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Résumé 

Le muscle squelettique est un tissu complexe constitué de nombreuses cellules 

musculaires. Lorsqu’un motoneurone en contact avec ces cellules, émet un potentiel 

d’action, celui-ci se propage le long de la membrane plasmique où il permet l’activation 

du complexe de relâchement du calcium (CRC), la sortie massive de calcium des 

citernes terminales du réticulum sarcoplasmique (RS) dans le cytosol, et ainsi la 

contraction musculaire. Ce mécanisme, appelé couplage excitation-contraction, requière 

un site de contact spécifique entre la membrane plasmique et le RS, appelé triade. Cette 

dernière est composée d’une invagination de la membrane plasmique, le tubule-t, 

flanquée de deux citernes terminales du RS. Au sein des triades, le CRC est centré 

autour de deux canaux calciques, le récepteur des Dihydropyridines (DHPR) et le 

récepteur de la Ryanodine (RyR1), très précisément localisés face à face dans leurs 

membranes respectives : la membrane du tubule-t et la membrane du RS. Ainsi, quand 

la membrane est dépolarisée, le DHPR subit un changement de conformation permettant 

l’ouverture du canal RyR1 et la sortie du calcium. Le CRC contient également d’autres 

protéines précisément localisées à la triade comme la calséquestrine ou la triadine, 

ayant des rôles clés pour moduler la libération du calcium. L’initiation de la contraction 

dépend ainsi du contact précis entre la membrane du RS et la membrane du tubule-t et 

également de la localisation exclusive des protéines du CRC au sein de la triade. 

Néanmoins, les mécanismes sous-jacents à l’organisation précise des protéines du CRC 

à la triade, restent inconnus.  

Durant cette thèse, nous nous sommes focalisés sur la triadine protéine du CRC qui 

servirait d’ancre aux autres protéines du CRC grâce à ses différentes interactions. Nous 

avons étudié les mécanismes de trafic et de rétention de la triadine au cours de la 

différenciation musculaire. Pour ce faire, la dynamique de la triadine a été explorée par 

des techniques de microscopie et en réintroduisant, grâce à des lentivirus, des chimères 

fluorescentes de triadine au sein de cellules musculaires différenciées.  

Dans un premier temps l’étude de l’adressage et de la rétention des protéines du CRC à 

la triade a révélé que la triadine emprunte une voie vésiculaire pour sortir du reticulum et 

atteindre les triades. Cette voie de trafic vésiculaire utilise le cytosquelette de 

microtubules et notamment les moteurs moléculaires et pourrait être une voie spécifique 

au muscle squelettique. Dans un deuxième temps et dans des étapes plus tardives de la 

différenciation, la triadine diffuse dans les membranes du RS suivie de son accumulation 

aux triades. Les deux mécanismes, diffusion et trafic vésiculaire, pourraient cependant 

coexister dans une cellule musculaire. Dans tous les cas, une fois la triade atteinte, la 

triadine y est retenue grâce à son domaine transmembranaire. Durant ma thèse, j’ai 

également eu l’opportunité de prendre part à un projet portant sur l’implication de la 

protéine MAP6 dans la fonction musculaire. Ce projet a permis de montrer que MAP6 est 

présente dans le muscle squelettique et que son absence donne lieu à une faiblesse 

musculaire due en partie à une diminution des relâchements calciques, ainsi qu’à une 

altération du réseau de microtubules et de l’organisation du RS. 
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Abstract 

Skeletal muscle is a complex tissue made up of many muscle cells. When a motor 

neuron in contact with muscle cells, emits an action potential, it propagates along the 

plasma membrane where it allows the activation of the calcium release complex (CRC), 

the massive calcium release of terminal cisternae of the sarcoplasmic reticulum (SR) in 

the cytosol, and thus muscle contraction. This mechanism, called excitation-contraction 

coupling, requires a specific site of contact between the plasma membrane and the RS, 

called the triad. More precisely, a triad is composed of an invagination of the plasma 

membrane, the T-tubule, flanked by two terminal cisternae of the SR. At the triads, the 

CRC is centered on two calcium channels, the Dihydropyridine Receptor (DHPR) and the 

Ryanodine Receptor (RyR1), very precisely located face to face in their respective 

membranes: the T-tubule membrane and the membrane of the SR. Thus, when the 

membrane is depolarized, the DHPR undergoes a conformational change allowing the 

opening of RyR1 channel and the release of the calcium. CRC also contains other triad-

specific proteins such as calsequestrin or triadin, which have key roles in modulating 

calcium release. Initiation of contraction thus depends on the precise contact between 

the SR membranes and the T-tubule membranes and also the exclusive localization of 

the CRC proteins at the triads. Nevertheless, the mechanisms underlying the precise 

organization of CRC proteins to the triad remain unknown.  

 

During this work, we focused on triadin, a CRC protein that would anchor other CRC 

proteins through the different interactions it has with RyR1, with calsequestrin and also 

with microtubules. We studied the mechanisms of trafficking and retention of triadin 

during muscle differentiation.To do this, the dynamics of triadin was explored by 

microscopy techniques and by reintroducing, using lentivirus, fluorescent triadin 

chimeras into differentiated muscle cells. 

 

Firstly, the study of CRC proteins targeting and retention in the triad revealed that triadin 

take a vesicular pathway to exit the reticulum and reach the triads. This vesicular 

trafficking pathway use the microtubule cytoskeleton and in particular the molecular 

motors and could be a pathway specific to skeletal muscle. In a second step and in later 

stages of differentiation, triadin diffuse into SR membranes followed by its accumulation 

at the triads. Both mechanisms, diffusion and vesicular trafficking, could, however, 

coexist in a muscle cell. In all cases, once the triad is reached, triadin is retained thanks 

to its transmembrane domain. Moreover, I also had the opportunity to take part in a 

project on the involvement of the MAP6 protein in muscle function. This project has 

shown that MAP6 is present in skeletal muscle and that its absence leads to muscle 

weakness associated with a decrease in calcium releases, as well as an impairment of 

the microtubule network and the organization of SR. 
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Abréviations 

 

4CmC : Chloro-méta-Crésol  
ADN : Acide DésoxyriboNucléique  
ADP : Adénosine DiPhosphate  
ARNm : Acide Ribonucléique messager  
ATP : Adenosine TriPhosphate  
ATPase : Capacité à hydrolyser l'ATP  
BFA : Brefeldine A  
BMP : Bone morphogenic Proteins  
BSA : Bovine Serum Albumin  
Ca2+ : ions calcium  
CamKII : Calmoduline Kinase II  
CICR : Calcium-Induced-Calcium-Release  
CLIMP-63 : cytoskeleton-linking membrane 
protein 63 
COPI/COPII : Coat Protein complex 
COS7 : CV-1 (Simian) Origin containing SV40 
cells  
CRC : Complexe de relâchement du Calcium  
CT : Citerne terminale  
DHPR : Récepteur des dihydropyridine  
DMEM : Dulbecco's modification of eagle 
medium  
DMSO : Diméthylsulfoxyde  
DNM2 : dynamine 2 
DTT : Dithiothréitol  
EDL : Extensor Digitorum Longus  
EDTA : Acide éthylènediamine tétraacétique  
ERAD : Endoplasmic Reticulum Associated 
protein Degradation 
ERES : ER Exit Sites  
ERGIC : ER/Golgi Intermediate Compartment  
FBS : Foetal Bovine Serum  
FDB : Flexor Digitorum Brevis  
FRAP : Fluorescence Recovery After 
photobleaching  
GDP : Guanosine DiPhosphate  
GFP : Green Fluorescence Protein  
GTP : Guanosine TriPhosphate  
HEK293 : Human Embryonic Kidney cells  
HIV : Human Immunodeficiency Virus  
HM : Hyperthermie Maligne 
i.c. ou c.i. : intervalle de confiance 
JPH : Junctophiline 
kDa : Kilo-daltons  
KEKE : domaine riche en lysine et glutamate 
KO : Knock-Out 
LTA : Latrunculine A  
MAP : Microtubule Associated Protein  
mBCD : Méthyl-β-CycloDextrine  
MetOH : méthanol 
MG29 : mitsugumine 29 

MG53 : mitsugumine 53 
MOI : Multiplicity of Infection  
MT : Microtubule  
MTOC : MicroTubule Organizing Centers  
Noco : Nocodazole 
PA : Potentiel d'action  
PAGFP : Photoactivatable GFP  
PBS : Phosphate Buffer Saline  
PCR : Polymerase Chain Reaction  
PFA : ParaFormAldéhyde  
PM : Plasma membrane  
PS : Pénicilline-Streptomycine 
PSM : Poste de Sécurité Microbienne  
RACE : Rapide Amplification of cDNA Ends  
RE ou ER : Réticulum endoplasmique  
REL : RE lisse 
RER : RE rugueux 
ROI : Region of Interest  
ROS : Reactive Oxygen Species 
RS ou SR : réticulum sarcoplasmique  
RyR : Récepteur de la Ryanodine  
Sec61β : sous unité β de Sec61 
Sec61

N-T95 
: Chimère Sec61β/T95 

Sec61
TM-T95 

:
 
Chimère Sec61β/T95∆Cter 

SEM : Standard Error of Mean  
SERCA : Sarco-Endoplasmic Reticulum Ca2+ 
ATPase  
siRNA : small interfering RNA 
SOCE : Store-Operated Calcium Entry  
STIM : STromal Interaction Molecule  
STOP : Stable Tubule-Only Polypeptide 
T32 : Isoforme de la triadine Trisk 32  
T49 : Isoforme de la triadine Trisk 49  
T51 : Isoforme de la triadine Trisk 51  
T95 : Isoforme de la triadine Trisk 95  
T95∆Cter : Mutant de troncation de la triadine  
T95∆Cter

TM-Sec61
 : Chimère Sec61β/T95∆Cter 

TAC : Tip Attachment Complex  
TRDN : gène de la triadine 
Trisk : TRIadin SKeletal muscle  
Tubule-t : Tubule transverse  
TVPC : Tachycardie Ventriculaire Polymorphe 
Catécholaminergique  
UV : Ultra violet  
VICR : Voltage-Induced-Calcium-Release  
VSVG : Vesicular Stomatitis Virus G protein  
WT : Wild-Type 
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Introduction 

 

 

Le muscle squelettique est un tissu complexe constitué de nombreuses cellules 

musculaires. Lorsqu’un motoneurone en contact avec ces cellules, émet un potentiel 

d’action, celui-ci se propage le long de la membrane plasmique où il permet 

l’activation du complexe de relâchement du calcium, la sortie massive de calcium des 

citernes terminales du réticulum sarcoplasmique dans le cytosol, et ainsi la 

contraction musculaire.  

La contraction musculaire dépend donc de l’organisation précise de différentes 

structures musculaires (complexe protéique, reticulum, membrane plasmique, 

jonction neuromusculaire…) les unes par rapport aux autres. Ces structures sont 

mises en place progressivement tout au long du développement et de la 

différenciation musculaire et les protéines les composant sont acheminées de leur 

lieu de synthèse à leur compartiment final afin de permettre une contraction 

musculaire correcte.  

Mon travail de thèse s’est alors inscrit dans l’idée de comprendre les mécanismes 

d’organisation des protéines du complexe de relâchement du calcium, présentes au 

sein du muscle. C’est pourquoi, cette introduction générale se divise en quatre 

chapitres permettant de faire le point sur l’état actuel de la recherche concernant le 

muscle, l’organisation des structures majeures comme le reticulum et la membrane 

plasmique, ainsi que la dynamique des protéines du complexe de relâchement du 

calcium. 
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Chapitre 1 :  Le Muscle 
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I. Généralités  
 

Les muscles composant près de 40% de notre masse corporelle se divisent en trois 

grandes familles : les muscles lisses, squelettiques et le muscle cardiaque. Les 

muscles striés désignent le muscle cardiaque et les muscles squelettique. 

Les muscles squelettiques représentent la grande majorité des muscles du corps. Ils 

se distinguent des autres types de muscles de part leur contraction volontaire et leur 

composition en longues cellules multinucléées appelées fibres musculaires (Figure 

1). 

Figure 1 : Le muscle squelettique. A gauche st représenté une image en microscopie électronique à 
balayage ainsi qu’un schéma (à droite) représentant tous deux des cellules du muscle squelettique. 
Les striations sont visibles. D’après Molecular biology of the cell, 2nd Edition 1989, Garland 

Publishing, Inc. New York & London. 

 

II. Le muscle squelettique 

1) La structure du muscle squelettique 
 

 

Les muscles squelettiques sont rattachés au squelette par les tendons et sont 

constitués de différentes couches de tissus conjonctifs. L’épimysium entoure 

l’ensemble du muscle, le périmysium se situe tout autour des faisceaux de fibres 

musculaires et enfin l’endomysium entoure chacune des fibres musculaires (Figure 

2). Ces différents tissus conjonctifs ont pour rôle de mettre en contact les différentes 

parties du muscle et ainsi de permettre la mobilisation d’un ou de plusieurs faisceaux 

de fibres musculaires. 
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La fibre musculaire est la cellule musculaire. Elle est de forme cylindrique avec une 

taille pouvant aller jusqu’à 50 cm de longueur et 100 µm de diamètre. Chaque fibre 

musculaire est composée de myofibrilles et comporte plusieurs noyaux c’est 

pourquoi on parle de cellules multinucléées (Figure 3). 

 

Figure 2 : Structure du muscle squelettique. Adapté du site http://academic.kellogg.cc.mi.us 

 

 

2) La différenciation myogénique 
 

C’est à partir du mésoderme d’un embryon et plus particulièrement des somites 

(Kieny et al., 1988) que des progéniteurs permettent de donner naissance à la 

chorde, aux tissus conjonctifs et musculaires. Pour le muscle squelettique les 

précurseurs musculaires sont les myoblastes, cellules mononucléées qui fusionnent 

entre elles pour former les myotubes (Draeger et al., 1987). Ces derniers se 

différencient en fibres musculaires matures avec les noyaux qui ont migré à la 

périphérie et l’appareil contractile des myofibrilles qui est précisément organisé au 

centre de la fibre musculaire (Figure 3).  

Les myofibrilles commenceraient à se former à la périphérie de la cellule musculaire. 

Cette formation se fait progressivement depuis la membrane plasmique de la cellule 

et c’est à ce niveau-là que les protéines myofibrillaires (myosine, actine, titine, -

actinine, etc) sont ajoutées aux myofibrilles existantes (Morkin, 1970). Au tout début 
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de la différenciation, c’est la myosine non musculaire de type II qui est exprimée. 

C’est elle qui compose les filaments épais de myosine des pré-myofibrilles (Rhee et 

al., 1994). L’-actinine représente les futures lignes Z des sarcomères et est 

présente sous forme de points denses espacés régulièrement le long des pré-

myofibrilles (Sanger et al., 1986). 

Au fur et à mesure de la différenciation musculaire, la myosine spécifique du muscle 

remplace la myosine non musculaire, les points denses d’-actinine fusionnent pour 

former les lignes Z et d’autres protéines myofibrillaires comme la titine s’expriment. 

Ces changements permettent d’aboutir à des myofibrilles matures composées de 

sarcomères fonctionnels (Dabiri et al., 1997; Rhee et al., 1994). Des cellules 

satellites sont également trouvées sous la lame basale en contact direct avec la fibre 

musculaire (Figure 3). Ce sont des cellules progénitrices qui sont dans un état de 

quiescence mais qui ont la capacité de se diviser et de régénérer la fibre musculaire 

lors d’une lésion de cette dernière (Relaix and Zammit, 2012). 

 

Figure 3 : La différenciation myogénique. Représentation schématique de la myogenèse d’une fibre 
musculaire. Dans un premier temps les myoblastes vont fusionner entre eux pour donner naissance à 
un myotube. Les noyaux sont alors alignés au centre du myotube et les myofibrilles composées de 
sarcomères (unité contractile) sont immatures et non organisées. Dans un deuxième temps, le 
myotube se différencie en une fibre musculaire. A ce stade là, les noyaux migrent à la périphérie de la 
fibre et les myofibrilles matures sont précisément organisées au centre de la fibre. Les fibres 
musculaires sont également innervées par un motoneurone permettant la transmission du message 
nerveux à partir de la jonction neuromusculaire. Les cellules satellites quiescentes peuvent être 
recrutées à tout moment pour régénérer la fibre musculaire. Adapté de : Le Muscle Squelettique, Juin 
2003, Repères Savoir et Comprendre, AFM. 

 

Chez l’Homme ce n’est que vers la neuvième semaine de la vie embryonnaire que 

les axones des motoneurones viennent innerver les fibres musculaires (Hesselmans 

et al., 1993), créant la jonction neuromusculaire et permettant la transmission du 

message nerveux à la base de la contraction.  
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3) L’organisation d’une fibre musculaire 
 

a) Les myofibrilles et les sarcomères 
 

Au sein de chaque myofibrille on trouve un enchainement de plusieurs sarcomères, 

structure contractile du muscle donnant l’aspect strié à ces derniers (Figure 4). 

Chacun des sarcomères est précisément localisés par rapport à son voisin de telle 

sorte que les lignes Z soient au même niveau. 

Un sarcomère est délimité par deux lignes Z lui conférant une longueur d’environ 2,5 

µm, longueur pouvant être modifiée suivant le niveau de contraction/relaxation du 

muscle. Il est composé d’une multitude de protéines nécessaires à son maintien et à 

son fonctionnement dont 70% sont l’actine et la myosine qui composent les filaments 

fins et épais, respectivement (Figure 4).  
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Figure 4 : Organisation d’une fibre musculaire. Les fibres musculaires sont constituées de 
plusieurs myofibrilles qui comportent les unités contractiles du muscle, les sarcomères. Ces derniers 
sont composés de différentes protéines comme l’actine et la myosine à la base du raccourcissement 
du sarcomère lors de la contraction. Modifié de Germann & Stanfield (2005). 

 

Au niveau des bandes I (isotrope) dites bandes claires se trouve seulement les 

filaments fins d’actine alors qu’au niveau de la bande A (anisotrope) ou bande 

sombre, se trouve un mélange de filaments d’actine et de myosine (Huxley, 1953; 

Squire, 2016). Les filaments d’actine sont ancrés à la ligne Z constituée d’un 

complexe macromoléculaire composé de diverses protéines (Faulkner et al., 2001; 

Granger and Lazarides, 1978) impliquées dans des processus de stabilité du 

sarcomère, d’alignements des myofilaments ou d’élasticité du sarcomère lors de la 

contraction/relaxation.  
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b) Rôle des myofilaments lors de la contraction musculaire 
 

Au moment de la contraction les filaments d’actine et de myosine interagissent et 

glissent l’un sur l’autre entrainant le raccourcissement du sarcomère et donc du 

muscle (Figure 5). 

 

Figure 5 : Structure d’un sarcomère ou unité contractile. Représentation schématique à gauche et 
image en microscopie électronique à droite d’un sarcomère (délimité par les lignes Z) à l’état de repos 
et à l’état contracté, avec les différents filaments d’actine et myosine composant les différentes parties 
du sarcomère. 

 

Ce glissement est réalisé grâce à la structure et l’agencement de ces myofilaments. 

Au niveau des filaments d’actine, on trouve également des protéines régulatrices : la 

tropomyosine qui bloque les sites de liaison de l’actine sur la myosine et la troponine 

composée de 3 sous-unités T, I et C permettant entre autre de lier le calcium et donc 

d’être responsable de la régulation de la contraction. 

Lors d’une contraction, les têtes de myosine vont lier l’actine du filament fin, basculer 

et entrainer le filament d’actine, ce qui donne lieu au mécanisme de glissement de 

myofilaments, au raccourcissement du sarcomère et donc à la contraction. Mais ce 

mécanisme de glissement ne se produit qu’en présence de calcium. En effet, sans 

calcium, la sous unité I de la troponine est liée à l’actine et interagit avec la troponine 

T et la tropomyosine, bloquant ainsi les sites de fixations des têtes de myosine. 

Quand le calcium est présent, la troponine I interagit avec la troponine C, entrainant 

ainsi leur détachement de l’actine. Les sites de fixations des têtes de myosine sur 

l’actine sont alors révélés permettant le glissement des myofilaments nécessaire à la 

contraction musculaire (Potter, 1982)(Alberts et al., 1989). 
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4) La contraction 
 

a) La jonction neuromusculaire  
 

La contraction des muscles squelettiques est dépendante de la stimulation des 

muscles par des motoneurones, provenant de la corne antérieure de la moelle 

épinière, qui les innervent et permettent la transmission de la commande motrice du 

cerveau (message nerveux) aux muscles (contraction). 

Chaque axone de motoneurone se divise en plusieurs ramifications pouvant ainsi 

innerver plusieurs fibres musculaires. Cet ensemble entre un motoneurone et toutes 

les fibres qu’il innerve est une unité motrice (Larsson and Ansved, 1995). Avant la 

naissance, les jonctions neuromusculaires (JNM) sont morphologiquement et 

fonctionnellement immatures et plusieurs axones de motoneurones peuvent êtres 

présents sur une même fibre musculaire. Après la naissance, les motoneurones sont 

fonctionnels et leurs axones sont myélinisés, les membranes post-synaptiques 

musculaires s’invaginent et les récepteurs à l’acétylcholine se concentrent au niveau 

des replis (Sanes and Lichtman, 2001). Chaque fibre musculaire est alors innervée 

par un seul axone de motoneurone, il y a donc une unique JNM présente par fibre 

musculaire. 

Quand un potentiel d’action est transmis le long de l’axone du motoneurone, celui-ci 

libère de l’acétylcholine dans la fente synaptique par exocytose. Ce 

neurotransmetteur se fixe sur les récepteurs nicotiniques situés sur la membrane 

plasmique de la fibre musculaire, entrainant ainsi l’entrée de sodium. C’est cette 

entrée qui permet de dépolariser la membrane musculaire, ainsi le potentiel d’action 

se propage le long de la fibre musculaire jusqu’aux triades (Liu and Chakkalakal, 

2018) (Figure 6). 
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Figure 6 : La jonction neuromusculaire. A l’arrivée d’un potentiel d’action au niveau de la synapse 
du motoneurone, l’acétylcholine, libérée des vésicules synaptiques, va se fixer sur ses récepteurs 
situés sur la membrane de la fibre musculaire. Ceci permet après ouverture de canaux sodiques 
situés au niveau de la JNM, la dépolarisation de la membrane musculaire et la propagation du 
potentiel d’action le long de la membrane, aboutissant ainsi à la contraction musculaire. Adapté du 
site https://urlz.fr/anbB.  

 

b) La triade et le couplage excitation-contraction 
 

La propagation du potentiel d’action se fait le long de la membrane musculaire puis 

le long des tubules-transverses (tubule-t), invaginations de la membrane plasmique, 

jusqu’à atteindre les triades. Les tubules-t permettent donc au message nerveux de 

pénétrer au centre de la fibre musculaire. 

Les triades, localisées au niveau de la jonction des bandes A-I, sont des structures 

spécifiques du muscle squelettique composées de trois parties : un tubule-t encadré 

par deux citernes terminales du reticulum sarcoplasmique (RS) constituant les stocks 

calciques intracellulaires. Le RS entourant chaque myofibrille est un continuum de 

membranes constitué de plusieurs sous domaines (Villa et al., 1993) dont le RS 

jonctionnel qui représente la citerne terminale et le RS longitudinal qui est localisé le 

long des myofibrilles, entre deux triades, et qui est impliqué dans le repompage du 

calcium au moment de la relaxation musculaire.  
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Une fois que le potentiel d’action atteint la triade, il permet l’activation d’un complexe 

multiprotéique, le complexe de relâchement du calcium (CRC) centré autour de deux 

canaux calciques le récepteur des Dihydropyridines (DHPR) et le Récepteur de la 

Ryanodine de type 1 (RyR1). L’activation du CRC permet une sortie massive du 

calcium des citernes terminales du RS jusque dans le cytoplasme de la fibre 

musculaire (Figure 7). A ce moment là et comme décrit précédemment (cf. II.3b), le 

calcium interagit avec la troponine entrainant la libération des sites de fixations des 

têtes de myosine sur les filaments fins d’actine ce qui permet le raccourcissement 

des sarcomères. Ce phénomène allant de la stimulation nerveuse au niveau de la 

JNM jusqu’au glissement des myofilaments et donc à la contraction du muscle, est le 

couplage Excitation-Contraction (Bers and Stiffel, 1993; Lamb, 2000; Rios and Brum, 

1987). Au moment de la relaxation musculaire, le calcium est repompé dans le RS 

par une pompe ATPase, SERCA (Sarco-Endoplasmic Reticulum Ca2+ ATPase) 

localisée au niveau du RS longitudinal (Stammers et al., 2015) (Figure 7).  

 

Figure 7 : La triade et les relâchements de calcium. La dépolarisation membranaire se propage 
jusqu’aux triades entrainant, via le CRC, une sortie massive du calcium des citernes terminales du 
reticulum sarcoplasmique dans le cytoplasme de la fibre musculaire. Ce calcium interagit avec les 
myofibrilles permettant la contraction musculaire. Le calcium est ensuite repompé dans le reticulum 
par SERCA une pompe spécifique localisée au sein du RS longitudinal. Les images de microscopie 
électronique représentent le RS longitudinal (RS long) et jonctionnel (RS jonc ou citerne terminale) 
ainsi qu’un zoom sur une triade. Les zones denses aux électrons entre le RS jonctionnel et le tubule-t 
sont les pieds (feet) de RyR. Images de microscopie électronique S. Oddoux. 
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c) Le complexe de relâchement du calcium 
 

Le principe de couplage excitation-contraction a été étudié dans le muscle 

squelettique et cardiaque. Il en est ressorti des différences notables entre les deux 

types de muscles, notamment au niveau du CRC. 

Au sein du muscle squelettique 
 

Le CRC, situé dans les triades, est centré autour de deux protéines majeures qui 

sont des canaux calciques localisés dans deux membranes différentes de la triade. 

Le Récepteur des Dihydropyridines (DHPR), trouvé au sein de la membrane du 

tubule-t (Curtis and Catterall, 1984), est un canal senseur de voltage. Il est en 

contact physique avec le Récepteur de la Ryanodine de type 1 (RyR1) localisé dans 

les membranes des citernes terminales du RS (Inui et al., 1987). Quand la 

membrane est dépolarisée, le DHPR subit un changement de conformation qui 

entraine l’ouverture de RyR1 et ainsi la sortie du calcium responsable de la 

contraction. La libération de calcium est donc permise grâce à l’interaction physique 

entre RyR1 et DHPR (Block et al., 1988; Marty et al., 1994; Rios and Brum, 1987). 

C’est pourquoi dans le muscle squelettique on parle d’un couplage VICR (Voltage 

Induced Calcium Release) (Lamb, 2000). 

Un faible courant calcique passant par le DHPR, une fois celui-ci activé, a également 

été montré dans les cellules de mammifères (Donaldson and Beam, 1983) alors que 

ce même courant n’est pas présent dans le muscle squelettique d’autres espèces 

comme le poisson (Schredelseker et al., 2010). Cependant le bon fonctionnement du 

couplage excitation-contraction est indépendant de cette entrée extracellulaire de 

calcium (Armstrong et al., 1972; Gonzalez-Serratos et al., 1982). 

 

Au sein du muscle cardiaque 
 

Dans le muscle cardiaque, le CRC se situe au niveau des diades, structures 

uniquement composées d’une citerne terminale du RS accolée à un tubule-t. 
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Le CRC centré autour du DHPR et du RyR de type 2 (RyR2) fonctionne selon un 

couplage CICR (Calcium Induced Calcium Release) (Bers, 2002). En effet, RyR2 et 

DHPR sont proches spatialement mais n’interagissent pas l’un avec l’autre. La 

dépolarisation membranaire, une fois propagée jusqu’aux diades, entraine 

l’ouverture du DHPR et c’est l’influx calcique extracellulaire à travers le DHPR qui va 

permettre l’activation de RyR2, son ouverture et la sortie massive du calcium des 

citernes terminales.  

 

5) La formation de la triade 
 

a) Le reticulum sarcoplasmique 
 

Chaque myofibrille est entourée par du reticulum sarcoplasmique (RS) qui est une 

forme spécialisé de reticulum endoplasmique (RE), spécifiquement dédié au 

stockage et à la libération du calcium nécessaire pour la contraction musculaire. 

Comme expliqué précédemment, c’est le RS jonctionnel ou citerne terminale qui 

contient les protéines du CRC et qui est impliqué dans le stockage et la libération du 

calcium alors que le RS longitudinal est impliqué dans son repompage. Comment le 

RS est-il formé au cours du développement musculaire ? 

La biogénèse du RS se fait en plusieurs étapes. Tout d’abord le RE forme des 

tubules (30 à 60 nm de diamètre) qui se ramifient ensuite en des branchements 

réticulaire autour des myofibrilles (Kilarski and Jakubowska, 1979; Luff and Atwood, 

1971). Enfin le RS nouvellement formé entre en contact avec un tubule-t provenant 

de la membrane plasmique pour former la triade (Flucher, 1992). 

Durant le stade embryonnaire, le RS est en premier lieu présent sous la forme 

d’accumulations membranaires désorganisées (Franzini-Armstrong, 2004; Takekura 

et al., 1994a). Des modifications ont ensuite lieu au cours du développement 

embryonnaire mais également après la naissance permettant au RS de se 

développer en un réseau de tubules et citernes structurés et associés à l’appareil 

contractile (Baumann and Walz, 2001; Franzini-Armstrong, 2004; Rossi et al., 2008; 

Takekura et al., 2001). 
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Les deux compartiments du RS sont alors distinguables l’un de l’autre (Villa et al., 

1993) : le RS longitudinal composant la majorité de la surface du RS et le RS 

jonctionnel faisant parti des triades. La majorité des membranes du RS longitudinal 

sont localisées au niveau de la ligne Z même si une partie mineure est aussi 

présente au niveau de la bande M (Kaisto and Metsikkö, 2003; Porter and Palade, 

1957). Ces observations ont également été appuyées par les travaux de Salanova et 

al., qui montrent que SERCA et le récepteur de l’inositol-trisphosphate (IP3R), 

principaux constituants de ce compartiment, sont principalement retrouvés au niveau 

de la ligne Z et de la bande M (Salanova et al., 2002). 

Le RS jonctionnel, ou citerne terminale, est impliqué dans le couplage excitation-

contraction et la libération du calcium. Les protéines du CRC sont localisées dans le 

RS jonctionnel et elles sont visibles au microscope au début de la différenciation 

musculaire, sous la forme de clusters sans lien particulier avec l’appareil contractile. 

Plus tardivement, ces clusters vont converger au niveau de l’interface des bandes A-I 

(Flucher, 1992; Franzini-Armstrong, 2004) pour atteindre une organisation spécifique 

en doubles rangées de points. Ce n’est qu’une fois formé que le reticulum 

s’associera avec un tubule-t et formera ainsi la triade (Rossi et al., 2008) (Figure 8). 

Chez la souris c’est dès le stade embryonnaire E14 que le RS est détecté avec des 

clusters de RyR localisés en périphérie. A E16, ces clusters sont éparpillés dans tout 

le myotube. Entre E17 et E18, le RS jonctionnel devient transverse et les clusters du 

RyR s’organisent en double rangées de points à l’interface des bandes A-I. Dès E16-

E18, les citernes terminales commencent à se remplir de RyR, on parle de pieds ou 

« feet » du RyR qui sont visibles en microscopie électronique et correspondent à des 

densités localisées dans l’espace entre la membrane des citernes terminales et du 

tubule-t (Takekura et al., 2001). 

Il a été démontré que le RS longitudinal et le RS jonctionnel s’organisent en parallèle 

l’un de l’autre. Leur organisation est accompagnée par des changements dans les 

propriétés dynamiques des protéines les constituant. C’est à la suite de l’organisation 

du RS longitudinal que le RS jonctionnel établi des interactions avec l’appareil 

contractile et s’aligne au niveau de la transition des bandes A-I (Cusimano et al., 

2009). 
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Figure 8 : Réseau de reticulum sarcoplasmique au sein d’une cellule musculaire. Le reticulum 
forme un réseau entourant chaque myofibrille. Il est constitué de deux compartiments : le RS 
jonctionnel (tête de flèche), stock calcique intracellulaire, est localisé au niveau de l’interface des 
bandes A-I. Le RS longitudinal est quant à lui un dense enchevêtrement de tubules reliant les RS 
jonctionnels entre eux. T = tubule-t ; M = Mitochondrie ; Z et H = lignes Z et H du sarcomère ; A et I = 
bandes A et I du sarcomère. Modifié de (Ogata and Yamasaki, 1997). 

 

Certaines protéines localisées au niveau du RS jonctionnel sont nécessaires pour la 

formation et le maintien des triades. C’est le cas de la junctophiline et de la 

mitsugumine 29. 

Les membres de la famille des junctophilines sont des composants des membranes 

jonctionnelles où elles font le lien entre le RE/RS et la membrane plasmique/tubule-t. 

Quatre isoformes, provenant de gènes différents, existent : JPH1 principalement 

retrouvée au sein du muscle squelettique, JPH2 est également localisée dans le 

muscle squelettique mais c’est l’isoforme majoritaire au niveau du muscle cardiaque 

et JPH3 et 4 sont présentes dans le cerveau (Nishi et al., 2003; Takeshima et al., 

2000).  

L’utilisation d’un modèle de souris déficiente pour JPH1 a montré que les animaux 

meurent rapidement à la naissance des suites d’un défaut musculaire de leurs 

mâchoires entrainant des problèmes pour téter. Ces souris ont également des triades 

moins nombreuses et anormales avec un RS jonctionnel gonflé et une orientation 

irrégulière, donnant lieu à des défauts du couplage excitation-contraction (Ito et al., 

2001; Komazaki et al., 2002). JPH1 aurait donc un rôle prépondérant dans la 

biogénèse et le maintien des membranes jonctionnelles (Takeshima et al., 2000). 

Cette hypothèse est supportée par les observations montrant que la formation des 



34 
 

triades est réduite dans différentes muscles JPH1 KO et que l’expression de JPH1 et 

la formation des triades sont augmentées après la naissance (Ito et al., 2001). Il a de 

même été démontré que JPH1 est  impliquée dans l’ancrage des protéines du CRC à 

la triade par les différentes interactions qu’elle a, entre autre, avec DHPR, RyR1 ou 

la cavéoline-3 (Golini et al., 2011; Landstrom et al., 2014; Nakada et al., 2018; 

Phimister et al., 2007). 

La mitsugumine 29 (MG29) serait impliquée dans la jonction des membranes formant 

la triade. C’est une protéine transmembranaire enrichie au niveau du RS. Elle est 

exprimée très tôt pendant le développement musculaire, avant la présence des 

triades. En effet, MG29 est tout d’abord retrouvée associée au RS en formation puis 

plus tardivement aux triades. Les souris MG29 KO présentent des défauts dans 

l’homéostasie calcique intracellulaire ainsi qu’une altération de la morphologie des 

triades qui montrent un RS gonflé et des tubules-t longitudinaux (Brotto et al., 2004; 

Komazaki et al., 2001). MG29 aurait donc un rôle dans la formation précoce du RS 

jonctionnel et sa connexion avec le tubule-t (Komazaki et al., 1999). 

b) Le tubule-t  
 

Les tubules transverses (tubule-t) sont des invaginations de la membrane plasmique 

uniquement trouvées dans les muscles striés (Franzini-Armstrong and Porter, 1964). 

Ils sont prépondérants dans le couplage excitation-contraction compte tenu du fait 

qu’ils permettent à la dépolarisation de se propager jusqu’au centre de la fibre 

musculaire permettant ainsi la contraction. La composition protéique des tubules-t est 

différente de celle du RS et sa composition lipidique est également spécifique étant 

donné qu’elle a été montrée comme plus riche en cholestérol que celle du RS et de 

la membrane plasmique et que son contenu en phospholipides était deux fois 

supérieur à celui du RS et de la membrane plasmique (Pediconi et al., 1987; 

Rosemblatt et al., 1981). 

Des études effectuées chez la souris et le poulet ont permis de montrer que la 

biogénèse du tubule-t se produit plus tard que celle du RS (Flucher et al., 1993; 

Takekura et al., 2001). Chez la souris, dès le stade embryonnaire E15, des petits 

cylindres s’invaginant à partir de la membrane plasmique sont observés, ce sont les 

premiers tubules-t bien définis. A E16 ils restent majoritairement longitudinaux mais 
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s’invaginent plus profondément au cœur de la cellule musculaire. Entre E17 et E19, 

ils ont envahi toute la myofibre et certains commencent à s’orienter 

transversalement. Ce n’est qu’à partir de trois semaines post-natal que la maturation 

finale est atteinte et que les tubules-t sont alors orientés transversalement (Flucher et 

al., 1993; Franzini-Armstrong, 1991; Takekura et al., 2001) (Figure 9). 

 

Figure 9 : Biogénèse des tubules-t. Fibres musculaires de poulet à E16 (gauche) ou E21 (droite) 
marquées au DiIC16 (sonde lipohilique colorant les membranes). Les tubules transverses sont 
majoritairement longitudinaux au cours du développement embryonnaire puis prennent une orientation 
transversale au fur et à mesure pour constituer un réseau mature trois semaines après la naissance. 
Images tirées de (Flucher et al., 1993). 

 

De plus, différentes protéines semblent être impliquées dans la biogénèse du tubule-

t. 

Tout d’abord, les cavéolines sont une famille de protéines nécessaire à la formation 

des cavéoles. Ces dernières sont des petites invaginations de la membrane 

plasmique de 50 à 80 nm de diamètre, ayant un rôle dans le transport vésiculaire et 

la transduction du signal (Lisanti et al., 1994). Les cavéoles ont une composition 

lipidique unique et semblant similaire à celle du tubule-t, étant donné qu’elles 

comportent du cholestérol et des sphingolipides (Smart et al., 1999). Chez les 

mammifères, la famille des cavéolines est composée de trois membres. Les 

cavéolines-1 et 2 sont principalement localisées au niveau des adipocytes et la 

cavéoline-3 est retrouvée dans le muscle strié avec une expression augmentant au 

cours de la différenciation musculaire (Al-Qusairi and Laporte, 2011; Tang et al., 

1996). Elle peut lier le cholestérol, et est présente au niveau de la membrane 

plasmique et des tubules-t en développement (Parton et al., 1997). Elle pourrait donc 

participer à la biogénèse de ces structures. De plus, les souris cavéoline-3 KO 

présentent des tubules transverses dilatés et principalement longitudinaux 
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témoignant du rôle de la cavéoline-3 dans la biogénèse des tubules-t (Galbiati et al., 

2001). 

La deuxième protéine potentiellement impliquée dans la biogenèse du tubule-t est 

l’amphyphysine II, une protéine ubiquitaire encodée par le gène BIN1. C’est une 

protéine qui possède un domaine BAR pouvant lier les phosphoinositides comme le 

PI(4,5)P2 et le PI4P (Kojima et al., 2004) et qui permet de courber les membranes 

(Lee et al., 2002; Prokic et al., 2014). On la trouve fortement exprimée dans les 

tubules-t suggérant un possible rôle dans la biogénèse de ce dernier. Elle peut lier N-

WASP pour la régulation du cytosquelette d’actine et aurait également un rôle dans 

le positionnement et la forme du noyau via l’implication de la nesprine 2 et du 

cytosquelette de microtubules (D’Alessandro et al., 2015; Falcone et al., 2014). 

L’absence de BIN1 chez la drosophile donne lieu à des défauts des muscles 

squelettiques avec notamment une altération de la morphologie des tubules-t ainsi 

que des défauts dans le couplage excitation-contraction (Razzaq et al., 2001). De la 

même façon les biopsies de patients ayant des mutations de BIN1 montrent une 

morphologie anormale des tubules-t (Toussaint et al., 2011). Ces résultats appuient 

donc l’idée que Bin1 participerait bien à la formation des tubules-t. Cependant et de 

façon surprenante, les souris KO pour BIN1 meurt dans la période périnatal de 

cardiomyopathies et ne semblent pas présenter pas de défauts dans leurs muscles 

squelettiques. Néanmoins une analyse détaillée en microscopie électronique des 

muscles squelettiques n’a pas été réalisée (Muller et al., 2003). 

La dysferline peut lier le calcium et est impliquée dans les mécanismes de fusion et 

réparation membranaire dépendant du calcium (Al-Qusairi and Laporte, 2011). Elle 

est située au niveau de la membrane plasmique des cellules musculaires (Bansal et 

al., 2003). Certaines études réalisées sur des cultures de C2C12 ou dans des 

muscles adultes de rat ont montré que la dysferline est également retrouvée au 

niveau des tubules-t puis est transloquée à la membrane plasmique à la suite d’une 

altération de celle-ci (Klinge et al., 2010, 2007). Actuellement le rôle de la dysferline 

dans la biogénèse du tubule-t n’est pas entièrement établi mais il a été suggéré 

qu’elle aurait un rôle dans la fusion des cavéoles avec les tubules-t, grâce à son 

interaction connue avec le DHPR et avec la cavéoline-3 (Al-Qusairi and Laporte, 

2011; Hernández-Deviez et al., 2006). Les souris KO pour la dysferline ont 
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également des défauts similaires à ceux trouvés dans les souris cavéoline-3 KO 

(Klinge et al., 2010). 

Enfin, la mitsugumine 53 (MG53) a été identifiée comme un acteur clé dans le trafic 

membranaire intracellulaire et dans la réparation membranaire du muscle strié (Cai 

et al., 2009b; Wang et al., 2010). MG53 peut lier la dysferline et la cavéoline-3 (Cai et 

al., 2009b, 2009a) mais aucune étude à ce jour n’a démontré l’implication de la 

MG53 dans la biogénèse des membranes triadiques (Al-Qusairi and Laporte, 2011).  

 

Le Muscle squelettique est un tissu complexe composé de différents domaines 

fonctionnels extrêmement bien organisés les uns par rapport aux autres. Ainsi 

le couplage excitation-contraction ne peut pleinement fonctionner que si la 

formation des structures membranaires est aboutie et que le Complexe de 

Relâchement du Calcium y est correctement adressé. 
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Au sein du muscle squelettique le complexe de relâchement du calcium (CRC) est le 

complexe macromoléculaire nécessaire à la sortie du calcium et à la contraction 

musculaire. Ce complexe centré autour de deux canaux calciques, le récepteur de la 

Ryanodine de type 1 (RyR1) et le récepteur des Dihydropyridines (DHPR), couplés 

physiquement bien que localisés dans deux membranes différentes (membranes des 

citernes terminales et du tubule-t), est également composé d’autres protéines 

importantes pour le couplage excitation-contraction et pour la libération de calcium. 

Parmi ces protéines se trouve la calséquestrine, la junctine, la triadine, la 

calmoduline et FKBP12 (Figure 10). 

 

 

I. Les protéines majeures : deux canaux calciques 

1) Le Récepteur des Dihydropyridines (DHPR) 
 

a) Topologie 
 

Le DHPR est un canal calcique voltage-dépendant ayant un rôle de senseur du 

voltage membranaire (Mikami et al., 1989; Tanabe et al., 1987). Il est localisé à la 

membrane plasmique et enrichi dans les membranes des tubules-t des muscles 

squelettiques et cardiaques.  

Figure 10 : Complexe de 
Relâchement du Calcium au 
sein du muscle squelettique. 
Complexe macromoléculaire 
centré autour de deux canaux 
calciques physiquement couplé: 
RyR1 et DHPR, chacun localisé 
dans des membranes différentes. 
D’autres protéines composent 
également ce complexe et sont 
importantes pour sa régulation et 
pour la libération du calcium.  
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Le DHPR est un hétéropentamère composé de cinq sous-unités : α1s (ou Cav1.1), 

α2-δ, β1 et γ dans le muscle squelettique (Figure 11). Dans le muscle cardiaque, ce 

sont α1c (ou Cav1.2) et β2 qui sont présentes au lieu de α1s et β1 (Perez-Reyes et 

al., 1990). 

Les sous-unités α2-δ, β1 et γ sont des sous-unités auxiliaires servant de modulateurs 

des propriétés du canal (Catterall, 2011). Elles sont liées de façon non covalente à 

α1s et modulent ses propriétés biophysiques et son adressage à la membrane 

plasmique (Dulhunty et al., 2002). Les sous-unités α2 extracellulaire et δ, 

transmembranaire, sont reliées par des points disulfures. La sous-unité γ est 

composée de quatre domaines transmembranaires mais ne semble pas impliquée 

dans le couplage excitation-contraction car en son absence la transduction du signal 

entre le tubule-t et le RS (de la dépolarisation membranaire à la contraction 

musculaire) n’est pas affectée (Ursu et al., 2001).  La sous-unité β est quant à elle 

retrouvée dans le cytoplasme où elle interagit avec α1s par la boucle I-II de cette 

dernière (Serysheva et al., 2002).  

La sous-unité α1s est à la fois le pore du canal et le senseur du voltage initiant le 

couplage excitation-contraction (Rios and Brum, 1987; Tanabe et al., 1988). Ses 

parties N et C-terminales sont situées dans le cytoplasme et constituent le pore du 

canal. Cette sous-unité contient 4 répétitions (de I à IV) d’un motif homologue de six 

domaines transmembranaires reliés par des boucles cytoplasmiques. Les 4èmes 

segments transmembranaires des motifs homologues sont constitués de 3 à 5 

arginines et 1 à 2 lysines par segment, leur permettant d’être chargés positivement et 

de réagir à la dépolarisation membranaire (Figure 11). Au moment de celle-ci, les 

charges sont attirées vers l’extérieur de la membrane, ce qui entraine le changement 

de conformation du DHPR permettant son ouverture et l’entrée de calcium au travers 

du pore (Ríos et al., 1992).  
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Figure 11 : Topologie du DHPR. Schéma représentant les différentes sous-unités du DHPR, leurs 
localisations ainsi que le site principal de l’association DHPR-RyR, indispensable au couplage 
excitation-contraction. 

 

b) Interaction DHPR-RyR1  
 

Dans le muscle squelettique, le DHPR interagit physiquement avec RyR1 (Block et 

al., 1988; Marty et al., 1994) grâce à plusieurs sites interactions. La partie C-

terminale de α1s ainsi que les boucles I-II et III-IV semblent impliquées dans 

l’interaction entre les deux protéines mais c’est la boucle II-III qui est un acteur 

majeur de cette association et qui est donc nécessaire au couplage excitation-

contraction (Cui et al., 2009; Dulhunty et al., 2002; Nakai et al., 1998; Tanabe et al., 

1990a). L’interaction précise DHPR-RyR1 a été montrée comme dépendante de leur 

alignement géométrique (Protasi et al., 1998; Takekura et al., 1994b).  

Le DHPR s’organise en tétrades (groupe de 4 DHPR): une sur deux est située en 

face d’un RyR (Block et al., 1988). Ainsi chaque DHPR se retrouve en face d’un 

monomère de RyR et donc certains RyR ne sont pas couplés à des DHPR. Il a 

d’abord été suggéré que ces canaux RyR non-couplés seraient activés par CICR à la 

suite de l’activation d’un complexe DHPR-RyR (Rios and Pizarro, 1988). Maintenant, 

il semblerait plutôt que ces RyR non-couplés constitueraient une réserve structurelle 
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pouvant se coupler à des DHPR, et être impliqués dans des couplages excitation-

contraction fonctionnels, quand nécessaire (Ríos et al., 2019) (Figure 12). 

 

Figure 12 : Couplage physique RyR1-DHPR et formation des tétrades. (A) Modèle de couplage 
physique entre RyR1 et DHPR dans le muscle squelettique. Reconstitution 3D présentant la vue du 
cytoplasme (en haut) ou de côté (en bas). RyR1 est en gris et DHPR présent sous forme de tétrades 
est en bleu. Les deux canaux calciques sont physiquement associés. Les tétrades du DHPR sont en 
face d’un RyR sur deux. Sur la vue de côté, les lignes horizontales représentent la position des 
membranes du tubule-t au niveau du DHPR et la membrane du RS au niveau de RyR1. Barre 
d’échelle représentant 100 Å. (B) Images de tétrades de DHPR en freeze-fracture. Modifié de (Ríos et 
al., 2019; Serysheva, 2004). 

 

c) Modèles animaux et mutations 
 

Les souris dysgéniques, c'est-à-dire sans sous-unité α1s (mutation dans le gène 

CACNA1S) ainsi que les souris KO pour la sous-unité β1 meurent à la naissance de 

problèmes respiratoires, le couplage excitation-contraction n’étant pas fonctionnel 

chez ces animaux (Gregg et al., 1996; Knudson et al., 1989). La réexpression dans 

les myotubes dysgéniques de la sous-unité α1s permet de restaurer le couplage, 

illustrant bien le rôle du DHPR comme senseur du voltage (Tanabe et al., 1990b, 

1988). De plus, les cellules dysgéniques ne présentent pas d’altération dans la 

structure de leurs triades. La formation des triades est donc indépendante de la 

présence de DHPR. 
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Des mutations ont été identifiées chez l’Homme dans la sous-unité α1s du DHPR. 

Ces mutations génèrent une paralysie périodique hypokaliémique (mutation dans les 

domaines II ou IV) ou hyperthermie maligne (mutation dans la boucle III-IV) (Monnier 

et al., 1997; Ptácek et al., 1994). 

 

2) Le Récepteur de la Ryanodine 
 

a) Les différentes isoformes 
 

Le récepteur de la Ryanodine (RyR) compte trois isoformes RyR1, RyR2 et RyR3, 

issues de 3 gènes (Lanner et al., 2010). Bien que ces isoformes aient des séquences 

proches (65% d’homologie), elles contiennent également des zones de divergences 

expliquant leurs différences fonctionnelles (Sorrentino and Volpe, 1993). 

L’isoforme RyR1 exprimée dans le muscle squelettique, est impliquée dans le 

couplage excitation-contraction (Giannini et al., 1995; Zorzato et al., 1990). Son 

ablation est létale (Takeshima et al., 1995, 1994) et l’isoforme RyR3 fonctionnelle 

dans le muscle squelettique de souris KO RyR1, ne permet pas de compenser 

l’absence de RyR1 (Protasi et al., 2000; Takeshima et al., 1995), probablement dû à 

son incapacité à lier le DHPR (Takeshima et al., 1994). RyR2 est retrouvé 

principalement au sein du muscle cardiaque mais constitue également l’isoforme 

majoritaire du cerveau (Giannini et al., 1995). Il est nécessaire pour la contraction 

cardiaque chez l’adulte. En effet, au stade embryonnaire, le cœur des embryons de 

souris KO RyR2 peut toujours se contracter grâce au calcium passant par le DHPR, 

mais les embryons ont tout de même des malformations cardiaques et meurent une 

dizaine de jours après la naissance (Takeshima et al., 1998). RyR3 est une isoforme 

ubiquitaire mais présents en de plus faibles quantités (Giannini and Sorrentino, 

1995). Elle est principalement exprimée durant la période périnatale. En effet, 

comme le réseau de tubules-t n’est pas entièrement développé durant cette période, 

RyR3 permettrait de renforcer le mécanisme de CICR (calcium induced calcium 

release) amplifiant ainsi les libérations calciques de RyR1 (Yang et al., 2001). 

Pisaniello et al., (2003) détecte RyR3 chez la souris dès la stade embryonnaire E13 

(Pisaniello et al., 2003), puis il devient pratiquement indétectable chez l’adulte 
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(Bertocchini et al., 1997), confirmant son implication dans le développement et la 

contraction musculaire des cellules néonatales (Tarroni et al., 1997; Yang et al., 

2001). Récemment il a été montré via la caractérisation d’un modèle RyR3 KO, que 

cette isoforme est impliquée dans la fonction des muscles extraoculaires (Eckhardt et 

al., 2019). 

 

b) Topologie et structure 3D 

Le Récepteur de la Ryanodine (RyR) est un homotétramère composé de quatre 

sous-unités faisant chacune 565 kDa. Chaque monomère contient deux domaines : 

un domaine C-terminal transmembranaire qui correspond au pore ionique et qui 

permet d’être en lien avec la lumière du RS, et un domaine N-terminal qui représente 

80% de la protéine et qui est nécessaire aux différentes interactions de RyR. Il a été 

montré que RyR1 interagit par sa partie N-terminale avec le DHPR (Nakai et al., 

1996), avec FKBP12, Homer et la calmoduline (Brillantes et al., 1994; Pouliquin and 

Dulhunty, 2009; Tripathy et al., 1995). Son domaine C-terminal forme un complexe 

quaternaire avec la junctine, la calséquestrine et la triadine (Zhang et al., 1997). Sa 

partie N-terminale cytosolique est tellement imposante que des densités sont visibles 

en microscopie électronique, on parle de « feet » (pieds) de RyR (Block et al., 1988) 

qui remplissent tout l’espace entre les membranes des citernes terminales et du 

tubule-t (Figure 13).  

Chaque sous-unité du tétramère est constituée de six segments transmembranaires 

formant le pore du canal, dans la partie C-terminale de RyR. Une boucle est située 

entre les domaines transmembranaires 5 et 6 permettant de constituer le filtre de 

sélectivité ionique (Gao et al., 2000; Meur et al., 2007). Il a également été montré 

que les extrémités N et C-terminales de la protéine étaient cytosoliques (Marty et al., 

1994) (Figure 13). Les RyRs peuvent également subir des modifications post-

traductionnelles réversibles comme la phosphorilation, la S-nitrosylation ou la S-

palmitoylation permettant de moduler leurs activités (Bellinger et al., 2008; Chaube et 

al., 2014; Sun et al., 2001). 
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Figure 13 : Topologie de RyR1 et visualisation en microscopie électronique. (A) Représentation 
schématique de RyR1 illustrant ses parties N et C-terminales cytosoliques ainsi que ses domaines 
transmembranaires qui composent le pore du canal. (B) Image de microscopie électronique montrant 
une triade avec les « feet » de RyR1 qui sont visibles dans l’espace jonctionnel entre le reticulum 
sarcoplasmique (SR) et le tubule-t (TT). Barre d’échelle = 100nm. Image de microscopie électronique 
tirée de (Boncompagni et al., 2006). 

 

La structure 3D du RyR n’est pas encore totalement caractérisée mais de récentes 

études en cryo-microscopie électronique ont permis d’aller jusqu’à une résolution de 

3,  Å permettant de mieux comprendre comment ce canal ionique fonctionne et 

interagit avec ses partenaires (Figure 14) (Bai et al., 2016; Efremov et al., 2015; 

Samsó, 2017; Santulli et al., 2018; Wei et al., 2016; Yan et al., 2015; Zalk et al., 

2015; Zalk and Marks, 2017). 

 

Figure 14 : Structure 3D du récepteur de la Ryanodine en cryo-microscopie électronique. De 
gauche à droite : vue de côté, vue du cytoplasme et vue de la lumière du reticulum sarcoplasmique. 
En couleur sont représentés les différents domaines d’une sous-unité de RyR. D’après (Zalk et al., 
2015). 
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c) Agents régulant l’activité de RyR 
 

Plusieurs agents physiologiques et pharmacologiques sont connus pour moduler 

l’activité de RyR de façon agoniste ou antagoniste. C’est à partir de 194  que Rogers 

et al., ont permis d’identifier RyR par l’utilisation de la ryanodine, un alcaloïde de 

plante utilisé comme insecticide (Rogers et al., 1948). La ryanodine est un agent se 

liant de façon spécifique et avec une grande affinité au RyR. Son site de liaison se 

situerait dans la partie C-terminale proche voire dans le pore du canal (Callaway et 

al., 1994). A forte concentration (M) elle bloque RyR dans son état fermé alors qu’à 

faible concentration (nM) elle le maintient en position semi-ouverte (Callaway et al., 

1994). Le calcium a lui un rôle régulateur direct sur RyR. A faible concentration (1 

M), il active RyR alors qu’à concentration plus importante (mM), il l’inhibe 

(Meissner, 1986; Meissner et al., 1997). La caféine et le 4-chloro-m-crésol (4CmC) 

sont des agonistes de RyR qui stimulent son ouverture (Rousseau et al., 1988; 

Zorzato et al., 1993). Le magnésium et le dantrolène sont des antagonistes du canal, 

ils ont ainsi des propriétés inhibitrices sur l’ouverture de RyR (Meissner, 1986; 

Rosenberg et al., 2015). Le dantrolène, de par son action inhibitrice, est notamment 

utilisé lors de crises d’hyperthermie maligne. L’hyperthermie maligne est une maladie 

pharmacogénétique des muscles squelettiques caractérisée par une réponse 

hypermétabolique due à l’utilisation d’agents anesthésiques halogénés, avec entre 

autre une hyperthermie, une tachycardie, une rigidité musculaire et une 

augmentation de la production de CO2 et de la consommation en O2 (Rosenberg et 

al., 2015). C’est le gène RYR1 qui est principalement retrouvé muté dans 

l’hyperthermie maligne. Des mutations de ce gène sont également retrouvées dans 

les myopathies à cores (Monnier et al., 2001). 

 

d) Modèle animal KO RyR1 
 

Les souris KO RYR1 meurent à la naissance d’insuffisance respiratoire due entre 

autre à l’absence de contraction du muscle du diaphragme (Takeshima et al., 1994). 

Ces animaux se caractérisent par une dégénérescence de leurs fibres musculaires, 

une perte du couplage excitation-contraction et des courants calciques entrant par le 
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DHPR diminués. L’organisation en tétrade du DHPR est également altérée 

(Takekura et al., 1995). Ces résultats illustrent le fait que RyR1 émet un signal 

rétrograde vers le DHPR afin d’améliorer son activité et que la présence de RyR1 est 

nécessaire à l’organisation du DHPR. La réexpression de RyR1 dans les myotubes 

dyspédiques (RYR1 KO) rétablie le couplage excitation-contraction ainsi que les 

courants calciques (Nakai et al., 1996). Bien que RyR1 soit un canal calcique massif 

localisé dans les membranes du RS jonctionnel, son absence n’affecte pas la 

morphologie du RS jonctionnel et donc les triades sont toujours présentes (Felder et 

al., 2002). C’est également ce qui a été montré pour les cellules sans DHPR 

(dysgéniques) (cf. Chapitre 2 I.1c).  

II. Les protéines régulatrices  
 

1) FKBP12 
 

Les protéines FKBPs sont les récepteurs des drogues immunosuppressives comme 

la rapamycine ou FK506. Ce sont des protéines d’environ 12 kDa identifiées dès 

1989 comme peptide co-purifié avec RyR (Marks et al., 1989). On distingue deux 

isoformes : FKBP12 retrouvée principalement au niveau du muscle squelettique et 

FKBP12.6 majoritaire dans le muscle cardiaque (Chelu et al., 2004). Ces protéines 

sont capables de lier les 3 isoformes de RyR au niveau de leurs régions 

cytoplasmique et de moduler leurs activités (Brillantes et al., 1994). Il a été montré 

qu’il y a 4 FKBP12 par RyR ce qui signifie que chaque monomère de RyR est 

associé à une FKBP12 (Qi et al., 1998). 

La liaison de FKBP12 avec RyR est importante pour les relâchements calciques 

survenant à la suite d’une dépolarisation membranaire (Lamb and Stephenson, 

1996). En effet, l’utilisation de modèles de souris KO FKBP12 montrent que les 

animaux meurent de cardiomyopathie sévère mais ne présentent pas de défauts 

dans le couplage excitation-contraction. Néanmoins RyR1 et RyR2 sont presque 

constamment dans un état semi-ouvert (Shou et al., 1998) confirmant que FKBP12 

est impliqué dans la stabilisation de l’état fermé de RyR. Pour cela, FKBP12 

empêche RyR de s’ouvrir en l’absence de dépolarisation membranaire, ce qui limite 
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les fuites de calcium du RS, et en améliorant la coopération entre les monomères de 

RyR, permettant une meilleure conductance du pore une fois ouvert (Brillantes et al., 

1994). 

 

2) La Calmoduline 
 

La calmoduline (CaM) est une protéine de 17 kDa, ubiquitaire et retrouvée dans les 

cellules eucaryotes. C’est une protéine pouvant lier le calcium grâce à quatre 

domaines « EF-Hand » qui la compose (James et al., 1995). Une fois le calcium fixé, 

la CaM peut changer de conformation permettant ainsi d’activer de nombreuses 

cibles moléculaires comme la calcineurine ou les CaM-Kinases (CaMK). 

Il a été montré que la CaM pouvait lier et réguler les sous-unités α1s et α1c du DHPR 

des muscles squelettiques et cardiaques (Peterson et al., 1999; Tang et al., 2002).  

On trouve deux formes de calmoduline : la Ca2+-CaM et l’apoCaM, toutes deux 

pouvant se lier aux trois isoformes de RyR (Yamaguchi et al., 2005, 2003). Une CaM 

est liée sur chaque monomère de RyR (Moore et al., 1999) mais différents sites sont 

impliqués dans la liaison de la Ca2+-CaM ou de l’apoCaM (Samso and Wagenknecht, 

2002). 

L’apoCaM est considérée comme un agoniste partiel de RyR alors que la Ca2+-CaM 

est un inhibiteur du canal (Rodney et al., 2000; Tripathy et al., 1995). En effet pour 

de faibles concentrations de calcium, de l’ordre du nM, l’apoCaM augmenterait 

l’activité de RyR1 alors que pour de fortes concentrations (µM) la Ca2+-CaM 

inhiberait RyR1 (Buratti et al., 1995; Tripathy et al., 1995). La liaison du calcium sur 

RyR1 augmente son affinité pour l’apoCaM et la Ca2+-CaM et, réciproquement, la 

liaison de la CaM sur RyR1 augmente son affinité pour le calcium (Tang et al., 2002).  

 

  



51 
 

3) La Calséquestrine 
 

a) Les isoformes 
 

La calséquestrine est une protéine de 42 kDa présente dans la lumière du RS. Elle 

constitue à elle seule environ 30% des protéines du reticulum. Provenant de deux 

gènes différents, deux isoformes de calséquestrine sont connues : Casq1 et Casq2, 

présentes dans le muscle cardiaque et squelettique (Campbell et al., 1983; Damiani 

et al., 1990). Ces deux isoformes ont une séquence similaire à environ 80%. Casq2 

est l’isoforme du muscle cardiaque, elle est exprimée dès le stade embryonnaire et 

est maintenue jusqu’à l’état adulte. Pour le muscle squelettique, au stade 

embryonnaire et post-natal, c’est Casq2 qui est exprimée puis elle est ensuite 

remplacée par Casq1 dans les muscles rapides mais reste présente dans les 

muscles lents en même temps que Casq1. Casq2 aurait un rôle dans la 

différenciation et la fonction cardiaque mais elle participerait également à la fonction 

des muscles squelettiques, principalement au cours du développement, tout comme 

Casq1 (Park et al., 1998). 

 

b) Les différents rôles de la calséquestrine 
 

La calséquestrine est un chélateur de calcium (Beard et al., 2004) qui lie le calcium 

avec une faible affinité mais une haute capacité par interactions électrostatiques 

(MacLennan and Wong, 1971). Elle polymérise de façon calcium-dépendante (Wang 

et al., 1998). A faible concentration de calcium elle est présente sous la forme de 

monomères puis elle polymérise dès que la concentration calcique augmente (Park 

et al., 2003). Pour ce faire, les monomères de calséquestrine vont se dimériser pour 

former des polymères linéaires essentiels à sa rétention dans la lumière du RS (Park 

et al., 2003; Perni et al., 2013) (Figure 15).  
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Figure 15 : Etapes de polymérisation de la calséquestrine. En absence de calcium, la 
calséquestrine est dépliée puis plus la concentration de calcium augmente dans le reticulum 
sarcoplasmique plus la calséquestrine va former des polymères linéaires de haut poids moléculaires.  

 

La calséquestrine est située à proximité de RyR permettant ainsi que le calcium soit 

rapidement disponible (Franzini-Armstrong et al., 1987; MacLennan and Wong, 

1971). Elle aurait une fonction de senseur de calcium pour RyR en modulant ainsi 

ses relâchements calcique (Beard et al., 2002; Wei et al., 2006). Il a été montré que 

Casq2 est directement reliée à RyR2 lors de l’expression de ces deux protéines dans 

des HEK293 (Handhle et al., 2016). Dans le muscle squelettique la calséquestrine 

serait principalement reliée au RyR par l’intermédiaire de la triadine et de la junctine 

(Guo and Campbell, 1995; Zhang et al., 1997). 

Il a récemment été démontré par des techniques de FRAP, que la mobilité de la 

calséquestrine augmente lors de la diminution de la concentration de calcium dans le 

RS (Manno et al., 2017). Ce résultat suggère ainsi que lors de la déplétion des 

stocks calciques intracellulaires, la calséquestrine se dépolymérise permettant au 

calcium d’être moins disponible pour RyR, ce qui limite sa libération. 

La calséquestrine participerait également à la modulation du SOCE (Store Operated 

Calcium Entry) grâce à son interaction avec STIM1 (protéine du RS permettant par 

liaison avec le canal de surface ORAI de faire entrer du calcium externe dans le 

cytosol) (Shin et al., 2003; Wang et al., 2015). Plus précisément lors de la déplétion 
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des stocks calciques, la calséquestrine dépolymérise et interagit avec STIM1 

bloquant ainsi sa liaison avec ORAI. Elle sert donc de rétrocontrôle négatif sur le 

SOCE et permet ainsi de diminuer l’activité à fournir par SERCA (Perni et al., 2013). 

 

c) Modèles animaux et mutations 
 

Les modèles de souris KO Casq1 ou Casq2 sont viables et fertiles. Les souris Casq1 

KO présentent des symptômes proches de l’hyperthermie maligne (Dainese et al., 

2009; Protasi et al., 2009). Au niveau moléculaire, ces souris ont une augmentation 

du nombre de mitochondries ainsi qu’une importante augmentation dans l’expression 

de RyR1. Ces défauts pourraient correspondre à un mécanisme compensatoire 

permettant de contrebalancer le fait que les stocks calciques de ces animaux sont 

plus faibles et donc que les quantités de calcium libérées par RyR1 sont amoindries. 

Les souris KO Casq1 présentent également des citernes terminales plates ainsi que 

des triades multiples et mal orientées (Paolini et al., 2007; Tomasi et al., 2012) 

(Figure 16). 

 

 

Figure 16 : Altérations 

détectées dans les 

muscles EDL des souris 

KO-Casq1. Images de 

microscopie électronique 

présentant les défauts 

structurels de souris WT ou 

KO-Casq1. (A,C) La largeur 

des citernes terminales 

(délimitée par les pointillés) 

est diminuée dans les 

souris KO Casq1 (C) par 

rapport au WT (A). Barre 

d’échelle = 100 nm. (B,D) 

Des triades mal orientées 

(flèches) et multiples 

(zoom) sont observables 

chez les souris KO Casq1 

(D) par rapport au WT (B). 

Barres d’échelle = 250 nm 

et 100 nm pour les zooms. 

Adapté d’après (Paolini et 

al., 2007). 
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Les souris KO Casq2 quant à elles sont des modèles d’arythmies cardiaques 

similaires des TVPC (tachycardie ventriculaire polymorphique catécholaminergiques) 

(MacLennan and Chen, 2009). Dans des conditions basales, la contraction cardiaque 

est correcte avec de bonnes libérations calciques. Cependant lors de l’exposition aux 

catécholamines, des contractions ventriculaires prématurées apparaissent 

témoignant de troubles dans les relâchements de calcium (libérations spontanées et 

anormales) et donc de fuites calcique (Knollmann et al., 2006). L’expression de la 

triadine cardiaque et de la junctine (cf. Chapitre 2 II.4 et II.5) chute fortement dans 

ces animaux et aucune compensation par Casq1 n’a été trouvée. 

Chez l’Homme, des mutations ont été trouvées dans Casq1 et Casq2. Celles dans 

Casq2 impacteraient la polymérisation ou l’agrégation de la protéine entrainant 

comme pour les modèles animaux, une capacité limitée du stockage du calcium et 

des TVPC (Kim et al., 2007; Leenhardt et al., 2012). Les mutations identifiées dans 

Casq1 sont principalement retrouvées chez des patients atteints de myopathie à 

agrégats tubulaires (Lewis et al., 2015; Rossi et al., 2014).  

 

d) Modifications post-traductionnelles 
 

Les deux isoformes Casq1 et Casq2 subissent des modifications post-

traductionnelles comme la glycosylation et la phosphorylation (Cala and Miles, 1992; 

Lewis et al., 2016). La glycosylation de Casq1 a été montrée nécessaire pour sa 

polymérisation (Sanchez et al., 2012).  

La Caseine Kinase II phosphoryle la calséquestrine (McFarland et al., 2011) ce qui 

augmente la capacité de liaison du calcium (Sanchez et al., 2011). La 

phosphorylation de la calséquestrine ne jouerait pas sur son rôle de senseur de 

calcium de RyR ni sur ses interactions avec la triadine et la junctine (Beard et al., 

2005) mais plutôt sur le trafic et la rétention dans le RS de la calséquestrine 

(McFarland et al., 2011).  
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4) La Junctine 
 

La junctine est une protéine transmembranaire de 26 kDa localisée dans le RS 

jonctionnel. Sa structure et sa topologie sont proches de celles de la triadine avec un 

domaine N-terminal cytosolique de 22 acides aminés, un domaine transmembranaire 

de 21 acides aminés et un domaine C-terminal luminal de 210 acides aminés (Jones 

et al., 1995). Sa partie N-terminale lui permet d’interagir avec RyR1 et RyR2 (Li et al., 

2015) et sa partie C-terminale contient plusieurs domaines riches en lysine et acide 

glutamique, dits domaines KEKE, lui permettant de se lier à la calséquestrine, à la 

triadine et au RyR (Zhang et al., 1997). 

La junctine est issue de l’épissage alternatif du gène de l’aspartyl-β-Hydroxylase 

(Treves et al., 2009). Ce gène, en plus de coder la junctine, code deux autres 

protéines, la junctate et la β-Hydroxylase. 

Les souris KO junctine ont des arythmies fatales et une homéostasie calcique 

anormale. Les cardiomyocytes provenant de souris KO junctine présentent des 

problèmes de contractilité (augmentation) pouvant être expliqués par un RyR fuyant 

(sorties spontanées de calcium) et aboutissant à la mort prématuré des animaux 

(Yuan et al., 2007). Une autre étude a également montré que dans les 

cardiomyocytes déficients en junctine, le contenu calcique des stocks est augmenté 

mais les sorties de calcium par RyR pendant la diastole sont faibles. La junctine 

affecterait donc la façon dont RyR ressent la charge calcique du RS. En présence de 

faible concentration de calcium dans le RS, la junctine activerait RyR alors qu’elle 

l’inhiberait lors de fortes concentrations (Altschafl et al., 2011).  

Lors d’étude de surexpression de la junctine dans des souris, il a été montré que les 

citernes terminales du RS étaient plus fines avec une densité importante de 

calséquestrine et des contacts membranaires citernes terminales/tubules-t plus 

nombreux (Zhang et al., 2001). En plus de son rôle de maintien au niveau du 

complexe RyR-calséquestrine-junctine-triadine, la junctine serait impliquée dans le 

maintien du contenu calcique des stocks intracellulaires (Wang et al., 2009). Elle 

aurait donc un rôle à jouer dans l’organisation structurale des citernes terminales et 

dans la rétention de la calséquestrine à l’intérieur des citernes, mais son implication 

serait moindre que celle de la triadine (Boncompagni et al., 2012). 
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5) La Triadine 
 

a) Les différentes isoformes 
 

La triadine est une protéine membranaire localisée à la triade. Elle a été identifiée à 

partir de fraction isolée de RS jonctionnel de muscle squelettique de lapin (Brandt et 

al., 1990; Kim et al., 1990).  

La triadine est issue de l’épissage alternatif du gène TRDN composé de 41 exons et 

localisé dans la région 6q22-6q23 chez l’Homme (Thevenon et al., 2003). Le gène 

TRDN code 4 isoformes nommées Trisk (Triadin Skeletal muscle) suivi du poids 

moléculaire de l’isoforme concernée : Trisk 95 (T95) qui contient 41 exons est la 

première isoforme à avoir été identifiée, Trisk 51 (T51) contient 21 exons, Trisk 49 

(T49) est composée de 20 exons tandis que Trisk 32 (T32) compte 8 exons issus de 

l’épissage alternatif du gène (Marty et al., 2000; Thevenon et al., 2003; Vassilopoulos 

et al., 2005). 

T95 et T51 sont les isoformes spécifiques et majoritaires du muscle squelettique 

localisées dans le RS jonctionnel (Marty et al., 2009). Dans les muscles 

squelettiques de rat et de souris, les deux isoformes représentent chacune environ 

40% de la quantité totale de triadine alors que chez l’Homme c’est T51 qui est 

l’isoforme principale (60% contre 40% pour T95) (Marty et al., 2009; Thevenon et al., 

2003). 

T49 est l’isoforme la moins bien caractérisée, elle est faiblement présente dans les 

muscles de rats et est retrouvée au niveau du RS longitudinal (Vassilopoulos et al., 

2005). 

T32, aussi appelée CT1 (Cardiac Triadin isoforme 1), est retrouvée dans tout le RS. 

Dans les muscles squelettiques, elle serait liée à RyR1 (Marty et al., 2009) mais 

également à l’IP3R qu’elle régulerait (Olah et al., 2011; Vassilopoulos et al., 2005). 

Cependant son expression majoritaire est au niveau du muscle cardiaque 

(Kobayashi and Jones, 1999) où elle interagirait avec RyR2 et Casq2 (Kobayashi et 

al., 2000). 
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Toutes les isoformes sont composées d’un unique domaine transmembranaire de 21 

acides aminés (hélice α) et d’un court domaine N-terminal cytosolique de 47 acides 

aminés. La partie C-terminale de la triadine est luminale et diffère d’une isoforme à 

l’autre (Figure 17) (Knudson et al., 1993; Marty et al., 2009, 1995).  

 

Figure 17 : Les isoformes de Triadine. L’épissage alternatif du gène TRDN donne lieu à 4 isoformes 
localisées dans la membrane du RS jonctionnel. Ces isoformes ont en commun un court domaine N-
terminal cytoplasmique et un unique domaine transmembranaire mais elles diffèrent de part la 
longueur de leurs parties C-terminale luminale et des domaines fonctionnels les composant (KEKE en 
jaune, Coiled-coil en violet et cystéines C270 et C649). Les parties colorées des extrémités C-
terminales représentent les parties spécifiques de chaque isoformes.  

 

b) Domaines fonctionnels et interactions protéiques 
 

La partie C-terminale de la triadine contient plusieurs domaines fonctionnels : un 

domaine KEKE, un domaine Coiled-coil et des cystéines (Figure 17). 

Au contraire de T32 qui ne contient aucune cystéine, T51 et T49 en ont une en 

position 270 et T95 en compte deux en positions 270 et 649. Ces cystéines sont 

impliquées dans la formation de ponts disulfures permettant à la triadine de 

multimériser (Froemming et al., 1999; Marty, 2015). Un domaine Coiled-coil au 

niveau des acides aminés 330 à 341 a également été trouvé. Dans des cellules non-

musculaires, l’utilisation de mutant de la triadine ne possédant ni cystéines ni 

domaine Coiled-coil n’induit pratiquement pas des déformations des membranes du 



58 
 

reticulum, comme observé pour la triadine WT, ce qui suggère un rôle structural de la 

triadine via ces domaines fonctionnels (Fourest-Lieuvin et al., 2012). 

Toutes les isoformes contiennent un domaine KEKE (acides aminés 210 à 224), 

domaine composé d’une alternance de lysines et d’acides glutamiques formant un 

feuillet β chargé positivement (Realini et al., 1994). Ce domaine a été montré comme 

étant impliqué dans les interactions de la triadine avec les protéines du CRC 

(Kobayashi et al., 2000; J. M. Lee et al., 2004). Il a été montré que la triadine pouvait 

lier la calséquestrine (Guo and Campbell, 1995; Kobayashi et al., 2000) et qu’elle 

permettrait de l’ancrer à la triade, car sans triadine la calséquestrine est retrouvée 

localisée dans tout le RS (Boncompagni et al., 2012). La triadine s’associerait 

également avec la junctine pour stabiliser l’ancrage de la calséquestrine à proximité 

de RyR1 (Zhang et al., 1997). 

Une autre interaction importante est celle de la triadine avec RyR1 (Carl et al., 

1995b; Knudson et al., 1993) et avec RyR2 (Carl et al., 1995a). Elle lierait RyR par 

son domaine C-terminal (Guo and Campbell, 1995) mais également par son domaine 

N-terminal. En effet, grâce à l’utilisation de peptides couvrant les acides aminées 18 

à 46 de la triadine, une inhibition de RyR1 incorporé dans une bicouche lipidique a 

pu être mise en évidence. Cette liaison triadine-RyR1 est calcium-dépendante et 

donc serait abolie lors de fortes concentrations de calcium (Groh et al., 1999). 

Il a été suggéré très tôt que la triadine jouerait un rôle dans le couplage excitation-

contraction (Knudson et al., 1993) puis des études ultérieures ont confirmé son rôle 

majeur (Boncompagni et al., 2012; Goonasekera et al., 2007; Marty, 2014). 

La triadine est une protéine pouvant être phosphorylée par la CaMKII au niveau de 

sa partie cytoplasmique en position 37 (Damiani et al., 1995). Il a également été 

montré qu’elle subirait une N-glycosylation en position 75 et 625 (Fan et al., 1995; 

Kobayashi and Jones, 1999; Marty et al., 2000). Cette glycosylation est nécessaire 

au bon repliement de T32/CT1, sans celle-ci la protéine est dégradée par le 

protéasome (Milstein et al., 2008).  
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c) Fonctions de la triadine  
 

Le rôle de la triadine dans l’homéostasie calcique a été démontré par des études de 

surexpression ou knock-down de la triadine. 

La surexpression de T95 par l’utilisation d’adénovirus dans des cultures primaires de 

rat aboli les relâchements calciques à la suite d’une dépolarisation, sans affecter la 

fonction de RyR1 ni celle du DHPR, ce qui suggère un découplage entre DHPR et 

RyR1. Ce n’est par contre pas le cas de la surexpression de T51 qui n’a pas d’effet 

fonctionnel (Rezgui et al., 2005). T95 et T51 n’ont donc pas la même fonction au sein 

du muscle squelettique. Il semble cependant qu’elles soient toutes deux impliquées 

dans le maintien de la structure du muscle puisque leurs surexpressions altèrent la 

morphologie de la fibre musculaire (Vassilopoulos et al., 2010). La mutation d’acides 

aminés dans la région de liaison RyR1-Triadine entraine une diminution de 

l’amplitude et des cinétiques de relâchements du calcium. Les libérations calciques 

sont alors bloquées, ce qui suggère que la liaison RyR1-Triadine améliore l’ouverture 

de RyR1 durant le couplage excitation-contraction (Goonasekera et al., 2007). En 

2009, deux études ont présentées des résultats similaires en utilisant des siRNA 

ciblant la triadine dans des C2C12 ou dans des cœurs de souris délétés du gène 

TRDN (Chopra et al., 2009; Wang et al., 2009). 

Pour comprendre le rôle intrinsèque de la triadine, des études ont été entreprises 

dans l’équipe visant à exprimer T95 par surexpression dans des cellules non 

musculaires (COS-7). Dans ces cellules, la triadine a été retrouvée localisée dans le 

reticulum au sein duquel elle induit des déformations majeures. En effet, le reticulum 

forme alors des tubules en périphérie des cellules, tubules associés aux faisceaux de 

microtubules (Fourest-Lieuvin et al., 2012). Ce comportement est typique de protéine 

d’ancrage du reticulum aux microtubules (Vedrenne and Hauri, 2006), suggérant 

ainsi un rôle structural de la triadine dans le RS via les microtubules. Cette fonction a 

été confirmé récemment par notre équipe qui montre, en effet, que la triadine ferait le 

lien entre la triade et les microtubules par l’intermédiaire de Climp63 (Osseni et al., 

2016). 
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d) Les modèles animaux triadine KO et les mutations retrouvées 

chez l’Homme  
 

Deux modèles de souris TRDN KO ont été réalisés par l’équipe de Perez en 2007 et 

par la notre en 2009 (Oddoux et al., 2009; Shen et al., 2007). Les deux KO ont été 

créés par excision de l’exon 1 de la triadine et présentent des phénotypes similaires. 

Les souris sont viables et fertiles et ne diffèrent pas en poids par rapport aux 

animaux WT. Elles présentent une faiblesse musculaire modérée due à une 

diminution des relâchements calciques à la suite d’une dépolarisation. Au niveau 

cardiaque, les animaux présentent des arythmies lors d’un stress adrénergique 

(Chopra et al., 2009). Les triades ont une morphologie relativement préservées 

même s’il a été observé en microscopie électronique qu’environ 30% sont orientées 

longitudinalement. Les citernes terminales sont aplaties. Ce défaut serait dû soit à 

une diminution des quantités de calséquestrine présente soit à un rôle structural de 

la triadine dans les courbures de membranes (Figure 18). 

 

Figure 18 : Altérations détectées dans les muscles EDL des souris triadine KO. Images de 
microscopie électronique illustrant les défauts d’orientation de certaines triades (étoiles en B) ainsi que 
la réduction d’épaisseur des citernes terminales du RS (C), observées chez les souris triadine KO (B 
et C) contrairement aux WT (A). D’après (Oddoux et al., 2009). 

 

Le phénotype cardiaque des souris triadine KO est apparenté à une TVPC 

(tachycardie ventriculaire polymorphe catécholaminergiques). Les TVPC 
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correspondent à des syncopes et arrêts cardiaques pendant un stress physique ou 

émotionnel chez le jeune enfant (Lacampagne et al., 2008; Priori and Napolitano, 

2005). Cependant chez l’Homme, les TVPC sont majoritairement dues à des 

mutations dans RyR2 ou Casq2 (70% des cas). Néanmoins en 2012 l’équipe a 

étudié un groupe de 97 patients atteints de TVPC mais ne présentant pas de 

mutation dans RyR2 ou Casq2. Trois mutations dans le gène TRDN ont alors été 

identifiées et les patients ayant ces mutations et présentant une faiblesse musculaire 

modérée, semblent être KO pour la triadine (Roux-Buisson et al., 2012). Ces 

résultats obtenus chez l’Homme permettent de valider les modèles animaux triadine 

KO.  

 

Les différentes protéines composant le CRC sont primordiales pour le bon 

fonctionnement du couplage excitation-contraction et le maintien de la 

structure des triades. Le cytosquelette de microtubules lié aux triades par 

l’intermédiaire de T95 et de Climp63 semble également nécessaire pour la mise 

en place de la triade et donc pourrait être impliqué dans l’adressage et 

l’ancrage des protéines du CRC à la triade. 
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Chapitre 3 : Le réseau de 

microtubules et les MAPs associées 
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Au sein des cellules, le cytosquelette est un ensemble de filaments leur conférant 

l’essentiel des propriétés structurales et mécaniques. Le cytosquelette est en effet un 

élément cellulaire hautement dynamique qui permet aux cellules de se déplacer, 

d’être polarisées mais également de pouvoir transporter des organites en leur sein. 

Les filaments qui composent le cytosquelette sont répartis en trois groupes parmi 

lesquels on trouve les filaments d’actine, les filaments intermédiaires et les 

microtubules. 

I. Structure et dynamique des microtubules dans les cellules 

non différenciées 
 

1) Structure 
 

Les microtubules sont des tubes creux et cylindriques de 25 nm de diamètre 

localisés dans le cytoplasme des cellules. Ils sont formés par la polymérisation 

d’hétérodimères de tubulines  et  (Nogales et al., 1999). 

Les tubulines  et  sont des protéines globulaires d’environ 450 acides aminés 

chacune et avec 40% d’homologie de séquence. Chez l’Homme, on compte 7 

isoformes de tubuline , 8 de tubuline  et 2 de tubuline  (Luduena, 1998). Les 

tubulines  et  s’assemblent pour former des hétérodimères. L’alternance de ces 

hétérodimères donne naissance à un protofilament et 13 protofilaments associés en 

parallèle et décalés d’environ 0,9 nm les uns des autres constituent un microtubule 

(Chretien et al., 1992) (Figure 19). Les microtubules sont des structures particulières 

qui peuvent présenter différentes architectures suivant les besoins cellulaires. Ils 

peuvent être présent sous la forme d’un réseau de microtubules individuels ou se co-

aligner entre eux pour former des faisceaux de microtubules. 

Les microtubules sont des structures polarisées. Au niveau de leurs bouts (+) ce sont 

les tubulines  qui sont exposées alors qu’au niveau de leurs bouts (-) ce sont les 

tubulines  (Mitchison, 1993; Nogales and Wang, 2006) (Figure 19). Au sein d’un 

faisceau de microtubules, les extrémités (+) ne sont pas nécessairement toutes 

orientées dans la même direction. 
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Les dimères d’ et  ont une activité GTPase. Sur chacune des tubulines on trouve 

un site de liaison permettant ainsi de lier deux GTP par dimères (Mandelkow et al., 

1988; Yanagisawa et al., 1968).  

 

Figure 19 : Formation des microtubules. Schéma des dimères de tubulines  et  s’associant pour 
former un protofilament. C’est l’assemblage de 13 protofilaments qui forme ensuite le microtubule, 

tube creux de 25 nm de diamètre, polarisé avec un bout (+) exposant les tubulines  et un bout (-) 

exposant les tubulines . Modifié d’après (Akhmanova and Steinmetz, 2008). 

  

Les microtubules sont des structures dynamiques, leur croissance se fait aux bouts 

(+) par ajout de dimères de tubulines (Desai and Mitchison, 1997). Les extrémités (-) 

peuvent également croître mais de façon moindre (Akhmanova and Hoogenraad, 

2015; Walker et al., 1988). 

Les bouts (-) sont ancrés au niveau des centrosomes, ce sont les sites de nucléation 

des microtubules, proche des noyaux (Hyman and Karsenti, 1998), également 

appelés MTOC (MicroTubule Organizing Centers). Les bouts (+) des microtubules 

sont orientés vers la périphérie de la cellule. 
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La localisation des MTOC dépend du type cellulaire et de la tubuline . En effet c’est 

cette dernière qui initie la polymérisation des tubulines  et  (Zheng et al., 1995). 

In vitro, il a été montré que les microtubules peuvent s’auto-assembler. L’assemblage 

des hétérodimères de tubuline a lieu si la concentration de tubuline pure est 

suffisante (20-40 M), si du Mg2+ et du GTP sont présents, si la température est 

comprise entre 30 et 37°C et que le pH est proche de 7 (Desai and Mitchison, 1997). 

L’assemblage se fait en deux étapes. D’abord c’est l’étape de nucléation où les 

hétérodimères de tubulines s’associent entre eux pour former des oligomères puis 

c’est l’étape d’élongation dans laquelle les microtubules polymérisent par ajout de 

dimères libres et le GTP associé à la tubuline  est hydrolysé (Hyman et al., 1992). 

Le désassemblage correspond à la libération des dimères de tubulines. Il va se 

produire lors de l’exposition au froid ou lors d’application de drogues 

dépolymérisantes.  

 

2) Dynamique 
 

Les microtubules ont deux comportements dynamiques, le « treadmilling » (tapis 

roulant) et l’instabilité dynamique.  

Le « treadmilling » correspond au renouvellement des dimères de tubulines qui 

s’ajoutent au niveau des bouts (+) et se dissocient au niveau des bouts (-). Ce 

mécanisme permet aux microtubules d’être constamment stables (Margolis and 

Wilson, 1978; Panda et al., 1999) et peut être observable in vivo lorsque les 

microtubules se détachent du centrosome pour aller vers la périphérie (Rodionov and 

Borisy, 1997). 

L’instabilité dynamique représente la capacité des microtubules de passer d’une 

phase d’assemblage à une phase de désassemblage, ce qui permet au réseau de 

microtubules d’être remodelé (Desai and Mitchison, 1997; Mitchison and Kirschner, 

1984; Walker et al., 1988). Elle a été mise en évidence en mesurant la longueur des 

microtubules à l’état stationnaire (Mitchison and Kirschner, 1984). On parle de 

catastrophe lorsqu’un microtubule se dépolymérise subitement et de sauvetage dans 
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le cas inverse : le microtubule en cours de dépolymérisation peut reprendre sa 

croissance. Entre ces deux états, les microtubules peuvent également être en pause 

(Walker et al., 1988) (Figure 20). L’instabilité dynamique est donc caractérisée par 

quatre phénomènes : la vitesse de polymérisation et celle de dépolymérisation, la 

fréquence des évènements de catastrophe et de sauvetage. 

 

Figure 20 : Cycle de polymérisation/dépolymérisation des microtubules illustrant l’instabilité 
dynamique. Modifié d’après (Akhmanova and Steinmetz, 2008). 

 

Les différentes phases de l’instabilité dynamique dépendent de la liaison de 

GTP/GDP sur les dimères de tubulines. La présence du GTP est nécessaire pour 

l’assemblage et son hydrolyse est requise pour les phases de désassemblage. Le 

GTP de la tubuline  est non échangeable donc c’est la tubuline -GTP qui une fois 
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hydrolysée fournira l’énergie nécessaire (Valiron et al., 2001). Il a été montré que 

l’utilisation d’un analogue non hydrolysable inhibait le désassemblage des 

microtubules (Hyman et al., 1992). Le GTP stabilise les contacts latéraux entre les 

monomères de tubuline ce qui facilite leur assemblage, tandis qu’une fois 

hydrolysée, le GDP affaiblit les liaisons entre les dimères de tubuline ce qui entraine 

un changement dans leur conformation aboutissant à une forme recourbée plus 

facilement dépolymérisable (Hyman et al., 1995).  

Il y aurait une coiffe de GTP présente au niveau des bouts (+) des microtubules, les 

rendant plus stables et inhibant leur dépolymérisation (Caplow and Shanks, 1996; 

Dimitrov et al., 2008). Ainsi l’instabilité dynamique correspond à des phases de 

polymérisations lentes entrecoupées de phase rapide de dépolymérisation. 

Les propriétés dynamiques des microtubules leur permettent de se réorganiser 

constamment suivant les stimuli qu’ils perçoivent. 

 

3) Modifications post-traductionnelles 
 

Les modifications post-traductionnelles permettent aux protéines associées aux 

microtubules d’interagir avec eux (Figure 21). Cela confère de multiples fonctions aux 

microtubules suivant la protéine associée, on parle de « tubuline code » (Janke, 

2014; Verhey and Gaertig, 2007). 

 



70 
 

 

Figure 21 : Liste de modifications post-traductionnelles identifiées sur les tubulines. PTM = 
modifications post-traductionelles ; CCT = Queue C-terminale. Tiré de (Verhey and Gaertig, 2007). 

 

Parmi les diverses modifications post-traductionnelles identifiées, la palmitoylation, 

l’ubiquitination, la méthylation, la sumoylation, et la glycosylation sont des 

modifications ayant des fonctions encore peu connues sur la régulation du réseau de 

microtubules (Song and Brady, 2015). 

La polyamination, la phosphorylation et la polyglycylation ont été montrées comme 

impliquées dans la stabilisation et la dynamique des microtubules, même si elles sont 

peu étudiées (Song and Brady, 2015; Wloga et al., 2017). 

La majorité des tubulines  contiennent une tyrosine en C-terminale qui peut être 

clivée ou rajoutée par différentes enzymes lors d’un cycle détyrosination/tyrosination 

(Aillaud et al., 2017; Barra et al., 1988; Song and Brady, 2015). Des détyrosinations 

anormales sont observées dans des cancers et des maladies cardiaques. Ce cycle 

détyrosination/tyrosination est un signal de régulation vitale (Erck et al., 2005) 

impliqué dans la mitose, la physiologie neuronale et la méchanotransduction 

musculaire. 
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Les tubulines  détyrosinées peuvent subir une autre protéolyse, une modification 

2, qui clive l’acide glutamique terminal. Cette modification irréversible permet de 

limiter la quantité de tubuline  qui est à nouveau tyrosinable (Wloga and Gaertig, 

2010).  

L’acétylation permet l’ajout d’un groupe acétyle sur la lysine 40 de la tubuline . 

Cette modification affecterait la stabilité des microtubules mais les fonctions 

physiologiques de l’acétylation de la tubuline  restent encore peu connues (Song 

and Brady, 2015). 

La polyglutamylation quant à elle influencerait l’interaction de protéines avec les 

microtubules (Bonnet et al., 2001; Lacroix et al., 2010). 

La détyrosination/tyrosination, l’acétylation et la polyglutamylation sont des 

modifications post-traductionnelles qui pourraient réguler la vitesse des moteurs 

moléculaires comme les kinésines-1 (Konishi and Setou, 2009; Maas et al., 2009; 

Reed et al., 2006). 

 

4) Les protéines associées aux microtubules (MAPs) 
 

Les MAPs (Microtubules-Associated Proteins) sont des partenaires protéiques qui se 

fixent sur les microtubules. Parmi les MAPs on trouve les MAPs 

structurales/stabilisatrices, les déstabilisatrices, les protéines des bouts (+) et les 

moteurs moléculaires. 

 

a) Les protéines des bouts (+) 
 

Ces protéines dites +TIPs (plus-end tracking protein) se lient aux bouts (+) des 

microtubules en phase d’assemblage. Actuellement plus d’une vingtaine de +TIPs 

ont été identifiées comme par exemple CLIP-170, les protéines EB (End-Binding), ou 

p150Glued (Akhmanova and Steinmetz, 2008). En se liant au bout (+) des 
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microtubules, ces protéines se caractérisent en microscopie, par des marquages 

type comètes dirigées vers la périphérie des cellules (Figure 22).  

La première protéine +TIPs identifiée a été CLIP-170 (Perez et al., 1999). Elle fait 

partie de la famille des CLIPs (Cytoskeleton-associated protein Gly-rich protein) tout 

comme p150Glued, une sous-unité de la dynactine (cf. Chapitre 3 I.4.d). Les 

protéines CLIPs contiennent un domaine CAP-Gly dans leur extrémité N-terminale, 

domaine leur permettant de se lier aux microtubules via leur interaction avec les 

protéines EB (Akhmanova and Steinmetz, 2008; Galjart, 2010).  

 

 

Figure 22 : Distribution des protéines de bouts (+) EB1 et CLIPs. Images de fibroblastes 
marquées pour la protéine EB1 (rouge) et les protéines CLIPs (vert). Les deux protéines sont des 
+TIPs qui colocalisent aux extrémités (+) des microtubules donnant lieu à des comètes se dirigeant 
vers la périphérie de la cellule. Tiré de (Galjart, 2010). 

 

Les protéines EBs sont divisées en trois isoformes EB1, EB2 et EB3 et chaque 

isoforme est présente sous forme de dimère. Leur partie N-terminale est nécessaire 

et suffisante pour permettent la liaison aux microtubules et leur partie C-terminale se 

compose d’un domaine Coiled-coil impliqué dans leur dimérisation (Akhmanova and 

Steinmetz, 2008). Les protéines EBs ont été montrées comme étant des adaptateurs 

centraux auxquels se lie la majorité des autres +TIPs (Kumar and Wittmann, 2012). 
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Les fonctions majeures des +TIPs sont de contrôler la dynamique des microtubules 

même si les mécanismes moléculaires sous-jacents sont mal compris. La majorité 

des +TIPs stimulent la polymérisation des microtubules en promouvant l’addition de 

tubuline aux extrémités (+). Elles permettent aussi de faire le lien entre le bout (+) 

des microtubules et d’autres structures cellulaires. Par exemple elles attachent le 

bout (+) des microtubules à la membrane plasmique ou interagissent avec le 

cytosquelette d’actine (Akhmanova and Steinmetz, 2010; Lewkowicz et al., 2008). 

Les +TIPs ont aussi un rôle important à jouer dans l’extension des tubules de 

reticulum via l’interaction EB1/STIM1 (Grigoriev et al., 2008) et contribuent au 

transport d’organelles vers les bouts (-) (Vaughan et al., 2002) notamment durant la 

division cellulaire (Lomakin et al., 2009). 

 

b) Les MAPs structurales 
 

Les MAPs structurales n’ont pas de domaine enzymatique et elles se lient à la 

surface des microtubules (Mandelkow and Mandelkow, 1995). Ces MAPs se 

composent entre autre des MAPs 1, 2, doublecortine, MAP6 et Tau connues pour 

avoir des fonctions au niveau de la morphogénèse et du dévelopement neuronal 

(Mohan and John, 2015), mais également MAPs 4 et 7 plus ubiquitaires. Les MAPs 

structurales permettent de stabiliser le réseau de microtubules en favorisant la 

polymérisation de la tubuline et en inhibant le désassemblage des microtubules 

(Drechsel et al., 1992; Trinczek et al., 1995).  

L’action des kinases et phosphatases contrôle généralement l’interaction de ces 

MAPs avec les microtubules (Cassimeris and Spittle, 2001). Elles interagissent avec 

les microtubules grâce à leur domaine C-terminal. Leur domaine N-terminal quant à 

lui, dépasse des microtubules permettant ainsi de lier d’autres protéines ou le 

cytosquelette d’actine par exemple (Drewes et al., 1998; Halpain and Dehmelt, 

2006). Certaines de ces MAPs comme MAP1, MAP4, MAP2 et Tau promouvoient 

l’assemblage des microtubules sous forme de faisceaux (Chen et al., 1992; Drechsel 

et al., 1992; Mohan and John, 2015). La longueur de leur domaine de projection N-

terminal définit alors l’espace entre les microtubules d’un même faisceau (Chen et 

al., 1992). 
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MAP6 également appelée STOP (Stable Tubule-Only Polypeptide) a la particularité 

de stabiliser les microtubules au froid in vitro et de lier la calmoduline, 

caractéristiques non retrouvées chez les autres MAPs comme MAP2 et Tau (Baas et 

al., 1994; Pirollet et al., 1983).  

MAP6 est une famille de protéines toutes issues de l’épissage alternatif du même 

gène MAP6. Ce dernier est composé de 4 exons ainsi que d’un promoteur alternatif 

(Bosc et al., 1996; Denarier et al., 1998a) (Figure 23). Quatre sites de 

phosphorylation par la CaMKII ont également été identifiés (Baratier et al., 2006; Job 

et al., 1983). Une fois phosphorylée, MAP6 ne lierait plus les microtubules mais 

pourrait lier l’actine permettant ainsi sa relocalisation au niveau de la synapse des 

neurones (Baratier et al., 2006). MAP6 subirait également une palmitoylation qui lui 

permettrait de se localiser dans le Golgi (Gory-Faure et al., 2014, 2006). 

 

Figure 23 : Isoformes de MAP6. Schéma illustrant les principales isoformes de MAP6 (MAP6-N, 
MAP6-E et MAP6-F) issues de l’épissage alternatif du gène Mtap6 qui comporte 4 exons ainsi qu’un 

promoteur alternatif pour MAP6-F. La taille des exons (bp) est indiquée. 

 

Le laboratoire a eu l’opportunité de travailler sur un modèle de souris MAP6 KO afin 

de caractériser les fonctions de cette MAP au niveau du muscle squelettique, 

fonctions inconnues actuellement. En effet, MAP6 fait partie des MAPs structurales 

qui sont principalement étudiées au niveau neuronal. 

L’isoforme MAP6-N spécifique des neurones est retrouvée, dans le cerveau, liée aux 

microtubules stables au froid ainsi qu’à la calmoduline (Job et al., 1983, 1981). 

MAP6-E, dite embryonnaire, est également retrouvée associée aux neurones mais 

est présente dès le développement embryonnaire jusqu’à l’âge adulte. A 37°C, 

MAP6-N et MAP6-E sont localisées le long des microtubules. MAP6-F est exprimée 

dans les fibroblastes dans lesquels sa localisation varie suivant la température, à 
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37°C elle est cytoplasmique alors qu’à 4°C elle est située le long des microtubules 

pour les stabiliser (Denarier et al., 1998b). MAP6-F aurait ainsi un rôle de senseur de 

températures permettant de protéger les microtubules des variations de 

températures (Delphin et al., 2012). Cette isoforme est également identifiée dans 

d’autres tissus comme les muscles striées (Aguezzoul et al., 2003; Denarier et al., 

1998b; Guerrero et al., 2010). 

Pour mieux étudier les différentes fonctions de MAP6, un modèle de souris MAP6 

KO a été développé (Andrieux et al., 2002). Ces souris sont viables mais 

développent un phénotype d’anxiété et présentent des problèmes de fertilités et de 

maternage. Leur phénotype, principalement caractérisé au niveau 

neuronal, comprend une plasticité synaptique altérée ainsi que des défauts de 

neurotransmission, ce qui entraine des troubles du comportement (Andrieux et al., 

2002; Fournet et al., 2012; Volle et al., 2013). Les voies dopaminergiques et 

glutamatergiques de ces animaux sont également affectées ce qui correspond à un 

phénotype similaire à la Schizophrénie chez l’Homme (Begou et al., 2007; Brun et 

al., 2005).  

MAP6 dans les neurones est impliquée dans le développement de faisceaux 

neuronaux et dans la neurogénèse olfactive adulte (Benardais et al., 2010; Deloulme 

et al., 2015). C’est pourquoi les animaux MAP6 KO présentent des défauts dans la 

formation des synapses olfactives ainsi qu’une altération du développement d’un 

tractus axonal impliqué dans les déficits cognitifs observés.  

 

c) Les MAPs déstabilisatrices 
 

Dans la cellule il existe des effecteurs qui stimulent la fréquence des catastrophes, 

diminuent les sauvetages et la vitesse d’élongation des microtubules. Différentes 

molécules pouvant s’opposer aux effets des MAPs stabilisatrices ont été identifiées. 

La stathmine augmente les évènements de catastrophe en se liant aux sous-unités 

non polymérisées de tubuline (Belmont et al., 1996). Elle a été trouvée surexprimée 

dans certaines tumeurs. 
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Les kinésines 13 utilisent l’énergie de l’ATP pour dépolymériser les microtubules 

(Desai et al., 1999). 

Les protéines de coupure comme la katanine et la spastine (Errico et al., 2002) 

fragmentent les microtubules en hydrolysant l’ATP (Lacroix et al., 2010; McNally and 

Vale, 1993). D’autres MAPs comme Tau pourraient contrebalancer l’activité de 

coupure de la katanine en se liant aux microtubules (Qiang et al., 2006). 

 

d) Les moteurs moléculaires 
 

Les moteurs moléculaires liés aux microtubules sont des enzymes utilisant l’ATP 

pour leurs mouvements sur le réseau de microtubules. Ils permettent ainsi le 

transport intracellulaire de divers cargos (protéines, organites, vésicules) (Goldstein 

and Philp, 1999) (Figure 24). Deux familles sont à distinguer, les dynéines (Wang et 

al., 1995) et les kinésines (Goldstein and Philp, 1999) qui réalisent des transports 

dans des directions opposées. 

 

Figure 24 : Schéma illustrant un modèle de transport intracellulaire via les kynésines (KIFs) et 
la dynéine le long des microtubules (cylindres jaunes). Tiré de (Hirokawa, 1998). 

 

On compte 50 kinésines réparties en 14 familles (Endow et al., 2010). Leurs sites de 

liaisons de l’ATP et des microtubules se situent dans la même région (Vale and 

Fletterick, 1997). Les kinésines-1 ont été les premières identifiées. Ce sont des 
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hétérodimères comprenant : une tête globulaire (deux chaînes lourdes) contenant le 

domaine moteur (ATPase) et le domaine de liaison aux microtubules, deux chaînes 

légères qui médient la liaison aux cargos, et une queue centrale interagissant avec 

les deux chaînes légères (Duncan and Goldstein, 2006). Si le domaine moteur des 

kinésines est situé en N-terminal, la kinésine ira préférentiellement vers les bouts (+). 

C’est le cas pour la majorité des kinésines, on parle de mouvement antérograde 

(Figure 25). L’exception concerne les kinésines du groupe 14 qui ont leur domaine 

moteur en C-terminal et par conséquent se dirigent vers les bouts (-) des 

microtubules (Desai et al., 1999). De plus, les kinésines des groupes 8 et 13 peuvent 

dépolymériser les extrémités (+) des microtubules (Su et al., 2012). 

Les dynéines sont structuralement différentes des kinésines (Samso et al., 1998). 

Elles sont composées de deux chaînes lourdes contenant le domaine de liaison aux 

microtubules et l’activité ATPase, deux chaînes intermédiaires, deux chaînes légères 

intermédiaires et plusieurs chaînes légères (Duncan and Goldstein, 2006). Elles 

utilisent également l’ATP pour leur déplacement mais elles ne vont que vers les 

bouts (-) des microtubules, on parle de mouvement rétrograde (Kardon and Vale, 

2009; Wang et al., 1995). Elles ont trois sites ATPase mais seulement l’un d’eux peut 

hydrolyser l’ATP (King, 2000).  

Pour avoir un fonctionnement optimal de la dynéine, il faut une autre protéine, la 

dynactine (Boylan et al., 2000; Gill et al., 1991) qui permet de lier la dynéine au cargo 

et d’augmenter son efficacité (Duncan and Goldstein, 2006). La dynactine agit 

comme un adaptateur permettant à la dynéine de déplacer un groupe plus diversifié 

de cargos (Karki and Holzbaur, 1999). (Figure 25). 
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Figure 25 : Dynéines et kinésines. Schéma représentant le complexe dynéine/dynactine (gauche) et 
une kinésine de la famille des kinésines-1 (droite). Les kinésines-1 sont des hétérodimères constitués 
de 2 chaînes lourdes (rouge) contenant les domaines de liaison aux microtubules et à l’ATP, 2 
chaînes légères (vert) interagissant avec une queue torsadée et permettant la liaison au cargo via 
deux protéines intermédiaires (bleu et jaune). Les dynéines sont composées de 2 chaînes lourdes 
(rouge) contenant les domaines de liaison aux microtubules et à l’ATP, 2 chaînes intermédiaires 
(jaune), 2 chaînes intermédiaires légères (violet) et un assortiment de chaînes légères (rose claire, 
vert, orange). La dynactine est une protéine à plusieurs sous-unités qui lie la dynéine et améliore son 
efficacité. Elle contient p150glued (turquoise) qui interagit avec la chaine intermédiaire de dynéine et 
lie les microtubules, et p50 (rose foncé) faisant la liaison entre p150glued et le cargo. On parle du 
complexe dynéine/dynactine. D’après (Duncan and Goldstein, 2006). 

 

Les moteurs moléculaires ont chacun des vitesses spécifiques (Tableau 1) qui leur 

permettent de réaliser des mouvements rapides sur des longues distances 

contrairement à la simple dynamique des microtubules. Les vitesses des moteurs 

moléculaires peuvent varier suivant les modifications post-traductionnelles des 

tubulines (Sirajuddin et al., 2014). 

 

Tableau 1 : Vitesses des microtubules et des moteurs moléculaires in vivo. 

 

Mouvement Vitesse (m/s) Références 

Polymérisation 0,05 – 0,35 (Cassimeris et al., 1988; Sammak and Borisy, 

1988) Dépolymérisation 0,07 – 0,60 

Kinésines 0,5 – 2,0 (Brady et al., 1990; Hirokawa et al., 2009) 

Dynéines 1,0 – 7,0 (Brady et al., 1990; Reck-Peterson et al., 2006) 



79 
 

II. Les microtubules et le reticulum 
 

Les microtubules sont impliqués dans le remodelage du reticulum. L’extension des 

tubules de reticulum par les microtubules se fait majoritairement par un mécanisme 

dit de glissement impliquant les moteurs moléculaires (Friedman et al., 2010; 

Wozniak et al., 2009), mais environ 1/3 de ces mouvements implique également un 

mécanisme de TAC (Tips Attachment Complex). Lors de ces derniers, le reticulum se 

lie aux bouts (+) des microtubules par l’intermédiaire d’une protéine EB (Waterman-

Storer and Salmon, 1998). Les tubules de reticulum sont alors déplacés grâce à la 

polymérisation des microtubules (Figure 26). 

Figure 26 : Dynamique du reticulum le long des microtubules. (A) La partie du haut du schéma 
illustre les mécanismes de TAC (Tip Attachment Complex) où une protéine du reticulum interagit avec 
la protéine EB liée aux bouts (+) des microtubules. Cette interaction permet de transporter les tubules 
de reticulum grâce à la polymérisation des microtubules. La partie du bas du schéma illustre les 
mécanismes de glissement par liaisons aux moteurs moléculaires. Le moteur moléculaire se déplace 
sur les microtubules permettant de tirer le reticulum sur une distance donnée. (B) Images de 
microscopie de cellules marquées pour les microtubules (rouge) et pour le reticulum (STIM1 ou 
Sec61β, vert). Les images du haut représentent la dynamique du reticulum se déplaçant grâce à la 

polymérisation du microtubule. Les images du bas représentent quant-à elles, les mécanismes de 
glissement grâce aux moteurs moléculaires de tubules du reticulum. L’extension des tubules de 
reticulum se fait majoritairement (2/3) par glissement grâce aux moteurs moléculaires et les 1/3 
restants utilisent la liaison aux bouts (+) des microtubules. Barres d’échelle = 1 µm. Images de 
microscopie tirées de (Friedman et al., 2010). 
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Un exemple de mouvement de reticulum par mécanisme de TAC est celui impliquant 

STIM1 et EB1. En effet, STIM1 localisé dans la membrane du reticulum, se lie aux 

bouts (+) des microtubules par l’intermédiaire d’EB1. Après déplétion des stocks 

calciques, STIM1 rentre en contact d’ORAI, un canal calcique de surface. C’est par 

son interaction avec les microtubules que STIM1 amène le reticulum au niveau 

d’ORAI, ce qui permet de faire entrer du calcium extracellulaire directement dans le 

cytoplasme des cellules et ainsi de re-remplir les stocks intracellulaire par 

l’intermédiaire de la pompe ATPase SERCA, on parle de mécanisme de SOCE 

(store-operated calcium entry). Sans STIM1 ou EB1, les mouvements du reticulum 

sont fortement réduits (Grigoriev et al., 2008). 

Les mécanismes de glissement, quant à eux, sont médiés par la kinésine-1 

permettant d’étendre le réseau de microtubules vers la périphérie de la cellule mais 

également par la dynéine à la base des mouvements de reticulum dirigés vers le 

centre de la cellule (Wozniak et al., 2009). Néanmoins aucune protéine liant les 

tubules de reticulum aux moteurs moléculaires n’a été trouvée. La kinectine, protéine 

membranaire du reticulum endoplasmique (RE), serait le partenaire principal de la 

kinésine-1 permettant la liaison RE-moteurs moléculaires. En effet, la kinectine et la 

kinésine-1 ont été montrées comme interagissant l’une avec l’autre (Kumar et al., 

1995) et l’altération de l’expression de la kinectine par utilisation de siRNA entraine la 

rétraction du RE diminuant ainsi les adhésions de la cellule. L’interaction kinésine-

kinectine semble donc nécessaire pour l’extension des membranes de RE 

permettant le contrôle de la forme et de la migration de la cellule, probablement en 

médiant le transport des tubules de RE le long des microtubules (Zhang et al., 2010).  

Une autre protéine capable de lier le RE et les microtubules est Climp63, une 

protéine membranaire du reticulum. En altérant l’expression de Climp63 il a été 

montré que les points de contact entre le RE et les Microtubules augmentaient 

entrainant ainsi la déformation du RE en des structures dites « rope-like structures » 

(Vedrenne and Hauri, 2006). Lorsqu’un dominant négatif de Climp63 ne liant pas les 

microtubules est utilisé, les tubules de RE ne sont plus assez stables pour s’étendre 

en direction de la périphérie de la cellule (Vedrenne and Hauri, 2006). Ces résultats 

témoignent du fait que Climp63 est impliqué dans la stabilisation du réseau de RE et 

que tout comme l’interaction kinésine/kinectine, la liaison RE-microtubules est 

requise pour la maintenance du reticulum. 
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III. Organisation et rôle des microtubules dans le muscle 
 

1) Organisation  
 

Au contraire d’une cellule non différenciée, une fibre musculaire présente un réseau 

de microtubules particulier, organisé sous la forme d’un quadrillage (Kano et al., 

1991; Ralston et al., 1999) avec certains microtubules orientés longitudinalement et 

d’autres transversalement par rapport à l’axe de la fibre musculaire (Boudriau et al., 

1993; Oddoux et al., 2013; Ralston et al., 1999) (Figure 27). Les microtubules 

forment des faisceaux qui correspondent à des voies préférentielles le long 

desquelles les microtubules dynamiques polymérisent et dépolymérisent (Oddoux et 

al., 2013).  

 

Figure 27 : Organisation du réseau de microtubules dans des cellules indifférenciées et dans 
une fibre musculaire adulte. Les microtubules sont marqués par la tubuline en vert et les noyaux 
sont marqués en bleus. Dans les cellules indifférenciées type COS7 (à gauche) les microtubules sont 
orientés vers la périphérie de la cellule à partir du MTOC (flèche). Dans une fibre musculaire adulte 
(FDB, à droite), les microtubules sont organisés sous la forme d’un quadrillage. Barre d’échelle = 10 
µm. Modifiées d’après M.Sébastien. 

 

Une cellule musculaire n’est pas polarisée, les deux extrémités des microtubules 

sont difficiles à identifier (Oddoux et al., 2013). Au contraire de l’axone d’un neurone 

dans lequel les bouts (-) des microtubules sont au niveau du corps cellulaire et les 

bouts (+) à l’autre extrémité de l’axone, dans une fibre musculaire les microtubules 

n’ont pas d’orientation précise et définie. 
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Le réseau de microtubules est plus dense en périphérie de la fibre et autour du 

noyau. Les fibres de type I présentent également un réseau plus dense (Ralston et 

al., 1999). 

Les microtubules des muscles striés sont principalement détyrosinés donc stabilisés. 

Ils présentent également peu de modifications post-traductionnelles type acétylation 

ou protéolyse 2 (Belmadani et al., 2004; Kerr et al., 2015). 

 

2) Rôles du réseau de microtubules 
 

a) Myogenèse 
 

De façon générale, les microtubules permettent de maintenir l’architecture de la 

cellule (Boudriau et al., 1993). Au cours de la myogenèse, des vagues de 

remodelage subcellulaire apparaissent et affectent entre autre, le réseau de 

microtubules et les MTOCs, les sites de sorties du reticulum (ERES) et l’appareil de 

Golgi (Lu et al., 2001; Tassin et al., 1985a; Zaal et al., 2011). Dans les myoblastes 

les microtubules sont nucléés à partir d’un centrosome juxta-nucléaire (Tassin et al., 

1985a). Au cours de la différenciation cellulaire, les myotubes acquièrent des 

microtubules plus denses, avec une orientation parallèle, et les centrosomes sont 

clusterisés proches des noyaux (Kano et al., 1991; Tassin et al., 1985a, 1985b). Les 

microtubules sont ainsi nucléés par les éléments de Golgi dispersés dans toute la 

cellule et autour des noyaux (Tassin et al., 1985a). 

Durant la myogenèse, les microtubules forment une structure type « échafaudage » 

pour positionner la myosine nécessaire à la formation des sarcomères (Pizon et al., 

2005). Au début, les précurseurs des filaments de myosine sont situés le long des 

microtubules au centre de la cellule puis au cours de la différenciation, ils se 

déplacent en direction des bouts (+) des microtubules donc vers les membranes 

cellulaires. A ce moment là, ils formeront des filaments associés avec l’actine (Pizon 

et al., 2005). 
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Il a été montré que les microtubules ont un rôle à jouer dans la fusion et l’élongation 

des cellules musculaires (Saitoh et al., 1988) notamment via les protéines EB1 et 

EB3 qui ont des rôles différents suivant l’étape de différenciation. EB1 est plutôt 

impliquée dans les phases précoces de la maturation musculaire tandis qu’EB3 joue 

un rôle plutôt dans les phases tardives (Straube and Merdes, 2007; Zhang et al., 

2009). MAP4 et la dynéine interviendraient également dans la polarisation et 

l’élongation de la cellule (Mogessie et al., 2015).  

Le réseau de microtubules est également impliqué dans le mouvement et l’ancrage 

des noyaux au cours de la myogenèse par l’intermédiaire de protéines régulatrices 

comme MAP7, Kif5b, nesprine ou dynéine (Cadot et al., 2012; Metzger et al., 2012; 

Wilson and Holzbaur, 2015) qui seront présentées plus en détails dans le 

paragraphe 2b ci-dessous. 

Le cytosquelette de microtubules intervient également dans la contraction 

musculaire. La tubuline détyrosinée régule la méchanotransduction en augmentant la 

vitesse de contraction et la rigidité du cytosquelette (Kerr et al., 2015), ce qui, via la 

production de ROS par la NADPH2 (Nox2) à proximité du RyR, régule les 

relâchements de calcium (Kerr et al., 2015; Prosser et al., 2011). De plus, les 

microtubules sont localisés proches des triades et interagissent avec le complexe de 

relâchement du calcium (CRC) (Fourest-Lieuvin et al., 2012; Kano et al., 1991; 

Osseni et al., 2016). Ces résultats suggèrent que les microtubules pourraient avoir 

une fonction dans la régulation des libérations de calcium dans la triade ainsi que 

dans l’adressage des protéines du CRC à la triade (Figure 28). L’étude de Vega et 

al., appuie ce rôle des microtubules dans la réorganisation des structures du 

reticulum nécessaire à l’établissement du couplage excitation-contraction au cours 

de la différenciation (Vega et al., 2011). Ces auteurs ont montré dans des 

cardiomyocytes que le reticulum est une structure mobile et que sa dynamique est 

dépendante des mouvements microtubulaires de la dynéine et de la kinésine-1 

(Kif5b).  
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Figure 28 : Les microtubules sont localisés proches des triades. (A) Coupe transversale de 
muscle de diaphragme de souris observée en microscopie électronique à transmission. Les 
microtubules (orange) sont à proximité des triades et sont entourés par les myofilaments (points 
noirs). Mt = Mitochondrie. Barre d’échelle = 0,5 µm. Modifiée de Kano et al., 1991. (B) Marquage des 
microtubules par la tubuline (rouge) et des triades par RyR (vert) dans une fibre musculaire adulte 
(FDB). Les flèches indiquent les régions où les triades et les microtubules colocalisent. Barre d’échelle 
= 2,5 µm. Tirée de (Fourest-Lieuvin et al., 2012). 

 

Des défauts dans l’organisation des microtubules sont retrouvés dans les souris mdx, 

modèle de la Dystrophie Musculaire de Duchenne. Ces souris caractérisées par 

l’absence de dystrophine présentent une altération de la localisation de leur appareil 

de Golgi, probablement à la base de la désorganisation du cytosquelette de 

microtubules (Percival et al., 2007; Percival and Froehner, 2007). Ces défauts au 

sein des microtubules aboutissent à la modification des ROS dérégulant à leur tour 

les sorties de calcium (Khairallah et al., 2012). 

Une altération du réseau de microtubules peut également entrainer une mauvaise 

position des noyaux au sein des cellules musculaires en cours de développement, à 

la base de myopathies centronucléaires (Jungbluth et al., 2008). 
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b) Protéines régulatrices 
 

Comme déjà cité au début de ce chapitre, plusieurs protéines régulent la dynamique 

des microtubules et la différenciation cellulaire. 

En 2000, Spencer et al., décrivent une nouvelle protéine MURF (MUscle-specific 

Ring-Finger protein) exprimée spécifiquement dans les cellules musculaires 

cardiaques et squelettiques (Spencer et al., 2000). MURF serait un régulateur 

myogénique en lien avec le réseau de microtubule et impliqué dans le 

développement et la différenciation des myoblastes (Spencer et al., 2000) mais 

également dans l’atrophie musculaire (Bodine et al., 2001). 

L’isoforme MAP4o est une protéine impliquée dans le maintien des microtubules en 

position anti-parallèle et dans l’élongation de la cellule au cours de la myogenèse 

(Mogessie et al., 2015). En effet, il a été montré que MAP4 et la dynéine coopèrent 

pour former un réseau de microtubule parfaitement organisé au sein des cellules 

musculaires (Mogessie et al., 2015). Sans MAP4o, il y a une motilité excessive des 

microtubules via les moteurs moléculaires alors que sans dynéine, MAP4o est 

incapable d’aligner les microtubules (Figure 29). 

 

Figure 29 : MAP4o et dynéine coopèrent pour maintenir l’organisation anti-parallèle du réseau 
de microtubules dans des cellules musculaires différenciées. Les microtubules sont en vert, 
MAP4o en rose, la dynéine en bleu et la kinésine en violet. Modifiée d’après (Mogessie et al., 2015). 
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L’étude portant sur les mouvements des noyaux microtubules-dépendant, a montré 

que d’autres protéines pouvaient réguler ce phénomène. Par exemple, Cadot et al., 

ont montré qu’après la fusion des myoblastes, leurs noyaux migrent vers le centre du 

myotube grâce au complexe dynéine/dynactine et ce mécanisme est contrôlé par 

Cdc42, une GTPase connue pour réguler entre autre le positionnement des noyaux 

(Cadot et al., 2012). Il a également été démontré que MAP7 et Kif5b sont impliquées 

dans le positionnement nucléaire le long de la fibre musculaire (Metzger et al., 2012; 

Wilson and Holzbaur, 2015, 2012). Néanmoins d’autres moteurs moléculaires sont 

également impliqués dans le positionnement nucléaire au cours de la différenciation 

musculaire. C’est ce que Gache et al., ont récemment montré en réalisant un 

criblage avec des siRNA ciblant différentes kinésines et sous-unités de la dynéine, 

afin d’observer l’impact de chaque moteurs sur chaque étape du positionnement des 

noyaux (Gache et al., 2017). 

Il semblerait cependant que dans les étapes plus tardives de la maturation cellulaire, 

ce soit l’actine, la nesprine, l’amphyphysine 2 et N-WASP (facteur qui promeut la 

nucléation de l’actine) qui soient impliquées dans la migration en périphérie des 

noyaux et dans le maintien de l’organisation de la triade (Falcone et al., 2014). 

Même si l’implication de MAP6 dans le fonctionnement musculaire reste à démontrer, 

cette protéine pourrait tout de même jouer un rôle dans la liaison entre la tubuline et 

les mitochondries au sein des muscles striés (Guerrero et al., 2010). Des niveaux 

anormaux de MAP6 ont, de plus, été trouvés dans des maladies musculaires comme 

la dystrophie myotonique de type 1 (Velazquez-Bernardino et al., 2012), appuyant 

l’idée que MAP6 pourrait être impliqué dans le bon fonctionnement musculaire. 

Le réseau de microtubules et les protéines qui lui sont associées sont donc 

des éléments primordiaux pour les mouvements des différentes organelles 

ainsi que leurs ancrages au sein des cellules. Cependant nous savons 

également que le cytosquelette de microtubules est impliqué dans le trafic des 

protéines où il a au moins un rôle à jouer au niveau de la voie de biosynthèse 

de ces protéines. C’est pourquoi nous avons voulu en savoir plus sur le rôle de 

cette voie dans le trafic des protéines de la triade. 
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Chapitre 4 : Le reticulum et la voie 

de biosynthèse 
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I. La voie de biosynthèse au sein de cellules eucaryotes non 

différenciées 
 

1) Organisation du reticulum 
 

Dans les cellules eucaryotes indifférenciées, la structure et la dynamique du 

reticulum sont bien caractérisées.  

Le reticulum endoplasmique (RE) est une organelle majeure retrouvée dans toute la 

cellule (Griffiths et al., 1984). C’est une structure dynamique qui est constamment 

remodelée et qui se compose de tubules et de feuillets créant des sous domaines 

fonctionnels ayant chacun une fonction particulière (Phillips and Voeltz, 2016) et des 

protéines spécifiques qui lui sont propres. Les différences de localisation des 

protéines du RE pourraient ainsi dépendre des différences structurales entre les 

feuillets et tubules du RE (Cui-Wang et al., 2012). La formation et le maintien des 

compartiments du reticulum sont alors permis par différentes familles de protéines 

qui ont été identifiées comme capable de déformer les membranes (Shibata et al., 

2006).  

Trois domaines principaux du reticulum sont identifiés formant ainsi un réseau 

tridimensionnel précisément structuré : l’enveloppe nucléaire, le reticulum 

endoplasmique rugueux (RER) contenant des ribosomes et participant ainsi à la 

synthèse protéique, et le reticulum endoplasmique lisse (REL) (Figure 30). Ces 

domaines sont impliqués dans diverses fonctions allant de la synthèse de lipides 

comme le cholestérol aux modifications des protéines, en passant par la production 

de glucose ainsi que par des réactions de détoxification cellulaire ainsi que dans le 

stockage du calcium… (Baumann and Walz, 2001; Fagone and Jackowski, 2009; 

Schwarz and Blower, 2016). 

En général les feuillets du RE correspondent au RER avec les ribosomes associés 

aux translocons et les tubules du RE correspondent au REL, situé plus en périphérie 

(Shibata et al., 2006).  
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Figure 30 : Le reticulum endoplasmique (RE). Schéma représentant le RE et ses différentes 
structures. D’après https://biologyofcells2011.weebly.com/ribosomes.html. 

 

Les courbures retrouvées au niveau des tubules de reticulum sont formées par des 

protéines stabilisatrices comme par exemple les protéines du réticulon (Rtn4/Nogo), 

DP1/Yop1p et l’ensemble des protéines de la famille des REEPs (Receptor 

Expression Enhancing Protein) (Park et al., 2010; Voeltz et al., 2006) (Figure 31). 

Ces protéines sont nécessaires et suffisantes pour former les tubules via leur 

conformation en épingle à cheveux (Park et al., 2010). Il a également été montré que 

certaines pouvaient s’associer avec le réseau de microtubules comme REEP1 (Park 

et al., 2010). D’autres protéines comme les protéines à domaine BAR peuvent avoir 

un rôle dans la formation des courbures membranaires de par leur capacité à se lier 

aux lipides pour détecter ces courbures (Carman and Dominguez, 2018). 

Les bords des feuillets ont une courbure membranaire similaire à celle des tubules. 

La formation des feuillets dépend également des protéines du réticulon (Shibata et 

al., 2010) mais aussi des protéines membranaires faisant un pont à travers la lumière 

du RE, ce qui permet de maintenir constante la taille de l’espace luminal (Senda and 

Yoshinaga-Hirabayashi, 1998; Shibata et al., 2010). L’une de ces protéines est 

Climp63 (Shibata et al., 2010) qui est concentrée dans les feuillets où elle remplit son 

rôle de protéine d’espacement luminal (Klopfenstein et al., 2001; Schweizer et al., 
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1995) tout en liant les microtubules par son domaine cytoplasmique (Klopfenstein et 

al., 1998; Vedrenne and Hauri, 2006) (Figure 31).  

 

 

Une fois insérée dans les membranes du reticulum, ces différentes protéines peuvent 

ainsi courber les membranes permettant de former les tubules et les bords des 

feuillets (Voeltz et al., 2006), ceci permet de former et de maintenir les différents 

compartiments du reticulum. Certaines de ces protéines de par leur capacité à lier les 

microtubules, comme Climp63, permettent de faire le lien et d’ancrer le RE sur le 

cytosquelette de microtubules. 

 

2) La voie de biosynthèse 
 

L’une des fonctions majeures du reticulum est son implication dans la voie de 

biosynthèse des protéines. Celle-ci se compose de différents compartiments allant 

du reticulum à la membrane plasmique. 

 

  

Figure 31 : Structure des 
feuillets et des tubules du 
reticulum endoplasmique. 
Schéma illustrant une coupe 
transversale d’un feuillet de 
RE. Les protéines de 
réticulons et DP1 (violet) 
permettent de former et de 
maintenir la courbure de 
membrane des tubules et des 
feuillets. Climp63 (bleu) 
permet de maintenir constant 
l’espace luminal. Tiré de 
Barlowe 2010. 
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a) Les domaines du reticulum 
 

L’enveloppe nucléaire 
 

Dans une cellule eucaryote, l’enveloppe nucléaire sépare le compartiment nucléaire 

du cytoplasme et renferme le génome nucléaire. Elle se divise en trois sous 

domaines différents morphologiquement et biochimiquement (Figure 30). Les deux 

premiers domaines (les membranes nucléaires internes et externes) sont des 

bicouches lipidiques séparées par l’espace périnucléaire (20-40nm) (Hetzer, 2010). 

Tout d’abord la membrane nucléaire externe qui est continue avec la membrane du 

RE et qui est constituée de protéines comme les nesprines 1 et 2 interagissant avec 

l’actine et participant au positionnement nucléaire. Puis la membrane nucléaire 

interne composée de différentes protéines interagissant uniquement avec la lamine 

et la chromatine (Hetzer, 2010). Enfin le troisième sous domaine est le complexe de 

pore nucléaire. C’est la membrane nucléaire interne qui va s’invaginer jusqu’à 

fusionner avec la membrane nucléaire externe et ainsi former le pore nucléaire 

(Otsuka et al., 2016). Le complexe de pore nucléaire lie donc les deux membranes 

nucléaires (Gerace and Foisner, 1994; Goldberg and Allen, 1995). C’est un complexe 

macromoléculaire composé d’environ 30 polypeptides, les nucléoporines, et d’un 

canal transporteur central permettant l’échange bidirectionnel de protéines, d’ARN, 

de ribonucléoporines entre le nucléoplasme et le cytoplasme (Doucet and Hetzer, 

2010; Nigg, 1997; Rout and Wente, 1994). Le pore nucléaire a ainsi un rôle dans le 

trafic nucléaire mais également dans l’organisation de la chromatine et dans la 

régulation génique (Doucet and Hetzer, 2010). 

 

Le reticulum lisse et le reticulum rugueux 
 

Le REL n’a pas de ribosomes à sa surface d’où le terme « lisse » pour le définir. Il 

jouerait plusieurs rôles au niveau de certaines voies métaboliques comme la 

détoxification de l’organisme, la production de stéroïdes ou la synthèse des 

phospholipides membranaires (Bishop and Bell, 1988). Il est nécessaire au 

renouvellement des membranes via la synthèse de la bicouche phospholipidique. Le 
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REL est également impliqué dans le stockage du calcium permettant ainsi de réguler 

la concentration calcique du cytoplasme, et son relargage via l’IP3R et le RyR. Le 

REL sera plus ou moins développé suivant le type cellulaire, par exemple il est 

fortement présent au sein des cellules musculaires où il joue un rôle majeur dans 

l’homéostasie calcique ou au sein des cellules surrénales où il est impliqué dans la 

synthèse de stéroïdes (Shibata et al., 2006). 

Le RER est impliqué dans la synthèse protéique. Il tient son nom du fait de la 

présence de ribosomes à sa surface lui conférant cet aspect rugueux. La traduction 

de l’ARNm en protéine est initée dans le cytoplasme des cellules puis le complexe 

ribosomes/chaîne polypeptidique/particule de reconnaissance du signal est ciblé à la 

membrane du RE permettant la synthèse protéique via le translocon (Rapoport et al., 

1996a). Ensuite les protéines synthétisées sortiront du RE, passeront par le 

compartiment intermédiaire puis par l’appareil de Golgi (Bannykh et al., 1998; Kuehn 

and Schekman, 1997) avant d’atteindre les endosomes, les lysosomes, la membrane 

plasmique ou leur compartiment final dans des vésicules à clathrine (Bonifacino and 

Glick, 2004; Tuvim et al., 2001) (Figure 32). 

 

Ce sont des séquences particulières appelées peptide signal qui sont retrouvées 

dans les séquences des protéines et qui permettent de savoir dans quel 

compartiment telle ou telle protéine doit être adressée. C’est par exemple le rôle du 

peptide signal KDEL qui est présent dans les protéines retenues dans le RE comme 

BiP ou PDI (Munro and Pelham, 1987). 

Les protéines immatures sont retenues dans le RE grâce à différents mécanismes : 

la rétention sélective, la capture sélective ou la récupération par le compartiment 

intermédiaire (Barlowe and Helenius, 2016; Geva and Schuldiner, 2014). 
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Figure 32 : Voie de biosynthèse. Schéma représentant les différentes étapes permettant à une 
protéine nouvellement synthétisée d’atteindre son compartiment final. Une fois sortie du reticulum par 
les sites de sortie, la protéine sera transportée dans des vésicules COPII (bleu) jusqu’au 
compartiment intermédiaire (ERGIC) puis vers l’appareil de Golgi. Elle pourra être ramenée dans le 
reticulum par des vésicules COPI (rouge) ou traverser le Golgi et atteindre les endosomes, les 
lysosomes ou la membrane plasmique par l’intermédiaire de vésicules à clathrine (orange). Tiré de 
(Bonifacino and Glick, 2004). 

 

Un premier contrôle de qualité est fait dans le RE grâce à des protéines chaperonnes 

(Calnexine/Calreticuline, BiP…) qui contrôlent le repliement et la bonne maturation 

des protéines nouvellement synthétisées. Les protéines mal repliées seront 

envoyées dans le cytoplasme pour être dégradée par un mécanisme appelé ERAD 

(Endoplasmic Reticulum Associated protein Degradation).  

L’export du RE se fait au niveau des sites de sortie, les ERES (Endoplasmic 

Reticulum Exit Sites). A cet endroit là, des vésicules recouvertes d’un manteau 

composé des protéines COPII (vésicules COPII) sont assemblées (Bannykh et al., 

1996; Barlowe, 1998). Les vésicules COPII sont utilisées pour transporter les cargos 

à partir du RE, dans la voie de sécrétion (Figure 32). 

Un partenaire clé pour la formation des vésicules COPII au niveau des ERES est la 

GTPase Sar1 (Nakańo and Muramatsu, 19 9). Son activation est médiée par 

l’échange du GDP en GTP via le GEF Sec12 (Guanine nucleotide-Exchange Factor) 

(Suda et al., 2017). Sar1-GTP interagit avec Sec23 recrutant ainsi le complexe 

Sec23/Sec24 qui va former la couche interne du manteau des futures vésicules 

COPII. Le cargo transmembranaire va être capturé par son interaction avec Sec24 

formant ainsi un complexe naissant (Suda et al., 2017). Ensuite Sec13 et Sec31 
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s’assemblent autour de ce complexe par interaction avec Sec23 pour former la 

couche externe du manteau des futures vésicules COPII. Les couches interne et 

externe polymérisent pour former une structure type « cage » autour des cargos 

donnant naissance aux vésicules coatées COPII (M. C. S. Lee et al., 2004; Stagg et 

al., 2008, 2006) (Figure 33). 

 

Figure 33 : Formation des vésicules COPII. Schéma illustrant la formation des vésicules COPII ainsi 
que tous les acteurs impliqués de Sar1, à Sec23/24 et Sec13/31, permettant la capture du cargo dans 
les vésicules. Adapté de (Yorimitsu et al., 2014). 

 

b) Le compartiment intermédiaire ou ERGIC 
 

C’est dans les années 19 0 qu’une importante complexité dans les structures 

membranaires entre le RE et le Golgi a été observée. Des vésicules non-clathrine 

dépendantes sont détectées à cet endroit-là et participent au transport RE-Golgi. On 

parle d’éléments tubulo-vésiculaires (Merisko et al., 1986) qui forment le 

compartiment intermédiaire (ERGIC = Endoplasmic Reticulum Golgi Intermediate 

Compartment) (Lindsey and Ellisman, 1985; Scales et al., 1997). C’est un 

compartiment clé pour médier le transport des protéines exportées entre le RE et le 

Golgi (Saraste and Kuismanen, 1992). 

Cependant c’est un compartiment qui reste encore énigmatique et pour lequel on se 

demande s’il est entièrement stable, s’il est transitoire ou s’il fait partie intégrante de 

l’appareil de Golgi... La première hypothèse émise a été que l’ERGIC serait une 

organelle entièrement mobile. Il serait créé par la fusion des vésicules COPII entre 

elles puis les structures ainsi formées se déplaceraient le long des microtubules 
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jusqu’à atteindre le Golgi où ils pourraient fusionner pour former de nouvelles 

citernes du cis-Golgi (Appenzeller-Herzog and Hauri, 2006; Scales et al., 1997). 

Maintenant il est plutôt accepté que l’ERGIC est un compartiment à part entière 

combinant des aspects stables et dynamiques. Les vésicules COPII fusionneraient 

avec les structures existantes de l’ERGIC (Hughes and Stephens, 2008). Ces 

mouvements antérogrades seraient de courtes distances et microtubules-dépendant 

(Watson et al., 2005). Puis des transporteurs COPI (vésicules recouvertes d’un 

manteau composé de protéines COPI) issues de l’ERGIC permettraient de relier 

l’appareil de Golgi via les microtubules et notamment grâce au complexe 

dynéine/dynactine (Appenzeller-Herzog and Hauri, 2006; Ben-Tekaya et al., 2005; 

Watson and Stephens, 2005). Une fois au niveau du cis-Golgi, les transporteurs 

fusionneraient avec ce dernier (Figure 34). Il existerait également une transition 

directe entre l’ERGIC et la voie d’endocytose, sans transition par le Golgi (Saraste 

and Marie, 2018).  

 

Figure 34 : Implication du compartiment intermédiaire (ERGIC) dans le transport RE-Golgi. 
Schéma représentation le rôle de l’ERGIC dans la voie de biosynthèse. Les vésicules COPII sortant 
des sites de sorties du reticulum (ERES) vont fusionner avec les éléments tubulo-vésiculaires qui 
composent l’ERGIC. Ce transport antérograde serait de courte distance et impliquerait les 
microtubules. L’ERGIC acquière les propriétés de l’appareil de Golgi avec la formation de 
transporteurs (tubules/vésicules) COPI qui seront déplacés sur de longues distances, grâce aux 
moteurs moléculaires dont notamment le complexe dynéine/dynactine. Une fois le cis-Golgi atteint, ils 
fusionneront avec pour former de nouvelles citernes. Un transport rétrograde du Golgi à l’ERGIC est 
également réalisable le long des microtubules. Le transport rétrograde ERGIC-RE existe aussi et les 
microtubules seraient également impliqués. La nature des transporteurs reste à ce jour encore 
discutée.  
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L’activité COPII dans la voie de sécrétion serait restreinte au 300-500 nm de l’espace 

entre le RE et l’ERGIC (Peotter et al., 2019). Puis ce serait les vésicules COPI, qui 

en plus d’intervenir dans le transport rétrograde Golgi-RE ou Golgi-ERGIC, 

transporteraient les cargos de l’ERGIC au Golgi, mais la nature des transporteurs 

issues de l’ERGIC n’étant pas encore claire, des expériences supplémentaires sont 

requises (Appenzeller-Herzog and Hauri, 2006). 

Par l’utilisation de Nocodazole et de Brefeldine A (drogue inhibant indirectement le 

transport RE-Golgi en bloquant l’assemblage des COPI à la membrane du Golgi), il a 

été suggéré que les mouvements rétrogrades entre l’ERGIC et le RE seraient 

microtubule-dépendant (Lippincott-Schwartz et al., 1990). 

 

Certaines protéines sont connues pour n’être transportée qu’entre le RE et l’ERGIC, 

c’est par exemple le cas de la protéine ERGIC53 ou des protéines contenant la 

séquence KDEL. La protéine membranaire ERGIC53 localisée dans l’ERGIC 

(Schweizer et al., 1988) est le marqueur spécifique de ce compartiment. C’est une 

protéine qui cycle entre le RE et l’ERGIC de façon pH dépendante et qui est utilisée 

afin de mieux comprendre l’organisation de la voie de biosynthèse, les différentes 

voies de trafic des protéines ainsi que leurs mécanismes d’adressage (Hauri et al., 

2000). La séquence KDEL (Lys-Asp-Glu-Leu) est quant à elle retrouvée dans des 

protéines résidentes du RE. Effectivement, une fois dans l’ERGIC, la séquence 

KDEL de ces protéines est reconnue par le récepteur du KDEL. Cette 

reconnaissance permet le retour des protéines dans le RE. C’est pourquoi les 

protéines ayant cette séquence signal sont retenues dans le RE (Appenzeller-Herzog 

and Hauri, 2006). Au contraire les protéines n’ayant pas de signal de rétention dans 

leurs séquences seront secrétées vers la membrane plasmique. 

 

La fonction majeure de l’ERGIC est le tri et le trafic des protéines mais au cours des 

dernières années, d’autres fonctions biosynthétiques semblent lui être attribuées 

comme le repliement des protéines, l’initiation de la O-glycosylation, la synthèse de 

lipides et de glycosaminoglycanes… Ce serait un compartiment de contrôle qualité 

au même titre que le RE (Saraste and Marie, 2018). 
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c) L’appareil de Golgi  
 

Ce compartiment correspond à l’apposition de plusieurs membranes allant du cis-

Golgi au trans-Golgi. Le cis-golgi reçoit les vésicules arrivant du RE/ERGIC et le 

trans-golgi fait sortir ces vésicules en direction de leur compartiment de fonction 

comme la membrane plasmique (Figure 32). L’hypothèse actuelle est que chaque 

citerne du golgi permettrait la maturation du cargo (Suda et al., 2017). Ainsi en plus 

d’être modifiée dans le RE, les protéines qui empruntent la voie de biosynthèse 

seront aussi modifiées dans le Golgi. 

Les vésicules coatées COPI sont formées, tout comme les vésicules coatées COPII, 

par l’assemblage de différentes protéines. Leur formation démarre par l’activation de 

la GTPase Arf1 par le GEF GBF1. Arf1-GTP va permettre le recrutement des 

différentes sous-unités du complexe COPI. Une partie de ces sous-unités forment la 

couche interne et interagissent avec le cargo tandis que l’autre partie forment la 

couche externe du manteau composant la cage autour du cargo. Tout le complexe 

polymérise ensuite aboutissant à la formation des vésicules COPI (Beck et al., 2009) 

(Figure 35).    

 

Figure 35 : Formation des vésicules COPI. Schéma illustrant la formation des vésicules COPI ainsi 
que tous les acteurs impliqués de Arf1 à la formation du complexe COPI, permettant la capture du 
cargo dans les vésicules. Modifié de (Yorimitsu et al., 2014). 
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Arf1 fonctionne principalement dans la génération de transporteurs comme les 

vésicules COPI impliquées dans le transport Golgi-ERGIC-RE et entre les citernes 

du Golgi mais la GTPase Arf1 est également retrouvée au niveau du trans-golgi, où 

elle jouerait un rôle sur la formation des vésicules à clathrine (Bottanelli et al., 2017; 

Saraste and Marie, 2018) nécessaires pour desservir les compartiments post-Golgi.  

 

3) Les points de contacts 
 

Le reticulum est également impliqué dans des contacts avec différentes organelles, 

on parle de sites de contacts membranaires (Friedman and Voeltz, 2011; Phillips and 

Voeltz, 2016). A leur niveau les membranes des organelles sont associées mais ne 

fusionnent pas et des complexes protéiques spécifiques à chaque organelle sont 

retrouvées permettant ainsi de réaliser des fonctions diverses comme le transfert de 

molécules d’une organelle à l’autre ou comme la biogenèse et la dynamique de 

l’organelle en question (Phillips and Voeltz, 2016). Le reticulum peut par exemple 

interagir avec les endosomes, le Golgi, les mitochondries ou avec la membrane 

plasmique (Gallo et al., 2016; Zhang et al., 2016).  

Le calcium fait partie des molécules pouvant être échangé via les points de contacts 

entre différentes organelles. Cet échange de molécules permet par exemple de 

propager un signal externe aux organelles intracellulaire et donc à toute la cellule. 

Dans les cellules de mammifères, les contacts RE-membrane plasmique, appelé 

aussi reticulum cortical, sont entre autre importants dans la régulation du calcium 

(Friedman and Voeltz, 2011). En effet la lumière du RE est le lieu de stockage 

majeur du calcium. Lorsque les stocks calciques sont déplétés, STIM1, protéine 

transmembranaire du réticulum, interagit avec ORAI, canal de surface, afin de faire 

rentrer du calcium, c’est le mécanisme de SOCE (cf. Chapitre 3 II.). C’est également 

au sein des fibres musculaires que les membranes du reticulum sont proches de la 

membrane plasmique et reliées par des protéines spécifiques (Schneider, 1994; 

Takeshima et al., 2000). Ces points de contacts forment les triades (citernes de 

reticulum encadrant une invagination de la membrane plasmique, le tubule-t) (Ogata 

and Yamasaki, 1997) et permettent aux potentiels d’action d’être propagé de la 
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membrane plasmique jusqu’au cœur de la fibre musculaire, grâce au complexe de 

relâchement de calcium. 

 

II. Le reticulum et la voie de biosynthèse des cellules 

musculaires différenciées 

1) Organisation du reticulum  
 

Dans une cellule musculaire les organelles sont dispersées tout le long de la cellule. 

Le reticulum n’y échappe pas et comme détaillé dans le chapitre I.5a, il se compose 

de reticulum sarcoplasmique (RS) subdivisé en RS jonctionnel et longitudinal, 

respectivement impliqués dans le stockage et le repompage du calcium (Villa et al., 

1993) (Figure 36).  

 

Figure 36 : Le reticulum sarcoplasmique d’une fibre musculaire. Au sein du muscle, le reticulum 
sarcoplasmique (RS) se subdivise en RS jonctionnel ou citerne terminale qui constitue les stocks 
calciques intracellulaires, et RS longitudinal qui permet le repompage du calcium grâce à la pompe 
ATPase SERCA. 
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Les différences physiologiques et morphologiques entre le RE et le RS sont assez 

imprécises. En effet, au sein du RS des protéines définissant le RE comme la 

calnexine, la calréticuline, BiP ou PDI sont retrouvées. Le RS présente également 

une activité de synthèse protéique tout comme le RE. Il est donc admis que les 

différents domaines formés par le RE et le RS au sein des cellules musculaires, 

formerait un continuum membranaire (Sitia and Meldolesi, 1992; Volpe et al., 1992). 

Malgré cela, il n’est pas encore totalement connu si l’organisation du reticulum et de 

la voie de biosynthèse est la même entre une cellule indifférenciée et une cellule 

musculaire. C’est pourquoi les questions portant sur la synthèse et le trafic des 

protéines musculaires restent ouvertes et débattues. 

 

Pour tenter de mieux comprendre la morphologie et l’organisation du reticulum d’une 

fibre musculaire, des immunomarquages ont en premier lieu été réalisés avec des 

protéines caractéristiques du reticulum comme la calnexine, BiP, PDI, Sec23, VSVG 

et dont la localisation dans une cellule indifférenciée est connue, mais également 

avec des protéines du RS jonctionnel comme RyR1 et calséquestrine. A ce moment-

là deux compartiments semblent ressortir. D’une part un compartiment localisé au 

niveau des bandes I, dans l’espace inter-fibrillaire, et d’autre part au niveau des 

lignes Z un compartiment dédié à l’export du reticulum vers le Golgi (Kaisto and 

Metsikkö, 2003; Rahkila et al., 1998, 1997; Sorrentino, 2011) (Figure 37). Les 

protéines pourraient se déplacer entre ces deux compartiments c'est-à-dire de leur 

lieu de synthèse au niveau des bandes I jusqu’aux sites d’export au niveau des 

lignes Z, ce qui suggère que le RE et le RS seraient en continuité l’un de l’autre 

(Kaisto and Metsikkö, 2003). De plus, il a été montré que les ARNm de la 

calséquestrine et du DHPR sont localisés sous le sarcolemme au niveau de la ligne 

Z appuyant l’idée que les sites de sortie du reticulum (ERES) seraient donc localisés 

à cet endroit-là permettant la translocation des protéines du reticulum (Nissinen et 

al., 2005). 
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Figure 37 : Le reticulum dans une fibre musculaire adulte. Représentation schématique du 
reticulum et ses différents compartiments dans une fibre musculaire. La localisation des différents 
marqueurs du reticulum est indiquée : les ronds violets représentent les protéines situées dans le RS 
longitudinal (RSl) au niveau de la ligne Z et qui participeraient à la fonction d’export du reticulum, les 
losanges jaunes représentent les protéines situées dans l’espace inter-fibrillaire au niveau des bandes 
I et au sein du RS jonctionnel (RSj). Adapté d’après (Kaisto and Metsikkö, 2003). 

 

Plus récemment il a été montré que le RS des cellules musculaires comporte des 

microdomaines lipidiques enrichis en protéines du RE et qui seraient responsables 

de la translocation, de la glycosylation et des modifications protéiques (Kaakinen et 

al., 2008). Ces complexes multiprotéiques aideraient à définir l’organisation des 

domaines spécifiques du RS et confirme l’idée d’une continuité membranaire entre le 

RE et le RS (Kaisto et al., 2002; Kaisto and Metsikkö, 2003; Rossi et al., 2008) 

(Figure 38). Les protéines pourraient se déplacer dans ce continuum de membranes 

depuis leur lieu de synthèse au niveau des bandes I jusqu’à leur compartiment de 

fonction. 
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Figure 38 : Fonction et prganisation du reticulum sarcoplasmique (RS). (A) Les protéines du RS 
sont synthétisées et modifiées dans le RE. (B) Ensuite ces protéines vont diffuser du RE jusqu’au RS 
en cours de formation. (C) Les protéines du RS nouvellement formé se déplacent dans le RS où elles 
vont pouvoir former des complexe multiprotéique au niveau du RS jonctionnel, diffuser librement dans 
le RS longitudinal (flèches violettes) ou interagir avec le cytosquelette ou les myofibrilles. Les 
protéines du RS jonctionnel sont en rouge et celles du RS longitudinal en jaune. D’après (Rossi et al., 
2008). 

 

2) La voie de biosynthèse 
 

La majorité des compartiments de la voie de biosynthèse sont retrouvés au sein 

d’une fibre musculaire. Effectivement et comme décrit dans le paragraphe précédent, 

dans les fibres musculaires la synthèse protéique se ferait au niveau de la bande I 

tandis que les ERES seraient à la ligne Z. L’appareil de Golgi est lui aussi présent 

dans les fibres musculaires (Lu et al., 2001; Ralston, 1993) tout comme les 

lysosomes et les endosomes tardifs avec une localisation autour des noyaux (Kaisto 

et al., 1999). Des vésicules d’exocytose également observées dans le muscle, 

seraient impliquées dans le trafic de certaines protéines (Cai et al., 2009a; Liu et al., 

2001; Tsujita et al., 2004). Différentes études ont décrit ces vésicules comme 

localisées au niveau de la bande I et proches des tubules-t (Fox et al., 2013; Kaisto 
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et al., 1999). Il y aurait donc une conservation de la voie classique de biosynthèse 

avec les différents compartiments (reticulum, ERES, Golgi, etc) présents au sein 

d’une fibre musculaire adulte. 

La distribution des composants de la voie de biosynthèse change, cependant, au 

cours de la myogenèse pour permettre au muscle adulte de remplir ses fonctions. 

L’appareil de Golgi acquière une forme de collier de perles autour des noyaux mais 

est aussi présent sous la forme de multiples points éparpillés le long de la cellule 

musculaire (Kaisto and Metsikkö, 2003; Ralston, 1993; Rossi et al., 2008; Tassin et 

al., 1985b; Volpe et al., 1992) et cela de manière dépendant du type de fibres 

musculaires (Ralston et al., 1999). Chaque élément composant l’appareil de Golgi 

conserve néanmoins son organisation classique en empilement (Ralston et al., 

1999). La réorganisation du Golgi au cours de la myogenèse serait due aux 

modifications des structures de Golgi pré-existantes plutôt qu’à la formation de 

nouvelles structures (Giacomello et al., 2019; Zaal et al., 2011) et elle concorderait 

aussi avec le remodelage du réseau de microtubules et du MTOC comme vu dans le 

chapitre 3 III.2.a (Tassin et al., 1985b, 1985a; Zaal et al., 2011). Les éléments du 

Golgi se retrouvent localisés au même niveau que les faisceaux de microtubules, 

sous la membrane plasmique et au centre de la cellule (Lippincott-Schwartz et al., 

1990). De plus, il a été observé que la réorganisation du Golgi entrainait sa 

localisation à proximité des ERES (Lu et al., 2001; Ralston et al., 2001). Or, ceux-ci 

ont été montrés localisés proches des bouts (-) des microtubules (Lu et al., 2001). 

Ces résultats suggèrent donc que le remodelage du Golgi ainsi que des sites de 

sortie du reticulum serait microtubules dépendant et permettrait de former les unités 

dynamiques Golgi-ERES (Lu et al., 2001). Une fois mises en place ces unités 

permettraient le bon adressage des protéines de la membrane plasmique nécessaire 

à la différenciation musculaire comme la M-cadhérine (Giacomello et al., 2019). 

L’hypothèse actuelle est donc que le Golgi et les ERES pourraient se réguler 

mutuellement (Ronchi et al., 2014) et que le lien entre ces deux organelles 

dépendrait tout d’abord de leurs réorganisations respectives (Giacomello et al., 

2019).  
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Le trafic au sein de la voie de biosynthèse est également un élément évoluant au 

cours de la différenciation musculaire. Deux transports sont à différencier : le 

transport rétrograde du Golgi au reticulum et le transport antérograde du reticulum au 

Golgi. Le premier ne semble pas particulièrement se modifier au cours de la 

myogenèse. En effet et comme c’est le cas dans les cellules mononucléées 

(Lippincott-Schwartz et al., 1990), le transport rétrograde emprunterait toujours les 

microtubules (Rahkila et al., 1997) quel que soit le stade de différenciation de la fibre 

musculaire. Le transport antérograde quant à lui évoluerait avec la différenciation 

musculaire. Dans les myoblastes et myotubes, les microtubules seraient utilisés pour 

déplacer les cargos du reticulum au Golgi alors que dans une fibre adulte ce ne 

serait pas le cas (Nevalainen et al., 2010), appuyant l’idée que le Golgi et les ERES 

seraient liés (Giacomello et al., 2019; Lu et al., 2001; Ralston et al., 2001).  

La réorganisation des composants de la voie de biosynthèse semble donc être un 

acteur clé dans la myogenèse permettant au muscle de se différencier correctement 

afin d’aboutir à une contraction musculaire correcte et efficace. Pour aboutir à cela, il 

a été suggéré que lors de la différenciation, les cellules musculaires pourraient avoir 

besoin d’augmenter l’efficacité de transport de leurs différents composants 

primordiaux au bon fonctionnement musculaire et/ou de mettre en place des 

itinéraires de transport spécifiques à activer au cours de la différenciation 

(Giacomello et al., 2019).  

Des études ont en effet suggéré que les fibres musculaires pourraient avoir leur 

propre voie de biosynthèse ou du moins une voie muscle spécifique parallèle à la 

voie classique de biosynthèse. Rahkila et al., ont, effectivement, montré que dans les 

cellules musculaires, une voie post-Golgi existerait et permettrait de passer du trans-

Golgi aux tubules-t via le réseau de microtubules (Rahkila et al., 1996). Les éléments 

du Golgi trouvés au centre des myotubes permettent surement de délivrer les 

protéines aux tubules-t. Ces auteurs suggèrent également la présence d’une voie 

muscle spécifique permettant le transport des protéines du RE au RS. En effet, 

l’utilisation de VSVG, protéine G du virus de la stomatite vésiculaire, comme outil 

pour marquer la voie de biosynthèse, a montré qu’une partie de VSVG reste sensible 

à la digestion par l’endoglycosidase H, c’est à dire qu’elle n’a pas traversé l’appareil 

de Golgi alors qu’une autre partie de la protéine, résistante elle à l’endoglycosidase 

H, est retrouvée au niveau des tubules-t et a donc traversé l’appareil de Golgi 
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Néamoins il a été suggéré qu’après leur synthèse au sein du reticulum, les protéines 

du RS n’emprunteraient pas la voie de biosynthèse mais diffuseraient de leur lieu de 

synthèse jusqu’au RS jonctionnel ou longitudinal où elles résideraient (Rossi et al., 

2008). 

Le débat reste donc encore actuellement ouvert pour savoir comment les protéines 

musculaires seraient adressées à leur compartiment cible et si les protéines 

résidentes du RS diffuseraient dans le continuum de membranes réticulaires ou si 

elles emprunteraient la voie de biosynthèse classique ou muscle spécifique. 

 

III. Adressage et rétention des protéines du complexe de 

relâchement de calcium à la triade 
 

Le complexe de relâchement du calcium (CRC) regroupe un ensemble de protéines 

localisées spécifiquement et uniquement à la triade. Parmi ces protéines certaines 

sont situées dans le tubule-t et d’autres dans la lumière du RS ou dans les 

membranes du RS jonctionnel (les citernes terminales). Les mécanismes 

d’adressage et de rétention de ces protéines restent encore à définir même si 

différentes pistes sont évoquées. 

1) Protéine du tubule-t : le DHPR 
 

Le DHPR est la protéine majeure du CRC localisé dans les membranes du tubule-t, 

cependant ses mécanismes de trafic et de localisation dans les membranes du 

tubule-t sont encore incertains et plusieurs éléments pourraient avoir un rôle à jouer. 

Tout d’abord concernant les mécanismes de transport du DHPR de son lieu de 

synthèse jusqu’au tubule-t sont encore discutés. Il a été montré que dans des 

cellules cardiaques, le DHPR atteindrait la membrane du tubule-t grâce à un 

transport vésiculaire clathrine dépendant qui utiliserait les microtubules pour accéder 

aux tubules-t. Les microtubules seraient directement ancrés aux tubules-t grâce à 

Bin1 (Fu and Hong, 2016; Hong et al., 2010). Cependant Linsley et al., suggérent 

que le DHPR diffuserait plutôt dans la membrane du RS avant d’atteindre la 
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membrane du tubule-t suivant un mécanisme encore inconnu (Linsley et al., 2017) 

(Figure 39). 

De plus, les sous-unités du DHPR notamment les sous-unités α1s et β, semblent 

également jouer un rôle dans le bon adressage de la protéine. Il a été démontré que 

sans la sous-unité α1s, l’adressage de la sous-unité α2 dans les membranes du 

tubule-t est altéré (Flucher et al., 1991). La sous-unité β est également nécessaire au 

trafic de α1s jusqu’au tubule-t (Buraei and Yang, 2010; Gregg et al., 1996; Linsley et 

al., 2017; Neuhuber et al., 1998) via la partie C-terminale de α1s (Flucher et al., 

2000).  

Pa rapport à la localisation spécifique du DHPR dans les membranes du tubule-t 

STAC3, protéine cytosolique localisée à la triade et impliquée dans le couplage 

excitation-contraction (Nelson et al., 2013), semble avoir un rôle à jouer. En effet, en 

l’absence de STAC3 dans des lignées cellulaires, la sous-unité α1s exprimée dans 

ces cellules n’est localisée que dans le reticulum (Polster et al., 2015), suggérant un 

rôle de STAC3 dans la bonne localisation du DHPR aux tubules-t. Ce résultat a 

cependant été contredit par Linsley et al., qui suggèrent pour STAC3, un rôle plutôt 

stabilisateur du DHPR dans les tubules-t (Linsley et al., 2017) ainsi qu’un rôle dans la 

liaison du DHPR au RyR (Campiglio et al., 2018). 

De plus, la composition lipidique du tubule-t pourrait également être impliquée dans 

la localisation du DHPR. Le tubule-t est un domaine de la membrane plasmique 

ayant une composition lipidique spécifique par rapport à celle de la membrane 

plasmique, vu qu’il est en effet plus riche en cholestérol et en phospholipides 

(sphyngomyéline et phosphatidylsérine) (Pediconi et al., 1987; Rosemblatt et al., 

1981). Or, le DHPR est retrouvé majoritairement dans le tubule-t, et en de plus faible 

quantité dans les cavéoles (Jorgensen et al., 1989) ayant une composition lipidique 

proche de celle du tubule-t (cholestérol et sphingolipides) (Smart et al., 1999), ce qui 

laisse penser que la composition du tubule-t serait importante pour la localisation du 

DHPR.  

Enfin, le RyR semble également avoir une place à jouer dans la localisation fine du 

DHPR en tétrades au sein du tubule-t. Effectivement, dans les cellules RyR KO, le 

DHPR est correctement localisé à la triade mais son organisation précise en tétrade 

est perdue (Protasi et al., 1998). 
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2) Les protéines du reticulum sarcoplasmique 
 

Le RS se compose de différentes protéines ayant des rôles majeurs dans 

l’homéostasie calcique. Une partie de ces protéines est spécifiquement localisée 

dans les membranes ou dans la lumière du RS jonctionnel tandis que d’autres sont 

retrouvées au sein du RS longitudinal. Néanmoins leurs mécanismes d’adressage et 

de rétention dans leur compartiment de fonction, restent encore incertains. 

a) Protéine de la lumière du RS : la calséquestrine 
 

La calséquestrine est une protéine spécifiquement située dans la lumière du RS mais 

uniquement à la triade, ce qui signifie que certains éléments lui permettent de rester 

là. Il a été montré par Nori et al., que les modifications post-traductionnelles de la 

calséquestrine ainsi que ses interactions électrostatiques avec la junctine et la 

triadine ne sont pas impliquées dans sa rétention au sein du RS jonctionnel (Nori et 

al., 2001, 2000, 1999). Cependant dans les modèles de souris KO triadine et/ou 

junctine, la calséquestrine est délocalisée, suggérant que les interactions de la 

calséquestrine avec la triadine et la junctine seraient importantes pour maintenir la 

calséquestrine à la triade (Boncompagni et al., 2012). De plus, il a également été 

suggéré par l’utilisation de divers mutants de la calséquestrine, que les acides 

aminés N-terminaux 1 à 24 et C-terminaux 230 à 367 sont impliqués dans 

l’adressage de la calséquestrine dans les citernes terminales du RS ainsi que dans 

son agrégation (Nori et al., 2006).  

Concernant le transport de la calséquestrine de son lieu de synthèse jusqu’à la 

lumière du RS jonctionnel, plusieurs hypothèses s’opposent. Certaines études sont 

en faveur d’un trafic vésiculaire de la calséquestrine. Il a été montré par l’utilisation 

de mutants Arf1 et Sar1, altérant respectivement la voie RE-Golgi et les ERES, que 

la calséquestrine une fois synthétisée sortirait du reticulum et emprunterait une voie 

muscle spécifique, sans traverser l’appareil de Golgi, lui permettant d’atteindre le RS 

jonctionnel (Nori et al., 2004). Des résultats précédant avaient déjà montré que la 

calséquestrine serait exclue d’un passage par le Golgi (Gatti et al., 1997) et donc 

qu’elle conserverait sa sensibilité à la digestion par l’endoglycosidase H (Campbell et 

al., 1983). D’autres études suggèrent qu’elle pourrait atteindre les compartiments 
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ERGIC/cis-Golgi avant d’être transportée jusqu’au RS jonctionnel. Il a en effet été 

montré dans des myotubes de poulet que la calséquestrine est transportée jusqu’au 

cis-Golgi avant de revenir au RS (Thomas et al., 1989) et elle a été trouvée 

accumulée au niveau de l’ERGIC dans des cardiomyocytes et des lignées cellulaires 

(Milstein et al., 2009). Ces résultats vont dans le même sens que ce qui a été 

observé pour une fraction de VSVG qui, au sein de cellules musculaires, irait 

jusqu’au compartiment intermédiaire ERGIC/cis-Golgi avant d’atteindre le RS 

(Rahkila et al., 1998). Il semblerait donc que dans le muscle, une voie de 

biosynthèse muscle spécifique existerait, en parallèle de la voie classique, et 

permettrait d’atteindre directement le RS. Ainsi les protéines emprunteraient plutôt 

l’une ou l’autre voie, suivant l’état de différenciation musculaire et/ou suivant la 

destination finale à atteindre.  

Cependant des études plus récentes prônent plutôt un transport de la calséquestrine 

par diffusion dans le continuum de membranes RE/RS. En effet, au sein de 

cardiomyocytes, la calséquestrine sous forme monomérique diffuserait du RER 

périnucléaire au RS jonctionnel. Une fois ce compartiment atteint, elle polymériserait 

permettant ainsi d’y être retenue (McFarland et al., 2010; Sleiman et al., 2015) 

(Figure 39). 

 

b) Protéines membranaires du RS 
 

Plusieurs pistes sont également évoquées concernant les mécanismes qui 

permettent aux protéines transmembranaires du RS longitudinal ou jonctionnel d’être 

spécifiquement adressées dans leur compartiment cible et uniquement dans ce 

compartiment-ci. 

SERCA est une protéine membranaire du RS longitudinal. La composition lipidique 

membranaire du RS pourrait être impliquée dans la rétention de SERCA car il a été 

montré qu’elle était insoluble dans certains détergents au contraire de protéines 

résidentes du RE (Kaakinen et al., 2008). De plus, la structure intrinsèque de SERCA 

semble jouer un rôle dans sa localisation puisqu’il a été montré que deux des dix 

hélices transmembranaires qu’elle comporte lui sont nécessaires pour sa rétention 
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dans le reticulum (Newton et al., 2003). Ces données suggèrent que la rétention de 

SERCA dans le RS longitudinal pourrait impliquer une interaction spécifique entre 

ses domaines transmembranaires et la composition membranaire du RS. 

Le transport de SERCA jusqu’au RS longitudinal a été étudié au début des années 

90 où il a été suggéré que SERCA ne quitterait jamais le continuum RE/RS (Karin 

and Settle, 1992) dans lequel elle diffuserait. Cependant des études plus récentes se 

positionne plutôt sur un passage de SERCA par le compartiment intermédiaire 

ERGIC avant son transport jusqu’au RS longitudinal (Newton et al., 2003). Ce 

résultat suppose donc que SERCA cyclerait entre le reticulum et l’ERGIC. De plus, le 

phospholamban et la sarcolipine, deux protéines transmembranaires interagissant 

avec SERCA, ont été trouvées localisées dans le RS et l’ERGIC dans des 

cardiomyocytes, mais pas dans le trans-Golgi (Butler et al., 2007). Ainsi, il semblerait 

que les protéines du RS longitudinal emprunteraient une voie muscle spécifique leur 

permettant d’être transporter jusqu’à l’ERGIC avant d’être ramenées dans le RS 

(Figure 39). Le processus permettant aux protéines résidentes du RS d’être 

ramenées de l’ERGIC au RS pourrait impliquer leurs domaines transmembranaires. 

En effet, il a été suggéré que la protéine RER1p, protéine transmembranaires de 

l’ERGIC/cis-Golgi, reconnaîtrait des informations d’adressage au reticulum au niveau 

des domaines transmembranaires des protéines résidentes du reticulum. Ce 

mécanisme permettrait d’identifier ces protéines une fois dans l’ERGIC et de les 

renvoyer dans le reticulum à partir des compartiments post-reticulum (Sato et al., 

2003, 2001, 1995). 
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Figure 39 : Les voies potentielles de trafic au sein du muscle squelettique. Plusieurs hypothèses 
s’opposent par rapport au mécanisme d’adressage des protéines musculaires. Tout d’abord la voie de 
biosynthèse classique semble toujours être présente permettant à certaines protéines localisées à la 
membrane plasmique, et potentiellement au tubule-t, de traverser l’appareil de Golgi une fois sortie du 
reticulum pour atteindre la surface membranaire (voie grise). Concernant les protéines localisées dans 
le RS longitudinal ou jonctionnel/citerne terminale, les protéines pourraient soit diffuser dans le 
continuum de membrane RE/RS jusqu’à atteindre leur localisation finale (voie jaune), soit sortir du 
reticulum, aller jusqu’au compartiment ERGIC/cis-Golgi, avant qu’un signal inconnu ne les ramène 
dans le reticulum. Elles pourraient être ramenées directement dans leur compartiment final ou diffuser 
jusqu’à ce dernier (voie rose). RE = reticulum endoplasmique ; RS = reticulum sarcoplasmique ; ERES 
= Sites de sortie du RE ; ERGIC = Compartiment intermédiaire entre le RE et le Golgi. 

 

Concernant RyR1, protéine transmembranaire du RS jonctionnel, il a été suggéré par 

expression des hélices transmembranaires de RyR1, dans des lignées cellulaires 

COS7, que ses hélices 1 et le 6 seraient responsables de sa rétention dans le 

reticulum (Meur et al., 2007). De plus, l’ankyrine B, protéine adaptatrice liée aux 

membranes, est connue pour se lier à différentes protéines comme RyR1 ou l’IP3R 

(Bourguignon et al., 1995, 1993) et permettrait de correctement les localiser dans les 

membranes du RS jonctionnel (Tuvia et al., 1999). 

Le mode de transport de RyR1 jusqu’aux triades n’est pas connu. Néanmoins il a été 

montré que la cavéoline 3 (Cav3), protéine jouant un rôle dans le transport 
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vésiculaire intracellulaire, pourrait participer à son trafic vu qu’elle interagit avec 

RyR1 (Vassilopoulos et al., 2010).  

Pour la triadine, une autre protéine du RS jonctionnel, il semblerait qu’elle ait dans sa 

séquence différents domaines lui permettant d’être correctement retenue à la triade. 

Ses parties N-terminale et C-terminale semblent jouer un rôle dans sa localisation au 

sein du RS jonctionnel (Rossi et al., 2014; Sanchez et al., 2018) et son domaine 

luminal C-terminal serait également impliqué dans son trafic (Fourest-Lieuvin et al., 

2012; Rossi et al., 2014). Quant à la junctophiline, protéine de la triade permettant de 

lier le RS jonctionnel au tubule-t, il a récemment été montré que son domaine 

transmembranaire est responsable de sa localisation au sein du RS jonctionnel 

(Rossi et al., 2019). 

Une fois leur localisation finale atteinte, les protéines du RS jonctionnel formeraient 

un complexe leur permettant d’être retenue (Rossi et al., 2008) et la triadine serait la 

protéine du CRC servant d’ancre aux autres protéines (Cusimano et al., 2009). 

 

Toutes ces études montre que dans le muscle, quelque soit le compartiment cible 

d’une protéine (tubule-t, RS longitudinal ou jonctionnel), les mécanismes 

d’adressages (diffusion dans le continuum RE/RS et/ou trafic vésiculaire) et de 

rétention des protéines ne sont pas encore totalement compris. 
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Objectifs de thèse 

 

L’objectif général de ma thèse a été de comprendre comment les protéines de la 

triade sont-elles adressées dans leur compartiment spécifique, par quels mécanimes 

y sont-elles confinées. 

 

La contraction musculaire est un mécanisme régit par de multiples éléments et 

chacun de ces éléments a un rôle prépondérant à jouer. Le message nerveux émit 

par le motoneurone doit être traduit en une libération massive de calcium permettant 

aux myofilaments de se contracter. C’est dans la transformation du message nerveux 

en un message chimique (libération calcique) que la triade à une place majeure. 

Pour aboutir à une importante sortie de calcium, il faut que la structure triadique en 

elle-même soit parfaitement formée c'est-à-dire que les contacts reticulum-

membrane plasmique (RS/tubule-t) soient présents et que les protéines du CRC 

soient parfaitement localisées et agencées dans les triades. RyR1 et DHPR, chacun 

dans des membranes différentes, doivent se faire face pour interagir physiquement. 

Les autres protéines du CRC comme la triadine, la junctine ou la calséquestrine sont 

également des points clés dans la modulation des relâchements de calcium. 

Néanmoins, peu de choses sont actuellement comprises sur les mécanismes 

responsables de l’adressage spécifique et de la rétention précise des protéines du 

CRC à la triade.  

Mon travail de thèse a été divisé en trois parties. Les deux premières parties portent 

sur l’étude des mécanismes d’adressage et de rétention de la triadine à la triade, tout 

au long de la différenciation musculaire. Une partie de cette étude a fait l’objet d’un 

article en cours de soumission. J’ai également pris part à un projet visant à déchiffrer 

l’implication du réseau de microtubules, et notamment le rôle de MAP6, dans le 

fonctionnement musculaire. Cette partie de mon travail sera décrite dans un 

troisième chapitre et a fait l’objet d’une publication présentée dans ce manuscrit. 
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Matériel et Méthodes 
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I. Modèles animaux et éthique 

1) Ethique 
  

Les expériences sur les animaux ont été approuvées par le comité d’éthique et 

suivent les directives nationales et européennes pour le soin et l’utilisation des 

animaux de laboratoire. Je suis titulaire d’un certificat d’autorisation à expérimenter 

sur animaux vivants par la direction départementale de la protection des populations 

(Niveau 1). 

2) Lignée de souris KO triadine 
 

Les souris invalidées pour le gène TRDN codant pour la triadine ont été créées et 

caractérisée par le laboratoire (Oddoux et al., 2009). Le KO a été induit par 

l’introduction de sites LoxP de part et d’autres de l’exon 1 du gène TRDN et par 

recombinaison après croisement avec des animaux transgéniques porteurs de la Cre 

recombinase. Les animaux viables et fertiles, présentent des défauts musculaires et 

cardiaques. L’entretien de la colonie se fait par croisement de souris hétérozygotes 

ou homozygotes permettant d’avoir les souris WT ou KO utilisées au cours de 

l’étude. 

3) Lignée de souris KO MAP6 
 

Les souris invalidées pour le gène MAP6 ont été développées par l’équipe du Dr. 

Annie Andrieux au sein du Grenoble Institut des Neurosciences. Elles ont été 

obtenues par l’insertion du gène LacZ à la place de l’exon 1 du gène MAP6 

(Andrieux et al., 2002). La colonie étant maintenue à l’état hétérozygote à cause de 

l’infertilité des mâles KO MAP6, les souris KO MAP6 sont obtenues par croisement 

d’hétérozygote.  

4) Lignée de souris KO RYR1 
 

Les souris invalidées pour le gène du récepteur de la ryanodine de type 1 ont été 

données par le Pr. PD. Allen (Department of Anesthesia, Brigham and Women’s 

Hospital, Boston, Massachusetts, USA). La souris KO n’est pas viable, les nouveaux-
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nés meurent à la naissance d’insuffisance respiratoire. La colonie a été maintenue à 

l’état hétérozygote et les embryons ont été prélevés à E19-20. 

II. Biologie moléculaire 

1) Les plasmides 
 

Certains plasmides étaient déjà disponibles au laboratoire comme les isoformes et 

mutants de la triadine ou les 6 domaines transmembranaires du RyR1 (RyR6TM). 

D’autres ont été acheté chez Addgene ou Clontech ou donné par une autre équipe, 

comme détaillé dans le tableau ci-dessous. Enfin, certaines séquences ont été 

synthétisées par Genscript avant d’être sous-clonées dans un autre vecteur. 

 

Plasmides Description Référence 

pDsRed2-ER Vecteur conçu pour marquer la lumière 
du RE, fusionné avec une RFP 

#632409 (Clontech) 

pPAGFP-VSVG Protéine G du virus de la stomatite 
vésiculaire couplée à une PAGFP 

#11915 (Addgene) 

tdTomato-Sec61β-N-

18 

Sous-unité β du translocon, protéine 
transmembranaire du RE, couplée à 
une tdTomato 

#58130 (Addgene) 

pWPXLd Vecteur lentiviral contenant une eGFP #12258 (Addgene) 

pDEST47-Arf1-GFP ADP-ribosylation factor 1 (Arf1), 
impliqué dans le trafic des protéines au 
travers de la voie de sécrétion et 
couplé à une GFP 

#67390 (Addgene) 

pcDNA3 HA Arf1 DN 

T31N 

Dominant négatif T31N défectif en 
GTP-binding 

#10833 (Addgene) 

pDEST47-Sar1-GFP Secretion associated ras-superfamily 
gene1 (Sar1), impliqué dans les ERES 
et couplée à une GFP 

#67409 (Addgene) 

p150glued-CC1-

DsRed 

Domaine Coiled-coil 1 de p150glued, 
sous unité de la dynactine, couplé à 
DsRed 

Dr Nicot (GIN) 

EB3-mCherry End-Binding Protein 3 marquant les 
bouts + des microtubules, couplée à 
mCherry 

Dr Peris (GIN) 

DHPRα1s-TurboGFP Sous unité α1s du DHPR couplé à une 
turboGFP 

Dr Berthier (INMG) 
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Tous les plasmides ont été amplifiés par transformation bactérienne dans les 

souches Stbl3 ou DH5α (Invitrogen). Les kits mini ou maxi prep (Macherey-Nagel) 

sont utilisés pour purifier l’ADN. Ce dernier est testé par transfection sur des cellules 

HEK293T puis envoyé à séquencer pour vérification avant de pouvoir être utilisé. 

 

2) Les clonages  
 

Afin de pouvoir produire des lentivirus, les différents plasmides utilisés au cours de 

l’étude ont tous été sous-clonés dans un vecteur lentiviral comme pWPXLd et couplé 

pour la majorité à une protéine fluorescente s’il ne l’était pas déjà.  

J’ai réalisé d’autres sous-clonages comme expliqué ci-dessous. 

 

 L’Hybride Sec61N-T95  contient la partie N-terminal de la triadine et les parties 

TM et C-ter de Sec61β 

 L’hybride Sec61TM-T95 contient le domaine TM de la triadine et les N et C-ter de 

Sec61β 

 L’hybride T95∆CterTM-Sec61 : contient le domaine TM de Sec61β ainsi que les N 

et C-ter de T95∆Cter (un mutant de la triadine délété de sa partie C-terminale 

à partir de l’acide aminé 113) 

Plasmides d’origine Technique 

utilisée 

Plasmides finales 

- pPAGFP-VSVG 

- tdTomato-Sec61β-N-18 

Digestion 

EcoRI/NotI + 

ligation 

pVSVG-tdTomato  

- pVSVG-tdTomato 

- pWPXLd GFP 

In-Fusion pWPXld VSVG-tdTomato  

Hybrides : 

- pUC57 Sec61N-T95  

- pUC57 Sec61TM-T95  

- pUC57 T95∆CterTM-Sec61  

Digestion EcoRI + 

ligation 

Hybrides : 

- pWPXLd Sec61N-T95 -PAGFP 

- pWPXLd  Sec61TM-T95 -PAGFP 

-  pWPXLd T95∆CterTM-Sec61 -

PAGFP - pWPXLd T95-PAGFP  
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3) Extraction d’ARN, RT-PCR et 5’ RACE 
 

a) Extraction d’ARN et RT-PCR 
 

Pour l’extraction d’ARN, nous sommes repartis d’homogénats de muscles et de 

cerveaux de souris WT prélevés par Muriel Sébastien au cours de sa thèse et 

conservés à -80°C. Nous avons également utilisé des lignées de cellules C2C12, 

nous servant de cellules contrôles afin de s’affranchir de toute contamination 

nerveuse. Ces cellules ont été cultivées et différenciées puis les ARN totaux des 

homogénats et des cellules ont été extraits au Trizol (ThermoFisher Scientific) et 

reverse transcrits via l’utilisation d’amorce oligodT. 

La réaction PCR a été faite avec le Phusion Master Mix (Thermo Scienitific) et les 

amorces ont été créées de façon à amplifier les différents exons de MAP6 : 

Exon Direction Séquence (5’- 3’) 

Exon 1 Sens GAGGAGGTGGCGAGTACAGT 

Exon 2 Sens CCCCAGATGACAAGATGGTT 

Exon 3 Antisens TTCGCCTCAGCCAGTTTATT 

Exon 4 Antisens GATGCATCACTGGTGGGTTT 

 

Puis les cycles et températures de PCR suivant ont été effectués : 
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Enfin, les contenus des tubes sont mis à migrer sur un gel d’agarose 1,5% pendant 

1h à 100V. 

b) 5’ RACE 
 

La 5’ RACE a été réalisée avec le kit SMARTer® RACE 5’/3’ (Clontech) à partir 

d’ARN totaux de souris WT.  

En suivant le protocole du kit, l’ADNc a tout d’abord été synthétisé avant d’être 

amplifié par PCR. Un mix d’amorces universelles (fourni dans le kit) ainsi qu’une 

amorce spécifique de l’exon 2 du gène MAP6 (5’- 

GATTACGCCAAGCTTCTTCGGGCATTCCTTGAAAGGCTCACTG -3’) ont été 

utilisées. 

Puis les cycles et températures suivantes ont été réalisés : 

 

 

Après la RACE PCR, les amplicons sont mis à migrer sur un gel d’agarose 1% 

pendant 1h15 à 100V. Les produits PCR sont ensuite purifiés par un kit PCR clean 

up (Macherey-Nagel) et séquencés. 
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III. Les cellules 
 

1) Lignées cellulaires 
 

a) Culture 

  
Les lignées cellulaires utilisées ont été les HEK293T (ATCC), cellules humaines 

embryonnaires de rein immortalisées grâce à l’antigène T du SV40. Une fois 

décongelées en maintenant le tube à 37°C dans un bain maire, son contenu est 

repris dans du milieu de prolifération (DMEM 4,5g/l de glucose (Gibco 31966-021), 

FBS 10% (Gibco 10270) et PS 1% (Gibco 15140)) et centrifugé 5 min à 1500 rpm 

afin de culotter les cellules. Le culot est repris dans du milieu de prolifération et les 

cellules sont ensemencées dans des boîtes de Ø 35 ou 100 mm. Une fois à 

confluence (environ 6.106 cellules), les cellules sont trypsinées (trypsine EDTA 

0.05%, Gibco 25300) 5 min à 37°C, comptées puis à  nouveau ensemencées dans 

une ou plusieurs autres boîtes suivant si l’on souhaite les garder ou les amplifier. Dès 

qu’elles ont environ atteint le passage 20, il a été convenu de ne pas les conserver. 

Les cellules HEK293T sont utilisées pour la production ou le titre des lentivirus 

(comme expliqué plus tard) ou pour tester des plasmides par transfection.  

b) Congélation 
 

Afin de maintenir des stocks de cellules à passage bas, les cellules sont congelées 

par passage dans du milieu de congélation (90% de FBS et 10% de DMSO (Sigma 

D2650) à raison de 5.106 cellules par tube de congélation, et stockées dans des 

cryo-conservateurs. 

c) Transfection 
 

Pour tester l’expression de nos constructions, des transfections sur HEK293T sont 

réalisées grâce à l’utilisation de Phosphate de Calcium (Clontech). Pour cela, à J1 

100000 cellules sont ensemencées dans des boîtes de Ø 35mm. A J2, la transfection 
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est réalisée selon le protocole du kit (Ozyme) avec 3 µg d’ADN. Les cellules sont 

ensuite observées 48h après la transfection. 

2) Cultures primaires 
 

a) Dissection et stockage 
 

A partir de nouveaux nés de souris, les muscles des pattes arrières sont prélevés et 

digérés pendant 30 min à 37°C dans de la trypsine à 0,25% (Gibco 25050-014) 

diluée au tiers dans du PBS (Gibco 14190-094) et supplémenté avec 2% de PS 

(Gibco 15140). Une dissociation mécanique est réalisée à l’aide d’une pipette pour 

libérer les cellules avant de procéder à deux centrifugations, l’une 5 min à 500 rpm et 

l’autre 10 min à 1500 rpm, pour se débarrasser des débris des fibres musculaires et 

ne garder que les cellules. Le culot obtenu est repris dans du milieu de prolifération 

(HAM F-10 (Gibco 41550-088), FBS certifié 20%, PS 2% et UltroSer 2% (Pall 15950-

17)) et les cellules sont ensemencées sur une boîte Ø 35mm/embryon préalablement 

recouvertes de laminine (BD Biosciences 354232) et mis à l’incubateur 37°C et 5% 

de CO2 jusqu’à confluence. 

Après 3 jours de prolifération, la confluence est atteinte, les cellules sont donc 

congelées pour être conservées. Pour ce faire, elles sont trypsinées, comptées, 

congelées dans un milieu composé de 25% de FBS certifié, 10% de DMSO et 65% 

de HAM F-10, puis stockées à -80°C et en azote. 

b) Ensemencement et culture 
 

Pour leur permettre une bonne adhésion, les cellules musculaires sont cultivées sur 

une couche de laminine ou de matrigel. 

Pour constituer une couche de laminine, les boîtes sont recouvertes d’une goutte de 

200µl de laminine (Corning) à 10 ng/µl diluée dans du PBS+Ca2+/+Mg2+ et mises en 

incubation 30 min à 37°C. Puis la laminine est retirée et les boîtes mises à sécher 

sous le PSM. Les boîtes coatées de laminine servent principalement pour les 

Western Blot réalisés sur cellules. 
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Pour constituer une couche de matrigel, une goutte de 50µl de matrigel (Corning) 

diluée au 100ème dans du HAM F-10 supplémenté avec 2% de PS est déposée au 

fond des boîtes avant d’être mis à 37°C pendant 3h. Puis le matrigel est retiré avant 

d’ensemencer directement les cellules. Les boîtes recouvertes de matrigel sont 

principalement utilisées pour les expériences d’observation au microscope allant de 

16h à 9 jours de différenciation. 

Quelle que soit la méthode d’adhésion choisie, les cellules sont décongelées à 37°C 

puis le contenu du tube est repris dans du milieu de prolifération (HAM F-10 (Gibco 

41550-088), FBS certifié 20%, PS 2% et UltroSer 2% (Pall 15950-17)) et centrifugé 5 

min à 1500 rpm. Les cellules sont comptées afin d’ensemencer : 50 000 cellules 

dans une goutte de 50 µl de milieu de prolifération, sur les boîtes préalablement 

recouvertes de matrigel, ou 200 000 cellules dans une goutte de 200 µl de milieu de 

prolifération, sur les boîtes recouvertes de laminine. Les boîtes sont ensuite mises à 

l’incubateur 37°C et 5% de CO2. 

c) Transduction et différenciation 
 

Le lendemain de l’ensemencement, les cellules peuvent être transduites par 

différents lentivirus suivant l’usage voulu. Dans ce cas, des volumes variables de 

virus sont déposés sur les cellules. Ces volumes sont calculés de manière à obtenir 

une MOI (Multiplicity Of Infection) de 5 représentant le nombre d’unité infectieuse par 

cellule. Ils sont calculés par la formule suivante: 

Volume du virus =  
                                    

              
 

Après au moins 6h d’incubation avec le virus, les cellules sont induites en 

différenciation grâce au passage dans un milieu de différenciation (DMEM 1g/l de 

glucose (Gibco 21885-025), Sérum de Cheval 2% (Gibco 26050-070) et 1% PS). Les 

jours de différenciation sont comptés à partir de ce moment là.  

Si les cellules sont gardées en différenciation sur du long terme, une 2ème couche de 

matrigel est déposée par-dessus pour éviter qu’elles ne se détachent à cause des 

contractions spontanées. Pour cela, après 2 jours de différenciation, le matrigel est 

dilué au 1/3 dans du milieu de différenciation et 200 µl sont déposés par boîtes 
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directement sur les cellules. Puis du milieu de différenciation supplémenté en agrine 

(50ng/ml, R&D Sytems) est ajouté afin de stimuler le processus de différenciation. 

d) Transfection et différenciation 
 

Le lendemain de l’ensemencement, les cellules ensemencées à 50 000 cellules dans 

50µl, peuvent être transfectées par des siRNA contrôle ou contre la kinésine Kif5b 

(Dr Gache, INMG). Pour cela 0,2µl de siRNA 10µM ont été ajouté dans 10µl de 

milieu Opti-MEM (Gibco 31985-047). En parallèle 1,2µl de lipofectamine 2000 

(Invitrogen 11668-027) ont été mélangés à 10µl de milieu Opti-MEM, puis le mélange 

à base de lipofectamine 2000 a été mixé à celui contenant le siRNA et mis à incuber 

5min à température ambiante. Le milieu de prolifération des cellules a été retiré et 

remplacé par 35µl de milieu de prolifération sans antibiotique puis 20µl du mix 

siRNA/lipofectamine ont été déposés sur les cellules. Après au minimum 6h 

d’incubation, les cellules sont induites en différenciation grâce au passage dans un 

milieu de différenciation (DMEM 1g/l de glucose (Gibco 21885-025), Sérum de 

Cheval 2% (Gibco 26050-070) et 1% PS). Les jours de différenciation sont comptés à 

partir de ce moment là. 

 

3) Electroporation et fibres dissociées 
 

a) Electroporation 
 

Le protocole de DiFranco et al. 2009 a été suivi. Après l’anesthésie de la souris avec 

de l’Isofluorane 3%, 10 µl de Hyaluronidase (sigma) à 2 mg/ml sont injectés en sous-

cutané dans la paume de la patte arrière de la souris et agissent pendant une heure. 

50 à 100 µg de plasmide sont injectés dans la patte arrière de la souris, en sous-

cutané avant de procéder à l’électroporation. Pour ce faire, des aiguilles 

d’acupuncture sont insérées perpendiculairement à la patte de la souris de façon a 

être espacées d’environ 1 cm, et elles sont reliées à l’électroporateur (BTX ECM 30) 

par des électrodes. 20 impulsions de 20 ms chacune sont réalisées à un voltage de 

100 V/cm et une fréquence d’1 Hz. 
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b) Préparation des fibres dissociées 
 

Cinq jours après l’électroporation, les muscles FDB des souris sont prélevés et les 

fibres sont dissociées. Tout d’abord l’animal est euthanasié, pesé, ses pattes arrière 

sont prélevées et la peau une fois ouverte est épinglée sur un support. Le tendon de 

surface de la patte est coupé permettant de détacher le muscle, et les adhérences 

au niveau des doigts sont elles aussi sectionnées. Le FDB ainsi prélevé est ensuite 

digéré dans une solution contenant de la collagénase (sigma) à 1,5 mg/ml et du 

DMEM 4,5g/l de glucose, pendant 45 min à 37°C. Le muscle est rincé dans du 

DMEM et placé dans 250 µl de DMEM dans des tubes en verre, avant d’être dissocié 

mécaniquement grâce à l’utilisation de différentes pipettes en verre rodé de taille 

décroissante. Les fibres musculaires ainsi obtenues sont placées pendant 45 min à 

37°C ou à 4°C sur la boîte pour qu’elles adhèrent puis soit elles sont placées dans 

des boîtes coatées au préalable avec du matrigel (1/10) soit elles sont fixées en 

suspension en PFA 4% (ajout de 750 µl de PFA 16%). 

IV. Les lentivirus 
 

1) Principe et fonctionnement 
 

Les lentivirus sont une classe de rétrovirus dont fait partie le HIV (Human 

Immunodeficiency Virus). Ils ont la capacité de transduire des cellules quiescentes et 

en division. Ils peuvent contenir des transgènes jusqu’à 5-6 kpb mais la valeur haute 

recommandée est de 4kb à défaut d’avoir un titre viral moins bon. Ils permettent aux 

transgènes qu’ils contiennent de s’intégrer dans le génome de la cellule hôte, une 

fois que l’ARN aura été reverse transcrit.  

Au cours de l’étude j’ai produit des lentivirus, au sein du laboratoire de l’institut (P2 

virologie), par  triple transfection de plasmides sur des HEK293T. 
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2) Production 
 

Pendant sept jours, des cellules HEK293T (ATCC) ont été décongelées puis 

amplifiées afin de pouvoir avoir 36 boîtes de pétri (Ø 100mm) à 2,6.106 

cellules/boîtes à J0. A J1, les boîtes sont transfectées grâce au Phosphate de 

Calcium (Clontech) avec les trois plasmides viraux nécessaires : psPAX2 (Addgene 

plasmid #12260) contenant les gènes de capside gag et pol, VSVG (Addgene 

plasmid #14   ) contenant le gène de l’enveloppe virale et le transgène d’intérêt. En 

fin de journée le milieu de culture (DMEM 4,5g/l glucose, FBS 10% et PS 1% (Gibco 

15140)) est changé pour éviter une cytotoxicité des réactifs. A J3, le surnageant des 

boîtes, contenant les particules virales, est récupéré, filtré avec un filtre de 0,45 µm 

puis centrifugé à 20 000 rpm à 4°C pendant 2h. Les culots ainsi obtenus sont remis 

en suspension toute la nuit à 4°C dans 150 µl de milieu de culture (DMEM 4,5g/l 

glucose, FBS 10% et PS 1% (Gibco 15140)). Le lendemain, les particules virales 

sont aliquotées, congelées dans de l’azote et stockées à -80°C. 

3) Titration  
 

L’obtention du titre de chaque virus produit a été réalisée au microscope confocal 

Zeiss LSM 710. Pour ce faire, à J1 des cellules HEK293T ont été ensemencées dans 

des plaques 6 puits ou dans des Ibidis (#81156 Biovalley – Clinisciences) à une 

densité de 100 000 cellules/boîtes ainsi que dans deux boîtes de pétri (Ø 35mm). A 

J2 les cellules contenues dans les deux boîtes de Ø 35mm sont trypsinées et 

comptées dans le but d’obtenir un nombre précis de cellules au moment de la 

transduction. Les cellules ensemencées sur les ibidis ou sur les plaques 6 puits sont 

transduites avec des volumes croissants de virus préalablement dilué au 10ème 

dans du milieu de culture (DMEM 4,5g/l glucose, FBS 10% et PS 1% (Gibco 15140)). 

48h plus tard, les cellules sont observées au microscope confocal Zeiss LSM 710, en 

transmission et en fluorescence (488 nm ou 561nm) ou après photo-activation (405 

nm) pour les plasmides contenant la PAGFP.  
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Le pourcentage de cellules fluorescentes est calculé à partir des images acquises 

sur la totalité des champs, ce qui permet de calculer le titre de chaque virus en unités 

infectieuses par ml (UI/ml) grâce à la formule suivante : 

Titre = % de cellules fluo x 
                                   

   
 x facteur de dilution x 

                

                      
 

V. Immunomarquages et anticorps 
 

Les différents anticorps primaires et secondaires utilisés dans l’étude sont listés dans 

les deux tableaux ci-dessous, ainsi que les dilutions ayant servi pour les 

immunomarquages et le nom du fournisseur. 

1) Anticorps primaires 
 

Protéine ciblée Espèce Dilution IF Référence 

GFP Lapin 1/1000 Abcam ab290 

GFP Poulet 1/500 Abcam ab13970 

RFP Lapin 1/1000 Tebu-bio 600-401-379 

ERGIC53/p58 Lapin 1/125 Sigma E1031 

GM130 Souris 1/1000 BD Biosciences 610822 

N-Ter Triadine Lapin 1/500 Laboratoire 

C-Ter Triadine Lapin 1/500 Laboratoire 

C-Ter Triadine Cobaye 1/200 Laboratoire 

C-Ter RyR1 Cobaye 1/200 Laboratoire 

RyR1 Souris 1/500 DSHB 34C 

DHPRα1s Souris 1/500 Abcam ab2862 

α-Actinine Souris 1/500 Sigma A7811 

β-Tubuline Souris 1/100 Sigma T5201 

Climp63 Lapin 1/500 Bethyl A302-257A 

SERCA Cobaye 1/100 Dr. Lompré 

CSQ1 Souris 1/100 ABR MA3-913 

Kinectine Lapin 1/250 Sigma K1644 

COPII Lapin 1/100 Invitrogen PA1-069A 
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2) Anticorps secondaires 
 

 

3) Immunomarquage 
 

Après fixation des cellules et des fibres adultes en PFA 4% pendant 20 min à 

température ambiante ou en Méthanol -20°C pendant 6 min, elles ont été 

perméabilisées dans du PBS-Triton 1% pendant 15 min. Pour bloquer les sites de 

fixations non spécifiques, les cellules et fibres adultes sont ensuite saturées pendant 

20 min dans un tampon contenant du PBS-Triton 0,1%, du sérum de chèvre 2% et 

0,5% de BSA (Bovin Serum Albumine). L’incubation avec les anticorps primaires 

dilués dans du tampon de saturation se fait à 4°C sur la nuit. Le lendemain, les 

cellules et les fibres sont lavées trois fois 10 min dans du PBS-Triton 0,1%, puis les 

anticorps secondaires, une fois dilués dans du tampon de saturation, sont déposés 

sur les cellules pendant 2h, à température ambiante et à l’abri de la lumière. Après 

un lavage de 10 min dans du PBS 1X, les cellules et les fibres sont mises en 

présence de Hoechst 1 µg/ml (Life Technologies 33258) dilué dans du PBS, pendant 

10 min à l’abri de la lumière pour colorer les noyaux. Enfin, des lamelles sont 

montées avec du fluorosave (Calbiochem 345789) sur les boîtes Ibidis, mises à 

sécher à température ambiante puis observées au microscope confocal. 

Cible Fluorochrome Dilution IF Référence 

Lapin 

A488 1/500 Invitrogen 11008 

Cyanine 3 1/500 Jackson 115-165-144 

Cyanine 5 1/500 Jackson 711-175-152 

Souris 

A488 1/500 Invitrogen 11029 

Cyanine 3 1/500 Jackson 115-165-146 

Cyanine 5 1/500 Jackson 715-175-150 

Cobaye 

A488 1/500 Invitrogen 110074 

Cyanine 3 1/250 Jackson 706-165-148 

Cyanine 5 1/500 Jackson 706-175-148 

Poulet A488 1/200 Invitrogen A11039 

Phalloïdine TRITC 1/1000 Dr Peris (GIN) 
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VI. Microscopie et analyses 

1) Traitements pharmacologiques 
 

Comme répertorié dans le tableau ci-dessous, différents traitements 

pharmacologiques ont été utilisés, notamment pour étudier leurs effets sur les 

mouvements des vésicules de triadine. La concentration utilisée, le temps 

d’incubation sur les cellules ainsi que le fournisseur sont indiqués. 

 

2) Imagerie confocale 
 

a) Immunomarquages et analyse de colocalisation 
 

Une fois les immunomarquages réalisés, les cellules et les fibres adultes sont 

observées au microscope confocal Zeiss LSM 710, couplé à un module Airy-scan, 

grâce à l’objectif à immersion x63 ayant une ouverture numérique (N.A) de 1.40. Les 

images générées sont traitées à l’aide des logiciels ImageJ et Adobe Photoshop 7.0. 

Pour quantifier la colocalisation, des images acquises dans les mêmes conditions de 

taille de coupe optique et de taille de pixels sont utilisées. Une macro ImageJ a été 

réalisée précédemment au laboratoire et adaptée par le Dr Denarier. Cette macro 

d’analyse de colocalisation se base sur une méthode de corrélation. Des masques 

binaires sont réalisés pour chacun des deux canaux ciblés permettant d’obtenir le 

chevauchement entre les deux canaux et donc le nombre de pixel de l’image qui 

contient les deux canaux. Le ratio nombre de pixel obtenu/nombre total de pixel d’un 

Nom Concentration Incubation Référence 

Nocodazole 
10 µM 1h 

Sigma R17934 
75 nM 1h 

Ciliobrevine D 50 µM 1h Sigma 250401 

Brefeldine A 5 µg/ml 1h Sigma B7651 

Latrunculin A 5 µM 1h Sigma L5163 

Di-8-ANEPS 10 µM 45’ Life Technologies D3167 
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canal est calculé donnant ainsi le pourcentage de colocalisation de ce canal par 

rapport à l’autre.  

b) Cellules vivantes  
 

Spinning-Disk Confocal 
 

Les cellules musculaires différenciées pendant le temps choisi sont observées au 

microscope inversé couplé à un système confocal spinning-disk (Zeiss). Elles sont 

placées dans une chambre d’incubation afin d’être maintenue à 37°C et 5% de CO2 

tout au long de l’expérience. Les cellules sont observées à l’objectif à immersion x63 

avec une image/secondes pendant 121 secondes. 

Pour analyser les mouvements des vésicules de triadine, le plugin MTrackJ d’ImageJ 

permet de tracer les trajectoires de chaque vésicule et d’en tirer les vitesses de 

déplacement correspondent. En ce qui concerne la fraction mobile, dans un ROI de 

30 µm de côté pris aléatoirement sur une cellule, le nombre de vésicules qui bougent 

est compté puis est reporté au nombre total de vésicules présentes dans le ROI, 

donnant ainsi le pourcentage de vésicules qui se déplacent c'est-à-dire la fraction 

mobile. 

 

Confocal Zeiss LSM 710 
 

Les expériences de photoactivation ont été réalisées sur ce microscope. La 

photoactivation consiste à l’utilisation d’une GFP modifiée sur quelques acides 

aminés pour la rendre photoactivable (PAGFP) (Patterson and Lippincott-Schwartz, 

2002). Cela signifie que le spectre d’absorption de cette PAGFP est modifié de façon 

qu’une fois excitée à 4   nm, elle n’émette que peu de fluorescence. C’est 

l’utilisation d’un laser à 405nm qui entraine un changement de conformation de la 

PAGFP, lui permettant ainsi d’absorber à 4   nm et ainsi d’émettre de la 

fluorescence et donc d’être détectée. 
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Figure M1 : Spectres d’absorbance de la PAGFP avant (rond rouge) et après (carré blanc) 
photoactivation. D’après (Patterson and Lippincott-Schwartz, 2002). 

Pour les expériences de photoactivation, les cellules vivantes sont placées sur un 

insert chauffant pour les maintenir à 37°C et sont observées à l’objectif à immersion 

x63. Les expériences de photoactivation ont été réalisées en mode spectral, avec le 

module de FRAP du logiciel ZEN (Zeiss). Ce mode spectral permet que les 

fluorescences émises (DsRed excitation 561 nm et PAGFP excitation 488 nm) soient 

obtenues en parallèle entrainant ainsi une réduction du temps d’acquisition. Toutes 

les expériences ont été faites avec les mêmes puissances laser et gains. 

Pour réaliser la photoactivation des protéines photoactivables, une région d’intérêt 

(ROI) est choisie sur la cellule repérée puis un flash UV est appliqué dans cette 

région. Ce flash UV est réalisé avec le laser 405 nm et son paramétrage est le 

suivant : 50% dans la région d’intérêt désignée après les 3 images pré-activation, 

avec un balayage unidirectionnel de cette région de 1,58 µs. 

Deux protocoles différents ont été suivis : les simples activations ou les itérations. Le 

premier consiste à prendre 43 images au format 1024x1024, 8 bit, sans moyennage, 

pendant 169 secondes à raison d’une image toutes les 4 secondes et avec 3 images 

pré-activation. Le deuxième, comprend 43 images en 512x512, 8 bit, sans 

moyennage, pendant 87 secondes à raison d’une image toutes les 2 secondes. On 

parle d’itérations car un flash UV est appliqué toutes les 4 images au contraire du 

protocole de simple activation qui ne comprend qu’un seul flash UV. 

Pour analyser les films ainsi obtenus, les logiciels ZEN, ImageJ et GraphPad ont été 

utilisés. Pour corriger le photoblanchiment des films, un rapport entre l’intensité de 

fluorescence du ROI sélectionné et celle de tout le champ, a été calculé. Ensuite, 
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pour chaque film, le bruit de fond a été soustrait en prenant la moyenne du bruit de 

fond présent sur les 3 images pré-activation. Afin d’observer la décroissance de 

fluorescence à l’intérieur du ROI, les films ont été normalisés entre 0 et 1 : 0 étant la 

ligne de base avant photoactivation et 1 l’intensité de la première image juste après 

la photoactivation. Les courbes ainsi obtenues suivent une exponentielle 

décroissante permettant d’en extraire les valeurs de t1/2 de chacune des protéines 

suivies. 
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Résultats 
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Partie 1 : Trafic de la triadine au 

début de la différenciation 

musculaire 
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Au cours de ma thèse j’ai poursuivi et complété le travail de thèse de Muriel 

Sébastien concernant la dynamique des protéines du complexe de relâchement du 

calcium (CRC). Ces protéines sont uniquement retrouvées à la triade et y sont 

précisément organisées dans le but de permettre les relâchements de calcium 

nécessaire à la contraction musculaire. Néanmoins les mécanismes d’adressage et 

de rétention de ces protéines à la triade ne sont pas connus. C’est pourquoi l’étude 

présentée ici se focalise sur la triadine (T95), protéine du CRC qui servirait d’ancre 

aux autres protéines du complexe (Cusimano et al., 2009), grâce à ses différentes 

interactions avec RyR1, la calséquestrine et indirectement avec les microtubules via 

Climp63 (Guo and Campbell, 1995; Knudson et al., 1993; Kobayashi et al., 2000; J. 

M. Lee et al., 2004; Osseni et al., 2016). Dans le but de suivre le trafic de la triadine 

au sein du muscle, des chimères de triadine fluorescente ont été créées et 

exprimées dans des cultures primaires de myoblastes issus de souris triadine KO 

(TRDN KO). Ces myoblastes ont ensuite été mis en différenciation afin d’obtenir des 

myotubes à différents degrés de maturité, puis ils ont été observés au microscope et 

le trafic de la triadine fluorescente a pu être observé et analysé. 

 

I. Caractérisation du modèle cellulaire 
 

1) Les clusters de triadine sont mobiles dès le début de la  

différenciation 
 

En ré-exprimant T95-GFP dans des myotubes en culture, nous avons donc pu suivre 

son trafic en vidéomicroscopie. Pour ce faire, les cellules TRDN KO ont été 

différenciées jusqu’au stade de myotubes immatures (DIF3 = 3 jours de 

différenciation) ou matures (DIF9 = 9 jours de différenciation). L’organisation 

spécifique des protéines du CRC dans des cellules musculaires en différenciation a 

déjà été décrite (Cusimano et al., 2009; Flucher et al., 1993; Takekura et al., 2001) et 

comme présenté dans ces études nous avons retrouvé cette organisation précise 

dans nos cellules en culture. T95-GFP était, effectivement, présente sous la forme de 

clusters éparpillés dans toute la cellule à DIF3 et organisés en doubles rangées de 
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points à DIF9. A DIF3, certains clusters de T95 étaient mobiles alors qu’à DIF9, 

aucun mouvement n’a été observé (Figure R1). De plus, à DIF3 nous avons aussi pu 

remarquer que différents types de clusters étaient présents : des gros clusters se 

déplaçant sur des distances relativement courtes et des petits clusters, mobiles sur 

de plus longues distances.  

 

Figure R1 : Dynamique de T95 au cours de la différenciation musculaire. Projections codées 
couleur de film de 10,6 min représentant des myotubes TRDN KO à DIF3 (gauche) ou DIF9 (droite) 
exprimant T95-GFP. Seulement des mouvements des clusters T95-GFP sont observés à DIF3. A 
DIF9 aucun mouvement n’est présent et T95-GFP a atteint sa localisation finale à la triade (doubles 
rangées de points). Suivant l’échelle de couleurs, les 1ères images sont en bleues, les dernières en 

rouge et les clusters immobiles en blancs. 

 

Pour passer d’un stade cellulaire immature avec des clusters éparpillés à un stade 

mature dans lequel les clusters de triadine ont atteint leur organisation finale, la 

triadine doit se déplacer. Notre problématique a dont été de comprendre ce que 

représente les clusters de triadine (de la triadine agrégée ? un groupe de protéines 

du CRC ? du transport vésiculaire ? une citerne terminale du RS ? etc) et comment 

se déplacent-ils pour atteindre leur localisation finale. Pour cela, je me suis 

concentrée sur l’étude des myotubes immatures avec comme première idée la 

caractérisation des clusters de T95-GFP. Deux paramètres ont alors été quantifiés : 

la vitesse des clusters et leur fraction mobile. Le premier paramètre consiste à 

l’enregistrement des mouvements de chaque cluster sur toute la durée du film afin 

d’en tirer leur vitesse moyenne de déplacement en µm/s. Quant à la fraction mobile 

des clusters elle correspond au pourcentage de clusters mobiles. Pour la calculer, un 

ROI de 30 µm de côté à été choisi et placé aléatoirement sur le myotube puis le 

nombre de clusters mobiles comparé aux immobiles a été calculé au sein du ROI. 

Pour ces analyses, tous les clusters ont été analysés sans tenir compte de leur taille 
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afin d’avoir une vision d’ensemble du comportement des clusters de T95 au cours de 

la différenciation. 

A DIF3 nous avons observé que les clusters se déplaçaient à une vitesse moyenne 

de 0,56 ± 0,02 µm/s mais que la majorité des clusters étaient immobiles, seulement 

5,40% ± 0,35% étaient mobiles. A DIF3 le pourcentage de clusters mobiles est faible 

tandis qu’à DIF9 il est nul. Nous avons donc émis l’hypothèse que la quantité de 

clusters mobiles pouvait varier suivant l’état de différenciation des myotubes. Pour 

essayer de confirmer cette hypothèse une cinétique a été réalisée afin de suivre 

l’évolution de la fraction mobile des clusters de T95-GFP au cours de la 

différenciation (Figure R2). 

 

 

Ces résultats permettent de se rendre compte qu’à 16h de différenciation (16h), en 

moyenne, 15,5% ± 2,10% des clusters de T95 sont mobiles puis leur nombre ne fait 

que chuter au fur et à mesure de la différenciation pour atteindre une valeur nulle à 

DIF9 quand la triadine a atteint son organisation finale.  

La mobilité des clusters de T95 est donc bien un phénomène évoluant avec la 

différenciation musculaire. Pour poursuivre notre étude, j’ai donc réalisé les 

expériences suivantes à 16h de différenciation, moment où les mouvements des 

clusters de T95 sont les plus importants. 

Figure R2 : Fraction 
mobile de T95 au cours 
de la différenciation. (A) 
Projection codée couleurs 
de film de 2 min 
représentant des 
myotubes TRDN KO à 
16h exprimant T95-GFP. 
1 image/s. Les 1ères 
images sont en bleues, 
les dernières en rouge et 
les clusters immobiles en 
blancs. (B) Quantification 
du pourcentage de 
clusters de T95-GFP 
mobile dans des 
myotubes observés à 
différentes étapes de 
différenciation : de 16h à 
9 jours de différenciation. 
Les valeurs sont les 
moyennes ± SEM. 
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2) Caractérisation des clusters de triadine 
 

16h de différenciation représente un temps très court dans la différenciation des 

myotubes par rapport à DIF3 ou DIF9. A ce stade précoce de différenciation, nous 

nous sommes demandés quelle était l’organisation de T95 par rapport à d’autres 

protéines du CRC ou partenaires de la triade mais également par rapport à la mise 

des myofibrilles et du cytosquelette. Des marquages immunofluorescents ont donc 

été réalisés afin de visualiser différentes protéines et comprendre si les clusters de 

T95 étaient associés à ces protéines. 

a) Dès 16h, les clusters de T95 colocalisent avec des protéines de la 

triade 
 

Dans un premier temps, des immunomarquages ont été réalisées avec des anticorps 

dirigés contre RyR1 et DHPR afin d’observer comment les clusters de T95 se 

localisaient à 16h vis-à-vis des deux canaux calciques du CRC. Nous avions déjà 

montré qu’à DIF3 les clusters de T95 colocalisaient avec ceux de RyR1 et DHPR 

puis qu’ils restaient bien colocalisés une fois organisés en doubles rangées de points 

à DIF9. A 16h, les immunomarquages permettent de se rendre compte que dès ce 

stade précoce de différenciation, une colocalisation partielle des clusters de T95, 

RyR1 et DHPR existe. En effet, lors de la quantification nous avons remarqué qu’à 

16h, au moins 64% des clusters de T95 colocalisaient avec ceux de RyR1 et DHPR, 

comparé à DIF9 (fixé à 100%) et que ce pourcentage de colocalisation ne faisait que 

croître au cours de la différenciation (Figure R3). 
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Figure R3 : Colocalisation des clusters de triadine (T95) au cours de la différenciation. (A) 
Images d’immunomarquages de myotubes TRDN KO différenciés jusqu’à 16h, 3 (DIF3) ou 9 (DIF9) 
jours de différenciation et transduits avec T95-GFP. Les marquages de T95 (anti-GFP, vert) et RyR1 
ou DHPR (rouge) sont observés. Les noyaux des cellules ont été colorés au Hoechst (bleu). Dès 16h 
les clusters de T95 colocalisent avec ceux de RyR1 et du DHPR avant de s’organiser en doubles 
rangées de points à DIF9. Barres d’échelle = 5 µm. (B) Graphique représentant le pourcentage de 
colocalisation de T95 par rapport à RyR1 ou au DHPR à 16h (violet), DIF3 (bleu) ou DIF9 (orange), et 
normalisé par rapport à DIF9. Les valeurs représentent la moyenne ± SEM. Les chiffres noirs en bas 
du graphique indiquent le nombre de cellules analysées. 

 

Pour être sûr que la colocalisation observée à 16h sur des cellules TRDN KO était 

bien réelle et non pas due à une expression anticipée de T95 à cause de l’utilisation 

de lentivirus, j’ai observé la triadine endogène dans des cellules WT et comparé sa 

localisation à celles de RyR1 et DHPR. Comme observé sur la Figure R4, les 

clusters de T95 colocalisent partiellement avec ceux de RyR1 et DHPR dans des 

cellules WT à 16h de différenciation et présentent un marquage identique à celui des 

cellules TRDN KO ré-exprimant T95-GFP. Ce résultat permet de valider nos 

observations sur le suivi de T95-GFP dans des cellules TRDN KO. 
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Figure R4 : Colocalisation des clusters de T95 endogène dans des cellules WT. Images 
d’immunomarquages de myotubes WT différenciés jusqu’à 16h de différenciation. Les marquages de 
T95 (vert) et RyR1 ou DHPR (rouge) sont observés. Les noyaux des cellules ont été colorés au 
Hoechst (bleu). Dès 16h les clusters de T95 endogène colocalisent avec ceux de RyR1 et du DHPR. 
Barres d’échelle = 5 µm. 

 

Dans un deuxième temps d’autres marquages fluorescents ont été réalisés avec des 

anticorps dirigés contre SERCA dans le but de voir l’état de différenciation du RS et 

contre la calséquestrine et Climp63 afin d’observer l’organisation de deux protéines 

interagissant avec T95 (Guo and Campbell, 1995; Kobayashi et al., 2000; Osseni et 

al., 2016), autre que RyR1.  

Les immunomarquages de SERCA montrent un marquage réticulaire diffus et 

fenestré comme attendu au début de la différenciation musculaire, et qui ne 

colocalise pas avec les clusters de T95 (Figure R5). Concernant les 

immunomarquages réalisés avec la calséquestrine et Climp63, nous pouvons 

remarquer que dès 16h, les clusters de T95 colocalisent déjà en partie avec les 

clusters de Climp63 et de la calséquestrine (Figure R5).  

Ces colocalisations suggèrent que dès un stade précoce de différenciation, les 

clusters de T95 sont déjà en partie associés avec les partenaires de triadine. Les 

clusters de triadine représenteraient donc des groupes de protéines de la triade déjà 

assemblés. 
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Figure R5 : A 16h de différenciation, les clusters de T95 colocalisent avec des partenaires 
triadiques. Immunomarquages de T95 (anti-GFP, vert), de SERCA, de la calséquestrine (Casq), ou 
de Climp63 (rouge) dans des cellules TRDN KO transduites avec T95-GFP. Les clusters de T95 
colocalisent déjà partiellement avec ses partenaires comme la calséquestrine ou Climp63. SERCA 
permet de visualiser l’état de différenciation du RS longitudinal. Les noyaux ont été colorés au 
Hoechst (bleu). Barre d’échelle = 5 µm et 2 µm pour les zooms. Les flèches indiquent des exemples 
de clusters qui colocalisent. 

 

b) A 16h les sarcomères et le cytosquelette ne sont pas organisés 
 

Comme mentionné précédemment, à un temps de différenciation aussi précoce que 

16h, nous nous questionnons sur l’état de différenciation des myotubes et 

d’organisation de T95 dans ces cellules.  

Des immunomarquages ont donc été réalisés avec des anticorps dirigés contre 

l’actine pour marquer les sarcomères, l’α-actinine pour marquer la ligne Z et la 

tubuline pour marquer les microtubules et voir comment se localise les clusters de 

T95 vis-à-vis du cytosquelette de microtubules. Cependant, sans que nous puissions 

en déterminer la cause, les microtubules dans les cultures primaires de myoblastes 

sont difficilement observables.  
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Les différents marquages fluorescents réalisés montrent qu’à 16h, les sarcomères 

tout comme le cytosquelette de microtubules sont organisés longitudinalement dans 

la cellule, comme attendu au début de la différenciation musculaire (Figure R6).  

A ce stade les cellules en culture sont donc dans un état immature de différenciation. 

Nous ne pouvons rien conclure de ces immunomarquages concernant la localisation 

des clusters de T95 étant donné que les marquages d’α-actinine, d’actine et de 

tubuline sont trop denses au sein des cellules. 

 

Figure R6 : A 16h de différenciation, les sarcomères et le cytosquelette ne sont pas organisés. 
Visualisation de cellules TRDN KO à 16h de différenciation transduites avec T95-GFP et 
immunomarqués pour T95 (anti-GFP, vert), l’α-actinine (ligne Z), la palloïdine (actine des sarcomères) 
ou la tubuline (microtubules) (rouge). Les noyaux (bleu) ont été colorés au Hoechst. Barre d’échelle = 
5 µm. 

 

c) A 16h, les clusters de T95 pourraient représenter un transport 

vésiculaire 
 

Il a été observé que les clusters de T95 étaient mobiles au début de la 

différenciation. L’hypothèse était donc que ces clusters seraient des vésicules 

empruntant la voie de biosynthèse. 
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Pour tester notre hypothèse la localisation de T95 a été étudiée par rapport à celle 

de COPII. En effet, les protéines COPII marquent la voie de biosynthèse puisqu’elles 

recouvrent les vésicules sortant du réticulum. Ces immunomarquages ont montré 

qu’à 16h de différenciation, les clusters de T95 colocalisent à hauteur de 24% avec 

ceux de COPII (Figure R7), suggérant que les clusters de T95 pourraient être des 

vésicules de la voie de biosynthèse. 

 

Figure R7 : Les clusters de triadine colocalisent avec ceux des COPII. Immunofluorescences de 
T95 (anti-GFP, vert) avec COPII (rouge), sur des cellules TRDN KO à 16h de différenciation et 
transduites avec T95-GFP. Les flèches blanches indiquent des exemples de clusters qui colocalisent. 
Barre d’échelle = 5 µm et 2 µm pour les zooms. 

 

Tous ces résultats réunis permettent de dire que dès le début de la différenciation, 

les myotubes s’organisent petit à petit et la triadine commence à se clusteriser. Ces 

clusters sont en partie mobiles et lors de marquages fluorescents certains 

colocalisent avec des partenaires du CRC comme RyR1 et DHPR mais également 

avec un marqueur de la voie de biosynthèse (COPII). Les clusters de T95 pourraient 

représenter un transport vésiculaire et/ou des bouts de réticulum (associés ou non 

avec les tubules-t), contenant déjà les protéines de la triade et se déplaçant pour 

atteindre leur localisation définitive. 

 

d) Les clusters de triadine sont-ils associés aux tubules-t ? 
 

Je me suis donc intéressée à la question de l’association des clusters de T95 avec 

les tubules-t. Effectivement, les clusters de triadine pourraient représenter un 

assemblage précoce des différentes protéines du CRC. Or comme le DHPR est dans 

la membrane du tubule-t contrairement à la triadine ou à RyR1, les clusters de T95 

pourraient représenter soit le compartiment triadique entier (réticulum associé aux 
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tubules-t) soit un morceau de réticulum seul contenant toutes les protéines du CRC 

et ce n’est qu’au cours de la différenciation que le DHPR atteindrait d’une façon ou 

d’une autre le tubule-t.  

Le but de l’expérience a donc été de regarder si les mouvements des clusters de T95 

se faisaient le long des tubules-t. C’est pourquoi nous avons utilisé du di-8-ANEPS 

afin de marquer les tubules-t dans les myotubes en culture. Tout d’abord ces 

expériences ont été réalisées à DIF3 et le di-8-ANEPS a été ajouté 45 min avant 

l’observation sur cellules vivantes. A DIF3, les tubules-t marqués par le di-8-ANEPS 

sont principalement longitudinaux, certains s’invaginent à partir de la membrane 

plasmique également marquée, et d’autres sont présents au centre de la cellule 

(Figure R8). Les clusters de T95-GFP sont en partie observés le long des marquages 

di-8-ANEPS et un cluster de T95-GFP a été vu se déplaçant en même temps qu’un 

tubule-t comme s’ils étaient tirés ensemble (Figure R ). 

 

Figure R8 : La triadine est associée aux tubules-t. Images de T95-GFP (vert) transduites sur des 
cellules TRDN KO à 3 jours de différenciation. La membrane plasmique et donc les tubules-t ont été 
marqués par le Di-8-ANEPS (rouge, 45 min à 10µM) avant observation des cellules vivantes (images 
du haut). Barre d’échelle = 5 µm. Les images du bas montrent une cinétique de la superposition de 
T95 et Di-8-ANEPS. Les têtes de flèches indiquent la localisation d’un même cluster de T95 au cours 
du temps. A droite est illustré le même mouvement du cluster en projection codée couleur selon 
l’échelle affichée (0-224s). 

 

Cela suggère que les clusters de triadine pourraient correspondre à des morceaux 

de réticulum contenant entre autre la triadine et associés avec des tubules-t. Cette 
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pré-triade bougerait afin de se positionner à son emplacement définitif, au niveau de 

l’interface des bandes A-I. 

Ce résultat a été obtenu à DIF3 quand les tubules-t sont bien visibles et que les 

clusters de triadine sont plus nombreux mais que seulement 5,4% d’entre eux sont 

mobiles. Qu’en est-il donc à 16h de différenciation, au tout début de la formation des 

myotubes et de la mise en place des protéines et structures ? 

Nous avons donc voulu réitérer cette expérience à 16h, néanmoins dans le but de 

mieux caractériser les mouvements des clusters de triadine dans les cellules 

vivantes, nous sommes passé sur un Spinning Disk confocal (Zeiss) permettant 

d’avoir une meilleure résolution temporelle et donc de suivre les clusters de triadine à 

chaque seconde de l’enregistrement. Le di-8-ANEPS ne peut pas être utilisé au 

Spinning Disk c’est pourquoi nous avons essayé de trouver un autre marqueur des 

tubules-t. 

En premier lieu nous avons testé le WGA (Wheat Germ Agglutinin) un marqueur de 

la membrane plasmique. Les films obtenus sur cellules vivantes à 16h exprimant 

T95-GFP et mises en contact du WGA pendant 10min, montrent principalement des 

vésicules à l’intérieur du myotube, probablement des vésicules d’endocytose. Mais 

aucune invagination de la membrane plasmique, ou tubules-t, au cœur de la cellule 

n’a été vue (Figure R9A). Le WGA ne permet donc pas de marquer les tubules-t.  

J’ai alors produit des lentivirus codant pour une protéine fluorescente (mCherry) 

taguée par la séquence CAAX qui permet l’adressage de mCherry à la membrane 

plasmique par l’insertion de CAAX dans le feuillet interne de la membrane (Yan et al 

2016). Après co-transduction de T95-GFP et de CAAX-mCherry, des vésicules sont 

visibles pour CAAX-mCherry au sein du myotube mais aucun marquage de tubules-t 

n’est observable (Figure R9B). 
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Figure R9 : Les potentiels marqueurs des tubules-t. Images de T95-GFP (vert) transduites sur des 
cellules TRDN KO à 16h de différenciation. (A) Le WGA (10min à 5µg/ml) marque la membrane 
plasmique et surtout des vésicules à l’intérieur de la cellule et qui sont différentes des clusters de T95. 
(B) Les cellules ont été co-transduites avec CAAX-mCherry et immunomarquées avec anti-GFP (vert) 
et anti-RFP (rouge) toujours dans le but de marquer la membrane plasmique voire les tubules-t. Là 
encore seulement des vésicules, probablement des vésicules d’endocytose, sont visibles. Barre 
d’échelle = 5 µm.  

 

Ces difficultés nous ont conduit à remettre en question la présence des tubules-t à 

16h de différenciation. En effet, il a été montré chez la souris que dès le stade 

embryonnaire E15, les tubules-t étaient présents, qu’ils étaient d’abord 

majoritairement longitudinaux avant d’acquérir petit à petit une orientation 

transversale, maturation qui se finira en post-natal (Flucher et al., 1993; Franzini-

Armstrong, 1991; Takekura et al., 2001). Les myotubes en culture à 16h sont peut-

être à un stade trop précoce de différenciation pour comporter des tubules-t visibles. 

Pour valider la présence ou non de tubules-t dans nos cellules, lors d’un troisième 

essai, nous avons testé une sonde fluorescente MemBright qui marque les 

membranes (Collot et al., 2019). Nous l’avons testé à 16h mais également à DIF3, 

stade où nous savons grâce au di-8-ANEPS que les tubules-t sont présents. 

Néanmoins, que ce soit à l’un ou l’autre stade de différenciation, un marquage 

principalement de la membrane plasmique ainsi que quelques vésicules 

d’endocytose sont observées, mais pas de tubules-t (Figure R10).  
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Figure R10 : La sonde MemBright ne marque pas les tubules-t. Images de T95-GFP (vert) 
transduites sur des cellules TRDN KO. Une sonde fluorescente MemBright (20nM) a été testée à 16h 
(haut) ou à DIF3 (bas) mais elle ne colore pas les tubules-t, seulement la membrane plasmique et 
quelques vésicules d’endocytose. Barre d’échelle = 5 µm.  

 

Au cours ma thèse nous n’avons pas pu trouver de marqueurs des tubules-t pouvant 

être utilisés au Spinning Disk. Nous n’avons donc pas pu observer si à 16h de 

différenciation les tubules-t sont déjà présents et si les clusters de T95-GFP se 

déplacent avec eux comme à DIF3. Aucune conclusion n’a donc pu être tirée de ces 

expériences qui visaient à comprendre si les clusters de T95 représentaient le 

compartiment triadique entier ou non. Une expérience alternative pouvant être tentée 

serait d’utiliser le di-8-ANEPS à 16h de différenciation mais d’observer les cellules 

vivantes sur le LSM710 comme ce qui a été fait à DIF3. Sachant que le di-8-ANEPS 

fonctionne à DIF3 cette expérience permettrait de vérifier la présence ou non des 

tubules-t à 16h de différenciation et d’observer le comportement des clusters de T95. 

Néanmoins la résolution temporelle de ce microscope étant moindre et les clusters 

de T95 étant bien mobiles à 16h, il se peut que les mouvements les plus rapides de 

T95 ne soient pas perçus. 

De plus, il est possible que les clusters de T95 ne rentrent en contact des tubules-t 

que plus tardivement au cours de la différenciation, une fois que les tubules-t sont 

plus nombreux au cœur de la cellule. Dans cette l’hypothèse, à 16h de différenciation 

les clusters de T95-GFP pourraient (1) être des morceaux de réticulum seuls, 

contenant la triadine et d’autres protéines du CRC, se déplaçant jusqu’à entrer en 

contact de tubule-t plus tardivement puis de se positionner à l’interface des bandes 

A-I et/ou (2) représenter un trafic vésiculaire des protéines du CRC se déplaçant 

jusqu’à atteindre la citerne terminale du RS. 
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e) Comparaison du trafic de la triadine avec le trafic de RyR1 et du 

DHPR 
 

N’ayant pas trouvé de marqueur des tubules-t pour remplacer di-8-ANEPS, nous 

avons décidé d’utiliser sur cellules vivantes d’autres marqueurs du CRC. Nous nous 

sommes concentrés sur RyR1 et DHPR car le premier est localisé dans la même 

membrane que la triadine, membranes du RS jonctionnel, et le deuxième est localisé 

dans la membrane du tubule-t. En effet, comparer le trafic de ces protéines majeures 

du CRC à celui de la triadine, devrait nous montrer si les clusters mobiles de T95 se 

déplacent avec ceux de RyR1 et/ou du DHPR et donc si les clusters de T95 

représentent bien un groupe de protéines du CRC déjà associées. 

Néanmoins les séquences codantes de ces canaux calciques sont trop grandes pour 

pouvoir être intégrées dans des lentivirus. C’est pourquoi nous avons tout d’abord 

utilisé les 6 domaines transmembranaires de RyR1 (RyR 6TM), construction réalisée 

par Marine Cacheux lors de sa thèse. Ces domaines transmembranaires notamment 

le 1 et le 6 ont été montrés comme nécessaire pour la bonne localisation de RyR1 

dans le réticulum (Meur et al., 2007). 

La construction RyR6TM-GFP a donc été transduite dans des cellules TRDN KO. 

Néanmoins aucun cluster n’a été observé dans les cellules vivantes. Le marquage du 

RyR6TM-GFP correspondait plutôt à un marquage réticulaire diffus et lors 

d’immunomarquages, le marquage de RyR1 endogène était bien différent de celui de 

la construction (Figure R11).  
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Figure R11 : Les 6 domaines transmembranaires de RyR1 ne se localisent pas à la triade. (A) 
RyR6TM-GFP transduit dans des cellules TRDN KO et observation des cellules vivantes au spinning 
disk. Barre d’échelle = 10 µm. (B) Marquage immunofluorescent de RyR6TM (anti-GFP, vert) et de 
RyR1 endogène (rouge), sur des cellules TRDN KO transduites avec RyR6TM-GFP. Les noyaux 

(bleu) ont été colorés au Hoechst. Barre d’échelle = 5 µm. 

 

Donc soit les 6 domaines transmembranaires de RyR1 ne permettent pas la 

localisation à la triade soit la présence de RyR1 endogène dans les cellules, 

empêchent le RyR6TM de se localiser correctement à la triade. Dans tous les cas, 

cette construction ne peut être utilisée pour suivre le trafic de RyR1. 

Ensuite, nous nous sommes servis de la sous-unité α1s du DHPR couplée à une 

turboGFP (DHPRα1s-tGFP). Cette sous-unité est à la fois le pore et le senseur du 

canal et permet l’interaction avec RyR1 (Rios and Brum, 1987; Serysheva et al., 

2002; Tanabe et al., 1988).  

Une fois co-transduite avec T95-tdTomato dans des cellules TRDN KO, il a été 

observé (1) que la majorité des cellules mourraient avant même de commencer à se 

différencier, (2) les cellules qui résistaient avaient du mal à se différencier et elle 

restait à l’état de petits et fins myotubes quel que soit le stade de différenciation, et 

(3) à 16h de différenciation DHPRα1s-tGFP présentait un marquage diffus dans toute 

la cellule avec parfois quelques clusters observables. 
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De par la taille de la sous-unité α1s du DHPR, le titre viral est faible se traduisant par 

une quantité plus importante de virus déposé sur les cellules. Il se peut donc que les 

problèmes cellulaires observés soient dus à cette quantité de virus déposée ou à 

l’expression d’un canal calcique membranaire que les cellules ne supporteraient pas 

à ce stade de différenciation. Pour tenter de palier ce problème nous avons décidé 

d’utiliser moitié moins de virus soit MOI 2,5 au lieu de MOI 5. Et nous avons observé 

les cellules à 16h et à DIF3. Avec moins de virus déposé, moins de cellules 

mourraient ce qui nous a permis d’avoir un groupe de cellules un peu plus importants 

qui se différenciait. Cependant les myotubes restaient toujours petits et fins.  

En premier lieu nous avons commencé par réaliser des immunomarquages sur les 

cellules à 16h et à DIF3. Ces marquages ont montré que DHPRα1s présente un 

marquage diffus au départ puis forme progressivement des clusters au cours de la 

différenciation et ces clusters colocalisent bien avec ceux de T95 (Figure R12). Nous 

n’avons pas pu tester la localisation de DHPRα1s-tGFP par rapport au DHPR 

endogène à cause des espèces d’anticorps non compatibles. 

 

Figure R12 : Le DHPR forme des clusters au cours de la différenciation qui colocalise avec la 
triadine. Marquages immunofluorescents de DHPRα1s-turboGFP (anti-turboGFP, vert) et T95-
tdTomato (anti-RFP, rouge) sur des cellules TRDN KO transduites avec DHPRα1s-turboGFP et T95-
tdTomato et observées à 16h (panneaux du haut) ou 3 jours de différenciation (panneaux du bas). Les 
noyaux (bleu) ont été colorés au Hoechst. Barre d’échelle = 5 µm. 
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Dans un deuxième temps nous avons également observé les cellules vivantes au 

microscope. De façon générale à 16h de différenciation, le marquage DHPRα1s-

tGFP est comme expliqué précédemment, diffus dans toute la cellule et quelques 

clusters peuvent également être vus suivant les cellules. En parallèle T95 commence 

à former des clusters et ces clusters semblent colocaliser avec ceux de DHPRα1s 

quand il y en a. En amenant les cellules jusqu’à DIF3, nous avons pu voir que 

DHPRα1s-tGFP formait de plus en plus de clusters qui colocalisaient avec ceux de 

T95 et se déplaçaient ensemble (Figure R13). 

En essayant de laisser les cellules en culture jusqu’à un état mature (DIF9) afin de 

voir si l’organisation en doubles rangées de points était atteinte, il a été observé que 

les cellules qui avaient survécu jusque là présentaient un signal DHPRα1s-tGFP très 

faible voire inexistant. Il semblerait que les cellules qui survivent sur le long terme 

n’aient pas été transduites avec DHPRα1s-tGFP. Aucune conclusion n’a donc pu 

être tirée concernant l’adressage correct de DHPRα1s-tGFP dans un myotube 

mature.  

Ces expériences nous ont permis de conclure que les clusters de T95 contiendraient 

également du DHPR alors que ces deux protéines sont localisées dans deux 

membranes différentes une fois à la triade. 
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Figure R13 : Les clusters de triadine et le DHPR se déplacent ensemble. (A) Images de 
DHPRα1s-turboGFP (vert) et T95-tdTomato (rouge) transduits sur des cellules TRDN KO à 16h ou 3 
jours de différenciation. Barre d’échelle = 5 µm. (B) Cinétique de T95 (rouge), DHPRα1s (vert) et la 
superposition des deux (merged) à 16h de différenciation. Les têtes de flèches jaunes indiquent la 
localisation d’un même cluster au cours du temps. A droite est illustré le même mouvement du cluster 
en projection codée couleur selon l’échelle affichée (0-224s). La flèche blanche indique un autre 
cluster, plus gros, qui se déplace sur une plus courte distance. Barre d’échelle = 2 µm. 

 

 

En conclusion, nous avons vu que les clusters de T95 sont en partie mobiles dès le 

début de la différenciation et que ces clusters pourraient représenter un groupe de 

protéines du CRC se déplaçant ensemble pour atteindre la triade. Est-ce que ces 

clusters sont des vésicules en trafic ou des triades en pré-formation (réticulum accolé 

ou non à un tubule-t) ? La question reste ouverte. Tous ces résultats restent encore 

imprécis concernant la caractérisation des clusters de T95 et leurs mouvements, 

nous continuons donc nos expériences pour en apprendre davantage sur ce qu’ils 

représentent. 
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II. Implication du cytosquelette 
 

Dans le but de comprendre ce que sont les clusters de triadine (vésicules ou triade 

en formation) et comment se déplacent-ils, nous avons voulu tester l’implication du 

cytosquelette. En effet que ces clusters soient des vésicules ou des pré-triades, leurs 

mouvements peuvent être dépendants du cytosquelette. Pour tester cela différentes 

drogues ont été utilisées. 

 

1) Les filaments d’actine 
 

Dans un premier temps, la Latrunculine A (LTA) a été utilisée. Cette drogue se lie 

aux monomères d’actine empêchant ainsi leur polymérisation. Nous avons donc 

voulu savoir si les filaments d’actine étaient impliqués dans le trafic de la triadine. La 

LTA avait déjà été utilisée sur des myotubes à DIF3 sans effet particulier. Cependant 

lors de son utilisation à 16h de différenciation (1h à 5µM), toutes les cellules sont 

mortes. Il a été montré qu’au cours de la myofibrillogenèse, les pré-myofibrilles 

étaient sensibles à la LTA au contraire des myofibrilles matures (Wang et al., 2005). 

A ce stade de différenciation, les myotubes commencent juste à se former, l’actine a 

donc l’air primordiale à ce moment là pour le maintien de la structure des cellules. 

Nous n’avons donc rien pu conclure sur l’impact de l’actine sur le trafic de la triadine. 

 

2) Implication du cytosquelette de microtubules 
 

a) Les clusters de triadine utilisent les microtubules pour se déplacer 
 

Dans un deuxième temps, nous nous sommes concentrés sur le réseau de 

microtubules. Du nocodazole a été utilisé pendant 1h à une concentration de 10µM 

provoquant la dépolymérisation des microtubules. A cette concentration, la majorité 

des mouvements de triadine sont abolis se traduisant par une forte diminution de la 
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fraction mobile et de la vitesse des clusters de T95 (Figure R14). Les microtubules 

sont donc nécessaires pour le déplacement des clusters de T95. 

 

Figure R14 : La mobilité des clusters de triadine dépend des microtubules. (A) Projections codée 
couleurs de films de 2 min représentant des myotubes TRDN KO à 16h de différenciation exprimant 
T95-GFP et ayant été traités avec du nocodazole (Noco) 10µM ou 75nM pendant 1h, ou avec du 
DMSO (condition contrôle, Ctrl). 1 image/s. Les 1

ères
 images sont en bleues, les dernières en rouge et 

les clusters immobiles en blancs. Barre d’échelle = 10µm. (B) Quantification de la vitesse des clusters 
de T95 (en µm/s, panneau du haut) et de la fraction mobile (en %, panneau du bas) suivant le 
traitement reçu. Les valeurs représentent la moyenne ± SEM. n = 35-40 cellules analysées pour la 
vitesse et n = 16-19 cellules analysées pour la fraction mobile, 3 à 4 expériences indépendantes. One-
way ANOVA, NS = Non significatif, ****p<0,0001. 

 

b) Les clusters de triadine ne se lient pas aux bouts (+) des 

microtubules pour leurs déplacements 
 

Les clusters mobiles de T95 qui utilisent le réseau de microtubules peuvent se servir 

des moteurs moléculaires (mécanisme de glissement) pour se déplacer et/ou se lier 

aux bouts (+) des microtubules et croître avec leur polymérisation, on parle alors de 

mécanisme de TAC (Tip Attachment Complex). 
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Pour définir quel(s) mécanisme(s) les clusters de T95 utilisent : moteurs moléculaires 

ou TAC, nous avons inhibé les TAC en utilisant du nocodazole à 75nM. A des 

concentrations nanomolaires, le nocodazole est connu pour stopper la dynamique 

des microtubules sans les dépolymériser (Waterman-Storer and Salmon, 1998) ce 

qui signifie que les mouvements de TAC sont abolis et donc seulement les 

mouvements dépendants des moteurs moléculaires seront encore observables.  

Nous nous sommes servis du nocodazole 75nM pour quantifier la fraction mobile et 

la vitesse des clusters de T95, aucun changement par rapport à la condition contrôle 

n’a été observé (Figure R14). Ce qui signifie que la triadine n’utiliserait pas les 

évènements de TAC pour se déplacer sur le réseau de microtubules. 

En parallèle et pour vérifier l’effet du nocodazole 75nM, la protéine de bouts (+) EB3-

GFP a été co-transduite dans des myotubes avec T95-tdTomato. Comme attendu, 

sans drogue, EB3 présente un marquage en comètes représentant la croissance des 

bouts (+) des microtubules qui polymérisent, alors qu’avec du nocodazole à 75nM, 

ces comètes disparaissent. Avec ou sans drogue, T95 est toujours présente sous 

forme de clusters (Figure R15). Ce résultat valide l’effet du nocodazole à 75nM sur 

les myotubes en culture. Ainsi nous pouvons confirmer le résultat selon lequel les 

clusters de T95 ne se déplaceraient pas par liaison aux bouts (+) des microtubules. 

 

Figure R15 : Les évènements de TAC sont inhibés en présence de nocodazole 75nM. Myotubes 
TRDN KO à 16h de différenciation transduits avec T95-tdTomato (rouge) et EB3-GFP (vert), et traités 

1h avec du nocodazole (Noco) à 75nM ou du DMSO (condition contrôle, Ctrl). Barre d’échelle = 10µm. 
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Pour confirmer nos résultats sur les mouvements des clusters de T95 le long des 

microtubules, nous avons réalisé des kymographes avec EB3 pour observer la 

dynamique des microtubules. Ces kymographes permettront de visualiser la trace 

d’un microtubule ainsi que la vitesse de polymérisation, et par des co-kymographes 

entre EB3 et T95 nous pourrons comparer leurs comportements. 

Les kymographes illustrés sur la Figure R16 montrent (1) plusieurs traces d’EB3 

témoignant de la polymérisation/dépolymérisation successive des microtubules. Ces 

traces sont de plus observées dans les deux sens (venant de la gauche et de la 

droite), signifiant qu’un faisceau de microtubules, avec des microtubules dans les 

deux orientations, est présent ; (2) pour T95 la trace verticale sur la droite de l’image 

illustre un cluster immobile de T95, la trace au centre de l’image illustre le 

mouvement d’un cluster de T95 qui était d’abord immobile (début du tracé vertical) 

puis s’est déplacé (trace horizontale) avant de s’arrêter à nouveau (trace verticale 

finale) ; (3) la trace observée pour T95 est également plus horizontale que les traces 

observées pour EB3, ce qui signifie que la mobilité du cluster de T95 était plus 

importante que la polymérisation des microtubules (Figure R16). 

L’analyse de ce kymographe montre qu’à l’endroit où le kymographe a été réalisé, un 

faisceau de microtubules était présent et qu’un cluster de T95 s’est déplacé, 

probablement sur les microtubules. Il semble également y avoir une différence entre 

la vitesse de polymérisation des microtubules observée avec EB3 et la vitesse des 

clusters de T95, appuyant l’idée que la mobilité des clusters de T95 ne serait pas 

TAC-dépendante. 
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Figure R16 : Comparaison du mouvement des clusters de triadine par rapport aux mouvements 
d’EB3. Kymographes réalisés à partir d’un film de 2min représentant une cellule TRDN KO 
transduites avec EB3-GFP (vert) et T95-tdTomato (rouge) à 16h de différenciation. Plusieurs traces 
d’EB3 sont observées dans les deux sens illustrant la dynamique d’un faisceau de microtubules 
contenant des microtubules dans les deux orientations. Pour T95 la trace verticale sur la droite de 
l’image illustre un cluster immobile de T95, la trace au centre de l’image illustre le mouvement d’un 
cluster de T95 qui était immobile au début du film (trace verticale) puis s’est déplacé (trace 
horizontale) avant de s’arrêter à nouveau. L’image merged montrant la superposition des deux 
kymographes permet d’observer que la trace de T95 est plus horizontale que les traces d’EB3, 
signifiant que le cluster mobile de T95 s’est déplacé pour rapidement que la dynamique des 
microtubules. Echelles : barre verticale (temps) = 30s, barre horizontale (distance) = 5µm. 

 

c) Les mouvements des clusters de triadine sont dépendant des 

moteurs moléculaires 
 

Pour vérifier l’implication des moteurs moléculaires dans le déplacement des clusters 

de triadine, nous avons voulu les inhiber en utilisant la ciliobrévine D, drogue utilisée 

pour inhiber l’un des moteurs moléculaires : la dynéine. De la même façon que pour 

le nocodazole, la ciliobrevine D (1h à 50µM) a été mise en contact de myotubes à 

16h de différenciation et transduits préalablement avec T95-GFP. Lors de l’analyse 

des mouvements des clusters de T95, aucune différence n’a été trouvée pour la 

vitesse des clusters mais la fraction mobile a chuté atteignant 5%, contre 20% en 

moyenne dans la fraction contrôle (Figure R17). Ce résultat signifie que lorsque la 

dynéine est inhibée, moins de clusters de T95 sont mobiles mais que ceux toujours 

mobiles se déplacent à la même vitesse.  
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Donc soit la drogue n’inhibe pas à 100% la dynéine soit la kinésine, le deuxième 

moteur moléculaire, est également impliquée dans ces mouvements. 

 

Figure R17 : Les clusters de triadine se déplacent grâce aux moteurs moléculaires. 
Quantification de la vitesse des clusters de T95 (en µm/s, gauche) et de la fraction mobile (en %, 
droite) suivant le traitement reçu (Ciliobrévine D 50µM 1h) ou non (Ctrl). Quantification effectuée à 
partir de myotubes TRDN KO à 16h de différenciation transduits avec T95-GFP. Les valeurs 
représentent la moyenne ± SEM. n = 21 cellules analysées pour la vitesse et n = 18-19 cellules 
analysées pour la fraction mobile, 2 expériences indépendantes. Test t de Student, NS = Non 
significatif, ***p<0,001. 

 

Pour confirmer ce résultat, nous avons ensuite utilisé p150glued, une sous-unité de 

la dynactine. La surexpression du domaine coiled-coil 1 (CC1) de p150glued est 

connue pour altérer les processus dynéine/dynactine dépendant et donc pour inhiber 

la dynéine (Quintyne et al., 1999; Reck-Peterson et al., 2018). Nous nous sommes 

donc servi d’une construction lentivirale contenant le domaine CC1 de p150glued 

(p150glued-GFP) que nous avons exprimé dans les cellules en culture à 16h de 

différenciation. Au moment de l’observation, nous avons sélectionné les cellules 

vertes c'est-à-dire celles surexprimant le mutant p150glued-GFP.  

Les résultats obtenus ne montrent aucune différence concernant la vitesse des 

clusters de T95 mais leur fraction mobile chute de 25 à 17% en présence du mutant 

de p150glued (Figure R1 ), ce qui confirme les résultats trouvés avec l’utilisation de 

la ciliobrevine D.  

L’ensemble de ces résultats permet de dire que les clusters de triadine utiliseraient le 

cytosquelette de microtubules et plus précisément les moteurs moléculaires pour se 

déplacer dans les cellules et atteindre la triade. 
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Figure R18 : Les clusters de triadine se déplacent grâce aux moteurs moléculaires. 
Quantification de la vitesse des clusters de T95 (en µm/s, gauche) et de la fraction mobile (en %, 
droite), effectuée à partir de myotubes TRDN KO à 16h de différenciation transduits avec T95-
tdTomato et p150glued-GFP (domaine CC1). Les valeurs représentent la moyenne ± SEM. n = 24-27 
cellules analysées pour la vitesse et n = 25-29 cellules analysées pour la fraction mobile, 3 
expériences indépendantes. Mann Whitney, NS = Non significatif, *p=0,0101. 

 

La dynéine semble donc bien jouer un rôle pour les mouvements de T95, et peut être 

que c’est également le cas pour la kinésine, c’est ce que nous avons voulu vérifier. 

Cependant il existe beaucoup plus de kinésines que de dynéines : 50 répartis en 14 

familles (Endow et al., 2010). Au contraire de la dynéine, il n’existe donc pas de 

drogue pouvant inhiber toutes les kinésines. Nous avons donc ciblé la kinésine Kif5b 

qui a été montrée comme impliquée dans les mouvements des noyaux au cours de 

la différenciation musculaire (Gache et al., 2017; Metzger et al., 2012; Wilson and 

Holzbaur, 2015, 2012).  

Nous avons donc utilisé un siRNA contrôle ou dirigé contre Kif5b que l’on a 

transfectés sur les cellules musculaires transduites en parallèle avec T95-GFP. 

Cependant à 16h de différenciation, nous n’avons rien observé de particulier compte 

tenu du fait que le siRNA n’avait pas eu le temps d’agir. Nous avons donc poussé les 

cellules jusqu’à DIF3. A ce stade nous avons observé un phénotype caractéristique 

de cellules ayant un défaut de Kif5b, se traduisant par  l’agrégation des noyaux au 

sein du myotube (Figure R19A) et signifiant que le siRNA avait bien agit sur les 

cellules à DIF3. Néanmoins aucune différence n’a été observée sur la vitesse et la 

fraction mobile des clusters de T95 dans les cellules ayant reçu le siRNA contre 

Kif5b (Figure R19B).  
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Figure R19 : La déplétion de Kif5b altère le mouvement des noyaux mais pas la mobilité des 
clusters de T95. (A) Myotube TRDN KO à 3 jours de différenciation transduit avec T95-GFP et 
transfecté avec un siRNA contre Kif5b. Comme attendu, la déplétion de Kif5b affecte le 
positionnement des noyaux. Barre d’échelle = 10µm. (B) Quantifications de la vitesse des clusters de 
T95 (en µm/s, gauche) et de la fraction mobile (en %, droite), effectuées à partir des myotubes TRDN 
KO à DIF3 transduits avec T95-GFP et transfectés avec un siRNA contrôle (T95 ctrl) ou dirigés contre 
Kif5b. Les valeurs représentent la moyenne ± SEM. n = 9-10 cellules analysées pour la vitesse et n = 
10 cellules analysées pour la fraction mobile, 1 expérience. Test-t de Student : NS = Non significatif. 

 

Kif5b ne semble donc pas nécessaire pour les mouvements des clusters de triadine 

à DIF3. Il serait tout de même intéressant de voir si c’est également bien le cas à 16h 

de différenciation. Or, comme l’utilisation de siRNA n’est pas réalisable dans un délai 

aussi court, nous pourrions essayer d’utiliser des lentivirus contenant un siRNA 

contre Kif5b pour voir si une fois intégré dans les cellules, l’action de déplétion de 

Kif5b est plus rapide, et/ou jouer sur le moment sur lequel nous transfectons les 

cellules avec le siRNA. En effet, dans ces expériences nous avons transfecté le 

siRNA sur les cellules, le lendemain de leur ensemencement et environ 6h avant de 

les induire en différenciation. Nous pourrions donc essayer de transfecter les cellules 

rapidement après leur ensemencement afin de les laisser plus en contact du siRNA. 

 

Ces différents résultats indiquent que les clusters de triadine utiliseraient le 

cytosquelette de microtubules et notamment les moteurs moléculaires, pour se 

déplacer au sein d’une cellule musculaire en cours de différenciation. 
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III. Voie de biosynthèse muscle-spécifique 
 

L’utilisation du réseau de microtubules et des moteurs moléculaires par les clusters 

de triadine, ainsi que la colocalisation de ces clusters avec le marqueur des vésicules 

COPII, suggère que les clusters de triadine pourraient représenter un trafic 

vésiculaire au sein d’une voie de biosynthèse. Les microtubules sont en effet 

largement utilisés dans la voie de biosynthèse. 

 

1) La triadine et VSVG emprunteraient la même voie de 

sécrétion 
 

Afin de mieux définir le trafic des clusters de triadine, nous avons utilisé VSVG 

(protéine G du virus de la stomatite vésiculaire), une protéine connue pour emprunter 

la voie classique de sécrétion (RE>Golgi>Membrane Plasmique). Nous avons 

comparé le trafic de VSVG à celui de la triadine par co-expression des deux 

protéines dans des myotubes à 16h de différenciation et suivi de leurs 

comportements au microscope. Nous avons observé que les clusters de VSVG sont 

en grande majorité tous mobiles au contraire de ceux de T95. De plus, certains 

clusters de T95 colocalisent et se déplacent avec ceux de VSVG (Figure R20). 
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Figure R20 : Les clusters triadine et VSVG se déplacent en partie ensemble. (A) Projections 
codée couleurs de films de 2 min représentant des myotubes TRDN KO à 16h de différenciation 
exprimant T95-GFP (gauche) et VSVG-tdTomato (droite). 1 image/s. Les 1

ères
 images sont en bleues, 

les dernières en rouge et les clusters immobiles en blancs. Les ronds blancs indiquent des exemples 
de clusters de T95 et VSVG se déplaçant ensemble. Le rectangle blanc a été zoomé en B. Barre 
d’échelle = 10µm. (B) Cinétique de T95 (vert), VSVG (rouge) et la superposition des deux (merged) 
provenant du rectangle blanc en A. Les têtes de flèches jaunes indiquent la localisation d’un même 
cluster au cours du temps. A droite est illustré le même mouvement du cluster en projection codée 
couleur selon l’échelle affichée (0-121s). Barre d’échelle = 2 µm. 

 

Lors de marquages immunofluorescents, une colocalisation partielle entre T95 et 

VSVG (autour de 20%) a également été observée à 16h de différenciation autant sur 

des cellules TRDN KO que WT (Figure R21). Il semblerait donc qu’au début de la 

différenciation les clusters de T95 et ceux de VSVG empruntent au moins en partie la 

même voie de biosynthèse.  
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Figure R21 : Les clusters de triadine et de VSVG colocalisent en partie au début de la 
différenciation. A) Immunomarquages de T95 (anti-GFP, vert) et VSVG (anti-RFP, rouge) sur des 
cellules TRDN KO (haut) ou WT (bas) à 16h de différenciation et transduites avec T95-GFP et VSVG-
tdTomato. Les flèches blanches indiquent des exemples de clusters qui colocalisent. Barres d’échelle 
= 5µm et 2µm pour le zoom. (B) Pourcentage de colocalisation de T95 avec VSVG à 16h de 
différenciation dans les cellules WT ou TRDN KO. Les chiffres noirs en bas du graphique indiquent le 
nombre de cellules analysées pour au moins 3 expériences indépendantes. Les valeurs sont les 
moyennes ± SEM. 

 

2) Les clusters triadine emprunteraient une voie muscle 

spécifique  
 

Dans le but de caractériser la voix de trafic empruntée par les clusters de T95, des 

immunomarquages ont été réalisés en utilisant des marqueurs de différents 

compartiments : le Golgi marqué par GM130 et le compartiment intermédiaire ERGIC 

marqué par l’ERGIC53 (Figure R22A). De plus, lors des premières 

immunomarquages réalisées dans le but de caractériser les clusters de T95 nous 

avions également noté une colocalisation partielle avec COPII (Figure R7). Une fois 

la quantification réalisée, tous ces immunomarquages ont montré que les clusters de 

T95 ne semblaient que peu colocalisés avec le Golgi (0,06%) alors qu’une 

colocalisation partielle avec l’ERGIC (1 %) et avec COPII (24%) (Figure R22B) est 

présente à 16h. Toutes ces données suggèrent qu’au début de la différenciation les 

clusters de triadine sortiraient du réticulum jusqu’à atteindre l’ERGIC, mais ne 

traverseraient pas l’appareil de Golgi. 
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Figure R22 : Les clusters de triadine colocalisent partiellement avec l’ERGIC et COPII mais pas 
avec le Golgi. A) Immunomarquages de T95 (anti-GFP, vert) et ERGIC ou Golgi (anti-ERGIC53 ou 
anti-GM130, rouge) sur des cellules TRDN KO à 16h de différenciation et transduites avec T95-GFP. 
Les flèches blanches indiquent des exemples de clusters qui colocalisent. Barres d’échelle = 5µm et 
2µm pour le zoom. (B) Pourcentage de colocalisation de T95 avec COPII, l’ERGIC et le Golgi à 16h 
de différenciation dans les cellules TRDN KO. Les chiffres noirs en bas du graphique indiquent le 
nombre de cellules analysées pour 2-3 expériences indépendantes. Les valeurs sont les moyennes ± 
SEM. 

 

Ensuite nous avons voulu nous servir de VSVG comme d’un marqueur des différents 

compartiments. En effet le mutant thermosensible ts045 de VSVG peut être retenu 

dans différents compartiments de la voie de biosynthèse suivant la température, ce 

qui permet de marquer ces compartiments (Presley et al., 1997). A la température 

permissive de 32°C, le mutant parcourt l’ensemble de la voie de biosynthèse jusqu’à 

atteindre la membrane plasmique, à 40°C il est retenu dans le RE, à 20°C il est 

bloqué dans le Golgi et à 15°C dans l’ERGIC (Figure R23).  

Des cellules ont été transduites avec le mutant de VSVG et fixées à 16h de 

différenciation, après un temps d’incubation à différentes températures dans le but 

d’accumuler VSVG dans les différents compartiments de la voie de sécrétion. 

Cependant cette expérience n’a pas fonctionné comme prévu : nous ne sommes pas 

arrivés à accumuler VSVG dans les différents compartiments, sans que nous 

puissions en déterminer la cause. Ces expériences ont donc été arrêtées là. 
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Figure R23 : Le mutant ts045 de VSVG peut être utilisé comme marqueur des compartiments 
de la voie de biosynthèse. Schéma représentant les compartiments de blocage de VSVG suivant la 
température imposée : 40°C dans le réticulum, 32°C à la membrane plasmique, 20°C dans le Golgi et 
15°C dans l’ERGIC).  

 

Si les clusters de T95 se déplacent bien du réticulum jusqu’à l’ERGIC avant 

d’atteindre la triade, une altération des voies de transport antérograde et/ou 

rétrograde de la voie de biosynthèse devrait impacter le trafic des clusters de T95.  

Pour tester cette hypothèse, de la Brefeldine A (BFA) a été utilisée sur les myotubes 

en culture. Cette drogue bloque la formation des vésicules COPI au niveau du Golgi, 

ce qui entraine l’effondrement du Golgi et donc inhibe le transport RE-Golgi. Tout 

d’abord nous avons vérifié que la BFA avait l’effet escompté sur l’appareil de Golgi 

des cellules en culture. Effectivement autant dans les fibroblastes que dans les 

myotubes, l’appareil de Golgi perd sa structure de base et se retrouve éparpillé dans 

la cellule (Figure R24). 
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Figure R24 : La structure de l’appareil de Golgi est altérée en présence de Brefeldine A (BFA). 
Immunomarquages de GM130 (Golgi) (anti-GM130, vert) sur des cellules TRDN KO à 16h de 
différenciation et traités avec la BFA (1h à 5µg/ml, droite) ou non (condition contrôle Ctrl, gauche). 
Que ce soit les myotubes (images du haut) ou les fibroblastes (images du bas), l’appareil de Golgi 
perd son organisation de base. Les noyaux ont été marqués au Hoechst (bleu). Barres d’échelle = 10 
µm. 

 

 

Ensuite, le trafic de la triadine et de VSVG ont été comparés sur cellules vivantes à 

16h de différenciation, avec ou sans BFA. L’analyse de la vitesse et de la fraction 

mobile de ces deux protéines montrent que : (1) les clusters de T95 et VSVG se 

déplacent à la même vitesse (0,4 µm/s en moyenne) mais (2) la fraction mobile des 

clusters de VSVG est beaucoup plus importante que celle de T95 (50% contre 13%). 

(3) La BFA n’a pas d’effet ni sur la vitesse ni sur la fraction mobile des clusters de 

T95 et de VSVG (Figure R25). Or, nous nous attendions au moins à ce que la BFA 

ait un effet sur le transport de VSVG, connue pour emprunter la voie de biosynthèse. 

Cependant il a été montré que dans une cellule musculaire, VSVG emprunterait en 

partie une voie spécifique du muscle, qui la ferait sortir du réticulum, contourner le 

Golgi, avant de revenir dans le reticulum (Rahkila et al., 1998). Il se pourrait donc 

que le non effet de la BFA sur VSVG soit dû au fait qu’au début de la différenciation 

musculaire, la majorité de VSVG ne traverserait pas l’appareil de Golgi. 



171 
 

 

Figure R25 : Le trafic des clusters de triadine et de VSVG n’est pas impacté en présence de 
Brefeldine A (BFA). Quantifications de la vitesse des clusters de T95 (en µm/s, gauche) et de la 
fraction mobile (en %, droite), effectuées à partir de myotubes TRDN KO à 16h de différenciation 
transduits avec T95-GFP et VSVG-tdTomato. Les valeurs représentent la moyenne ± SEM. n = 23-26 
cellules analysées pour la vitesse et la fraction mobile, 3 expériences indépendantes. Test t de 
Student et Mann Whitney, NS = Non significatif. 

 

N’ayant pas observé d’effet de la BFA sur le trafic de VSVG ou de la triadine, nous 

avons voulu tenter d’altérer la voie de biosynthèse d’une autre manière. Pour cela 

nous avons utilisé des dominants négatifs de protéines connues pour jouer un rôle 

dans le transport des protéines au sein de la voie de biosynthèse. Il s’agit d’Arf1, une 

GTPase impliquée dans la formation des vésicules COPI au niveau du Golgi et de 

l’ERGIC, et de Sar1, une GTPase impliquée dans la formation des vésicules COPII 

au niveau des ERES. L’utilisation des dominants négatifs Arf1 T31N (Arf1 DN) et 

Sar1 T39N (Sar1 DN) permettent donc d’altérer respectivement le transport 

rétrograde Golgi>RE et l’export du reticulum (Ward et al., 2001) (Figure R26).  

Chaque forme WT ou dominant négatif des protéines a été couplée à une GFP, ce 

qui nous a permis de directement repérer les cellules exprimant l’une ou l’autre des 

protéines.  Les cellules ont donc été transduites avec T95-tdTomato et Arf1 WT-GFP  

ou Arf1DN-GFP ou Sar1 WT-GFP ou Sar1 DN-GFP, puis observées vivantes ou 

fixées, à 16h de différenciation.  
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Figure R26 : Schéma illustrant le rôle des dominants négatifs de Sar1 et Arf1. Sar1 T39N est un 
dominant négatif (Sar1 DN) empêchant la formation des sites de sortie du réticulum et donc bloquant 
l’export du réticulum. Arf1 T31N est un dominant négatif (Arf1 DN) qui bloque la formation des 
vésicules COPI, inhibant ainsi la voie rétrograde Golgi>Reticulum. 

 

Concernant les immunomarquages, il aurait été intéressant de voir si avec l’altération 

de la voie de biosynthèse par les dominants négatifs, les clusters de T95 

présentaient une localisation modifiée par rapport aux compartiments cibles comme 

l’ERGIC ou l’appareil de Golgi. Néanmoins nous n’avons pas pu réaliser certains de 

ces marquages immunofluorescents car les anticorps anti-ERGIC53, anti-COPII et 

les anti-RFP (reconnaissant T95-tdTomato) sont de la même espèce. Par contre 

nous avons pu vérifier (1) la localisation de T95 par rapport à GM130 en présence de 

Sar1 WT, Sar1 DN, Arf1 WT ou Arf1 DN et (2) si le Golgi était altéré avec les 

dominants négatifs comme attendu. 

Avec les dominants négatifs et majoritairement avec Arf1 DN, la structure de 

l’appareil de Golgi est altérée et c’est principalement le marquage péri-nucléaire qui a 

disparu. Cela nous conforte sur le fait que les dominants négatifs jouent bien leur 

rôle de perturbateur de la voie de biosynthèse. Les clusters de T95, localisés proche 

des points de Golgi mais sans colocaliser avec eux, ne présentent pas de 

changement dans leur localisation vis-à-vis de GM130 en présence des dominants 

négatifs (Figure R27). 
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Figure R27 : La localisation des clusters de triadine n’est pas modifiée lors de l’altération de la 
voie de biosynthèse mais la structure du Golgi est altérée. Immunomarquages de GM130 (Golgi) 
(anti-GM130, vert) et T95 (anti-RFP, rouge) sur des cellules TRDN KO à 16h de différenciation et 
transduites avec T95-tdTomato et Sar1 WT ou Sar1 T39N ou Arf1 WT ou Arf1 T31N-GFP. Barres 
d’échelle = 5µm et 2µm pour le zoom. 

 

Les observations sur cellules vivantes montrent que Sar1 et Arf1 ont leurs 

localisations attendues à savoir reticulum et appareil de Golgi, respectivement. Arf1 

DN conduit comme attendu à marquage altéré du Golgi avec anneau péri-nucléaire 

moins présent et plus de clusters éparpillés dans toute la cellule (Figure R28A). La 

quantification de la vitesse et de la fraction mobile des clusters de T95 en présence 

des formes WT ou dominant négatif de Sar1 et Arf1, a montré que (1) bloquer la 

formation des sites de sortie du réticulum avec Sar1 DN, diminue la fraction mobile 

de 23 à 13% et (2) altérer la voie rétrograde avec Arf1 DN augmente en moyenne la 

vitesse des clusters de T95 de 0,25 à 0,37 µm/s (Figure R28B). 
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Figure R28 : Le trafic des clusters de triadine est impacté par les altérations de la voie de 
biosynthèse. (A) Projections codées couleurs de films de 2 min représentant des myotubes TRDN 
KO à 16h de différenciation exprimant T95-tdTomato (droite) et Sar1 WT ou Sar1 DN T39N ou Arf1 
WT ou Arf1 DN T31N-GFP (gauche). 1 image/s. Les 1

ères
 images sont en bleues, les dernières en 

rouge et les clusters immobiles en blancs. Barre d’échelle = 10µm. (B) Quantifications de la vitesse 
des clusters de T95 (en µm/s, gauche) et de la fraction mobile (en %, droite), effectuées à partir de 
myotubes TRDN KO à 16h de différenciation transduits avec T95-tdTomato et Sar1 WT ou Sar1 DN 
T39N ou Arf1 WT ou Arf1 DN T31N-GFP. Les valeurs représentent la moyenne ± SEM. n = 21-27 
cellules analysées pour la vitesse et n = 22-27 cellules analysées pour la fraction mobile, 3 
expériences indépendantes. Test t de Student : NS = Non significatif, **p<0,01. 

 

Il semblerait donc qu’altérer la voie de biosynthèse perturbe d’une façon ou d’une 

autre le trafic des clusters de triadine. Il serait intéressant d’observer le trafic de 

VSVG en présence de Sar1 et Arf1 afin de le comparer aux résultats obtenus pour la 

triadine et de voir si on confirme ou non les résultats obtenus avec la BFA. 

De façon générale, ces résultats suggèrent que les clusters de triadine seraient des 

vésicules empruntant une voie de biosynthèse spécifique du muscle squelettique 

dans laquelle, les clusters sortiraient du reticulum après leur synthèse, traverseraient 

l’ERGIC mais pas le Golgi et seraient adressés au RS où ils atteindraient la triade. 
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IV. Conclusions partie 1 
 

 

L’utilisation d’un système in vitro de cellules primaires mises à différencier nous a 

permis de suivre et de mieux comprendre le trafic d’une protéine du CRC, la triadine, 

à un stade très précoce dans la différenciation musculaire (16h de différenciation). 

Les cellules observées sont en cours de développement, les sarcomères et le 

cytosquelette ne sont pas encore organisés tandis que les protéines de la triade, 

présentes sous forme de clusters colocalisent déjà à 16h de différenciation.  

Nous avons pu observer qu’à ce stade de différenciation, les clusters de triadine sont 

d’autant plus mobiles et que cette quantité de clusters mobiles ne faisait que 

diminuer au cours de la différenciation. 

Nous avons également montré que les clusters de triadine se déplaçaient avec ceux 

du DHPRα1s, suggérant que ces clusters représentent des groupes de protéines du 

CRC déjà associées et se déplaçant pour s’organiser en doubles rangées de points 

à la triade. 

De plus, ces clusters seraient des vésicules empruntant une voie muscle spécifique, 

ce qui signifie qu’ils passeraient par l’ERGIC de manière COPII-dépendante, et 

retourneraient dans le RS avant d’atteindre la triade et d’y rester. Pour se déplacer, 

ils utiliseraient les microtubules et notamment les moteurs moléculaires. 

Il se peut que les citernes terminales soient déjà associées à un tubule-t et donc 

lorsque les protéines du CRC atteignent la citerne terminale, chaque protéines se 

localisent dans son compartiment final (tubule-t ou citerne terminale).  
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Une autre hypothèse serait qu’au début de la différenciation les citernes terminales 

ne sont pas accolées à un tubule-t et elles se déplacent jusqu’à en contacter un puis 

finissent par atteindre une organisation en double rangée au fur et à mesure de la 

différenciation (Figure R29). 

 

Figure R29 : Trafic des protéines du CRC : de leur synthèse à leur organisation finale. Schéma 
illustrant différentes hypothèses concernant le trafic des protéines du CRC. (1) A 16h de 
différenciation et après leur synthèse au sein du RE, les protéines du CRC, présentes sous forme de 
clusters éparpillés, sortiraient du reticulum, traverserait l’ERGIC et reviendraient au sein du RS ou 
directement dans la citerne terminale, grâce au réseau de microtubules. (2 et 2’) Les citernes 
terminales ne seraient pas nécessairement accolées à un tubule-t mais quand elles établiront un 
contact avec l’un d’eux au cours de la différenciation musculaire, les protéines du CRC s’organiseront 
dans leurs membranes respectives (2’ et 3) et atteindront leur organisation finale en doubles rangées 
de points (4). RE = reticulum endoplasmique, RS = reticulum sarcoplasmique, ERES = Sites de sortie 
du reticulum (Endoplasmic Reticulum Exit Sites), ERGIC = compartiment intermédiaire reticulum-
Golgi, MTs = microtubules, 16h ou DIF3 ou DIF9 = 16h ou 3 jours ou 9 jours de différenciation. 

. 

.  
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Partie 2 : Adressage et rétention de 

la triadine à la triade 
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I. Caractérisation du modèle cellulaire 
 

Nous avons vu au début de la partie 1 (Figure R1), qu’à DIF9, aucun mouvement de 

T95 n’est observé lors d’expériences en vidéo-microscopie. Cependant par des 

techniques de FRAP il a été montré qu’une fraction de T95 était mobile (16%) 

(Cusimano et al., 2009) et nous avons confirmé ce résultat sur des cellules TRDN 

KO transduites avec T95-GFP. Ces résultats confirment donc qu’une petite fraction 

de T95 est toujours mobile à DIF9 mais que la vidéo-microscopie n’est pas assez 

sensible pour percevoir ces mouvements. 

Dans le but d’observer les mouvements de triadine, nous avons utilisé une chimère 

de T95 photoactivable (T95-PAGFP) (Patterson and Lippincott-Schwartz, 2002) et 

nous avons comparé son trafic à celui de protéines contrôles, non localisées à la 

triade : Sec61β-PAGFP et PAGFP-KDEL. Sec61β est une sous-unité du translocon, 

c’est une protéine transmembranaire localisée dans les membranes du réticulum 

(Greenfield and High, 1999). Elle contient un seul domaine transmembranaire de 21 

acides aminés (Rapoport et al., 1996b), comme celui de la triadine. PAGFP-KDEL 

est localisé dans la lumière du réticulum grâce à sa séquence signal et au motif de 

rétention KDEL (Munro and Pelham, 1987) (Figure R30A). 

Dans un premier temps les protéines PAGFP contenues dans les lysats cellulaires 

TRDN KO ont été analysées en Western blot avec un anticorps anti-GFP. Les 

bandes obtenues autour de 150, 37 et 28 kDa, correspondent bien à T95-PAGFP, 

Sec61β-PAGFP et PAGFP-KDEL (Figure R30B). Dans un second temps, des 

immunomarquages ont été réalisés pour observer la localisation de ces différentes 

protéines, comparée au marqueur de la triade RyR1, dans des myotubes TRDN KO 

à DIF3 ou DIF9 (Figure R30C). Comme attendu, T95-PAGFP colocalise avec RyR1 

sous forme de clusters éparpillés à DIF3 ou organisés en doubles rangées de points 

à DIF9. Sec61β-PAGFP et PAGFP-KDEL, quant à eux, ne colocalisent pas avec 

RyR1 à aucun des stades de différenciation, et présentent un marquage réticulaire 

plutôt diffus. A DIF9, les striations de PAGFP-KDEL s’intercalent entre celles de 

RyR1. 
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Figure R30 : Les protéines utilisées se localisent comme attendu dans leur compartiment cible : 
membranes ou lumière du RS. (A) Schéma représentant T95-PAGFP, Sec61β-PAGFP et PAGFP-
KDEL avec leurs domaines N-terminaux (N), C-terminaux (C) et transmembranaires (TM) ainsi que la 
localisation de chaque domaine vis-à-vis de la membrane du RS (Cytoplasme, Membrane (Mb) et 
Lumière du RS). Les chiffres noirs indiquent le nombre d’acides aminés de la protéine. (B) Western blot 
réalisé avec un anticorps anti-GFP sur 10 µg de lysats cellulaires TRDN KO transduits avec T95-PAGFP 
ou Sec61β-PAGFP ou PAGFP-KDEL. Trois bandes sont détectées à 150 kDa (T95-PAGFP), 37 kDa 
(Sec61β-PAGFP) et 28 kDa (PAGFP-KDEL). La β-tubuline a été utilisée comme contrôle de charge. (C) 
Myotubes à DIF3 (gauche) ou DIF9 (droite) exprimant T95-PAGFP, Sec61β-PAGFP ou PAGFP-KDEL 
immunomarqués avec un anti-GFP (vert) et un anti-RyR1 (magenta). Barres d’échelle = 5 µm et 2 µm 
pour les zooms. 

 

Ces expériences permettent de valider l’expression et la localisation correctes des 

trois protéines au sein des cellules différenciées TRDN KO. Ces protéines ont donc 

été utilisées pour suivre et comparer leur trafic. 
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II. Dynamique de la triadine  
 

1) La triadine est dynamique dans les membranes du RS 
 

a) La triadine est dynamique quel que soit le stade de différenciation 
 

Pour suivre le trafic de la triadine, la photoactivation a été utilisée. Cette expérience 

consiste à révéler la fluorescence d’une protéine après un flash UV (405nm) dans 

une région d’intérêt (ROI) prédéfinie (Patterson and Lippincott-Schwartz, 2002). 

Toutes les protéines photoactivables ont été suivies pendant 169s et un marqueur 

DsRed-KDEL a été co-transduit en parallèle de chaque protéine afin d’observer l’état 

de différenciation des myotubes. 

Une fois photoactivée, la fluorescence de PAGFP-KDEL détectée dans le ROI sort 

rapidement de ce dernier puis disparaît et cela au deux stades de différenciation 

analysés (Figure R31A). Ce phénomène est ce qui est attendu pour une protéine 

diffusant librement dans la lumière du réticulum. 

Sec61β-PAGFP présente une fluorescence diffuse à l’intérieur du ROI et qui 

colocalise avec le marqueur DsRed-KDEL. Puis au cours du temps, la fluorescence 

de Sec61β-PAGFP diminue dans le ROI et un halo de fluorescence s’étend à 

l’extérieur,  et cela également aux deux stades de différenciation (Figure R31B). 

Comme attendu, la fluorescence de T95-PAGFP est, quant à elle, présente sous 

forme de clusters éparpillés à DIF3 ou de doubles rangées de points à DIF9. Aucune 

fluorescence en dehors du ROI n’est détectée au cours du temps, seulement la 

diminution de fluorescence dans le ROI est observée (Figure R31C). 
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Figure R31 : Dynamique de T95 comparée à Sec61β et KDEL. Protocole de simple activation de 
myotubes à DIF3 (haut) ou DIF9 (bas) co-transduits avec PAGFP-KDEL (A) ou Sec61β-PAGFP 
(B) ou T95-PAGFP (C) (vert) et DsRed-KDEL (marqueur luminal, magenta). L’activation est 
réalisée dans le cadre blanc (ROI) et la fluorescence est suivie pendant 169s. Une image pré-
activation et 3 images post-activation (4, 81 et 161s) sont présentées. Le panneau de droite 
représente une projection de l’intensité moyenne de chaque image après photoactivation, avec le 
marqueur DsRed-KDEL (magenta). Barre d’échelle = 5 µm. 

Pour ces trois protéines, la diminution de la fluorescence au sein du ROI, a été 

modélisée suivant une courbe de type exponentielle décroissante et le t1/2 a été 

calculé. Au préalable, le bruit de fond des trois premières images pré-activation est 
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soustrait à tout le film puis chaque film a été corrigé pour le photoblanchiment. Enfin 

l’intensité de fluorescence a été normalisée entre 0 et 1 (cf. Matériels & Méthodes 

VI.2b). 

Les courbes et les t1/2 obtenus confirment les résultats observés sur les films, à 

savoir les trois protéines sont dynamiques mais avec des cinétiques différentes 

(Figure R32). La fluorescence de KDEL décroit rapidement avant d’atteindre un 

plateau, s’illustrant par un t1/2 plus bas que pour T95 et Sec61β et caractérise le fait 

que KDEL diffuse librement dans la lumière du réticulum. T95 et Sec61β se 

comportent de façon similaire même si leurs t1/2 suggèrent que la dynamique de T95 

est plus restreinte. De plus, entre DIF3 et DIF9, il est observé que les t1/2 des trois 

protéines augmentent tous d’environ 47%, pouvant s’expliquer par une complexité 

cellulaire plus importante à DIF9 (Figure 32B). 

Figure R32 : La triadine diffuse plus lentement que les autres protéines. (A) Courbes 
représentant la décroissance de l’intensité de fluorescence quantifiée pour chaque protéine dans le 
ROI activé après une simple activation, de myotubes à DIF3 (gauche) ou DIF9 (droite). Chaque 
image a été corrigée pour le bruit de fond et le photoblanchiment et normalisées à 100% de 
l’intensité de la 1

ère
 image post-activation. Les valeurs obtenues évoluent suivant une exponentielle 

décroissante permettant d’en extraire les t1/2. Les moyennes ± i.c. sont représentées pour n = 28 à 
40 cellules analysées de 4 expériences indépendantes. (B) Valeurs des t1/2 (en s) de T95, Sec61β, 
KDEL et T95∆Cter à DIF3 et DIF9. Les valeurs représentent les moyennes (i.c.) pour n = 28 à 40 
cellules analysées de 4 expériences indépendantes. 
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b) La partie luminale de la triadine restreint sa dynamique à DIF3 
 

Nous nous sommes demandés si la diffusion plus limitée de T95 pouvait être due à 

sa partie C-terminale luminale de grande taille, contrairement à celle de Sec61β qui 

est courte. Un mutant de la triadine T95∆Cter déplété à partir de l’acide aminé 112, a 

donc été utilisé. Cette déplétion permet d’enlever tous les domaines fonctionnels 

(KEKE, Coiled-Coil et les deux cystéines) de la partie C-terminale de la triadine. A 

DIF3, la fluorescence de T95∆Cter-PAGFP présente un marquage diffus et 

clustérisé. Cette fluorescence diminue rapidement au sein du ROI et un halo de 

fluorescence apparaît à l’extérieur. A DIF9, un marquage en doubles rangées de 

points apparaît de part et d’autre des striations du marqueur DsRed-KDEL (Figure 

R33). Après analyse, les courbes de fluorescence et les t1/2 pour T95∆Cter, sont 

similaires à Sec61β à DIF3 puis à T95 à DIF9 (Figures R32). 

Nous pouvons également remarqué que le t1/2 de T95∆Cter augmente de 160% entre 

DIF3 et DIF9 par rapport au 47% en moyenne de changement pour les t1/2 de T95, 

Sec61β et KDEL. Cette différence illustre également le fait que quelque chose ralenti 

fortement T95∆Cter au cours de la différenciation et lui permet de se comporter 

comme T95. 

Figure R33 : T95∆Cter change de comportement au cours de la différenciation musculaire. 
Protocole de simple activation de myotubes à DIF3 (haut) ou DIF9 (bas) co-transduits avec T95∆Cter-
PAGFP et DsRed-KDEL (marqueur luminal, magenta). L’activation est réalisée dans le cadre blanc (ROI) 
et la fluorescence est suivie pendant 169s. Une image pré-activation et 3 images post-activation (4, 81 et 
161s) sont montrées. Le panneau de droite représente une projection de l’intensité moyenne de chaque 
image après photoactivation, avec le marqueur DsRed-KDEL (magenta). Barre d’échelle = 5 µm. 
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Ces expériences suggèrent que (1) la partie luminale de T95 est utile au début de la 

différenciation musculaire pour restreindre sa diffusion mais que (2) un autre 

mécanisme indépendant du domaine C-terminal de T95 est également impliqué plus 

tardivement. C’est pourquoi T95∆Cter acquière certaines propriétés de T95 au cours 

de la différenciation musculaire, lui permettant de se comporter comme une protéine 

de la triade et de s’y localiser.  

 

2) La triadine diffuse avant d’être retenue dans les triades 
 

La triadine semble donc bien dynamique dans les membranes du reticulum mais 

nous n’avons pas pu percevoir ses mouvements. Ces observations sont en lien avec 

le fait qu’une faible fraction mobile de triadine a été détectée en FRAP et suggère 

que trop peu de molécules de T95-PAGFP ont quitté le ROI d’activation pour être 

perçue. Pour essayer de contrer ce problème, nous avons pensé que la simple 

activation ne permet pas de faire apparaître assez de fluorescence de T95 pour être 

détectée. Pour tenter de résoudre ce problème nous avons adapté le protocole de 

photoactivation en activant plus de fluorescence de T95 grâce à des activations 

répétées (itérations) dans un ROI plus petit. 

Pour Sec61β, les activations répétées résultent en une fluorescence diffuse dans le 

ROI et qui s’étend comme une onde dans toute la cellule au cours du temps. Cette 

onde colocalise avec le marqueur du réticulum DsRed-KDEL (Figure R34A) ce qui 

suggère une diffusion de Sec61β-PAGFP dans les membranes du RS. 

Pour T95, plusieurs phénomènes sont observés : (1) la fluorescence dans le ROI 

décroit au cours du film. Nous supposons que c’est dû au photoblanchiment de la 

fraction de T95 peu ou pas mobile. (2) L’apparition de la fluorescence dans le ROI, 

sous forme de clusters, est suivie par une onde de fluorescence qui diffuse hors du 

ROI et devient très rapidement indétectable. (3) Des clusters sont détectés en dehors 

du ROI à DIF3 et DIF9 et s’organisent de part et d’autres des striations du DsRed-

KDEL à DIF9, localisation caractéristique des triades (Figure R34B). 
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Figure R34 : T95 diffuse dans les membranes du RS. Protocole d’itérations sur des myotubes à DIF3 
(haut) ou DIF9 (bas) co-exprimant Sec61β-PAGFP (A) ou T95-PAGFP (B) avec DsRed-KDEL (marqueur 
luminal, magenta). Une image pré-activation et quatre images post-activation (2, 22, 4  et  7s) d’un film 
de  7s sont montrées. Les panneaux de droite représentent une projection de l’intensité moyenne de 
chaque image après photoactivation, avec le marqueur DsRed-KDEL (magenta). Barre d’échelle = 5 µm. 
Les têtes de flèches indiquent des clusters de T95 détectées en dehors du ROI d’activation. 

 

Pour décrire ces mouvements, deux paramètres ont été quantifiés : la vitesse de 

l’onde de fluorescence et le taux de décroissance de la fluorescence en fonction de 

la distance au ROI. 

Quand ces deux paramètres sont calculés pour T95, nous avons pu observer que 

l’onde de fluorescence est de courte durée de vie et ne s’étend pas plus loin que 3 

µm autour du ROI. La vitesse de l’onde entre T95 et Sec61β est similaire à DIF3 (5,0 

et 5,57 µm/min, respectivement) alors qu’elle est plus lente à DIF9 pour T95 que 

pour Sec61β (4,01 et 6,70 µm/min, respectivement). Le taux de décroissance de T95 

(DIF3 : 59,57% et DIF9 : 61,67%) est, quant à lui, plus élevé que celui de Sec61β 

(DIF3 : 42,97% et DIF9 : 41,32%) aux deux stades de différenciation (Figure R35). 

 



187 
 

T95-PAGFP activée dans le ROI atteint des zones (clusters) plus ou moins éloignées 

de la zone d’activation et cela quel que soit le stade de différenciation musculaire. 

Ces clusters, de part leurs localisations, semblent être des triades. L’onde de 

fluorescence similaire à celle de Sec61β, témoigne du fait que T95, tout comme 

Sec61β, diffuse dans les membranes du RS, avant d’être retenue dans les triades. 

 

Figure R35 : T95 diffuse avant de s’accumuler dans des triades. Graphiques représentant la 
vitesse de diffusion de l’onde de fluorescence (gauche) ainsi que le taux de décroissance de 
fluorescence (droite) de Sec61β-PAGFP et T95-PAGFP à DIF3 et DIF9. Les valeurs représentent les 
moyennes ± i.c. Modèle de comparaison de régressions linéaires *p<0,05 ou d’exponentielle 
décroissante ****p<0,0001. n = 7-12 cellules analysées de 3 expériences indépendantes. 

 

3) Dans un muscle adulte, la triadine diffuse également avant 

d’être retenue dans les triades 
 

Nous avons voulu savoir si le comportement dynamique de la triadine dans les 

cellules en culture avait également lieu dans un muscle adulte. T95-PAGFP et 

DsRed-KDEL ont donc été électroporés dans des FDB de souris TRDN KO 

(DiFranco et al., 2009) et des expériences de photoactivation ont été réalisées. 

Dans un premier temps, lors de l’utilisation de la simple activation et comme attendu, 

la fluorescence de T95-PAGFP est apparue dans le ROI activé, sous forme de 

doubles rangées de points s’intercalant autour des striations du marqueur DsRed-

KDEL. Aucun halo de fluorescence n’est observé en dehors du ROI, seulement une 

décroissance de fluorescence à l’intérieur du ROI est visible (Figure R36A). Le t1/2 

obtenu, 98,14s (i.c. 72,67 à 151,1), est similaire à celui de T95 à DIF9. 

Dans un deuxième temps nous avons réalisé des itérations pour voir si les 

mouvements de T95-PAGFP pouvaient également être observés dans une fibre 
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musculaire adulte. La fluorescence initiale dans le ROI décroit tout au long de 

l’expérience, probablement à cause du photoblanchiment de la fraction peu voire pas 

mobile de T95. De plus, une onde de fluorescence apparaît directement après 

l’activation, et est détectée en dehors du ROI puis disparaît rapidement. 

L’observation des films montre également que la fluorescence de T95-PAGFP 

s’accumule dans des clusters en dehors du ROI et que ces clusters s’organisent de 

part et d’autre des striations du DsRed-KDEL, localisation typique des triades (Figure 

R36B). 

Ces résultats confirment donc que le comportement dynamique de T95 observé dans 

des cellules en culture et également vrai au sein d’une fibre musculaire adulte : T95 

diffuse dans les membranes du reticulum avant de s’accumuler dans les triades. 

Figure R36 : T95 est dynamique dans une fibre musculaire adulte. (A) Simple activation de fibre 
musculaire adulte (FDB) co-transduits avec T95-PAGFP et DsRed-KDEL (marqueur luminal, magenta). 
L’activation est réalisée dans le cadre blanc (ROI) et la fluorescence est suivie pendant 169s. Une 
image pré-activation et 3 images post-activation (4, 81 et 161s) sont montrées. (B) Itérations sur les 
FDB co-exprimant T95-PAGFP avec DsRed-KDEL (marqueur luminal, magenta). Une image pré-
activation et quatre images post-activation (2, 22, 4  et  7s) d’un film de  7s sont montrées. Les 
panneaux de droite présentent des projections de l’intensité moyenne de chaque image après 
photoactivation, avec le marqueur DsRed-KDEL (magenta). Barre d’échelle = 5 µm. Les têtes de 
flèches indiquent des clusters de T95 détectés en dehors du ROI d’activation et s’organisant de part et 
d’autre des striations de DsRed-KDEL. 
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III. Rétention de la triadine à la triade  
 

1) Le RyR n’est pas impliqué dans la dynamique de T95 au 

début de la différenciation 
 

Nous avons voulu savoir ce qui permettait à la triadine de rester à la triade une fois 

ce compartiment atteint. Nous avons vu précédemment que la partie luminale C-

terminale de T95 jouerait un rôle dans sa diffusion à 3 jours de différenciation 

puisque le mutant T95∆Cter se comportait comme Sec61β. De plus, la partie C-

terminale de la triadine est impliquée dans son oligomérisation et dans sa liaison aux 

autres protéines du CRC (Froemming et al., 1999; Knudson et al., 1993; Kobayashi 

et al., 2000; J. M. Lee et al., 2004) et elle pourrait jouer un rôle dans sa rétention à la 

triade (Fourest-Lieuvin et al., 2012; Rossi et al., 2014). 

Nous avons testé si l’interaction T95/RyR1 via le domaine KEKE dans la partie C-

terminal de la triadine avait un rôle dans sa localisation. En effet, RyR1, canal 

calcique massif du CRC, peut être envisagé comme protéine permettant l’ancrage à 

la triade des autres protéines du CRC.  

Dans ce but-là, nous avons exprimé T95-PAGFP, T95∆Cter-PAGFP et Sec61β dans 

des cellules RYR1 KO. Tout d’abord nous avons vérifié la localisation des protéines 

dans ces cellules. Les immunomarquages réalisées à DIF3 montrent que les 

marquages de T95, T95∆Cter et Sec61β sont comme attendu c’est-à-dire que T95 

présente des clusters éparpillés dans toute la cellule, qui colocalisent avec ceux du 

DHPR ; le mutant T95∆Cter présente un marquage diffus avec quelques clusters qui 

colocalisent également avec DHPR, tandis que Sec61β est présent sous la forme 

d’un marquage diffus ne colocalisant pas avec le DHPR (Figure R37A). 

Une fois ces immunomarquages réalisées et la localisation des protéines confirmées 

à DIF3, la dynamique de T95-PAGFP a donc été testée dans des cellules RYR1 KO 

et des cellules WT (servant de cellules contrôles) puis comparée avec la dynamique 

de T95∆Cter-PAGFP et Sec61β-PAGFP dans ces mêmes cellules. Des expériences 

de simple activation ont été effectuées et ont permis d’extraire les t1/2 de chaque 

protéine (Figure R37B). Ces expériences nous permettent d’observer que les t1/2 sont 
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similaires entre les cellules WT et RYR1 KO pour chacune des protéines, à DIF3. 

Ainsi T95-PAGFP, Sec61β-PAGFP et T95∆Cter-PAGFP diffusent de la même façon 

dans des cellules ne contenant pas de RyR1. 

 

Figure R37 : L’absence de RyR1 n’affecte pas la diffusion de la triadine ni sa localisation à la 
triade au début de la différenciation musculaire. (A) Myotubes RYR1 KO à DIF3 transduits avec 
T95-PAGFP ou Sec61β-PAGFP ou T95∆Cter-PAGFP et immunomarqués avec un anti-GFP (vert) et 
un anti-DHPR (magenta). Barres d’échelle = 5 µm. (B) Valeurs des t1/2 (en s) de T95, Sec61β et 
T95∆Cter à DIF3 dans des cellules WT ou RYR1 KO. Les valeurs représentent les moyennes (i.c.) 

pour n = 32 à 37 cellules analysées de 4 expériences indépendantes 

 

L’absence de RyR1 à DIF3 n’affecte ni la localisation à la triade ni la diffusion de la 

triadine. L’interaction de la triadine avec RyR1 par la partie C-terminale de la triadine 

ne serait donc pas un élément important pour la rétention de la triadine à la triade à 

DIF3. 

Précédemment nous avons vu qu’à DIF9, le mutant T95∆Cter se comporte comme 

T95 et est organisé en doubles rangées de points, donc un mécanisme plus tardif 

semble avoir lieu et permettrait la rétention de T95∆Cter à la triade. De plus, la 
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triadine peut également interagir avec RyR1 par son domaine cytoplasmique N-

terminal (Groh et al., 1999). Il aurait donc été intéressant de pouvoir refaire ces 

expériences sur les cellules RYR1 KO à DIF9. Cependant, les cellules RYR1 KO à 

DIF9 n’atteignent pas un état de différenciation mature comme attendu à DIF9. De 

plus, peu de cellules étaient encore présentes à ce stade. Il se peut qu’elles soient 

en train de mourir sans la présence de ce canal calcique, nous n’avons donc pas pu 

vérifier notre hypothèse. 

 

2) Le domaine transmembranaire de la triadine est 

nécessaire pour sa bonne localisation à la triade 
 

Au vu de la capacité de T95∆Cter de se localiser à la triade dans des myotubes 

matures, nous nous sommes demandés si le domaine N-terminal ou 

transmembranaire (TM) de ce mutant étaient importants pour son ancrage. 

Nous avons donc créé des hybrides, en échangeant les domaines N-terminaux et TM 

de T95∆Cter et Sec61β, couplés à une PAGFP (Figure R38A): 

- Sec61N-T95 : contient le N-terminal de la triadine et les TM et C-terminal de Sec61β 

- Sec61TM-T95 : contient les domaines N et C-terminaux de Sec61β et le domaine TM 

de la triadine 

- T95∆CterTM-Sec61 : contient les domaines N et C-terminaux de T95∆Cter ainsi que le 

domaine TM de Sec61β. 
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Nous avons vérifié la bonne expression de ces différents hybrides par Western blot, 

une fois transduits dans des cellules TRDN KO. Les protéines contenues dans les 

lysats cellulaires ont été analysés en Western blot avec un anticorps anti-GFP. Les 

résultats ont permis de détecter des bandes autour de 37-40 kDa (Figure R38B) : 

celles correspondant à T95∆Cter, Sec61TM-T95  et T95∆CterTM-Sec61 sont aux tailles 

attendues. Par contre Sec61N-T95 présente deux bandes, l’une à 40 kDa et l’autre à 

25 kDa (Figure R38B flèches jaune et verte). Or, la protéine devrait migrer vers 35 

kDa ce qui ne correspond pas au profil observé. De plus, T95∆CterTM-Sec61 et Sec61N-

T95 semblent présents en des quantités moins importantes que T95∆Cter et Sec61TM-

T95.  

Un deuxième Western blot a été réalisé avec un anticorps anti domaine N-terminal 

de la triadine (Figure R3 C). Tout d’abord une bande non spécifique apparaît avec 

cet anticorps pour toutes les protéines testées (flèche bleue). Ensuite et comme 

attendu cet anticorps reconnaît bien T95∆Cter et T95∆CterTM-Sec61 qui contiennent la 

partie N-terminale de la triadine et ne reconnaît pas Sec61TM-T95 qui contient le N-

terminal de Sec61β. Concernant Sec61N-T95 une seule bande est apparue autour de 

40 kDa (Figure R38C, flèche jaune). Cette bande représente donc bien notre 

hybride, même s’il est présent en faible quantité et à un poids moléculaire supérieur 

à ce qu’on attendait (40kDa au lieu de 35kDa). La bande à 25 kDa (flèche verte) 

détecté dans le Western blot précédant n’est pas observée avec l’anticorps anti-N-

terminal de la triadine, suggérant que cette bande représente surement une PAGFP 

seule. Pour une raison dont nous ne connaissons la cause, l’hybride Sec61N-T95  est 

présent dans les cellules sous la forme d’une PAGFP seule en plus de l’hybride en 

tant que tel.  
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Figure R38 : Les différents mutant et hybrides utilisés. (A) Schéma représentant T95∆Cter-
PAGFP, Sec61

N-T95
-PAGFP, Sec61

TM-T95
-PAGFP et 

 
T95∆Cter

TM-Sec61
-PAGFP avec leurs domaines N-

terminaux (N), C-terminaux (C) et transmembranaires (TM) ainsi que la localisation de chaque 
domaine vis-à-vis de la membrane du RS (Cytoplasme, Membrane (Mb) et Lumière du RS). Les 
chiffres noirs indiquent le nombre d’acides aminés de la protéine. (B) Western blots réalisés avec un 
anticorps anti-GFP sur 10 µg de lysats cellulaires TRDN KO transduits avec T95∆Cter-PAGFP ou 
Sec61

N-T95
-PAGFP

 
 ou Sec61

TM-T95
-PAGFP ou 

 
T95∆Cter

TM-Sec61
-PAGFP. L’anti-GFP détecte des 

bandes autour de 40 kDa pour T95∆Cter et T95∆Cter
TM-Sec61

, à 37 kDa pour Sec61
TM-T95

 ainsi que 
deux bandes à 40 kDa (flèche jaune) et 25 kDa (flèche verte) pour Sec61

N-T95
. (C)

 
Western blots 

réalisés avec un anticorps anti-N-terminal de la triadine sur 10 µg de lysats cellulaires TRDN KO 
transduits avec T95∆Cter -PAGFP ou Sec61

N-T95
-PAGFP

 
 ou Sec61

TM-T95
-PAGFP ou 

 
T95∆Cter

TM-Sec61
-

PAGFP. L’anticorps détecte seulement des bandes pour T95∆Cter, Sec61
N-T95 

 et T95∆Cter
TM-Sec61

. 
Une seule bande à 40 kDa (flèche jaune) est détectée pour Sec61

N-T95
 alors que la bande à 25 kDa 

(flèche verte) a disparu, indiquant qu’elle ne contient pas la partie N-terminale de la triadine. Des 
bandes non spécifiques (flèche bleue) sont également détectées avec cet anticorps.

 
La β-tubuline a 

été utilisée comme contrôle de charge.
 
 

 

La localisation de ces hybrides a également été étudiée à DIF9 grâce à des 

immunomarquages afin de pouvoir comparer leurs localisations à celle de T95∆Cter, 

étant donné qu’à ce stade T95∆Cter se localise à la triade. 

La colocalisation de T95∆Cter avec RyR1 a été quantifiée, elle atteint  0% de la 

colocalisation T95/RyR1, illustrant que T95∆Cter à DIF9 est bien localisée à la triade. 

En comparaison la colocalisation de Sec61β avec RyR1 atteint la valeur de 55% de 

la colocalisation T95/RyR1. Cette valeur bien qu’élevée est due au marquage diffus 

de Sec61β dans les cellules (Figure R39). 
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Concernant les hybrides, Sec61N-T95  montre un marquage diffus ne colocalisant pas 

avec RyR1 et présentant donc un pourcentage de colocalisation avec RyR1 similaire 

à celui de Sec61β. T95∆CterTM-Sec61 s’accumule dans de petits clusters différents de 

ceux de RyR1. Son pourcentage de colocalisation est lui aussi similaire à celui de 

Sec61β. Sec61TM-T95 forme des doubles rangées de points qui colocalisent avec 

RyR1, à hauteur de 75% de la colocalisation T95/RyR1 et de façon similaire à la 

colocalisation de T95∆Cter avec RyR1 (Figure R39). 

Figure R39 : Le domaine transmembranaire de la triadine est nécessaire pour sa localisation à 
la triade. (A) Myotubes à DIF9 transduits avec T95∆Cter-PAGFP, Sec61

N-T95
-PAGFP, Sec61

TM-T95
-

PAGFP et 
 
T95∆Cter

TM-Sec61
-PAGFP et immunomarqués avec un anti-GFP (vert) et un anti-RyR1 

(magenta). Barres d’échelle = 5 µm et 2 µm pour les zooms. (B) Pourcentage de colocalisation de 
chaque construction PAGFP avec RyR1 et normalisé au pourcentage de colocalisation de T95 avec 
RyR1 à DIF9. Les valeurs représentent les moyennes ± i.c. n = 21 à 40 cellules analysées de 2 à 4 
expériences indépendantes. One-way ANOVA : $ = comparaison avec Sec61β : T95∆Cter (p<0,0001) 
et Sec61

TM-T95
 (p<0,05) ; # comparaison avec T95∆Cter (p<0,0001).  
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Les Western blot ont permis de nous rendre compte que l’hybride Sec61N-T95 semble 

s’exprimer dans les cellules en culture sous la forme d’une GFP seule en plus de 

l’expression spécifique de l’hybride. De plus, les immunomarquages montrent que 

l’hybride est présent sous forme diffuse dans toute la cellule. Ce résultat mêlant 

localisation de la GFP en plus de celle de l’hybride rend la conclusion dure à tirer 

quant au rôle de la partie N-terminale de la triadine sur son ancrage à la triade. 

Néanmoins, aucune accumulation particulière à la triade n’est observée avec cet 

hybride, laissant supposer que la partie N-terminale de la triadine n’aurait pas un rôle 

primordial sur sa localisation à la triade.  

D’autre part, T95∆CterTM-Sec61 ne se localise pas à la triade alors que l’hybride 

Sec61TM-T95 présente un marquage triadique spécifique en doubles rangées de 

points, illustrant le fait que le domaine TM de la triadine est nécessaire à sa 

localisation à la triade. 

IV. Conclusions partie 2 
 

Dans la partie 1 des résultats, nous avons observé qu’au tout début de la 

différenciation cellulaire, les clusters mobiles de triadine seraient des vésicules de 

transport empruntant une voie muscle spécifique. Ce résultat suggère qu’une 

synthèse plus accrue des protéines du CRC comme la triadine aurait lieu dans des 

stades précoces de différenciation. Grâce à la photoactivation et au suivi de 

protéines fluorescentes, nous avons ensuite observé, dans cette partie 2, les 

mécanismes d’adressage et de rétention de la triadine dans des stades plus avancés 

de la différenciation musculaire. 

Nous avons montré que la triadine est toujours dynamique quel que soit le stade de 

différenciation cellulaire et cela même dans une fibre musculaire adulte. Elle 

diffuserait dans les membranes du RS avant de s’accumuler et d’être retenue aux 

triades. Sa diffusion est plus lente que celle de protéines contrôles du reticulum, 

membranaire ou luminale telles que Sec61β et KDEL, ce qui signifie qu’un 

mécanisme de rétention existerait. 

Observer le comportement d’un mutant de la triadine délété de la majorité de sa 

partie C-terminale et donc de ses domaines fonctionnels, nous a permis de montré 
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que (1) la partie C-terminale de la triadine est importante pour sa dynamique au 

début de la différenciation, parce que sans elle, la triadine se comporte comme 

Sec61β, et (2) un autre mécanisme interviendrait plus tardivement au sein de 

myotubes matures. 

L’utilisation de cellules RYR1 KO, nous a permis de montrer que RyR1 ne servirait 

pas d’ancre à la triadine à un stade précoce de la différenciation (DIF3). De plus, la 

création d’hybrides contenant des échanges des domaines N-terminaux et 

transmembranaires entre la triadine et Sec61β, nous a permis de comprendre que 

c’est le domaine transmembranaire de la triadine qui lui confère sa rétention à la 

triade dans des cellules matures (Figure R40). 

 

Figure R40 : Adressage et rétention de la triadine au cours de la différenciation. (1) T95 diffuse 
constamment dans les membranes du RS avant de s’accumuler à la triade. (2) Sans sa partie C-
terminale luminale, le mutant T95∆Cter se comporte comme Sec61β, une protéine contrôle 
transmembranaire du reticulum, à DIF3. (3) RyR1 ne sert pas d’ancre à la triadine à DIF3 mais (4) le 
domaine transmembranaire de la triadine lui est nécessaire pour être localisée à la triade à DIF9. RS 
= reticulum sarcoplasmique 

 

Tous ces résultats suggèrent que la triadine aurait un double comportement, 

transport vésiculaire et diffusion présents simultanément dans une cellule musculaire 

mais avec un ratio différent en fonction du stade de différenciation de la cellule. 
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Partie 3 : Le rôle de la protéine 

MAP6 dans la fonction musculaire 
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Au cours de ma thèse j’ai participé à une étude portant sur l’implication d’une 

protéine associée aux microtubules (MAP6) sur la fonction musculaire. Cette étude a 

donné lieu a un article publié en 2018 « Deletion of the microtubule-associated 

protein 6 (MAP6) results in skeletal muscle dysfunction ; Sebastien et al., Skeletal 

muscle 8:30 » et inséré en fin de manuscrit. 

Les fibres musculaires sont des cellules hautement différenciées à la base d’une 

contraction musculaire efficace. La triade et les protéines du complexe du 

relâchement du calcium (CRC) s’y localisant, permettent de traduire le message 

nerveux en une libération massive de calcium entrainant la contraction. Le 

cytosquelette de microtubules ainsi que certaines MAPs associées permettent aux 

fibres musculaires de pleinement remplir leurs fonctions et sont notamment impliqués 

dans la différenciation des myoblastes ainsi que dans le positionnement nucléaire 

(Cadot et al., 2012; Metzger et al., 2012; Mogessie et al., 2015; Straube and Merdes, 

2007; Zhang et al., 2009). De plus, la triade a été montrée comme reliée aux 

microtubules grâce à l’interaction entre la triadine et Climp63 (Osseni et al., 2016). 

Ces données suggèrent que les microtubules pourraient jouer un rôle dans les 

libérations de calcium nécessaire à la contraction musculaire.  

Concernant les MAPs, MAP6 a été montré comme majoritairement exprimée dans le 

cerveau mais est également retrouvée dans d’autres tissus comme les muscles 

squelettiques et cardiaques (Aguezzoul et al., 2003; Denarier et al., 1998b; Guerrero 

et al., 2010) (cf. Introduction Chapitre 3 I.4.b). Cependant les fonctions de MAP6 

autre que neuronale n’ont jamais été étudiées.  

Durant cette étude, nous avons montré que MAP6 n’est pas présente seulement 

dans le cerveau mais également dans le muscle squelettique. Sa délétion dans des 

souris MAP6 KO résulte en une faiblesse musculaire se traduisant au niveau 

moléculaire par une réduction des libérations calciques, une désorganisation du RS 

ainsi qu’une altération du cytosquelette de microtubules. Au sein de ce travail j’ai 

réalisé les analyses de RT-PCR et de 5’ RACE permettant de montrer la présence 

des transcrits de MAP6 dans les muscles squelettiques et j’ai également pris part à la 

réalisation des immunomarquages sur les fibres adultes de FDB de souris MAP6 KO 

et WT. 
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Discussions et perspectives 
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Mon projet de thèse a visé à comprendre les mécanismes d’adressage et de 

rétention de la triadine aux triades au sein des muscles squelettiques. En effet les 

protéines du complexe de relâchement du calcium (CRC), dont fait partie la triadine, 

sont uniquement localisées à la triade et spécifiquement organisées dans deux 

membranes différentes, les membranes du reticulum sarcoplasmique (RS) et du 

tubule-t. Même s’il est maintenant admis que les protéines du CRC sont mobiles au 

sein du muscle squelettique, leurs mécanismes de transport (diffusion dans le 

continuum de membranes réticulaires ou trafic vésiculaire) et de rétention (propriétés 

intrinsèques, interactions diverses, composition lipidique etc) sont encore 

controversés. La problématique majeure de mon travail a été de comprendre 

comment la triadine va de son lieu de son synthèse vers la triade et par quels 

mécanismes y est-elle retenue ? 

 

I. Au début de la différenciation musculaire, les clusters de 

triadine emprunteraient une voie muscle spécifique 

 

1) Que représente les clusters de triadine : pré-triade et/ou 

vésicules ? 
 

Pour comprendre le trafic de la triadine au cours de la différenciation musculaire, 

nous avons exprimé des chimères fluorescentes de triadine (T95) dans des cellules 

TRDN KO. Les expériences de vidéomicroscopie ont permis d’observer que la 

triadine, présente sous forme de clusters dès le début de la différenciation, était 

mobile. Cette fraction mobile est plus importante au début de la différenciation avec 

environ 15% de clusters mobiles, puis elle chute à 5% à 3 jours de différenciation 

avant d’atteindre une valeur nulle dans des myotubes matures dans lesquels les 

clusters de triadine ont acquis leur organisation précise et finale en doubles rangées 

de points, organisation typique de protéines de la triade (Cusimano et al., 2009; 

Flucher et al., 1993; Takekura et al., 2001). 
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A partir de ces observations la question principale que nous nous sommes posée 

était de comprendre ce qu’étaient ces clusters et comment ils se déplaçaient dans 

les cellules pour atteindre leur localisation finale. Nous avons supposé que ces 

clusters pouvaient représenter des vésicules contenant de la triadine agrégée et/ou 

le compartiment triadique entier (citernes terminales du RS accolées à un tubule-t) 

ou seulement du RS non encore associé à un tubule-t. 

Afin de caractériser les clusters de triadine, nous avons pu observer, par 

combinaison de techniques d’immunomarquages et de suivi direct du trafic des 

protéines sur cellules vivantes, que dès le début de la différenciation (1) les clusters 

de triadine colocalisent déjà en partie avec d’autres protéines du CRC ou partenaires 

de la triade comme RyR1, DHPR, calséquestrine et Climp63, (2) les clusters mobiles 

de triadine contiennent à la fois T95 et DHPRα1s. 

Néanmoins nous ne savons pas dans quelle mesure les clusters mobiles de triadine 

sont également ceux qui colocalisent avec les autres protéines du CRC. C’est 

pourquoi nous avons voulu exprimer RyR1 et DHPR, deux canaux calciques majeurs 

du CRC, en parallèle de T95 dans nos cultures cellulaires. Nous voulions savoir si 

RyR1, c’est à dire une protéine localisée dans les membranes du RS jonctionnel 

comme la triadine, se comportait comme cette dernière. Néanmoins, RyR1, tout 

comme DHPR, est trop massif pour pouvoir être exprimé en entier dans des 

lentivirus. C’est pourquoi l’utilisation des 6 domaines transmembranaires (TM) de 

RyR1 nous a paru être un bon compromis. De plus, il a été montré que les domaines 

TM de RyR1 notamment le 1 et le 6 sont nécessaires pour sa rétention au sein du 

reticulum (Meur et al., 2007). RyR1 délété de ces domaines TM ne se localise à la 

triade que si la sous-unité α1s du DHPR est présente (Polster et al., 2018). Ainsi, les 

domaines TM semblent importants pour la rétention dans le RS mais l’interaction 

RyR1-DHPR par la partie cytosolique de RyR1 est également primordiale pour sa 

localisation. Dans les cellules en culture, l’expression des 6 domaines TM de RyR1 

ne nous a pas permis de retrouver le marquage attendu sous forme de clusters, mais 

seulement un marquage diffus réticulaire. Dans les cultures le DHPR endogène est 

présent, notre résultat peut donc s’expliquer par le fait que soit RyR1 endogène des 

cellules TRDN KO empêche la bonne localisation de RyR-6TM soit que les 6 

domaines TM de RyR1 ne sont pas suffisants pour lui permettre d’être retenu à la 

triade. La partie N-terminale cytosolique de RyR1 composant la majorité de la 



205 
 

protéine lui permet d’interagir avec de nombreuses protéines comme le DHPR, 

FKBP12 ou la calmoduline (Brillantes et al., 1994; Nakai et al., 1996; Tripathy et al., 

1995), suggérant qu’elle peut avoir un rôle clé à jouer dans la localisation de RyR1 à 

la triade. 

 

Nous nous sommes ensuite focalisés sur la sous-unité α1s du DHPR, protéine 

localisée dans le tubule-t, que nous avons exprimée dans les cellules en parallèle de 

T95. Autant sur cellules fixées que vivantes nous avons remarqué que les clusters de 

T95 colocalisaient avec ceux de DHPR au cours de la différenciation et se 

déplaçaient également ensemble. Ce résultat suggère que ces deux protéines 

seraient déjà associées dès un stade précoce de différenciation, signifiant que les 

clusters mobiles de T95 représenteraient bien une association de protéines du CRC 

se déplaçant ensemble. Or, nous ne savons toujours pas si ces clusters sont un 

transport vésiculaire ou une triade en formation. La triadine et le DHPR sont deux 

protéines localisées à la triade mais dans deux membranes différentes (Brandt et al., 

1990; Curtis and Catterall, 1984; Kim et al., 1990), ce qui suggère que soit les 

clusters représentent déjà une association d’un tubule-t contenant du DHPR et d’une 

citerne terminale contenant la triadine soit les clusters de triadine représentent une 

vésicule, ou un morceau de RS seul, contenant la triadine et le DHPR, puis ce n’est 

qu’après fusion de la vésicule avec le RS et/ou contact du tubule-t que le DHPR 

atteindrait sa membrane cible (Figure D1). 

Figure D1 : Hypothèses sur le trafic des clusters de Triadine et DHPR. (1) Les clusters de triadine 
représentent une triade en formation dans laquelle la citerne terminale du RS contenant la triadine et 
le tubule-t contenant le DHPR sont associés et se déplacent pour atteindre leur destination finale à 
l’interface des bandes A-I. (2) Les clusters de triadine sont des vésicules en mouvement ou un 
morceau de RS, contenant la triadine et le DHPR puis une fois le tubule-t contacté, le DHPR irait dans 
son compartiment cible : la membrane du tubule-t. 
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Il a récemment été montré dans des fibres musculaires de poisson-zèbre que la 

sous-unité α1s du DHPR est localisée dans les membranes du RS longitudinal et ce 

n’est qu’une fois la membrane du RS jonctionnel atteinte que le DHPR irait dans le 

tubule-t (Linsley et al., 2017). Par quel mécanisme le DHPR pourrait-il être transféré 

du RS jonctionnel au tubule-t ? Il existe deux formes de la sous-unité α1s du DHPR, 

une forme entière de 212 kDa et une forme tronquée de 175 kDa, clivée entre les 

acides aminés 1664-1665 (Hulme et al., 2005). C’est cette dernière qui est 

majoritaire dans le muscle squelettique et qui joue le rôle de senseur du voltage et 

de canal calcique (Beam et al., 1992; Morrill and Cannon, 2000) tandis que la forme 

entière a été montrée comme ayant plutôt un rôle auto-inhibiteur sur le canal (Morrill 

and Cannon, 2000). L’hypothèse que nous pouvons envisager est donc que le 

clivage du DHPR lui permettrait d’être transféré du RS au tubule-t. Il serait donc 

intéressant de créer différents mutants du DHPRα1s (forme tronquée, mutation du 

site de clivage) afin d’essayer de confirmer cette hypothèse d’adressage du DHPR à 

la membrane du tubule-t. 

 

Ces premières étapes de caractérisation suggèrent que les clusters de triadine 

contiendraient des protéines du CRC déjà associées et qui se déplaceraient 

ensemble pour atteindre leur localisation finale. La question qui visait à comprendre 

si les clusters de triadine représentaient des vésicules et/ou le compartiment 

triadique entier a ensuite été abordée. 

Nous avons tenté de marquer les tubules-t dans des myotubes en culture à un stade 

précoce de différenciation et d’observer comment les clusters de T95 se comportait 

vis-à-vis des tubules-t. A trois jours de différenciation grâce au Di-8-ANEPPS nous 

avons vu que les tubules-t étaient présents et majoritairement longitudinaux dans les 

cellules en culture. Cependant à un stade plus précoce de différenciation (16h de 

différenciation) nous n’avons pas trouvé de marqueurs pour observer les tubules-t. Il 

se pourrait qu’à ce stade les tubules-t ne soient pas encore assez développés pour 

être visibles. Effectivement au début du développement musculaire les tubules-t ne 

sont pas encore présents mais les jonctions membrane plasmique-RS sont visibles, 

permettant la formation de couplages périphériques entre le DHPR localisé à la 
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membrane plasmique et le RyR dans la membrane du RS (Franzini-Armstrong, 1991; 

Takekura et al., 1994b). Il est probable qu’à ce stade, nous soyons donc plutôt en 

présence d’une majorité de contacts membrane plasmique-RS et que les tubules-t ne 

seraient que peu ou pas développés. Différents éléments pourraient être testés afin 

de comprendre si à ce stade les tubules-t sont déjà présents, et ensuite d’observer si 

les clusters de triadine pourraient être associés aux tubules-t dès le début de la 

différenciation. Tout d’abord, il faudrait observer les myotubes à un stade précoce de 

différenciation avec un marquage Di-8-ANEPPS, en changeant de technique de 

microscopie pour pouvoir observer en même temps T95. Ensuite nous pourrions 

également essayer de trouver un autre marqueur potentiel des tubules-t qui pourrait 

être utilisé. La sonde lipophilique FM4-64FX (thermofisher) pourrait être un bon outil 

à tester puisque qu’elle marque la membrane plasmique et est maintenue lors de la 

fixation.  

 

Pour conclure sur cette partie, les observations et analyses que nous avons faites ne 

sont pas complètes et demandent à être étudiées plus en détails afin de comprendre 

ce que représentent les clusters mobiles de triadine. Que ce soit des vésicules en 

trafic ou des pré-triades en formation, la question reste ouverte. Les premiers 

résultats que nous avons obtenus ne permettent pas de nous positionner vis-à-vis 

des études s’opposant entre un trafic vésiculaire des protéines du CRC (Milstein et 

al., 2009; Nori et al., 2004) ou une diffusion dans les membranes du continuum 

membranaire RE/RS (Cusimano et al., 2009; McFarland et al., 2010; Rossi et al., 

2008). Nous avons donc poursuivi nos analyses afin de comprendre ce que 

représentent les clusters mobiles de triadine et de mieux caractériser leur trafic. 

 

2) Les clusters de triadine représenteraient un trafic 

vésiculaire utilisant le cytosquelette de microtubules 
 

Dans l’optique de caractériser plus en détails les clusters de triadine, nous avons 

voulu comprendre comment ils se déplaçaient au cours de la différenciation pour 

atteindre leur destination finale. Le cytosquelette d’actine et de microtubules sont 
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notamment impliqués dans la différenciation des myoblastes ainsi que dans le 

positionnement nucléaire (Cadot et al., 2012; Falcone et al., 2014; Metzger et al., 

2012). Nous avons donc voulu tester leur implication dans les mouvements des 

clusters mobiles de triadine. Pour cela différentes drogues ont été utilisées dans le 

but d’altérer le cytosquelette des cellules et d’observer les mouvements des clusters 

de triadine. 

Dans un premier temps nous avons observé que l’altération des filaments d’actine 

par l’utilisation de la Latrunculine A impactait la survie cellulaire au début de la 

différenciation musculaire. En effet, les pré-myofibrilles ont été montrées comme 

sensibles à cette drogue au contraire des myofibrilles matures (Wang et al., 2005). 

Or, à 16h de différenciation, les myotubes qui commencent juste à se former sont 

encore trop immatures pour résister à une telle altération de leurs structures, ce qui 

expliquerait la mort cellulaire observée. 

Dans un second temps, nous nous sommes concentrés sur le cytosquelette de 

microtubules. Du nocodazole à 10µM a permis de montrer que les clusters de 

triadine utilisent bien en majorité les microtubules pour se déplacer à 16h de 

différenciation. Cependant un second mécanisme pourrait également exister pour un 

faible nombre de clusters, étant donné que quelques mouvements sont encore 

observables avec la drogue. La myosine VI a, par exemple, été montré comme ayant 

un rôle dans la différenciation des myoblastes (Karolczak et al., 2015), il serait donc 

intéressant de combiner plusieurs drogues comme le nocodazole avec une drogue 

inhibant les mouvements dépendants de la myosine par exemple.  

Le nocodazole à des concentrations nanomolaires a permis de montrer que les 

clusters de triadine n’utilisent pas la dynamique des microtubules par liaison des 

bouts (+) des microtubules pour leurs déplacements. Nous nous sommes donc 

concentrés sur le rôle de moteurs moléculaires, dynéines et des kinésines. Tout 

d’abord nous avons testé l’implication de la dynéine dans les mouvements des 

clusters de triadine, pour cela nous l’avons inhibée soit par l’utilisation de la 

ciliobrevine D soit par surexpression du domaine coiled-coil 1 de p150glued, une 

sous-unité de la dynactine. La surexpression de ce mutant dans des cellules en 

culture a été montrée comme altérant les mécanismes dépendant du complexe 

dynéine/dynactine et donc d’également inhiber la dynéine (Quintyne et al., 1999; 
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Reck-Peterson et al., 2018). Ces expériences ont montré que quel que soit la 

méthode utilisée pour inhiber la dynéine, la fraction mobile des clusters de triadine 

était impactée, suggérant que les clusters de triadine utiliseraient bien ce moteur 

moléculaire pour leurs mouvements. Cependant, une partie des clusters de triadine 

étant toujours mobiles malgré l’inhibition de la dynéine, il est donc probable que les 

kinésines soient également impliquées dans ces mouvements. Dans une cellule 

musculaire les microtubules n’ont pas d’orientation précise et définie (Oddoux et al., 

2013), donc nous ne pouvons pas savoir si les moteurs moléculaires sont autant 

utilisés l’un que l’autre. C’est pourquoi nous avons voulu tester l’implication des 

kinésines, or plus de 50 kinésines existent (Endow et al., 2010) et aucune drogue 

permettant de toutes les inhiber n’a été trouvée. Nous avons donc décidé de nous 

concentrer sur la kinésine Kif5b ayant notamment un rôle dans la différenciation 

musculaire notamment dans le mouvement des noyaux lors de la différenciation 

(Gache et al., 2017; Metzger et al., 2012; Wilson and Holzbaur, 2015) ainsi qu’une 

fonction dans la mobilité du reticulum au sein de cardiomyocytes (Vega et al., 2011). 

Etant donné son implication dans la différenciation musculaire il serait tout à fait 

possible qu’elle agisse sur les mouvements des clusters de triadine. Cependant lors 

de l’altération de son expression par l’utilisation de siRNA, seul le phénotype typique 

(accumulation des noyaux au centre de la cellule) d’une telle délétion a été observé à 

DIF3 mais sans altérer la dynamique des clusters de triadine. Il serait intéressant 

d’observer si Kif5b n’a pas d’effet sur les mouvements des clusters de triadine à un 

stade de différenciation plus précoce. Or, à 16h de différenciation, le siRNA n’a 

probablement pas eu le temps d’agir, expliquant pourquoi aucun phénotype ni 

aucune altération de la dynamique des clusters de triadine n’ont été observés. Il 

faudrait donc tenter de mettre les cellules en contact du siRNA de Kif5b plus en 

amont de la différenciation, pour lui permettre d’avoir plus de temps pour s’exprimer. 

L’utilisation d’un lentivirus contenant un siRNA contre Kif5b devrait également 

permettre d’avoir une expression plus précoce du siRNA. 

Il pourrait également être intéressant de regarder l’implication d’autres kinésines 

comme Kif3b, dans les mouvements de la triadine. Effectivement il a été montré que 

Kif3b colocalise avec des marqueurs de la triade (RyR, DHPR et triadine) au sein de 

fibres musculaires adultes (Ginkel and Wordeman, 2000), témoignant d’une possible 

fonction dans la différenciation et la maintenance des triades. 
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Les clusters mobiles de T95 utiliseraient donc les moteurs moléculaires pour se 

déplacer sur le réseau de microtubules. Or, la dynéine et les kinésines sont connus 

pour être impliqués respectivement dans les mouvements antérogrades et 

rétrogrades de la voie précoce de biosynthèse (reticulum-Golgi) (Lippincott-Schwartz 

et al., 1995; Presley et al., 1997; Roghi and Allan, 1999; Tomás et al., 2010; Watson 

et al., 2005). Les clusters de triadine pourraient-ils représenter des vésicules 

empruntant cette voie de biosynthèse ? 

Afin de répondre à cette question, nous avons comparé le trafic des clusters de 

triadine par rapport à celui de VSVG, protéine G du virus de la stomatite vésiculaire 

connue pour emprunter la voie classique de biosynthèse allant du reticulum à la 

membrane plasmique. Ces expériences nous ont permis d’observer que certains 

clusters de T95 se déplaçaient avec ceux de VSVG à 16h de différenciation, 

supposant que les deux protéines emprunteraient en partie la même voie de trafic, 

que nous avons caractérisé. Les immunomarquages réalisés ont montré que les 

clusters de T95 colocalisaient partiellement avec les marqueurs des vésicules COPII 

et du compartiment intermédiaire ERGIC et mais pas avec l’appareil de Golgi. Ces 

résultats suggèrent que les clusters de triadine sortiraient du reticulum, iraient jusqu’à 

l’ERGIC mais ne traverseraient pas l’appareil de Golgi.  

Pour confirmer cette hypothèse nous avons essayé d’altérer la voie de biosynthèse 

afin de voir si le trafic des clusters de T95 en était impacté. La Brefeldine A (BFA) qui 

inhibe indirectement le transport des protéines du RE au Golgi, a eu l’effet escompté 

sur nos myotubes en culture étant donné que la structure de l’appareil de Golgi est 

apparue altérée. Cependant ni les clusters de T95 ni ceux de VSVG n’ont vu leurs 

dynamiques modifiées. Ce résultat a été inattendu principalement concernant VSVG 

étant donné que sa voie de biosynthèse est connue et que son trafic a déjà été 

montré comme impacté en présence de BFA (Doms et al., 1989). Une tentative 

d’explication est qu’au contraire des cellules mononuclées, dans des cellules 

différenciées comme les myotubes, VSVG ne serait que peu secrétée et irait dans 

l’ERGIC avant d’atteindre le RS. Effectivement, il a tout d’abord été montré que 

l’ERGIC est un compartiment résistant à la BFA, ce qui signifie qu’il est toujours 

présent en présence de la drogue (Lippincott-Schwartz et al., 1990) ainsi les 

protéines pourraient encore trafiquer par ce compartiment. Des protéines comme 

l’ERGIC53 ou le récepteur du KDEL, connus pour cycler entre le reticulum et 
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l’ERGIC, ont été observées accumulées dans des clusters d’ERGIC avec la BFA 

(Füllekrug et al., 1997; Lippincott-Schwartz et al., 1990; Tang et al., 1993), appuyant 

cette notion de compartiment résistant à la BFA. De plus, dans les myotubes une 

fraction de VSVG a été montrée comme n’acquérant pas de résistance à la digestion 

par l’endoglycosidase H, ce qui signifie qu’elle ne traverserait pas l’appareil de Golgi. 

Cette fraction de VSVG montrée comme colocalisant partiellement avec la 

calséquestrine, serait transportée du reticulum endoplasmique (RE), à l’ERGIC avant 

d’atteindre un compartiment n’ayant pas de fonction d’export et qui correspondrait au 

RS (Kaisto et al., 2002; Rahkila et al., 1998). Il se pourrait donc que les clusters de 

triadine suivent le même cheminement que ceux de VSVG à savoir une sortie du 

reticulum, un passage par l’ERGIC avant un retour au niveau du RS ce qui 

expliquerait nos résultats. 

Dans le but de confirmer ces résultats, nous avons voulu altérer la voie de 

biosynthèse d’une autre manière. Pour cela nous nous sommes concentrés sur les 

dominants négatifs d’Arf1 et Sar1, deux GTPases connues pour être impliquées 

respectivement dans la formation des vésicules COPI au niveau de l’ERGIC et du 

cis-Golgi et des vésicules COPII au niveau des sites de sortie du reticulum (ERES) 

(Beck et al., 2009; Nakańo and Muramatsu, 19 9). Les dominants négatifs 

permettent donc d’altérer le transport rétrograde Golgi-RE ou l’export du RE et donc 

le transport antérograde. L’utilisation de ces dominants négatifs a montré que le trafic 

des clusters de la triadine était impacté : avec le dominant négatif de Sar1, moins de 

clusters de triadine étaient mobiles alors qu’avec le dominant négatif d’Arf1, la 

vitesse des clusters de T95 a augmenté. Ces résultats suggèrent que lorsque la 

dynamique des ERES est altérée par Sar1 DN, un nombre plus faible de clusters 

mobiles de T95 est détecté ce qui confirme l’idée selon laquelle les clusters de 

triadine représenteraient, au moins en partie, des vésicules de la voie de biosynthèse 

qui sortiraient du reticulum. Cependant le dominant négatif d’Arf1 aurait dû avoir le 

même effet que la BFA puisqu’ils bloquent tous deux la formation des vésicules 

COPI. Néanmoins l’ERGIC est résistant à la BFA donc si les transporteurs issus de 

ce compartiment sont bien recouverts du manteau COPI, comme certaines études le 

suggèrent (Appenzeller-Herzog and Hauri, 2006; Ben-Tekaya et al., 2005; Watson 

and Stephens, 2005), cela pourrait expliquer pourquoi le trafic de la triadine est 

impacté avec le dominant négatif d’Arf1 et pas avec la BFA. Malgré cela nous 
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n’avons pas d’explications pour expliquer l’augmentation de la vitesse des clusters 

de triadine en présence du dominant négatif. 

Plusieurs éléments pourraient être intéressants à tester pour valider et étoffer nos 

résultats concernant la voie de biosynthèse empruntée par la triadine. Tout d’abord il 

se pourrait qu’au début de la différenciation musculaire quand toutes les structures 

ne sont pas encore pleinement organisées, VSVG suive majoritairement le même 

trafic que la triadine puis qu’au cours de la différenciation, une fraction de VSVG irait 

dans le RS comme la triadine et une fraction atteindrait le tubule-t, comme l’ont 

suggéré Rhakila et al., (Rahkila et al., 1998). L’observation du trafic de VSVG en 

présence des différentes constructions de Sar1 et Arf1 permettrait de le comparer à 

celui de T95. Ensuite il serait intéressant de pouvoir purifier les membranes de 

l’ERGIC à partir des myotubes en culture afin d’observer si la triadine est une 

protéine cyclant entre le reticulum et le compartiment intermédiaire. En effet, c’est ce 

que Breuza et al. ont fait en 2004, à partir de lignées cellulaires traitées avec de la 

BFA (Breuza et al., 2004), permettant aux protéines cyclant, comme l’ERGIC53, de 

s’accumuler dans l’ERGIC et donc de pouvoir être identifiées. De plus, l’utilisation de 

la protéine ERGIC53 sur cellules vivantes comme marqueur du compartiment 

intermédiaire, permettrait de comparer son trafic à celui des clusters de T95 et 

d’observer si les deux protéines ont un comportement similaire. Le système de 

RUSH (Retention Using Selective Hook) pourrait également être un outil intéressant 

à développer sur notre système de culture. Le RUSH est une technique permettant 

d’analyser et de visualiser le trafic intracellulaire de protéines sécrétées. En effet la 

protéine d’intérêt couplée à un tag fluorescent est retenue dans son compartiment 

donneur, le reticulum par exemple, grâce à son interaction avec une protéine 

résidente de ce compartiment. C’est l’ajout de biotine qui permet la libération de la 

protéine d’intérêt et ainsi son trafic jusqu’à son compartiment final pourra être suivi 

(Boncompain and Perez, 2012). Appliquée à la triadine sur les myotubes en culture, 

ce système permettrait de retenir la triadine dans le reticulum puis de suivre son 

devenir au sein de la voie de biosynthèse. 

L’ensemble de ces résultats suggèrent que les clusters de triadine seraient des 

vésicules empruntant une voie de biosynthèse muscle spécifique et permettant à la 

triadine d’atteindre la triade au cours de la différenciation. 
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3) Mise en évidence d’une voie de biosynthèse spécifique du 

muscle 
 

Nos premiers résultats sur le trafic des clusters de la triadine suggèrent qu’une voie 

de biosynthèse muscle spécifique existerait bien au sein des fibres musculaires. 

Néanmoins cette voie particulière demande encore à être caractérisée afin de mieux 

comprendre les différents compartiments impliqués dedans et le trajet que les 

protéines du CRC emprunteraient. 

Différentes études ont montré que des protéines de surface étaient retrouvées à la 

membrane plasmique dans des cellules traitées avec de la BFA suggérant ainsi 

qu’une voie contournant l’appareil de Golgi existerait. Plus spécifiquement, une voie 

reliant directement le compartiment intermédiaire aux endosomes de recyclage et 

donc à la membrane plasmique serait présente dans les cellules (Saraste and Marie, 

2018) et pourrait donc exister dans les fibres musculaires (Figure D2).  

Figure D2 : La voie de biosynthèse d’une cellule musculaire. Schéma illustrant différentes 
hypothèses possibles sur la voie de biosynthèse d’une fibre musculaire. La voie classique de 
biosynthèse : RE-ERGIC-Golgi-Membrane plasmique est présente mais une autre voie contournant le 
Golgi pourrait également exister et faire intervenir un passage par le compartiment de recyclage des 
endosomes. RE = reticulum endoplasmique ; RS = reticulum sarcoplasmique ; ERES = sites de sortie 
du reticulum ; ERGIC = compartiment intermédiaire 

Il serait donc intéressant de mieux étudier cette voie dans des fibres musculaires afin 

d’observer si la triadine l’emprunte. Puisque les GTPases Rab1 et Rab11 définissent 
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respectivement le compartiment intermédiaire et le réseau endosomale de recyclage 

(Saraste and Marie, 2018), nous pourrions commencer par des immunomarquages 

de ces Rab et comparer leur localisation avec celle de la triadine. 

En plus de la triadine, l’étude du trafic d’autres protéines du CRC ou partenaires de 

la triade permettrait de (1) comprendre quelle voie empruntent ces différentes 

protéines : quittent-elles toutes le reticulum avant d’atteindre leur compartiment cible 

(citerne terminale, lumière du reticulum, tubule-t) ? (2) caractériser plus en détails la 

voie de biosynthèse des cellules musculaires et comment elle évolue au cours de la 

différenciation musculaire. 

Comme nous l’avons vu précédemment, les clusters de triadine contiennent 

également la sous-unité alpha DHPR. Une voie alternative pouvant être empruntée 

par le DHPR est un trafic à partir des membranes du reticulum, jusqu’à l’ERGIC puis 

il atteindrait le tubule-t via la voie compartiment intermédiaire/réseau endosomal de 

recyclage, ou alors il pourrait atteindre directement la membrane plasmique et ce 

n’est qu’une fois la différenciation musculaire plus avancée, et donc les tubules-t plus 

développés, que le DHPR serait transféré dans les membranes du tubule-t. Si une 

protéine du tubule-t comme le DHPR emprunte cette voie, son trafic ne devrait pas 

être impacté par un traitement avec de la BFA, le DHPR devrait également rester 

sensible à la digestion par l’endoglycosidase H, illustrant qu’il ne traverse pas 

l’appareil de Golgi pour atteindre le tubule-t, et les clusters contenant du DHPR 

devraient colocaliser en partie avec des marqueurs comme l’ERGIC53 ou 

Rab1/Rab11. 

Toujours dans le but de mieux caractériser cette voie de biosynthèse muscle 

spécifique, nous pourrions également suivre le trafic d’autres protéines du CRC 

comme la calséquestrine. Son trafic permettrait de visualiser la voie de biosynthèse 

de protéines localisées dans la lumière du RS des citernes terminales. Même si le 

trafic de la calséquestrine reste encore controversé, plusieurs études ont révélé 

qu’elle sort du reticulum et qu’elle atteind le RS sans traverser l’appareil de Golgi 

(Gatti et al., 1997; Milstein et al., 2009; Nori et al., 2004; Thomas et al., 1989), ce qui 

soutient nos résultats sur la triadine et de l’implication d’une voie muscle spécifique 

contournant le Golgi. Ainsi étudier plus en détails les comportements de différentes 

protéines localisées à la triade permettrait de mieux appréhender les mécanismes 
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sous-jacents au trafic des protéines et de préciser la voie de biosynthèse des cellules 

musculaires. 

Une étude récente suggère que la voie de biosynthèse est nécessaire pour la mise 

en place de la triade et pour le bon adressage des protéines du CRC à la triade 

(Giudice et al., 2016). En effet, par la réexpression dans des muscles adultes 

d’isoformes courtes de protéines naturellement présentes au cours du 

développement post-natal, les auteurs ont montré une altération de l’organisation du 

tubule-t ainsi qu’une mauvaise localisation de RyR1 et du DHPR. Les protéines 

réexprimées sont connues pour être impliquée dans la voie de biosynthèse : la 

chaîne lourde de la clathrine, Snap23, Trip10/Cip4 et Tmed2. La clathrine est le 

principal manteau vésiculaire impliqué dans la voie d’endocytose, Snap23 est un 

membre des complexes de fusion SNARE, Trip10 est un membre de la famille des 

protéines à domaine BAR ayant un rôle dans la déformation des membranes et le 

trafic vésiculaire et Tmed2 est localisée au niveau du reticulum/ERGIC/cis-Golgi où 

elle aurait un rôle dans la formation des vésicules COPI et COPII. Les auteurs 

montrent que l’expression des isoformes courtes de ces quatre protéines dans des 

muscles adultes altère l’adressage des protéines du CRC à la triade. Ainsi nous 

pouvons extrapoler que sans ces protéines la voie de biosynthèse serait altérée, 

entrainant des défauts dans le trafic des protéines de la triade et aboutissant ainsi à 

leur mauvaise localisation. Le passage par la voie de biosynthèse dont la sortie du 

reticulum, serait donc un élément important pour le bon adressage des protéines de 

la triade. 

 

Dans ce contexte, on peut se demander pourquoi des protéines résidentes du RS 

sortiraient du reticulum après leur synthèse pour y revenir, en particulier si on admet 

que le reticulum est un continuum de membranes reliant le RE au RS et donc la 

citerne terminale. Les fonctions de l’ERGIC sont encore mal connues même si la 

majorité des études s’accorde pour le décrire comme un compartiment qui confirme 

le contrôle qualité effectué dans le reticulum. Il vérifierait le repliement correcte des 

protéines, puis les trierait suivant leur signal de rétention afin de les envoyer dans 

leur compartiment cible (Appenzeller-Herzog and Hauri, 2006; Saraste and Marie, 

2018). Il pourrait être envisagé qu’après leur synthèse au sein du RE, les protéines 
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de la triade seraient exportées jusqu’à l’ERGIC avant d’être retournées dans le RS 

et/ou de poursuivre leur route jusqu’au tubule-t en ayant subi ces contrôles de 

qualité. Le mécanisme expliquant le retour dans le reticulum des protéines résidentes 

du reticulum, une fois ces dernières passées par l’ERGIC, pourrait impliquer la 

protéine RER1p localisée au niveau de l’ERGIC/cis-Golgi. En effet, RER1p reconnaît 

au niveau des domaines transmembranaires des protéines des informations 

d’adressage au réticulum, leur permettant d’y retourner (Sato et al., 2003, 2001, 

1995). Il a également été montré qu’en l’absence de signal d’export, l’oligomérisation 

facilite l’assemblage des protéines membranaires dans les vésicules COPII 

(Borgese, 2016). Or, la triadine est une protéine pouvant se multimériser (Froemming 

et al., 1999) laissant penser que cette capacité lui permettrait de quitter le RE. Des 

expériences supplémentaires pourraient être envisagées afin de confirmer le rôle de 

la multimérisation de la triadine dans son trafic.  

 

L’ensemble de ces résultats suggère que les clusters contenant la triadine seraient 

des vésicules empruntant une voie de biosynthèse muscle spécifique allant du 

reticulum à l’ERGIC, avant d’atteindre le RS et la citerne terminale. Leurs 

mouvements dépendant des moteurs moléculaires et donc du réseau de 

microtubules sont en accord avec un passage par la voie de biosynthèse. Par 

extrapolation, les autres protéines du CRC pourraient suivre la même voie avant que 

chacune atteignent son compartiment de fonction. Ces résultats ne sont pas 

incompatibles avec une hypothèse évoquée précédemment, à savoir le fait que 

certains clusters mobiles marqués par la triadine représentent des accolements de 

tubule-t et de citerne terminale en mouvement. En effet au cours de cette étude, 

nous avons remarqué deux types principaux de clusters, des gros clusters se 

déplaçant sur de petites distances et de petits clusters pouvant faire des 

mouvements sur de longues distances. Au cours des analyses nous n’avons pas 

séparé ces deux populations et il pourrait être intéressant par exemple de mieux 

caractériser la relation taille de cluster/distance parcourue. En effet, nous pouvons 

supposer que les petits clusters représentent les vésicules en trafic comme nous 

l’avons suggéré, alors que les gros clusters seraient des citernes terminales du RS 

(accolées ou non à un tubule-t), de plus en plus nombreuses au cours de la 
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différenciation musculaire et s’organisant en doubles rangées de points à l’interface 

des bandes A-I.  

 

II. Diffusion et rétention de la triadine à la triade  
 

Nous venons de voir qu’au tout début de la différenciation, les clusters de triadine 

seraient des vésicules qui transporteraient la triadine le long des microtubules, de 

son lieu de synthèse jusqu’au RS. Néanmoins dans des stades de différenciation 

plus avancés, lorsque les triades sont parfaitement organisées en doubles rangées 

de points à l’interface des bandes A-I, plus aucun mouvement de clusters de triadine 

n’est observable cependant les expériences de FRAP réalisées ont tout de même 

montré qu’une faible fraction de triadine était toujours mobile dans ces cellules 

matures. Notre problématique a donc été de mettre en évidence la dynamique de la 

triadine afin de mieux la caractériser et de comprendre comment la triadine est-elle 

localisée à la triade alors qu’une fraction semble toujours mobile. 

1) La triadine est dynamique dans les membranes du RS 
 

Afin de mieux comprendre la dynamique de la triadine (T95) au cours de la 

différenciation musculaire, nous avons comparé son comportement à celui de 

protéines modèles du reticulum : KDEL, un marqueur de la lumière du reticulum et 

Sec61β, une protéine transmembranaire du reticulum mais non localisée à la triade 

puis nous avons suivi et comparé leurs dynamiques grâce à l’utilisation de la 

photoactivation. 

Le premier protocole utilisé, la simple activation, nous a permis de révéler la 

dynamique des protéines photoactivables (PAGFP) par observation direct des 

mouvements des protéines en dehors de la région d’activation (ROI) et par la 

décroissance de fluorescence dans le ROI. Ces expériences ont montré que (1) T95 

présentait le marquage attendu, à savoir clusters éparpillés au un stade précoce de 

différenciation (DIF3) ou en doubles rangées de points dans des cellules matures 

(DIF9). (2) Aucun mouvement de fluorescence en dehors du ROI activé, n’était 
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observé pour T95 au contraire de Sec61β ou KDEL et (3) un t1/2 a pu être extrait pour 

chacune des protéines. Ces t1/2 témoignent du fait que les trois protéines sont 

dynamiques quel que soit le stade de différenciation, mais que le t1/2 plus élevé de 

T95 illustre une certaine restriction dans sa dynamique de T95 par comparaison à 

Sec61β ou KDEL. 

 

2) La triadine diffuse dans les membranes du RS avant de 

s’ancrer dans les triades 
 

Etant donné que la fraction de triadine mobile est faible, cela pourrait expliquer 

pourquoi aucun halo de fluorescence en dehors du ROI n’a été observé pour T95. 

C’est pourquoi le deuxième protocole de photoactivation utilisé, les itérations, nous a 

permis de révéler plus de fluorescence pour chaque protéine. Les résultats obtenus 

montrent que (1) la triadine diffuse de façon similaire à Sec61β dans les membranes 

du RS mais (2) au contraire de ce dernier, la triadine s’accumule dans des clusters 

plus ou moins éloignés du ROI activé, clusters qui semblent être des triades. (3) De 

plus, dans une fibre musculaire adulte, la triadine conserve ce même comportement.  

Au vu de la vitesse similaire de l’onde de fluorescence détectée pour T95 et Sec61β 

mais du taux de décroissance de fluorescence plus élevé pour T95, on peut 

supposer que T95 à subit une restriction dans son mouvement qui n’est pas 

appliquée à Sec61β. Cette restriction s’illustre par l’accumulation de la fluorescence 

de T95 dans des clusters plus ou moins éloignés du ROI et ayant une localisation 

typique pour des triades (éparpillés dans la cellule à DIF3 et en doubles rangées de 

part et d’autre de la ligne Z à DIF9). Le fait que ce même phénomène soit observé 

dans des fibres adultes montre que la dynamique de la triadine n’est par ailleurs pas 

restreinte aux cellules en développement. 
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3) Implication des domaines de la triadine dans sa 

localisation à la triade 
 

Un flux constant de triadine a ainsi été mis en évidence ce qui implique un 

mécanisme lui permettant d’être retenu au sein des triades. 

Pour savoir quel mécanisme permettrait la rétention de la triadine, nous avons testé 

le rôle des différents domaines de la triadine ainsi que son interaction avec le massif 

canal calcique, RyR1. Dans un premier temps, la question qui s’est posée était de 

savoir si la partie luminale de la triadine pouvait être responsable de sa localisation et 

de sa dynamique plus lente que celle de Sec61β. Pour cela, nous avons utilisé le 

mutant T95∆Cter délété de la majeure partie de son domaine luminal qui contient les 

différents domaines fonctionnels de la triadine (KEKE, Coiled-Coil et deux cystéines). 

Dans des myotubes immatures (DIF3) T95∆Cter se comporte comme Sec61β. 

Cependant dans des myotubes matures (DIF9), T95∆Cter à la même localisation 

(doubles rangées de points) et la même dynamique que celles de T95. Un 

mécanisme propre à l’état différencié des cellules musculaires serait donc 

responsable du comportement de T95∆Cter. Plusieurs études précédentes ont mis 

en avant les rôles des différents domaines de la triadine dans son ancrage aux 

triades. Il a par exemple été suggéré que sa capacité à multimériser grâce à ces 

cystéines contribuerait à la formation des triades (Froemming et al., 1999; Marty, 

2015) et pourrait donc permettre à la triadine de s’accumuler dans les triades une 

fois les membranes des citernes terminales atteintes. Néanmoins, si la 

multimérisation rentre en jeu dans la rétention de la triadine ça ne serait que dans 

des myotubes immatures car dans des myotubes matures, T95∆Cter, qui ne peut 

pas multimériser, s’accumule aux triades. 

La partie luminale de la triadine contient également un domaine d’interaction avec 

d’autres protéines du CRC comme RyR1, la calséquestrine (Knudson et al., 1993; 

Kobayashi et al., 2000; J. M. Lee et al., 2004; Marty et al., 2009, 1994) ou Climp63 

(Osseni et al., 2016). Dans un deuxième temps nous avons donc voulu comprendre 

si l’interaction de la triadine avec RyR1 par sa partie luminale, pouvait expliquer sa 

rétention. L’utilisation de cellules RYR1 KO, nous a permis d’observer que ni la 

localisation ni la dynamique de T95 ou de T95∆Cter n’étaient impactées en l’absence 
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de RyR1 dans des myotubes immatures (DIF3). Cependant il a été montré que la 

triadine et RyR1 interagissent également via la partie cytosolique de la triadine 

(Rossi et al., 2014), il serait donc intéressant de pouvoir réaliser ces mêmes 

expériences dans des myotubes matures afin de voir si cette interaction est 

impliquée dans la rétention de la triadine. Néanmoins nous n’avons pas pu maintenir 

les myotubes RYR1 KO jusqu’à un stade si avancé de différenciation. 

Dans un dernier temps et étant donné la capacité du mutant T95∆Cter de se 

comporter comme T95 dans des myotubes matures, nous avons voulu comprendre 

si les domaines cytosolique et/ou transmembranaire de la triadine étaient impliqués 

dans sa localisation à la triade. La création de différents hybrides a permis d’observer 

que (1) remplacer le domaine cytosolique de Sec61β par celui de la triadine ne 

permettait pas à l’hybride de s’accumuler à la triade, (2) remplacer le domaine 

transmembranaire de T95∆Cter par celui de Sec61β, diminuait la localisation à la 

triade de l’hybride par contre (3) remplacer le domaine transmembranaire de Sec61β 

par celui de T95∆Cter permettait à l’hybride de former des doubles rangées de 

points, caractéristiques d’une localisation à la triade. 

Ainsi c’est le domaine transmembranaire de la triadine qui serait nécessaire pour sa 

localisation à la triade. Les mécanismes permettant la rétention à la triade d’une 

protéine par son domaine transmembranaire pourraient impliquer des interactions 

avec des lipides membranaires et/ou des interactions moléculaires directes avec 

d’autres protéines comme ce qui a récemment été décrit pour SERCA et la 

phospholamban (Martin et al., 2018). Cependant ces mécanismes demandent 

encore à être déchiffrés. 

 

Ces différents résultats montrent que la triadine diffuse constamment dans les 

membranes du RS quel que soit l’état de différenciation musculaire, puis qu’elle 

s’accumule dans les triades dans lesquelles elle est retenue notamment grâce à son 

domaine transmembranaire. 
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III. Bilan des mécanismes de trafic de la triadine tout au long 

de la différenciation musculaire 
 

Au vu de l’ensemble des résultats obtenus au cours de ma thèse concernant les 

mécanismes d’adressage et de rétention de la triadine à la triade, il peut être 

suggéré des mécanismes de trafic différents suivant la différenciation musculaire.  

Il a récemment été suggéré que lors de la différenciation, les cellules musculaires 

pourraient avoir besoin d’augmenter leur efficacité de transport des différents 

composants, protéines… nécessaires au bon fonctionnement musculaire et/ou de 

mettre en place des itinéraires de transport spécifiques à activer au cours de la 

différenciation (Giacomello et al., 2019). Ainsi nous pourrions supposer qu’au début 

de la différenciation, les cellules musculaires synthétiseraient plus de protéines pour 

permettre aux muscles de se développer et de s’organiser convenablement, ce qui 

s’illustrerait entre autre par une quantité de clusters de triadine mobiles plus 

importantes. Ces clusters seraient les vésicules transportant la triadine dans la voie 

de biosynthèse. Puis au fur et à mesure de la différenciation, la synthèse protéique 

serait moindre, donc les clusters de triadine seraient moins abondants. La triadine de 

retour dans le RS atteindrait la citerne terminale par diffusion dans les membranes 

du RS, puis elle s’accumulerait dans des clusters de plus grosses tailles peu mobiles. 

Ces clusters représenteraient des pré-triades en cours d’organisation c'est-à-dire un 

accolement entre une citerne terminale et un tubule-t. Enfin dans un muscle mature, 

ces pré-triades auraient atteint leur organisation finale en doubles rangées de points 

à l’interface des bandes A-I des sarcomères. Une fraction de triadine serait toujours 

présente sous forme non agrégée et diffuserait dans les membranes du RS. Cette 

fraction représenterait un renouvellement constant de la triadine entre les triades. 

Cependant des vésicules en trafic seraient également toujours présentes dans un 

muscle mature mais en des quantités plus faibles ne permettant pas leur observation 

directe une fois que la fibre musculaire est organisée en doubles rangées de points. 

Ce transport vésiculaire permettrait aux muscles d’avoir un apport constant de 

protéines néosynthétisées. Les deux mécanismes trafic vésiculaire et diffusion 

pourraient donc intervenir l’un après l’autre suivant la différenciation ou alors ils 

pourraient co-exister dans une fibre musculaire mais dans des ratios différents 

suivant le stade de différenciation (Figure D3). 
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Figure D3 : Le trafic de la triadine au cours de la différenciation musculaire. Schéma 
représentant différentes étapes dans le trafic de la triadine de sa synthèse à sa rétention à la triade 
dans une fibre musculaire adulte. (1) La triadine synthétisée dans le réticulum sortirait de ce dernier 
probablement dans des vésicules COPII et irait jusqu’à l’ERGIC. Puis elle serait renvoyée dans le 
reticulum au sein duquel elle diffuserait dans les membranes. Son transport serait possible grâce aux 
moteurs moléculaires se déplaçant sur le réseau de microtubules. Cette première étape serait 
majoritaire au tout début de la différenciation musculaire. En effet, la cellule musculaire en cours de 
formation aurait besoin d’une synthèse accrue de protéines afin d’aboutir à la formation et 
l’organisation précises de ces structures comme le reticulum. (2) A mesure que la cellule musculaire 
se développe, les sous-compartiments du reticulum comme la citerne terminale et les tubules-t sont 
de plus en plus développés. La cellule musculaire commence à avoir moins besoin de synthétiser des 
protéines. La triadine diffuse de plus en plus dans les membranes du reticulum et s’accumule dans les 
citernes terminales. Les pré-triades correspondent alors à des citernes terminales déjà accolées, ou 
non, à un tubule-t. Ces pré-triades vont continuer à s’organiser pour atteindre leur localisation finale. 
(3) La cellule musculaire mature est dorénavant composée de triades parfaitement organisées et 
localisées à l’interface des bandes A-I des sarcomères. La cellule musculaire a de moins en moins 
besoin de synthétiser des protéines du CRC étant donné qu’une partie importante de ces protéines 
sont déjà en place dans les triades. Ainsi à ce stade, le trafic vésiculaire est toujours présent mais en 
des quantités moindres. La triadine est retenue dans les triades grâce à son domaine 
transmembranaire. Cependant, une fraction non agrégée de la triadine est toujours présente dans un 
muscle adulte, cette fraction qui diffuse permettrait de constamment renouveler la triadine entre les 
triades. Pour plus de clarté, ce schéma ne présente que la triadine mais pourrait s’adapter aux autres 
protéines du CRC. ERES = sites de sortie du reticulum ; ERGIC = compartiment intermédiaire. COPI 
et COPII = vésicules COPI ou COPII.  
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Deletion of the microtubule-associated
protein 6 (MAP6) results in skeletal muscle
dysfunction
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Abstract

Background: The skeletal muscle fiber has a specific and precise intracellular organization which is at the basis of
an efficient muscle contraction. Microtubules are long known to play a major role in the function and organization
of many cells, but in skeletal muscle, the contribution of the microtubule cytoskeleton to the efficiency of
contraction has only recently been studied. The microtubule network is dynamic and is regulated by many
microtubule-associated proteins (MAPs). In the present study, the role of the MAP6 protein in skeletal muscle
organization and function has been studied using the MAP6 knockout mouse line.

Methods: The presence of MAP6 transcripts and proteins was shown in mouse muscle homogenates and primary culture
using RT-PCR and western blot. The in vivo evaluation of muscle force of MAP6 knockout (KO) mice was performed on
anesthetized animals using electrostimulation coupled to mechanical measurement and multimodal magnetic resonance.
The impact of MAP6 deletion on microtubule organization and intracellular structures was studied using
immunofluorescent labeling and electron microscopy, and on calcium release for muscle contraction using Fluo-4 calcium
imaging on cultured myotubes. Statistical analysis was performed using Student’s t test or the Mann-Whitney test.

Results: We demonstrate the presence of MAP6 transcripts and proteins in skeletal muscle. Deletion of MAP6 results in a
large number of muscle modifications: muscle weakness associated with slight muscle atrophy, alterations of microtubule
network and sarcoplasmic reticulum organization, and reduction in calcium release.

Conclusion: Altogether, our results demonstrate that MAP6 is involved in skeletal muscle function. Its deletion results in
alterations in skeletal muscle contraction which contribute to the global deleterious phenotype of the MAP6 KO mice. As
MAP6 KO mouse line is a model for schizophrenia, our work points to a possible muscle weakness associated to some
forms of schizophrenia.

Keywords: Microtubule-associated protein, Muscle contraction, Calcium release, Microtubules, Sarcoplasmic reticulum, Triad

Background
Large and highly structured cells such as muscle fibers
and neurons have to face considerable challenges to
maintain their shape and their different functions after
maturation [1, 2]. Many of these functions are sustained
by two major elements of the cytoskeleton, the actin fila-
ments, and the microtubules. Muscle’s main function is

contraction, which is the outcome of a cascade of events
including nerve stimulation and intracellular calcium re-
lease, and muscle fiber structure is entirely dedicated to
the optimization of contraction. Its cytoplasm is almost
fully occupied by the actomyosin filaments of the sarco-
meres, and the calcium release required to trigger
muscle contraction is performed in specific structures of
the muscle, the triads. The actin cytoskeleton was
thought to be the major muscle cytoskeletal element, be-
cause actin is the main component of the sarcomeres.
However, the microtubule cytoskeleton recently gained
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much attention, as its alteration was shown to contrib-
ute to defective muscle function in the Duchenne Mus-
cular Dystrophy [3, 4]. In muscle fibers, the microtubule
network forms a dynamic orthogonal grid with longitu-
dinal and transversal microtubule bundles, and is orga-
nized as cradles around the multiple peripheral nuclei
[5, 6]. Muscle microtubules are required in myoblast fu-
sion and differentiation [7–10], in organelle trafficking
[11], and in nuclei positioning [12, 13]. Furthermore, we
have recently shown that microtubules are linked to the
sarcoplasmic reticulum (SR) and the calcium release
complex (CRC) at the triads [14], pointing to their pos-
sible involvement in calcium release for muscle
contraction.
Until now, only a few microtubule-associated proteins

(MAPs) such as MAP7 or oMAP4 have been character-
ized as being involved in muscle differentiation and func-
tions [8, 13]. MAP6, previously called STOP protein, has
been isolated from brain preparations [15, 16] but is also
present in other tissues such as the skeletal muscles and
heart [17]. Several isoforms are produced from the alter-
native splicing of the MAP6 gene, the major ones being
MAP6-N, MAP6-F, and MAP6-E corresponding respect-
ively to the neuronal, fibroblastic, and embryonic iso-
forms, with additional poorly characterized minor
isoforms [18, 19]. MAP6 isoforms are known to stabilize
microtubules in vitro against cold temperature, depoly-
merizing drugs like nocodazole, and high calcium concen-
trations [18, 20]. MAP6-N and MAP6-E are associated in
neurons with cold-stable, drug-resistant, and long-lived
microtubules [21]. MAP6-F exhibits different locations in
fibroblasts depending on the temperature: at 37 °C, it has
a diffuse pattern in the cytoplasm, whereas at 4 °C
MAP6-F associates with and stabilizes microtubule arrays
[19, 22]. In neurons, MAP6 proteins exhibit other func-
tions than those related to microtubules. First, they are
able to interact with the actin cytoskeleton [23]. Second,
thanks to reversible palmitoylation at the N-terminal end,
the neuronal isoforms can be targeted to different loca-
tions (plasma membrane, Golgi apparatus, and mitochon-
dria) [24, 25], and this dynamic palmitoylation may favor
neuronal polarization [26]. Finally, MAP6 exhibits a sig-
naling function independent of microtubule binding, pro-
moting axonal attractive guidance downstream of
semaphorin 3E [27]. Hence, MAP6 proteins are now con-
sidered as scaffold proteins which can integrate multiple
cellular roles ranging from cell signaling to cytoskeleton
stabilization. Reflecting the multiple functions of MAP6
proteins at the cellular level, MAP6 null mice (MAP6
KO), which are devoid of all MAP6 isoforms, are viable
but display severe behavioral disorders resembling
schizophrenia-related symptoms [28–31]. Indeed, treat-
ment with anti-psychotic drugs alleviates several of the be-
havioral and biological defects [32–34].

The diverse functions of MAP6 have until now been ex-
tensively studied in the brain but never in other differenti-
ated tissues such as skeletal muscle. In this work, we show
the presence of MAP6 isoforms in skeletal muscle, and we
show that MAP6 KO mice exhibit muscle weakness to-
gether with muscle atrophy. The structure and function of
the muscle fibers of MAP6 KO mice show several alter-
ations in intracellular organization as well as in the cal-
cium release mechanism. Altogether, our study points to
the importance of MAP6 proteins in muscle function.

Methods
Antibodies
A primary antibody directed against a central repeat
motif of MAP6 proteins (antibody 23N), described previ-
ously [19], was used to label all the MAP6 isoforms. The
antibody against the alpha-1 subunit of dihydropyridine
receptor (DHPR) was from Abcam (#Ab2862), the anti-
bodies against β-tubulin (TUB2.1, #T5201) and
alpha-actinin (A-7811) were from Sigma, and the anti-
body against Golgi apparatus was from Santa Cruz
(FL-145). Antibodies against RyR1, triadin T95, tyrosi-
nated tubulin (YL1/2), and detyrosinated tubulin were
previously described [35–37]. The antibody against
SERCA was kindly provided by Dr. M.-J. Moutin [38].

Animals
MAP6 KO mice were developed by insertion of LacZ
gene instead of the exon 1 of MAP6 gene leading to the
extinction of all MAP6 protein isoforms as described be-
fore [28]. The MAP6 KO and wildtype (WT) littermate
mice on homogeneous background C57BL6/129svPas-F1
were obtained by crossing heterozygote animals (MAP6
pure heterozygote 129svPas male or female with MAP6
pure heterozygote C57BL6 male or female mice). Mice
from 3 to 10 months old were considered as adults.
Mice breeding was performed in compliance with the
French legislation and European Union Directive of 22
September 2010 (2010/63/UE). All procedures using ani-
mals were approved by the Institutional ethics commit-
tee (C2EA-04) and followed the guidelines of the
National Research Council Guide for the care and use of
laboratory animals.

Western blot analysis
Muscle (quadriceps) or brain homogenates were prepared
as described previously from frozen tissues [14]. The pres-
ence and the amount of different proteins in tissue ho-
mogenates was assayed by Western blot analysis, using a
chemiluminescent reagent after electrophoretic separation
of the protein on a 5–15% acrylamide gel, and electro-
transfer on Immobilon P (Millipore) [39]. The quantifica-
tion was performed using a ChemiDoc Touch apparatus
(Biorad, Marnes-la-Coquette, France) and the ImageLab
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Software (Biorad). The signal was normalized to the
amount of a muscle-specific protein of low abundance
(triadin T95) or GAPDH.

Histological staining
Tibialis anterior was collected immediately after euthan-
asia, flash-frozen in liquid nitrogen, and embedded in
optimal cutting temperature (OCT) compound (Tissue
Tek, Sakura). Transversal cryosections (10 μm) were
processed for hematoxylin and eosin (H/E) and nicotina-
mide adenine dinucleotide (NADH) staining. Images
were acquired using Axioscan Z.1 (Zeiss) and
cross-sectional area (CSA) and analysis was performed
using ImageJ software. CSA fibers from three different
animals were analyzed for each genotype (WT CTR: 412
fibers, KO MAP6: 459 fibers), and the values are pre-
sented as mean ± SEM.

Cell culture
Primary muscle cultures were prepared from hind limbs
of newborn WT and MAP6 KO mice, as described previ-
ously [40], and expanded in proliferation medium Ham’s
F-10 (Life technologies, Saint Aubin, France) supple-
mented with 20% FBS (Life technologies, Saint Aubin,
France), 2% Ultroser G (Pall Biosepra, St Germain en
Laye, France), and 2% Penicillin-Streptomycin (Life tech-
nologies, Saint Aubin, France). C2C12 (ATCC ref.
CRL-1772) were amplified in DMEM (Life technologies,
Saint Aubin, France) supplemented with 10% fetal bovine
serum (Life technologies) and 1% penicillin-streptomycin
(Life technologies). Differentiation into myotubes was in-
duced by a shift to differentiation medium: DMEM 1 g/L
(Life technologies, Saint Aubin, France) supplemented
with 2% Heat Inactivated Horse Serum (Life technologies)
and 1% Penicillin-Streptomycin.

Calcium imaging
Primary muscle cells from WT and MAP6 KO were
seeded on laminin-coated culture dishes. After 3 days of
differentiation, changes in intracellular calcium were
measured on WT or KO myotubes, using the
calcium-sensitive fluorescent dye Fluo4 direct (Thermo
Fisher Scientific). Stimulations were performed in Krebs
buffer (136 mM NaCl, 5 mM KCl, 2 mM CaCl2, 1 mM
MgCl2, 10 mM HEPES, pH = 7.4) with 500 μM
4-Chloro-m-cresol (4CmC) or 140 mM KCl, and fluor-
escent variations were recorded on a Leica SPE confocal
microscope and analyzed as described previously [39].

RNA extraction and RT-PCR
Brains and muscles from WT mice were collected and
frozen in liquid nitrogen. Tissues or C2C12 myotubes
were homogenized in Trizol (Thermo Fisher Scientific)
according to manufacturer procedure, and mRNA was

purified on Purelink RNA columns (Life technologies).
After reverse transcription using oligo-dT primer, PCR
amplification was performed with Phusion master Mix
(Thermo Scientific) using the following procedure: after
an initial denaturation of 1 min at 98 °C, 30 cycles of PCR
amplification (10 s at 98 °C, 30 s at 69 °C, 15 s at 72 °C)
were performed, using the following primers for the amp-
lification of the different MAP6 exons, designed in
non-repeated sequences of the four exons of MAP6: exon
1 forward (5′-GAGGAGGTGGCGAGTACAGT-3′), exon
2 forward (5′-CCCCAGATGACAAGATGGTT-3′), exon
3 reverse (5′-TTCGCCTCAGCCAGTTTATT-3′), exon 4
reverse (5′-GATGCATCACTGGTGGGTTT-3′).

RT-q-PCR
RNA extracted was reverse transcribed using the iScript
Reverse Transcription Supermix (Bio-Rad) following the
manufacturer’s instructions. Gene expression was mea-
sured by RT-qPCR using the SsoAdvanced Universal Sybr
green supermix (Bio-Rad) and the C1000 Touch Thermal
Cycler–CFX96 Real-Time System (Bio-Rad). The list of
specific primers (Eurofins) is provided in Table 1.

cDNA ends amplification
>cDNA 5′ ends amplifications were performed using the
SMARTer RACE kit (Clontech), according to manufacturer
protocol, with the following primer in MAP6 exon 2:
5′-GATTACGCCAAGCTTCTTCGGGCATTCCTTGAA
AGGCTCACT G-3′. The major PCR products were puri-
fied with a PCR clean up kit (Macherey-Nagel) and
sequenced.

Muscle fiber isolation and immunolabeling
Isolated muscle fibers were prepared by enzymatic and
manual dissociation of flexor digitorum brevis (FDB)
muscles, and the immunofluorescent labeling after fix-
ation was performed as described previously [14]. Im-
ages were acquired with a 63× objective on an LSM710
confocal microscope (Zeiss), equipped with an Airy-scan

Table 1 Primers for RT-q-PCR amplifications

Mouse gene Forward (5′–3′) Reverse (5′–3′)

β-actin GACAGGATGC
AGAAGGAGATTACTG

CTCAGGAGGAG
CAATGATCTTGAT

Chrng AGCCTCCCCAG
CCATCCAGG

GGCCCACCAGC
AACCACTCC

Map6_ex1-2 CCCTCAACAG
GCAAATCC

TCTCATGAACC
ATCTTGTCATC

Musk ATCACCACGCC
TCTTGAAAC

TGTCTTCCACG
CTCAGAATG

Myogenin CTTGCTCAGCT
CCCTCAAC

TGGGAGTTGC
ATTCACTGG

Runx1 GAAGAACCA
GGTAGCGAGATTC

GTAAAGACG
GTGATGGTCAGAG
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module. To quantify the global microtubule density, bin-
ary masks corresponding to longitudinal or transversal
microtubule areas were generated with a homemade
ImageJ macro. The obtained densities were corrected
with XLSTAT software for day-dependent parameters,
and mean values were calculated and represented with
Graphpad Prism 6.0 software. For a more detailed
analysis of microtubule network organization along
the fiber, the number of microtubule crossing a longi-
tudinal line and the intensity profile along this line
were recorded and normalized to the highest peak.
Forty different fibers from three different animals
were analyzed for each genotype, and the values are
presented as mean ± SEM.

In vivo force measurements
Mechanical performance measurements coupled to multi-
modal MR data acquisition were done as previously de-
scribed on the left gastrocnemius muscle of anesthetized
mice (6 WT and 7 MAP6 KO male mice, 7 to 8 months
old) using a totally non-invasive procedure [39, 41].
Throughout each experiment, general anesthesia was en-
sured by isoflurane inhalation, and animal body
temperature was controlled and maintained at physiological
value. Muscle contractions were induced by transcutaneous
electrostimulation, and mechanical performance (i.e.,
force-generating capacity) was evaluated during a fatiguing
bout of exercise consisting in 6 min of repeated maximal
isometric contractions induced at a frequency of 1.7 Hz.
Specific twitch tension was determined by normalizing ab-
solute twitch tension to muscle volume calculated from
hindlimb MR imaging.

Electron microscopy
Extensor digitorum longus (EDL) muscles were dissected
from 4 months old animals (3 WT and 3 MAP6 KO
mice) at resting length and prepared for standard and
transverse-tubules staining electron microscopy as de-
scribed in [42]. Specimens were cut in ultrathin sections
using a Leica Ultracut R microtome (Leica Microsystem)
with a Diatome diamond knife (Diatome Ltd.). Ultrathin
sections (~ 50 nm) were examined after staining in 4%
uranyl acetate and lead citrate, with a Morgagni Series
268D electron microscope (FEI Company), equipped
with Megaview III digital camera.

Quantitative analysis by electron microscopy
For all quantitative analyses, micrographs of
non-overlapping regions were randomly collected
from transversal and longitudinal sections of internal
fiber areas. The percentage of fibers exhibiting stacks
of flat SR membranes and their number per 100 μm2

area/section were evaluated at 28,000 magnification
in 5 micrographs from 10 fibers of each specimen.

The relative fiber volumes occupied by free SR and
free SR surface area to fiber volume ratio were mea-
sured in transversal sections by using the
well-established stereology point and intersection
counting method [43, 44]. In each specimen, 10 fi-
bers were analyzed and in each fiber 1–2 micro-
graphs were taken at 22,000 magnification. Number
of triads per area was evaluated in micrographs from
longitudinal sections and was reported as average
number over 100 μm2 (see [42] for more detail). In
each electron microscopy (EM) micrograph, the
orientation (oblique or longitudinal) of triads has
been determined. In each specimen, 10 fibers were
analyzed and in each fiber 6 micrographs were taken
at 14,000 magnification.

Statistical analysis
The statistical analyses were performed using Student’s t
test or the Mann-Whitney test according to samples
amount and distribution.

Results
MAP6 is present in skeletal muscle
MAP6 transcripts and proteins have been detected in
skeletal muscle, but without detailed characterization of
the expressed isoforms [17]. We used RT-PCR amplifica-
tion to identify the transcripts expressed in skeletal
muscle. The major neuronal isoform MAP6-N contains
exons 1 to 4, while the so-called embryonic isoform
MAP6-E contains exons 1, 2, 3, 3′ and the fibroblastic
isoform MAP6-F contains exons 1, 2, and 4 with the use
of an alternative promoter in exon 1 (Fig. 1a). Using dif-
ferent combinations of primers, RT-PCR was performed
on wildtype (WT) skeletal muscle and brain homoge-
nates, and on extracts produced from differentiated
C2C12 myotubes, a mouse muscle cell line used as a
control (Fig. 1b). Amplification of exons 1 to 3 showed a
single band for muscle (M), brain (B), and C2C12 (C)
that could correspond to MAP6-N and MAP6-E tran-
scripts. Amplification of exons 2 to 4 revealed two
bands: one that could correspond to MAP6-N transcript
and one that could correspond to MAP6-F transcript
(Fig. 1b). This demonstrates that MAP6 transcripts are
present in mouse skeletal muscle, although at different
expression levels than in the brain (Fig. 1b). The similar
pattern observed in whole muscle and in a pure myo-
tube population from C2C12 culture confirmed the
presence of MAP6 transcripts in muscle cells, excluding
any possible contamination by another cell type (periph-
eral neurons or fibroblasts for instance). The relative
MAP6 transcripts levels in brain and muscle tissues
were further determined by RT-q-PCR (Fig. 1c), and a
sevenfold reduction was observed in muscle compared
to the brain. Amplification of the 5′-cDNA end from a
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primer in the common exon 2, followed by partial se-
quencing of the major bands confirmed that N/E and F
transcripts are present in skeletal muscle (Add-
itional file 1: Figure S1). We further studied the presence
of the proteins using western blot with an antibody di-
rected against a peptide localized in a common region of
exon 1 (Fig. 1d), and triadin, a muscle-specific protein of
moderate abundance, as a loading control. Three bands
were specifically detected in control muscle compared to
MAP6 KO muscle, corresponding to the MAP6-N,
MAP6-E, and MAP6-F isoforms, with possibly

additional ones in minor amounts (Fig. 1d) [45]. The
presence of MAP6 proteins was confirmed in the pure
myoblast cell line (C2C12, Fig. 1e), and in differentiated
myotubes (WT compared to MAP6 KO myotubes
Fig. 1e). The expression pattern, similar between the two
muscle cell types, is different from adult muscle. The
non-specific bands recognized by this antibody in skel-
etal muscle precluded the further characterization of
these isoforms and the study of their localization by im-
munofluorescent labeling, and indeed the same labelling
was observed on WT and MAP6 KO muscles.

Fig. 1 MAP6 isoforms are present in mice skeletal muscle. a Structure of the MAP6 gene and of the major mRNA isoforms obtained by the
alternative splicing of the four exons or the use of an alternative promoter in the case of MAP6-F. The dashed lines represented for each isoform,
the localization of the start, and the stop codons. The localization of the antigen for the 23N antibody is represented. The localization of the
primers used to amplify the four exons is represented by the arrowheads. b RT-PCR amplifications from muscle (M), brain (B), or C2C12 myotube
(C) extracts, with H2O (H) instead of cDNA as a negative control. PCR fragments at sizes corresponding to MAP6-N, E and F transcripts were
amplified from brain homogenates: 443 bp for exons 1–3 (N/E), and 373 bp (major-N) and 176 bp (minor-F) for exons 2–4. In muscle
homogenates and in C2C12, PCR fragments of the same size as in brain homogenates were amplified. c RT-q-PCR amplification of MAP6
transcripts in brain or muscle extracts, from three different mice, compared to β-actin. d Western blot analysis has been performed with antibody
23N on 60 ng whole brain homogenates prepared from WT or MAP6-KO animals, and 50 μg of muscle homogenate prepared from WT or
MAP6-KO skeletal muscle (three mice of each genotype). In brain, five proteins are detected, the N, O, E, A, and an un-characterized 48-kDa
isoform (48). The three bands specifically detected in WT skeletal muscle at 130 kDa (N-isoform), 75 kDa (E-isoform), and 42 kDa (F-isoform) are
marked with arrows. The muscle-specific triadin isoform Trisk 95 (T95) has been used as a loading control (lower panel). e Western blot analysis
has been performed with antibody 23N on C2C12 homogenate or 3 days WT and MAP6-KO myotube (MT) homogenates. GAPDH has been used
as a loading control (lower panel)
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MAP6 KO muscle does not show signs of denervation
The global muscle structure was analyzed using histo-
logical staining. The weight of different muscles was
measured and a reduction of about 20% compared to
WT was observed in all the MAP6 KO muscles tested
(Fig. 2a). At the fiber level, a global reduction of about
20% in the size of all fibers (16% for type I fibers and
19% for type II fibers) has also been measured (Fig. 2b).
Using H&E and NADH stainings, no gross modification
was observed: no regenerating fibers, central nuclei, nor
fibrosis (Fig. 2c). No histological sign of denervation was
observed, which was confirmed by following the expres-
sion of a set of genes known to be upregulated in the
case of denervation (AChR-γ; Musk; Myogenin; Runx1)
[46]. RT-q-PCR amplification of these genes showed that
their expression was not significantly increased in MAP6
KO muscle compared to WT (Fig. 2d). Therefore, the
defects observed in MAP6 KO muscles and the muscle
atrophy are most probably mainly related to intrinsic
muscle defects and not subsequent to muscle
denervation.

MAP6 KO mice show muscle function defects in vivo
Muscle function was further studied in the MAP6 KO
mouse line. Due to the multiple behavioral defects of
these mice, like an acute response to stress [28–30], the
use of classical force measurement tests (treadmill run
or grip tests) was not possible. Therefore, we used a
non-invasive protocol involving transcutaneous electro-
stimulation coupled to mechanical measurement and
multimodal magnetic resonance (MR) acquisition to
evaluate gastrocnemius muscle function in anesthetized
animals [41]. Because the absence of MAP6 results in
synaptic function alteration [32, 47], muscle electrosti-
mulation was performed by a direct depolarization of
the plasma membrane, bypassing nerve stimulation. The
muscle volume and the twitch tension developed during
a 6-min fatiguing bout of exercise were measured in
8 months old male mice (Fig. 3a, b and Table 2).
The animals presented similar average body weights,

but the MAP6 KO gastrocnemius volume calculated
from hindlimb MR imaging was reduced compared to
WT (from 142 ± 3 mm3 in WT to 128 ± 2 mm3 in KO)
(Table 2), pointing to a small yet significant muscle atro-
phy (~ 10% muscle volume reduction), confirming the
muscle atrophy previously observed at the muscle and
fiber levels (Fig. 2). The muscle capacity for generating
specific twitch tension (i.e., absolute twitch tension nor-
malized to muscle volume) was dramatically reduced in
MAP6 KO animals whereas the extent of twitch tension
reduction at the end of exercise did not differ between
both phenotypes (Table 2 and Fig. 3). Interestingly, there
were no differences between WT and KO muscles for
intracellular pH, adenosine triphosphate (ATP), and PCr

(phosphocreatine) levels, monitored dynamically using
31P-MR throughout rest, exercise, and recovery periods
(Additional file 2: Figure S2 and Additional file 3: Table
S1), which indicates that basal bioenergetics status and
energy demand during exercise were not disturbed in
mice lacking MAP6, as already observed on another
study on the same model [48]. These data demonstrate
that the absence of the microtubule-associated protein
MAP6 induces a muscle weakness that was not accom-
panied by a proportional reduction in energy demand,
hence demonstrating an impairment of the contractile
energetic efficiency.

MAP6 deletion in mice affects microtubule organization
We next investigated the molecular mechanisms linking
MAP6 deletion to muscle weakness. As MAP6 function
has been related to microtubule stability, the absence of
MAP6 protein could therefore lead to microtubule net-
work destabilization and muscle intracellular
disorganization. We thus studied the microtubule cyto-
skeleton and the general muscle subcellular organization
in isolated FDB muscle fibers from WT and MAP6 KO
mice, using immuno-fluorescent staining of β-tubulin to
label microtubules, with a co-staining of the calcium
channel-ryanodine receptor (RyR1) as a triad marker
and of alpha-actinin (a Z-line protein) as a sarcomere
marker (Fig. 4 and Additional file 4: Figure S3). For both
genotypes, triads and sarcomeres had a normal
organization, with double rows of triads located on both
side of the Z-line of the sarcomeres (Additional file 4:
Figure S3). Microtubules exhibited a grid-like network
similar to the one described in several studies [5, 14, 49];
however, it seems organized differently between WT and
MAP6 KO muscle fibers (Fig. 4A). To assess these dif-
ferences, quantifications of the longitudinal and trans-
versal microtubule density as well as the average
number of transversal microtubules crossing a longitu-
dinal line, were performed (Fig. 4B). Surprisingly, the
transversal microtubule density was higher in MAP6 KO
fibers than in WT (Fig. 4B, b), and the average number
of transversal microtubule crossing a longitudinal line
was slightly but significantly increased in MAP6 KO
(from 1.23 ± 0.02/μm in WT fibers to 1.36 ± 0.02/μm in
MAP6 KO fibers (Fig. 4B, c, d). These results suggest
that there are more transversal microtubules in MAP6
KO than in WT fibers or that the transversal microtu-
bules are less bundled in the absence of MAP6. Quanti-
tative western blot analysis of the total amount of
tubulin in WT and MAP6 KO muscles showed no differ-
ence (Additional file 5: Figure S4). Tubulin
post-translational modifications, especially detyrosina-
tion, have been involved in contraction efficiency [50,
51]. Therefore, we checked the relative amount of tyrosi-
nated/detyrosinated microtubules in WT and MAP6 KO

Sébastien et al. Skeletal Muscle  (2018) 8:30 Page 6 of 14



muscles (Additional file 6: Figure S5) and did not ob-
serve any difference. Overall, our results favor the hy-
pothesis of a change in microtubule organization rather
than in microtubule quantity or tubulin
post-translational modification.

MAP6 KO muscles present SR structural abnormalities
Whereas the general fiber organization seemed not im-
paired at the scale of immunofluorescent analysis, a de-
tailed ultrastructural analysis using electron microscopy
(EM) was performed to visualize more subtle

modifications in MAP6 KO muscles that could contrib-
ute to the resulting muscle weakness [39, 52, 53]. In WT
muscle fibers, as classically observed, calcium release
units were located at the sarcomere A-I junctions and
were mostly in the form of triads: two SR vesicles ap-
posed to a central transverse-tubule (TT), which are ori-
ented transversally with respect to the long axis of
myofibrils (Fig. 5a). In most of the MAP6 KO fibers ana-
lyzed, the overall fiber ultrastructure was well preserved:
myofibrils were aligned with one another and triads and
TTs were correctly disposed (Fig. 5b). Quantitative

Fig. 2 Characterization of MAP6 KO skeletal muscles. a The weight of different muscles was measured from three WT and three MAP6 KO mice
and normalized to weight of WT muscles. b The cross-sectional area (CSA) was measured in type I and type II fibers from WT and MAP6 KO
tibialis anterior. c Hematoxylin/eosin staining (upper panels) and NADH staining (lower panels) of WT and MAP6 KO muscles. d Quantitative RT-
PCR amplification of four genes markers of denervation: AChR-γ; Musk; Myogenin; Runx1
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analysis confirmed indeed that there was no difference
in the density of triads (Additional file 7: Table S2, line
A) and in the percentage of longitudinally oriented tri-
ads, i.e., triads in which TTs were oriented longitudinally
with respect to the long axis of myofibrils (Add-
itional file 7: Table S2, line B). Only a significant increase
in the percentage of oblique triads (circled in Fig. 5b)
was detected (Additional file 7: Table S2, line C), i.e., tri-
ads in which TTs were not perfectly transversally ori-
ented (1.7 ± 0.4% in WT vs 5.6 ± 0.8%, in MAP6 KO).
However, more striking differences between WT and
MAP6 KO EDL fibers were detected when analyzing the
ultrastructure of the free SR (or longitudinal SR) at the

I-band level between triads (Fig. 5c–f ). In WT fibers, the
free SR at the I-band on both sides of Z lines was com-
posed of convoluted tubules that, when cross-sectioned,
appeared as multiple layers of vesicles (Fig. 5e). In
MAP6 KO fibers, the free SR at the I-band appeared re-
modeled to form straighter tubes and/or flat cisternae
(Fig. 5d), which often were stacked in multiple layers
(pointed by arrows in Fig. 5f and enlarged in the inset).
The number of fibers presenting stacks and the number
of stacks per area increased significantly in EDL fibers
from MAP6 KO mice (Table 3, lines A and B). After
quantitative analysis of free SR membranes (Table 3,
lines C and D), a small but significant increase in both
SR volume and surface in MAP6 KO fibers compared to
WT was confirmed. These results showed that
localization and structure of triads were very mildly af-
fected by deletion of MAP6 proteins and suggest that
deletion of MAP6 impacted mostly the morphology of
the SR at the I-band.
One major function of SR in muscle is calcium storage

for contraction; therefore, the amounts of the main pro-
teins involved in calcium homeostasis were evaluated
using quantitative western blot in WT and MAP6 KO
muscle homogenates (Fig. 5g, h). No significant differ-
ence was observed for the tested proteins (RyR1, the
alpha1-subunit of DHPR and the Ca2+-ATPase SERCA),
pointing to a remodeling of SR membranes rather than a
modification of their quantity or composition.

Calcium release is reduced in MAP6 KO cells
Calcium release from the SR upon plasma membrane
depolarization is a key step leading to muscle contrac-
tion and reduction in calcium release results in muscle
weakness. Since alterations in muscle strength, in micro-
tubules, and in SR organization have been observed in
MAP6 KO muscles, calcium release was further analyzed
in these muscles. Calcium imaging by confocal micros-
copy was performed on WT and MAP6 KO cultured
myotubes. Two stimuli were used: a direct stimulation
of the SR calcium channel, the ryanodine receptor
(RyR1), by 500 μM 4-chloro-m-cresol (4CmC) (Fig. 6a,
c) or a membrane depolarization using 140 mM KCl
(Fig. 6b, d). This second stimulation protocol allows to

Fig. 3 Gastrocnemius muscle mechanical performance is reduced in
MAP6 KO mice. Changes in specific (a) and relative (b) twitch
tension throughout a 6-min in vivo fatiguing bout of exercise
performed simultaneously to bioenergetics MR acquisition. Data are
means ± SEM on six WT and seven KO mice

Table 2 Body weight, gastrocnemius muscle volume, and in vivo mechanical performance

WT MAP6 KO

Body weight (g) 39.3 ± 2.6 35.1 ± 2.0

Gastrocnemius volume (mm3) 142 ± 3 128 ± 2*

Maximal specific twitch tension (mN/twitch/mm3) 1.53 ± 0.12 1.19 ± 0.07*

End exercise twitch tension (% of start exercise value) 24 ± 6 20 ± 7

Total tension produced during the whole 6-min exercise (mN/mm3) 440 ± 70 210 ± 30*

Gastrocnemius volume was calculated in vivo from MR images acquired at rest on anesthetized animals, and mechanical performance was assessed during the 6-
min fatiguing exercise for six WT and seven MAP6 KO male mice. Data are presented as mean ± SEM. The Mann-Whitney tests were performed and significant
differences (*p < 0.05) are italicized

Sébastien et al. Skeletal Muscle  (2018) 8:30 Page 8 of 14



assess the function of the whole calcium release complex
(CRC) and the functional coupling between the
voltage-activated calcium channel, the dihydropyridine
receptor (DHPR), and RyR1. Only KCl-induced calcium
release was significantly reduced in MAP6 KO myotubes
compared to WT: both the peak amplitude and the area
under the curve were reduced (Fig. 6d). The general
organization of triads and microtubules was also studied
in those WT and MAP6 KO cultured myotubes, and no
gross modification was observed (Additional file 8: Fig-
ure S6). These results suggest that the coupling between
RyR1 and DHPR, or the DHPR function, may be altered
in MAP6 KO myotubes, whereas the RyR1 function and
the SR calcium content were unmodified. Altogether,
these results show that the muscle weakness of the
MAP6 KO mice is related to a reduced calcium release.

Discussion
Previous studies on the MAP6 KO mouse model were
focused on neuronal function and shed light on numer-
ous impairments [27, 28, 31], but no impact on skeletal
muscle was demonstrated so far. The higher expression
level of MAP6 in brain compared to skeletal muscle
probably explains why the MAP6 KO mice have a major
neurological phenotype. We have here characterized de-
fects in muscle cell structure and function due to the ab-
sence of MAP6 proteins and shown that these animals
experience muscle weakness with mild muscle atrophy.
As muscle contraction was triggered in this study by a
direct stimulation of muscle sarcolemma, it can be con-
cluded that these mice have an intrinsic muscle dysfunc-
tion. We cannot exclude a small contribution of motor

neuron dysfunction as the cause of the weakness; never-
theless, there was no sign of denervation. It is note-
worthy that the observed reduction of the mechanical
performance in MAP6 KO mice is comparable to that
reported in other mouse models for congenital myop-
athies [54–56], arguing that the absence of MAP6 has a
direct deleterious impact on muscle function.
The general structure of the MAP6 KO mice muscle

fibers was not profoundly affected, but rearrangements
in microtubules and SR organization were observed. A
higher density of transverse microtubules was observed,
suggesting a disorganization of the thick transverse bun-
dles of microtubules. The EM analysis also revealed
modifications of the SR which may be the result of the
microtubule network disorganization, since both struc-
tures are in direct contact [57, 58]. Although subtle,
these modifications of the subcellular structure of the
muscle fibers may have important consequences. The
stabilization of some microtubule bundles by another
MAP (oMAP4) was for instance shown to play a role in
muscle cell differentiation [8]. Modifications of SR struc-
ture have been observed in EDL muscles from
calsequestrin-1 KO mice [59] or triadin-junctin double
KO mice [52] and have been associated to defects in the
contraction properties of the muscle fiber.
The consequences of MAP6 deletion on the skeletal

muscle function were further analyzed by calcium im-
aging. Contraction of skeletal muscles is triggered by
series of events leading to massive calcium efflux from
SR cisternae via the intracellular RyR1 calcium channel.
In MAP6 KO cells, the depolarization-induced calcium
release, corresponding to the physiological activation,

Fig. 4 Transversal microtubules organization differs between WT and MAP6 KO fibers. A FDB muscle fibers dissociated from WT and MAP6 KO
adult mice were fixed at 37 °C before labeling with anti-β-tubulin (green) and anti-RyR1 (red) antibodies. Each image represents a single confocal
plane. Scale bars: 10 μm. B The microtubule network density was assessed on 40 WT and 40 KO fibers depending on its orientation: either
longitudinally oriented (a) or transversally oriented (b) compared to the fiber longitudinal axis. To get more details on microtubule network
organization, longitudinal lines were drawn on each cell (c), and the intensity profile was recorded for each, allowing the determination of the
number of peaks per micrometer for WT and MAP6 KO cells (d), which correspond to the number of transversal microtubules per micrometer.
Values are represented as means ± SEM, Student’s t test, ***p < 0.001, **p < 0.01 and ns: non-significant
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was reduced by 15%. As calcium release after direct
RyR1 stimulation did not show any modification, this
points to an altered DHPR-RyR1 coupling. This altered
coupling is probably very transient because when ob-
served in EM, both RyR1- and DHPR-containing mem-
branes (respectively SR terminal cisternae and TT) were

normally associated, and both proteins were normally
expressed. Interestingly, it was demonstrated that MAP6
protein can stabilize microtubules against millimolar cal-
cium concentration [60], a condition achieved only after
muscle cell stimulation. It is therefore possible that the
absence of MAP6 may alter the RyR1-DHPR crosstalk

Fig. 5 EM reveals a remodeling of the sarcoplasmic reticulum at the I-band in MAP6 KO fibers. a, b EM images of EDL fibers with transverse
tubule (TT) staining (dark). In the insets, representative images of triads with TT pseudo-colored in green. Dotted circle in b points to an obliquely
oriented TT, instead of the normal transversal TT orientation (thin black arrows). c, d EM pictures showing the organization of SR membranes at
the I-band. Large arrows point to Z-lines. The free SR is colored in yellow and transverse tubules in green. e, f EM images of muscle cross
sections. Empty arrows point to stacks of flat and parallel SR cisternae (one of them being enlarged in the inset). All images are representative of
at least 30 fibers from 3 different animals of each genotype. Scale bars: a–b, 1 μm (inset: 0.05 μm); c–d, 0.2 μm; e–f, 0.1 μm (inset: 0.05 μm). g
Representative western blots on two different mice of each genotype. h Quantitative analysis of CRC protein amounts: RyR1, alpha-1-subunit of
DHPR, and SERCA in skeletal muscle homogenates. The amount of protein was normalized to GAPDH expression, the WT mean values being set
to 1. n = 7 blots from three WT and three MAP6 KO mice, Mann-Whitney, ns: non-significant
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only during depolarization, when the cytosolic concen-
tration of calcium rises, which would explain why no
other variations are observed outside of muscle fiber
stimulation. Recently, it was also shown that micro-
tubule detyrosination could play an important role in
muscle contraction efficiency by modulating the produc-
tion of reactive oxygen species and calcium transient [3,
50, 51]. Although we could not demonstrate a change in
the ratio of tyrosinated/detyrosinated microtubules, we
cannot exclude that such a transitory modification of the
microtubules during stimulation may affect muscle cal-
cium release in MAP6 KO animals. The alterations ob-
served in calcium release during excitation-contraction
coupling are probably underlying the muscle weakness
of the MAP6 KO mice.
The initial characterization of these mice showed several

behavioral defects, among which a larger time spent stand-
ing still or walking at the expense of grooming and feeding

[28]. Our demonstration that MAP6 KO mice also have a
muscle weakness could explain in part this altered activity.
Moreover, several abnormalities of the MAP6 KO mice were
partially reverted using neuroleptics, leading to the proposal
of this mouse line as a model for schizophrenia [28]. Inter-
estingly, Chlorpromazine, a neuroleptic molecule used to re-
vert MAP6 KO phenotype, was shown to increase the force
in isolated muscle fibers at low concentration, by enhancing
depolarization-induced calcium release [61]. A recent study
also concluded to a correlative relationship between schizo-
phrenia and muscle weakness in human patients [62]. It is
therefore possible that together with a central nervous sys-
tem dysfunction, skeletal muscle weakness contributes to
the schizophrenia phenotype in the MAP6 KO mice.

Conclusions
Although several studies showed major roles of MAPs in
muscle cell differentiation and function [4, 8, 13], our

Table 3 EM analysis of EDL from WT and MAP6 KO

WT KO

A Fibers with SR membrane stacks (% of total) 23.5 ± 3.5 64.0 ± 4.4**

B N. of SR stacks /100 μm2 3.4 ± 0.6 10.6 ± 0.9**

C Free SR volume/total volume (%) 5.3 ± 0.4 6.5 ± 0.3**

D Free SR surface area/total volume (μm2/μm3) 1.2 ± 0.1 1.5 ± 0.1*

Data are shown as mean ± SEM. Student’s t test, *p < 0.05 and **p < 0.01 vs WT. Sample size: rows A and B: 20–30 fibers, 2 micrographs/fiber (22,000 magnification
images in transversal sections); rows C and D: 30–45 fibers; 5 micrographs/fiber (28,000 magnification images in transversal sections)

Fig. 6 Calcium release is reduced in MAP6 KO myotubes compared to WT. a Direct stimulation of RyR1 by 500 μM 4CmC (black arrowhead).
Fluorescence variations as a function of time are represented for WT myotubes (white dots) and MAP6 KO myotubes (black dots). Values are
represented as means ± SEM for n = 150 and 151 myotubes respectively, from three different experiments, Student’s t test, ns: non-significant. b
Membrane depolarization induced by addition of 140 mM KCl (black arrowhead). Fluorescence variations are presented for WT and MAP6 KO
myotubes. Values are means ± SEM for n = 120 and 110 myotubes respectively, from three different experiments. Student’s t test, ***p < 0.001. c,
d Maximal amplitude and area under curve for 4CmC stimulation (c) and KCl stimulation (d), with the number of analyzed-myotubes in each bar
of the plot. Values are represented as means ± SEM. Student’s t test, ****p < 0.0001, **p < 0.01; ns: non-significant
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report points for the first time to a defect in the contrac-
tion properties of adult muscle due to the absence of a
MAP. The molecular bases for muscle weakness due to
the absence of MAP6 probably rely on an alteration of
the excitation-contraction coupling and calcium release,
although we could not pinpoint a precise molecular
mechanism so far. The subtle reorganization of the
muscle fiber microtubule network could account for this
excitation-contraction coupling alteration, but the in-
volvement of other regulatory mechanisms could not be
excluded as MAP6 proteins have been shown to interact
with other proteins of the cytoskeleton like actin [23] or
with Golgi elements [24, 25]. In conclusion, our work
emphasizes that MAP6 deletion in mice leads to brain
alterations as well as skeletal muscle defects that con-
tributes to the mice schizophrenia-like phenotype.

Additional files

Additional file 1: Figure S1. Multiples MAP6 isoforms are present in
muscle cDNA. cDNA 5′-end amplification was performed from a primer in
exon 2, which is common to all known MAP6 isoforms. The two major
bands were extracted, purified, and partially sequenced allowing the
identification of MAP6 transcripts (NCBI reference sequences MAP6-N:
NM_010837.3, MAP6-E: NM_001048167.1, MAP6-F: NM_001043355.2).
(JPG 853 kb)

Additional file 2: Figure S2. Dynamic and noninvasive investigation of
gastrocnemius muscle bioenergetics using 31P-MRS. In vivo changes in
gastrocnemius muscle PCr (A), ATP (B), and pH (C) throughout the 6-min
fatiguing exercise and during the following 15-min recovery period. For
each panel, the first time point (t = 0) indicates the basal value. Data are
represented as means ± SEM for 6 WT and 7 MAP6 KO animals. Details
on muscle bioenergetics are represented in Additional file 3: Table S1.
(JPG 2119 kb)

Additional file 3: Table S1. Gastrocnemius muscle bioenergetics
assessed in vivo using 31P-MRS. (DOCX 15 kb)

Additional file 4: Figure S3. Macroscopic organization of sarcomeres
and triads are preserved in MAP6 KO fibers. FDB muscle fibers dissociated
from WT and MAP6 KO adult mice were immuno-labeled with anti-α-
actinin (green) and anti-RyR1 (red) antibodies for general appreciation of
the fiber organization. Each image represents a single confocal plane.
These images are representative from 6 to 10 randomly chosen fibers.
Scale bar: 10 μm. (JPG 3236 kb)

Additional file 5: Figure S4. Total tubulin amount is not modified in
MAP6 KO muscles. A) Representative western blot and B) quantitative
analysis of β-tubulin amount in WT and MAP6 KO skeletal muscle ho-
mogenates. The amount of protein was normalized to GAPDH relative ex-
pression, and WT mean value set to 1. Values are represented as means ±
SEM from n = 3 blots, Mann-Whitney test, ns: non-significant. (JPG 969 kb)

Additional file 6: Figure S5. The ratio between tyrosinated and
detyrosinated microtubules seems unaffected in MAP6 KO. FDB muscle
fibers dissociated from WT and MAP6 KO adult mice were labeled for
tyrosinated tubulin (green) and detyrosinated tubulin (red). Each image
represents a single confocal plane. Scale bars: 10 μm. The ratio between
tyrosinated and detyrosinated microtubule network densities, reflecting
respectively the dynamic and the stable microtubules, was measured
depending on their orientation: either longitudinally oriented (a) or
transversally oriented (b) compared to the fiber axis, on n = 14 WT and 20
MAP6 KO fibers. Values are represented as means ± SEM, Mann-Whitney
test, ns: non-significant. (JPG 2421 kb)

Additional file 7: Table S2. Quantification of triads analyzed by EM.
(DOCX 15 kb)

Additional file 8: Figure S6. Organization of triads and microtubules is
similar in WT and MAP6 KO myotubes. WT and MAP6 primary cultures
were differentiated for 3 days before being fixed and labeled with
antibodies against triadin and RyR1 to visualize the triads and against
tubulin to visualize the microtubules. No major difference is observed
between the two genotypes for triadin, RyR, and tubulin. (JPG 1165 kb)
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ABSTRACT 26 

 27 

In skeletal muscle, proteins of the calcium release complex (CRC) responsible for the 28 

Excitation-Contraction (EC) coupling are exclusively localized in specific reticulum-plasma 29 

membrane contact points named triads. The CRC protein Triadin (T95) is localized in the 30 

sarcoplasmic reticulum (SR) subdomain of triads where it forms large multimers. However 31 

the mechanisms leading to the steady state accumulation of T95 in these specific areas of 32 

SR are largely unknown. To visualize T95 dynamics, fluorescent chimeras were expressed 33 

in triadin knock-out myotubes, and their mobility was compared to the mobility of Sec61β, 34 

a membrane protein of the sarcoplasmic reticulum unrelated to the EC coupling process. 35 

At all stages of skeletal muscle cells differentiation, as well as in adult muscle, we show 36 

that a part of the T95 pool is mobile and diffuse in SR membranes to progressively 37 

accumulate in triads in which it is retained thanks to its transmembrane domain. 38 

 39 
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INTRODUCTION 40 

Skeletal muscle contraction is triggered by a massive calcium release from intracellular 41 

stores upon plasma membrane depolarization. This phenomenon, known as the 42 

Excitation-Contraction (EC) coupling, occurs in specific sites of skeletal muscle called 43 

triads. Each triad consists of two reticulum terminal cisternae, named junctional 44 

sarcoplasmic reticulum (jSR), flanking a single invagination of the plasma membrane, the 45 

transverse-tubule (T-tubule) (Flucher, 1992). From a structural point of view triads are 46 

contact points between T-tubule membranes and the jSR, where proteins of the 47 

multimolecular Calcium Release Complex (CRC) are located. The sharp organization of T-48 

tubule and jSR membranes is of outmost importance because it allows a physical crosstalk 49 

between the two main components of the CRC that are each anchored in a different 50 

membrane compartment: the voltage-gated channel dihydropyridine receptor (DHPR) in 51 

the T-tubule, and the intracellular calcium channel ryanodine receptor 1 (RyR1) in the jSR 52 

(Franzini-Armstrong and Jorgensen, 1994). As a consequence of this organization, the 53 

structural modification of DHPR induced by membrane depolarization can mechanically 54 

trigger the opening of RyR1 (Flucher and Franzini-Armstrong, 1996; Marty et al., 1994). In 55 

addition to both channels, the CRC includes several regulatory proteins like calsequestrin, 56 

junctin, triadin, which can modulate RyR1 function or the organization of the molecular 57 

complex. Interestingly in skeletal muscles all proteins of the CRC are exclusively localized 58 

in the triad membranes, without a clear view on the underlying mechanisms. 59 

Muscle fibers are long and multinucleated cells with a specific endomembrane system 60 

(Villa et al., 1993). The reticulum of a muscle cell is a continuum of membranes spread 61 

throughout the entire fiber and wrapping the actomyosin fibrils (Ogata and Yamasaki, 62 

1997). It is specialized into sub-domains either ubiquitously present in mammalian cells, 63 

like rough endoplasmic (ER) reticulum for protein synthesis, or specific to the calcium 64 

cycle of the fiber, like longitudinal SR and jSR (Kaisto and Metsikkö, 2003; Rahkila et al., 65 
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1996; Sorrentino, 2011). In the context of a highly differentiated membrane system, the 66 

traffic of CRC proteins to reach the jSR after their synthesis has so far remained 67 

controversial (Barone et al., 2015; Fu and Hong, 2016), previous work suggesting either 68 

vesicular trafficking (Nori et al., 2004) or diffusion within SR (McFarland et al., 2010).  69 

Moreover, once proteins of the CRC are localized in the jSR, the specific mechanisms that 70 

may confine them in this sub-compartment are also unclear. Previous studies suggested 71 

that building of multiple protein-protein interactions within CRC and with external partners 72 

could contribute to this anchoring in jSR and  that the localization of CRC proteins within 73 

jSR during differentiation was accompanied by a drastic reduction in their mobility 74 

(Cusimano et al., 2009). Despite these data, the mechanisms leading to the confined 75 

localization of CRC components in membrane sub-compartments such as the jSR are still 76 

elusive, as well as their specific dynamics within a mature SR network as compared to non 77 

jSR reticulum protein.  78 

 79 

To better understand the molecular bases leading to CRC formation and function, we have 80 

studied here the dynamic behavior of the triadin protein and compared it to another SR 81 

protein unrelated to EC coupling, Sec61. Triadin (Trisk95 or T95), is the largest of the four 82 

isoforms obtained from alternative splicing of the TRDN gene (Marty et al., 2000; 83 

Vassilopoulos et al., 2005). It is a type II transmembrane protein composed of a short N-84 

terminal domain, a single transmembrane (TM) domain, and a long intraluminal domain 85 

that is able to form multimers and directly link calsequestrin and RyR1 (Knudson et al., 86 

1993; Kobayashi et al., 2000; Lee et al., 2004; Marty et al., 2009). T95 is specifically 87 

expressed in jSR of skeletal muscle triads, where it plays a regulatory role on the RyR1 88 

channel activity (Rezgui et al., 2005), and a structural role in jSR membranes (Fourest-89 

Lieuvin et al., 2012). It was proposed that T95 anchoring at the triad could represent a first 90 
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event in the building of the CRC complex (Cusimano et al., 2009) and that some T95 91 

domains may be responsible for its retention in the jSR (Rossi et al., 2014). To directly 92 

explore T95 dynamics and anchoring at the triad, fluorescent versions of T95 were 93 

expressed in cultured myotubes and adult fibers from TRDN knock-out (KO) animals. The 94 

accumulation of T95 in triads has been visualized by using a photoactivatable form of the 95 

molecule. Our results demonstrate the existence of a constant flux of T95 in- and out- of 96 

jSR membranes, that is coupled to a retention mechanism driven by the TM domain of T95 97 

in the jSR to create to the steady state localization of the molecule. 98 

 99 
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RESULTS 100 

Triad organization and T95 behavior during cell differentiation 101 

To study T95 dynamic inside a mature SR membrane system, fluorescent versions of T95 102 

were expressed in primary myotubes cultured from TRDN KO mice, thus avoiding 103 

competition between the recombinant and endogenous proteins for localization in the jSR, 104 

a sub-compartment of limited size. The cultured myotubes were observed at two 105 

developmental stages, 3 days of differentiation (DIF3) when they are still immature, and 9 106 

days (DIF9), when the overall organization of triads is close to the organization of an adult 107 

muscle fiber (Fig. 1A). We had previously shown that in adult muscles of TRDN KO mice 108 

triad organization is unaffected at the macroscopic level (Oddoux et al., 2009), and first 109 

confirmed that the absence of endogenous T95 did not alter the presence nor the 110 

organization of triads in cultured myotubes, as shown by RyR1 staining which displays 111 

double rows of dots intertwined with the Z-disc marker alpha-actinin at DIF9 (Fig. 1A). 112 

Moreover, the localization of a GFP-tagged version of T95 in TRDN KO cultured myotubes 113 

was identical to the labeling of endogenous triadin in WT cells (Fig. S1). Video-microscopy 114 

experiments were next undertaken to follow T95-GFP dynamics in DIF3 and DIF9 115 

myotubes (Fig. 1B). The movies showed clusters of T95-GFP, similar to the clusters 116 

detected by immunolabeling on fixed cells. However, in DIF3 myotubes only a few T95-117 

GFP clusters movements were detectable while no mobile clusters were visible at DIF9 118 

during the 10 min recording (Fig. 1B). To determine if a fraction of the T95-GFP expressed 119 

in DIF9 myotubes was mobile but undetected by video-microscopy, we used FRAP 120 

experiments. After bleaching small areas, a partial recovery of the fluorescence was 121 

recorded, and the T95-GFP mobile fraction was estimated at 16% (Fig. S2). These results 122 

confirmed that only a small fraction of T95-GFP is under motion when expressed in DIF9 123 

TRDN KO myotubes, and that simple video microscopy tracking of the T95-GFP is not 124 

sensitive enough to uncover its dynamics. 125 
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 126 

T95 dynamics in SR membranes 127 

To observe T95 movements, we turned to a photoactivatable version of the protein (T95-128 

PAGFP) (Patterson and Lippincott-Schwartz, 2002) and decided to compare its behavior to 129 

that of two recombinant proteins Sec61β-PAGFP and PAGFP-KDEL, which served as 130 

controls of SR proteins dynamics since they are unrelated to the EC coupling process and 131 

localized in different SR compartments. Sec61β is a subunit of the translocon, a type II 132 

transmembrane protein of the reticulum with a single transmembrane domain present in 133 

whole SR membrane (Greenfield and High, 1999; Rapoport et al., 1996). PAGFP-KDEL is 134 

localized in the lumen of the reticulum, thanks to its signal sequence and a KDEL retention 135 

motif (Munro and Pelham, 1987) (Fig. 2A).  136 

All the photoactivatable constructs were expressed at a similar level, and displayed their 137 

expected localization in DIF3 and DIF9 myotubes (Figs. 2B-C). T95-PAGFP localizes with 138 

the jSR marker RyR1 in scattered clusters in the immature myotubes (DIF3) or in 139 

organized double rows of dots in mature myotubes (DIF9) (Figs. 2C-D). Sec61β-PAGFP 140 

and PAGFP-KDEL did not colocalize with RyR1 and showed diffuse labeling (Fig. 2C). 141 

Moreover, PAGFP-KDEL showed denser striations in between RyR1 dots, therefore 142 

marking the longitudinal SR (Figs. 2C-D). In the subsequent experiments, a red version of 143 

the KDEL construct (DsRed-KDEL) was used in combination with all photoactivatable 144 

proteins in order to label longitudinal SR and confirm that observed myotubes are mature. 145 

Photoactivation was achieved with a single 405nm laser pulse in a large region of interest 146 

(ROI) in myotubes expressing PAGFP-tagged constructs and the fluorescent molecules 147 

were followed for 169 seconds (Fig. 3A). The fluorescence of PAGFP-KDEL molecules 148 

initially detected in the ROI rapidly faded away after activation in both DIF3 and DIF9 149 

myotubes (Fig. S3A and movies 1-2), as expected for a peptide freely diffusing in the SR 150 

lumen. Immediately after activation, Sec61β-PAGFP showed a diffuse fluorescence inside 151 
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the ROI that decreased over time, and a wave of fluorescence was observed spreading 152 

outside the ROI in both DIF3 and DIF9 myotubes (Fig. 3B, and movies 3-4). In contrast, for 153 

T95-PAGFP the initial fluorescent patterns of activated proteins in the ROI were either 154 

scattered dots in DIF3 myotubes or double rows of dots in DIF9 myotubes and no 155 

spreading of fluorescence outside the ROI was observed (Fig. 3C and movies 5-6). For the 156 

three molecules, the fluorescence decrease in the activated ROI was fitted with an 157 

exponential decay curve, and the half time to decay (t1/2) was calculated (Table 1 and Fig. 158 

S3B). Values of t1/2 for T95-PAGFP and Sec61β-PAGFP were much higher than the ones 159 

recorded for PAGFP-KDEL, reflecting differences in the mobility of proteins localized within 160 

the lumen or in the membrane of SR. Comparison of t1/2 values suggested that T95-161 

PAGFP mobility was more restricted than that of Sec61β-PAGFP. Although both molecules 162 

have a single transmembrane domain, they differ in their topology and molecular weight, 163 

and we wondered if the restricted diffusion of T95 could in fact arise from steric hindrance 164 

due to its much longer C-terminal luminal part (Fig. 2A). To test this hypothesis, we 165 

investigated with the same protocol the mobility of a truncated version of T95 missing most 166 

of its luminal region (T95∆Cter, deletion of amino acid 113 to the C-terminal end) (see 167 

scheme on Fig. 6A). In DIF3 myotubes, T95∆Cter-PAGFP fluorescence in the ROI rapidly 168 

decreased over time, while in DIF9 myotubes a small decrease of fluorescence could be 169 

observed in the ROI together with spreading of a wave of fluorescence outside the ROI 170 

(Fig. S3C and movies 7-8). Calculated t1/2 for T95∆Cter-PAGFP were respectively close to 171 

that of Sec61β-PAGFP in DIF3 myotubes and no different from T95-PAGFP in DIF9 172 

myotubes (Table 1 and Fig. S3B). Of note T95∆Cter shows the same pattern of triad 173 

localization than full length T95 at DIF9 (Fig. S3C, and see later T95-PAGFP on Fig. 3C). 174 

 175 
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 These experiments strongly suggested that although behaving like a Sec61β in immature 176 

(DIF3) myotubes, T95∆Cter acquires some of the properties of full length T95 as the 177 

myotube differentiate: a triad localization and in a restricted mobility as compared to 178 

Sec61. Hence, the restricted mobility of T95 as compared to Sec61β cannot be entirely 179 

attributed to steric hindrance due to its long luminal domain but rather to specific molecular 180 

properties, at least in a mature SR.  181 

 182 

T95 diffuses in SR membranes and is trapped in the triads 183 

In the previous experiments, the fact that no fluorescence was detected outside the ROI 184 

after activation of T95-PAGFP correlated with the low mobile fraction previously calculated 185 

by FRAP (Fig. S2) and suggested that too few T95-PAGFP activated molecules had left 186 

the ROI to be detected. To directly observe T95 mobility we reasoned that more 187 

fluorescent T95-PAGFP needed to be activated and designed a protocol where 188 

photoactivation in a smaller ROI was performed iteratively during the video recording (one 189 

laser pulse every four movie frames), instead of using a single laser pulse (Fig. 4). 190 

Repetitive activation of Sec61β-PAGFP in small ROIs resulted in diffuse fluorescence 191 

inside the ROI that progressively spread throughout the cell as a wave (Fig. 4A and 192 

movies 9-10). This suggested a fast isotropic diffusion of Sec61β-PAGFP in all SR 193 

membranes, which was confirmed by colocalization with DsRed-KDEL on the average 194 

intensity projection images (Fig. 4A). Two parameters were quantified to describe these 195 

movements: the speed of the wave of fluorescence, and the fluorescence decay rate as a 196 

function of the distance from the photoactivation zone (Figs. S4A and S5A). 197 

For T95-PAGFP, repetitive activation of a small ROI led to more complex observations. 198 

First, after the initial fluorescence activation, a continuous decrease within the ROI was 199 

observed (Fig. 4B). This was interpreted as photobleaching of the slowly mobile or 200 
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motionless T95-PAGFP with repetitive laser pulses in the same ROI. Second, the initial 201 

fluorescence inside the ROI was followed by a fluorescence wave that diffused outside the 202 

ROI and became rapidly undetectable (Fig. 4B, and movies 11-12). When the speed of the 203 

wave of fluorescence and the fluorescence decay rate were calculated, it was obvious that 204 

this fluorescence was short-lived and did not spread more than 3 µm away from the ROI 205 

(Figs. S4B and S5B). The speed of the wave for T95-PAGFP was very similar to the speed 206 

for Sec61β-PAGFP in DIF3 myotubes whereas it seemed slower in DIF9 myotubes (Figs 207 

4C, S4Ac and S4Bc for DIF3; S5Ac and S5Bc for DIF9). The recorded fluorescence decay 208 

rates for T95-PAGFP in both DIF3 and DIF9 myotubes were significantly higher than the 209 

rates measured for Sec61β-PAGFP (Figs 4D, S4Ad and S4Bd for DIF3; and S5Ad and 210 

S5Bd for DIF9). Finally, clusters of more intense fluorescence were detected outside the 211 

ROI in both DIF3 and DIF9 myotubes (arrowheads on average intensity projections Fig. 212 

4B, and movies 11-12). This showed that T95-PAGFP activated in the ROI reached 213 

specific spots located at distance from the activation zone. Comparison of T95-PAGFP 214 

with DsRed-KDEL localization on the average intensity projection showed no overlaps, but 215 

in DIF9 myotubes the clusters of T95-PAGFP were organized in rows on both sides of the 216 

DsRed-KDEL striations, which is characteristic of triad organization (Fig. 4B, DIF9 Average 217 

image).  218 

Overall, we concluded that these experiments allowed to directly visualize a diffusion and 219 

accumulation of T95 in jSR: 1-the detection of clusters of T95-PAGFP corresponding to 220 

triads outside the ROI showed that molecules of T95-PAGFP activated in the ROI had 221 

reached distant jSR membranes and became trapped and 2- the detection of the 222 

spreading of an isotropic wave of T95-PAGFP fluorescence similar to what is observed 223 

during diffusion of Sec61β-PAGFP strongly suggested that T95 diffuses in SR membranes 224 

before reaching jSR.  225 

 226 
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T95 diffuses and is trapped in the triads of adult muscle fibers   227 

Although mature cultured myotubes represent a good model to observe CRC proteins 228 

dynamics, they may not recapitulate all phenomena taking place in an adult muscle. We 229 

next wondered if the dynamic behavior of T95 so far described by our experiments could 230 

also be observed in a mature muscle fiber. To this end, T95-PAGFP and DsRed-KDEL 231 

were expressed in flexor digitorum brevis (FDB) muscles of adult TRDN-KO mice using an 232 

electroporation protocol (DiFranco et al., 2009). Iterative activations of T95-PAGFP with 233 

laser pulses in a small ROI induced a fluorescence wave detected outside the ROI, 234 

together with photobleaching in the ROI, reminiscent of what was obtained in DIF9 235 

myotubes (Fig. 5 and movie 13). Observation of time-lapse images also showed the 236 

accumulation of fluorescence in clusters outside the ROI. These clusters were easily 237 

detected on the average intensity projection image as well-aligned dots that are typical for 238 

triad labeling in muscle fibers (Fig. 5, arrowheads). This experiment strongly suggested 239 

that a fraction of the T95-PAGFP is also permanently diffusing in the SR of adult muscle 240 

fibers, just as it is in DIF9 myotubes, before accumulating in triad membranes.  241 

 242 

T95 resides at the triads thanks to its transmembrane domain 243 

Previous experiments allowed the recording of a permanent flux of T95 within 244 

endomembranes of muscle cells, together with a progressive accumulation of T95 in jSR. 245 

We next investigated the molecular motifs that could account for the acquisition of a longer 246 

residence time for T95 when it reaches jSR membranes. The C-terminal luminal domain of 247 

T95 is involved in oligomerization and binding to other CRC proteins, and could therefore 248 

play a role in T95 targeting to jSR (Fourest-Lieuvin et al., 2012; Rossi et al., 2014). Our 249 

previous experiment suggested that removing most of the C-terminal luminal part of T95 250 

did not affect its apparent steady state localization in triads, as observed on images of 251 
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photoactivation (Fig. S3C). The quantification performed by immunolocalization showed 252 

that the relative amount of T95∆Cter colocalized with RyR1 reached 80% of the T95/RyR1 253 

colocalization (Fig. 6D). In comparison, due to Sec61β diffuse pattern of expression, 254 

Sec61β and RyR1 colocalization was quantified at 55% of the T95/RyR1 colocalization 255 

(Fig. 6D). These experiments suggested that motifs present in the first 113 amino acids of 256 

T95 were sufficient to drive the localization of T95∆Cter at the triad. As Sec61β and T95 257 

have the same TM domain length, we decided to swap them in order to test if T95 TM may 258 

confer triad localization to a Sec61 hybrid molecule, and if its removal induces a 259 

delocalization of T95∆Cter (Fig. 6A). Sec61TM-T95 and T95∆CterTM-Sec61 hybrids molecules 260 

were produced and expressed in cultured DIF9 myotubes (Fig. S6). The T95∆CterTM-Sec61 
261 

construct accumulated in small clusters clearly different from RyR1-labeled triads (Figs. 262 

6B-C-D). Strikingly, Sec61TM-T95 formed double rows of clusters that were colocalized with 263 

RyR1 (Figs. 6B-C). Moreover, the respective levels of colocalizations of Sec61TM-T95 and 264 

T95∆Cter with RyR1 were not different (Fig. 6D). We concluded that replacing the TM 265 

domain of Sec61β with the one of T95 induced the localization of the Sec61TM-T95 hybrid in 266 

the triads demonstrating that TM domain of T95 is the main molecular motif responsible for 267 

its anchoring in jSR. 268 
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DISCUSSION 269 

In skeletal muscle, the EC coupling process is mediated by the CRC localized in triad 270 

membranes (Flucher, 1992; Flucher et al., 1992; Villa et al., 1993).  Reticulum proteins of 271 

the CRC are exclusively localized in specific subdomains, the jSR, but the mechanisms by 272 

which they are confined there are elusive, as well as their dynamic within the SR 273 

membranes. One major difficulty to address these questions is that upon observation, a 274 

majority of CRC proteins are localized in triads where they show a low mobility (Cusimano 275 

et al., 2009). Nevertheless, the visualization of the small fraction of mobile CRC proteins is 276 

important to understand how they can reach the triad and be retained there. To explore the 277 

dynamic behavior of triadin (T95), we expressed T95 fluorescent chimeras in TRDN KO 278 

myotubes or adult muscles. We confirm in our experimental system that only a small 279 

proportion of T95 is mobile, which explains why video-microscopy cannot be used for this 280 

study. We therefore followed small pools of a photoactivated fluorescent T95 chimera 281 

(T95-PAGFP), and compared their dynamic behaviors to other proteins of the SR, whose 282 

traffic is unrelated to EC coupling.  283 

T95 can diffuse in SR membranes 284 

Our first goal was to characterize the dynamic behavior of T95. Single laser pulse 285 

photoactivation experiments could theoretically uncover the dynamic of PAGFP chimeras 286 

expressed in myotubes in 2 ways: the direct observation of protein movement outside the 287 

ROI and the decrease of fluorescence inside the ROI.  T95-PAGFP movement was hardly 288 

detectable outside the activated ROI, in contrary to movement of PAGFP-KDEL or 289 

Sec61β-PAGFP. However, T95-PAGFP dynamics could be evaluated with half time to 290 

fluorescence decay (t1/2) within the ROI, which was comparable, to that of Sec61β-PAGFP, 291 

a protein known to diffuse within the reticulum membrane (Cui et al., 2015). This 292 

comparison suggested that mobile T95 molecules were undergoing diffusion in the SR 293 
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membranes. When iterative photoactivation in a ROI were next performed, the movement 294 

of T95-PAGFP outside the ROI became detectable, and their analysis confirmed a 295 

diffusion mechanism. In young (DIF3) and mature (DIF9) myotubes, the movement of 296 

Sec61β-PAGFP was characterized by a wave of fluorescence spreading isotropically. The 297 

same pattern of isotropic diffusion was found for waves of T95-PAGFP fluorescence, 298 

although it could be followed on a smaller distance. The speed of diffusion of these waves 299 

was comparable for Sec61β-PAGFP and T95-PAGFP in young myotubes, but seemed 300 

slower for T95-PAGFP in mature myotubes. Importantly during these experiments, ROI 301 

were selected in random locations showing that diffusion of T95-PAGFP is not restricted to 302 

specific areas of the myotubes and suggesting the existence of a permanent flux of T95 303 

molecules in SR. 304 

T95 acquisition of a long residence time in jSR membranes 305 

The comparison of Sec61β-PAGFP and T95-PAGFP dynamics after photoactivation also 306 

demonstrated that in addition to diffusion, T95-PAGFP acquires a long residence time 307 

whenever reaching jSR. During iterative photoactivation, the calculated fluorescence 308 

decay rate was stronger for T95-PAGFP at both stages of myotubes differentiation. 309 

Because the speed of diffusion of the wave of Sec61β-PAGFP and T95-PAGFP 310 

fluorescence was similar, one can assume that the enhanced fluorescence decay rate 311 

observed for T95-PAGFP is not due to an accelerated diffusion. More likely, this decay rate 312 

arises from a restriction in the movement of a part of the activated pool of T95-PAGFP. 313 

Accordingly T95-PAGFP fluorescence was locally strongly enhanced in spots outside the 314 

ROI, whose localization is typical for triads: at DIF3 these clusters are spread in the whole 315 

cell, whereas at DIF9 they were aligned on each side of the Z-discs. Therefore, our 316 

experiments suggest that even if T95-PAGFP can constantly diffuse in SR membranes, it 317 

acquires a longer residence time in jSR membranes and part of the activated T95-PAGFP 318 
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progressively accumulates in jSR. The fact that the same phenomenon was observed in 319 

adult muscles indicates that this hypothesis is not restricted to developing myotubes. Our 320 

experiments thus suggest that the constitution of the T95 pool inside jSR membranes in 321 

skeletal muscle results from an equilibrium between constant fluxes of T95 molecules 322 

diffusing in and out of triads, where a specific mechanism confines T95 molecules.  323 

T95 domains involved in jSR localization  324 

Previous studies have highlighted the molecular properties of T95 and several domains 325 

could be involved in the mechanisms leading to the confinement of T95 in jSR 326 

membranes. Multimerization of T95 via disulfide bridges was suggested to contribute to 327 

triad formation (Froemming et al., 1999; Marty, 2015) and may represent a mechanism by 328 

which T95 residence time in jSR is enhanced. However, we show that deletion of the 329 

majority of the luminal sequence of T95, which contains the reactive cysteines of the 330 

protein, does not change the localization of T95Cter. Of note, the T95 C-terminal domain 331 

also contains the motifs responsible for interaction with other proteins such as 332 

calsequestrin and RyR1 (Knudson et al., 1993; Kobayashi et al., 2000; Lee et al., 2004; 333 

Marty et al., 2009, 1994), or the structural protein Climp-63 (Osseni et al., 2016). Neither 334 

multimerization via disulfide-bridges nor binding to known interactors seems required for 335 

T95 localization at the triad. However these motifs contribute to the mobility of T95 in the 336 

SR because: 1- it has previously been shown that a version of T95 deleted from its C-337 

terminus interaction motif and mutated on its cysteines has an enhanced mobility in 338 

muscle fibers (Fourest-Lieuvin et al., 2012; Rossi et al., 2014) and 2- in this study the 339 

removal of the luminal domain of T95 confers to T95Cter-PAGFP a rate of diffusion 340 

similar to the rate of Sec61 in immature (DIF3) myotubes.  341 

Nevertheless we show that removing the TM domain of T95∆Cter strongly reduces its 342 

localization at the jSR, while replacing the TM domain of Sec61β by T95’s one confers to 343 
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Sec61TM-T95 hybrid a jSR membrane localization. This directly proves that it is the TM 344 

domain of T95 that is the main driver for the protein localization. The intimate mechanisms 345 

leading to retention in jSR through such a hydrophobic domain has to be deciphered but 346 

may involve direct molecular interactions with other proteins, a mechanism described for 347 

two proteins of the longitudinal part of skeletal muscle SR, phospholamban and SERCA 348 

(Martin et al., 2018), or interaction with the jSR membrane lipids. Indeed, the specific lipid 349 

composition of the jSR membrane could affect the dynamic of its protein components, and 350 

the lipid bilayer thickness of intracellular organelles is known to contribute to segregation 351 

of proteins according to their TM domain size (Sharpe et al., 2010). 352 

 353 

Model for T95 localization during SR differentiation  354 

Overall, our set of experiments supports a model in which T95 diffuses in SR membranes 355 

before being trapped in jSR, a mechanism contributing to a general turnover of T95 in jSR 356 

in adult muscle. Interestingly, specific features were observed in developing myotubes 357 

during this study. First, when T95-GFP was followed by video microscopy experiments, a 358 

few vesicular movements were detected in young (DIF3) myotubes, that were absent in 359 

mature (DIF9) myotubes. One cannot exclude that the mobility of T95 proteins may rely on 360 

vesicular trafficking as well as diffusion inside membranes of the SR, albeit in variable 361 

proportions as the muscle cells differentiate. Such a switch in trafficking mechanisms 362 

between different stages of muscle cells differentiation was already proposed for 363 

phospholamban, a modulator of the muscle calcium ATPase (Stenoien et al., 2007). 364 

Second, the comparison of PAGFP-chimeras dynamics between young and mature 365 

myotubes also revealed that the dynamics of T95, Sec61β and KDEL evaluated with t1/2 366 

(Table 1) were all slowed down at the same rate (67%) in mature myotubes. This shows 367 

that a phenomenon affecting whole SR properties is responsible for lowering the mobility 368 

of the three molecules. During myoblast differentiation, the SR becomes tethered to the 369 
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contractile acto-myosin apparatus (Bagnato et al., 2003) which fills an important part of the 370 

cell cytoplasm. A reduction in the space occupied by the SR may explain the reduction in 371 

mobility of SR proteins. The apparition within the SR of sub-compartments, such as jSR, 372 

with specific structure or composition that would limit diffusion of molecules could also 373 

explain this drop in mobility during differentiation. Such a mechanism was suggested to 374 

explain the local retention of cargos destined to secretion in the ER of neurons (Cui-Wang 375 

et al., 2012). The authors of this work pointed that the reticulum molecule Climp-63 played 376 

a pivotal role in the building of reticulum zone whose molecular complexity could hinder 377 

cargos mobility. Interestingly we recently showed that Climp-63 interacts with T95 (Osseni 378 

et al., 2016), and that removing the interaction motif of T95 with Climp-63 enhanced T95 379 

mobility (Fourest-Lieuvin et al., 2012). The modulation of SR properties or composition 380 

during muscle cell differentiation could therefore alter T95 properties regarding jSR 381 

membrane. Along these lines, we show here that the dynamic behavior of T95Cter that is 382 

close to Sec61β in DIF3 myotubes, shifts to a behavior close to full length T95’s one in 383 

DIF9 myotubes showing that the acquisition of jSR retention due the TM domain requires 384 

an underlying mechanism due to myotube differentiation. 385 

 386 

 387 

Overall the present study demonstrates in a model of mature myotubes, as well as in adult 388 

muscle fibers, the dynamic behavior of T95. It allowed a direct visualization of T95 389 

movement in SR and suggests that T95 can diffuse in SR membranes before being 390 

trapped in the triads (Fig. 7). The model we proposed also implies that a permanent flux of 391 

T95 may be responsible for the steady state composition of the CRC. The molecular 392 

mechanisms leading to the exclusive localization of T95 in jSR involve the presence of its 393 

TM segment, suggesting that the composition of jSR may be important in this process. The 394 
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question whether other components of the CRC follow the same traffic and retention 395 

mechanisms remains open, especially for the giant RyR1 tetrameric calcium channel. 396 

 397 
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MATERIEL AND METHODS 398 

Antibodies and immunolabeling 399 

Polyclonal antibodies against triadin and RyR1 were described previously (Marty et al., 400 

1994; Vassilopoulos et al., 2005). Monoclonal antibodies against RyR1, GFP, alpha-actinin 401 

and β-tubulin were purchased from Developmental Studies Hybridoma Bank (DSHB, 402 

#34C), Abcam (#ab290) and Sigma (#A7811 and #T5201), respectively. 403 

After fixation with 4% PFA, the differentiated cells were permeabilized for 15 min in PBS 404 

supplemented with 1% triton X-100 and saturated for 30min in PBS with 0.1% Triton X-405 

100, 0.5% BSA, and 2% goat serum. Incubations with primary and secondary antibodies 406 

were done in the saturation buffer overnight at 4°C and for 2h at room temperature, 407 

respectively. 408 

 409 

Plasmids and lentivirus production 410 

Full-length rat T95 (accession number #AJ243304) and the mutant T95ΔCTer were cloned 411 

in a pcDNA3.1 plasmid backbone as previously described (Fourest-Lieuvin et al., 2012; 412 

Marty et al., 2000). The pPAGFP-N1 plasmid was a gift from Jennifer Lippincott-Schwartz 413 

(Addgene plasmid # 11909 ; http://n2t.net/addgene:11909 ; RRID:Addgene_11909) while 414 

pDsRed2ER was purchased from Clontech (#632409). pWPXLd was a gift from Didier 415 

Trono (Addgene plasmid #12258; http://n2t.net/addgene:12258 ; RRID:Addgene_12258) 416 

and tdTomato-Sec61-N-18 was a gift from Michael Davidson (Addgene plasmid #58130; 417 

http://n2t.net/addgene:58130 ; RRID:Addgene_58130). The plasmids were amplified by 418 

transformation in Stbl3 bacteria and purified with Macherey-Nagel maxi kit (#740424). 419 

PAGFP-T95 in the lentiviral vector pWPXLd (PAGFP-T95pW) was produced by digestion 420 

of T95 by EcoRI, ligation in pPAGFP-N1 and insertion in pWPXLd with In-Fusion cloning 421 

kit (Clontech) after removal of GFP. The Sec61β and the mutant T95∆Cter cDNA 422 

sequences were produced by PCR amplification and  inserted by recombination in place of 423 
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T95 in PAGFP-T95pW. Hybrid sequences were obtained from Genscript and inserted in 424 

place of T95 in PAGFP-T95pW. 425 

The lentiviral vectors were produced by a triple transfection of pWPXLd, psPAX2 and 426 

pCMV-VSV-G in HEK293T, as described previously (Osseni et al., 2016). Titrations were 427 

done with an accuri6 cell counter for constitutively fluorescent constructs, and with a 428 

confocal microscope equipped with a FRAP module and a 405 nm laser for photo-429 

activatable constructs.  430 

 431 

Animals 432 

The TRDN KO mice described previously (Oddoux et al., 2009) were used to produce 433 

wildtype (WT) and TRDN KO littermates. All procedures using animals were approved by 434 

the Institutional ethics committee and followed the guidelines of the National Research 435 

Council Guide for the care and use of laboratory animals. 436 

 437 

Western blot analysis 438 

The presence of T95, Sec61β, KDEL, T95∆Cter, T95∆CterTM-Sec61 and Sec61TM-T95 in 439 

triadin KO cells was assayed by Western blot analysis, using a chemiluminescent reagent 440 

after electrophoretic separation of the protein on a 12% acrylamide gel and electrotransfer 441 

on Immobilon P (Millipore) (Oddoux et al., 2009). The signal was compared to the amount 442 

of β-tubulin. The secondary antibody were labeled with horseradish peroxidase and 443 

supplied by Jackson ImmunoResearch Laboratories. 444 

 445 

 446 

Cell culture and transduction 447 

Satellite cell preparations were performed as previously described from hind limbs of new 448 

born pups (Marty et al., 2000). Cells (50,000 cells/dish) were seeded on matrigel (BD, 449 
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1:100 dilution) coated ibidi dishes (#81156 Biovalley - Clinisciences) in HamF10 (Life 450 

Technologies) supplemented with 20% Foetal Bovine Serum (Life Technologies) and 1% 451 

penicillin/streptomycin. The cells were transduced with lentivirus before induction of 452 

differentiation (DMEM supplemented with 2% horse serum and 1% 453 

penicillin/streptomycin). After two days of differentiation, a second layer of matrigel (dilution 454 

1:3) was added on the cells and the differentiation medium was supplemented with 50 455 

ng.ml-1 of agrin (R&D Systems) as described previously (Falcone et al., 2014; Pimentel et 456 

al., 2017) 457 

 458 

Electroporation and fiber dissociation 459 

Mice flexor digitorum brevis (FDB) muscles were electroporated as described before 460 

(DiFranco et al., 2009), by injection of 100µg pPAGFP-T95 and 56µg pDsRed-KDEL. FDB 461 

muscles were dissected five days after electroporation, dissociated enzymatically for 45 462 

min at 37°C in 1.5 mg ml-1 collagenase (Sigma) then  mechanically, and the fibers were 463 

plated on ibidi dishes (#81156 Biovalley - Clinisciences) for analysis. 464 

 465 

Photoactivation and video-microscopy experiments 466 

For photoactivation and video-microscopy experiments, cells differentiated for 3 (DIF3, 467 

young myotubes) or 9 (DIF9, mature myotubes) days were placed in fresh medium devoid 468 

of phenol red at least 1h prior to observations. Cell monitoring was performed on a 37°C 469 

heating plate, with a Zeiss LSM710 confocal microscope. A 63x 1.40 N.A. Plan-470 

Apochromat oil immersion objective and a pinhole aperture of 1 Airy unit were used.  471 

For video-microscopy experiments, cells were monitored with an image every 15 seconds 472 

for 10.6 minutes.  473 

For single photoactivation experiments, three images were acquired before PAGFP 474 

activation in the region of interest (ROI) with 50% power of the 405 nm laser. Laser scan 475 
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speed and gain parameters were the same for the acquisition of all photo-activated 476 

constructs. All images were acquired without any averaging. Single activated cells were 477 

monitored with an image every 4 seconds for 169 seconds. Each time-lapse has been 478 

corrected for photo-bleaching and normalized between 1 and 0 (0 being the baseline 479 

before photo-activation and 1 the intensity right after activation). The obtained curves were 480 

fit to an exponential decay from which half-time values (t1/2) were extracted. 481 

For iterative photoactivation experiments, activated cells were acquired every 2 seconds 482 

for 87 seconds with an activation every 4 images. Fluorescence intensities (Figs. S4-S5) 483 

were measured within concentric squares drawn around the initially photoactivated ROI 484 

and plotted against time. For each colored curve - corresponding to each concentric 485 

square - a temporal maximum was detected and associated to the distance vis-à-vis the 486 

initial ROI. After plotting mean delays to maximum fluorescence for each concentric 487 

square, a linear regression performed with the GraphPad Prism 6.0 software enabled for 488 

the calculation of a slope and thus the speed of fluorescence wave, following the equation 489 

indicated.  490 

Alternatively, fluorescence values at the time of maximal fluorescence observed in each 491 

concentric square and normalized to that observed in the first square, gave rise to a plot 492 

that could be fit with an exponential decay using the GraphPad Prism6.0 software. The k 493 

parameter of the plot was estimated, and thus a decay rate, following the equation 494 

indicated. 495 

 496 

FRAP on differentiated myotubes 497 

Live-cell video recordings were performed using an inverted microscope (Axio Observer, 498 

Zeiss) coupled to a spinning-disk confocal system (CSU-W1-T3, Yokogawa, pinhole 499 

aperture of 1 Airy units) connected to wide-field electron-multiplying CCD camera (ProEM+ 500 

1024, Princeton Instrument) and maintained at 37 °C and 5% CO2. Images were taken at 501 
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1 Hz for 60 s using a 63x oil-immersion objective (1.46 NA). The raw fluorescence values 502 

from the unbleached area were subtracted from the values obtained in the photobleached 503 

areas. The values were then normalized to 0-100%, with 100% corresponding to the 504 

fluorescence value recorded just before photobleaching and 0% just after. A non-linear fit 505 

with an unconstrained model "One site binding - Specific binding" from GraphPad Prism 506 

6.0 was applied and indicated Bmax values for each experiment. To obtain a more 507 

accurate mean value, square roots of Bmax values were then represented. 508 

 509 

Colocalization measure 510 

Colocalization percentages were obtained as described before (Osseni et al., 2016) by 511 

generation of binary masks of the overlap between the two channels. 512 

 513 

Statistical analysis 514 

All statistical analyses were performed with Microsoft Office Excel, and GraphPad Prism 515 

6.0. Data are presented as means ± Confidence Intervals (c.i.). The number of 516 

independent experiments (n) is indicated in the figure legends.  517 

 518 
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Localization Proteins DIF3 t1/2 (s) DIF9 t1/2 (s) 

Triads T95 68.97 (64.86 to 73.64) 104.00 (92.74 to 118.4) 

SR membranes Sec61β 39.87 (38.05 to 41.88) 57.33 (54.62 to 60.32) 

SR Lumen KDEL 7.73 (7.49 to 7.98) 11.37 (11.01 to 11.75) 

 T95∆Cter 34.54 (33.31 to 35.86) 89.79 (79.76 to 102.7) 

Table 1: Half-life time to decay values (t1/2) for each protein at DIF3 and DIF9. Values 
are represented as means (c.i.), n = 32, 32, 36 and 34 cells for T95, Sec61β, 
T95∆Cter and KDEL at DIF3, respectively and n = 34, 40, 28 and 34 cells for T95, 
Sec61β, T95∆Cter and KDEL at DIF9, respectively from 4 independent experiments. 
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Figure 1: Triad organization and T95 behavior 1 

A) DIF3 (upper panels) and DIF9 (lower panels) WT (left) and TRDN KO (right) myotubes 2 

labeled with anti-RyR1 (green), and anti-alpha-actinin (magenta) antibodies. Single 3 

confocal planes, scale bars = 5 µm. For each image, insets of triad and of Z-discs for 4 

general sarcomere organization assessment are shown. Scale bars = 2 µm. B) Color-5 

coded representation of 10.6 min movies (43 frames) of DIF3 (left) and DIF9 (right) 6 

myotubes expressing T95-GFP. T95-GFP movements (represented by colored clusters) 7 

are only observed at DIF3. Scale bars = 5 µm. 8 
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Figure 2: T95, Sec61β and KDEL localize respectively in SR membranes and lumen 1 

A) Schematic representation of T95, Sec61β and KDEL constructs fused to PAGFP, with 2 

N-terminal (N), C-terminal (C) and transmembrane (TM) domains sequence length and 3 

localization regarding the SR membrane (Cytoplasm, Membrane (Mb) and SR lumen). 4 

Amino acid numbers from N-terminal to C-terminal end are indicated. B) Western blot 5 

analysis has been performed with antibody against GFP on 10 µg triadin KO cells lysates 6 

transduced with T95-PAGFP or PAGFP-KDEL or Sec61β-PAGFP. Three bands are 7 

detected at 150 kDa (T95-PAGFP), 37 kDa (Sec61β-PAGFP) and 28 kDa (PAGFP-KDEL). 8 

The β-tubulin has been used as a loading control (lower panel). C) DIF3 (left) and DIF9 9 

(right) myotubes expressing T95, Sec61β or KDEL immunolabeled with anti-GFP (green) 10 

and anti-RyR1 (magenta) antibodies. Scale bars = 5 µm. Insets of T95, Sec61β or KDEL 11 

immunolabelings with that of RyR1 are shown. Scale bars = 2µm. D) Plot profiles of 12 

constructs (green) versus RyR1 (magenta) intensities as a function of distance for 10µm 13 

(five successive triads) in TRDN KO myotubes at DIF9. 14 

 15 

 16 
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Figure 3: T95 dynamics compared to control reticulum protein Sec61β in cultured 1 

myotubes 2 

A) Schematic representation of a photoactivation experiment: a myotube expressing a 3 

PAGFP-tagged protein of the triads is photoactivated in a specific ROI with a 405 nm laser, 4 

revealing the fluorescence of the proteins inside that region. The dynamic behavior of the 5 

activated proteins can be followed and recorded. B) Single photoactivation of DIF3 (upper 6 

panels) and DIF9 (lower panels) myotubes co-expressing Sec61β-PAGFP (green) and 7 

DsRedKDEL (luminal reticulum marker, magenta). Shown are one image pre-activation 8 

and three images post-activation (4, 81, 161 seconds). Average images are average 9 

intensity projections of all post-activation frames (169 seconds). Scale bars = 5 µm. C) 10 

Single photoactivation of DIF3 (upper panels) and DIF9 (lower panels) myotubes co-11 

expressing T95-PAGFP (green) and DsRedKDEL (luminal reticulum marker, magenta). 12 

Shown are one image pre-activation and three images post-activation (4, 81, 161 13 

seconds). Average images are maximum intensity projections of all post-activation frames 14 

(169 seconds). Scale bars = 5 µm. 15 
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 1 

Figure 4: T95 diffuses in SR membranes of cultured myotubes 2 

A) Iterative photoactivation of DIF3 (upper panels) and DIF9 (lower panels) myotubes co-3 

expressing Sec61β-PAGFP (green) and DsRedKDEL (magenta). Shown are one image 4 

pre-activation and four images post-activation (2, 22, 48 and 87 seconds). Average images 5 

are average intensity projections of all post-activation frames (87 seconds). Scale bars = 5 6 

µm. B) Iterative photoactivation of DIF3 (upper panels) and DIF9 (lower panels) myotubes 7 

co-expressing T95-PAGFP (green) and DsRedKDEL (magenta). Shown are one image 8 

pre-activation and four images post-activation (2, 22, 48 and 87 seconds). Average images 9 

are average intensity projections of all post-activation frames (87 seconds). T95 clusters 10 

appear at distant sites from the activation ROI (white arrowheads) and organize on each 11 

side of the DsRedKDEL striations at DIF9. Scale bars = 5 µm. C) Speed of the 12 

fluorescence wave of Sec61β-PAGFP and T95-PAGFP at DIF3 and DIF9. Values are 13 

represented as means±c.i. obtained from linear regressions as indicated on Figs. S4-S5. 14 

*p=0.01232 using model comparison of linear regressions, as performed by GraphPad 15 

Prism 6.0 (see Methods section). n= 12 and 11 cells for Sec61β at DIF3 and DIF9 16 

respectively, from 3 independent experiments. n= 10 and 7 cells for T95 at DIF3 and DIF9 17 

respectively, from 3 independent experiments. D) Fluorescence decay rates for Sec61β-18 

PAGFP and T95-PAGFP at DIF3 and DIF9. Values are represented as means±c.i. 19 

obtained from exponential decay modelization as indicated on Figs.S4-S5. ****p<0.0001, 20 

using model comparison of exponential decays, as performed by GraphPad Prism 6.0 (see 21 

Methods section). n = 12 and 11 cells for Sec61β at DIF3 and DIF9 respectively, from 3 22 

independent experiments. n= 10 and 7 cells for T95 at DIF3 and DIF9 respectively, from 3 23 

independent experiments. 24 

 25 



Fig 5.
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Figure 5: T95 is dynamic in adult muscle fibers 1 

Iterative photoactivation of a representative FDB fiber co-expressing T95-PAGFP (green) 2 

and DsRedKDEL (luminal reticulum marker, magenta). Shown are one image pre-3 

activation and four images post-activation (2, 22, 48 and 87 seconds). Average images are 4 

average intensity projections of all post-activation frames (87 seconds). White arrowheads 5 

indicate clusters of T95 organized in double rows of dots around DsRedKDEL striations. 6 

Scale bars = 5 µm. 7 

 8 
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Figure 6: Triadin transmembrane domain is necessary for localization at triads 1 

A) Schematic representation of T95  ∆Cter,  Sec61TM-T95 and T95∆CTer TM-Sec61 constructs 2 

with length of amino-acids sequence and localization of the SR membrane. B) DIF9 3 

myotubes expressing T95  ∆Cter, Sec61TM-T95 and T95∆CTer TM-Sec61 immunolabeled with 4 

anti-GFP (green) and anti-RyR1 (magenta) antibodies. Scale bars = 5 µm. C) Plot profiles 5 

of constructs (green) versus RyR1 (magenta) intensities as a function of distance for 10µm 6 

(five successive triads) in TRDN KO myotubes at DIF9. D) Percentage of PAGFP 7 

constructs colocalized with RyR1 labeling and normalized to that of DIF9 T95. Values are 8 

means±c.i., n = 40 cells from 4 independent experiments for T95, n = 26 cells from 3 9 

independent experiments for Sec61β, n = 28 cells from 3 independent experiments for 10 

T95∆CTer, n = 21 cells from 2 independent experiments for T95∆CTerTM-Sec61, n = 27 cells 11 

from 2 independent experiments for Sec61TM-T95. 12 

Using a parametric one-way ANOVA followed by Tukey post-hoc comparisons: $ 13 

comparison with Sec61β: T95∆Cter (p<0.0001) and Sec61TM-T95 (p<0.05). # comparison 14 

with T95∆Cter (p<0.0001). 15 



Fig 7.

T95

Transverse-Tubule

Plasma
membrane

Sec61

Sarcoplasmic
Reticulum (SR) 

TRIAD

Diffusion

Retention

Retention

junctional SR (jSR)

Sarcomere 

Figure 7: Model of T95 dynamic behavior in adult muscle fibers 1 

Schematic representation of T95 (yellow ovals) and Sec61β (blue disks) dynamics inside 2 

an adult muscle fiber. As Sec61β, T95 constantly diffuses inside the SR. However, once in 3 

the jSR T95 accumulates in this sub-compartment thanks to its TM domain. The residence 4 

time of T95 inside the jSR could be due to a specific membrane composition (gray line) of 5 

this compartment or to the multimerization of T95. 6 



Fig S1.
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Figure S1: GFP-tagged version of T95 and endogenous T95 have the same 1 

localization in triads 2 

DIF3 and DIF9 WT (upper panels) and TRDN KO (lower panels) myotubes immunolabeled 3 

with anti-Triadin (T95) (green) and anti-RyR1 (magenta) antibodies. Scale bars = 5 µm. 4 

Endogenous T95 and T95-GFP colocalize with RyR1 as scattered clusters at DIF3 and 5 

double rows of dots at DIF9 (insets, scale bars 2 µm). 6 
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Figure S2: A fraction of T95 is still mobile at DIF9 1 

A) Images of FRAP experiments in DIF9 TRDN KO cells expressing T95-GFP localized in 2 

triads. The three white squares represent the bleached areas while the yellow square was 3 

used to measure variations of unbleached fluorescence during the experiment. Shown are 4 

one image pre-bleach and two images post bleach (2 and 60 seconds). Scale bars = 10 5 

µm. B) Raw fluorescence measurements from the white areas (gray curves) and the 6 

yellow area (yellow dotted curve), as indicated in A. C) Mean fluorescence measurements 7 

from the gray curves, corrected for the variations of unbleached fluorescence (yellow 8 

curve) as shown in B. Bmax is the percentage of fluorescence recovery as calculated (see 9 

Methods section). D) Histogram of Bmax values calculated as described in C for n=33 10 

cells from 2 independent experiments. Note that distribution of "Square root (Bmax, %)" 11 

was preferred to obtain more accurate mean±c.i. values. 12 
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Figure S3: Proteins dynamics at DIF3 and DIF9 1 

A) Single photoactivation of DIF3 (upper panels) and DIF9 (lower panels) myotubes 2 

coexpressing PAGFP-KDEL (green) and DsRedKDEL (lumenal reticulum marker, 3 

magenta). Shown are one image pre-activation, and three images post-activation (4, 81, 4 

161 seconds). Average images are average intensity projections of all post-activation 5 

frames (169 seconds). Scale bars = 5 µm. B) Curves representing the decrease in 6 

fluorescence intensity quantified for each protein-PAGFP in the activated ROI after a single 7 

photoactivation in DIF3 (left) and DIF9 (right) myotubes. Each image was normalized to 0 8 

as the background intensity and to 1 as the fluorescence intensity of the first image post-9 

activation. Values obtained were fitted to an exponential decay and mean±c.i. are 10 

represented. n = 32, 32, 36 and 34 cells for T95, Sec61β, T95∆Cter and KDEL at DIF3, 11 

respectively and n = 34, 40, 28 and 34 cells for T95, Sec61β, T95∆Cter and KDEL at DIF9, 12 

respectively from 4 independent experiments. C) Single photoactivation of DIF3 (upper 13 

panels) and DIF9 (lower panels) myotubes coexpressing T95∆Cter-PAGFP (green) and 14 

DsRedKDEL (lumenal reticulum marker, magenta). Shown are one image pre-activation, 15 

and three images post-activation (4, 81, 161 seconds). Average images are average 16 

intensity projections of all post-activation frames (169 seconds). Scale bars = 5 µm. 17 
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Figure S4 : Quantification of T95 and Sec61β diffusion in SR membranes of cultured 1 

myotubes at DIF3 2 

Cultured myotubes at DIF3 co-expressing Sec61β-PAGFP and DsRedKDEL (A) or T95-3 

PAGFP and DsRedKDEL (B) were imaged and repeatedly photoactivated as described in 4 

M&M. Aa) and Ba) Concentric squares drawn around the initially photoactivated ROI 5 

allowed for measurements of fluorescence in increasingly distant "rings" as reported in Ab) 6 

and Bb). Arrowheads indicate the time of maximum fluorescence in the curve of the 7 

corresponding color (red-violet, purple, dark purple, dark blue for 1 µm, 2 µm, 3 µm, 4 µm 8 

distances from the photoactivated ROI, respectively). Ac) and Bc) Delay to maximal 9 

fluorescence observed in each concentric "ring" (red-violet, purple, dark purple, dark blue, 10 

light blue, dark green, light green, yellow, orange and red for 1 µm, 2 µm, 3 µm, 4 µm, 5 11 

µm, 6 µm, 7 µm, 8µm, 9 µm and 10 µm distances from the photoactivated ROI, 12 

respectively). On each graph, linear fitting of the aligned first points (dotted gray line) 13 

enabled the calculation of the slope and thus the speed of the fluorescence wave, as 14 

indicated. Ad) and Bd) Fluorescence values at the time of maximal fluorescence observed 15 

in each concentric "ring" (red-violet, purple, dark purple, dark blue, light blue, dark green, 16 

light green, yellow, orange and red for 1 µm, 2 µm, 3 µm, 4 µm, 5 µm, 6 µm, 7 µm, 8µm, 9 17 

µm and 10 µm distances from the photoactivated ROI, respectively) and normalized to that 18 

observed in the first square, as 100%. On each graph, exponential decay fitting of all the 19 

points (dotted gray curve) enabled the calculation of the k parameter and thus the decay 20 

rate, as indicated. Values are means±c.i. n = 12 and 10 cells for Sec61β and T95 21 

respectively at DIF3 from 3 independent experiments. 22 
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Figure S5 : Quantification of T95 and Sec61β diffusion in SR membranes of cultured 1 

myotubes at DIF9 2 

Cultured myotubes at DIF9 co-expressing Sec61β-PAGFP and DsRedKDEL (A) or T95-3 

PAGFP and DsRedKDEL (B) were imaged and repeatedly photoactivated as described in 4 

M&M. Aa) and Ba) Concentric squares drawn around the initially photoactivated ROI 5 

allowed for measurements of fluorescence in increasingly distant "rings" as reported in Ab) 6 

and Bb). Arrowheads indicate the time of maximum fluorescence in the curve of the 7 

corresponding color (red-violet, purple, dark purple, dark blue for 1 µm, 2 µm, 3 µm, 4 µm 8 

distances from the photoactivated ROI, respectively). Ac) and Bc) Delay to maximal 9 

fluorescence observed in each concentric "ring" (red-violet, purple, dark purple, dark blue, 10 

light blue, dark green, light green, yellow, orange and red for 1 µm, 2 µm, 3 µm, 4 µm, 5 11 

µm, 6 µm, 7 µm, 8µm, 9 µm and 10 µm distances from the photoactivated ROI, 12 

respectively). On each graph, linear fitting of the aligned first points (dotted gray line) 13 

enabled for the calculation of the slope and thus the speed of fluorescence wave, as 14 

indicated. Ad) and Bd) Fluorescence values at the time of maximal fluorescence observed 15 

in each concentric "ring" (red-violet, purple, dark purple, dark blue, light blue, dark green, 16 

light green, yellow, orange and red for 1 µm, 2 µm, 3 µm, 4 µm, 5 µm, 6 µm, 7 µm, 8µm, 9 17 

µm and 10 µm distances from the photoactivated ROI, respectively) and normalized to that 18 

observed in the first square, as 100%. On each graph, exponential decay fitting of all the 19 

points (dotted gray curve) enabled the calculation of the k parameter and thus the decay 20 

rate, as indicated. Values are means±c.i. n = 11 and 7 cells for Sec61β and T95 at DIF9 21 

respectively, from 3 independent experiments.  22 

 23 



Fig S6.

Figure S6 : Western blot analysis of mutant and hybrids proteins 1 

Western blot analysis has been performed with antibodies against GFP (left) or against N-2 

terminal part of triadin (right) on 20 µg triadin KO cells lysates transduced with T95∆Cter-3 

PAGFP, Sec61TM-T95-PAGFP or T95∆CterTM-Sec61-PAGFP.  Antibody against GFP detected 4 

bands at 40kDa for T95∆Cter-PAGFP and T95∆CterTM-Sec61-PAGFP, and at 37kDa for 5 

Sec61TM-T95-PAGFP. As expected, antibody against the N-terminal part of triadin, detected 6 

only T95∆Cter-PAGFP and T95∆CterTM-Sec61-PAGFP. The β-tubulin has been used as a 7 

loading control (lower panel). 8 
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Supplementary movie 6 1 

Single photoactivation of DIF9 myotubes expressing T95-PAGFP. Scale bars = 5 µm. 2 

No spreading of T95-PAGFP fluorescence outside the ROI was observed. 3 

 4 

Supplementary movie 7 5 

Single photoactivation of DIF3 myotubes expressing T95∆Cter-PAGFP. Scale bars = 5 µm. 6 

The fluorescence of T95∆Cter-PAGFP spreads outside the ROI overtime. 7 

Supplementary movie 1 1 

Single photoactivation of DIF3 myotubes expressing PAGFP-KDEL. Scale bars = 5 µm. 2 

The fluorescence of PAGFP-KDEL molecules initially detected in the ROI rapidly faded 3 

away after activation. 4 

 5 

Supplementary movie 2  6 

Single photoactivation of DIF9 myotubes expressing PAGFP-KDEL. Scale bars = 5 µm. 7 

The fluorescence of PAGFP-KDEL molecules initially detected in the ROI rapidly faded 8 

away after activation. 9 

 10 

Supplementary movie 3 11 

Single photoactivation of DIF3 myotubes expressing Sec61β-PAGFP. Scale bars = 5 µm. 12 

The fluorescence of Sec61β-PAGFP spreads outside the ROI overtime. 13 

 14 

Supplementary movie 4 15 

Single photoactivation of DIF9 myotubes expressing Sec61β-PAGFP. Scale bars = 5 µm. 16 

The fluorescence of Sec61β-PAGFP spreads outside the ROI overtime. 17 

 18 

Supplementary movie 5 19 

Single photoactivation of DIF3 myotubes expressing T95-PAGFP. Scale bars = 5 µm. 20 

No spreading of T95-PAGFP fluorescence outside the ROI was observed. 21 



Supplementary movie 12 1 

Iterative photoactivation of DIF9 myotubes expressing T95-PAGFP. Scale bars = 5 µm. 2 

The fluorescence of T95-PAGFP diffuses outside the ROI and progressively accumulates 3 

in clusters far away from the activation zone. 4 

 5 

Supplementary movie 13 6 

Iterative photoactivation of an adult muscle fiber (FDB) expressing T95-PAGFP. Scale bars 7 

= 5 µm. 8 

In an adult muscle fiber, the fluorescence of T95-PAGFP also diffuses outside the ROI and 9 

progressively accumulates in clusters far away from the activation zone. 10 

Supplementary movie 8 1 

Single photoactivation of DIF9 myotubes expressing T95∆Cter-PAGFP. Scale bars = 5 µm. 2 

A small decrease of fluorescence of T95∆Cter-PAGFP could be observed in the ROI with a 3 

subtle spreading of a wave of fluorescence outside the ROI. 4 

 5 

Supplementary movie 9 6 

Iterative photoactivation of DIF3 myotubes expressing Sec61β-PAGFP. Scale bars = 5 µm. 7 

The fluorescence of Sec61β-PAGFP spreads throughout the cell overtime. 8 

 9 

Supplementary movie 10 10 

Iterative photoactivation of DIF9 myotubes expressing Sec61β-PAGFP. Scale bars = 5 µm. 11 

The fluorescence of Sec61β-PAGFP spreads throughout the cell overtime. 12 

 13 

Supplementary movie 11 14 

Iterative photoactivation of DIF3 myotubes expressing T95-PAGFP. Scale bars = 5 µm. 15 

The fluorescence of T95-PAGFP diffuses outside the ROI and progressively accumulates 16 
in clusters far away from the activation zone 17 
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RESUME 

Le muscle squelettique est un tissu complexe constitué de nombreuses cellules musculaires. Lorsqu’un 
motoneurone en contact avec ces cellules, émet un potentiel d’action, celui-ci se propage le long de la membrane 
plasmique où il permet l’activation du complexe de relâchement du calcium (CRC), la sortie massive de calcium des 
citernes terminales du réticulum sarcoplasmique (RS) dans le cytosol, et ainsi la contraction musculaire. Ce 
mécanisme, appelé couplage excitation-contraction, requière un site de contact spécifique entre la membrane 
plasmique et le RS, appelé triade. Cette dernière est composée d’une invagination de la membrane plasmique, le 
tubule-t, flanquée de deux citernes terminales du RS. Au sein des triades, le CRC est centré autour de deux canaux 
calciques, le récepteur des Dihydropyridines (DHPR) et le récepteur de la Ryanodine (RyR1), très précisément 
localisés face à face dans leurs membranes respectives : la membrane du tubule-t et la membrane du RS. Ainsi, 
quand la membrane est dépolarisée, le DHPR subit un changement de conformation permettant l’ouverture du canal 
RyR1 et la sortie du calcium. Le CRC contient également d’autres protéines précisément localisées à la triade comme 
la calséquestrine ou la triadine, ayant des rôles clés pour moduler la libération du calcium. L’initiation de la contraction 
dépend ainsi du contact précis entre la membrane du RS et la membrane du tubule-t et également de la localisation 
exclusive des protéines du CRC au sein de la triade. Néanmoins, les mécanismes sous-jacents à l’organisation 
précise des protéines du CRC à la triade, restent inconnus.  

Durant cette thèse, nous nous sommes focalisés sur la triadine protéine du CRC qui servirait d’ancre aux 
autres protéines du CRC grâce à ses différentes interactions. Nous avons étudié les mécanismes de trafic et de 
rétention de la triadine au cours de la différenciation musculaire. Pour ce faire, la dynamique de la triadine a été 
explorée par des techniques de microscopie et en réintroduisant, grâce à des lentivirus, des chimères fluorescentes 
de triadine au sein de cellules musculaires différenciées.  

Dans un premier temps l’étude de l’adressage et de la rétention des protéines du CRC à la triade a révélé que 
la triadine emprunte une voie vésiculaire pour sortir du reticulum et atteindre les triades. Cette voie de trafic 
vésiculaire utilise le cytosquelette de microtubules et notamment les moteurs moléculaires et pourrait être une voie 
spécifique au muscle squelettique. Dans un deuxième temps et dans des étapes plus tardives de la différenciation, la 
triadine diffuse dans les membranes du RS suivie de son accumulation aux triades. Les deux mécanismes, diffusion 
et trafic vésiculaire, pourraient cependant coexister dans une cellule musculaire. Dans tous les cas, une fois la triade 
atteinte, la triadine y est retenue grâce à son domaine transmembranaire. Durant ma thèse, j’ai également eu 
l’opportunité de prendre part à un projet portant sur l’implication de la protéine MAP6 dans la fonction musculaire. Ce 
projet a permis de montrer que MAP6 est bien présente dans le muscle squelettique et que son absence donne lieu à 
une faiblesse musculaire due en partie à une diminution des relâchements calciques, ainsi qu’à une altération du 
réseau de microtubules et de l’organisation du RS. 

ABSTRACT 

Skeletal muscle is a complex tissue made up of many muscle cells. When a motor neuron in contact with muscle cells, 
emits an action potential, it propagates along the plasma membrane where it allows the activation of the calcium 
release complex (CRC), the massive calcium release of terminal cisternae of the sarcoplasmic reticulum (SR) in the 
cytosol, and thus muscle contraction. This mechanism, called excitation-contraction coupling, requires a specific site 
of contact between the plasma membrane and the RS, called the triad. More precisely, a triad is composed of an 
invagination of the plasma membrane, the T-tubule, flanked by two terminal cisternae of the SR. At the triads, the 
CRC is centered on two calcium channels, the Dihydropyridine Receptor (DHPR) and the Ryanodine Receptor 
(RyR1), very precisely located face to face in their respective membranes: the T-tubule membrane and the membrane 
of the SR. Thus, when the membrane is depolarized, the DHPR undergoes a conformational change allowing the 
opening of RyR1 channel and the release of the calcium. CRC also contains other triad-specific proteins such as 
calsequestrin or triadin, which have key roles in modulating calcium release. Initiation of contraction thus depends on 
the precise contact between the SR membranes and the T-tubule membranes and also the exclusive localization of 
the CRC proteins at the triads. Nevertheless, the mechanisms underlying the precise organization of CRC proteins to 
the triad remain unknown.  
 During this work, we focused on triadin, a CRC protein that would anchor other CRC proteins through the 
different interactions it has with RyR1, with calsequestrin and also with microtubules. We studied the mechanisms of 
trafficking and retention of triadin during muscle differentiation. To do this, the dynamics of triadin was explored by 
microscopy techniques and by reintroducing, using lentivirus, fluorescent triadin chimeras into differentiated muscle 
cells. 
 Firstly, the study of CRC proteins targeting and retention in the triad revealed that triadin takes a vesicular 
pathway to exit the reticulum and reach the triads. This vesicular trafficking pathway uses the microtubule 
cytoskeleton and in particular the molecular motors and could be a pathway specific to skeletal muscle. In a second 
step and in later stages of differentiation, triadin diffuses into SR membranes followed by its accumulation at the 
triads. Both mechanisms, diffusion and vesicular trafficking, could, however, coexist in a muscle cell. In all cases, once 
the triad is reached, triadin is retained thanks to its transmembrane domain. Moreover, I also had the opportunity to 
take part in a project on the involvement of the MAP6 protein in muscle function. This project has shown that MAP6 is 
present in skeletal muscle and that its absence leads to muscle weakness associated with a decrease in calcium 
releases, as well as an impairment of the microtubule network and the organization of SR. 

 


	Abstract
	Background
	Methods
	Results
	Conclusion

	Background
	Methods
	Antibodies
	Animals
	Western blot analysis
	Histological staining
	Cell culture
	Calcium imaging
	RNA extraction and RT-PCR
	RT-q-PCR
	cDNA ends amplification
	Muscle fiber isolation and immunolabeling
	In vivo force measurements
	Electron microscopy
	Quantitative analysis by electron microscopy
	Statistical analysis

	Results
	MAP6 is present in skeletal muscle
	MAP6 KO muscle does not show signs of denervation
	MAP6 KO mice show muscle function defects in vivo
	MAP6 deletion in mice affects microtubule organization
	MAP6 KO muscles present SR structural abnormalities
	Calcium release is reduced in MAP6 KO cells

	Discussion
	Conclusions
	Additional files
	Abbreviations
	Acknowledgements
	Funding
	Availability of data and materials
	Authors’ contributions
	Ethics approval
	Consent for publication
	Competing interests
	Publisher’s Note
	Author details
	References

