalente d'hétérodimeres d'a et B tubuline. Ces hétérodimeres vont
s'associer bout a bout pour former une structure intermédiaire polarisée, le protofilament. Les
protofilaments s'associent par la suite de fagon latérale pour former un feuillet qui va finir par
se refermer pour former le MT creux, le lieu de fermeture formant ainsi le sillon du MT. Du
fait de I'hétérogénéité du dimere de tubuline et de leur assemblage, le MT présente une
structure polarisée avec une extrémité (+) exposant la sous-unit¢ f et une extrémité (-)
exposant la sous-unité¢ o (Mitchison, 1993 ; Fan et al., 1996). L’existence de cette polarité
induit une cinétique d'assemblage différente entre les deux extrémités du MT, I'extrémité (+)
¢tant beaucoup plus dynamique que l'extrémité (-) (Figure 2).
£o% | B
<(>\ [+

25 nm

B2 om

Dimeére de Tubuline

v

L

Sillon

Protofilament Microtubule

Figure 2 : Structure du MT.

Schéma d'un dimere de tubuline constitué d'une sous-unité a et . A : Les diméres s'associent ensuite
de facon longitudinal pour former la sous-structure du MT, les protofilaments qui vont s'associer
latéralement pour former un feuillet qui va se refermer pour former un tube de 25nm de diamétre, le
MT, en formant une ligne de suture, le sillon. B : Reconstruction 3D d'un MT a partir d'images de

cryo-microscopie (adaptée de Li et al., 2002).



Dans la cellule, le nombre de protofilaments qui constitue un MT est majoritairement
13 protofilaments (Tilney et al., 1973). Les protofilaments s'assemblent parallélement a l'axe
d'élongation du MT. Chaque protofilament est décalé longitudinalement par rapport a son
voisin d'environ 0,9 nm de fagon a ce que les monomeéres de tubuline décrivent des hélices
latérales a la surface du MT (Figure 3a). Ainsi pour un microtubule a 13 protofilaments, il faut
3 hélices latérales pour reconstituer la totalit¢ du microtubule, définissant ainsi le nombre

« s » ou encore start du microtubule, qui sera alors qualifié de MT 13_3.

L Axe longitudinal

Hélice latérale

Discontinuité Hélice continu

Torsion d'angle
0

q

Figure 3 : Organisation du MT.

a. Organisation de la surface du MT avec 13 protofilaments. Dans ce cas les protofilaments sont
alignés a l'axe longitudinal du MT. Les diméres forment une hélice latérale tout autour du MT et 3 sont
nécessaires pour remplir la surface du MT (start 3). b. Dans le cas d'un MT avec un nombre de
protofilaments différents de 13 (ici un MT 15 protofilaments avec 4 hélices latérales) on observe une
discontinuité au niveau du sillon, qui est corrigée par une torsion d'un angle 0. Dans ce cas les

protofilaments forment des hélices droites. (Adaptée de Coquelle et al., 2009).



In vitro, le nombre de protofilaments qui compose le MT est beaucoup plus variable et peut
ainsi aller de 9 a 17, bien que ceux-ci sont principalement constitués de 13 ou 14
protofilaments (Chrétien et Wade, 1991). De plus, ce nombre peut également varier au sein
d'un méme MT (Chrétien et al., 1992). Cependant, dans le cas de MTs ou le nombre de
protofilaments est différent de 13, cela induirait lors de la fermeture du sillon une
discontinuité physique et donc une cassure de 1'hélice latérale. Cette discontinuité est corrigée
par une torsion du microtubule induisant de par ce fait un stress mécanique dans la paroi du
MT suivant I'axe d'élongation formant ainsi un angle (6) afin de permettre une fermeture
correcte du feuillet du MT et de garder un réseau de surface hélicoidale (Wade et al., 1990 ;
Chretien et Wade, 1991, Chrétien et Fuller, 2000 ; Hunyadi et al., 2005). Selon I'angle de la
torsion (0), les protofilaments forment ainsi une hélice droite ou gauche tout du long du MT
(figure 3b). Cette discontinuité peut également étre compensée par une modification du
nombre « s » en formant des microtubules avec 2 ou 4 hélices latérales.

La détermination du nombre de protofilaments au sein du MT peut étre obtenu par
cryo-EM en analysant le contraste spécifiques des franges a la surface du MT résultant de la
superposition en projection 2D des protofilaments (figure 4). Ainsi dans le cas d'un MT 13 3,
ou les protofilaments sont paralleles a 1'axe d'élongation du MT, les franges apparaissent
continues au contraire de microtubules dont les protofilaments sont vrillés auquel cas I'on
observe une alternance du nombre de franges, caractéristiques de la composition du MT

(nombre de protofilaments / « s »).
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Figure 4 : Alternance de franges a la surface du MT.
Formation différente du nombre de franges a la surface du MT en fonction du nombre de

protofilaments dus a la présence ou absence d'angle de torsion. (Adaptée de Chrétien et al, 1992)



3. Mécanique des microtubules

Les microtubules sont des ¢éléments structuraux essentiels des cellules. Ils jouent un
role important dans la morphologie et le maintien de la forme de la cellule mais aussi dans la
motilit¢ cellulaire et le transport. Les différents éléments du cytosquelette montrent une
rigidit¢ différente, pouvant étre caractérisée de plusieurs manieres, l'une d'elle étant la
longueur de persistance, qui définie la longueur au-dela de laquelle les microtubules sont
déformables sans observer de ruptures. Celle-ci peut étre obtenue de différentes facons, soit
de facon passive en forcant la courbure des microtubules par fluctuation thermique, soit de
fagon active comme par exemple l'utilisation d'un flux de fagon a courber mécaniquement le
polymeére (Gittes et al., 1993). En adéquation avec leur role structural, les microtubules sont
les ¢léments les plus rigides des éléments du cytosquelette dans la cellule du a leur
assemblage en tube de dimere de tubuline. Cependant, les microtubules peuvent se retrouver
dans des conformations extrémement courbées in vivo capable de montrer des courbures
importantes sur de faible distance. Un des exemples de l'importance des microtubules d'étre
capable de se déformer est la formation des faisceaux de MTs. La formation de faisceaux a de
grands angles de rencontres est facilitée dans le cas ou les MTs sont plus flexibles de facon a
permettre le co-alignement (Shaw et al., 2003 ; Dixit et Cyr., 2004). Dans les cellules
vegétales les microtubules sont également capable de se tordre pour longer et suivre la
membrane plasmique.

Au sein d'une cellule, le comportement mécanique du microtubule va étre régulé de
facon a répondre a ses besoins (Brangwynne et al., 2006 ; Wasteneys, 2009). En effet
différents facteurs sont capable de modifier la rigidit¢ des MTs. Il a ainsi été montré que
certaines MAPs sont capable d’altérer cette flexibilité. Les MAPs les plus étudiés étant les
MAPs neuronales Tau et MAP2 qui ont ¢ét¢ montrées comme ¢étant capable de rigidifier les
MTs (Dye et al., 1993 ; Mickey et Howard, 1995 ; Felgner et al., 1997). La protéine MAP65
permet quant-a-elle de rendre les microtubules plus flexibles (Portran et al., 2013).

L'état de la tubuline joue également un réle dans la flexibilit¢ des microtubules. Liés
au GTP, les dimeres de tubuline permettent une conformation plus stable et rigide des
protofilaments que lorsque la tubuline est sous forme GDP, qui a tendance a courber les
protofilaments et augmenter la flexibilit¢ du microtubule (Elie-Caille et al., 2007).

D'autres facteurs comme la température ou encore l'utilisation de drogue peuvent
¢galement étre responsable d'une modulation de la rigidité du microtubule. Dans le premier
cas, il a ét¢ montré qu'une augmentation de la température était corrélée avec une

augmentation de la flexibilité qui serait éventuellement liée a une accélération du processus



d'hydrolyse du GTP en GDP (Kawagushi et al., 2008 ; Kawagushi et al., 2010). Dans le
second cas, certaines drogues peuvent modifier le comportement mécanique du MT. Le taxol
a par exemple était considéré dans un premier temps comme étant capable d'augmenter la
flexibilité¢ des microtubules (Dye et al., 1993 ; Felgner et al., 1996), cependant depuis il est
accepté qu'au contraire que le taxol permettrait d'augmenter se rigidité (Dye et al., 1993 ;
Mickey et Howard, 1995 ; Mitra et Sept 2008).

Enfin la vitesse de polymérisation et la longueur du MT sont aussi impliquées dans la
flexibilité. Plus la vitesse de polymérisation est grande et plus le MT est flexible, ce qui serait
expliquée par l'apparition de défauts dans la paroi du MT, réduisant ainsi sa rigidité (Janson et
Dogterom, 2004). Mais d'autre part et de fagon surprenante, il a également ét¢ montré que
plus le microtubule est grand, est plus celui-ci est rigide, ce qui serait expliqué par le fait que
les interactions longitudinales entre les dimeres de tubuline sont plus fortes que les

interactions latérales entre les protofilaments (Pampaloni et al., 2006).

4. Structure dynamique
a Nucléation

In vitro, la nucléation des MTs débute par une étape d'oligomérisation de la tubuline
énergétiquement défavorable et lente, qui peut étre passé outre par la présence de centre de
nucléation, comme les axoneémes par exemple. La nucléation et l'assemblage des MTs
dépends de nombreux facteurs (Inoué et Sato, 1967 ; Gaskin et al., 1974 ; Olmsted et Borisy
1975) incluant la présence de nucléotide GTP, de Mg2+, l'absence de Ca2+ (qui induit la
dépolymérisation des microtubules), une température autour de 35°C ainsi qu'un PH proche
du PH Physiologique. En l'absence de centre de nucléation, la nucléation des MTs peut
s’effectuer de maniere spontanée mais est fortement dépendante de la concentration dans le
milieu de Tubuline-GTP a partir de laquelle les MTs commencent a s'autoassembler,
concentration seuil alors appelée concentration critique (Fygenson et al., 1995 ; Caudron et
al., 2000). Deux mode¢les sont proposés pour expliquer le mécanisme d'autoassemblage des
MTs. Dans le premier, les diméres de tubuline s'associent bout a bout pour former des
protofilaments, protofilaments qui vont ensuite s'associer en feuillet pour former un noyau de
nucléation. L'ajout de dimére de tubuline de fagon latéral et longitudinal va permettre ensuite
la fermeture du feuillet pour former un microtubule (Voter et Erickson, 1984 ; Flyvbjerg et al.,
1996 ; revue Job et al., 2003) (figure 5 a). Le second modele propose l'association latérale de
dimeéres de tubuline pour former un oligomére de tubuline. Ces oligomeéres vont ensuite
s'associer de facon longitudinale pour former comme dans le premier modéle un feuillet qui

va finir par se fermer pour former le MT (Caudron et al., 2000) (figure 5 b).
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Figure 5 : Modéles de nucléation des microtubules.
a. Modele de nucléation a partir d'un noyau de nucléation sous forme de protofilaments permettant la
formation d'un feuillet. b. Mod¢le de nucléation sous forme d'oligoméres de tubuline obtenus par

association latérale des dimeéres de tubuline.

De maniere générale, dans la cellule, la concentration de tubuline est trop faible pour
permettre la nucléation spontanée. Les microtubules polymérisent principalement a partir de
centre de nucléation comme le centrosome et ainsi de facon radiale dans la cellule. Le
centrosome concentre une isoforme particuliére de la tubuline, la tubuline y permettant ainsi a
la cellule de maitriser la nucléation et la localisation des MTs (Mitchison et Kirschner, 1984 ;
Soltys et Borisy, 1985 ; Oakley et al., 1990). La tubuline y s'associe avec d'autres protéines
pour former un macro complexe d'environ 2-MDa : le complexe y-TuRCs ( y-Tubulin Ring
Complexes) (Moritz et al., 1995 ; Zheng et al., 1995), qui va servir de plateforme de
nucléation au MT. Ainsi pendant longtemps il a été admis que les microtubules polymérisaient

quasiment en totalité a partir du centrosome (Figure 6).



Cependant cette nucléation radiale ne permet pas une organisation idéale du réseau
microtubulaire dans des cellules spécialisées. Il a ainsi ét¢ montré 1’existence d'une autre
population de microtubules qui polymérisent quant-a-eux a partir de vésicules golgiennes et
qui permettrait ainsi une association directe entre le réseau de microtubles et le transport de
vésicules golgiennes au sein de la cellule (Chabin-Brion et al., 2001 ; Efimov et al., 2007 ;
Miller et al., 2009 ; Vinogradova et al., 2012 ; Oddoux et al., 2013). Cette nuclétion a été
caractérisée dans de nombreux types cellulaires comme les hepatocytes, les cellules
épithéliales, les cellules musculaires ou encore les neurones (Chabin-brion et al., 2001 ;
Efimov et al., 2007 ; Zaal et al., 2011 ; Ori-Mckenney et al., 2012). L'appareil de golgi
posséderait ainsi dans sa membrane des protéines d'ancrage de la tubuline y et mimerait ainsi
le centrosome (Rivero et al., 2009 ; Roubin et al., 2013, Oddoux et al., 2013), I'absence de ces
protéines entrainant une réduction de la quantit¢ de microtubules polymérisant a partir de
l'appareil de golgi. La concentration de y tubuline dans l'appareil de golgi étant faible, d'autres
protéines vont par la suite stabiliser et faciliter la polymérisation des microtubules. C'est le cas
de la protéine chaperone de la tubuline TBCE qui va permettre d'augmenter localement la
concentration de dimére de tubuline dans le golgi au niveau des « hots spots » de tubuline
(Schaefer et al., 2007 ; Bellouze et al., 2014) ou encore des protéines du bout (+) des
microtubules comme les protéines CLASPs ou EBI retrouvées également dans le golgi pour
promouvoir et réguler la polymérisation (Efimov et al., 2007 ; Roubin et al., 2013 ; Wang et

al., 2014).
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Figure 6 Complexe d'assemblage et modéle d'assemblage.
A haut : représentation schématique du complexe gamma-TUSC constitué des sous-unités GCP2 et 3
chacune associées a une gamma-tubuline. En bas est représenté 1'assemblage du complexe gamma-
TURC constitué de 'assemblage de différents complexes gamma-TUSC qui vont s'associer avec les
GCP 4,5 et 6 pour former une structure circulaire permettant de servir de centre de nucléation aux MTs

en B (Mod¢le couramment accepté). Adaptée de Kollman et al., 2011.

b élongation

Une fois les premicres étapes de nucléation amorcées, les amorces de MTs
nouvellement formées vont progressivement s'allonger par ajout de dimere de tubuline-GTP
aux extrémités du MT in vitro (c6té + et coté -). Deux modeles existent pour expliquer
I'élongation du MT. Le premier propose l'ajout de facon hélicoidale de dimere de tubuline a
I'éxtremité du microtubule tandis que le second propose la formation d'un feuillet a l'extrémité
du MT qui se fermerait par la suite naturellement le long du si/lon (Mandelkow et al., 1991 ;
Chretien et al., 1995). In vitro, le second mod¢le est couramment admis, des études de
microscopie électronique ayant montré la croissance du MT par extension des protofilaments
en forme de feuillet et il a aussi été observé dans des extraits cellulaires et des cellules (figure
7) (Arnal et al., 2000 ; Hoog et Anthony, 2007 ; Koning et al., 2008). Ce modele mettrait en
jeu deux forces opposées, une force longitudinale le long du protofilament tendant a le
courber vers l'extérieur, et une force transversale du a l'association latérale entre les
protofilaments. Cette derniére augmenterait avec le nombre de protofilaments jusqu'a les

redresser et permettre en définitif la fermeture du feuillet (Janosi et al., 1998) (Figure 7).
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La polymérisation de la tubuline en MT requiert la présence de GTP sur la sous-unité
B, qui sera hydrolysé lors de l'assemblage. Cette hydrolyse n'est pas nécessaire a la
polymérisation du MT mais est essentielle pour déstabiliser la paroi du MT est induire sa
dépolymeérisation (Carlier et Pantaloni, 1981 ; O'brien et al., 1986 ; Hyman et al., 1992 ;
Caplow et al., 1994). 1l a également ét¢é montré récemment in vitro que la tubuline-GDP

pouvait s'incorporer au MT et en modifier les propriétés (Valiron et al., 2010).
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Figure 7 : Modéle d'élongation du microtubule par formation d'un feuillet.
A : Image de microscopie électronique d'un microtubule en croissance. A I'extrémité de ce dernier, l'on
perd la forme compléte du microtubule pour n'observer que la présence d'un feuillet. B : Dans ce
modele, deux types de forces s'opposent au niveau du feuillet, les forces latérales et longitudinales. Au
fur et a mesure que le nombre de protofilaments augmente, les forces longitudinales augmentent.
Lorsque celles-ci deviennent supérieures a celles des forces longitudinales, le feuillet se redresse pour

permettre la fermeture du microtubule. (Adaptée de Janosi et al., 1998)
Les deux extrémités polymérisent différemment, l'extrémité (+) polymérisant

approximativement deux fois plus vite que l'extrémité (-). /n vivo, le pdle (-) du microtubule

est stabilisé par liaison au centre de nucléation.
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¢ L'instabilité dynamique des MTs

La réorganisation rapide des différents réseaux au sein de la cellule pour permettre une
réponse rapide a ses différents besoins met en évidence une capacité des microtubules a
polymériser et dépolymériser au cours du temps.

L'instabilité dynamique fut pour la premiere fois décrite par Mitchison et Kirschner en
1984, qui ont montré in vitro par microscopie électronique la coexistence de deux populations
de microtubules, une dans laquelle les MTs polymérisent lentement et une autre ou les MTs
dépolymérisent rapidement. Ils proposent alors un modele dans lequel les microtubules
alternent entre phase de polymérisation et dépolymérisation. Ce phénoméne d'instabilité
dynamique a par la suite été observé de fagon directe par vidéo-microscopie optique par Horio
et Hotani (1986), ou les auteurs montrent que les MTs présentent des phases d'élongation et de
raccourcissement aléatoires au sein d'un méme MT, et que le comportement des extrémités (+)
et (-) est indépendant l'un de l'autre. La dépolymérisation surviendrait a cause de la
déstabilisation des interactions latérales entre les protofilaments entrainant une ouverture, la
catastrophe et donc la dépolymérisation rapide du microtubule en forme de peau de banane
(Mandelkow et al., 1991) (Figure 8). L'instabilit¢ dynamique est un phénomene intrinséque a
la composition du MT. La transition entre une phase de polymérisation et de dépolymérisation
est appelée une catastrophe, tandis que le phénomeéne inverse est appelé un sauvetage. Elle est
définie par quatre critéres, qui sont la vitesse de polymérisation et de dépolymérisation, les
fréquences de catastrophes et de sauvetages. Le mécanisme exact expliquant l'instabilité
dynamique est encore mal connu. Deux modeles ont été proposés pour l'expliquer. Dans
certaines conditions, il a été montré que la tubuline [} présentait un délai avant I'hydrolyse de
son GTP apres son insertion dans le microtubule, résultant en la formation d'une coiffe de
tubuline-GTP a l'extrémité¢ du MT (Carlier et Pantaloni, 1981). Mitchison et Kirschner ont
alors propos¢ en 1984 que les catastrophes seraient provoquées par la perte de cette coiffe
(Figure 9). Supportant ce modele, il a ét¢ démontré que l'hydrolyse du GTP n'était pas
nécessaire a la polymérisation, mais que celle-ci est essentielle pour déstabiliser sa paroi et
induire la dépolymérisation (Hyman et al., 1992, Hyman et al, 1995). En effet, la tubuline
sous sa forme GDP présente une conformation courbe (Melki et al, 1989), qui serait induite
par l'hydrolyse du GTP. Ceci aurait pour conséquences d'induire une courbure des
protofilaments vers l'extérieur du MT induisant par le méme fait une déstabilisation des

intéractions latérales entre les protofilaments (Figure 10).
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Figure 8 Instabilité dynamique des MTs.
A: Schéma représentant les différentes phases de la dynamique du MT. Le MT polymérise a son extrémité et
peut entrer de facon aléatoire dans une phase de dépolymérisation (catastrophe). Dans ce cas le MT raccourcit,
les protofilaments se dissociant de la lattice du MT en se courbant. La depolymérisation peut étre stroppée et le
MT peut alors de nouveau entrer dans une phase d'élongation (sauvetage). B : Kymographe représentant
I'historique de la vie du MT (phase de polymérisation et depolymérisation). C : Séquence d'images en vidéo
microscopie TIRF montrant l'instabilit¢ dynamique du MT (l'amorce servant de nucléateur pour le MT est
stabilisée avec du GMPCPP et est représentée en vert foncée. L'élongation du microtubule est suivie en vert
clair). D: Image de microscopie électronique représentant de gauche a droite I'élongation du microtubule avec la
présence d'un feuillet. Au centre, le microtubule avec une extrémité franche et correspondant a une phase
stationnaire du MT. Enfin a droite le microtubule en phase de dépolymérisation avec la dissociation des
protofilaments courbe de la lattice donnant une impression de dépolymérisation en « peau de banane ». Adaptée

de Mandelkow et al, 1991.
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8 Tubuline GTP 8 Tubuline GDP

Figure 9: Représentation schématique de la coiffe-GTP. La présence de tubuline-GTP a l'extrémité
permet la stabilisation du microtubule en croissance. Lorsque cette coiffe est perdue suite a I'hydrolyse

du GTP en GDP, le microtubule perd sa stabilité et dépolymérise.
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Figure 10: Modéle de 1'état des protofilaments lors de la polymérisation et dépolymérisation des
microtubules.

L'hydrolyse et 1'échange du nucléotide sur la tubuline va induire des modifications conformationnelles
des protofilaments au sein du MT. Ainsi les protofilaments dont le nucléotide GTP a été hydrolysé en
GDP présentent des courbures interne au sein méme du dimeére de tubuline avec un angle de 12° mais
également une courbure inter-dimére de 18° (microtubule en bleu). Ceci a pour conséquence de rendre
le protofilament courbe et ainsi diminuait les intéractions latérales facilitant la survenue de catastrophe
et la dépolymérisation du microtubule. Le protofilament GTP au niveau du feuillet présente quand a
lui une courbure moins importante avec un angle de 5° favorisant la fermeture du MT et pouvant
expliquer entre autre un possible phénomeéne de sauvetage lors de la dépolymérisation en échangeant

son nucléotide de fagon a refermer la structure. (Adaptée de Nogales et Warg 2008)

Le second mode¢le, celui de la coiffe conformationelle, prend en compte les forces a
l'intérieure du MT pour expliquer la dynamique des MTs (Chretien et al., 1995 ; Janosi et al.,
1998 ; Chretien et al., 1999). Selon ce mode¢le, la courbure intrinséque des protofilaments vers

l'extérieur du MT est compensée par les forces latérales entre les profilaments ayant pour
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conséquence leur redressement et la fermeture du MT. Ceci a pour conséquence
'accumulation d'énergie au sein de la paroi du MT du a la courbure des protofilaments.
L'existence du feuillet a I'extrémité du MT permet ainsi aux protofilaments d'adopter leur
configuration native courbe dans un état stable et formerait ainsi une coiffe conformationnelle
stabilisant le MT. La perte de cette coiffe serait responsable de 1'apparition des catastrophes.
En accord avec ce mode¢le, un autre mécanisme a été proposé pour expliquer la survenue des
catastrophes associant la longueur du feuillet, I'énergie accumulée dans la paroi du MT et la
survenue de défaut lors de la polymérisation (Chretien et Fuller, 2000 ; Hunyadi et al., 2005).
Lorsque le feuillet est suffisament grand, celui-ci est capable de se refermer en incorporant les
défauts le long de la paroi du MT (comme par exemple un nombre de protofilaments anormal,
l'incorporation de trou dans la paroi du microtubule ou une fermeture anormale de la lattice).
Cependant, quand le feuillet est trop court, il serait incapable de se refermer sur un défaut,
entrainant la perte de stabilité de la coiffe conformationnelle et la dépolymérisation du MT

(Figure 11).

i
¢

A D D DB[J D D

Figure 11 : Représentation schématique de la coiffe conformationnelle.

A : Dans le premier cas, le feuillet du microtubule est suffisamment grand pour se refermer tout en
incorporant dans la paroi du microtubule des défauts lors de 1'élongation (représenté par les zones
grises foncées). B : Dans le second cas, le feuillet n'est pas suffisamment long pour former une coiffe
conformationnelle. Dans ce cas, le microtubule se referme alors sur la zone de défauts, présentant ainsi
une configuration instable et induisant la dépolymérisation du microtubule. (Adaptée de Hunyadi et

al., 2005)
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L’existence de l'instabilit¢ dynamique in vivo fut rapidement confirmé aprés sa
découverte in vitro par vidéo-microscopie DIC (Differential Interference Contrast)
(Cassimeris et al., 1988 ; Hayden et al., 1990). Celle-ci va ainsi jouer un role important dans
de nombreux phénomeénes physiologiques, notamment le mécanisme de « recherche et
capture », décrivant I'exploration rapide d'un volume afin de trouver une cible. L'exemple le
plus frappant étant l'anchrage des MTs aux kinétochores et de la ségrégation des
chromosomes lors de la mitose cellulaire (Mitchison et Kirschner 1985 a et b). De fagon
générale, l'instabilité dynamique permet une réorganisation rapide du réseau microtubulaire
pour induire une réponse adaptée aux besoins de la cellule. Cependant, 1'ensemble de ces
mécanismes se doit d'étre finement régulés pour permettre ces différentes réponses, or

l'instabilité dynamique est un phénomene aléatoire au sein du MT.
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II La régulation de la dynamique des MTs

Il a ét¢é montré aprés purification de tubuline I’existence de différents types de
protéines toujours associées avec les MTs et capables de réguler leur propriété dynamique et
leur organisation qui sont les MAPs (Sloboda et al., 1976 ; Olmsted, 1986). On distingue ainsi
les protéines régulatrices des MT qui influent sur les propriétés d'assemblage et l'instabilité
dynamique, les protéines capables d’interagir avec les extrémités (+) et (-), respectivement les

+ et — TIPs ou encore les facteurs déstabilisant qui favorise le désassemblage des MTs.

1 les MAPs stabilisatrices classiques

Les premieres MAPs étudiées furent les MAPs neuronales, qui de facon générale
stabilisent les microtubules et intéragissent avec les diméres de tubuline le long de la paroi du
MT ce qui permettrait d'augmenter la force des intéractions latérales et/ou longitudinales au

sein du MT et le stabiliser (Cassimeris et Spittle, 2001).

a MAP de type 1 : MAPI

La protéine MAPI compte, chez la plupart des vertébrés, trois isoformes différentes
non repliées MAPI A, MAPI B, et MAPI S chacune exprimées a partir de genes différents
(Fink et al., 1996 ; Orban-Németh et al., 2005).

Chaque isoforme est transcrite en un précurseur sous forme d'un polypeptide de grande
taille qui est par la suite clivé pres de son extrémité C-terminale en une chaine lourde (HC :
Heavy chain) et une chaine légére (LC : Light chain) : MAP1A-HC de 350 kDa, MAP1B-HC
de 300 kDa et MAP1S de 100 kDa et les chaines légeres LC2 de 28 kDa a partir de MAP1A,
LC2 de 32 kDa a partir de MAPI1B et la chaine 1égére MAP1S-LC de 25 kDa (Hammarback
etal., 1991 ; Langkopf et al., 1992 ; Orban-Németh et al., 2005) (figure 12).

In vitro, les protéines MAPIA et MAP1B sont toutes deux capables d’interagir avec
les microtubules via des domaines de liaison situés sur la chaine lourde au niveau de la partie
N-terminal de la protéine (Noble et al., 1989 ; Zauner et al., 1992 ; Cravchik et al., 1994 ;
Vaillant et al., 1998 ; Togel et al., 1998 ). Les chaines lourdes ont été montrées comme étant
capables d’interagir tout le long de la paroi du microtubule. Elles permettent de promouvoir
l'assemblage de la tubuline et de lier et stabiliser les MTs (Kuznetsov et al., 1981 ;
Vandecandelaere et al., 1996 ; Bondallaz et al., 2006). Par ailleurs, les protéines MAP1A et
MAPI1B sont ¢galement capables d’interagir avec les MTs via un site de liaison localisé sur la
chaine 1égére des protéines. En effet, la chaine 1égere de la protéine MAPIB est capable de

lier les microtubules permettant ainsi de stabiliser les microtubules (ils deviennent plus
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résistants a I’effet dépolymérisant du nocodazole) (Togel et al., 1998). Tout comme la chaine
légére de MAP1B, la chaine l1égére de MAP1A a par la suite également était montrée comme
pouvant lier les microtubules et les stabiliser a des agents dépolymérisation comme la
colchicine (Noiges et al., 2002). Les mémes auteurs ont par la suite montré que les chaines
légéres de MAP1A et MAPIB avaient un effet sur la dynamique du MT in vitro. Celles-ci
permettent d'augmenter la vitesse de polymérisation des microtubules et les stabilisent en
réduisant 1'apparition de phénoméne de catastrophes. La protéine MAPIS differe des deux
précédentes : uniquement sa chaine légere est capable d'intéragir avec les MTs, la chaine
lourde ne contenant pas de domaine de liaison aux microtubules, pour permettre la
stabilisation des MTs en les rendant résistants aux agents dépolymérisants, comme le
nocodazole (Orban-Németh et al., 2005) (figure 12).

En plus de leur capacité a lier les microtubules, les chaines légeres des protéines
MAPI1A, MAPI1B et MAPIS sont aussi capable de lier les filaments d'actine (Tigel et al.,
1998 ; Noiges et al., 2002), et pourrait donc jouer un réle sur leur stabilit¢ (Dehmelt et
Halpain, 2004), cependant on ignore si les protéines MAP1 sont capable de lier a la fois les

MTs et l'actine et de faire le lien entre les deux .

N-ter C-ter
Chaine lourde Chaine légére
MAP1A
MAP1A-HC LC2
MAP1B
MAP1B-HC LC1
MAP1S

MAP1S-HC MAP1S-LC

Figure 12 : Représentation des différentes protéines MAP1.
Il existe trois isoformes différentes de la protéine MAP1 : MAP1A, MAPI1B, et MAPI1S toutes trois
clivées en une chaine lourde (HC) et une chaine légére (LC). Elles sont capable de lier les MTs et
I'actine. g : domaine de liaison au MT ; 7 : domaine de liaison a l'actine; ~ : site de

clivage.
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L'expression des protéines MAP1 est trés régulée. La protéine MAP1B est principalement
exprimée au cours du développement et son expression diminue au cours du temps . On la
retrouve majoritairement au niveau des axones en croissance (Tucker et Matus, 1987) et son
effet sur les MTs est régulé par phosphorylation (Chang et al., 2003 ; Trivedi et al., 2005). De
plus, la phosphorylation de MAP1B permettrait une réponse plus efficace des MTs aux agents
depolymérisants et jouerait ainsi un role important dans la croissance axonale en influengant
la dynamique des microtubules. Dans des cultures de neurones primaires, 1'inhibition de la
prot¢ine MAPIB par des ARNs antisens témoigne d'un rdole de la protéine sur la
morphogénése neuronale, 1'inhibition entrainant une baisse de la croissance neuritique et de
I'¢longation axonale (Brugg et al., 1993). Ces résultats ont été confirmés in vivo par la
génération de souris KO pour la protéine MAP1B présentant des défauts du comportement et
de développement neuronal comme l'absence de corps calleux, région du cerveau riche en
axones (Edelmann et al., 1996 ; Gonzales et al., 2000 ; Bouquet et al., 2004). Ainsi MAP1B
apparait étre un régulateur clé des fonctions neuronales mais ces mécanismes d'action restent
a étre preciseés.

La protéine MAPIA, exprimée chez l'adulte, est fortement représentée au niveau des
dendrites et joue un role important dans la synaptogénese (Schoenfeld et al., 1989 ; Szebenyi
et al., 2005). MAPIS est quant a elle exprimée de fagon ubiquitaire (Orban-Nemeth et al.,
2005). De facon intéressante le KO de la protéine MAP1 n'entraine cependant pas de déficits
neurodevelopmentaux mais entraine des troubles de plasticité synaptique (Takei et al., 2015).
Le role exact de MAP1B dans ces mécanismes reste a étre élucidé, notamment la contribution

de la stabilisation des MTs dans cesmécanismes de plasticité.
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b MAP de type 2 : MAP2
Différentes formes de la protéine MAPII ont été décrites, deux de haut poids
moléculaires (d'environ 280 kDa) et deux de faibles poids moléculaires (65 et 70 kDa),
respectivement les protéines MAPIla-MAPIIb et MAPIIc-MAPIId (Figure 13). Les isoformes
de la protéine MAPII sont obtenues par deux ARNms distincts transcris a partir d'un méme

gene (Lewis et al., 1986; Neve et al., 1986).

N-ter C-ter

MAP2A

MAP2B

|

MAP2C

MAP2D -III-

Figure 13: Représentation des différentes protéines MAP2.

On distingue deux isoformes de haut poids moléculaire, MAPII A et MAPII B réspecivement 280 et
270 kDa, et deux isoformes de faible poids moléculaire, MAPII C et MAPII D, réspectivement 65 et
70 kDa. g0 : domaine de liaison au MT.

La protéine MAPII est nativement non repliée et adopte une conformation spécifique
quand celle-ci interagit avec sa cible (revue Uversky 2002). Elle est principalement exprimée
dans les neurones et plus précisément dans le corps cellulaire et les dendrites, suggérant un
role de MAPII dans la polymérisation des MTs dans les dendrites (Huber et Matus 1984 ;
Caceres et al., 1984). Cependant cette protéine peut €galement étre trouvée dans d'autres
cellules non-neuronales comme les oligodendrocytes, les astrocytes ou encore dans les
testicules (Tucker et Matus 1987 ; Vouyiouklis et al., 1995 ; Loveland et al., 1999). L'isoforme
MAPIIc est exprimée durant les stades précoces du développement neuronal et sera
progressivement remplacée par l'isoforme MAPIla dans les neurones matures. La protéine
MAPIIb est quant-a-elle exprimée a la fois pendant les phases de développements et a l'age
adulte (Chung et al., 1996).

La protéine MAPII interagit avec les MTs via des domaines d’interactions dans la
partie C-terminale de la protéine et favorise ainsi la nucléation, augmente la vitesse de

polymérisation et stabilise les MTs (Kowalski et Williams, 1993 ; Hirokawa, 1994 ; Gamblin
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et al., 1996). Elle est également capable de promouvoir la formation de faisceaux de MT et
plus particulierement les isoformes MAPIIa et MAPIIc (Chen et al., 1992 ; Weisshaar et al.,
1992 ; Ferhat et al., 1996). Son interaction est dépendante de son état de phosphorylation,
permettant ainsi une régulation de son interaction et de sa localisation dans la cellule, la
protéine MAPII hyperphosphorylée ou déphosphorylée étant incapable de lier les MTs (Brugg
et Matus 1991 ; Ozer et Halpain, 2000 ; Chang et al., 2003).

In vitro, 1l a ét¢ montré que la protéine MAPII promeut l'assemblage des MTs en
favorisant leur nucléation. Il a également été trouvé au niveau de microtubule individuel que
la protéine MAPII permettait la stabilisation des microtubules. La protéine MAPII augmente
la vitesse de polymérisation et réduit la vitesse de dissociation des microtubules lors de la
dépolymérisation. Elle permet également une réduction du phénoméne de transition entre la
phase de polymérisation et dépolymérisation (Pryer et al., 1992 ; Kowalsky et Williams,
1993).

De facon intéressante, il a également été montré in vitro que la protéine MAPII était
capable de lier les filaments d'actine en faisant intervenir les mémes domaines de liaisons aux
microtubules, en particulier l'isoforme MAPIIc, suggérant un role de la protéine dans le
développement des neurites (Dehmelt et al., 2003 ; Roger et al., 2004). La production d'un
peptide synthétique comportant un des domaines répétés (liant les microtubules) de MAPII se
lie a l'actine (Coreas et al., 1990). L'association de la protéine MAPII avec l'actine semblerait
étre favorisée lorsque les domaines répétés responsable de l'intéraction sont sous forme
phosphorylés sur un site présent dans chacune des répétitions (Ozer et Halpain, 2000).

In vivo, l'inhibition de I'expression de MAPII dans des neurones primaires entraine une
diminution du nombre de neurites ainsi que la désorganisation du réseau microtubulaire
neuritique et du nombre de MTs dans les neurites (Sharma et al., 1994). De fagon similaire
l'inhibition de la protéine MAPII dans des neurones corticaux empéche la croissance axonale
laissant supposer un role de MAPII. Cependant, la protéine MAPII ne semble pas essentielle,
les souris invalidées pour la protéine ne présentant pas de défaut d'organisation neuronal
laissant suggérer que les fonctions de MAP2 pourraient étre plus subtiles que la stabilisation
des microtubules, la double invalidation des protéines MAP2 et MAPIB induit des
phénotypes bien plus sévéres que ceux observés dans l'invalidation simple de 1'une ou l'autre
protéine (Teng et al., 2001) bien que l'on n'observe toujours pas de défauts majeurs

d'¢longation axonale.
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¢ La protéine Tau

La protéine Tau existe sous un grand nombre d'isoformes, générées par 1'épissage
alternatif d'un seul géne. Elle se subdivise en trois parties : le domaine de projection N-
terminal de longueur variable du a l'insertion de la répétition de 29 ou 58 acides aminés selon
les isoformes (nommée N) appelée ainsi car elle n'est pas associée au MT et constituerait un
domaine de projection orienté¢ vers I’extérieur du MT (Hirokawa et al., 1988); une partie
centrale riche en résidu proline impliquée dans la liaison au MT (Kanai et al., 1992 ; Lee et
Rook, 1992 ; Gustke et al., 1994) ; et la région C-terminale, responsable de l'interaction des
protéines Tau avec les MTs, avec trois ou quatre répétitions de 31 ou 32 acides amines
(nommée R) (Lee et al., 1988 ; Goedert et al., 1989). On distingue ainsi six isoformes en
fonction du nombre de répétitions dans la partie N et C-terminale : La Tau 2N4R, 1N4R,
ON4R, 2N3R, IN3R et ON3R avec un poids moléculaire qui varie de 36,7 kDa a 45,8 kDa
(Goedert et Jakes, 1990) (figure 14).

Les différentes isoformes ont une expression variable au cours du développement.
L'isoforme ON3R s'exprime t6t au cours du développement embryonnaire et va
progressivement étre remplacées par les autres isoformes a 1'age adulte (Kosik et al., 1989) ou
elles se situent principalement au niveau de l'axone. Les protéines Tau sont des MAP
neuronales qui furent initialement identifiées comme étant capable de promouvoir la
nucléation des MTs in vitro (Weingarten et al., 1975 ; Cleveland et al., 1977). Elles sont
¢galement capable de former des faisceaux de MTs et ont ét€ montrées comme étant capable
de lier la partie externe, et éventuellement ¢galement la région interne des MTs (Lewis et al.,
1989 ; Scott et al., 1992 ; Kanai et al., 1992 ; Kar et al., 2003 ; Santarella et al., 2004). Pour
mieux comprendre comment la protéine tau module le réarrangement spatial des MTs pendant
la formation de l'axone, des études ont été réalisées afin de comprendre les effets de la
protéine Tau sur la dynamique des MTs par vidéo microscopie. Il a ainsi ét¢ montré que la
proteine Tau permettait la stabilisation des MTs in vitro. Elle augmente la vitesse de
polymérisation des MTs et diminue la fréquence de catastrophe. En accord avec cet effet
stabilisateur, elle est également capable de diminuer la vitesse de dépolymérisation des MTs et
permet également l'apparition d’événements de sauvetage (Drechsel et al., 1992 ; Barlow et

al., 1994, Trinczek et al., 1995).
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Isoformes 3R

N-ter C-ter
Tau ON3R
Tau 1N3R
Tau 2N3R
Tau ON4R
Tau 1N4R
Tau 2N4R
Domaine de D ine de liai
Frorection L Oma;?leM?f iaison
Région riche
en proline

Figure 14: Représentation schématique des six isoformes de la protéine Tau.

Les six isoformes, générées a partir de I'épissage alternatif d'un seul ARNm, différent par la présence
de 3 ou 4 répétitions C-terminal de 18 acides aminés (en rouge) séparées les unes des autres par 13 ou
14 acides aminés (en orange) constituant le domaine de liaison au MT, et par la présence en N-
terminal de zero, une ou 2 répétitions de 29 acides aminées (en bleu) (adaptée de Rosenberg et al.,

2008).

Ces différentes propriétés permettent aux protéines tau d'induire le développement de
longs prolongements dont I'organisation microtubulaire est semblable a celle observée dans un
axone. Elle jouerait ainsi un réle majeur dans la maturation neuronalge(Bt al., 19€ )
Baas et al., 1991 ; Knops et.,1991 ; Chen et al, 1992Les protéines Tau sont
phosphorylables principalement au niveau de la région riche en proline et au niveau de leurs
domaines de liaison aux MTs (Cho et Johnson, 2003). Leur phosphorylation va permettre une
régulation de la protéine en inhibant leur association avec les MTs et va ainsi permettre une
régulation de l'effet de la protéine Tau sur la dynamique des MTs (Lindwall et Cole, 198 ;
Dreschel et al., 19¢; Kanai et al., 199.. On distinguera particuliérement la phosphorylation
des Ser262 et SerZ qui pourraient diminuer tres fortement (Seubert ., 1995) voire méme
empécher la liaison de tau aux microtubules en modifiant la strudeuliee protéine (Biernat
et al., 1993; Drewes et., 1995; Trinczek et al., 19 ; Jho et al., 201; Fischer et al., 2009).
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La Ser262 semble de plus grand intérét puisque elle a été effeativieourée phosphorylée
sur les protéines tain vivo (Morishina-Kawashima et al., 19¢ La phosphorylation de la
Thr231 semble intervenir dans la régulation de l'activité de nucléd@enprotéines tau
(Wang et al., 1996)Dans des cas pathologiques comme dans la maladie d' Alzheimer, on
retrouve la protéine Tau hyper-phosphorylée sous forme d'agrégats entrainant une déformation
des neurites (Grundke-Igbal et al., 1986 ; Stoothoff et Johnson, 2005).

Enfin, les protéines Tau sont également capables de liemdéadiien que cette
interaction fu longtemps controversée. Jusqu'a récemment, il a été proposé que la protéine
Tau n’interagissait pas avec les filaments d'actine (Roger et al., 2004). Il a cependant été
montré par la suite que la protéine était capable d'intéragir avec l'actine chez la drosophile
(Fulga et al., 2006) et de facon direct in vitro (He et al., 2009 ; Elie et al., 2015). De plus la
protéine tau a ét¢ montré comme étant capable de lier a la fois les MTs et l'actine in vitro en
faisant intervenir les mémes domaines de liaison aux MTs (Elie et al., 2015).

In vivo, la présence des protéines tau ne semble pas indispensable ExeginEse.
L'inhibition de I'expression des protéines Tau par des oligonucléotidieseas entraine un
ralentissement de la croissance axonale. Leur absence chez des souitsSb@ucampensée
par l'action d'autres MAPs, comme MAP1B, les doubles déficigmtesentant des défauts
séveres (Caceres et Kosik, 1 ; Harada et al., 1994 ; Takei et al., 2000). Les protéines tau
ont également un réle dans I'établissement de la polarité neuritiqueudenes cérébelleux

en culture primaire (Caceres and Kosik, 1990; Cacere., 1991).

d La protéine Doublecortine (DCX)

La protéine Doublecortine est responsable quand elle est mutée de lissencéphalie, se
caractérisant par une absence de formation de sillon au niveau du cortex, donnant I'impression
de deux cortex lisses identiques (des Portes et al., 1998 ; Gleeson et al., 1998 ; Pilz et al.,
1998).

La protéine DCX est exprimée pendant le développement embryonnaire et se retrouve
enrichie a I'extrémité des neurites en migration et dans la région du cone de croissance des
neurones en différentiation (Gleeson et al., 1999).

La protéine contient deux motifs répétés de 90 acides aminés dans sa partie N-terminale
permettant sa liaison aux MTs (Taylor et al., 2000). Elle stimule la formation de faisceaux de
MTs in vivo et in vitro (Gleeson et al., 1999), favorise 'autoassemblage et la polymérisation
des MTs et permet également leur stabilisation (Horesh et al., 1999 ; Moores et al., 2004).

Chez I'homme, la plupart des mutations se situent au niveau du domaine de liaison aux MTs
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(Taylor et al., 2000) et induisent des défauts de migration des neurones corticaux (des Portes
et al., 1998).

Contrairement aux MAPs précédente, il a ét¢é montré in vitro que la protéine
doublecortine ne modifie pas la vitesse de polymérisation des microtubules. Cependant elle
réduit fortement la fréquence de catastrophe et dans le cas ou des catastrophes surviennent, la
vitesse de dépolymérisation est réduite facilitant les phénomenes de sauvetages (Moores et al.,
2006). Pour expliquer cette stabilisation, il a été proposé que la protéine DCX interagissait
avec la paroi du MT et s'opposerait a la contrainte induite par la courbure de la tubuline-GDP.
En accord avec cette hypothese, il a été possible in vitro de polymériser des microtubules en
présence de DCX uniquement avec de la tubuline-GDP (Moores et al., 2006).

L'affinité de la protéine pour les microtubules est régulée comme pour les autres
MAPs par phosphorylation (Schaar et al., 2004), JNK (Gdalyahu et al., 2004), PKA ou
MARK (Schaar et al., 2004) et inhibe sa capacit¢ de stabilisation des MTs. La
phosphorylation de la sérine 297 entraine une diminution de l'affinit¢ de la doublecortine
pour les MTs (Tanaka et al., 2004).

De fagon intéressante, il a aussi ét¢ montré in vitro que la protéine DCX est capable de
lier et de former des faisceaux d'actine via la spinophiline. La phosphorylation de DCX
permet son interaction avec la spinophiline et une interaction entre les réseaux d'actines et de
MTs (Tsukada et al., 2003 ; Bielas et al., 2007), et joue un réle important dans la formation
des lamellipodes et des filopodes dans le cone de croissance des neurones en developpement

(Fuetal., 2013).

e La protéine MAPG6 aussi appelée STOP (Stable tubule only peptide)

Les MTs, entre autre d'avoir la capacité de résister a des conditions dépolymérisantes
comme l'exposition a certaines drogues (comme le nocodazole) grace aux MAPs classiques,
sont également capables de résister a la dépolymérisation induites par une exposition au froid.
La recherche de facteurs capables de protéger les MTs au froid a permis de déterminer une

nouvelle famille de MAPs : la famille des protéines MAP6/STOP (voir paragraphe III).
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2. Les facteurs de déstabilisation des microtubules

Au contraire des MAPs stabilisatrices des MTs, afin de permettre la réorganisation et
l'adaptation du réseau microtubulaire dans la cellule, des mécanismes de déstabilisation des
MTs qui vont favoriser le phénoméne de catastophe sont nécessaires. A l'instar des protéines
stabilisatrices, ces protéines vont diminuer la vitesse de polymérisation des MTs et vont
stimuler les catastrophes et/ou diminuer la fréquence de sauvetages des MTs en décroissance.

Parmis ces facteurs de déstabilisation sont trouvés les protéines Katanine,
OP18/Stathmine ou encore XKCM1 (Xenopus Kinesin Catastrophe Modulator-1).

La protéine OP18/Stathmine est une protéine de 17 kDa qui fut trouvée surexprimée
dans différents types de tumeurs. /n vitro, elle déstabilise les microtubules en séquestrant les
dimeéres de tubuline libre for¢ant la dépolymérisation des MTs. La protéine favoriserait
¢galement la dépolymérisation des MTs en interagissant avec I’extrémité de ce dernier pour
stimuler les catastrophes en facilitant I'hydrolyse du GTP en GDP de la coiffe de tubuline GTP
(Belmont et Mitchison 1996 ; Howell et al., 1999 ; Andersen 2000 ; revue Cassimeris 2002).

Les katanines sont des protéines dimériques capables de s'autoassembler pour former

un hexadimére qui, en présence d'ATP, est capable de briser les liaisons entre les sous-unités
a et B de la tubuline et est ainsi capable de découper en « rondelle » les MTs (Quarmby,
2000). Une autre protéine avec un mode de fonctionnement similaire est la protéine Spastine
qui se présente également sous forme d'un héxadimére pour permettre de fractionner les MTs.
La Spastine fixerait l'extremité C-Terminale de la tubuline présente a D’extérieur du
microtubule et par traction induirait la rupture entre les monomeéres de tubuline entrainant la
perte de structure de la paroi du MT ( Roll-Mecak et Vale, 2008).
XKCMI chez le xénope et son homologue MCAK (Mitotic Centromere Associated Kinesin)
chez les mammiferes sont des membres de la famille des kinésines-13. Ces protéines utilisent
I’énergie de I'hydrolyse de 1'ATP pour déstabiliser et induire la dépolymérisation des MTs en
augmentant leur fréquence de catastrophes a partir des deux extrémités du MT a la fois in
vivo et in vitro (Lawrence et al., 2004 ; Moore et al., 2005 ; Kinoshita et al., 2006). Ces
protéines se fixeraient a I’extrémité du MT en croissance et stabiliseraient la conformation
native courbe des protofilaments au niveau du feuillet ayant pour conséquences de favoriser la
rupture des interactions latérales entre les protofilaments et donc la dépolymérisation du MT
(Ogawa et al., 2004).

De fagon a permettre une régulation du réseau microtubulaire, il est donc nécessaire
d'avoir une coordination spatiale et temporelle entre les MAPs stabilisatrices et les protéines

de déstabilisation des MTs dans la cellule.
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3. Les moteurs moléculaires

Les moteurs moléculaires ou MAPs motrices sont ubiquitaires chez les eucaryotes
et jouent un role essentiel puisqu'ils permettent le transport le long des microtubules de
vésicules, de mitochondries, d’ARN, ou encore d’autres protéines comme les +TIPs d'un bout
a l'autre de la cellule. Ils vont ainsi avoir un rdle prepondérant, en particulier dans les
neurones présentants des élongations cellulaires importantes (avec des structures comme les
dendrites ou encore I'axone) et sont par exemple nécessaires au transport des
neurotransmetteurs, synthétisés au niveau du corps cellulaire, jusqu’aux terminaisons pré-
synaptique. On distingue deux grandes familles de moteurs moléculaires qui sont les kinésines

et les dynéines.

a Les kinésines

Il existerait environ 100 kinésines différentes issues de 14 familles. La kinésine-1
fut la premicre a avoir été identifiée (Vale et al., 1985). 1l s'agit d'une protéine tétramérique
composée de deux chaines légeres et de deux chaines lourdes. Les chaines lourdes sont
composées, 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. La région motrice ainsi
que le domaine de liaison aux microtubules sont généralement bien conservées entre les
différentes kinésines. Ce qui n'est pas le cas de la queue liant le cargo a transporter permettant
une spécificité des kinésines vis a vis de 1’élément a déplacer. La kinésine-1 est responsable
du transport antérograde grice a un cycle d'hydrolyse de 'ATP en ADP, qui va induire un
changement conformationnel qui résulte en une avancée de la protéine sur le microtubule soit
de Dextrémité (-) vers ' extrémité (+) du MT (Hirokawa et al., 1989). En plus de leur bien
connu rdle de transporteur, certaines kinésines vont en plus étre capable d'avoir un effet sur la
formation de réseaux de MTs. C'est le cas par exemple de la protéine Eg5 qui est capable
d'associer latéralement les microtubules anti-parall¢les et ainsi former des faisceaux au niveau
du fuseau mitotique. Le déplacement de cette protéine le long des microtubules va ainsi

influencer la longueur du fuseau mitotique et permettre leur raccourcicement.

b Les dynéines

Les dynéines a l'instar des kinésines sont elles aussi des complexes multi-
protéiques, constitués de deux chaines lourdes, deux chaines intermédiaires, quatre chaines
intermédiaires légeres ainsi que de plusieurs chaines légeres. Cependant ces derniéres vont

permettre le déplacement inverse des kinésines des différents élements de la cellule le long
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du MT soit de fagon rétrograde, de l'extrémité (+) vers l'extrémité (-) (Vallee et al., 2004). Les
chaines lourdes contiennent le domaine de liaison aux microtubules et d'autres domaines
responsables, comme pour les kinésines, de 1'échange et de I’hydrolyse de I'ATP en ADP
nécessaire au mouvement du moteur moléculaire. Les chaines intermédiaires ainsi qu’une des
chaines légeres participent a I’interaction de la protéine avec les organites a transporter. La
dynéine va ainsi jouer un role important en permettant dans les neurones de transporter des
organelles et des vésicules le long de I’axone, du compartiment pré-synaptique vers le corps
cellulaire (Steffen et al 1997 ; Nagano et al 1998 ; Mok et al 2001).

Ainsi, le jeu des différentes kinésines et dynéines va permettre de réguler et
moduler le transport de vésicules et de protéines le long des microtubules. /n vitro, en systéme
reconstitué, il a ainsi été demontré une compétition entre la protéine Tau et la kinésine dans
les neurones (Dixit et al 2008). La présence de Tau en trop grande quantité induit le
détachement de la kinésine de la paroi du MT. De plus, elle induirait également un
changement de direction de la dynéine, laissant également penser que les MAPs pourrait

réguler et intervenir dans le transport axonal dépendant des MTs.

4. Les + TIPs

Les + TIPs (« + end tracking protein ») sont des MAPs particuliéres qui se retrouvent
préférentiellement a l'extrémité des MTs en croissance (Schuyler et Pellman, 2001) et vont
jouer un role important de lien entre l'extrémité du MT et les composants de la cellule. La
dénomination de + TIPs n'exclue cependant pas une localisation a l'extrémité — des MTs en

croissance.

a Les protéines du bout (+)

Parmis les protéines du bout + on retrouve principalement les protéines de la famille
des CLIPs (Cytoplasmic Linker Proteins), les CLASPs (CLIP-Associated Proteins) et EBs
(End Binding Proteins).

Le premier membre de la famille des +TIPs a avoir été identifié est la protéine CLIP-
170 (Cytoplasmic Linker Protein de 170 kDa) (Rickard et Kreis, 1990), et comme étant
capable de lier spécifiquement les organelles aux MTs (Pierre et al., 1992). Par la suite,
d'autres protéines au comportement similaire ont été découvertes et classées dans la famille
des + TIPs (Carvalho et al., 2003 ; Morrison et al., 2007). La famille des CLIPs distingue
deux membres principaux chez les mammiféres : une protéine ubiquitaire CLIP170, et une

isoforme spécifique du cerveau, la protéine CLIP115. Les deux protéines sont caractérisées
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par un région N-terminale avec deux domaines riche en résidus glycine permettant la liaison
au MT (Hoogenraad et al., 2000 ; Pierre et al., 1992). Elles poss¢dent également une région
centrale responsable de la formation d'homodimeére (Scheel et al., 1999). Seul la partie C-
terminale différe entre les deux protéines, la protéine CLIP170 possédant en plus un motif en
doigts de zinc permettant de lier les vésicules endocytaires (Pierre et al., 1992). La protéine
CLIP170 est capable de lier les MTs et de s'associer en forme de cométe aux extrémités
positives des MTs ( Perez et al., 1999 ; Diamantopoulos et al., 1999). De plus, la localisation
de la protéine CLIP170 a l'extrémité du MT lui permet une régulation de la dynamique du MT
en facilitant le sauvetage in vivo et in vitro (Komarova et al., 2002 ; Arnal et al., 2004) et va
aussi faciliter la nucléation des MTs (Diamantopoulos et al., 1999). Enfin, en addition de son
effet sur la dynamique des MTs, les CLIPs sont impliqués dans la capture des MTs via des
complexes dynein-dynactin, [QGAP et d'autres +TIPs (Fukata et al., 2002 ; Goodson et al.,
2003). La protéine CLIP115 quant-a-elle se localise préférentiellement au niveau des
dendrites et permet le lien entre l'extrémité positive du MT et les corps lamellaires
dendritiques et joue un role dans la développement du systéme nerveux (Hoogenraad et al.,
2002).

Cependant, le mécanisme de localisation des +TIPs a l'extrémité du MT est encore mal
connu. Trois modéles ont été proposés pour expliquer cette localisation. Le premier modéle
explique la localisation des +TIPs par un transport actif via un moteur moléculaire se
déplacant vers l'extrémité (+) des MTs. Le deuxiéme propose un mécanisme d'autostop, qui
correspond a l'adressage de la protéine a l'extrémité du MT par l'intermédiaire d'une autre
protéine elle aussi adressée au bout (+) des MTs. Le dernier modéle propose un modele de
tapis roulant ou « treadmilling ». Dans ce mode¢le, l'interaction de la protéine au bout (+) se
ferait par reconnaissance d'une structure spécifique comme le feuillet ou par copolymérisation
avec la tubuline libre. Par la suite, le MT continuant de polymériser, la protéine se retrouverait
au niveau de la paroi du MT et le décrochage pourrait s'expliquer par un changement de son
affinité avec la paroi du MT par rapport a l'extrémité (Arnal et al., 2004 ; Folker et al., 2005).
Une autre hypothése serait un décrochement au niveau de la paroi du MT suite & une
phosphorylation comme cela a été proposé pour CLIP170 ou bien une différentiation de la
tubuline sous sa forme GTP et GDP par la +TIP (Rickard et Kreis, 1991 ; Hoogenraad et al.,
2000 ; Folker et al., 2005).

Parmis les autres +TIPs on retrouve la famille des CLASPs, initiallement identifiée
comme protéines partenaires des CLIPs, divisée en deux sous-familles, les CLASPs de type 1,

ubiquitaire, et les CLASPs de type 2 abondantes dans le cerveau (Akhmanova et al., 2001).
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De fagon similaire, les protéines CLASPs lient les MTs, leur interaction est régulée par
phosphorylation et elles forment des cometes a l'extrémité des MTs. Bien qu'identifiées
comme partenaire des CLIPs , les CLASPs sont capables par elles-mémes de stabiliser les
MTs en se liant a leur extrémité ou le long de la paroi (Akhmanova et al., 2001). In vitro,
seule I'analogue cls1p des CLASPs chez saccharomices pombe a été étudiée et cette derniere
montre une augmentation de la stabilité des MTs en réduisant la fréquence des catastrophe et
en augmentant la fréquence de sauvetage. De fagon intéressante, comme il a également été dit
auparavant, in vitro la protéine clslp ne se localise pas préférentiellement a 1’extrémité
positive du MT et est visible tout du long de la lattice (Al-Bassam et al., 2010).

Enfin, une autre grande famille des +TIPs protéines est la famille de protéine EB1. La
protéine EB1 est une +TIP hautement conservée qui fut initialement décrite comme un
partenaire du suppresseur de tumeur APC (Adenomatous Polyposis Coli) (Su et al., 1995 ;
Kinzler et Vogelstein, 1996). C’est une protéine clé des complexes des bouts + des MTs en
croissance, grace a son interaction avec la plupart des autres protéines de bouts + (Lansbergen
et Akhmanova, 2006).

Tout comme les autres +TIPs, la protéine EB1 joue un role essentiel dans la capture des MTs
au niveau du front de migration des cellules. Bien que de nombreuses études ont été réalisées
sur le role de la protéine EB1 sur la dynamique des MTs, son effet précis sur l'instabilité
dynamique est encore contreversé. Des études ont en effet montré que la protéine EBI
augmentait a la fois la fréquence de catastrophes et de sauvetages (Tirnauer et al., 1999 ;
Rogers et al., 2002), tandis que d'autres études ont montré une inhibition de la fréquence de
catastrophes et une stabilisation des MTs (Tirnauer et al., 2002 ; Busch et Brunner, 2004). In
vitro, la protéine EB1 a ét¢é montrée comme augmentant la vitesse de polymérisation des
microtubules et est capable de promouvoir a la fois la fréquence de catastrophe mais
¢galement celle de sauvetage (Ligon et al., 2003 ; Bieling et al., 2007 ; Vitre et al., 2008).
L'augmentation de la fréquence de sauvetage étant cependant observé dans des conditions ou
la protéine EB1 est mise en présence de tubuline libre dans un rapport plus faible, dans ce cas
la protéine EB1 se retrouve ¢galement au niveau de la lattice du MT, pouvant expliquer I'effet
observé. Ces effets stimulants sur la vitesse de polymérisation des MTs et sur la fréquence de
catastrophe indiquent que la protéine EB1 présente des activités distinctes a I'extrémité du
MT. (L'ensemble de ces +TIPs vont également étre capable d'intéragir les unes avec les autres

de fagon a moduler leur activité et répondre aux besoins de la cellule) (Figure 15).
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Interaction with

+TIP~ Homologs! other +TIPs

EB1-like Bim1 (Sc) Most known +TIPs

proteins Mal3 (Sp)

CLIP-170 CLIP-190 (Dm) EB1, CLIP-170,
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Tipi (Sp) CLASP1,2, MCAK, LIS1

CLIP-115 - EB1, CLIP-170,

CLASP1,2

p15pae MudM (An) EB1, CLIP-170
Ssmd (Sp)

CLASP1,2 Orbit/Mast (Dm)  EB1, CLIP-170,
Stul (Sc) CLIP-115, ACF7
Pegl (Sp)

APC Kar9p (Sc) EB1, MCAK

ACF7 Shot/Kakapo (Dm) EB1, GLASP1,2

STIM1 - EB1

MGAK Kip10A (Dm) EB1, CLIP-170, APC,
XKCMI1 (X)) Tip150

Tip150 - EB1, MCAK

Navigators - Unknown

Melanophilin - EB1

pl40Cap - EB1

CDKSRAP2 - EB1

RhoGEF2 (Dm) - EB1

DDA3 - EB1

Ch-TOG Msps (Dm) EB1
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Stu2 (S5c)

LISt NudF (An) CLIP-170, p1509"=d

NudA, (An) Dynein heavy p150%" LIS
chain

Figure 15: Tableau récapitulatif de l'intéraction entre les différentes protéines du bout (+) des

microtubules. (Adaptée de Mikerse et al., 2008)

b Les protéines du bout (-)

Comme dit précédemment, ils existent, parmis les + TIPs, des protéines qui ciblent de
facon spécifique l'extrémité négative des MTs. Contrairement aux nombreuses études
réalisées sur l'extrémité + du MT, l'extrémité négative des MTs est un des aspects les moins
étudiés et compris du MT dans leur comportement, leur organisation et leur régulation. Il est
cependant accepté depuis longtemps que dans la cellule, 1'extrémité (-) des MTs est coiffée
pour prévenir leur dépolymérisation et/ou croissance. Cependant, la nature de ces coiffes est
longtemps restée inconnue. Des études récentes ont cependant permis de mettre en évidence
l'existence de protéine interagissant avec et ayant un effet sur cette extrémité.

La premicre protéine a avoir été identifiée comme étant capable d'avoir un effet sur
l'extrémité (-) fut la protéine Patronin dont l'absence, chez la drosophile, montrait une
réduction séveére du nombre de microtubules en interphase (Goshima et al., 2007). En 2010,

Goodwin et Vale ont montré de fagon claire que la protéine Patronin agissait comme un
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inhibiteur spécifique de la dépolymerisation du bout (-) du MT. Ces auteurs ont également
montré in vitro que la protéine Patronin interagissait de fagon direct et sélective a I'extrémité
négative du MT et permettait une résistance de la dépolymérisation de cette extrémité induite
par les protéines de la famille des kinésines-13. En accord avec cet effet spécifique, elle ne
permet pas la stabilisation de l'extrémité positive.
I1 a par la suite été montré chez les mammiféres I'existence d'une protéine homologue
a la protéine patronin, initialement appelé Nezha, présente a l'extrémité négative des
microtubules dans les jonctions adhérentes cellules-cellules (Meng et al., 2008). Par la suite,
la protéine Nezha a été intégrée dans la famille de protéine CAMSAP (Calmodulin-Regulatd
Spectrin-Associated Protein). On distingue ainsi 3 genes différents codant pour les protéines
CAMSAP1, CAMSAP2 et CAMSAP3/Nezha (Baines et al., 2009). La plupart des espéces de
vertébrés posseédent les trois CAMSAP/Patronin ou homologue. in vivo, les protéines
CAMSAP?2 et 3 ont été montrées comme liant 'extrémité moins des MTs (Meng et al., 2008 ;
Tanaka et al., 2012) et I'ensemble des protéines CAMSAPs a ét¢ montré comme étant capable
in vitro de se lier a l'extrémité (-) (Hendershott et Vale, 2014). Comme pour la protéine
Patronin, les protéines CAMSAPs sont capable in vitro de protéger l'extrémité (-) de la
dépolymérisation induite par la kinésine-13. De plus, les protéines CAMSAP2 et 3 diminuent
considérablement voire bloquent la croissance de cette extrémité (Hendershott et Vale, 2014 ;
Jiang et al., 2014) (Figure 16).
En dépit de leur activit¢ commune a lier l'extrémité négative des MTs, les
différentes CAMSAPs montrent des propriétés différentes en accord avec leur efficacité a
coiffer les MTs en croissance. Ces auteurs ont ainsi montré que la protéine CAMSAP]1 et
Patronin se déplace le long du MT jusqu'a I'extrémité (-) et, de fagon similaire aux + TIPs, se
dissocieraient apres incorporation de la tubuline, tandis que les protéines CAMSAP2 et 3
semblent rester fortement associées a la lattice du MT apres l'incorporation de la tubuline et
diminuent voire méme suppriment beaucoup plus efficacement la polymérisation de cette

extrémité (Hendershott et Vale, 2014 ; Jiang et al., 2014).
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Figure 16 : Classification et effets des protéines de I'extrémité (-) des MTs.

A : La majorité des especes de vertébrés présente la présence des trois protéines CAMSAPs/Patronin.
La drosophile et le vers C. Elegans ne posséde quand a eux une seule protéine. B : Séquence d'images
de vidéo-microscopie TIRF montrant une localisation spécifique de la protéine CAMSAP (en vert),
désigné par la fleche jaune a l'extrémité (-) du MT (en bleu). C et D : Les protéines CAMSAPs
stabilisent et diminuent la vitesse de polymérisation de l'extrémité (-) en particulier les protéines
CAMSAP2 et 3 (D droite). Ces dernicres ont méme pour effet de réduire la dynamique de cette
extrémité et de la figer (C droite). (Adaptée de Hendershott et Vale, 2014).

Ainsi, cette différence d’interaction et donc d'effet des différentes CAMSAPs pourrait
jouer un role de régulation sur les MTs. Il a ainsi été montré in vitro que la décoration du MT
par CAMSAP2 pouvait créer une amorce stable pouvant supporter des cycles répétés de
croissance et décroissance de I'extrémité + des MTs.

Le mécanisme de reconnaissance du bout (-) (ou la tubuline alpha est exposée) par les
protéines CAMSAPs et Patronin reste flou. Ces protéines sont capable de lier I'extrémité de
MTs non dynamique stabilisés avec du GMPcpp (présentant un nombre de protofilaments
inférieure ou égale a 13), suggérant que les protéines peuvent reconnaitre certaines structures

uniques du a l'exposition des monomeres d'alpha tubuline. Dans le cas de microtubules
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dynamiques, 1'addition de dimére de tubuline résulte en une accumulation du nombre de
CAMSAPs déposés pres de l'extrémité (-). L'affinité des différentes CAMSAPs pour la lattice
apparait étre relativement faible, cependant une fois déposées a I'extrémité, les CAMSAPs
adjacentes pourraient interagir de fagon coopérative pour renforcer leur liaison aux MTs

(Henderschott et Vale, 2014).

36



III Les Protéines MAP6

Les protéines MAP6, ou STOPs (Stable Tubule Only Peptide), sont des protéines
initialement isolées a partir de préparation de MTs de rat et furent initialement décrites
comme une protéine capable de lier la calmoduline avec la capacité de protéger les MTs de la
dépolymérisation induite par le froid (Job et al., 1981; Pirollet at al., 1992; Bosc et al., 1996;
Guillaud et al., 1998).

1. Les différentes isoformes et leurs fonctions

On retrouve en tout 6 isoformes différentes de la protéine MAP6, qui sont les
isoformes MAP6-N, MAP6-E, MAP6-O, MAP6-A, MAP6-F et MAP6-48. Parmi ces
isoformes, les protéines MAP6-N et MAP6-E sont deux isoformes spécifiquement neuronales
initialement caractérisées chez le rat (Bosc et al., 1996 ; Guillaud et al., 1998). La famille
d'isoformes de MAPG6 est codée par un seul géne constitué de quatre exons sur le chromosome
11q14 chez I'homme et qui va donner l'intégralité¢ des différentes isoformes par épissage
alternatif (Denarier et al., 1998). L'exon 1 code pour la région N-terminale de la protéine ainsi
que la région centrale, contenant une ou plusieurs répétitions de 46 acides aminés constituant
les modules Mc. Le nombre de ces répétitions varie suivant les différentes especes et au sein
méme d'une espece. On trouve ainsi 5 modules Mc chez le rat contrairement a 1 seul chez
I'homme. L'exon comporte également deux répétitions de 48 acides aminés, les modules Mnl
et Mn2, ainsi qu'un site de palmitoylation a I'extrémité N-terminale. L'exon 2 code pour un
domaine linker et présente un domaine de 48 acides aminés, le module Mn3, semblable aux
modules Mnl et 2. L'exon 3 code pour une région riche en résidus Lysine et Arginine. L'exon
4 code quant-a-lui pour la partie C-terminale de la protéine constituée de 28 répétitions

imparfaites de 11 acides aminés (figure 17).

a Les protéines MAP6-N et MAP6-E

Les protéines MAP6-N et MAP6-E sont toutes deux codées par le méme promoteur
(Aguezzoul et al., 2003). La protéine MAP6-N constitue l'isoforme compléte de la famille de
protéines MAPG6. Elle est constituée de 952 acides aminés (145 kDa) et se retrouve exprimée
majoritairement au stade adulte. La protéine MAP6-E est exprimée quant-a-elle au stade
précoce du développement et dans le cerveau embryonnaire (MAP6-Early) et son expression
reste constante dans le cerveau adulte mais se retrouve en quantité beaucoup plus faible en
rapport avec la protéine MAP6-N. L'isoforme MAP6-E présente une taille plus petite (85

kDa) et se retrouve dépourvue de I'exon 4 par épissage alternatif. Elle ne contient donc pas les
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répétitions C-terminales (Bosc et al., 1996 ; Guillaud et al., 1998 ; Aguezzoul et al., 2003)
(Figure 17).

Dans les neurones, les protéines MAP6-N et MAP6-E sont principalement associées
aux MTs et des études en microscopie ¢lectronique montrent que ces protéines sont
majoritairement localisées au niveau de l'axone dans des ganglions dorsaux de rat et ne
semblent pas avoir une localisation préférentielle, les protéines étant réparties de fagon
homogéne sur I'axone (Guillaud et al., 1998). De plus, ces protéines sont ¢galement présentes
au niveau des dendrites. Ces protéines ont en effet ét¢ montrées comme étant impliquées in
vivo dans les compartiments post-synaptiques de la région CA1 de I'hippocampe (Andrieux et

al., 2002).

) Mot Mnz o ModulesMe vng ‘ Répétitions C-terminales
MAPG-A T -"'
MAPG6-48 T -"'
MAPG6-F I -

Figure 17: Représentation schématique de la famille de protéine MAP6.
La protéine MAP6-N correspond a l'isoforme compléte de la famille des protéines MAP6. Les
protéines MAP6-E et N sont des isoformes spécifiquement neuronales. La protéine MAP6-O est

principalement exprimée dans les oligodendrocytes tandis que la protéine MAP6-A se retrouve dans

les astrocytes. La protéine MAPG6-F est exprimée de fagon ubiquitaire. [I: domaine de liaison au

microtubule a basse température (Module Mc). I : domaine de liaison au microtubule a température
physiologique (Module Mn). g : domaine de palmytoilation. = : Domaine de liaison a la calmoduline.

I : répétition C-terminale de 11 acides aminés.
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La stabilit¢ des MTs au froid dans les neurones est un phénomene connu depuis
longtemps (Webb et Wilson, 1980 ; Morris and Lasek, 1982 ; Baas et al., 1994) mais son
origine était restée incomprise. La transfection d'ADNc codant pour la protéine MAP6-N et E
dans des cellules HeLa dépourvu de la protéine MAP6 ont permis de montrer un réle de la
protéine dans la stabilisation des MTs au froid (Bosc et al.,, 1996) comme facteur de
stabilisation et que cet effet est du a I’interaction de la protéine tout du long du MT (Andrieux
et al., 2002). En plus de sa propriété a stabiliser les MTs au froid, les protéines MAP6-N et E
sont ¢également capable de stabiliser les microtubules a I'exposition a des drogues
dépolymérisante comme le nocodazole (Figure 18). L'injection d'anticorps dirigés contre la
région centrale de la protéine MAP6 dans des cellules PC12 a permis de mettre en évidence
l'importance de la région centrale dans ces effets sur la dynamique des microtubules. En effet
ceux-ci ont pour conséquences de ne pas modifier la structure du réseau microtubulaire et la
croissance neuritique, mais supprime leur résistance au froid et au nocodazole. En revanche,
l'inactivation de la protéine MAP6 dans ces cellules t¢émoigne d'un role de la protéine lors de
lI'induction de la formation des neurites durant la différentiation neuronale (Guillaud et al.,

1998).
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A Marquage Tubuline Marquage MAP6-N

B Exposition a 4°C Exposition au Nocodazole
Marquage Tubuline Marquage Tubuline

Figure 18: Stabilisation du réseau de MTs de cellule HeLa apreés transfection de la protéine
MAP6-N.
Les cellules HeLa sont transfectées avec I'ADNc pour permettre l'expression de la protéine MAP6. (A)
L'utilisation d'anticorps marqués dirigés contre la Tubuline et contre la protéine MAP6-N apres fixation des
cellules 48h apres transfection permet de vérifier la bonne expréssion de la protéine MAP6-N. (B) Les cellules
ainsi transfectées sont par la suite soit exposées au froid a 4°C soit exposées au Nocodazole (10 uM). Le réseau

microtubulaire est observé grace a des anticorps marqués. Adaptée de Bosc et al., 1996.

b Les isoformes non neuronales

Hormis ces deux premicres isoformes exprimées spécifiquement dans les neurones,
d'autres isoformes de la famille MAP6 ont été mis en évidence dans d'autres tissus (Pirollet et
al., 1989). L'isoforme MAP6-F (pour MAP6-Fibroblastique) a été caractérisée dans une lignée
cellulaire de fibrobastes. Elle constitue I'isoforme la plus petite de la famille MAP6 (42kDa)
(Denarier et al., 1998) et ne contient presque que les répétitions centrales et se retrouve
exprimée de fagon ubiquitaire (Aguezzoul et al., 2003). L'isoforme MAP6-O est 1'isoforme
majoritaire des oligodendrocytes (89 kDa). Une autre isoforme,la protéine MAP6-A est quant-

a-elle exprimée préférentiellement dans les astrocytes et présente une taile de 60 kDa.
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Comme pour les isoformes MAP6-N et E, il a ét¢ montré dans des cellules HelLa
transfectées que les autres isoformes permettait de protéger les MTs de la dépolymérisation
induite par le froid. Cependant, dans le cas des isoformes MAP6-F et MAP6-A, les MTs ne
sont pas stabilisés lors de 1’exposition au nocodazole (Denarier et al., 1998 ; Galiano et al.,

2004).

2. Les différents domaines de la protéine MAP6

a Domaines de liaison et stabilisation aux microtubules

Comme nous avons pu le voir, les isoformes de la protéine MAP6 permettent la
stabilisation des MTs au froid et au nocodazole a température ambiante. Cependant, toutes les
isoformes ne sont pas capable de permettre la stabilisation au froid et en méme temps une
stabilisation au nocodazole (Bosc et al., 1996 ; Denarier et al., 1998 ; Galiano et al., 2004).
Ces résultats laissent donc penser a une compartimentation des effets de la protéine MAP6 sur
les MTs. Un étude structure-fonction a ainsi été réalisée au sein du laboratoire sur des cellules
HeLa avec les différentes isoformes de la protéine MAP6 et par la mise au point de différents
mutants (Bosc et al., 2001). Deux types de domaines responsable de la liaison aux MT ont
ainsi ét¢ mis en évidence : les modules Mc et les modules Mn (figure 17).

Les modules Mn ont ét¢ nommés ainsi car responsable de I’interaction et de la
stabilisation des MTs a l'exposition au nocodazole a 37°C . Les modules Mc (pour
Microtubule Cold) sont quant-a-eux capable de stabiliser les MTs a I'exposition au froid mais
ne permettent pas une interaction avec les MTs a 37°C et donc leur stabilisation a température

physiologique.

b Domaines de liaison a la calmoduline

Comme dit auparavant, les protéines MAP6 furent initialement décrites comme étant
capable de lier la calmoduline (Pirollet et al., 1992). Douze sites de liaison a la calmoduline
ont été identifiés et localisés chez le rat (Bosc et al., 2001; figure 17). Il a ainsi pu étre observé
que chaque site de liaison aux microtubules (les modules Mc et les modules Mn) chevauche
un site de liaison a la calmoduline.

La liaison de la calmoduline sur les différents modules de la protéine MAP6 aurait
pour conséquences un effet de compétition avec la liaison aux MTs et serait responsable d'une
perte d'affinité de la protéine pour les MTs. La calmoduline pourrait ainsi servir de facteur de
régulation de la protéine MAP6 et de son effet de stabilisation sur les MTs (Job et al., 1983 ;
Pirollet et al., 1992).
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c Sites de phosphorylation

I1 a été montré a la fois in vivo et in vitro que la protéine MAP6 est phosphorylée par
la Calcium/Calmoduline dépendante protéine kinase II (CamKII), qui est une enzyme clé de
la plasticité synaptique (Lisman et al., 2002 ; Gleason et al., 2003). Cette phosphorylation
intervient sur au moins deux sites distincts au sein de la protéine, cependant deux autres sites
possible de phosphorylation par la CamKII ont été determinés par analyse de la séquence. La
phosphorylation de la protéine MAP6 inhibe son interaction avec les MTs in vitro. In vivo la
forme phosphorylée ne co-localise plus avec les MTs dans des cultures de neurones primaires
d'hippocampe (Baratier et al., 2006). La protéine MAP6 a ét¢é montrée dans ces neurones
comme se relocalisant dans des régions dépourvues de MTs, en particulier au niveau des
neurites au niveau des filaments d'actines (Figure 19). Enfin, dans des neurones différenciés,
la protéine MAP6 phosphorylée se retrouve dans les synapses et co-localise avec des
complexes protéiques synaptiques, contrairement a la protéine non-phopshorylée . La protéine
MAP6 peut donc se dissocier des MTs en réponse a un flux de calcium liant la calmoduline
induit par l'activation synaptique de facon direct, ou encore de fagon indirect par

phosphorylation par la protéine CamKII et pourrait ainsi jouer un role dans la plasticité

synaptique.
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MAPS6 + Tubuline MAPG-Phosphorylée + Tubuline

MAPG-Phosphorylée + Actine

Figure 19: Localisation de la protéine MAP6 en fonction de son état de phosphorylation.

Des neurones d’hippocampe aprés 12 jours de différentiation ont été doublement marqués par
immunofluorescence. La protéine MAP6-phosphorylée est détectée avec un anticorps dirigée contre un des sites
phosphorylée de la protéine. A) et B) panel de gauche, la protéine MAP6 non phosphorylée co-localise avec les
MTs, alors qu'elle ne co-localise pas avec l'actine. Panel de droite, la protéine phosphorylée n'est plus capable
d'intéragir avec les microtubules et se retrouve localisée au niveau des filaments d'actine. Adaptée de Baratier et

al., 2006

d Sites de palmitoylation
La protéine MAP6 présente au niveau de son extrémité N-terminale un site de plamitoylation
et permet sa localisation au niveau de I'appareil de golgi (Gory-Fauré et al., 2006). Plusieurs
¢tudes ont montré la présence de matériel du golgi dans les €pines ainsi que dans les dendrites
distales (Pierce et al., 2000 ; Pierce et al., 2001). Ces vesicules golgiennes sont des structures
mobiles et sont positionnées de fagon a servir des régions dendritiques particulieres ou des
synapses, ou elles pourraient jouer un role important dans la plasticité synaptique. L’habilité
de la protéine MAP6-N a lier ces vésicules pourrait ainsi jouer un rdle dans cette plasticité

(Andrieux et al., 2002). De plus, le domaine de palmitoylation de la protéine MAP6 pourrait
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étre impliqué dans l'intéraction avec des vésicules ou du matériel membranaire autre que le
golgi et pourrait ainsi jouer un role central de la réduction du pool de vésicules synaptiques

observés chez la souris KO pour la protéine MAP6 (Andrieux et al., 2002).

3. La souris invalidée pour la protéine MAP6

De facon a mieux comprendre le réle de la protéine MAP6, des souris déficientes pour
'expression de la protéine MAP6 ont été mises au point au sein du laboratoire. Pour cela,
I'inhibition de l'expression des différentes isoformes de MAPG6 est réalisée par insertion dans
l'exon 1 du géne codant la protéine d'un gene rapporteur LacZ sous la dépendance du

promoteur de MAP6 (Andrieux et al., 2002).

a Défauts Anatomiques

Les neurones primaires d'hippocampe des souris déficientes pour la protéine MAP6 en
culture montrent une perte totale de la stabilit¢ au froid des MTs (Andrieux et al, 2002)
déterminant la protéine MAP6 comme le principal responsable de la stabilité des MTs a
l'exposition au froid.

De fagon surprenante, I'absence de la protéine MAP6 ne semble pas perturber la
morphologie des neurones et la structure du réseau microtubulaire (Andrieux et al, 2002).
Cependant, les cerveau de ces souris présentent des anomalies importantes avec un
¢largissement des ventricules cérébraux accompagnée dune réduction du volume des
structures corticales et diencéphaliques ainsi que des anomalies au niveau du bulbe olfactif
(Powell et al., 2007 ; Benardais et al., 2010). De plus, il a récemment ét¢ montré au sein du
laboratoire que la protéine MAP6 ¢était capable d’interagir avec le récepteur de la
Semaphorine 3E et joue un rdle crucial dans la cascade de signalisation de Sema3E qui
pourrait ainsi expliquer, en plus des defauts de stabilisation des MTs par l'absence de la
protéine, les défauts de développement axonal observés par une absence de réponse a la

signalisation Sema 3E (Deloulme et al., 2015).

b Altération du systeme glutamatergique, dopaminergique et serotoninergique

Les souris KO MAP6 présentent une neurotransmission du systéme glutamatergique
altérée. Le pool de vésicules synaptiques dans les terminaisons axonales de la région CAl de
I'hippocampe est réduit de 50% induisant des défauts de plasticité synaptique (Andrieux et al.,
2002). Ceci a également pour conséquences une altération de la potentialisation et de la

dépression synaptique a long terme (LTP et LTD). En adéquation avec ces résultats, avec un
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role de la protéine MAP6 dans la plasticité synaptique, une diminution de la quantité de
certaines protéines spécifiques des compartiments post et pré synaptiques a été observée chez
ces souris. C'est le cas de la synaptophysine, la spinophiline ou encore de la protéine Vglutl,
transporteur vésiculaire glutamatergique, en accord avec la réduction du nombre de vésicule
observée (Andrieux et al., 2002). Les souris KO pour la protéine MAP6 présentent une hyper-
dopaminergie au niveau du systéme méso-limbique et des defauts trés importants de

l'arborisation serotoninergique (Brun et al., 2005 ; Fournet et al., 2010).

¢ Altération du comportement

Les souris KO MAPG6 présentent de nombreux déficits comportementaux associ€s aux
dysfonctionnement précédemment cités. On observe ainsi un trouble du comportement social
et maternel, une hyperactivité motrice, un stress plus important a la nouveauté (Andrieux et
al., 2002 ; Brun et al., 2005 ; Fradley et al., 2005 ; Bégou et al., 2007). Ces troubles semblent
s'installer progressivement au cours de la vie de la souris, notamment lors du passage a 1'age
adulte. L'ensemble de ces observations accompagnées des défauts des systémes
dopaminergique et glutamatergique sont apparentés aux symptomes observées chez les
patients atteints de schizophrénie (Frankle et al., 2003 ; Ross et al., 2006) amenant a
considérer la souris délétée pour la protéine MAP6 comme modele d'étude pour la maladie.
En accord avec cette hypothése, l'apparition de ces symptomes au cours du développement
chez la souris mime la progression des altérations du comportement observée chez les patients
schizophrénes (Lieberman et al., 2001).

De fagon a confirmer cette hypothése, les souris délétées pour la protéine MAP6 ont
¢té traitées avec différents neuroleptiques couramment utilisés sur des patients atteints de
schizophrénie. Les souris montrent alors une amélioration notable des troubles
comportementaux observés et une réduction des défauts cognitifs (Andrieux et al., 2002 ;
Brun et al., 2005 ; Bégou et al., 2008 ; Delotterie et al., 2010). L'ensemble de ces résultats a

ainsi amené la souris MAP6 a étre un modéele d'étude pour la schizophrénie.

d Implication des microtubules dans la pathologie

L'épothilone D, composant analogue du taxol, est une drogue capable de traverser la
barriére hémato-encéphalique et qui interagit directement avec la tubuline pour permettre la
stabilisation des MTs et utilisé en cancérologie pour sa capacité a figer le réseau mitotique
(Kolman et al., 2004 ; Wang et al., 2005). Chez les souris KO pour la protéine MAP6, un

traitement par 1'épothilone D permet une réduction des déficits de plasticité synaptique et une
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amélioration des troubles du comportement (Andrieux et al., 2006). L'ensemble de ces
résultats, couplé avec l'effet stabilisateur de la protéine MAP6 sur les MTs, met en évidence

une implication, au moins en partie, des MTs et de MAPG6 dans les capacités cognitives.
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IV Actine

1. Monomere d'Actine

Les filaments d'actine résultent de 1'assemblage d'une protéine monomérique, l'actine
G (pour actine globulaire) qui est comme son nom l'indique une protéine globulaire de 43kDa
qui se retrouve fortement exprimée dans les cellules eucaryotes (elle peut représenter jusqu'a
15 % de la masse totale protéique des cellules) et fut décrite pour la premiére fois en 1942 par
Straub. La séquence des genes codant pour l’actine est conservée jusqu'a 80% entre les
différentes espéces et au sein d'une méme espece l'actine G peut exister sous différentes
isoformes. Ainsi, chez 'homme, on distingue 6 isoformes différentes d'actine G appartenant a
trois types issus de génes différents. On trouve 3 isoformes différents d'actine o, spécifique
des cellules musculaires, 1 isoforme d'actine P et enfin 2 isoformes vy, présentent dans tous les
autres types cellulaires (Khaitlina et al., 2001). La structure du monomeére d'actine obtenue par
cristallographie montre que la protéine d'actine est séparée en deux domaines par un sillon au
sein duquel se trouve le site de fixation au nucléotide ATP ou ADP (Adénosine Tri-Phopshate
ou Di-Phosphate) ainsi qu'un site de fixation a un cation divalent tel que le Magnésium 2+ ou
le Calcium 2+. L'actine G est polarisée, avec une extrémité dite pointue et l'autre dite barbée

(Figure 20).

Extrémité pointue

Sillon

Nucleotide ATP

Cation divalent

Extrémité barbée

Figure 20: Représentation schématique du monomeére d'actine. Le monomeére d'actine se présente
sous forme d'une protéine globulaire avec en son centre un sillon dans lequel vient se fixer 'ATP et le cation

divalent. (D'apres Rould et al., 2006).
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Dans la cellule, 1'actine globulaire est préférentiellement associée a un cation Mg2+ et
se retrouve majoritairement complexée a 1'ATP, 1'affinité pour celui-ci étant supérieure a celle
pour I'ADP. De plus la demi-vie de I'hydrolyse de I'ATP est augmentée lorsqu'il est lié a

'actine. En absence de ces deux éléments, l'actine se dénature facilement.

2. La structure du filament d'actine

Le filament d'actine, actine F pour actine filamenteuse ou encore microfilament, est un
des constituants majeurs du cytosquelette des cellules eucaryotes. L'actine F va jouer un role
important notamment dans la mobilité cellulaire avec la mise en place de 1'émission de
lamellipodes, dans le maintien de certaines structures comme les jonctions adhérentes ou les
microvillosités des cellules épithéliales mais aussi a une échelle plus importante dans la
contraction musculaire en interagissant avec la myosine.

Le filament d'actine F est composé de deux polymeéres d'actine G qui s'enroulent 1'un
autour de l'autre formant un arrangement en double hélice d'un diameétre de 5 @ 8 nm. Des
modeles structuraux du filament d’actine ont pu étre établis par microscopie électronique et
des ¢études récentes en cryo-ME ont permis de déterminer sa structure (Holmes et al., 1990 ;
Murakami et al., 2010). Le tour d'hélice comporte 13 monomeres d'actine G et présente une
longueur de 37 nm. Du fait de la structure du monomere d'actine G, l'actine filamenteuse,
comme le microtubule, présente une structure polarisée avec une extrémité barbée et une
extrémité pointue. Ainsi, le site de liaison a ’ATP se situe vers I’extrémité pointue. Les
nouvelles sous-unités sont quand a elles préférentiellement incorporées a I’extrémité barbue
lors de la polymérisation du filament (Figure 21).

In vitro, la nucléation et polymérisation de l'actine F nécessite, comme pour les
microtubules, une concentration minimale d'actine G dite concentration critique de nucléation.
Celle ci est différente pour l'extrémité pointue et barbée expliquant la vitesse d'incorporation
différente entre les deux extrémité. La concentration critique pour l'extrémité barbée est ainsi
de 0,1 puM tandis que celle de l'extrémité pointue est de 0,8 pM. La polymérisation va
¢galement nécessiter la présence d'ATP ainsi que des conditions proches des conditions

physiologiques en sel (Yanagida et Oosawa, 1975 ; Pollard et al., 2000).
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Figure 21: Strucure du filament d'actine.

A : Schéma représentatif de la double hélice d'actine F résultant de 1'assemblage de monomeére d'actine G. Cet
assemblage est polarisé avec une extrémité pointue et l'autre barbée du fait de la polarité de I'actine G. B : Image
en cryo-ME d'un filament d'actine. C : Schéma tridimensionnelle du filament d'actine, chaque monomeére étant
représenté dans une couleur différente. Les sphéres oranges représentent les cations divalents. Les fléches

blanches pointent I’extrémité N-terminale des sous-unités d’actine (d’aprés Murakami et al 2010).

Le processus de polymérisation de l'actine in vitro se découpe classiquement en trois
phases (Carlier, 1991). La premicre étape, dite étape de nucléation, consiste en 1'assemblage
de monomeres d'actine G sous la forme de dimeéres voire de triméres d'actine appelés alors
noyaux. Cette premiere €tape est une étape lente et défavorable thermodynamiquement. Si la
concentration en monomeres est supérieure a la concentration critique, 1'actine G s'assemble
en filaments a partir des noyaux. Les triméres d’actine G adoptent une conformation
hélicoidale, deviennent thermodynamiquement stable et la polymérisation commence aux
deux extrémités du filament d’actine constituant la seconde phase dite phase d'¢longation. La
deuxieme étape est rapide au cours de laquelle les monoméres d’actine s’additionnent aux
extrémités barbées et pointues du filament en cours de formation. Au cours de cette
incorporation, il y a alors hydrolyse de I'ATP en ADP. L'actine G sous forme de filament est
alors incapable d'échanger son nucléotide et reste sous une forme li¢ a I'ADP. De ce fait,
comme pour les microtubules, les cinétiques d’assemblage et de désassemblage des sous-
unités d’actine dépendent de ’extrémité considérée : I’extrémité barbée riche en actine-ATP
favorise 1’assemblage des monomeéres, alors que 1’extrémité pointue riche en actine-ADP

favorise leur dissociation (Figure 22).
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Figure 22: Mécanisme de nucléation et polymérisation de I'actine.
L'actine F passe par une premicre étape lente et thermodynamiquement instable permettant la formation de
diméres et trimeres d'actine G. Les triméres d'actine G vont ensuite servir de noyaux nucléateurs pour les

filaments d'actine. L’ajout de monomeres se fait plus rapidement a I’extrémité barbée qu’a I’extrémité pointue.

Enfin dans la troisiéme et derniere phase, dite phase stationnaire, l'actine G entre dans
un ¢état d'équilibre entre sa forme monomérique et filamenteuse qui intervient lorsque la
concentration d'actine G libre devient égale a la concentration critique de nucléation. A ce
moment, la longueur global du filament ne varie pratiquement pas cependant le filament n'est
pas figé et reste dynamique. En effet les monomeéres d'actine présent a l'extrémité pointue se
dissocient du filament et sont alors capables d'échanger de nouveau leur nucléotide ADP en
ATP et vont ainsi migrer vers l'extrémité barbée pour étre de nouveau incorporés. C'est le
processus de « tapis roulant », ou « treadmilling » qui fut décrit pour la premiére fois en 1976

par Wegner et al (Figure 23).
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Figure 23: Schéma du mécanisme de « treadmilling » a 1'état stationnaire. Les monomeres d'actine
liés a I'ATP s'ajoutent a l'extrémité barbée. L'hydrolyse de I'ATP se produit au sein du filament. Les monomeéres
d'actine présent a l'extrémité pointue se dissocient quand a eux du filament, perdent leur ADP pour se réassocier

a I'ATP et migrent vers l'extrémité barbée pour étre de nouveau incorporés au filament.

La vitesse de dissociation au niveau de l'extrémité pointue au cours du « treadmilling »
est cependant extrémement lente. Or dans la cellule le pool d'actine G libre est important
permettant une polymérisation rapide et un remodelage rapide du réseau d'actine de fagon a
répondre efficacement et rapidement aux besoins de la cellule. Ainsi in vivo différents facteurs

vont permettre de controler et favoriser ou défavoriser I'assemblage de I'actine filamenteuse.

3. Protéines régulatrices de I'actine

On distingue plus de 60 familles de protéines capables d’interagir avec l'actine
dénommées ABPs, pour Actin Binding Proteins. Elles peuvent étre regroupées en plusieurs
grandes familles suivant leurs effets sur la dynamique ou la structure de l'actine. On trouve
ainsi des protéines qui vont permettre de nucléer des filaments d'actine, d'autres vont
permettre de séquestrer et/ou maintenir l'actine G libre. Certaines vont étre impliquées dans la
dépolymérisation et enfin d'autres protéines vont permettre d'organiser les filaments d'actine

en des structures plus €élaborées.

51



a Les protéines nucléatrices

Comme nous l'avons vu précédemment, les premieres étapes pour permettre la
nucléation des filaments d'actine sont thermodynamiquement défavorable. Ainsi dans la
cellule certaines protéines vont favoriser ces premicres étapes. A ce jour, 3 types de
nucléateurs ont été identifiés. Parmi ces nucléateurs sont présentes les formines, qui
permettraient de stabiliser les dimeéres et triméres d'actine pour servir de noyaux nucléateur
(Pruyne et al., 2002 ; Pring et al., 2003). Une autre protéine capable de nucléer 'actine est la
protéine Spire qui contient 4 domaines d’interaction avec l'actine G. La protéine Spire
pourrait ainsi lier plusieurs molécules d'actine en méme temps de fagon a favoriser la
formation des dimeéres et triméres d'actine mais aussi de les stabiliser (Quinlan et al., 2005).
Le dernier nucléateur est le complexe Arp2/3 qui se retrouve impliqué dans de nombreux
processus cellulaires en particulier dans la mobilité cellulaire avec I'expansion des
lamellipodes grace a la formation de réseaux d'actines branchés (Mullins et al., 1998 ;
Svitkina et Borisy, 1999). Contrairement aux deux nucléateurs précédent, le complexe Arp2/3
permet la nucléation de filament d'actine a partir d'un filament d'actine pré-existant en
intéragissant avec le filament d'actine et mime un complexe dimerique d'actine du fait de la
forte homologie structurale entre 'actine et les protéines Arp 2 et Arp3 et sert ainsi de noyaux

nucléateur avec un angle de 70° par rapport au filament pré-existant (Blanchoin et al., 2000).

b Protéines séquestratrices de l'actine

De fagon a répondre rapidement aux besoins de la cellule, celle-ci se doit de préserver
un stock d'actine G libre. Parmi ces facteurs se trouve la profiline. Cette derniére est capable
de se lier a l'actine G libre au niveau de sa face barbée et ainsi inhiber la formation des
dimeres et trimeres d'actine responsable de la nucléation. La profiline va également jouer un
role de séquestration des monomeres d'atine G maintenant une quantité d'actine libre dans la
cellule (Almo et al., 1994 ; Kang et al., 1999 ; Pollard et al., 2000). De fagon intéressante il a
¢galement ét¢ montré que l'actine ainsi séquestrée en présence de profiline permettait lors de
son utilisation une forte augmentation de la vitesse de polymérisation au niveau de l'extrémité
barbée permettant une réponse encore plus efficace de la cellule (Pring et al., 1992 ; Watanabe
et Higashida, 2004 ; Kovar et al., 2006). Un autre moyen d’empécher I'utilisation de l'actine G
libre est la présence de protéines qui vont étre capable d'intéragir avec l'extrémité barbée du
filament d'actine et donc empécher l'incorporation de nouveaux monomeres. C'est le cas des
« cappings protéines » ou encore des gelsolines activées en présence de fortes concentration
de Ca2+ et va également permettre de disloquer le filament d'actine en plus d’empécher sa

repolymérisation (Harris et Weeds, 1984 ; Kiselar et al., 2003).
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¢ Protéines déstabilisatrices

Comme nous l'avons vu, la dépolymérisation de l'actine au niveau de I'extrémité
pointue lors du « treadmilling » est extrémement lente. Ainsi de fagon a conserver une
quantit¢ d'actine G libre pour la polymérisation, les cellules vont également accentuer le
renouvellement de l'actine en facilitant le désassemblage des filaments. Les principaux
facteurs de la dépolymérisation des filaments d'actine sont les protéines de la famille des
ADF/cofiline (Actin Depolymerizing Factor), protéines hautement conservées entre les
especes et présentes chez tous les eucaryotes (Lappalainen et Drubin, 1997). Ces protéines
permettraient un renouvellement de 1'actine G dans le filament en induisant le découpage de
ce dernier. Ceci aurait pour conséquence d'augmenter le nombre d'extrémité pointue et ainsi
augmenter l'effet de désassemblage de I'actine tout en inhibant la polymérisation de
I'extrémité barbée nouvellement créée par l'ajout d'une protéine de coiffe inhibant la
polymérisation (Andrianantoandro et Pollard, 2006). La gelsoline a également été caractérisée
comme étant capable d'induire des coupures au sein du microfilament.

La cofiline permet aussi une dissociation rapide du complexe d'Arp2/3 des filaments
d'actines ainsi que des branchements crées par ce dernier en agissant par compétition directe
pour le site de liaison sur le microfilament d'actine mais également par propagation de
changements structuraux au sein de la structure du filament qui diminueraient l'affinité du
complexe Arp2/3 (Chan et al., 2009).

De fagon intéressante, la myosine a également été caractérisée, lorsque celle-ci est
fortement présente au niveau de l'actine, comme étant capable de désassembler l'actine en lui
imposant des contraintes mécaniques (Murrell et Gardel, 2012 ; Vogel et al., 2013). De plus
elle semble uniquement permettre la réorganisation et le désassemblage des faisceaux
d'actines anti-parall¢le et n'affecte pas les faisceaux d'actines paralléles, ce qui va jouer un
role important par exemple dans la fermeture de 1'anneau contractille.

Au contraire de ces protéines capable de permettre le désassemblage des filaments
d'actine, la cellule posséde également des protéines capable de stabiliser et protéger les
filaments. Ainsi la tropomyosine par exemple est capable de se loger dans le sillon du
filament pour le stabiliser et aussi empécher l'intéraction avec les protéines déstabilisatrices de

l'actine F (Weigt et al., 1990).
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Figure 24: Organisation du réseau d'actine par différentes protéines ABPs.

A : les filaments d'actine peuvent étre découpés par la Cofiline pour former des filaments de plus en plus petits
permettant ainsi le renouvellement de l'actine G libre en augmentant le nombre d’extrémité pointue et ainsi le
phénomene de désassemblage. B : Lors de la mitose, 1'actine va permettre la séparation des deux cellules filles en
formant au niveau du plan de division un faisceau d'actine anti-paralléle en interagissant avec la myosine et qui
va progressivement se refermer pour permettre la cytokinese. C : L'actine va jouer également un role important
de mouvement comme par exemple au niveau du cone de croissance. Ainsi l'actine permet la formation des
filopodes (D) qui sont remplis de faisceaux d'actine paralléles qui polymérisent a partir des formines. Les
filaments sont maintenus entre eux grace a la fascine. Tandis qu'au niveau des lamellipodes (E), 1'actine adopte
une forme branchée du au complexe Arp2/3 permettant la nucléation d'actine a partir d'un filament pré-éxistant et

va permettre 1'avancée du lamellipode et de la cellule.

d Protéines architecturales de l'actine
Enfin certaines protéines vont étre capable d'intéragir avec l'actine de fagcon a modifier
la structure des filaments pour assurer certaines fonctions au sein de la cellule. Ainsi certaines

protéines vont permettre la formation de faisceaux de microfilaments qui va permettre la
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formation et le maintien de structure comme les filopodes et les microvillosités (Vignjevic et
al., 2006). L'on trouve parmi ces protéines la spectrine, la fascine, la fimbrine , I’a-actinine et
la filamine. Dans les faisceaux, les filaments d’actine peuvent étre orientés de fagon paralléle
(les extrémités barbées dans le méme sens), anti-parall¢le, ou encore de fagon 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, forment des faisceaux paralléles (Klein et al.,
2004 ; Sedeh et al., 2010). La filamine et I’a-actinine forment des faisceaux plus laches et
forme également des faisceaux parallele d'actines filamenteuses (Washsstock et al., 1993 ;
Schmoller et al., 2008 ; Courson et al., 2010). Des structures contenant des filaments d’actine
anti-paralleles vont quand a elles étre nécessaires pour la cytokinese, consistant en la scission
des cellules filles apres la mitose, et s'effectue par la mise en place d'un anneau contractile qui
va progressivement devenir de plus en plus petit pour permettre la séparation finale des
cellules. C'est également le cas lors de la mise en place des adhésions cellule/cellule et de
l'adhésion cellule/matrice (Théry et al 2006 ; Hotulainen et al 2006 ; Skau et al., 2011). Ces
phénomenes font également intervenir la famille des myosines, protéines motrices se
déplacant le long des filaments d’actine, nécessaires a la contraction (Laporte et al., 2012). La
fimbrine et 1’a-actinine semblent également capables de stabiliser les faisceaux d’actine dans
une conformation anti-parall¢le (Laporte et al., 2012).

Le complexe protéique Arp2/3, en plus de jouer un rdle dans la nucléation de
nouveaux filaments d'actines va aussi permettre la formation de structure plus élaborées
d'actine par son processus de nucléation a partir d'un filament pré-existant & un angle de 70°.
Ceci va ainsi résulter en la formation d'un réseau d'actine branché dense qui va permettre a la
cellule de conserver certaines structures comme celle par exemple des épines dendritiques
mais ce complexe va également se retrouver dans des régions cellulaires caractérisées par une
activit¢ dynamique des filaments d'actines comme les lamellipodes (Figure 24). Chez les
mammiferes, le complexe Arp2/3 est également impliqué dans la phagocytose (May et al.,
2000 ; Insall et al, 2001). I1 a également ét¢ montré comme étant impliqué dans
I'établissement de la polarité cellulaire et dans la migration de fibroblastes dans un mod¢le de

blessure et guérison (Magdalena et al., 2003).

Dans les cellules, la dynamique et I’organisation du cytosquelette d’actine sont
régulées par la famille des protéines Rho GTPase. Ces protéines existent sous deux formes,
une forme active liée au GTP et une forme inactive liée au GDP qui vont intervenir dans la

signalisation intracellulaire, elles-mémes sous le controle de différents signaux extra-
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cellulaires. Elles vont ainsi par exemple contrdler la formation des fibres de stress ou encore
la formation de I’anneau contractile nécessaire a la cytokinese via la protéine RhoA, les
mouvements de la membrane plasmique au niveau des lamellipodes et la formation des
filopodes grace aux protéines Rac et Cdc42. Enfin une des cibles des protéines Rho est le
complexe nucléateur Arp2/3, qui va ainsi pouvoir initier la formation d’un réseau d’actine
branché. Le complexe Arp2/3 va également étre stimulé par les protéines de la famille du
complexe WASP (Wiskott-Aldrich Syndrome family Protein) en réponse a un stimuli en

fonction des besoins de la cellule (Machesky et al., 1996 ; Higgs et Pollard, 2001).
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Objectifs de la these
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La protéine MAPG initialement appelée STOP est une MAP neuronale étudiée par mon
laboratoire d'accueil et ceci depuis une trentaine d'année (B Margolis, D Job, A Andrieux).
MAPG6 a été identifiée comme une protéine associée aux microtubules, son invalidation chez
la souris a conduit a des défauts de neurotransmission, et neuro-anatomiques associés a des
troubles cognitifs et comportementaux séveres réminiscents, des troubles psychiatriques chez
I'homme en particulier de la schizophrénie avec sa composante de forte altération cognitive.
Ces résultats laissaient supposer pour MAP6 des rdles plus divers que la seule liaison au
microtubules. Ainsi durant les dix dernieres années, MAP6 a été montrée comme interagissant
avec l'actine et ses régulateurs (Arama et al., 2012; Baratier et al., 2006), avec des complexes
de signalisation notamment ceux impliqués dans la signalisation Sema3E (Deloulme et al.,
2015) et a été localisée a la densité post synaptique (Andrieux et al., 2002; Collins et al.,
2005; Peng et al.,, 2004). Les fonctions de signalisation de MAP6 sont portée par ses
domaines riche en proline (PRD) (Deloulme et al., 2015).

Les troubles comportementaux et biologiques des souris déficientes pour MAP6 sont
améliorés par un traitement aux antipsychotiques (bloqueurs de la neurotransmission
dopaminergique) ou aux antidepresseurs (inhibiteurs de le recapture de la sérotonine)
(Andrieux et al., 2002 ; Begou et al., 2008 ; Fournet et al., 2012 ; Delotterie et al., 2010) mais
¢galement par un traitement avec l'epothilone D ou le Davunetide, deux drogues régulant la
dynamique et la stabilité des microtubules (Andrieux et al., 2006; Fournet et al., 2012;
Merenlender-Wagner et al., 2010). L'effet positif de ces drogues microtubulaires sur les
altérations biologiques des souris déficientes en MAP6 laissent penser qu'au moins certaines
d'entre elles pourraient résulter dans des défauts de la dynamique ou de la stabilité
microtubulaire. Cependant, bien que l'effet de la protéine MAPG6 sur les microtubules au froid
a déja été étudié, le role de la protéine MAP6 et ses effets sur les microtubules a 37°C
n'avaient jusqu'a présent jamais été caractérisés.

Ainsi, aprés la mise au point de la production de protéines MAP6 recombinantes dans le
systéme baculovirus, le premier objectif de ma thése a été de répondre aux questions
suivantes :

1/ La protéine MAPG6 est-elle capable d’interagir directement avec les microtubules et
quels sont les effets de la protéine sur la dynamique des microtubules ?

D'autre par, il est rapidement apparu que la protéine MAP6, en plus de réguler la dynamique
des microtubules, avait un effet fort sur la structure de ces MTs amenant une autre question :
2/ Comment la protéine MAP6 modifie-t-elle la structure des microtubules et quelle

nouvelle conformation ceux-ci adoptent ils ?
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L'ensemble de ces études ont été réalisées en systéme reconstitué in vitro a partir de protéines
purifiées et effectuées par diverses approches biochimiques et vidéo-microscopiques de fagon
a suivre en direct et a déterminer les effets de la protéine MAP6 sur la structure et la

dynamique des microtubules.

Des études au sein du laboratoire ont également montré qu'en absence de la protéine MAPG,
dans des neurones en culture, la densité d'épines dendritiques est réduite. Les épines sont des
structures trés riche en actine, et celles ci participent activement au maintien et la dynamicité
de 1'épine. Le laboratoire a ainsi commenc¢ la caractérisation des interactions de MAP6 avec
l'actine au sein des épines in vivo et j'ai pour ma part 3/ initier les études des interactions

directes de MAP6 avec I'actine dans les systémes acellulaires.
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Résultats
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Résumé de 'article "MAPG6-F Is a Temperature Sensor That Directly Binds to and Protects
Microtubules from Cold-induced Depolymerization" by C Delphin, D Bouvier, M Seggio, E
Couriol, Y Saoudi, E Denarier, C Bosc, O Valiron, M Bisbal, I Arnal and A Andrieux. JBC 2012.

In vitro, les microtubules sont des structures trés dynamiques qui alternent les phases de
dépolymérisation et de polymérisation. Une de leur caractéristique extrémement particuliere est
d'étre sensible au froid, froid qui entraine leur dépolymérisation. /n vivo, les microtubules sont
protégés d'une éventuelle exposition au froid par la famille de protéine MAP6/STOP. Cet effet a une
importance toute particuliére pour les animaux dont la température varie comme par exemple les
animaux qui hibernent ou font de la torpeur. Cependant les mécanismes moléculaires exacts
responsables de stabilisation des microtubules au froid par la protéine MAP6 n'avaient pas encore
été ¢lucidés : est ce un effet direct? un effet régulé par la signalisation cellulaire comme une
phosphorylation?

Dans cette étude, nous avons montré a la fois in vivo et in vitro que la protéine MAP6
empéche la dépolymérisation des microtubules grace a une interaction directe des modules suite a
'exposition au froid. De plus, il a ét¢ montré que l'interaction de la protéine avec les microtubules
était tres dynamique et dépendante de la température. En effet, la diminution progressive de la
température entraine un recrutement de la protéine MAP6-F (isoforme principalement constitué¢ des
modules Mc) sur les microtubules afin de prévenir leur dépolymérisation. Ainsi, la liaison aux
microtubules est trés faible a 37°C et augmente de fagon significative lorsque la température
descend en dessous de 20°C. Des études de dichroisme circulaire ont é¢galement permis de montrer
que les modules Mc voient leur conformation changer avec la diminution de température. Ce
changement de conformation permet a la protéine MAP6 d’interagir avec les microtubules au froid
et de les stabiliser. On peut donc considérer que la protéine MAP6 se comporte comme un senseur
de température. Cependant les mécanismes par lesquels la protéine stabilise le microtubule reste
flou, la protéine s'associe tout le long du MT, la protéine MAP6 pourrait stabiliser les
protofilaments adjacents de fagon a diminuer la fréquence de catastrophe et donc stabiliser ces
microtubules.

En résumé cette ¢tude a permis d'établir les bases moléculaire responsables de la propriété
unique de MAP6, non partagée par les autres MAPs, a stabiliser au froid les microtubules : la
présence des modules Mc dont la séquence en acides aminés est unique. La stabilisation des
microtubules en cas de baisse de la température corporelle (torpeur, hibernation) semble cruciale et
nécessaire pour préserver certaines fonctions vitales comme le fonctionnement du cerveau. On peut
spéculer sur un rdle des microtubules stabilisés par MAP6 dans le transport axonal et/ou le maintien

des mitochondries a proximité des synapses toujours actives, pendant 1'hibernation.
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with its microtubule cold stabilization activity.

ranging from 4 to 20 °C.

\_

(Background: Microtubules are intrinsically cold-sensitive polymers, but cold-stable microtubules are observed in cells.
Results: Progressive temperature-dependent conformational change in MAP6-F coincides with its binding to microtubules and

Conclusion: MAP6-F is a temperature sensor that protects microtubules from cold-induced depolymerization at temperatures

Significance: This work provides a better understanding of cellular microtubule stabilization under hypothermic stress.

N

J

Microtubules are dynamic structures that present the pecu-
liar characteristic to be ice-cold labile in vitro. In vivo, microtu-
bules are protected from ice-cold induced depolymerization by
the widely expressed MAP6/STOP family of proteins. However,
the mechanism by which MAPG6 stabilizes microtubules at 4 °C
has not been identified. Moreover, the microtubule cold sensi-
tivity and therefore the needs for microtubule stabilization in
the wide range of temperatures between 4 and 37 °C are
unknown. This is of importance as body temperatures of ani-
mals can drop during hibernation or torpor covering a large
range of temperatures. Here, we show that in the absence of
MAP6, microtubules in cells below 20 °C rapidly depolymerize
in a temperature-dependent manner whereas they are stabilized
in the presence of MAP6. We further show that in cells, MAP6-F
binding to and stabilization of microtubules is temperature-
dependent and very dynamic, suggesting a direct effect of the
temperature on the formation of microtubule/MAP6 complex.
We also demonstrate using purified proteins that MAP6-F
binds directly to microtubules through its Mc domain. This
binding is temperature-dependent and coincides with progres-
sive conformational changes of the Mc domain as revealed by
circular dichroism. Thus, MAP6 might serve as a temperature
sensor adapting its conformation according to the temperature
to maintain the cellular microtubule network in organisms
exposed to temperature decrease.

Microtubules are essential components of the cell cytoskele-
ton, being involved in cell division, cell migration and intracel-

* This work was supported by INSERM, CEA, University Joseph Fourier, and
French National Research Agency Awards 2010Blan120201 CBioS (to A. A.).

" To whom correspondence should be addressed: Inserm U836, Equipe 1 Bati-
ment Edmond J. Safra, Université Joseph Fourier, Site Santé a La Tronche,
BP 170, 38042 GRENOBLE Cedex 9-France. Tel.: 33-456-520-539; Fax:
33-456-520-657; E-mail: christian.delphin@ujf-grenoble.fr.

2 Recipient of the Roche Pharmaceutic RPF program (AA team and F Hoff-
mann-La Roche Ltd, Basel, Switzerland).

OCTOBER 12,2012+VOLUME 287+-NUMBER 42

lular trafficking. Microtubules result from the polymerization
of tubulin dimers in protofilaments that associate through lat-
eral contacts (for reviews see Refs. 1-4). Microtubules are
dynamic structures alternating growing and shrinking phases
ended by catastrophes and rescues, respectively. In vitro,
microtubule dynamics are under the control of the tubulin con-
centration and numerous other physico-chemical parameters
(5—-8). Among them, temperature plays a crucial role as micro-
tubules depolymerize upon a temperature shift from 37 to 4 °C.
This could be due to the modification of different dynamics
parameters especially the increase of catastrophe and the dis-
appearance of rescue events at such temperatures (9, 10). In a
cold environment ectothermic organisms express tubulin vari-
ants able to assemble at temperatures below 4 °C and to resist to
cold-induced depolymerization (11). The amino acid substitu-
tions affect residues located at sites implicated in tubulin lateral
contact and are thought to increase interactions between
protofilaments (12). Among endotherms that contain cold-sen-
sitive microtubules, some may undergo a significant drop in
their body temperature during natural events. Indeed, during
hibernation or torpor, body temperature can decrease by sev-
eral degrees down to temperatures close to 0 °C depending on
the species (13, 14). In human, deep hypothermia can occur
during accidental events or be medically provoked to preserve
tissues. During such events, the maintenance of a minimal net-
work of microtubules is thought to be required for basal cellular
functions. It has been shown that the main proteins able to
protect microtubules against cold-induced depolymerization
are the microtubule-associated proteins MAP6> (also called
STOP for Stable Tubule Only Polypeptide) (15, 16). MAP6
belongs to a family of proteins encoded by a single gene (16, 17).
They are restricted to vertebrates and expressed in several tis-
sues including brain, heart, muscle, kidney, lung, and testis (18).

3 The abbreviations used are: MAP, microtubule-associated protein; MEF,
mouse embryonic fibroblasts; PIPES, piperazine-N,N’-bis(2-ethanesulfonic
acid); EM, electron microscopy.
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At the cellular level, MAP6 have been found in neurons, astro-
cytes, oligodendrocytes, fibroblasts, and pulmonary endothe-
lium (16, 19-21). Depending on mouse strains, MAP6 isoforms
contain a Mc domain composed of a 4 or 5 times tandemly
repeated 46-residue motif. This Mc domain, when overex-
pressed in HeLa cells (that do not express any MAPG6 variants),
is able to stabilize microtubules against exposure to 4 °C (22).

In a previous study, it was shown that NIH/3T3 fibroblastic
cells (16) mainly expressed the smallest MAP6-F isoform. In
these cells, at 37 °C, microtubules are dynamic, non stable (as
revealed by nocodazole sensitivity) (23) whereas they are stable
at4 °C. Concomitantly, MAP6-F relocalizes from the cytosol at
37 °C to the microtubule network upon chilling at 4 °C (16).
These data suggest that microtubule stabilization by MAP6-F is
dependent on the binding of MAP6-F to the microtubules.
However, the cold sensitivity of cellular microtubules to tem-
peratures between 37 and 4 °C and the effect of these tempera-
tures on MAP6 binding to microtubules were unclear. More-
over, the exact mechanisms involved in the regulation of MAP6
interaction with microtubules under cold exposure have yet to
be identified.

Here, we show that in the absence of MAPS6, cellular micro-
tubules depolymerize in a temperature-dependent manner as
soon as the temperature decreases below 20 °C. In fibroblasts,
which contain MAP6-F, microtubule cold resistance is directly
correlated with a rapid and temperature-dependent interaction
of MAP6-F with the microtubules. Using purified in vitro sys-
tems, we provide evidence that MAP6-F stabilizes microtu-
bules via a direct interaction through its Mc domain. Further-
more, we found structural changes in the MAP6 Mc domain
upon temperature modifications, indicating that MAP6
behaves as a “temperature-sensor” adapting its conformation to
allow microtubule binding and preservation upon temperature
drop.

EXPERIMENTAL PROCEDURES

Cell Culture—Mouse fibroblastic NIH/3T3 cells were grown
at 37°C in DMEM 4.5 g/liter glucose (Invitrogen) supple-
mented with 10% fetal bovine serum (Hyclone Laboratories
Inc.), 50 units/ml of penicillin and 50 ug of streptomycin (Invit-
rogen). Human epithelial HeLa cells and mouse embryonic
fibroblasts (MEF) prepared from either wild-type or MAP6-
null mice as in Ref. 24, were maintained as for NIH/3T3 cells
except that 1 g/liter glucose DMEM was used instead of 4.5
g/liter glucose DMEM.

Cell Cold Treatment and Permeabilization—For immuno-
fluorescence analysis of cellular microtubule content, cells were
plated 24 to 48 h before analysis on glass coverslips placed in
B60 cell culture dishes. For analysis of time- and temperature-
dependent effects on cellular microtubule content, coverslips
were placed in culture medium complemented with 10 mm
HEPES pH 7.4 in P24 culture dishes whose temperature was
pre-equilibrated in water baths. For short incubation times of 1
min or less, incubations were done in PBS instead of culture
medium. At the end of the indicated time, cells were washed
with PBS at the incubation temperature and then permeabi-
lized to wash out the soluble cell content through two 30 s
incubations in OPT buffer (100 mm PIPES/KOH pH 6.75, 1 mm

35128 JOURNAL OF BIOLOGICAL CHEMISTRY

MgCl,, 1 mm EGTA, 10% glycerol, 0.5% Triton X-100) at the
incubation temperature. Cells were then fixed in —20 °C meth-
anol and processed for immunodetection. For immunofluores-
cence analysis of MAP6-dependent microtubule cold stability,
NIH/3T3 cells on coverslips were treated as described above
except that cells were permeabilized and washed (2 X 30 s) in
PEMT buffer (OPT buffer without glycerol) at the incubation
temperature and then dipped in 4 °C PEMT buffer for 10 min
before methanol fixation.

Detection and Quantification of Cellular Microtubule Con-
tent by Immunofluorescence—Methanol-fixed cells were incu-
bated for 30 min in PBST (PBS buffer plus 0.3% Tween 20) plus
5% (v/v) of normal goat serum (NGS). Mouse monoclonal anti-
tubulin a3al antibody (24) (dilution 1/6,000) in PBST plus 1%
NGS was then added and incubated for 1 h at room tempera-
ture. Coverslips were washed five times with PBST and then
incubated for 45 min with Alexa488-coupled anti-mouse sec-
ondary antibody (Invitrogen). Coverslips were washed five
times with PBST, once with PBS, incubated for 15 min with PBS
containing 100 ng/ml of Hoechst 33258, briefly rinsed with
PBS, ethanol dried, and mounted on glass slides using DAKO
mounting medium. Images were acquired using Axioskop 50
(Carl Zeiss Micro Imaging) microscope and Metamorph (Uni-
versal Imaging Corp.) software. For microtubule quantification,
at least 12 pictures of 30 to 50 cells were taken for each condi-
tion. The surface covered by microtubules was quantified using
Image] software (25) and reported to the number of cells in each
corresponding picture. Statistical analysis and graphs were
made using Excel software (Microsoft).

Immunofluorescence Analysis of MAP6-F Association with
the Microtubule Network—MEF cells grown on coverslips were
placed in culture medium complemented with 10 mm HEPES
pH 7.4 and either kept at 37 °C or incubated at 4 °C for 30 min.
Cells were permeabilized in OPT buffer and fixed with 3.7%
paraformaldehyde, 0.5% glutaraldehyde, and 0.1% Triton
X-100 in PBS, followed by a treatment with 1 mg/ml NaBH, in
PBS for 10 min. Tubulin was detected using @3A1 antibody
(1/1,000) and MAP6-F with polyclonal 23C antibody (1/1,000).
Images were recorded with an Axioskop 20 microscope (Carl
Zeiss) (Leica) coupled with Coolnaps ES camera (Roper Scien-
tific) driven by Metaview Software (Universal Imaging).

Video Microscopy Analysis of mCherry-MAP6-F Localization
in HeLa Cells—pmCherry-C2 vector was obtained by replacing
the EGFP sequence of pEGFP-C2 vector (Clontech) by the
mCherry sequence from pmCherry-C1 (Clontech) using Agel/
BsrGl1 cloning sites. mCherry-MAP6-F expression vector was
then constructed by inserting MAP6-F cDNA from p16C-APa
(16) into pmCherry-C2 vector using Xhol/Kpnl cloning sites.
HeLa cells transfected with pmCherry-MAP6-F using Amaxa
technology (Lonza) were grown on coverslip for 24 h and then
placed in a perfusion chamber at 37 °C. Cell culture medium
was progressively cooled from 37 °C to 15 °C during the course
of the experiment (15 min). Images were recorded every minute
on a DMI6000 microscope (Leica) with an EMCCD Quantem
camera (Roper Scientific) driven by MetaMorph Software (Uni-
versal Imaging).
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Western Blot Analysis of MAP6-F Recruitment to Cellular
Insoluble Material—For analysis of the temperature-depen-
dent solubility of MAP6-F in NIH/3T?3 cells, cells were grown in
B35 cell culture dishes. The cell culture medium was renewed
with the same medium supplemented with 10 mm HEPES pH
7.4, equilibrated at the temperature of the assay and the culture
dishes were placed in a temperature-controlled water bath. For
incubation times of 1 min or less, PBS was used instead of cell
culture medium. Dishes were incubated in water bath at the
temperature and for the time indicated. Dishes were rinsed
with 1 ml of PBS at incubation temperature and permeabilized
with 400 ul of OPT at the incubation temperature. After 1 min,
OPT medium was recovered and added to 100 ul of 5X Laem-
mli buffer (soluble extract). Insoluble cell material was recov-
ered in 500 ul of 1X Laemmli buffer. Extracts were run on 12%
SDS-PAGE and transferred onto nitrocellulose membranes.
Membranes were blocked with 5% nonfat milk in TTBS (50 mMm
Tris-HCl, pH 7.4, 150 mm NaCl, 0.3% Tween 20). Membranes
were probed in the same buffer with affinity-purified rabbit
anti-MAP6 antibody 23C (dilution 1/5,000) or monoclonal
anti-tubulin antibody «3al (1/10,000). HRP-coupled secondary
antibodies were incubated in TTBS and probed using Pierce
ECL Substrate (ThermoScientific) and light sensitive film (Fis-
cher Scientific).

Western Blot Analysis of MAP6 Expression in NIH/3T3,
HelLa, MEF*"™", and MEF~’~—Cells grown on B30 cultures
dishes were washed with PBS and lysed by addition of 400 ul of
Laemmli buffer. Extracts were normalized for the quantity of
tubulin by semi-quantitative Western blot using a3A1 anti-
body. MAPG6 proteins expression was then analyzed by Western
blot as described above using a mixture of both anti-MAP6 23N
and 23C polyclonal antibodies at 1/5,000 dilution each.

MAP6-F and Mc Domain Expression and Purification—
MAP6-F was cloned into pFAST-BAC HTb as previously
reported (22). The Mc domain coding sequences were cloned
into Ncol/Xhol cloning sites of pFAST-BAC HTb in frame with
the His, tag. Recombinant baculoviruses were obtained and
amplified in Sf9 insect cells (Invitrogen). Protein expressions
were carried out in High Five insect cells grown in suspension in
Express Five culture medium (Invitrogen). For His-tagged
MAPG6-F purification, 500 ml of infected High Five cell culture
were spun down at 4 °C for 5 min at 125 X g. Pellets were frozen
and thawed in 50 ml of lysis buffer (20 mm PIPES-KOH pH 6.6,
150 mm KCI, 0.1% Triton X-100, 10% glycerol, 1 mm MgCl,, 1
mMm EGTA 0.1 mm DTT, 50 nug/ml AEBSF, 5 ug/ml aprotinin,
10 wg/ml leupeptin, 2.5 pg/ml pepstatin, and 10 ug/ml E64.
Cells were lyzed by passing three times through a 23-gauge
needle and cell debris were pelleted by centrifugation for 30
min at 4 °C and 30,000 X g. Supernatant was diluted with one
volume of Q-Sepharose-adjusting buffer (100 mm HEPES pH
8.0, 50 mm KCl, 0.9% Triton X-100, 1 mm EGTA, 1 mm MgCl,,
0.1 mm DTT plus protease inhibitors and centrifuged at
100,000 X g. The supernatant was loaded onto a 25 ml Q-Sep-
harose column equilibrated in Q buffer (100 mm HEPES-KOH
pH 8.0, 100 mm KCl, 0.5% Triton X-100, 1 mm EGTA, 1 mm
MgCl,, 0.1 mm DTT). Flow through and 25 ml wash with Q
buffer were collected, mixed with 1 volume of Ni-Sepharose
adjustment buffer (60 mm imidazole pH 8.0, 900 mm KCl, 0.5%
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Triton X-100, 20% sucrose, 1 mm MgCl,, 1 mm EGTA, and
protease inhibitors) and incubated at 4 °C for 90 min with 1 ml
of Ni-Sepharose beads previously equilibrated in Ni column
buffer (50 mm HEPES-KOH pH 8.0, 500 mm KCl, 0.5% Triton
X-100, 10% sucrose, 50 mM Imidazole, 0.1 mm DTT). Beads
were spun down at 100 X g for 5 min at 4 °C, washed twice with
Ni-column buffer, and packed in a disposable plastic column.
The column was further washed with Ni-column buffer, equil-
ibrated in equilibration buffer (50 mm HEPES-KOH pH 8.0, 250
mM KCl, 0.1 mm DTT, 50 mMm imidazole), and the protein was
eluted with equilibration buffer containing 250 mm imidazole.
Purified His-tagged MAP6-F was extensively dialyzed against
PEM buffer, aliquoted, frozen in liquid nitrogen, and stored at
—80°C. Protein purity was analyzed on Coomassie Blue-
stained SDS-PAGE. Quantification was made with Image] and
Excel softwares from scanned gel using bovine serum albumin
as standard. For His-Mc domain purification, a 50 ml culture of
infected High Five cells was spun down and frozen as indicated
above. Cells were lysed in 10 ml of buffer (20 mm HEPES pH 7.4,
300 mMm NaCl, 0.5% Triton X-100, and protease inhibitors), and
centrifuged at 30,000 X g for 30 min at 4 °C. The supernatant
was heated at 90 °C for 15 min, cooled on ice, and centrifuged
again. The supernatant was adjusted to 2.5 mm of imidazole and
loaded on a 1 ml cobalt column (Pierce) connected to Duo Flow
apparatus (Bio-Rad) pre-equilibrated in buffer A (20 mm
HEPES pH 7.4, 300 mm NaCl, 2.5 mm imidazole). Column was
washed with 20 ml of Buffer A and the proteins were eluted
using a 2.5 to 200 mm imidazole gradient. Fractions with the Mc
domain were pooled, concentrated with Ultracel-10K (Milli-
pore), loaded on a S200 gel-filtration column equilibrated in 2X
BRB buffer (160 mm PIPES pH 6.75, 2 mm EGTA, 2 mm MgCl,).
Elution fractions were analyzed, diluted with one volume of
water, reconcentrated with Ultracel-10K, aliquoted, frozen in
liquid nitrogen, and stored at —80 °C. For circular dichroism
experiments, the buffer containing the Mc domain was
changed to 50 mm potassium phosphate buffer (pH 6.75)
through repeated concentrations and dilution steps with
Ultracel-10K.

In Vitro Analysis of the Mc Domain Binding to Taxol-stabi-
lized Microtubules—Microtubules were polymerized from 50
M brain bovine PC-tubulin prepared as published (26). Tubu-
lin was incubated for 20 min at 37 °C in PEM buffer (100 mm
PIPES pH 6.75, 1 mm MgCl,, 1 mm EGTA) supplemented with
1 mMm of GTP. Mixture was further incubated at 37 °C for 10 min
in the presence of Taxol (100 uMm) and then diluted to 2 M final
concentration of tubulin. Five ul of microtubule solution were
incubated with 5 ul of various concentrations of the Mc domain
in PEM buffer plus 0.05% Tween 20 and 1 mm DTT. After 10
min at the indicated temperature, microtubules were sedi-
mented through centrifugation at 100,000 X g for 10 min at the
incubation temperature. Pellets were recovered in 80 ul of
Laemmli buffer. Fifteen ul of each fraction were loaded on a
12% SDS-PAGE gels. After migration, 2 gel bands were cut from
each gel. The first at 45/60 kDa was Coomassie Blue stained to
verify the even quantity of tubulin present in the assay. The
second, at 30 —45 kDa was transferred onto a single nitrocellu-
lose membrane at 100 V for 1 h in transfer buffer containing
20% ethanol and 0.05% SDS. The Mc domain detection was
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carried out as described for Western blot detection of MAP6-F
except that pico-ECL kit (Pierce) was used, and the signal was
recorded with Chemidoc apparatus (Bio-Rad). Signal intensi-
ties were quantified with Image]J software, and the correspond-
ing amount of protein present in the extract was determined by
comparison with the ECL signal obtained with a ladder of given
quantity of the protein using Excel software.

In Vitro Analysis of Microtubules Cold Stability—Microtu-
bules were polymerized from 60 uM of bovin brain tubulin in
PEM buffer plus 1 um GTP at 37 °C for 30 min. Three ul of
microtubule solution were mixed with 3 ul of PEM solution
containing either 100 uM taxol or increasing concentration of
purified MAP6-F or Mc domain and incubated on ice for 10
min. Five ul of the mix were loaded on 100 ul of a 30% sucrose
cushion in PEM buffer, centrifuged at 100,000 X g for 30 min at
4 °C. The pellets were recovered in Laemmli buffer and ana-
lyzed by SDS-PAGE and Coomassie Blue staining.

Cryo-electron Microscopy Analysis of Microtubule Ends at
4 °C—Microtubules were grown from 80 um of bovine brain
tubulin in PEM-GTP buffer for 30 min at 37 °C. Microtubules
were then diluted at 37 °C to 55 uM either with PEM buffer
alone or supplemented with the Mc domain (5.5 uM final con-
centration). After 10 min at 37 °C, the mixes were incubated on
ice for either 1 min in the control condition (rapid depolymer-
ization) or for 20 min when microtubules were stabilized by the
Mc domain. Five ul of chilled mixes were loaded onto holey
carbon-coated grids, briefly blotted and plunged into liquid
ethane using the vitrification robot Vitrobot MARK IV (FEI
Co.). Specimens were observed with a Phillips CM200 using a
Gatan G26 cryoholder. Images were recorded on Kodak SO163
films under low dose conditions at defocus in the range of 2 to 3
pm and at a magnification of X27,500. Micrographs were dig-
itized with an Epson scanner at 1600 dpi.

Thermostability Analysis of MAP6-F—Forty ul of PEM
buffer containing 1 ug of MAP6-F were either kept on ice or
incubated for 30 min at 90 °C. Heated solutions were cooled
down on ice and centrifuged at 100,000 X g for 15 min at 4 °C.
Supernatants were recovered and mixed with 10 ul of 5X
Laemmli buffer, while pellets were resuspended in 50 ul of
Laemmli buffer. As control for the total amount of MAP6-F,
40 pl of non-centrifuged protein solution were treated as
described for the supernatants. Protein solutions were analyzed
by SDS-PAGE on 12% gel and Coomassie Blue staining.

Circular Dichroism Analysis—Circular dichroism spectra
were recorded with a Jasco J-810 spectropolarimeter interfaced
with a Peltier temperature control unit. The Mc domain con-
centration was 9 uM in 50 mm potassium phosphate buffer at
pH 6.75. The path length of the cuvette was 1 mm. Thermal
folding was followed by monitoring the CD signal at 220 nm
and 208 nm while changing the temperature from 5 to 80 °C by
1°C steps. The structural changes observed while varying the
temperature was emphasized by subtracting the CD spectrum
at 5 °C from the CD spectra obtained at given temperatures.

RESULTS

MAPG6 Protects Microtubules against Temperature-depen-
dent Depolymerization in Cells—Previous experiments have
shown that in HeLa cells that do not express MAP6 proteins,

35130 JOURNAL OF BIOLOGICAL CHEMISTRY

microtubules depolymerize when incubated on ice for a pro-
longed time (23). However, no data were available on the effect
of moderate chilling conditions on microtubules. To assess the
effect of intermediate drops in temperature on cellular micro-
tubules, we incubated HeLa cells grown on coverslips at tem-
peratures varying from 37 to 4 °C before rapid permeabilization
and fixation (23). The remaining microtubules were observed
and quantified (Fig. 1, A and B). The quantity of microtubules
was constant for temperatures above 25 °C. This quantity then
progressively decreased with lower temperatures to reach a
very low level at 4 °C. Similar results were obtained with
mouse embryonic fibroblasts derived from MAP6-null mice
(MEF /") (Fig. 1, A and C) albeit with stronger chilling effect
on microtubules. In MEF~/~, significant microtubule loss
appeared below 25-20 °C with a rapid drop between 20 and
15 °C with only about 20% of microtubule left and a complete
microtubule depolymerization below 10 °C (Fig. 1C).

On the contrary, in NIH/3T3 cells or MEF wild type
(MEF"'") that express MAP6, microtubules were mostly
resistant to cold-induced depolymerization (Fig. 14). In NIH/
3T3 cells, close to 80% of the total amount of microtubules was
preserved at temperatures below 25 °C (Fig. 1B). In MEF"/™,
microtubule resistance to cold-induced depolymerization was
not as strong as in NIH/3T3 cells, with 80% of remaining micro-
tubules at 15 °C and 30% under 10 °C (Fig. 1C). This discrep-
ancy between NIH/3T3 and MEF"/™ could be correlated with
the difference of MAP6-F expression as revealed by Western
blot analysis (Fig. 1D).

We then analyzed the kinetics of cold-induced microtubule
depolymerization in HeLa cells that do not express MAP6 pro-
teins at 4 °C and 15 °C (Fig. 1E). At 4 °C, microtubules depo-
lymerized rapidly and completely in 2 min. At 15 °C, microtu-
bule amount dropped by about 40% in a few minutes but
remained stable thereafter. This suggested that, in cells, a
decrease in temperature induces a change from an equilibrium
state at 37 °C to a new one with a lower quantity of microtu-
bules. Altogether, these experiments indicated that below
25-20 °C, cellular microtubules depolymerize rapidly in a tem-
perature-dependent manner unless they are protected by the
presence of MAPG6.

MAPG6-F Binding and Stabilization of Microtubules under
Cold Exposure Are Dynamic and Temperature-dependent—To
better understand the mechanisms involved in microtubule
stabilization by MAP6 upon chilling, we intended to correlate
the cold conditions required for microtubule depolymerization
to those required for MAP6 binding to and stabilization of
microtubules.

It was shown that upon chilling, MAP6-F of NIH/3T3 cells
re-localized from the cytoplasm to the microtubule network
(16). Cold-dependent association of MAP6-F with microtu-
bules was also observed in MEF "/ as revealed by immunoflu-
orescence analysis (Fig. 2). Indeed, after cell permeabilization,
MAP6-F was found associated with the microtubule network at
4 °C but not at 37 °C (upper panels). The low MAP6-F nuclear
labeling visible at 37 °C correspond to background as observed
in MEF /'~ (lower panels). In addition, temperature-dependent
translocation of mCherry-MAP6-F from the cytoplasm to
microtubules in Hela cells was observed using live video
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FIGURE 1. MAP6-F protects fibroblastic microtubules from temperature- and time-dependent cold-induced depolymerization. A,immunofluorescence
analysis of microtubules of NIH/3T3 cells, HeLa cells, MEF /", and MEF /™ exposed to the indicated temperature. Band C, quantification of microtubule surface
in immunofluorescence experiments as shown in A for each cell line (NIH/3T3 and HeLa in B, MEF*™/* and MEF /" in C). D, NIH/3T3, HeLa, MEF*/* and MEF ~/~
cell extracts were normalized for their content in tubulin and then analyzed for the expression of MAP6-F by Western blot. * indicates minor MAP6 isoforms (16,
19). E, quantification of microtubules remaining in HelLa cells after incubation for the indicated time at 4 or 15 °C.In B, C, and E, data represent mean = S.E. (n
= 12) and are expressed as a percentage of the signal obtained without cold treatment (37 °C).

microscopy analysis (Fig. 3). Results revealed a progressive To further characterize the association of MAP6-F with
localization of the protein on microtubules during temperature  microtubules, we performed cell fractionation and analyzed
shift from 37 to 15 °C. MAPG6-F presence in soluble versus insoluble fractions. In par-
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FIGURE 2. Cold-induced association of MAP6-F with the microtubule network in MEF. MEF "/ or MEF /™ were either kept at 37 °C or incubated at 4 °C for
30 min as indicated. Cells were then permeabilized with OPT at the incubation temperature, fixed, and processed for immunodetection of tubulin (green) or
MAPG6-F (red).

FIGURE 3. Cooling cells from 37 to 15 °C induces a progressive accumulation of MAP6-F-mCherry on microtubule network in HelLa cells. Hela cells
overexpressing MAP6-F fused to mCherry were placed in a perfusion chamber at 37 °C. Cell culture medium was progressively cooled from 37 to 15 °C during
the course of the experiment (15 min:30s). Upper panels are recorded images of MAP6-F-mCherry at the indicated time (min:s). Lower panels are enlargements
(3X) of part of the images indicated by white squares.

35132 JOURNAL OF BIOLOGICAL CHEMISTRY YASEMB\  VOLUME 287-NUMBER 42-OCTOBER 12, 2012

9T0Z ‘S Ae\ uo 1sanb Ag/610°ogl-mmmy/:diiyuoly papeojumoq


http://www.jbc.org/

37°C =» TX100—»37°C

Microtubule Stabilization by MAP6

37°C = TX100 —»4°C

B C
1004
0, 8 §
Temperature (°C): 4 10 15 20 25 37 £ 80+
= ¢
MAPG -F | o e [ o o o | o [ 3 60 4
Tubulin - e En o=l e e e gp — e — "'é 40 4 4
FISTSISTSTSTS gzo ¢
= * .
0 T T T *
0 10 20 30 40
Temperature (°C)
D 4 .
Pre-incubation
temperature : 4°C 37°C
} v
Temperature (°C): 37 4 37 g 100
30s S5min 30s 5min "’g 80
! Vool 2
()
MAPG-F |~ eniap | — |~ e — E 60
Tubulin — D - - - *g 40
Q
I's 1S 1S 1S 1S S 2
o
0123 456 7 8

Pre-incubation time (min)

FIGURE 4. MAP6-F association with microtubules and stabilization of microtubules are fast and temperature-dependent. A, NIH/3T3 cells at 37 °C (upper
lane) or incubated at 4 °C (lower lane), were permeabilized (TX100) and either directly fixed (left) or further incubated for 10 min at 37 °C (upper middle) or at 4 °C
(upper and lower right) before microtubule immunodetection. B, Western blot analysis of MAP6-F present in soluble (S) or insoluble (/) fractions of NIH/3T3 cells
exposed to the indicated temperature. C, quantification by immunofluorescence of the remaining microtubules in NIH/3T3 cells preincubated and permea-
bilized at the indicated temperature, and then further incubated at 4 °C. Data represent mean = S.E. (n = 12) and are expressed as a percentage of the signal
obtained without cold treatment (37 °C). D and E, NIH/3T3 cells were treated as in B and C, respectively, except that the cell incubation and permeabilization
temperatures were switched from 37 to 4 °C and then from 4 back to 37 °C. MAP6-F solubility (D) and subsequent microtubule cold stabilization at 4 °C (E) were

analyzed at the indicated time course.

allel, we evaluated MAP6-F activity in NIH/3T3 cells by quan-
tifying its microtubule cold-protecting effect. Indeed, since
MAPG6-F is not associated with the microtubules at 37 °C it is
washed out upon cell permeabilization. Thus, when NIH/3T3
cells were incubated and permeabilized with a Triton X-100
containing buffer at 37 °C before cooling at 4 °C for additional
10 min, microtubules were not protected against cold and were
lost (Fig. 4A, upper right panel). In contrast, when cells were
first preincubated at 4 °C for 10 min to promote MAP6-F asso-
ciation with microtubules before permeabilization, microtu-
bules stayed protected (Fig. 4A, lower right panel). The amount
of remaining microtubules after preincubation of the cells
under various temperature conditions before permeabilization

OCTOBER 12,2012+VOLUME 287-NUMBER 42

(at the same temperature) and subsequent incubation at 4 °C
could then be quantified by immunodetection of tubulin. We
thus analyzed under similar conditions the effect of pre-incu-
bation temperatures varying from 4 to 37 °C on MAP6-F solu-
ble/insoluble fractionation (Fig. 4B) and on microtubule cold
stability (Fig. 4C). Results presented in Fig. 4B show a progres-
sive increase in MAP6-F in the insoluble fraction and a decrease
in the soluble fraction when the temperature decreased. Con-
sistently, microtubule cold preservation increased progres-
sively when the temperature decreased from 37 to 4 °C (Fig.
4C).

We next assessed in similar experiments, the kinetics of
MAPG6-F association with insoluble fraction and stabilization of
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FIGURE 5. MAP6-F is a heat stable protein that stabilizes microtubules in vitro through interaction with its Mc domain. A, Coomassie Blue-stained
SDS-PAGE gel of the purification products of MAP6-F and the Mc domain expressed as His-tagged proteins in insect cells. B, solubility analysis of purified
MAP6-F at 4 °C or after heating for 30 min at 90 °C. Proteins in the 100,000 X g pellet (P) or supernatant (S) were analyzed in Coomassie Blue-stained SDS-PAGE
gel. T: total. C, microtubule cold-stabilizing activity of MAP6-F, heated MAP6-F, and the Mc domain. Microtubules were grown from pure tubulin in vitro, mixed
with either taxol (60 wm) or increasing concentration of MAP6-F, 90 °C-treated MAP6-F, or with the Mc repeat domain as indicated and then incubated on ice
for 10 min. Cold-resistant microtubules were isolated by centrifugation, and the pellets were analyzed by SDS-PAGE and Coomassie Blue staining.

microtubules at 4 °C. As shown in Fig. 4D, an incubation at 4 °C
as short as 30 s was sufficient for maximum MAP6-F associa-
tion with the insoluble fraction and this association was
reversible with apparently similar fast kinetics when cells
were transferred back from 4 to 37 °C. As for the tempera-
ture-dependence experiment, induction of microtubule cold
stabilization followed the localization of MAP6-F in the insol-
uble fraction (Fig. 4E). In addition, analysis of early time points
showed that cold-induced stabilization of microtubules was
mostly achieved within 15 s.

These results indicate that under cold exposure, MAP6-F
interaction with microtubules is very fast and dynamic. This
probably involves a direct effect of the temperature on one of
the binding partners rather than a post-translational modifica-
tion. Furthermore, the concomitant cold exposure conditions
for microtubule depolymerization (Fig. 1) and MAP6-F associ-
ation with microtubules (Fig. 4) suggested that microtubules
and/or MAP6-F and/or other partners involved in the interac-
tion might undergo temperature-dependent conformational
changes.

MAPG6-F Is a Heat-stable Protein That Protects Microtubules
from Cold-induced Depolymerization through Direct Interac-
tion via Its Mc Domain—To test whether MAP6-F by itself is
capable of stabilizing microtubules and in which conditions, we
carried out the purification of the MAP6-F protein as well as of
its Mc domain that constitute two third of the molecule (189/
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306 amino acids) and has been shown to specifically protect
microtubules from cold when ectopically expressed in HeLa
cells (22). Both polypeptides expressed in fusion with a His, tag
using baculovirus-insect cells system were purified to purity
close to 95% (Fig. 5A4). During the course of the purification, we
also observed that MAP6-F is a heat stable protein. Indeed,
contrary to most proteins that denature and precipitate at tem-
peratures above 50 °C, heating MAP6-F to 90 °C for 30 min did
not lead to protein aggregation (Fig. 5B).

Using a microtubule sedimentation assay, we analyzed the
capacity of purified MAP6-F to protect in vitro polymerized
microtubules from cold-induced depolymerization. Fig. 5C
shows that, as expected, microtubules grown at 37 °C were
mostly lost when incubated at 4 °C alone (lane 2) as compared
with the total amount of microtubules stabilized with taxol
(lane 1). Addition of MAP6-F just before cooling at 4 °C pro-
tected microtubules from cold-induced depolymerization in a
dose-dependent manner (lanes 3—5). The same held true when
heated MAP6-F was used, confirming the heat stability of
MAPG6-F (lanes 7-9). The Mc domain was also used in this assay
and presented the same ability as the full-length molecule for
microtubule stabilization (lanes 11-13). Itis interesting to note
that the Mc domain was more soluble and did not sediment in
the absence of microtubules (compare lane 14 with lanes 6 and
10). Altogether, these results demonstrated for the first time
that MAP6-F stabilizes microtubules exposed to cold via a
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FIGURE 6. In vitro analysis of temperature-dependent binding of the
MAP6 Mc domain with taxol-stabilized microtubules. A, microtubules
were grown at 37 °C from 60 um pure tubulin, stabilized with Taxol and
diluted to 1 umin the final binding reaction mix. The Mc domain was added at
increasing concentrations and incubated at 4 or 37 °C for 10 min. Microtu-
bules were isolated by centrifugation and the associated Mc domain was
quantified by Western blot using Chemidoc apparatus, ImageJ, and Excel
softwares. 4 and 37 °C controls (Ctrl) are the amount of the Mc domain pel-
leted in the absence of microtubules. Insert, Lineweaver-Burk plot analysis of
the data shown in A gave 70 nm as the apparent dissociation constant (K ,,,,,)
for the binding of the Mc domain to microtubules at 4 °C. B, the Mc domain
(50 nm) binding to microtubules was analyzed as in A at the indicated tem-
peratures. Data represent mean = S.E. (n = 4).

direct interaction. The Mc domain is able by itself to fully reca-
pitulate this activity and is thus the main domain involved in
this function.

Characterization of the Mc Domain Binding to Microtubules
at 4 °C—To further characterize the effect of the temperature
on MAPG6-F interaction with microtubules, we performed a
titration binding curve of the Mc domain to Taxol-stabilized
microtubules. Results presented in Fig. 64 show that, at 4 °C,
the Mc domain binding to 1 um of microtubules was titrable
with a binding stoichiometry of 1 mol of the Mc domain for 25
mol of tubulin dimer. The apparent affinity determined was 70
nM. On the contrary, at 37 °C, no specific interaction was
detected (Fig. 6A4). Using a Mc domain concentration close to
the apparent dissociation constant (K ), we analyzed the effect
of various temperatures on the Mc domain interaction with
microtubules in the same conditions. Results presented in Fig.
6B show that, as for MAP6-F association with and stabilization
of microtubule in NIH/3T3 cells (Fig. 4, B and C), in vitro
microtubule binding of the Mc domain progressively increases
with the fall of temperature. The interaction started to be
detectable at 25 °C, rapidly increased between 20 °C and 15 °C
and then was further strengthened between 15 °C and 4 °C.
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Circular Dichroism Analysis of Temperature-dependent Con-
formational Changes in the Mc Domain—To investigate
whether the temperature-associated changes in the binding
affinity between the Mc domain and microtubules could be
associated to conformational changes in the Mc domain, we
carried out circular dichroism experiments (Fig. 7). Absorption
spectra from 190 to 250 nm, obtained at different temperatures
(Fig.7A), indicated that the Mc domain was essentially unstruc-
tured with mainly random coiled signal (negative absorption
peak near 195 nm) (27). Nevertheless, with increasing temper-
atures, the intensity of the negative bands at 198 nm decreased
and shifted to slightly higher wavelengths while absorption at
219 nm appeared. Moreover, the presence of an isodichroic
point at 208 nm indicated a two conformational state system.
To characterize this structure, subtraction spectra were drawn
(Fig. 7B). The difference spectra showed the apparition with
heating of negative bands at 219 nm and positive bands at 195
nm. This signal is characteristic of beta structures (28). Tem-
perature-dependent Mc domain absorption spectra at 220 nm
(Fig. 7A, inset) indicated that the conformational change
between 5 and 80 °C was linear and reversible. Altogether these
data indicated that the Mc domain which contains beta struc-
tures progressively unfolded upon chilling from 37 to 5 °C.

Structural Analysis of Microtubules Stabilized at 4 °C by the
Mc Domain—To gain insight into the mechanisms by which
MAP6-F protects microtubules from depolymerization under
cold exposure, we used cryo-electron microscopy to analyze
microtubules at 4 °C in the absence or in the presence of the Mc
domain. Growing and shrinking microtubules assume various
conformations at their extremities, including sheet-like exten-
sions and blunt ends during polymerization and outwardly
curled protofilaments in disassembling conditions (29, 30). As
MAP6-F inhibits cold-induced microtubule disassembly, we
wondered whether it could affect the global structure of micro-
tubule ends. Microtubules were polymerized at 37 °C and then
incubated at 4 °C with or without the Mc domain. In our con-
ditions, we could not observe the Mc domain bound to the
stabilized microtubules. The main observed differences con-
cerned the structures of the microtubule ends that presented
mostly curled depolymerizing protofilaments in the absence of
the Mc domain and about 50% of blunt extremities in the pres-
ence of the Mc domain (Fig. 8). These data indicated that the
Mc domain stabilized the extremities of microtubule exposed
to cold. However, one would have expected a near to complete
stabilization of microtubules without curled ends in the pres-
ence of the Mc domain. The remaining 50% of curled microtu-
bule ends indicates that the microtubule stabilization is not
complete and that the Mc domain might only dramatically slow
down depolymerization and/or allow very slow dynamics at low
temperatures.

DISCUSSION

MAP6 proteins have been shown to be essential for the sta-
bilization of microtubules in cells at 4 °C. In fibroblastic cells,
the main isoform, MAP6-F, was shown to relocalize from the
cytoplasm to the microtubule network upon chilling to 4 °C. It
has been suggested that the changes in MAP6-F binding
to microtubules relied on temperature-induced changes in
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FIGURE 8. Microtubule cold-stabilization by the Mc domain is associated
with an increase of blunt-ended microtubules. Microtubules were grown
from 80 um of pure tubulin at 37 °C, mixed at a final concentration of 55 um
with bufferalone (Ctrl) or with 5.5 um final of the Mc domain (Mc). After 10 min
at 37 °C, microtubules were chilled on ice for 1 min to allow partial depo-
lymerization of microtubules alone or for 20 min for the Mc domain-stabilized
microtubules. Microtubules were loaded on grids, frozen in liquid ethane, and
observed by cryo-electron microscopy. A, pictures and schematic represen-
tations of microtubule curled and blunt ends. B, quantitative analysis of the

proportion of blunt versus curled ends in control condition or in the presence
of the Mc domain.

MAPG6-F post-translational modifications (16). We show here
that under cold exposure, MAP6-F recruitment to microtu-
bules and stabilization is highly dynamic, indicating a direct
effect of the temperature on the interaction. In vitro, purified
MAP6-F can directly interact with and stabilize microtubules
against cold-induced depolymerization through its Mc domain.
As observed in vivo for MAP6-F, in vitro binding of the Mc
domain to microtubules is temperature-dependent. The bind-
ing was very low at 37 °C and increased significantly when the
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temperature decreased below 20 °C to reach a high affinity
(K4app = 70 nm) at 4°C. Thus, in vivo and in vitro, the Mc
domain of MAP6 recognizes and stabilizes microtubules as
soon as the temperature drops under 20 °C.

What Is the Structural Element that Regulates the Interaction
between Microtubules and the Mc Domain of MAP6?—QOur
results reveal that lowering of temperature is accompanied by
the recruitment of MAP6-F on microtubules both in cells and
in vitro. This suggests that MAP6-F adopts a cold-dependent
conformation enabling its interaction with the polymers,
and/or that MAP6-F recognizes a structural feature of micro-
tubules depolymerizing under cold exposure. Our data provide
strong evidence that variations in temperatures induce confor-
mational changes of MAP6-F. MAP6-F exhibits beta structures
at 37 °C and progressively unfolds as the temperature de-
creases, enabling its interaction with microtubules and their
subsequent stabilization. MAP6-F binding to microtubules at
low temperatures could also involve the recognition of a spe-
cific feature of cold-induced depolymerizing polymers. In par-
ticular, shrinking microtubules display curled protofilaments at
their ends, but we did not observe any accumulation of MAP6-F
at the extremity of disassembling microtubules, neither in cells
(Figs. 2 and 3) nor in purified assays (Fig. 8), suggesting that
specific recognition of the outwardly curled protofilaments by
MAPG6-F is an unlikely mechanism. MAP6-F might associate
preferentially to a cold-sensitive lattice region, although little
information is available on changes occurring at low tempera-
tures within the microtubule wall. High-resolution structures
of MAP6-F and MAP6-F/microtubule complexes will be
required to visualize the Mc domain and its precise binding
sites to the microtubule lattice.

How Does the Mc Domain of MAP6 Stabilize Microtubules at
4 °C?—As suggested above, under cold exposure, the Mc
domain of MAP6 might bridge adjacent protofilaments. This,
in turn, would decrease the catastrophe frequency thought to
be involved in cold-induced microtubule depolymerization (9).
Reinforcing lateral interactions has already been proposed to be
a way of stabilizing microtubules in cold-living organisms (12).
Such a mechanism is reminiscent of the doublecortin microtu-
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bule stabilization mode at 37 °C (31). Doublecortin is an anti-
catastrophe factor that stabilizes microtubules by linking adja-
cent protofilaments and counteracting their outward bending
in depolymerizing microtubules (32). The analysis of the Mc
domain effects on microtubule dynamics at low temperature
should be very informative but such experiments which require
a controlled cold environment are still technically challenging.

A Link Between the Mc Domain Structure and MAP6 Aggre-
gation in Human Pathology?—During our in vitro studies we
discovered that MAP6-F is a weakly structured molecule as
revealed by its heat stability, a feature shared by other MAPs
such as MAP1, MAP2, and Tau (33). The folding of MAP6-F
into beta structures represents a peculiar behavior already
reported for the Tau protein (34). These beta structures have
been implicated in the formation of pathologic amyloid aggre-
gates (35) and beta structures of MAP6 might be implicated in
the aggregation of MAP6 in Lewis bodies during amyotrophic
lateral sclerosis (36).

A Physiological Function for MAP6 Stabilization of Microtu-
bules under Cold Exposure?—In HeLa cells, that do not express
MAPG6 proteins, microtubules depolymerized in a temperature-
dependent manner as soon as the temperature decreased below
20 °C with virtually no microtubules left at 4 °C. On the con-
trary, in MAP6-containing NIH/3T3 cells, 80% of microtubules
were preserved upon cold exposure from 20 to 4 °C. In more
physiological conditions, MAP6 of MEF"/" allowed to pre-
serve about 80% of microtubules at 15 °C and 30% at tempera-
tures below 10 °C. In animals, such low temperatures could be
achieved during episodes of torpor or hibernation and MAP6
could be required to preserve a minimal level of microtubules in
such challenging conditions. In this study we considered the
whole Mc domain without analyzing the contribution of each
individual repeat. However, one can speculate that the compo-
sition in repeats of the Mc domain would determine the
strength of the cold response. Along this line, we found a rela-
tively good correlation between the number of repeats (from 1
to 9) in the Mc domain of mammals and the ability of the ani-
mals to hibernate or to make torpor. For example, almost all
genome-sequenced rodents (house mice, Norway rat, thirteen-
lined ground squirrel) which exhibit MAP6 with 3 to 9 Mc
repeats are able to hibernate/torpor, whereas the naked mole
rat which exhibits only one repeat is very sensitive to cold expo-
sure (main cause of lethality).

Also, in primates, only the lemurian branch which contains
several Mc repeats (3 to 6 for small-eared galago and gray
mouse lemur) can enter torpor whereas all other primates
including human, Sumatran ourangutan, chimpanzee, gorilla,
Rhesus monkey, and Hamadryas baboon do not enter torpor
and express MAP6 containing only one repeat. In human,
MAPG6 stabilization of microtubules can still be useful during
accidental hypothermic episodes or even during perioperative
hypothermia following anesthesia.

In conclusion, the Mc domain of MAP6 behaves as a sensor
of temperature able to protect microtubules from temperature
variations. How microtubule stabilization upon temperature
reduction is involved and whether it is crucial to adapt cold-de-
pendent cell responses such as metabolic changes are exciting
questions.
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Résumé de l'article "Regulation of Microtubule dynamics at both microtubule (+) and (-) end
by MAPG6" by Seggio et al.

Les microtubules joue un réle important dans le maintien de I'architecture spatiale des neurones,
dans leur croissance mais également dans le trafic axonal qui sous tend la neuro-transmission dans
le systéme nerveux. Les microtubules vont en effet avoir un role essentiel dans le transport de
vésicules et de neurotransmetteurs d'un bout a 'autre du neurone. La protéine MAP6 est une MAP
essentiellement neuronale connue pour son effet de stabilisation des microtubules au froid. Des
études au sein du laboratoire ont également mis en évidence un role de la protéine MAPG6 sur les
microtubules a 37°C dans les cellules. Cependant, les effets de la protéine sur la dynamique des
microtubules n'avaient, jusqu'a présent, jamais été¢ etudiés. L'objectif de cette étude a été d'analyser
in vitro l'effet de la protéine MAP6 recombinante sur différents parameétres microtubulaires. Ainsi
nos travaux ont permis de visualiser en temps réel la dynamique des microtubules et de caractériser
les effets de la protéine MAPG6 sur la dynamique des microtubules puis dans un second temps grace
a l'utilisation de diverses formes tronquées de MAP6 de déterminer les différents domaines de la
protéine impliqués dans les effets observés.
Nous avons ainsi montré que la protéine MAP6-N était capable :

-d’interagir de fagon directe avec les microtubules a 37°C

-d'induire la nucléation des microtubules sous la concentration critique de tubuline libre

-de stabiliser les bouts (+) des microtubules en diminuant la fréquence de catastrophe, en
permettant I'apparition de sauvetage, d'induire une augmentation de la vitesse de polymérisation de
cette extrémité

-de diminuer tres fortement la proportion de bout (-) dynamique (croissance figée)
Grace a l'utilisation de plusieurs fragments de MAP6-N nous avons pu montrer que :

-les domaines de liaison aux microtubules Mn1 et Mn2 sont importants pour la stabilisation
des bouts (+) ainsi que pour l'augmentation de la vitesse de polymérisation des microtubules

-le domaine de liaison aux microtubules Mn 3 est crucial pour la réduction de la vitesse de
dépolymeérisation des bouts (+) permettant la facilitation d’apparition d’événements de sauvetage

mais il est aussi responsable de la perte de dynamicité des bouts (-) des microtubules.

En résumé la protéine MAPG6 régule la dynamique des microtubules aux bouts (+) comme le font les
autres MAPs structurales (tau, MAP2) mais MAP6 se comporte aussi comme un (-) TIPs, bloquant
les bouts (-) des microtubules comme le font les protéines de la famille CAMSAP. Cette dualité

d'action de MAP6 aux deux extrémités des MTs n'a jamais été rapportée pour une autre protéine.
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Abstract

Microtubules formed by tubulin dimers have dynamic properties important for many functions in
cells and their dynamicity is tightly regulated by many factors and proteins. Among them, are the
structural Microtubule Associated Proteins (MAPs) which include MAP1, MAP2, Tau and MAP6
(also known as STOP), all able to bind and stabilize microtubules. MAP6 have the peculiar ability
to stabilize microtubules against cold exposure. The structural MAPs and especially MAP6 have
been shown to be involved in synaptic plasticity events and thereby important for integrated brain
functions. MAP6 has been shown to protect microtubules from cold and nocodazole exposure, but
MAP6 effects on microtubule dynamics still need to be determined. Here, thanks to the production
of MAP6 recombinant proteins and using biochemical techniques coupled to videomicroscopy, we
analyzed the effects of MAP6-N, the longest MAP6 isoform, on microtubule behavior in vitro. We
demonstrated that MAP6-N promotes microtubule nucleation. Concerning microtubule dynamics,
we found that MAP6 regulates microtubule (+) ends by stimulating microtubule elongation, with an
increased growth rate and a decrease of depolymerization occurrence, speed and duration. Using
MAP6 deletion fragments we determined that the effects on microtubule (+) ends dynamics are
driven by the microtubule binding domains Mnl and Mn2. Finally and interestingly we also found
that MAP6-N, through its microtubule binding domain Mn3, strongly regulates the microtubule (-)
ends dynamics with a complete blockade of this extremity.

Altogether our results demonstrate a unique feature of MAP6 in enhancing microtubule (+) ends

growth while inhibiting microtubule (-) ends dynamics.
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Introduction

Microtubules are components of the eukaryotic cell cytoskeleton, playing important roles in
cell division and migration, in the intracellular trafficking and in the structure maintenance of the
cells. Microtubules result from the polymerization of tubulin dimers and are extremely dynamic
structures which undergo growing and shrinking phases possibly ending by catastrophe and rescue
events respectively. These processes defined as “dynamic instability” (Mitchison and Kirschner,
1984) have been shown to be tightly regulated by a large number of Microtubule Associated
Proteins (MAPs) including microtubule + ends proteins such as CLIP170 and EB1 or structural
MAPs such as Tau, MAP1 or MAP2.

In addition to their involvement in the regulation of microtubule dynamic, the structural
MAPs have also the abilities to stabilize cellular microtubules against depolymerising conditions
such as nocodazole exposure (Goedert et al., 1991; Takemura et al., 1992). In vitro, microtubules
are also very sensitive to cold and readily depolymerize at 4°C. However, in most cells and
especially in neurons, microtubules are cold stable.
In this context, in the 80's, the search of MAPs able to sustain microtubule cold resistance in
neurons has led to the identification of MAP6 proteins (also known as STOP). Indeed MAP6
purified from brain-stable microtubules was shown to protect exogenous microtubules to cold
exposure (Job et al., 1987; Margolis et al., 1986a; Margolis et al., 1986b; Margolis et al., 1990). In
mammals, MAP6 is a family of proteins that results from mRNA splicing and alternative promoter
use of a single gene (map6) (Aguezzoul et al., 2003; Denarier et al., 1998a).
The neuronal and largest MAP6 isoform, MAP6-N, harbors two types of microtubules binding
domains: the Mc and Mn modules which exhibit no homology with microtubule binding domains
found in other structural MAPs. MAP6-N contains two consecutive Mn modules in its N-terminal
part (Mnl and Mn2) and an additional one isolated in the middle of its sequence (Mn3). The Mc
modules are clustered in the central domain as four to six highly conserved repetitions organized in
tandem in rodents and only one Mc module in human. It is worth noting that the number and the
organization of Mn and Mc modules can be different among the MAP6 isoforms, and this may lead
to functional variations toward the propensity of MAPG6 proteins to stabilize MTs (Bosc et al., 1996;
Bosc et al., 2001; Denarier et al., 1998b; Guillaud et al., 1998).
At biochemical level, the Mn modules allow MAP6 to protect MTs against cold- and nocodazole-
induced depolymerization while the Mc modules permit MAP6 to stabilize MTs in cold conditions.
Actually, Mc modules interact with microtubule only at 4°C not at 37°C due to their shrinking

ability to change conformation with the temperature (Delphin et al., 2012).



The physiological roles of MAP6 proteins are not yet fully understood, but phenotypic and cellular
analyses of MAP6 null mice indicated that MAP6 proteins are involved in a number of neuronal
functions. MAP6 KO mice present defects in neuronal connectivity, synaptic plasticity and
neurotransmission associated with severe behavioral disorders (Andrieux et al., 2002; Bouvrais-
Veret et al., 2007; Bouvrais-Veret et al., 2008; Brenner et al., 2007; Brun et al., 2005; Fournet et al.,
2012b). Interestingly, long-term neuroleptic treatment alleviated some of these defects (Andrieux et
al., 2002; Begou et al., 2008; Delotterie et al., 2010), suggesting that MAP6 KO mice may represent
a valuable animal model for the study of psychiatric diseases especially schizophrenia. In line with
these findings, genetic studies have pointed out a possible link between MAP6 and schizophrenia
(Shimizu et al., 2006) and MAP6 has been found to be mis-regulated in human samples from
patients suffering from psychiatric diseases (Choi et al., 2009; Martins-de-Souza et al., 2009; Wei et
al., 2016). Interestingly, treatment of MAP6 deficient mice by microtubule related drugs such as
epothilone D or davunetide alleviated some behavioral and biological defects (Andrieux et al.,
2006; Daoust et al., 2014; Fournet et al., 2012a; Merenlender-Wagner et al., 2010). These results
suggest that some of the neuronal defects reminiscent of schizophrenia observed in MAP6 KO mice
may, in part, be due to altered cytoskeletal regulations due to the absence of MAP6 proteins.
However, MAPG6 proteins have also been reported to bind to actin (Baratier et al., 2006), to re-locate
at the synapses following phosphorylation by CamKII, to be associated with membranous
compartment (Gory-Faure et al., 2006; Gory-Faure et al., 2014) and to be associated to receptors
complexes where they can act as signaling proteins through Proline rich domains (PRD) (Deloulme
et al., 2015). In this context, in order to better understand the implication of microtubule mis-
regulation in the neuronal defects observed in MAP6 KO animals, the basic properties of MAP6
toward microtubules needed to be determined, especially on microtubule dynamics.

Here, thanks to recombinant MAP6 proteins and using biochemistry techniques coupled to
TIRF microscopy we have performed a comprehensive study of MAP6-N behavior toward
microtubules, at physiological temperature. We found that MAP6-N protein interacts with
microtubules all along the lattice, allows microtubule stabilization and increases the growth rate at
microtubule (+) ends. Using different MAP6 fragments, we demonstrated that the Mnl and Mn2
domains are responsible of the growth-rate increase. Interestingly, we found that MAP6-N interacts
with microtubule (-) ends and induce a rapid and complete freezing of this extremity. This

stabilization of the microtubule (-) ends is dependant of the Mn3 domain of MAP6.



Materials and Methods

Preparation of Tubulin.

Tubulin was purified from bovine brain and labelled with ATTO-565 (ATTO-TEC GmbH,
Germany) (Hyman et al., 1991).

Recombinant proteins expression.

For His-MAP6-N expression, full length MAP6-N (amino acids 1 to 952) was cloned in pFastBac-
Htb. For expression of His-MAP6-N-GFP-His, His-MAP6-N(90-177)-GFP-His, His-MAP6-N(90-
221+492-614)-GFP-His, and His-MAP6-N(615-952)-GFP-His, the corresponding MAP6-N
sequences where cloned into pFastBac-Htb in fusion with an additional GFP and histidine-Tag at
the C-termini. Recombinant bacmids where produced by transforming DH10BAC bacteria cells
with the constructs and allowed to obtain baculovirus through transformation of SF9 insect cells
using Fugen HD (ThermoFischer). For expression of recombinant proteins, High 5 cells in
suspension at 2.10° cells/ml where infected with baculovirus, harvested after 48h of incubation at
27°C and stored at -80°C.

Purification of His-MAP6-N.

Each 10°® high5 cells pellet was resuspended in SmL of lysis buffer (50 mM Hepes pH7,4; 400 mM
NaCl; 1 mM EGTA; 1mM EDTA; 0,5% Triton X-100; 1 protease inhibitor tablet mini (Roche)) and
centrifuged at 150,000g for 30 min at 4°C. The soluble fraction was diluted 4 times with the
dilution buffer (50 mM Hepes pH7.,4; 0,5% Triton X-100; 1 mM EGTA; 1 mM EDTA) and
centrifuged again at 150,000g for 30 min at 4°C. The supernatant was passed through a 4 mL Q-
sepharose column and loaded on a 5 mL SP-sepharose column. After washing with Q/SP column
buffer (50 mM Hepes pH7,4 ; 100 mM NacCl ; 0,05% Triton X-100) bound proteins where eluted
with 5 column volumes of elution buffer (50 mM Hepes pH7,4 ; 400 mM NacCl ; 0,05% Triton X-
100). Heated-stable proteins present in solution where recovered in the supernatant after incubation
at 90°C for 20 min and centrifugation (250,000¢g for 30 min at 4°C). Imidazole (6 mM) was then
added, and the solution was loaded on a cobalt column (1 mL; Fisher Scientific). The cobalt column
was washed with 50 mM Hepes pH7,4 ; 400 mM NaCl; 10 mM imidazole. Bound proteins where
then eluted by rising the imidazole concentration up to 200 mM in the same buffer. The eluate was
next dialysed (Slide-A-Lyzer dialysis cassette, (Thermo Fisher Scientific) in BRB80 buffer (80 mM
Pipes pH6,9; | mM EGTA; 1 mM MgCl,) aliquoted, frozen in liquid nitrogen and stored at -80°C.
Purification of His-MAP6-N-GFP-His.

Each 10® high5 cells pellet was resuspended in SmL of Lysis buffer A (50 mM Hepes pH7.,4 ; 500
mM Arginine ; 1| mM EGTA; ImM EDTA ; 1 protease inhibitor tablet mini (Roche). After
centrifugation (150,000g, 30 min, 4°C), the supernatant was diluted 10 times in dilution buffer (50



mM Hepes pH7,4; 100 mM NaCl; 0,1% Triton X-100; 1 mM EGTA; ImM EDTA) and
centrifuged again at 150,000g for 30 min at 4°C. The supernatant was passed through a 4 mL Q-
sepharose column and loaded on a 5 mL SP-sepharose column. After washing with Q/SP column
buffer (50 mM Hepes pH7,4 ; 150 mM NaCl ; 0,05% Triton X-100) bound proteins where eluted
with 5 column volumes of elution buffer (50 mM Hepes pH7,4 ; 400 mM NaCl ; 0,05% Triton X-
100). Imidazole (6 mM) was then added, and the solution was loaded on a cobalt column (1 mL;
Fisher Scientific). The cobalt column was first washed with 50 mM Hepes pH7,4 ; 400 mM NaCl;
in the presence of 20 mM of imidazole and the bound proteins where further eluted in the presence
of 200 mM of imidazole. The eluate was next dialysed against BRB80 buffer, aliquoted, frozen in
liquid nitrogen and stored at -80°C.

Purification of His-MAP6-N(90-177)-GFP-His, His-MAP6-N(90-221+492-614)-GFP-His and
His-MAP6-N(615-952)-GFP-His

Each 10® high5 cells pellet was resuspended in 5mL of Lysis buffer C containing 50 mM Hepes
pH7,4 ; 500 mM Arginine ; 1 protease inhibitor tablet mini (Roche). The solution was centrifuged
at 150,000 g at 4°C for 30 min and the supernatant was diluted 10 times in dilution buffer (50 mM
Hepes pH7,4 ; 100 mM NaCl ; 0,2% Triton X-100) and centrifuged at 150,000xg at 4°C for 30 min.
The supernatant was passed through a 4 mL Q-sepharose column. Its NaCl concentration was
adjusted to 400 mM and imidazole (6 mM) was added before loading on a cobalt column (1 mL).
The cobalt column was washed with 20 mM of imidazole and the proteins eluted with 200 mM of
imidazole in 50 mM Hepes pH7,4 ; 400 mM NaCl. The eluate was next dialysed against BRB80
buffer, aliquoted, frozen in liquid nitrogen and stored at -80°C.

Analysis of microtubules nucleation by turbidimetry

Tubulin nucleation and polymerization was followed by turbidity at 390 nm. 80 puL polymerization
reactions containing tubulin (15 pM) with or without MAP6-N or TAU as indicated in BRB80
buffer (80 mM Pipes ; 1 mM EGTA ; 1 mM MgClL, pH6,75) supplemented with 1 mM GTP were
mixed on ice and transferred to prewarmed 37°C cuvette chamber. The absorption was recorded
every 30 s for 100 min.

Microtubules nucleation Analysis by pellet assay

For microtubule pellet assays, tubulin (20 pM) was incubated during 1 hour at 37°C with 1mM GTP
in BRB80 buffer in the absence or in the presence of 1 uM or 1,5 uM of MAP6-N and centrifuged
for 15 min at 100,000g. Proteins present in the pellets (microtubules) and supernatants (free tubulin)

were analyzed by SDS-PAGE and Coomassie-blue stainning.



For video-microscopy studies, microtubule nucleation was directly observed by DIC (Differential
Interference Contrast) and TIRF (Total Interne Reflection Fluorescence) microscopy. In DIC
videomicroscopy, 20 uM of tubulin free polymerized in addition of ImM GTP in BRB80 buffer at
37°C with or without 1 uM of MAP6-N protein. Samples were visualized on an ( inserer
caractérisitque DIC). In TIRF video microscopy, 10 uM of tubulin free polymerized in BRB80
buffer with ImM GTP at 37°C with or without 400 nM of MAP6-N protein.

TIRF microscopy analysis of microtubule polymerization

Microtubule seeds preparation - Microtubule seeds were obtained by polymerizing 10 uM of
tubulin (50% of biotinylated tubulin and 50% of ATTO-565 labeled tubulin) in the presence of 1
mM GMPCPP in BRB80 buffer at 37°C for 1h. Microtubule seeds were then centrifuged for 5 min
at 100,000g, resuspended in an equal volume of BRB80 with 1 mM of GMPCPP aliquoted and
stored in liquid nitrogen.

Perfusion chamber preparation - Slides and coverslips were first sonicated in acetone during 30
min, successively washed in acetone (30 min) and ethanol 99% (15 min) and rinsed with ultrapure
water. Slides and coverslips were next treated with a solution of 2% hellmanex (Hellma) during 2-3
hours and washed with H,O. They were next sonicated (4 x 5 min) in 1 M KOH, rinsed with water,
dried and incubated overnight at room temperature under gentle agitation in a 1 mg/mL solution of
PEG-silane (30kDa, creative PEG-work) for slides or PEG-silane-biotin (3,5 kDa, LaysanBio) for
coverslips in ethanol and 0,02% HCI. Slides and coverslips were next washed in ethanol 99% and
ultrapure water, dried and stored at 4°C. Perfusion chambers were assembled between slides and
coverslips using double adhesive tape face to form a 15 puL flow chamber.

Microtubule polymerization assay - The flow chamber was successively incubated at room
temperature with 25 ug/mL of neutravidin (Pierce) in BRB80 plus 1% BSA for 5 min, 0,1 mg/mL
of PLL-PEG 2 kDa (Jenkem) in 10 mM Hepes pH 7.4, washed three times with BSA 1% in BRB80
buffer, incubated for 10 min in a 1/1000 dilution of microtubule seeds in BRB80 and washed with
BSA 1% in BRB80 buffer. Microtubule polymerization was observed with 10 uM of tubulin (30%
of ATTO-565 labeled tubulin and 70% unlabelled tubulin) in TIRF buffer (BRB80 buffer plus 1
mM GTP, 50 mM KCl, 4 mM DTT, 0.1% BSA, 1 mg/mL glucose, 70 pg/mL catalase, 600 pg/mL
glucose oxidase, and 0,05% methylcellulose (4,000 centipoise)). 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



561nm lasers and observed using an Apochromat 60X oil immersion objective (NA 1.49). Time-
lapse imaging was performed at 1 frame per 5 s with a 100 ms exposure time during 1 hour.
Microtubule polymerization assay in DIC microscopy

Slides and coverslips were successively washed in acetone and in pure ethanol before being rinsed
with ultra pure water and dried. Perfusion chambers were assembled between slides and coverslips
using double adhesive tape face to form a 20 pL flow chamber. The flow chamber was successively
rinsed with BRB80 buffer, incubated with axonemes in BRB80 buffer during Smin, rinsed with
BRBS8O0 buffer plus 1% casein and finally BRB80 buffer. Microtubules polymerization was initiated
with 30 uM of tubulin in BRB80 buffer plus I mM GTP with or without 1 uM of MAP6-N. Buffer-
exchanges during polymerization were performed by perfusing 60 pl of indicated pre-warmed
solution.

Analysis of microtubule dynamic parameters

Image analysis was performed using Image J software. The four parameters determining the
microtubule dynamics were determined on kymographs using an in-house plug-in. Growth and
shrinkage rates were calculated from the kymograph slopes corresponding to the microtubules
growing and shrinking phases. Catastrophe frequencies were obtained by dividing the number of
events per microtubules by the time spent in growing state. Rescue frequencies were obtained by
dividing the number of rescue events by the number of catastrophe.

MAP6-N interaction with taxol-stabilized microtubules

Microtubules were polymerized from 70 uM tubulin in BRB Buffer plus 1 mM GTP for 30 min at
35°C. Taxol 100 uM was then added and the incubation continued for additional 15 min. The
polymerization mix was diluted to 15uM tubulin and centrifuged at 200,000g for 10 min at 35°C.
Microtubules were resuspended in a volume of binding buffer (BRB80 plus 50 mM KCl, 5 mM
DTT, 0.05% Tween 20) and their concentration quantified using a tubulin concentration ladder and
analysis of the scanned Coomassie-blue stained SDS-PAGE gels with Image J software.
Microtubules (200nM) were incubated with increasing concentration of MAP6-N-GFP (5 to 500nM
in triplicates) for 10 min at 35 °C in 10 pL of binding buffer and centrifuged at 200,000g for 10 min
at 35°C. The supernatants were discared and the pellet resuspended with 200 pl of 100 mM Tris-
HCI pHS, 3 M urea and the quantities of MAP6-N-GFP co-sedimented with tubulin were quantified
against a MAP6-N-GFP calibration curve using PHER Astar™ (BMG Labtech).

MAP6-N interaction with tubulin dimers

Tubulin (500 pg) was incubated with 100 pL. of CNBR-activated Sepharose beads (Thermo Fisher
Scientific) in 600 pL of coupling buffer (100 mM NaHCO; pH8.3, 200 mM NaCl, 1 mM EGTA, 1

mM MgCl,) for 1 h at room temperature. The beads were then washed with and incubated in



blocking buffer (100 mM Tris-HC1 pH8) for 2 h. The beads (10 pl) were rinsed with interaction
buffer (BRB8O0 plus 50 mM KCl and 0.05% tween 20) and incubated with 2 pg of His-MAP6-N in
100 pL of interaction buffer for 30 min. The soluble fractions were recovered; the beads were
washed 3 times with incubation buffer and resuspended in laemmli buffer for western blot analysis

using 23N/23C rabbit anti-MAP6 antibodies.



Results

MAP6-N protein when over expressed in HeLa cells co-localized with microtubules and stabilized
them from nocodazole exposure at physiological temperature (Bosc et al., 1996; Bosc et al., 2001).
However, the ultimate experiments showing the binding of purified MAP6 proteins to microtubules
was still missing. We thus produced MAPG6 proteins especially the longest isoform MAP6-N, using

baculovirus system and purified them to homogeneity (Figure 1A and S1).
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Figure 1 : MAPG6 interaction with tubulin and microtubules

(A) Representation of the His-MAP6-N-GFP-His protein. Mc domains allow microtubule interaction at cold temperature. Mn domains allow
microtubule interaction at physiological temperature. Coomassie gel showing purified His-MAP6-N-GFP-His and His-MAP6-N protein.

(B) MAP6-N interaction with free tubulin dimers. MAP6-N (200nM) was incubated with Sepharose beads uncoated or coated with tubulin. Amount
of MAP6-N bound to the beads (B) or unbound (Ub) was analyzed by western blot.

(C) Titration curve of MAP6-N interaction with microtubules. Taxol-stabilized microtubules (200 nM) were incubated with increasing amounts of
His-MAP6-N-GFP-His (5 to 450 nM). After sedimentation, GFP fluorescence associated with microtubules was quantified and the amount of MAP6-

N bound to microtubule was plotted.



MAPG-N directly interacts with microtubules and free tubulin

Using tubulin coupled to sepharose beads, we showed that MAP6-N was able to interact with
tubulin dimers (Figure 1B). To analyze the ability of MAP6-N to bind to microtubules we carried
out co-sedimentation assays of MAP6-N-GFP with taxol-stabilized microtubules. As shown in
Figure 1C, MAP6-N binds to microtubules in a saturable manner with an apparent Kd of 57 nM. In
these conditions, the steechiometry of the interaction is around 1 molecule of MAP6 protein for 6-7

tubulin dimers.

MAPG6-N promotes microtubule nucleation

Microtubule nucleation is an unfavorable and slow process which is facilitated in vivo by y-tubulin
containing complexes. In vitro, the spontaneous nucleation of microtubule occurs only when the
concentration of tubulin is above a critical concentration (25-30 uM in our conditions). Some
structural MAPs such as Tau, MAP1 and MAP2 have been shown to allow microtubule nucleation
in vitro at tubulin concentration lower than the critical concentration. We thus assayed whether
MAPG6-N could also induce the nucleation of microtubules. Indeed, we observed in a turbidity assay
that addition of 1uM of MAP6-N to 15 uM of tubulin in BRB buffer containing ImM GTP, allows
the nucleation and growth of microtubules that would not otherwise occur (Figure 2A). MAP6N
effect on microtubule nucleation was similar to this of Tau used at the same concentration.
Induction of microtubule nucleation by MAP6-N was also observed in a sedimentation assay where
microtubules were found in the pellet fraction only in the presence of MAP6-N (1 and 1.5 uM)
(Figure 2B).

Microtubule nucleation triggered by MAP6-N was then visualized using two techniques of real-time
videomicroscopy, the DIC (Differential Interference Contrast) and TIRF (Total Internal Reflection
Fluorescence) microscopy. In absence of MAP6-N no microtubule was observable whereas in the

presence of MAP6-N microtubules were formed and increased in size over time (Figure 2C).

MAPG6-N stabilizes microtubules in vitro

When transfected in cells, MAP6-N was able to prevent microtubule depolymerisation, we wish to
evaluate this parameter in a cell-free system. Thus, microtubules were polymerized from 20 uM of
tubulin using axonemes as nucleation centers and observed in DIC microscopy (Figure 3A, left
columns). As expected, depleting tubulin from the polymerization mix by perfusion resulted in a
rapid and complete microtubule depolymerization leaving only the axonemes visible after 5 minutes
(Figure 3A, top right panel). On the contrary, the presence of MAP6-N (1uM) in the perfusion mix,

allowed the stabilization of microtubules in the absence of free tubulin for more than 50 minutes.
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Similar results were obtained when MAP6-N was added during the polymerization step rather than
during the tubulin depletion step (bottom right panel).
These results showed that MAP6-N is able to bind to polymerizing and/or to polymerized

microtubules and able to protect them from the dilution-induced depolymerization.
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Figure 2 : MAP6-N and microtubule nucleation

(A-C) MAP6-N protein was able to nucleate microtubules. (A) Turbidity assay with 15 uM of free tubulin at 350 nm wavelength. Without MAP6-N
no microtubule nucleation was observed (control). With 1 uM of MAP6-N or tau, microtubule nucleation occurred. (B) Pellet assay with free tubulin
(20 pM) with or without MAP6-N incubated for 1 hour. Supernatants (S) and pellets (P) were analyzed. Tubulin can be observed in pellets in the
presence of MAP6-N indicating the presence of microtubules, without MAP6-N, tubulin did not polymerize and remained in the supernatant. (C)
Microtubule nucleation directly observed by video-microscopy using DIC microscopy (top panel) and TIRF microcopy with tubulin labeled in red

(bottom panel). Free tubulin was incubated with MAP6-N as indicated and pictures were taken after 5 and 20 minutes. Scale bar 15um.
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Effect of MAPG6-N on microtubule dynamic parameters

Microtubules are highly dynamic polymers which undergo polymerisation and depolymerisation
phases. The transition between the polymerization and depolymerization phase is called a
catastrophe and the opposite event a rescue. Catastrophe frequency is calculated by the number of
catastrophe divided by the time of microtubule growth. The rescue frequency is calculated by the
number of rescue divided by the number of catastrophes. Growth and shrinkage rates, catastrophe
and rescue frequencies define the dynamics of microtubules. Several studies had shown in vitro that
the structural MAPs Tau, MAP1 and MAP2 are able to influence the microtubule dynamics and we
wondered whether it is also the case for MAP6-N.

We analyzed, using TIRF microscopy, the in vitro polymerization of microtubules from microtubule
seeds stabilized with GMPCPP (a non hydrolysable analog of GTP) and 10uM of tubulin (Figure 3
B-C). Kymographs showing microtubule behavior were generated in control conditions or in the
presence of 40 nM of MAP6-N as illustrated in Figure 3C. The different parameters of microtubules
dynamics were then obtained from the kymographs (Figure 3B). The merge of the two kymographs
corresponding to tubulin in the presence of MAP6-N showed a direct interaction of MAP6 with the
microtubule during polymerization but also with the microtubule seed already polymerized (Figure
3B).

In control conditions, microtubule (+) ends were extremely dynamic with a growth of
approximately 0,46 £0.05 pum/min, a depolymerisation speed of 20.9 +£4.27 um/min, a catastrophe
frequency of 0,25 event/minute and no rescue events observable (Figure 3B-C). In the presence of
MAP6-N, the microtubule (+) ends growth rate was increased by approximately 50% (1,21 +0.19
um/min as compared to 0.76 £ 0.05 pm/min for control conditions) and the depolymerization speed
reduced by 50% (10.06 £ 3.7 um/min as compared to 20.1 £ 4.97 um/min for control conditions).
Moreover, microtubule (+) ends were highly stable with very little events of shrinkage and almost a
total rescue of the shrinkage events (frequency of rescue = 96%; Figure 3C). These results suggest

that MAP6-N regulate microtubule (+) ends dynamics with an overall stabilizing effect.
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Figure 3 : MAP6-N effect on the microtubule stability and microtubule (+) ends dynamic

(A) Effect of MAP6-N on microtubule stability. Images of microtubules polymerized from axonemes in BRB buffer, observed by DIC microscopy
microscopy before (left columns) and after perfusion to induce microtubule depolymerization (right columns). Top lanes correspond to experiments
where microtubules were formed without MAP6-N and perfused with BRB buffer; a clear microtubules depolymerisation was observed. Middle lanes
correspond to experiments where microtubules were formed without MAP6-N and perfused with BRB buffer containing MAP6-N (1 uM); a clear
stabilization of microtubules was observed. Bottom lanes correspond to experiments where microtubules were formed in the presence of MAP6-N
and perfused with BRB buffer; a clear stabilization of microtubules was observed. Scal bar 15um.

(B-C) Effect of MAP6-N n on microtubule dynamic. Tubulin (10 pM) was incubated with MAP6-N (40 nM) in the presence of microtubule seeds and
the behavior of microtubules was monitored by TIRF microscopy. (B) Kymograph representing the microtubule behavior with and without MAP6-N.
Scale bar 20um. (C) Quantification of microtubule dynamic parameters: growth rate, shrinkage rate, shrinkage frequency (event/minute of
polymerization) and rescue frequency (rescue event/shrinkage event). Growth rates were 0.76 £ 0.05 pm/min (n=320 min) and 1.21 + 0.19 pm/min
(n=583 min) without and with MAP6-N, respectively. Shrinkage rate rates were 20.1 £ 4.97 um/min (n= 21 min) and 10.06 + 3.7 pm/min (n=29 min)
without and with MAP6-N, respectively. Catastrophe frequencies were 0.22 and 0.02 event/min of polymerization without and with MAP6-N,
respectively. Rescue frequencies were 0.73% and 96% (event/shrinkage event) without and with MAP6-N, respectively.

Statistical significance were obtained using t test, *** p<0.1%. .
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Implication of MAP6 microtubules binding domains on microtubule (+) ends dynamics parameters
In order to better understand the domains of MAP6 involved in the regulation of microtubule (+)
ends dynamics we engineered several MAP6 fragments. Recombinant MAP6 fragments (Figure S3)
were expressed using baculovirus system and purified. The MAP6(90-177) construct mainly
correspond to the 2 microtubules Mn 1 and Mn 2 modules. The MAP6(90-221+ 492-614) construct
encompass the 3 of microtubules binding modules Mnl, Mn2 and Mn3. The MAP6(615-952)
fragment corresponds to map6 4th exon which encodes the MAP6 C-terminal repeats (28
repetitions of 11 aa).

As compared to control, MAP6(90-177) fragment increased the microtubule growth rate (Figure
4A) similarly to MAP6-N (Figure 3C). Mnl and Mn2 domains were thus responsible of the
increase of microtubule growth rate. Interestingly the MAP6(90-221+ 492-614) fragment, contrary
to the MAP6(90-177) fragment decreased the microtubule growth rate indicating that the Mn3
domain behave differently from Mn1 and Mn2.

Concerning shrinkage/rescue frequencies, MAP6(90-177) and MAP6(90-221+492-614) fragments,
as MAP6-N, induce a stabilization of microtubules with very little events of shrinkage and a total
rescue of these shrinkage events. Moreover and interestingly we also found that MAP6 (90-
221+492-614) fragment strongly reduced the shrinking speed (Figure 4B), as compared to control.
These results indicate that the presence of Mn3 domain in MAP6 (90-221+492-614) fragment
severely reduced the dynamicity of microtubule (+) ends. In the full-length context of MAP6-N,
Mn3 activity seemed to be inhibited allowing Mnl and Mn2 to increase the microtubule growth
rate. The MAP6 (615-952) fragment did not affect any parameters or microtubule dynamics.
Altogether our results strongly suggest that within MAP6-N domains, Mnl and Mn2 modules
exhibited a positive effect on microtubule dynamic by increasing the growth rate whereas the Mn3

module exhibited a reduction of microtubule (+) ends dynamics.
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Figure 4 : Effect of MAP6 microtubules binding modules Mn on microtubule (+) ends dynamic

(A-B) Effect of MAP6-N fragments on microtubule dynamics. (A) The effect of MAP6 (90-177), MAP6 (90-221+ 492-614) and MAP6 (615-952)
fragments at 150 nM, on microtubule growth rate, shrinkage and rescue frequencies. (B) Kymograph representing the microtubule (+) end behavior in
the presence of MAP6(90-177), MAP6(90-221+ 492-614) and MAP6(615-952) fragments. White star on kymograph indicates the reduction of the
shrinkage speed. Scale bar 20um. Quantification of the shrinking rate were plotted for each fragment. Growth rates were 0.76 + 0.05 pm/min (n=320
min) for control conditions and 1.17 = 0.12 pm/min (n=983 min); 0.61 £ 0.17 um/min (n=913 min); 0.68 + 0.13 um/min (n=613 min) for MAP6(90-
177), MAP6(90-221+ 492-614) and MAP6(615-952) fragments, respectively. Shrinkage rate rates were 20.1 + 4.97 pm/min (n=21 min) for control
conditions and 13.57 + 4.12 pm/min (n=21 min); 1.82 + 0.8 pm/min (n=60 min); 21.1 £+ 7.04 pm/min (n=13 min) for MAP6(90-177), MAP6(90-221+
492-614) and MAP6(615-952) fragments, respectively. Catastrophe frequencies were 0.22 event/min of polymerization for control conditions and
0.017 event/min of polymerization; 0.089 event/min of polymerization and 0.25 event/min of polymerization for MAP6(90-177), MAP6(90-221+
492-614) and MAP6(615-952) fragments, respectively. Rescue frequencies were 0.73% for control conditions; 100%, 100% and 0.10%
(event/shrinkage event) for MAP6(90-177), MAP6(90-221+ 492-614) and MAP6(615-952) fragments, respectively. Statistical significance was
obtained using t test, * p<5%, *** p<0.1%.
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Effect of MAPG6 protein on microtubule (-) ends dynamics

Although less dynamic than the microtubule (+) ends, the microtubule (-) ends also undergo some
length variations in vitro. Recently, proteins of the CAMSAP/Patronin/Nezha family were shown to
specifically target microtubule (-) ends and modulate their dynamics (Hendershott and Vale, 2014;
Jiang et al., 2014; Tanaka et al., 2012; Yau et al., 2014). Here, we monitored as for the microtubule
(+) ends, the possible role of MAP6-N in the control of microtubule (-) ends dynamics using TIRF
imaging (Figure 5). As expected, in control conditions, microtubule (-) ends in the presence of 10
uM of tubulin were extremely dynamic (Figure 5A, top kymographs red arrow) with a
polymerization speed of approximately 0.22 + 0.11 pm/min (n=119 min) and a catastrophe
frequency of 17 % (event/min of polymerization). Strikingly in presence of 150 nM of MAP6-N,
the (-) ends dynamicity was mostly abolished (Figure 5 A bottom kymograph). On some
extremities, very short periods of polymerization were observed followed by a rapid freezing, with
no more polymerization nor depolymerization. We then tested, the propensity of MAP6 fragments
bearing the MAP6 microtubule binding domains, to carry MAP6 effects on microtubule (-) ends
stabilization. Surprisingly, we found that MAP6(90-177) fragment, which contain Mnl and Mn2
modules, inhibited microtubule (-) ends catastrophes (0% as compared to 17%) allowing a
continuous growth of microtubule minus (-) ends (growth rate of 0.24 + 0.06 pm/min; n=1007 min).
In contrast, MAP6 (90-221+492-614) fragment which contains Mnl, Mn2 and Mn3 modules induce
a complete inhibition of microtubule (-) ends growth, as found for MAP6-N (Figure 5B,
kymographs). Altogether these results indicate a role of Mn3 in the blockade of microtubule (-) ends

dynamics.
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Figure 5 : Effect of MAP6-N on microtubule (-) ends dynamic 492-61 4)

(A) Kymograph and pictures taken at different indicated time of microtubules grown from GMPCPP-stabilized microtubule seed (white arrows) with

10 uM of tubulin in the absence (top lines) or in the presence (bottom lines) of MAP6-N (100nM). Red and yellow arrows indicate the dynamic

microtubule (-) and (+) ends extremities respectively. Scale bar = 20um. (B) Percentages of microtubules from (A) which displayed a dynamic minus

(-) ends are plotted. (C) Kymographs showing the dynamics of microtubule (-) ends in the presence of 100nM of MAP6 fragments and obtained as in

(A) are compared to the control and MAP6-N conditions.
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Discussion

MAP6 proteins have been shown to be essential for the stabilization of microtubules in cells at 4 °C
as well as to protect cellular microtubules from nocodazole exposure at 37°C . Such abilities rely on
two types of microtubule binding domains; the Mc and the Mn modules. The Mc modules bind
exclusively to the microtubules at 4°C whereas the interaction of the Mn modules with
microtubules is temperature independent (Bosc et al., 2001; Delphin et al., 2012).

In this study, using purified recombinant MAP6 protein and MAP6 fragments we investigated, in
vitro, the direct interaction between MAP6 and microtubules.

We demonstrated that MAP6 display a high apparent affinity (Kdapp) for microtubules, at
physiological temperature, of 57 nM. This Kdapp value is very similar of the ones exhibited by the
other classical structural MAPs like Tau or MAP2 (Duan and Goodson, 2012; Fauquant et al., 2011;
Goode and Feinstein, 1994). Overall, MAP6 exert a stabilising effect on microtubules preventing
their depolymerisation when the free tubulin is removed, stabilising effect similar to those reported
for Tau and MAP2. Moreover, as reported for Tau (Weingarten et al., 1975), MAP6 allows
microtubule spontaneous nucleation.

Concerning microtubule dynamics; as reported for MAP2 and Tau, MAP6 increases the microtubule
(+) end growth rate and stabilizes these ends by strongly reducing the shrinkage frequency and
allowing rescue events (Drechsel et al., 1992; Gamblin et al., 1996; Kowalski and Williams, 1993;
Trinczek et al., 1995). Altogether, regarding the regulation of microtubule dynamics at the (+) ends,
MAPG6 behaves like the other classical stabilizing structural MAPs. In accordance with the results
obtained in cells after transfection with MAP6 cDNAs (Bosc et al., 2001) we found that MAP6
binding on microtubules at 37°C depends on the Mn modules. More precisely, thanks to several
constructs, we demonstrated that the Mnl and Mn2 modules were mainly responsible of the
stabilization effect observed at microtubule (+) ends; acting positively on microtubule growth rate,
shrinkage rate and shrinkage/rescue frequency. Surprisingly, the Mn3 domain displayed an opposite
effect on the microtubule (+) ends, by strongly reducing the microtubule growth and shrinkage
rates. In the context of the full length protein the effect of the Mn3 domain seemed to be silenced
possibly by another part of the protein, suggesting conformational regulations.

The in vivo regulation of microtubule dynamics by structural MAPs including MAP6 was not
reported to be vital as the deletion of each MAP or even of two of them did not resulted in a
massive microtubule depolymerisation or microtubule instability (Andrieux et al., 2002; Harada et
al., 1994; Ke et al., 2012; Takei et al., 1997). However, the regulation of microtubule dynamics by
structural MAPs might rather very be of importance during neuronal plasticity events when

dynamic microtubules are playing roles when entering the dendritic spines for example (Jaworski et
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al., 2009). In accordance with this possible role in synaptic plasticity during cognitive events, the
deletion, in mice, of either Tau, MAP1 or MAP6 induced plasticity defects (Ahmed et al., 2014;
Andrieux et al., 2002; Takei et al., 2015).

In this study, we also discovered that MAPG6 protein has a strong effect on the microtubule (-) ends.
A very large number of studies have reported the roles of microtubule plus-ends dynamics as well
as of their regulation by the +TIPs or by the structural MAPs. On the contrary, microtubule (-) ends
dynamic is one of the least well-understood aspect of microtubules, in respect of their behaviour
and organization. Similar lack of data also apply for the cellular regulation of the (-) ends dynamics.
Very recently, some studies have characterized a family of proteins targeting specifically the
microtubule (-) ends, the -TIPs, the CAMSAP/Patronin/Nezha family (Hendershott and Vale, 2014;
Jiang et al., 2014; Tanaka et al., 2012; Yau et al., 2014). MAP6, as CAMSAP proteins act on the
minus-ends by strongly reducing their dynamicity and by rapidly freezing this extremity. Using
MAP6 fragments, we determined that the MAP6 effects on the minus-ends contrary to the ones on
the plus-ends were not driven by the Mnl and Mn2 modules but rather carried by the Mn3 module
which seemed to be responsible for the stabilisation of the minus-end mimicking the CAMSAP
effects (Hendershott and Vale, 2014; Jiang et al., 2014; Tanaka et al., 2012; Yau et al., 2014).
CAMSAP proteins stabilize the microtubule (-) ends and form seeds able to undergo polymerizing
and depolymerising events (Yau et al., 2014), it is tempting to propose that the stabilisation of
microtubule (-) ends by the Mn3 domain of MAP6 might contribute to the ability of MAP6 to
nucleate microtubules.

Overall this study demonstrate that even if MAP6 exert similar roles as the structural MAPs tau and
MAP2 on the dynamic of the microtubule (+) ends, MAP6 effects on the microtubule (-) ends is
unique among the MAPs. Moreover, MAP6 exhibit the particularity to have a dual-effect on both
microtubule (+) ends like a structural MAP and (-) ends like a minus-TIP. Further studies will

determine the physiological roles of such dual ability toward the two microtubules ends.
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Supplementary Figure S1: His-MAPG6N purification.

A) Purification scheme of His-MAP6N protein overexpressed in High five
cells. B) Analysis on Coomassie blue stainned gel of proteins during the
purification procedure. Mw: Molecula weight.
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Résumeé de l'article "Microtubules adopt an helical shape in presence of MAP6" by Seggio et al.

Les microtubules sont des ¢léments structuraux importants dans les cellules et vont jouer un role
dans la morphologie et le maintien de la forme de la cellule mais aussi dans la motilité cellulaire et
le transport. Du fait de leur réle et de leur composition, les microtubules adoptent naturellement une
forme droite et sont I’¢lément le plus rigide du cytosquelette. Cependant certaines protéines peuvent
influer sur la flexibilité des microtubules de facon a ce que ceux-ci puissent se courber et assurer
d'autres fonctions au sein de la cellule.

Dans cette étude, a l'aide d'un systéme reconstitué in vitro a partir de protéines purifiées en
vidéomicroscopie, nous avons essay¢ de déterminer si la protéine MAP6 pouvait avoir un effet sur
la structure des microtubules.

Ainsi de facon surprenante, nous nous sommes rapidement aper¢u en DIC microscopie qu'en
présence de la protéine MAPG6, les microtubules perdaient leur forme droite caractéristique pour en
adopter une nouvelle en forme de vague sinusoidale. L'étude en vidéomicroscopie TIRF nous a par
la suite révélée que les microtubules n’adoptaient pas une forme sinusoidale mais adoptaient une
forme d'hélice qui n'avait jamais ¢ét€ observée auparavant, caractérisée en TIRF par des
microtubules apparaissant en pointillés. Des expériences de perfusion ont également permis de
déterminer que l'adoption de cette conformation ne se produit que lors de la polymérisation du
microtubule en présence de MAPG6, celle-ci ne peut modifier la structure de microtubules déja
polymérisés.

L'étude en microscopie TRIF a permis de déterminer certains parametre de I'hélice microtubulaire.
Ainsi du fait de la technologie et du principe du TIRF, nous avons pu déterminer que I'hélice
microtubulaire polymérisait en sens antihoraire. Le pas de I'hélice est d'environ 4,5 pm et est
indépendant de la concentration de tubuline libre. De facon intéressante, I'effet observé se produit
dans une certaine gamme de concentration de la protéine MAP6. Ainsi en dessous de 100 uM de
MAP6, les microtubules restent en conformation droite, alors qu'entre 100 et 200 pM, les
microtubules polymérisent en hélice. Au dela de 200 uM, les microtubules nucléent spontanément,
rendant les observations difficiles. Cependant, dans le cas de la nucléation, les microtubules
semblent au début étre en hélice puis redeviennent rapidement droit, ce qui pourrait s'expliquer par
une rapide déplétion de la concentration en MAP6.

Enfin 1'étude des différentes isoformes révele que la région N-terminale, en particulier les premiers
acides aminés sont nécessaires a l'effet observé. Il semble donc que 'effet ne soit pas restraint aux
domaines de liaisons aux microtubules. De plus, l'utilisation de GMPcpp et de GTPys nous ont
¢galement appris que l'hydrolyse du GTP est nécessaire pour modifier la conformation des

microtubules. Enfin, 1'utilisation de la protéine de bout (+) EB1, capable de reconnaitre la structure
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en feuillet des microtubules en croissance, montre un marquage normal de I'extrémité du
microtubule suggérant que la structure du feuillet ne semble pas modifiée par rapport a des

conditions normales. La détermination du processus responsable de cette torsion reste a faire.
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Abstract

Microtubules are major components of the eukaryotic cells cytoskeleton. They are formed by
af} tubulin dimers which assemble to form protofilaments. These protofilaments then associate
laterally into a sheet which close on himself to form a rigid and straight structure of 25 nm
wide. Structural and mechanical properties of microtubules are matter of recent interest to
determine how they exactly contribute to sculpt cell shape or to supply rigidity in cells. Also
how exactly microtubule flexibility can participate to oriented cellular motility or to the
exploration of specific sub-cellular areas are still open questions. Some microtubule-
associated proteins (MAPs) were recently shown to modulate microtubules stiffness by either
increasing or decreasing microtubule flexibility. Here we reported a novel microtubule shape
induced by MAP6-N protein. Using several microscopy techniques, we indeed demonstrated
that microtubules, in presence of MAP6, adopt a three dimensional helical shape. This
structure depends on MAP6 concentration, is counterclockwise with a pitch of 4.5 um and
requires GTP hydrolysis. The helix thickness is around 1uM, a value compatible with some

metric of mature neurons such as the axon diameter.
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Introduction

Microtubules are dynamic cytoskeletal elements involved in fundamental cellular processes.
They participate to the regulation of the overall shape of cells contributing for example in the
morphological features of the axons, the dendrites or the cilia. Microtubules are the most rigid
intracellular cytoskeletal filaments due to their organization in a straight alpha-beta tubulin
heterodimers hollow tube.

Generally, unless microtubules are exposed to exterior constraints like the viscosity of the
medium or an interaction with the plasma membrane, they tend to remain straight polymers.
However, microtubules have been reported to undergo some deformations such as bending in
specific conditions. Microtubule associated proteins (MAPs) by modulating microtubule
stiffness can influence microtubule bundling efficacy. Indeed Tau and MAP2 have been
reported to increase microtubule stiffness whereas MAP65 reduces it (Dye et al., 1993 ;
Mickey et Howard, 1995 ; Felgner et al., 1997 ; Portran et al., 2013). Another example of
transient and local microtubule flexibility was reported in studies analyzing the joined
behavior of microtubules and actin polymers in the presence of Tau protein (Elie 2015). In
these conditions, when a straight microtubule encounters an actin filament and binds to its
extremity, the microtubule deforms itself to adapt to the soft actin filament shape but rapidly
readopts its initial straight shape and imposes this straight structure to the actin filament (Elie
2015). In physiological conditions microtubule flexibility might be of importance, as for
example in neurons, during the transient entrance of microtubules in the dendritic spines, a
process where microtubules from the dendritic shaft have to operate a strong curvature to
enter the spines (Jaworski et al., 2009).

MAPG6 proteins belong to the structural MAPs family and was shown, when overexposed in
cells, to bind and stabilize microtubules against cold exposure or nocodazole treatment (Bosc
et al., 1996; Bosc et al., 2001; Denarier et al., 1998; Guillaud et al., 1998). Recently,
recombinant MAP6-N protein, the longest MAP6 isoform, was shown to regulate microtubule
dynamics and microtubule nucleation (Seggio et al. in preparation). In this study, using in
vitro assays coupled to microcopy techniques, we demonstrated that when microtubules were
grown in the presence of MAP6-N, they lose their classical shape to adopt a counterclockwise
helical conformation. Using the non hydrolysable analogues of GTP, GMPcpp and GTPys, we
showed that this structural effect necessitated GTP hydrolysis. The ability of MAP6 proteins
to promote microtubule helical conformation required almost the complete MAP6-N as

MAPG6 fragments were unable to promote the torsion of microtubules.



Materials and Methods

Preparation of Tubulin

Tubulin was purified from bovine brain and labeled with ATTO-565 (ATTO-TEC GmbH,
Germany) (Hyman et al., 1991).

Recombinant proteins expression.

For His-MAP6-N expression, full length MAP6-N (amino acids 1 to 952) was cloned in
pFastBac-Htb. For expression of His-MAP6-N-GFP-His the corresponding MAP6-N
sequences where cloned into pFastBac-Htb in fusion with an additional GFP and histidine-Tag
at the C-terminal. Recombinant bacmids where produced by transforming DH10BAC bacteria
cells with the constructs and allowed to obtain baculovirus through transformation of SF9
insect cells using Fugen HD (ThermoFischer). For expression of recombinant proteins, High 5
cells in suspension at 2.10° cells/ml where infected with baculovirus, harvested after 48h of
incubation at 27°C and stored at -80°C.

Purification of the His-MAP6-N

From 50mL of infected Hi5 insect cells culture, the pellet was resuspended in 5 mL of lysis
Buffer containing 50 mM Hepes pH7,4; 400 mM NaCl; 1 mM EGTA/EDTA; 0,5% Triton; 1
protease inhibitor tablet mini (Roche). Cells were then centrifugated at 150 000 xg at 4°C for
30 min and the supernatant was diluted 10 times with the dilution buffer (50 mM Hepes
pH7.,4 ; 0,5% Triton ; 1 mM EGTA/EDTA) and centrifuged again at 150 00xg at 4°C for 30
min. The SN was then loaded on 4 mL Q speharose column equilibrated with Q/SP column
buffer (50mM Hepes pH7,4 ; 200mM NaCl; 0,5% Triton). The flow trough added to 2
column volume washes (Q/SP column buffer) was saved and loaded on 5 mL SP speharose
column equilibrated in Q/SP column buffer. The column was washed with Q/SP column
buffer and eluted with 5 column volumes of SP elution buffer (50 mM Hepes pH7,4 ; 400 mM
NaCl; 0,05% Triton). The SN was heated at 90°C for 25 minutes then centrifugated at 250
000 x g for 15 minutes at 4°C and the SN recovered. Imidazole (6 mM) was added to the
eluate and next loaded on a cobalt column (2 mL) equilibrated with SP-imidazole 6mM
buffer. The cobalt column was successively washed with SP-imidazole 6 mM buffer, SP-
imidazole 20 mM buffer. Elution was performed with SP-imidazole 200 mM buffer. The
eluate was next dialysed (Slide-A-Lyzer Dialysis Cassette ThermoScientific) in BRB80 buffer
(80 mM Pipes ; | mM EGTA ; 1 mM MgCI2 pH6,9) frozen in liquid nitrogen and stored at
-80°C.

Purification of the His-MAP6-N-GFP-His protein

From 50mL of infected HighS5 insect cells culture, the pellet was resuspended in 5 mL of lysis
Buffer containing 50 mM Hepes pH7,4 ; 0,5 M Arginine ; | mM EGTA/EDTA ; 1 protease
inhibitor tablet mini (Roche). Cells were then centrifugated at 150 000 g at 4°C for 30 min
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and the supernatant was diluted 10 times in the dilution buffer (50 mM Hepes pH7,4 ; 100
mM NaCl ; 0,1% Triton ; 1| mM EGTA/EDTA) and centrifuged again at 150 00 g at 4°C for
30 min. The SN was then loaded on 4mL Q sepharose column equilibrated with Q/SP column
buffer (50mM Hepes pH7,4; 150mM NaCl ; 0,05% Triton). The flow added to 2 column
volume washes (Q/SP column buffer) was loaded on SmL SP speharose column equilibrated
in Q/SP column buffer. The column was washed with Q/SP column buffer and eluted with 5
column volume of SP elution buffer (50mM Hepes pH7,4 ; 400mM NaCl ; 0,05% Triton.
Imidazole (6mM) was added to the eluate and next loaded on a cobalt column (2 mL)
equilibrated with SP-imidazole 6 mM buffer. The cobalt column was successively washed
with SP-imidazole 6 mM buffer, SP-imidazole 20 mM buffer. Elution was performed with SP-
imidazole 200 mM buffer. The eluate was next dialyzed in BRB80 buffer, aliquoted, frozen in
liquid nitrogen and stored at -80°C.

TIRF microscopy :

Perfusion chambers were prepared with functionalized silane-PEG (Creative PEGwork) glass
slides. Slides and coverslips were first sonicated in acetone during 30 min then successively
washed in acetone and ethanol 99% during 30 min each steps and rinsed with ultrapure water.
Slides and coverslips were next treated with a solution of 2% hellmanex (Hellma) during 2-3
hours and washed in H20. They were next passived by sonication in a solution of KOH 1M.
Slides were dried and incubated overnight at room temperature under gentle agitation in a
solution of silane-PEG (30kDa, creative PEG-work) at 1mg/mL in ethanol and 0,02% HCL
Coverslips were dried and incubated overnight at room temperature in a solution silane-PEG-
biotin (3,5 kDa, LaysanBio) at 1mg/mL in ethanol and 0,02% HCI. Slides and coverslips were
next washed in EtOH 99% and ultrapure water, dried and stored at 4°C. Perfusion chambers
were assembled between slides and coverslips using double adhesive tape face to form a flow
chamber of a volume around 20 pL.

DIC microscopy

Slides and coverslips were successively washed in acetone and in pure ethanol before being
rinsed with ultra pure water then dried. Perfusion chambers were assembled between slides
and coverslips using double adhesive tape face to form a flow chambers of a volume around
20 pL.

Microtubule polymerization assay in DIC microscopy

The flow chamber was successively prepared by perfusion of BRB80 buffer, solution of
axonemes in BRB8O0 buffer during Smin, BRB80 buffer with 1% casein and finally BRB80
buffer. Microtubules polymerization was initiated with 30 uM of tubulin free with or without
1 uM of MAP6-N. Perfusion were performed approximately after 10 min of polymerization

with BRB80 buffer with or without I uM MAP6-N in order to induce microtubules dilution
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and depolymerization. Samples were visualized on a BX51 fluorescence microscope with
DIC (Olympus) equipped with a CCD camera (HAMAMATSU) 1344 x 1024 pixel imaging
array with a U-CMAD?3 camera adaptator (Olympus) coupled with a camera controller and
image processor (HAMAMATSU), a warming plate HT200 (Minitiib), and controlled by
Hokawo software (version 2.1, HAMAMATSU). Samples were observed using an PlanApo
60X oil immersion objective (Olympus). Time-lapse imaging was performed at 1 frame/Ss
during 1 hour.

Microtubule seeds preparation

Microtubule seeds were obtained by polymerizing 10uM tubulin (50% of biotinylated tubulin
and 50% of ATTO-565 labeled tubulin) in the presence of ImM GMPCPP in BRB80 buffer at
37°C for 1h. Microtubule seeds were then centrifuged for 5 min at 100 000xg, resuspended in
an equal volume of BRB80 with ImM GMPCPP and stored in liquid azote.

Microtubule polymerization in TIRF microscopy

The flow chamber was successively prepared by perfusion of a neutravidin solution (25
pg/mL ; Pierce) in 1% BSA, PLL-g-PEG 2 kDa solution (0,1 mg/mL) (Jenkem) in 10 mM
Hepes at pH 7.4, BSA 1% in BRB80 buffer and finally the microtubule seeds solution.
Microtubules polymerization were initiated with various concentration of tubulin free (10 to
20 uM of tubulin free) (containing 30% of ATTO-565 labeled tubulin and 70% black tubulin)
and with various concentration of MAP6 proteins in TIRF buffer (40 to 200 nM) (50 mM
KCI, 4mM DTT, 1% BSA, 1 mg/mL glucose, 70 pg/mL catalase, 600 pg/mL glucose oxidase,
and 0,02% methylcellulose (4 000 centipoise) in order to allow a low viscosity in the medium
to perform the continuous vizualisation of microtubule growth inside the TIRF field in
BRB80). Thickness of the TIRF field was settled to 100nm during the polymerization assay
and settled to 50 to 500nm in order to reconstitute the helical microtubules. 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). Time-lapse imaging was performed

at 1 frame per 5s with a 80 ms exposure time during 1 hour.

Microtubule reconstitution in TIRF microscopy:
Microtubules were polymerized between TIRF slide and coverslip with 10 uM of free tubulin
in presence of 150 nM of MAP6 during 1 hour at 37°C. Microtubule reconstitution was

realized by modifying the laser incidence angle to increase the evanescent wavelength
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thickness from 0 nm to widefield (>850 nm)

Deconvolution assay :

Microtubules polymerization were initiated between TIRF slide and corverslip with 10 uM of
free tubulin with 150 nM of MAP6 as described previously. Microtubules were fixed with 1%
glutaraldehyde and observed by deconvolution on a epifluorescence microscope (Zeiss
Axioskop 20) equipped with a high pressure mercury vapor lamp 50 W (Zeiss), a cooled
charged-coupled device camera (Photometrics CoolSnap ES) with 1392 x 1040-pixel imaging
array (6,45 x 6,45 um pixels), equipped with 2 shutter drivers (Uniblitz Model VMM-DL and
D122, Vincent Associates). Acquisition were performed at 546 nm excitation during 100 ms,
observed using a NeoFluar 100X oil immersion objective (ZEISS) and controlled by Metavue
software (version 7.8.5.0, Molecular Devices). 3D deconvolution was realised with the
Metamorph software (version 7.8.5.0, Molecular Devices).

Effect of GMP-CCP and GTPyS :

Microtubule polymerization with 1 mM GMPCPP instead of GTP was realized in TIRF
microscopy as described previously with 1 mM of free Tubulin to strongly reduce microtubule
nucleation and with 15 or 150 nM of MAP6 as indicated. Microtubule polymerization with
ImM GTPyS was realized in TIRF microscopy with 30 uM Tubulin free and 150 nM of
MAP6.

Microtubule interaction with EB1 protein

Microtubule polymerization was realized with 15 uM Tubulin and 10 nM EB1 in presence or
in absence of 150 nM of MAP6-N in BRB 80 buffer with I mM GTP. Acquisition was
realized in dual view and treated with ImageJ software.

Analysis of microtubule structure

All image analysis was performed in Image J software.



Results
MAPG6 induces microtubule helical shape

Microtubules formed from tubulin dimers consist in a straight hollow tube of approximately
25nm in diameter. During the study of MAP6-N on microtubule dynamics we observed
abnormal microtubules regarding their shape with curved rather than straight structures.
Indeed, as shown Figure 1A, when observed by DIC microscopy, microtubules polymerized
from axonemes exhibited a straight conformation whereas in the presence of MAP6-N at 1
uM they adopted a wavy shape. We then performed experiments using TIRF microscopy in
order to better visualize and analyse this phenomenon. Again, microtubules polymerized from
microtubule seeds, exhibited a flat aspect in control conditions whereas in the presence of
MAP6-N at 150 nM, microtubules exhibited a wavy shape appearing as dotted lines (Figure
1B). The physical properties underlining TIRF microscopy (evanescent wave) strongly
suggest that the dotted aspect of microtubule obtained in the presence of MAP6-N was not a

two dimensional structure but rather a three dimensional helical structure (Figure 1B).

Microtubule helical shape induced by MAP6-N required co-polymerization with tubulin

We next investigate the ability of MAP6-N to act on polymerised microtubules. Microtubules
polymerised from axonemes were observed by DIC; then fresh medium containing free
tubulin (15 pM) with or without MAP6-N protein (1 uM) was perfused. When the perfusion
was done using free tubulin, straight microtubules remained straight (Figure 1C). In contrast,
when the perfusion medium was containing MAP6-N, straight microtubules formed before
perfusion, remained straight but continue to grow in a wavy shape (Figure 1C, arrows).
Moreover, under these perfusion condition, newly formed microtubules exhibited a wavy
shape (Figure 1C). These results clearly show that the formation of helical microtubules
requires the presence of MAP6-N during the polymerisation phase and that MAP6-N did not

modify the structure of a microtubule already polymerized.
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Figure 1 Effect of MAP6-N on microtubule structure

(A) Real-time observation of the effect of MAP6-N on microtubule structure in DIC microscopy. Microtubules assembled on axonemes
from a 10 pM tubulin solution without or with MAP6-N (1 pM) at several time points. Scal bar S5pum. (B) Real-time observation of the effect
of MAP6-N on microtubule structure in TIRF microscopy at 150 nm field thickness. Microtubules assembled on seeds from a 10 uM tubulin
solution without or with MAP6-N (150 nM) at several time points. White arrows delineate seed extremities and red arrows the microtubules.
Scale bar Sum. (C) Effect of MAP6-N on the structure of preformed microtubules analyzed by DIC microscopy. Microtubules were
polymerized on axonemes from a 10 uM tubulin solution (left panels) and perfused with a 15 uM tubulin solution (to maintain microtubule
polymerization) containing or not MAP6-N protein (I pM). White arrows show the rupture in the microtubule structure with a straight
growth before the perfusion and a curved growth after the perfusion with a medium containing MAP6-N. On the right: schematic

representations of microtubules in the different conditions. Sacle bar Spm.



Microtubule helical shape induced by MAPG6-N is counter clockwise

We next carefully analyse microtubules formed in the presence of MAP6-N by TIRF
microscopy which allow to observe the bottom part of the helical microtubule with
approximately 100 nm thickness. In this condition, we found that all the dots of microtubules
were oriented on the right (Figure 2A). Quantifications performed on a large number of
microtubules indicated that, when co-polymerised with MAP6-N protein, 100% of the
microtubules exhibited a counter-clockwise helix with a pitch of approximately 4,5 um (+/-
0,5 um). We next investigated the effect of tubulin concentration on the pitch length. Varying
tubulin concentration from 10 to 20 uM did not affect the helix pitch (Figure 2A).

By increasing the thickness of the TIRF field, we successfully managed to reconstitute the
entirety of microtubule volume and determined that the thickness of the microtubule helix was
between 750 nm and Ium (Figure 2B). To note, in the presence of MAP6, microtubule

exhibited an helical shape but the overall directionality of the microtubule remained straight.

Microtubule helical shape induced by MAPG6-N is concentration dependant

We next evaluated the relationship between MAP6-N concentration and its ability to induce
microtubule helical shape. As shown in Figure 2B, MAP6-N is able to induce an helix shape
around 150 nM; below this concentration microtubules remain in the classical conformation
and around 200 nM MAP6-N induces microtubule nucleation as previously reported (Seggio
et al. in preparation). In this last condition, microtubule did not polymerized with the helical
shape, however during the first step of nucleation, it seems that microtubules started to
polymerize in a helical conformation but rapidly readopted a flat aspect, phenomenon which
could be explained by the rapid depletion of MAP6-N during the nucleation event (Figure
2B).



A Proportion of Helix pitch (um)
counter/clockwise
08 °
MT 0 0,8 5
0,7
/4 0,6 4
0.5 3
0.4 )
Seed 0.3
0,2 1
— 0,1
0 0
Counterclockwise Clockwise 10 yM Tubulin 15 uM Tubulin 20 uM Tubulin
B 100-200 nm 200-300 nm
300-400 nm 400-500 nm 500-600 nm
TIRF microscopy
TIRF thickness 50nm 250nm 500nm Wild field
C MAPG6-N concentration

40 nM

Straigth Microtubules Helical microtubules Nucleation
- — — - — P

Figure 2 MAP6 induces helical shape microtubules

(A) Schematic representation in TIRF microscopy of a helical microtubule with a counter-clockwise helix. Proportion of counter-clockwise
and clockwise helix on microtubule grown with MAP6-N at 150 nM with 10 uM of tubulin. Quantification of the helix pitch (um) using
TIRF microscopy depending of the tubulin concentration. (B) Image sequence of a helical microtubule at different TIRF thickness field in
order to reconstitute the whole microtubule. Scale bar Spum. (C) Picture of TIRF microscopy displaying the effect of the MAP6-N

concentration on the microtubule structure (10 pM free tubulin). Scale bar 20pum.



Microtubule helical shape induced by MAP6-N is dependent on GTP hydrolysis

We then determine if the hydrolysis of the GTP was necessary to induce the torsion by using
two non hydrolysable analogs of GTP, GMPCPP and GTPys. GMPCPP analog behaves as a
very strong nucleation factor necessitating to work at a very low concentration of tubulin.
When we used 1uM of tubulin and MAP6-N at 150 nM (a concentration able to curve
microtubules at 10 uM GTP-tubulin); nucleation was low and microtubules polymerized with
the classical structure (Figure 3A, panel b). When experiments were performed with
GMPCPP-tubulin at 1uM and MAP6-N at 15 nM (to keep the same ratio between free tubulin
and MAP6-N) we still obtained non-curved microtubules (Figure 3A, panel c). Similar
experiments were realized with 30 uM of tubulin and MAP6-N at 150 nM in the presence of
GTPys and again microtubules polymerized with a non-helical conformation (Figure 3A,
panel d). Altogether these results strongly suggest that the hydrolysis of the GTP is required to

induce the helical conformation observed in the presence of MAP6-N.

MAPG6-N ability to induce microtubule helical shape required large part of the protein

Using different constructions of the MAP6-N protein we next tried to determine which part of
the protein was necessary to induce the microtubule torsion. We used several deletion mutants
of MAP6-N (Table S1) and found that, except the construct deleted for the microtubule
binding domain, Mn3, all constructs failed to induce microtubule helical shape. These results
indicate that parts of MAP6-N are not sufficient to induce the helical shape and that several
parts of MAP6-N might be involved in its ability to deform microtubules.

MAPG6-N action on microtubule structure did not modify microtubule + end structure

We next examine the relationship between MAP6-N action on microtubule structure and the
structure/behaviour of the plus (+) end, the growing extremity of the microtubule. For that, we
monitored the behaviour of the +TIP protein, EB1. Microtubules were polymerised in the
presence of MAP6-N and the ability of EB1 to interacted with microtubules + ends was
monitored, by TIRF microscopy. As shown Figure 3B, EBI nicely decorated helical
microtubules (+) ends and did not seem to alter significantly the overall microtubule
dynamics. This result strongly suggests that microtubule (+) ends and microtubule sheet

structure were not dramatically affected by MAP6-N.
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Tubulin (10uM) + MAP6-N-GFP Tubulin (1pM) + MAP6-N-GFP Tubulin (1pM) + MAP6-N-GFP Tubulin (10uM) + MAP6-N-GFP
(150nM) in BRB buffer with GTP (150nM) in BRB buffer with GMPCPP  (15nM) in BRB buffer with GMPCPP (150nM) in BRB buffer with GTPyS

+ His-MAP6-N
Tubulin EB1

Figure 3 GTP hydrolysis is required for the formation of helical microtubules which bind normally to EB1

(A) Effect of GTP hydrolysis on microtubules structure in the presence of MAP6-N. Images of microtubules in TIRF
microscopypolymerized with GTP or with non-hydrolysable GTP analogs : the GMPCPP and GTPyS. With 15 uM Tubulin and 150 nM of
MAP6-N in presence of | mM GTP microtubules adopted a helical conformation and appeared as dot line (panel a). In the presence of 1 pM
Tubulin (to reduce microtubule nucleation), 150 nM or 15 nM MAP6 (to keep a ratio similar to control conditions) and | mM GMPCPP ,
microtubules remained in a non helical configuration (panel b and ¢ respectivly). In presence of 15 uM Tubulin, 150 nM MAP6 and 1mM
GTPyS the microtubules also remained in a non helical configuration (panel d). Scale bar 15um.

(B) Interaction of EB1 protein with microtubule (+) ends. Images sequence of microtubules, observed in TIRF microscopy, polymerizing
with 15 uM Tubulin and 10 nM EBI in absence (left panels) or in presence of 150 nM MAP6-N (right panels). From left to right : Tubulin,

EB1, merge). White arrows indicate the position of the EB1 comets. Scale bar Spm.
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Discussion

Microtubules are, because of their intrinsic structure, the most rigid, straight element of the
cytoskeleton in the eukaryotic cells. In this study, using purified proteins, we demonstrated
that MAP6 proteins exert a strong effect on the structure of the microtubules. Indeed, in
presence of MAP6, microtubules lost their classical aspect to adopt a totally new
conformation, an helical conformation. This effect is observable in TIRF microscopy when
the concentration of MAP6-N is comprised between 100 nM and 250 nM. However, the effect
of MAP6 on the microtubule structure could be present over 250 nM. Indeed, at this
concentration, MAP6 promotes microtubule nucleation making difficult a global view of the
microtubules. A close examination of microtubules during the the nucleation step indicated
that they first grow with an helical shape which rapidly switch to a straight conformation,
probably due to a strong depletion of MAP6 from the reaction mixture, following the intense
microtubule nucleation.
The effect of MAP6 on microtubule structure is only observed during microtubule
polymerisation suggesting an effect of MAP6 during microtubules closure or on the
microtubule sheet, the structure of growing microtubules (+) ends. However we showed that
the microtubule + Tips protein EB1, was still able to correctly interact with the extremity of
helical microtubules, suggesting that helical microtubule (+) ends display a correct structure.
These results are not in favour of microtubules expansion or closure defects that might have
been induced by MAP6. Moreover, an increase of tubulin concentration is known to induce
microtubules defects and in our experiments an increase of tubulin concentration did not
change the shape nor the pitch of the helix. These results indicate that MAP6 effect on
microtubule structure is independent of the polymerization growth rate and again are not in
favour of the formation of an helical shape in response to microtubule defects. Rather, all
these results suggest that MAP6 induce microtubule helical shape not by making defects
during the polymerisation phase but rather by acting on the microtubule organisation all along
the lattice. In favour of this hypothesis, is the proportion of the counter-clockwise helix
(100%) suggesting that the formation of the helix and the conservation of the pitch was not
made randomly.
In order to explain how MAP6 can induce the modification of the microtubule structure,
several hypothesis can be proposed. MAP6 protein might induce a sliding of the
protofilaments all along the microtubule lattice resulting in the formation of an helix.
Another hypothesis would be that MAP6 binding on microtubule induce constraints on the
microtubule forcing its polymerization in an helical way. This hypothesis requires that MAP6
effect takes place on an asymmetric structure inside the microtubule, i.e. on the microtubule
sheet. Indeed a binding of MAPG6 all along the lattice will nullify the constraints. MAP6
13



binding to the microtubule sheet might stabilize its outside bending, at the opposite of the
lattice closure place. In this condition, the new protofilaments, formed during the
polymerization, will not be able to straighten the microtubule to allow a straight closure
forcing the microtubule to follow the native curvature of the sheet. In the case of microtubule
with 14:3 protofilaments, the microtubule lattice is oriented to the left and if this hypothesis is
right a counter-clockwise helical microtubule is expected (in agreement with or experimental
data).

Our data also suggest an important role of the hydrolysis of the GTP in the formation
of the helix. Tubulin-GTP has been reported to be in a more straight shape than the tubulin-
GDP and the energy generated by GTP hydrolysis could be important to allow the curvature
of the microtubule to induce the helix.

Another question will be to determine if the helical structure induced by MAP6 will remained
stable if MAP6 is subsequently removed from the polymerised microtubules, such an
experiment is not feasible as we have no simple way to remove MAP6 from microtubules
after the polymerisation step.

In this study, we present first evidence that the well-known and admitted straight microtubule
structure might not be the only structure that microtubules can adopt with the possibility to
form an helix. We still need to investigated the physical properties of this new structure
(rigidity, organisation, etc) but also the physiological role of this new microtubules
population.

Indeed, the most intriguing aspect of our results is to try to identify a physiological role of
such helical microtubules, in neurons. Helical microtubules might be unable to form bundles
in neurons and might provide neurons with single microtubules to achieve particular functions
such as spines entry. Indeed, in neurons, some microtubules were shown to quit the axon shaft
to transiently enter inside the dendritic spines (Jaworski et al., 2009). These dynamic
microtubules, able to explore spines, are most probably different from the ones, more stable,
present in the shaft where they enable axonal trafficking, for example.

The helical structure could also play a more mechanistic role of protection against for
example crushing injury on the axon by absorbing some of the force.

Interestingly, the thickness of the helix is between 750 nM to 1 pm, which is compatible with
the size of an axon or of a dendritic spines neck. High resolution imaging of axons have
recently revealed unsuspected actin rings linked with spectrin fibers; it will be of definite
interest to examine if helical microtubules might be present in axons to sustain the precise

axonal diameter (Xu et al., 2013).
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Constructions Microtubule Structure

g‘; Mn1 Mn2 5Mc  Mn3 Cter repeats  GFP g‘; .
His-MAP6-N-GFP-His Helical

Flat
His-MAP6-E-GFP-His

His

His-MAP6-N(90-177)- _ -] Flat

GFP-His

His-MAP6-N(90-221 + m e e Flat

492-614)-GFP-His

His-MAP6-N(615-952)-
GFP-His

Flat

His-MAP6-N(90-221 +
492-952)-GFP-His

His-MAP6-N(aa-57)- 0 LI [T T T Flat

Flat

GFP-His

His-MAP6-N(AMn3)-
GFP-His

Helical

Table S1 : Schematic representation of the different constructions and their ability to induce
microtubule helical shape.

16



Résultats Actine
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Role des protéines MAPG6 sur les réseaux d'actine: étude in vitro

Contexte

L'actine constitue avec les microtubules I'un des constituants majeurs du cytosquelette des
cellules eucaryotes et va se retrouver impliquée dans de nombreux processus de motilité cellulaire
comme la mise en place de structure comme les lamellipodes ou encore les filopodes. L'actine va
ainsi jouer par exemple un role important dans la mise en place et la guidance du cone de croissance
dans les cellules neuronales lors du développement.

Cependant, l'actine peut également jouer un role dans le maintien de certaines structures,
comme par exemple les épines dendritiques (Ramon et al., 1888). Les épines dendritiques
constituent des excroissances de la membrane des dendrites dans les neurones pouvant aller de 1 a 2
um délimitées a leur base au niveau du dendrite par un rétrécissement de la membrane plasmique
constituant le cou de 1'épine dendritique. Cette structure particuliére leur permettent de jouer un role
important dans la transmission synaptique en recevant les signaux cellulaires des axones de
neurones présynaptiques mais €galement un role de compartimentation et de régulation de cette
transmission au niveau du cou de 1'épine dendritique (Araya et al., 2006).

Bien que longtemps considérée comme figée rapidement apreés la naissance, les épines
dendritiques témoignent au contraire d'une grande plasticité structurale, plasticité qui va jouer un
role prépondérant au cours de l'apprentissage. Il a ainsi été montré que les épines dendritiques
subissent continuellement des changements de forme et des turn-over permanents (Matsuzaki et al.,
2004 ; Toni et al., 1999 ; Segal, 2005). Cette plasticité est influencée par l'activité neuronale mais
¢galement augmentée lors d'expériences de potentialisation a long terme (LTP) consistant en
l'augmentation de l'efficacité synaptique aprés une stimulation importante des régions pré-
synaptiques (Holtmaat et al., 2006 ; De Roo et al., 2008 a ; De Roo et al., 2008 b), plasticité médice
entre autre par un remodelage des filaments d'actine. L'actine va ainsi avoir a la fois un réle dans le
maintien de la structure des épines mais également dans la plasticité de ces dernieres (Fischer et al.,
1998).

De fagon intéressante, des altérations de la structure des épines dendritiques ou encore de
leur dynamicité ont été mis en évidence dans les phases précoces des maladies neurodégénératives
comme la maladie d'Alzheimer ou la maladie de Parkinson mais aussi dans les maladies
psychiatriques comme l'autisme ou la schizophrénie. Ces défauts de fonctionnement des épines
dendritiques sous-tendent les troubles cognitifs (apprentissage, mémoire), symptomes communs a

ensemble de ces maladies neuronales (Fuhrmann et al., 2007 ; Toro et al., 2010 ; Blanpied and
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Ehlers, 2004 ; Kasai et al., 2010 ; Melom and Littleton, 2011 ; Wong et Guo, 2013).

Comme nous I'avons vu précédemment, il a été montré chez des souris KO pour MAP6 que
la perte de la protéine entrainait des troubles comportementaux accompagnés de séveres défauts de
plasticité synaptique (Andrieux et al., 2002). De plus le spectre des déficits présents chez la souris
MAP6 KO ainsi que leur réactivités aux antipsychotiques permettent de proposer ce modele animal
comme un mod¢le utile pour 1'étude de la schizophrénie.

Dans ce contexte nous nous sommes demand¢ au sein du laboratoire si les défauts observés dans les
souris KO MAP6 pouvaient impliquer, comme dans le cas des maladies psychiatriques une
altération de la morphologie et/ou de la dynamicité des épines dendritiques.

Ainsi, des études réalisées au sein du laboratoire par Leticia Peris et Mariano Bisbal sur des
neurones primaires d'hippocampe de souris en culture ont montré que la délétion de la protéine
MAPG6 dans ces neurones entraine une perte significative de la densité d'épines dendritiques a la
surface du neurone. De la méme facon, l'utilisation d'ARNs anti-sens dirigés contre la protéine
MAP6 engendre une diminution de cette densité. De plus, des expériences d'activation des neurones
(LTP chimique) ont montré que l'absence de la protéine MAP6 entraine une perte de la stabilisation
de l'actine, dans les épines en réponse a la LTP. En accord avec ces résultats, la ré-expression de la
protéine MAP6 dans des neurones déplétés pour la protéine permettait un rétablissement de la
densité d'épines au méme niveau que le contrdle ainsi que le rétablissement de la stabilité de I'actine
dans les épines en réponse, a une LTP chimique.

Ainsi dans le cas de la souris KO MAP6, les défauts observés semblent impliquer, comme pour les
autres maladies et pathologies décrites précédemment, des altérations de la stabilit¢ et de la
dynamicité des épines dendritiques.

De facon a déterminer quelles régions de la protéine pouvaientt étre impliquées dans le phénotype
observé, de nombreuses constructions ont été testées sur ces neurones afin de rétablir la densité
d'épines. De facon surprenante, il a ainsi ét¢ montré que la région centrale de la protéine MAP6,
contenant les domaines de liaisons aux microtubules au froid (modules Mc), permettait un
rétablissement du phénotype.

Lorsque le cDNA codant pour les modules Mc de MAP6 a été transfecté dans des cellules
Hela (dépourvue de MAP6) nous avons eu la surprise de voir une co-localisation avec l'actine.

La caractérisation d'une éventuelle interaction directe entre ces modules Mc et l'actine a été

entreprise.
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Résultats

Dans un premier temps, nous avons testé une possible interaction directe de la protéine
MAPG6 avec l'actine in vitro en pellet assay. Nous avons ainsi montré que la protéine MAP6-N
pouvait intéragir de facon directe avec les filaments d'actine. L"interaction des modules Mc avec
l'actine semble étre beaucoup moins forte que celle de la protéine enticre (figure 1). Toutefois, une
centrifugation a plus faible vitesse (15 000g au lieu de 100 000g) apres l'interaction des protéines
avec l'actine a permis de montrer que la protéine MAP6-N ainsi que les modules Mc étaient
capables d'induire la formation de faisceaux d'actines (qui ne peuvent pas se former uniquement
avec de l'actine G) montrant également la capacité des modules Mc a interagir avec l'actine pour
former des faisceaux. De fagon a quantifier la formation de ces faisceaux, diverses concentration de
Mc ont été appliqués a l'actine filamenteuse. La formation de ces faisceaux semble ainsi atteindre
un plateau a partir d'une certaine concentration de MAP-N (221-445) (environ 250 a 500 nM pour 2
uM d'actine G) (figure 2).

Afin de nous assurer que l'actine dans le culot obtenue a 15000 g correspond bien a de l'actine en
faisceau et non a une agrégation de filamens d'actine, nous avons par la suite regard¢ la
polymérisation de l'actine G en TIRF en présence ou en absence des modules Mc (MAP6-N 221-
445). Ainsi en absence des modules Mc, I'actine polymérise, reste labile dans le champ du TIRF et
les filaments ne s'associent pas pour former des faisceaux. Au contraire, la présence des modules
Mc induit la formation de faisceaux, indiquant que les modules Mc sont capables d'interagir avec

les filaments d'actine pour les assembler en faisceaux.
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Figure 1 : Interaction des protéines MAP6-N et MAPG6-N (221-445) avec les filaments d'actine

Les filaments d'actine ont été prépolymerisés avec 2uM d'actine G puis mis a incuber avec ou sans les différentes
protéines MAPG-N et MAPG6-N(221-445) a 1uM, puis centrifugés. (A) Les filaments d'actine ont dans un premier temps
étaient centrifugés a 100 000g et les surnageants (Sn) et culot (P) déposés sur gel afin de mettre en évidence une

intéraction directe entre les filaments et les protéines. (B) Dans un second temps les filaments ont été successivement
centrifugés a 15 000g (P, ) pour centrifuger uniquement les faisceaux d'actine puis a 100 000g (P, ) pour centrifuger

les filaments simples.

De facon intéressante, les modules Mc furent initialement décrits comme étant capable de lier et de

stabiliser les microtubules au froid et sont incapables de lier les microtubules a 37°C.
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Figure 2 : Ativité de formation de faisceaux par la protéine MAP6-N (221-445)

(A) Les filaments d'actine ont été prépolymérisés et incubés avec différentes concentration de MAPG6-N (221-445) avant
d'étre centrifugés a 15 000g. Les culots ont ensuite été déposé sur gel acrylamide 10% (partie gauche du gel). La
concentration totale de MAPG6-N (221-445) (Mc) utilisée pour chaque conditions lors de l'incubation a était déposée
sur la partie droite du gel. La quantité d'actine centrifugée a par la suite était rapporté a la quantité d'actine G initiale
(en utilisant le logiciel image J) pour déterminer le pourcentage d'actine en faisceaux (B). Le graphique représente la
valeur moyenne et les barres d'erreurs la déviation standart d'au moins 4 expériences différentes. (C) Image en

microscopie TIRF représentant l'aspect des filaments d'actine en présence de concentration croissante de MAP6-N
(221-445).
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De plus, le nombre de répétitions des modules Mc au sein des especes peut varier de 1 pour
I'homme a 9 pour certains rongeurs et il existe une corrélation entre le nombre de modules Mc et la
capacité a faire de la torpeur ou a hiberner (Delphin et al., 2012). Un seul domaine Mc n'est pas
capable de stabiliser les microtubules au froid (Bosc et al., 2001)

Ainsi, le rat posséde 5 modules Mc au sein de la protéine MAP6 tandis que chez 1'homme, seul le
dernier module Mc, appelé RS, est présent. De plus ce module se retrouve étre une répétition
légérement dégénéré par rapport aux 4 autres modules chez le rat. Nous nous sommes ainsi
demand¢ si un seul module Mc était capable d'interagir avec l'actine pour former des faisceaux ou si
deux modules étaient nécessaires pour faire le lien entre deux filaments d'actine.

Ainsi une expérience de pellet assay a été réalisée avec la protéine MAP6-N(360-451), exprimant
les modules R4R5 ou avec la protéine MAP6-N(157-202) exprimant seulement le module R5. Nous
avons ainsi pu montrer que 2 modules Mc sont toujours capable de former des faisceaux d'actines et
de fagon intéressante, le module R5 est également capable de former des faisceaux. La formation
des faisceaux ne passerait donc pas par une répartition des modules Mc entre les filaments d'actine
mais soit par une capacité de chaque module Mc a lier plusieurs filaments d'actine ou bien par une
interaction entre les différents module Mc.

Le module R5 est présent chez 'homme indiquant que I'effet de MAP6 sur l'actine au sein des

épines est possiblement un mécanisme également actif chez 'homme.

Actine 2uM
Sn P15 P100

Sn Ps Pioo Sn Pis P00
MAPG6-N(360-451)
| — Actine
Sn P15 P100 Sn P15 F)100
- W e— -« Actine
—— PR <€ MAPG6-N(157-202)

Figure 3 : Activité de formation de faisceaux d'actine par les les protéines MAP6-N(360-451) et MAP6-N(157-202).
Les filaments d'actine ont été prépolymérisés avec 2uM d'actine G puis mise a incuber avec ou sans les différentes

protéines MAPG6-N(360-451) et MAPG6-N(157-202) a 1uM, puis centrifugés. Les filaments ont étaient successivement

centrifugés a 15 000g (P, ) pour centrifuger uniquement les faisceaux d'actine afin de metire en évidence une capacité

de formation de faisceaux des protéines, puis a 100 000g (P, ) pour centrifuger les filaments simple.
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Conclusion

La protéine MAP6 semble donc étre un acteur majeur de la régulation de l'actine et des études
complémentaires détermineront le role exact de la protéine MAP6-N sur l'ensemble des aspects de
cette dynamique (nucléation, bundling, stabilisation). De plus les régulateurs de l'actine comme la
profiline contiennent des domaines SH3 qui lient de nombreux domaines PRD, la prot¢ine MAP6
contenant plusieurs PRD on peut imaginer, en sus des régulations directes identifiées ici, des

régulations indirectes de la dynamique de I'actine, par MAP6.
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Matériel et méthode Actine :
Purification de I'Actine et de la profiline:
L'actine G a été purifiée a partir de muscle squelettique de lapin et marquée avec 1'Alexa-568

comme décrit dans le papier de Reymann et al., 2011.

Clonage des plasmides

La protéine His-MAP6-N-GFP-His correspondant aux acides aminés numéro 1 a 952 de la protéine
d'aprés la référence de la protéine de rat MAP6-N numéro NP_058900 a été clonée dans le plamside
pFastBac-Htb.

Les protéines His-GFP-MAP6-N(221-445)-His, His-GFP-MAP6-N(360-451)-His correspondent
respectivement a la protéine MAP6-N de rat (référence NP_058900) des acides aminés numéro 221
a 445 et 360 a 451. Pour chacune de ces constructions le tag GFP se situe en partie N-terminale de
la protéine.

La protéine His-GFP-MAP6-N(157-202)-His correspond quant-a-elle aux acide aminés 157 a 202
de la protéine MAP6-N de souris (référence NP_034967).

Production du Bacmid

La production du Bacmid a était réalisée dans les bactéries DHI0BAC.

0,4 pL de chacune des constructions d'ADN décrites précédemment ont été¢ déposées sur les
bactéries. Ces dernic¢res ont par la suite étaient mises sur la glace pendant 30 min puis chauftées
dans un bain marie a 42°C pendant 50 sec et remises sur la glace pendant 2 min. Elles ont ensuite
été¢ diluée dans 800 pL de SOC buffer pendant 4h a 37° (Thermofischer) sous agitation avant
d'étaler sur 20 puL de bactéries sur une boite de pétri LB (avec de la kanamycine (50mg/mL) +
gentamycine (10mg/mL) + tetramycine (10mg/mL) + IPTG (200ug/mL) + Xgal (100ug/mL)) et
incubées sur la nuit a 24°. Les colonies ayant poussées ont ensuite été prélevées et resuspendues
dans 14mL de milieu LB avec les antibiotiques précedent pendant 24 sous agitation a 37°.

La Miniprep des différents bacmids a été réalisée en utilisant le kit de purification de plasmide

d'ADN de Macherey-Nagel.

Transformation des cellules d'insectes SF9 and production du virus
20uL d'ADN de Bacmid a ensuite été dilué dans 180uL d'eau ultrapure et 7ul. de Fugen HD
(Thermofischer) et incubé 5 min a température ambiante. Le bacmid a ensuite été déposé sur les

cellules d'insectes SF9 dans des flasque de culture T25 (Greiner bio-one) a environ 30% confluence
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dans 2mL de milieu SF 900-II1 (Thermofischer) en absence de gentamycine et incubé a 37°C
pendant 72h. 24H apres ajout du bacmid, le milieu de culture a ét¢ complémenté avec 3mL de
milieu de culture SF 900-I1I avec gentamycine (10mg/mL). Apres 72h d'infection, la production du
virus a été amplifiée en ajoutant 1,5mL du milieu de culture infecté de la flasque de culture T25 sur
des cellules SF9 a environ 30% confluence dans 15mL de milieu de culture SF 900-II1 dans une
flasque de culture T75 avec genamycine (10mg/mL). Apres 72h, les cellules sont centrifugées a 2

000g pendant 5 min, le surnageant a été récupéré, congelé dans 1'azote liquide et conservé a -80°C.

Production des protéines dans les cellules d'insectes HiS

Des cellules d'insectes Hi5 a 10° cellules/mL dans du milieu de culture express5 (Thermofischer)
avec 10mg/mL de gentamycine, 20mM L glutamine et 0,25mg/mL de fongizone ont par la suite été
infectées avec les différents virus présent dans le milieu de culture des cellules SF9 contaminées en
ajoutant environ 5 @ 10% du volume final du milieu de culture des cellules Hi5. Ces derniéres ont
ensuite été incubées pendant 48h a 37°C. Les cellules Hi5 ont par la suité été centrifugées a 2 000g

pendant Smin, le surnageant a été récupéré, congelé dans 1'azote liquide et conservé a -80°C.

Purification de la protéine His-MAP6-N-GFP-His

A partir de 5S0mL de cellules d'insectes infectées Hi5, le culot a été resuspendu dans SmL de tampon
de lyse (0,5M Arginine ; 50mM Hepes pH7.,4; ImM EGTA/EDTA ; 1 tablette d'inhibiteur de
protéase (Roche)). Les cellules ont ensuite été centrifugées a 150 000g pendant 30 min a 4°C et le
surnageant a ét¢ dilué dans dix fois son volume dans le tampon de dilution (Hepes S0mM pH7.,4 ;
NaCl 100mM ; 0,1% Triton ; ImM EGTA/EDTA) puis centrifugé une nouvelle fois a 150 000g
pendant 30 min a 4°C.

Le surnageant a ensuite ét¢ déposé sur 4mL d'une colonne de Q sepharose préalablement équilibrée
(Hepes 50mM pH7,4 ; NaCl 150mM ; 0,05% Triton). Le surnageant passé a travers la colonne ainsi
que 3 fois le volume de colonne lavée avec du tampon d'équilibration a été récupérés et deposé sur
SmL de colonne de SP sepharose préalablement équilibré (Hepes S0mM pH7,4 ; NaCl 150mM ;
0,05% Triton). La colonne a ensuite été lavée avec le méme tampon et ¢luée avec 5 fois le volume
de colonne avec du tampon d'¢lution (Hepes S0mM pH7,4 ; NaCl 400mM ; 0,05% Triton). L'éluat
plus 6mM d'imidazole a ensuite été déposé sur 2mL de colonne de Cobalt (équilibrée avec Hepes
50mM pH7,4 ; NaCl 400mM ; 0,05% Triton ; 6mM Imidazole). Le surnageant a ensuite été déposé
sur une colonne de Cobalt préalablement équilibré (Hepes 5S0mM ; NaCl 400mM ; 0,02% Triton ;
20mM Imidazol). La colonne a ensuite été successivement lavée avec le méme tampon

d'équilibration mais avec 20 puis 40mM Imidazole. L'élution a été réalisée avec 200mM Imidazol.
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L'¢éluat a ensuite été dialysé (Slide-A-Lyzer Dialisis Cassette ThermoScientific) dans du BRB80
KCI1 (80mM Pipes ; ImM EGTA ; ImM MgCl,; 50mM KCI pH6,9), aliquoté, plongé dans 1'azote

liquide et conservé a -80°C.

Purification des protéines His-MAP6-N(221-455)-GFP-His / His-MAP6-N(360-451)-GFP-His /
His-MAP6-N(157-202)-GFP-His

A partir de 50mL de cellules d'insectes infectées HiS5, le culot a été resuspendu dans SmL de tampon
de lyse (0,5M Arginine ; 5S0mM Hepes pH7,4 ; 1 pastille d'inhibiteur de protéase (Roche). Les
cellules ont ensuite été centrifugées a 150 000g pendant 30 min a 4°C et le surnageant a été dilué
dans dix fois son volume dans le tampon de dilution (Hepes 5S0mM pH7,4 ; NaCl 200mM ; 0,02%
Triton) puis centrifugé une nouvelle fois a 150 000g pendant 30 min a 4°C.

Le surnageant a ensuite ét¢ déposé sur 4mL d'une colonne de Q sepharose préalablement équilibré
(Hepes 50mM pH7,4 ; NaCl 150mM ; 0,02% Triton). Le surnageant passé a travers la colonne ainsi
que 5 fois le volume de colonne lavée avec du tampon d'équilibration a été récupérés et la
concentration de NaCl réajustée a 400mM. Le surnageant a ensuite ét€ déposé sur une colonne de
Cobalt préalablement équilibré (Hepes S0mM ; NaCl 400mM ; 0,02% Triton ; 20mM Imidazol). La
colonne a ensuite été successivement lavée avec le meme tampon d'équilibration mais avec 30 et
50mM Imidazol. L'elution a été réalisée avec 200mM Imidazol. L'éluat a ensuite été dialisé (Slide-
A-Lyzer Dialisis Cassette ThermoScientific) dans du BRB80 KCI (80mM Pipes ; ImM EGTA ;
ImM MgCl> ; 50mM KCl1 pH6,9), aliquoté, plongé dans 1'azote liquid et conservé a -80°C.

Pellet assay :

L'actine G purifiée (collaboration avec Laurent Blanchoin, BIG-CEA-Grenoble) est mise a
polymériser a 2uM en présence de 2uM de phalloidine de fagon a stabiliser les filaments d'actine
une fois polymérisés a 30°C pendant 1h dans le tampon de polymérisation (2mM Tris PH 8,0 ;
10mM imidazole ; SOmM KCIl; 1mM EGTA ; ImM MgCl; 200uM Adénosine Tri-Phosphate ;
500uM DTT ; 100uM CaCly).

L'actine polymérisée est ensuite mise en interaction ou non avec les différentes constructions de la
protéine MAP6 a 2uM pendant 1h a 30°C dans du tampon de polymérisation.

Les différentes conditions sont ensuite centrifugées soit a 15 000g pendant 25 min pour ne
récupérer que les filaments d'actine en faisceaux, soit a 100 000g pendant 10 min pour récupérer
lI'ensemble de I'actine F (en faisceaux et en filament simple).

Les culots et les surnageants sont par la suite séparés, les culots sont resuspendus dans le méme

volume initial de tampon de polymérisation puis les culots et les surnageants déposés sur un gel
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d'acrylamide 10% et analysés par révélation au bleu de Coomassie.

Préparation des lames et lamelles de TIRF

Les chambres de perfusion ont été préparées avec des lames et lamelles en verre recouvertes PEG-
silane activé (Creative PEGwork). Les lames et lamelles ont dans un premier été sonicées dans un
bain d'acétone pendant 30 min puis successivement lavées dans de I'acétone puis de 1'éthanol a 99%
pendant 30 min en lavant les lames et lamelles a I'eau distillée entre chaque étape. Les lames et
lamelles sont ensuite traitées dans une solution d'hellmanex 2% (Hellma) pendant 2 a 3 heures puis
lavées a l'eau distillée et sonicées dans une solution de KOH 1M avant d'étre séchées et mises a
incubées sur la nuit dans une solution de PEC-silane (30kDa, creative PEG-work) a Img/mL dans
de 1'éthanol et 0,02% Hcl dans le cas des lames, et dans une solution de PEG-silane biotin (3,5
kDa,LaysanBio) a 1 mg/mL dans le cas des lamelles a température ambiante. Les lames et lamelles
sont ensuite lavées avec de I'éthanol 99%, rincées a I'eau distillée puis séchées. Les chambres de

perfusions sont ensuite assemblées entre lame et lamelles en utilisant du scotch double face.

Polymérisation de I'actine en vidéomicroscopie TIRF

La chambre de perfusion est initialement lavée en perfusant une solution de tampon de
polymérisation avec de la BSA 1%. La polymérisation de I'actine est ensuite initi¢ avec un mix de
300nM d'actine G (contenant 66% d'actine G non marqué et 33% d'actine G atto-565) avec ou en
absence des différentes constructions de MAP6 dans du tampon de polymérisation TIRF (2mM Tris
PH 8,0; 10mM imidazole ; 50mM KCIl; 1mM EGTA ; 1mM MgCl,; 200uM Adénosine Tri-
Phosphate ; 500uM DTT ; 100uM CaCly; BSA1% ; 70 pg/mL catalase; 600 pg/mL glucose
oxidase ; 1 mg/mL glucose ; 300 nM profilin ; 0,1% methylcellulose (4 000 centipoise)). La
polymérisation de l'actine est ensuite visualisée sur un microscope inversé (Eclipse Ti, Nikon)
équipé du systéme TIRF ilas (Roper Scientific) couplé a une camera (EMCCD Evolve 512,
Photometrics), une plaque de contrdle de la température (LINKAM MC60), et controlé par le
logiciel MetaMorph (version 7,7,5, Molecular Devices).

Les ¢échantillons sont excités avec un laser a 561nm et observé via un objectif a immersion d'huile
Apochromat x60 NA 1,49. L'acquisition a été réalisée a 1 image toute les 5 secondes avec un temps

d'exposition de 80 ms pendant 1 heure.

Analyse de la proportion de faisceaux d'actine
L'analyse des expériences de pellet assay ainsi que la proportion de faisceaux d'actine formée en

TIRF a été réalisée en utilisant le logiciel imageJ
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Discussion generale
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Les microtubules sont des éléments importants des cellules eucaryotes. Ils forment un réseau qui
peut présenter de multiple organisation spatiale dépendant notamment de leurs dynamicité et de
leurs interactions avec d'autres facteurs protéiques. Dans les neurones, les microtubules sont
particuliérement stables, présentant une résistance a diverses drogues depolymérisantes comme le
nocodazole ou encore une résistance a la dépolymérisation induite par le froid. Des études au sein
du laboratoire ont permis de mettre en évidence le réle important de la famille de protéine MAP6
dans cette stabilit¢ des microtubules en étant responsable de la stabilisation des microtubules au
froid, mais également a température physiologique. L'absence de la protéine MAP6 entraine des
défauts biologiques et comportementaux réminiscents de certains symptomes de la schizophrénie.
Certains de ces défauts et notamment les troubles cognitifs sont corrigés par l'injection d'épothilone
D ou le Davunetide, deux drogues régulant la dynamique et la stabilité des microtubules (Andrieux
et al., 2006; Fournet et al., 2012; Merenlender-Wagner et al., 2010). L'effet positif de ces drogues
microtubulaires sur les altérations biologiques des souris KO MAP6 laissaient penser que la
protéine MAPG6 pouvait étre cruciale pour réguler la dynamique ou la stabilité microtubulaire.

La prot¢ine MAP6 est une protéine associée aux microtubules qui présente différents
domaines d’interaction avec les microtubules identifiées dans le laboratoire. La protéine MAP6
posseéde ainsi des modules Mc, répétés au sein de la protéine, responsables de la stabilisation des
microtubules au froid ainsi que 3 modules Mn responsable de la stabilisation a 37°C des
microtubules en présence de nocodazole (Bosc et al., 2001). Cependant aucune étude sur
l'interaction de MAP6 avec les microtubules ou sur les effets de la protéine sur leur dynamique
n'avait été réalisée. Le principal objectif de ma thése a ainsi été de caractériser l'interaction et les
effets de la protéine MAP6 sur les microtubules et de tenter de déterminer quels modules ou régions

de la protéine étaient concernés.

A/ Interaction de la protéine MAPG6 et effet sur la dynamique des microtubules

Grace a la mise au point de la microscopie TIRF permettant de suivre en temps réel la
polymérisation des microtubules, nous avons pu étudier dans un premier temps les effets de la
protéine MAP6 sur les microtubules a température physiologique, puis dans un second temps a
l'aide de différentes constructions nous avons tenté¢ de déterminer quelles régions de la protéine
¢taient impliquées dans les effets observés.

Ainsi, bien que longtemps caractérisé pour sa capacité a protéger les microtubules d'une
exposition au froid, la protéine MAP6 s'installe aujourd'hui comme une MAP classique a part
entiere. En effet nos résultats nous ont permis de montrer que la protéine MAP6 était capable

d'interagir de fagon directe avec les microtubules a 37°C.
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Elle est capable d'induire la nucléation spontanée des microtubules en dessous de la concentration
critique de nucléation de la tubuline et cette nucléation implique en partie les modules Mn3. De
facon intéressante il a également ét¢ montré que la protéine MAP6 pouvait dimériser via son
module Mn3. Ainsi la protéine pourrait induire la nucléation des microtubules en intéragissant avec
la tubuline libre et par dimérisation de la protéine MAP6 faciliter le rapprochement et la

stabilisation d'ébauche de microtubules facilitant par conséquent la nucléation (Gory et al., 2014)

Nous avons montré que MAP6 permet la stabilisation et la régulation de la dynamique de
l'extrémité + des microtubules. La protéine MAP6 va permettre d'augmenter la vitesse de
polymérisation des microtubules mais également de diminuer la fréquence de catastrophe et
permettre l'apparition d'événements de sauvetage. Ainsi la protéine MAP6 présente les mémes
caractéristiques que certaines MAPs structurales classiques telles que Tau, MAP1, MAP2 ou encore
la protéine DCX.

Les différentes constructions de MAP6 nous ont permis de mettre en évidence l'importance des
modules Mn dans les effets observés. En effet, au niveau des extrémités + des microtubules, leur
dynamique est principalement régulée par les modules Mnl et Mn2 qui permettent de mimer a eux
seuls les effets de la protéine MAP6 sur le bout (+) des microtubules. Cependant et de fagon
intéressante nous avons observé que le modules Mn3 se comportait de fagon tout a fait contraire aux
deux premiers modules Mnl et Mn2 en réduisant la vitesse de polymérisation des microtubules. De
plus, aux cours de nos expériences, nous avons pu voir que la protéine MAP6, contrairement aux
autres MAPs structurale classique avait une caractéristique unique au niveau de l'extrémité (-) des
microtubules. En effet, les MAPs structurales permettent de stabiliser 1égérement les bouts (-) des
microtubules permettant une polymérisation continue et une réduction de la fréquence de
catastrophe des bouts (-). La protéine MAPG6 elle interagit avec les bouts (-) des microtubules et
diminue puis fige rapidement la polymérisation de cette extrémité. La protéine MAP6 se comporte
ainsi plutét comme une protéine du bout (-) des microtubules, protéines appelées (-TIPs) telles les
protéines de la famille CAMSAP. Ces protéines comme MAP6 diminuent la proportion de bouts (-)
qualifiées de dynamique (c'est a dire qui montre des phases de polymérisation ou de
dépolymérisation) et figent cette extrémité. L'étude de cet effet a I'aide des différentes constructions
de MAP6 nous a permis ainsi de mettre en évidence un role crucial de la présence du module Mn3.
En effet, en présence uniquement du module Mnl et Mn2, la protéine MP6 se comporterait au
contraire comme les MAPs structurales classiques puisque nous avons pu observer une
polymérisation continue et stable des extrémités (-). En présence du module Mn3, les bouts (-) sont

figés indiquant le réle crucial de ce module dans la régulation de la dynamique des bouts (-) des
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microtubules. Ainsi la protéine MAP6 présente une dualité unique au sein des MAPs en se
comportant a la fois comme une MAP structurale mais également en se comportant comme une
-TIPs.

Il serait a présent également intéressant d'étudier les modules Mn séparément afin de déterminer si
un seul des modules Mn1 ou 2 peut mimer les effets de la protéine MAP6 sur la dynamique du bout
(+) des microtubules. De la méme fagon il serait intéressant de regarder l'effet uniquement du
module Mn3 sur l'extrémité (-) du microtubule afin de voir si sa présence est suffisante pour mimer
les protéines CAMSAPs ou si il faut un effet coopératif avec les modules Mnl et 2. Il serait
également intéressant d'observer le comportement du bout (-) des MTs dans les cellules déficientes
en MAP6.

La protéine MAP6 joue donc un réle important dans la régulation des microtubules et elle pourrait
jouer ainsi un role clé dans le développement et la mise place du réseau microtubulaire qui pourrait
ainsi expliquer chez les souris KO MAP6 certains des phénotypes observés, ceci en induisant des
défauts de neurotransmission qui pourraient étre du en partie a une dérégulation du réseau
microtubulaire. De plus, I'effet dual de la protéine MAP6 sur la dynamique des microtubules
pourrait jouer un réle important dans la nucléation non centrosomale ou encore non golgienne. En
effet, une hypothése des protéines CAMSAPs serait une stabilisation de I'extrémité négative des
microtubules qui agirait alors comme amorce de polymérisation des microtubules pouvant subir de
facon successive des cycles de polymérisation et dépolymérisation. En accord avec cette hypothese,
des études récentes de nucléation au sein du laboratoire avec la protéine MAP6-N sans le module
Mn3 ont montrées que la nucléation des microtubules était diminuée en absence du module Mn3
dans la protéine MAP6-N. Ainsi la protéine MAP6 pourrait jouer un role important de nucléateur de
microtubules dans la cellule. Elle pourrait agir dans des endroits difficilement accessible par la
nucléation radiale du centrosome en permettant de stabiliser les bouts (-) des microtubules en
formation et en stabilisant et régulant également a la fois l'extrémité (+) du microtubule dans un
environnement globalement pauvre en tubuline libre afin de maintenir son intégrité comme cela a
par exemple était montré pour la protéine CLASP (+TIPs) dans la nucléation golgienne. Ces
propriétés pourraient étre particulierement importantes dans les neurones, cellules ou les

mécanismes de nucléation microtubulaire reste mal connus.
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B/Effet sur la structure des microtubules

Les microtubules sont les éléments du cytosquelette les plus rigides des cellules eucaryotes; ils
adoptent nativement une structure droite et rectiligne au sein de la cellule. De part leur
caractéristiques structurales ils vont jouer un rdle important dans la structure de la cellule mais sont
aussi impliqués dans de nombreux processus cellulaires comme la motilité ou encore le transport de
vésicules. Dans la cellule différents facteurs vont étre capable d'altérer la rigidité des microtubules
pour leur permettre de répondre a certains besoins particuliers ou d'atteindre certains espaces
subcellulaires.

De nombreuses études ont permis de montrer que certaines protéines ou MAPs étaient
capable de modifier la rigidité des microtubules les rendant plus ou moins flexibles. Cependant
aucune ne décrit une modification aussi importante de la structure méme du microtubule similaire a
celle observée en présence de la prot¢ine MAP6. Nous avons en effet rapidement observé que la
protéine MAP6 changeait drastiquement la structure des microtubules en leur faisant adopter une
structure hélicoidale qui se met en place au cours de la polymérisation du microtubule. Cet effet
semble prendre place uniquement dans certaines gammes de concentration de MAP6. Ce résultat
reste cependant a nuancer car les effets observés se produisent pour une concentration supérieure a
100nM et en dessous de 250nM de MAP6-N en vidéo-microscopie TIRF. Au dela de 250 nM les
microtubules commencent a nucléer spontanément rendant difficile les observations. Cependant ces
derniers semblent au début polymériser en forme d'hélice mais trés vite ré-adoptent une forme
droite ce qui pourrait s'expliquer non pas par le besoin d'un rapport de concentration de MAP6-N
précis mais par une déplétion rapide de la concentration de MAP6-N dans le milieu suite a la
nucléation spontanée.

De facon a mieux comprendre comment la protéine MAP6 induisait cette structure nous avons
essayer de comprendre si ceci pouvait étre du a une malformation ou des défauts de fermeture du
microtubule au cours de sa polymérisation. Cependant, le fait que la totalit¢ des microtubules
adoptent une hélice antihoraire en présence de MAP6-N laisse penser a un effet de la protéine qui
ne soit pas aléatoire et qui semble se répéter tout du long du microtubule de fagon a induire cette
structure particuliére. De plus, la concentration de tubuline n'influe pas sur le pas de I'hélice. En
effet, I'augmentation de la concentration de tubuline permet une augmentation de la vitesse de
polymérisation et augmente ainsi l'incorporation de défauts au sein de la structure du microtubule.
Dans le cas ou l'effet serait dii a une incorporation de défauts, le pas de 1'hélice ne serait dans un
premier temps pas fixe, puisque l'incorporation serait aléatoire, et enfin le pas d'hélice aurait
tendance a augmenter avec la vitesse. Or dans cette expérience, le pas de I'hélice n'est pas modifié

suggérant que l'effet n'est pas du a une malformation et que celui-ci serait plutdt du a un effet sur la
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composition du microtubule ou de son assemblage expliquant la répétition de I'hélice. Le fait que la
protéine EB1 soit également toujours capable de lier I'extrémité des microtubules est également en
faveur de I'hypothese selon laquelle la modification observée n'est pas du a une malformation des
microtubules ou une anomalie de structure ou de fermeture au niveau du feuillet d'expansion du
microtubule.

Des expériences en microscopie STORM ont également été réalisées a Bordeaux de facon a
déterminer de fagon précise la structure du microtubule en présence de MAP6 et montrer qu'il s'agit
bien d'une hélice. Cependant nous avons rencontré des difficultés de mise au point, rendant difficile
l'acquisition, la plupart des expériences réalisée en STORM étant faite sur des cellules et non en
systeme reconstitué. Nous sommes donc actuellement en train de déterminer quelles conditions
pourraient permettre en STORM de reconstruire en 3D le microtubule hélicoidal.

Enfin, pratiquement la totalit¢ des constructions de MAP6 qui ont été produites au sein du
laboratoire ne sont pas capables de permettre la torsion des microtubules suggérant un effet
coopératif de différentes régions de la protéine. De nouvelles constructions sont en train d'étre
produites pour tenter de déterminer quelles parties de la protéine sont nécessaire a cet effet
structural.

Plusieurs hypothéses ont vu le jour au sein du laboratoire pour tenter de comprendre comment la
protéine MAP6 pouvait induire cette hélice.

Partant des observations précédentes selon lesquelles la structure serait induite en jouant sur la
composition du microtubule, une premicre hypothése pour expliquer cet effet serait que la protéine
MAPG6-N pourrait induire un glissement des protofilaments les uns par rapport aux autres au sein du
microtubule, induisant ainsi un décalage des dimeéres de tubuline entre les protofilaments se
traduisant par un léger décalage de la structure du microtubule de facon répétée tout du long du
microtubule se traduisant par la formation d'une hélice.

Une autre hypothese serait que la protéine MAP6-N induise une contrainte au niveau de la paroi du
microtubule. Cependant pour que cette hypothése soit valable, l'effet de MAP6 doit s'effectuer au
niveau d'une région du microtubule qui ne soit pas circulaire de facon a ne pas annihiler les effets de
contrainte de MAP6 sur le microtubule. Ainsi l'effet de la protéine se ferait au niveau du feuillet du
microtubule en polymérisation, seule structure asymétrique au sein du microtubule; ceci prend
également en compte le fait que l'effet observé se produise au cours de la polymérisation. La
protéine MAPG6 figerait la structure du microtubule, ainsi au niveau du feuillet, la protéine MAP6
stabiliserait I'extrémité du microtubule et les protofilaments dans leur conformation native, courbés
vers D’extérieur, a 1'opposé du lieu de fermeture du sillon. Le feuillet figé dans sa conformation

native ne pourrait pas se redresser lors de la fermeture, induisant la totalité du microtubule a suivre
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lors de sa fermeture la courbure naturel du feuillet. Ainsi au fur et a mesure de la polymérisation la
protéine MAPG6 figerait le feuillet durant son expansion. Le feuillet tournerait ainsi au fur et a
mesure autour de I'axe longitudinal du microtubule de la méme fagon que le sillon et forcerait ainsi

la polymérisation du microtubule en hélice en sens antihoraire.

Dans les cellules, les microtubules hélicoidaux pourrait avoir un réle mécanique dans la résistance a
des épreuves mécaniques comme par exemple un écrasement ou une pression exercés sur les
neurones, ¢vitant par exemple la collapse des axones.

Les microtubules hélicoidaux pourraient constituer une sous-population de microtubules qui
auraient une affinité particuliére pour certains moteurs moléculaires ou serait incapable de former
des faisceaux au sein du shaft neuritique, la formation de faisceaux requérant cette fois-ci beaucoup
plus de paramétres qu'une simple rencontre.

Un autre effet de l'existence d'une telle population de microtubules hélicoidaux pourrait étre le
maintien de l'architecture de l'axone. En effet, au cours de nos expériences, nous nous sommes
rendu compte que les microtubules hélicoidaux étaient extrémement rigides, et supportaient des
forces importantes sans pour autant plier dans le sens du flux. La hauteur de I'hélice est estimée
entre 500 nm et 1 pm, on peut envisager que les microtubules hélicoidaux permettre de maintenir la
forme de l'axone en soutenant la membrane plasmique tout du long de l'axone. Il serait donc
intéressant de faire des expériences de résistance de cette population de microtubule afin de voir si
elle serait suffisamment rigide pour donner une forme ronde a la membrane plasmique des axones,
mais également de faire des manips ultrastructurales afin de voir si I'on peut mettre en évidence
l'existence de microtubules présent sous la membrane plasmique, comme cela a par exemple était
montré pour l'actine, qui décrit des cercles tout du long de l'axone, reliés a des molécules de
spectrine, sous la membrane plasmique (Xu et al., 2013). Cependant, l'actine ne présente pas une
résistance assez importante pour expliquer le maintien de l'architecture ronde de l'axone. Ainsi
I'éxistence de microtubules hélicoidaux, associés a la protéine MAP6, pourraient étre une

alternative possible.
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C/MAP6 et ses effets sur l'actine

Longtemps considéré comme une protéine associée aux microtubules lors d'une exposition au froid,
nous avons pu montrer que la protéine MAP6 est €¢galement capable d'interagir avec les filaments
d'actine. Nous avons montré que les modules Mc ont une dualité d'action en liant les microtubules a
4°C et l'actine a température physiologique.

Nous avons montré que la protéine MAP6 interagissait de fagon directe avec l'actine et qu'un seul
module Mc était capable d'établir une telle interaction. De plus, MAP6 est également capable de
former des faisceaux d'actine, propriété également portée par un seul module Mc.

La protéine MAP6 pourrait donc avoir un effet sur la structure des filaments d'actine et permettre
leur stabilisation au sein des épines dendritiques afin de maintenir leur architecture ce qui pourrait
expliquer la perte de densité d'épines observée chez les neurones KO MAP6. Des expériences au
sein du laboratoire sont actuellement en cours afin de déterminer si la protéine MAP6 pourrait
¢galement permettre une stabilisation des filaments d'actine en les diluant afin d'induire leur
désassemblage. Les premicres données semblent montrer que la protéine MAP6, et méme un seul
module Mc diminuerait la vitesse de désassemblage, stabilisant ainsi les filaments d'actine.

D'autres expériences pourraient également étre réalisée en microscopie TIRF en présence de
protéine coupant les filaments d'actines comme par exemple la cofiline, permettant d'augmenter
l'effet de désassemblage et de voir si la protéine MAP6 pourrait également avoir un effet en
protégeant les filaments d'actine.

De plus, nous nous sommes aussi demandés par la suite si la protéine MAP6 pouvait également
avoir un effet sur la structure des filaments d'actine autres que la formation de faiseaux, comme par
exemple la formation de réseaux branchés d'actine an présence de la protéine Arp2/3. Un tel effet
pourrait étre important pour le maintien de la forme de la téte de 1'épine dendritique et de la surface
de contact de la surface post-synaptique et ainsi influencer 1'efficacité de la transmission synaptique.
Des expériences au sein du laboratoire ont ainsi pu montrer que la présence de la protéine MAP6
n'empéche pas la protéine Arp2/3 de former un réseau d'actine branché. De la méme fagon, la
formation de ce réseau branché n'empéche pas la proté¢ine MAP6 de former des faisceaux d'actine et
la protéine MAP6 est également capable d'associer des filaments branchés entre eux au sein du
méme faisceau de filaments d'actine. Nous sommes également en train de vérifier si la protéine
MAPG6 pourrait aussi avoir un effet sur la formation du réseau branché en analysant par exemple la
distance le long du filament d'actine entre les différents d'embranchement. La proté¢ine MAP6
pourrait ainsi avoir un effet sur la formation du réseau d'actine, le rendant plus lache ou au contraire
plus compact et plus dense ce qui pourrait affecter la structure des épines ou encore leur capacité de

remodelage.
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Enfin, dans les neurones, de nombreuses molécules ont ét¢ identifiées comme étant des régulateurs
clés dans le « crosstalk » entre les filaments d'actines et les microtubules, incluant entre autres des
protéines capable de lier simultanément les deux filaments (Lee et al., 2002 ; Geraldo et al., 2008).
Derniérement, la MAP structurale Tau a ainsi ét¢ montré comme faisant partie des protéines
capables de lier a la fois l'actine et les microtubules in vitro (Elie et al., 2015). Il serait donc
également intéressant de vérifier en microscopie TIRF ou encore en pellet assay si la protéine
MAPG6 pourrait a la fois lier les filaments d'actines et les microtubules. Si tel est le cas, la protéine
MAP6 pourrait ainsi jouemr un role important dans la réorganisation globale du cytosquelette au
cours du développement neuronal en permettant 'alignement et la polymérisation coordonnées des
MTs et de I'actine lors par exemple de la croissance du cone axonal (Rochlin et al., 1999 ; Schaefer
et al., 2002 ; Rodriguez et al., 2003). De plus, l'interaction et la coordination entre les différents
¢léments du cytosquelette au sein de la synapse joue un rdle essentiel dans la transmission du
message synaptique et dans son relai le long des microtubules et de 'actine vers les dendrites et/ou
les axones. MAP6 pourrait étre importante pour l'ensemble de ces mécanismes ce qui expliquerait
les défauts de plasticité synaptique ainsi que les défauts de neurotransmission dopaminergiques,

glutaminergiques et sérotoninergiques observés chez les souris KO MAP6.

D/ Conlusion générale

Notre travail nous a permis de mettre en évidence que la protéine MAP6 est une MAP classique qui
présente de nombreuses facettes. En effet outre sa capacité a réguler et stabiliser la dynamique des
microtubules a 37°C, MAP6 est également capable de protéger les microtubules d'une exposition au
froid mais aussi d'interagir avec un autre élément du cytosquelette, I'actine pour réguler son
organisation. De plus, MAP6 montre également des capacités unique au sein des MAPs classiques
comme celle de présenter une dualité d'action entre les bouts (+) et (-) puisqu'elle est capable d'avoir
le méme effet sur I'extrémité (-) des microtubules que les -TIPs ou encore la capacité de modifier la
structure méme du microtubule. La structure intrins€que du microtubule est droite et rigide mais ils
peuvent se déformer, devenir flexible en s'associant avec des MAPs structurale mais nos travaux
avec la protéine MAP6 donne une nouvelle vision de la structure possible des microtubules qui n'est
pas celle globalement proposée, mais au contraire une structure en trois dimensions permettant
d'adopter une nouvelle conformation hélicoidale, qui pourrait ainsi permettre aux microtubules

d'assumer d'autres fonctions qui restent a étre identifiées.
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Résumé

Le cytosquelette d'une cellule eucaryote est constitué¢ de trois types de polymeéres différents qui sont l'actine, les filaments
intermédiaires et les microtubules. Ces éléments conferent a la cellule l'essentiel de ses propriétés mécaniques telles que le maintien
de l'architecture ou la modification de sa forme pour permettre le déplacement cellulaire. Ils sont également impliqués dans le
transport d'organites ou de nutriments d'un bout a l'autre de la cellule, dans la ségrégation des chromosomes lors de la mitose ou
encore dans le processus de division cellulaire. Pour répondre aux différents besoins de la cellule, ces filaments sont extrémement
dynamiques et peuvent se désassembler pour se réassembler a un autre endroit de la cellule. Cette dynamicité est régulée par de
nombreuses protéines accessoires qui vont étre capables de modifier les propriétés intrinséques des différents filaments (dynamique,
mécanique et organisatrice). Parmi ces protéines régulatrices, 1'on distingue tout particulicrement les MAPs, pour Microtubule
Associated Proteins, capables de modifier la dynamique et la structure des microtubules. MAP6, ou encore STOP pour Stable Tubule
Only Peptide, est une MAP neuronale qui fut initialement décrite pour sa capacité a protéger les microtubules d'une exposition au
froid ou encore de drogues dépolymérisantes comme le nocodazole. Des souris délétées pour le géne MAP6 montrent des troubles
cognitifs et comportementaux proches des patients atteints de schizophrénie, impliquant au moins en partie des défauts de
stabilisation des microtubules. Cependant, les effets de la protéine sur les microtubules restaient encore a déterminer. Dans ce
contexte, a l'aide de diverses approches biochimiques et vidéomicroscopiques, nous avons montré que la protéine MAP6 est capable
d’interagir de fagon directe avec les microtubules in vitro et permet leur stabilisation. Elle permet aussi de réguler la dynamique des
microtubules en augmentant la vitesse de polymérisation de l'extrémité (+), de diminuer la fréquence de catastrophe et I'apparition
d’événements de sauvetage, de fagon similaire a d'autres MAPs comme Tau ou MAP2. Cependant, contrairement aux autres MAPs,
nous avons montré que MAP6 présente une dualité d'action sur le bout (-) des microtubules en diminuant et figeant trés rapidement la
dynamique de cette extrémité. Cette dualité pourrait ainsi conférer 8 MAP6 un role essentiel de nucléateur de microtubules en figeant
I'extrémité (-) du microtubule et en favorisant la polymérisation et la stabilisation de l'extrémité (+). De plus, la protéine MAP6 est
capable de modifier fortement la structure des microtubules. De part leur composition et leur rdle, les microtubules sont les éléments
les plus rigides du cytosquelette et forment naturellement un tube creux linéaire. Or en présence de MAPG6, les microtubules perdent
cet aspect linéaire et adoptent une structure hélicoidale (avec un pas d'environ 4,5 um et une hauteur d'environ 1 um) qui n'avait
encore jamais été observée jusqu'a présent. La présence d'une telle population de microtubules dans la cellule pourrait ainsi apporter
une certaine résistance mécanique ou encore permettre le maintien de l'architecture de 1'axone. Enfin, nous avons montré que MAP6
peut aussi interagir de facon directe avec les filaments d'actines et les associer entre eux pour former des faisceaux. Dans les
neurones, de nombreuses molécules ont été identifiées comme étant des régulateurs clés dans le « crosstalk » entre les filaments
d'actines et les microtubules. L'interaction et la coordination entre les différents ¢léments du cytosquelette jouent un role essentiel
dans la transmission et le relais du message synaptique. MAP6 pourrait étre importante pour I'ensemble de ces mécanismes ce qui
expliquerait les défauts de plasticité synaptique ainsi que les défauts cognitifs observés chez les souris KO MAP6.

Summary

The eukaryotic cell's cytoskeleton is constitued by three types of different polymers which are the actin filaments, the intermediate
filaments and the microtubules. These elements confer on the cell the main part of its mechanical properties such as the architecture
preservation or the modification of its shape to allow the cellular movement. They are also involved in the organelles or nutrients
transport throughout the cell, in the chromosomes segregation during mitosis or still in the cellular division process. To answer the
cell's various needs, these filaments are extremly dynamics and are able to dis-assemblate to re-assemblate in another place of the
cell. Tis dynamic is regulated ny numerous proteins which are going to be capable of modifiying the intrinsic properties of the
different filaments (dynamic, mechanic and structure). Among them are present the MAPs, for Microtubule-Associated Proteins,
which will be able to influence the microtubule dynamics and structure. MAP6, also known as STOP for Stable Tubule Only Peptide,
is a neuronal MAP which was initially described for its capacity to protect microtubule from cold or nocodazole exposure. KO MAP6
mice display cognitive and behavioral disorders close to patient with schyzophrenia, involving at least partially microtubules
stabilization defects. However, the effects of the protein on the microtubules still remained to determine. In this context, using
diverse biochemical and cideomicroscopy technics, we showed that MAP6 is able to directly interact in vitro with the microtubules
and stabilizes them. It also regulates the microtubule dynamics by increasing the microtubule growth rate of the plus end extremity,
decreases the shrinkage frequency and allows rescue of shrinking microtubules, similarly to other MAPs like Tau or MAP2.
However, contrary to the other MAPs, we showed that MAP6 has another effect on the microtubule (-) end by decreazing and
freezing its dynamics. This dual effect could confer to MAP6 an essential role of microtubules nucleation by stabilizing the new
formed microtubule (-) end and by stabilizing and increasing the (+) end microtubule growth rate. Furthermore, MAPG is also able to
strongly modify the microtubule structure. Microtubules are the stiffest elements of the cytoskeleton and naturally form due to their
composition linear hollow tubes. Yet in presence of MAP6, microtubules lose their usual shape and adopt a helical structure (4,5 pum
pitch and approximatly 1 um thickness) which had never been observed until now. The presence of such a population of microtubules
in the neuron could thus provide a mechanical strength and allow the preservation of the axon architecture. Finally, we showed that
MAP6 can also directly interact with the actin filaments to associate them and form bundles. In neurons, several molecules have been
identified as key regulators in the " crosstalk " between actin filaments and microtubules. The interaction and coordination between
the different cytoskeletal elements play a vital role in the synaptic transmission. MAP6 may be important for all these mechanisms
which would explain the synaptic plasticity and cognitive defects observed in KO MAP6 mice.
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