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Résumé

Biosenseurs fluorescents appliqués a I’étude de la fonction du réticulum sarcoplasmique

dans le couplage excitation-contraction du muscle squelettique

La cascade d’événements permettant la contraction de la fibre musculaire striée squelettique en
réponse a l'activité électrique de sa membrane plasmique est regroupée sous le terme de couplage
excitation-contraction (EC). Le couplage EC a lieu au niveau des triades, domaines nanoscopiques au
niveau desquels les invaginations transversales de la membrane plasmique (tubules-T) sont en contact
étroit avec deux citernes terminales adjacentes de réticulum sarcoplasmique (RS).

Plus précisément, lors de I'excitation d’une fibre musculaire, un potentiel d’action se propage dans
toute la surface de la membrane plasmique et en profondeur de la cellule via les tubules-T. Cette
dépolarisation y est détectée par les protéines membranaires sensibles au potentiel Ca,1.1 qui en
retour, par couplage mécanique, déclenchent I'ouverture des canaux calciques du RS que sont les
récepteurs de la ryanodine de type 1 (RYR1). Ceci est a I'origine de I"augmentation massive de Ca?
intracellulaire qui déclenche I'activation des myofilaments et donc la contraction.

La compréhension des mécanismes de contrbéle et de régulation des canaux RYR1 reste encore
aujourd’hui limitée. En particulier, la mesure de I'activité physiologique de ces canaux dans la fibre
musculaire intacte est toujours réalisée de maniere tres indirecte. Par ailleurs, le role éventuel de
variations de potentiel de la membrane du RS pendant I'activité musculaire n’a jamais été révélé. Une
connaissance approfondie de ces phénomenes est pourtant essentielle a la compréhension de la
fonction musculaire squelettique normale et pathologique.

Dans ce contexte, I'objectif général de mon projet de thése a été de mettre au point et utiliser
des biosenseurs fluorescents localisés spécifiquement a la membrane des citernes terminales du RS de
fibres musculaires différenciées — par leur fusion a une séquence d’adressage appropriée. Grace a la
combinaison des techniques d’électrophysiologie et d’'imagerie de la fluorescence des biosenseurs sur
fibres musculaires isolées, nous avons pu étudier 'activité du RS au cours de la fonction musculaire.
Plus particulierement, mon travail de thése aborde deux problémes biologiques principaux: le
potentiel de membrane du RS et la signalisation calcique du RS au cours du couplage EC.

Le premier objectif a visé a caractériser les changements de potentiel de la membrane du RS
pendant I'activation du couplage EC. Pour cela, nous avons utilisé des biosenseurs de FRET de la famille
Mermaid. Nos résultats montrent qu’il n’y a pas de changement substantiel du potentiel

transmembranaire du RS pendant I'activation du couplage EC. Ces données confirment — pour la



premiére fois en condition physiologique — que le flux de Ca?* & travers les canaux RYR1 est équilibré
par des contre-flux ioniques compensatoires qui permettent le maintien du potentiel de membrane
du RS. Ceci assure la pérennité du flux de Ca®* et contribue a I'efficacité du couplage EC.

Le deuxiéme objectif a visé a détecter les variations de concentration en Ca?* a proximité
immédiate des canaux RYR1. Pour cela, nous avons utilisé le biosenseur fluorescent sensible au Ca?*
GCamPé6f. Le biosenseur adressé a la membrane du RS fournit un acces unique a I'activité individuelle
de populations distinctes de canaux RYR1 au sein de différentes triades d’'une méme fibre musculaire.
Au-dela de la caractérisation détaillée des propriétés des sondes GCaMP6f dans cette préparation, nos
résultats montrent la stupéfiante synchronisation de I'activité de libération de Ca* des triades d’une
méme fibre musculaire au cours du couplage EC. Les résultats ouvrent des perspectives

particulierement intéressantes pour les études de situations pathologiques d’altération de I'activité

des canaux RYR1.

MOTS-CLES : muscle squelettique ; couplage excitation-contraction; réticulum sarcoplasmique;

récepteur de la ryanodine ; biosenseurs fluorescents ; potentiel de membrane ; calcium intracellulaire.
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Abstract

Investigating sarcoplasmic reticulum function during skeletal muscle excitation-contraction

coupling using fluorescent biosensors

Excitation-contraction (EC) coupling in skeletal muscle corresponds to the sequence of events through
which muscle fiber contraction is triggered in response to plasma membrane electrical activity. EC
coupling takes place at the triads; these are nanoscopic domains in which the transverse invaginations
(t-tubules) of the surface membrane are in close apposition with two adjacent terminal cisternae of
the sarcoplasmic reticulum (SR) membrane.

More precisely, EC coupling starts with action potentials fired at the endplate, propagating throughout
the surface membrane and in depth into the muscle fiber through the t-tubules network. When
reaching the triadic region, action potentials activate the voltage-sensing protein Ca,1.1. In turns,
Ca,1.1 directly opens up the type 1 ryanodine receptor (RYR1) in the immediately adjacent SR
membrane, through intermolecular conformational coupling. This triggers RYR1-mediated SR Ca?
release which produces an increase in cytosolic Ca®* triggering contraction.

Current understanding of the mechanisms involved in the control and regulation of RYR1 channels
function is still limited. One reason is related to the fact that detection of RYR1 channel activity in intact
muscle fibers is only achieved with indirect methods. Also, whether SR the membrane voltage
experiences changes during muscle activity has so far never been experimentally assessed. Yet, deeper
knowledge of these processes is essential for our understanding of muscle function in normal and
disease conditions.

In this context, the general aim of my PhD project was to design and use fluorescent protein
biosensors specifically localized at the SR membrane of differentiated muscle fibers, by fusing them to
an appropriate targeting sequence. Thanks to a combination of single cell physiology and biophysics
techniques based on electrophysiology and biosensor fluorescence detection, we were able to study
the SR activity during muscle fiber function. Specifically, my PhD work focused on two major issues: SR
membrane voltage and SR calcium signaling during EC coupling.

The first aim of my work was to characterize SR membrane voltage changes during muscle fiber
activity. For this, we used voltage sensitive FRET-biosensors of the Mermaid family. Results show that
the SR trans-membrane voltage experiences no substantial change during EC coupling. This provides
the first experimental evidence, in physiological conditions, for the existence of ion counter-fluxes that

balance the charge deficit associated with RYR1-mediated SR Ca?* release. Indeed, this process is



essential for maintaining the SR Ca?* flux upon RYR1 channels opening and thus critically important for
EC coupling efficiency.

The second objective of my work aimed at detecting the changes in Ca%** concentration
occurring in the immediate vicinity of the RYR1 Ca?* release channels during muscle fiber activation.
For this, we took advantage of one member of the recent generation of genetically encoded Ca?
biosensor: GCaMP6f. The SR-targeted biosensor provides a unique access to the individual activity of
RYR1 channels populations within distinct triads of a same muscle fiber. Beyond allowing a detailed
characterization of the biosensor properties in this preparation, results highlight the remarkable
uniformity of SR Ca?* release activation from one triad to another, during EC coupling. These results

open up stimulating perspectives for the investigation of disease conditions associated with defective

behavior of RYR1 channels.

KEYWORDS: skeletal muscle; excitation-contraction coupling; sarcoplasmic reticulum; ryanodine

receptor; fluorescent biosensors; membrane voltage; intracellular calcium.
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CHAPITRE 1 : ANATOMIE FONCTIONNELLE DU MUSCLE STRIE SQUELETTIQUE

L'organisme des mammiféres comporte trois types de tissu musculaire : cardiaque, lisse et
squelettique.

Le systeme musculaire lisse est essentiellement représenté par les muscles des visceres (autres que le
cceur) dont la contraction involontaire est placée sous la commande du systéeme nerveux autonome.
Le muscle cardiaque ou myocarde tapisse la paroi du coeur. C'est un muscle strié dont la commande
involontaire est sous contréle d’un systéme intrinseque régulé par le systéme nerveux autonome.
Enfin, le systeme squelettique est composé de I'ensemble des muscles striés qui recouvrent le
squelette osseux et s’y attachent. Le corps humain en compte plus de 500, représentant 30 a 38% de
la masse corporelle (Janssen et al. 2000), placés sous le contréle de la commande volontaire du
systeme nerveux central. Ces muscles remplissent 3 fonctions principales: le mouvement, la posture
et la production de chaleur.

Ce premier chapitre se consacre a la description des propriétés anatomiques et fonctionnelles du
muscle squelettique car c’est sur I'étude du fonctionnement des cellules musculaires de ce systeme

que s’est basé mon travail de These.

1. Le systéme musculaire squelettique

1.1.Propriétés générales

1.1.1. Anatomie générale

Le muscle squelettique est principalement constitué de matériel contractile dont la structure
hautement organisée confére aux cellules leur apparence striée caractéristique.

Outre son contenu riche en matériel contractile, le muscle squelettique est composé de différentes
gaines de tissu conjonctif assurant cohésion cellulaire et force tissulaire. Chaque cellule (ou fibre)
musculaire est séparée des autres et isolée électriquement grace a la fine couche de tissu conjonctif
qui I'enveloppe: 'endomysium. Les cellules recouvertes de leur endomysium sont regroupées en
faisceaux et chaque faisceau est entouré d’une gaine conjonctive appelé périmysium. L’ensemble des
faisceaux de fibres forme le muscle squelettique qui est lui-méme enveloppé dans un revétement de
tissu conjonctif appelé épimysium (Figure 1). Toutes ces gaines conjonctives constituent un ensemble
continu incluant les vaisseaux sanguins, les ramifications nerveuses mais également les tendons, lien
entre les muscles et les os (pour revues, voir Gillies et Lieber 2011; Turrina et al. 2013). Ainsi lorsque
les fibres se contractent, elles tirent sur leurs différentes enveloppes conjonctives lesquelles, a leur
tour, transmettent la force a I'os. De plus, les vaisseaux sanguins permettent I'apport de nutriments

essentiels au fonctionnement musculaire.
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Les propriétés fonctionnelles du muscle squelettique sont donc dues a I'effet combiné des fibres

musculaires, des motoneurones, des vaisseaux sanguins et de la matrice extracellulaire.

1.1.2. Myogénese et régénération musculaire

Au cours du développement, la couche embryonnaire mésodermique se subdivise et donne naissance
aux somites, qui constituent la source principale de cellules musculaires chez les vertébrés. Au
commencement, les progéniteurs mésodermiques donnent naissance aux précurseurs myogéniques,
les myoblastes, qui synthétisent déja des protéines musculaires contractiles. Ensuite les myoblastes
proliférent et se différencient en cellules musculaires mononuclées. Ces dernieres, appelées myocytes,
sont capables de fusionner les unes avec les autres pour former les myotubes immatures, longues
cellules aux noyaux multiples périphériques. La derniere étape de maturation du myotube conduit a la
formation de la fibre musculaire striée squelettique, cellule allongée d’un diamétre compris entre 10
et 100 um et d’une longueur allant de quelques millimétres (muscle stapedius de I'oreille interne) a 20
cm (muscle sartorius de la cuisse) chez 'Homme. La fibre musculaire mature, recouverte de son
endomysium, posséde des milliers de noyaux périphériques (de I'ordre de 10*/mm?3 de fibre); elle
présente des systemes membranaires spécifiques et exprime ses protéines contractiles selon un profil
strié caractéristique (pour revue, voir Engel et Franzini-Armstrong 1994).

Toutes ces étapes de formation du muscle squelettique sont conditionnées et guidées par des facteurs
de croissance et/ou I'expression différentielle de familles de génes appelés facteurs de détermination
myogénique (pour revue, voir Arnold et Braun 1999).

Chez I'adulte, le muscle squelettique est un tissu relativement stable dans des conditions normales.
Par contre, il possede un potentiel réparateur remarquable en cas de blessure. Les cellules satellites,
qui sont les cellules souches du muscle squelettique, jouent un réle indispensable dans ce processus
de régénération. Ce sont des myoblastes en quiescence qui se logent sous la membrane plasmique des
fibres musculaires striées squelettiques. Leurs capacités d’autorenouvelement, de prolifération, de
différenciation et de fusion ménent a la formation et a la reconstitution d’un appareil contractile

fonctionnel (pour revue, voir Dumont et al. 2015).

1.2.Typologie et notion d’unité motrice

La contraction du muscle strié squelettique est sous contrdle nerveux volontaire, c’est-a-dire que
chaque fibre musculaire est dotée d’une ramification nerveuse qui régit son activité contractile. Un
méme motoneurone va venir innerver plusieurs fibres musculaires, on parle d’unité motrice ; ainsi,
I’excitation du motoneurone engendre la contraction de toutes les fibres de I'unité motrice. Pour
former un muscle, de nombreuses unités motrices sont rassemblées (par dizaines voire par centaines),

et chacune apporte sa propre contribution. Sur un plan global, la régulation de I'amplitude de la
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contraction musculaire s’effectue par le nombre d’unités motrices recrutées. Ce recrutement sélectif
des unités motrices permet au muscle d’adapter son activité en fonction de la demande (contraction
plus ou moins rapide, plus ou moins prolongée).

Au sein d’une méme unité motrice, les fibres musculaires sont de méme type, c’est-a-dire qu’elles ont
les mémes propriétés structurales et fonctionnelles. La caractéristique unique du muscle squelettique
est sa diversité dans le nombre mais également dans le type de fibres qui le composent. En effet, chez
un méme animal, aucun muscle squelettique n’est identique a un autre. Cette hétérogénéité reflete
son haut degré de spécialisation fonctionnelle ainsi que les bases de sa plasticité (pour revues, voir
Schiaffino et Reggiani 2011; Bottinelli et Reggiani 2000).

Que les classifications se basent sur la couleur du muscle (rouge ou blanche), la prédominance du
métabolisme énergétique (oxydatif ou glycolytique) ou les propriétés ATPasiques du complexe
actomyosine (section 1.2.2. Mécanisme moléculaire de la contraction); elles s’accordent toutes sur la
distinction entre fibres rapides et fibres lentes. On identifie aujourd’hui quatre grands types de fibres
dans le muscle strié (pour revue, voir Bacou et Vigneron 1988; Schiaffino et Reggiani 2011).

Les fibres a contraction lente, ou fibres de type 1, ou fibres rouges, puisent principalement leur énergie
du métabolisme oxydatif (situation favorisée par leur abondante vascularisation). Elles sont riches en
mitochondries et en enzymes du cycle de Krebs et peuvent se contracter pendant de longues périodes.
Les fibres a contraction rapide, ou fibres de type 2, ou fibres blanches, sont généralement de plus gros
diametre et pauvres en mitochondries ; il en existe trois types. Les fibres 2A ont un métabolisme
glycolytique aérobie et interviennent dans les activités phasiques, elles sont dites « résistantes a la
fatigue ». Les fibres 2B assurent leur apport énergétique a partir des voies de glycolyse anaérobie et
sont rapidement fatigables ; elles sont recrutées pour les mouvements brefs et rapides. Les fibres 2X
ont un métabolisme aérobie variable et une résistance a la fatigue intermédiaire a celles des fibres 2A

et 2B.

2. Ultrastructure de la fibre musculaire striée squelettique
Dans les muscles striés (squelettiques et cardiaque), le cytoplasme des cellules est chargé en protéines

contractiles (ou myofilaments) regroupées en structures cylindriques appelées myofibrilles. Il existe
deux types de myofilaments (fins et épais) qui se chevauchent et qui en glissant les uns contre les
autres entrainent un raccourcissement des fibres musculaires et ménent ainsi a la contraction du

muscle strié (Figure 2).

2.1.Sarcomere et machinerie contractile

2.1.1. Organisation générale

Les myofibrilles occupent 80 % du volume cellulaire et affichent sur toute leur longueur une alternance

de bandes claires et de bandes sombres presque parfaitement alignées, ce qui confere a la fibre
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Figure 2. Structure contractile de la fibre musculaire squelettique

A.

Schéma du contenu myofibrillaire de la fibre musculaire striée squelettique. D’apres
Junqueira’s Basic Histology, 12t ed. by Anthony L. Mescher, McGraw-Hill Education
Organisation sarcomérique de la fibre musculaire de grenouille observée en microscopie
électronique. D’apres Engel et Franzini-Armstrong 1994

Schéma illustrant I'organisation des filaments épais et des filaments fins au sein d’un
sarcomére. D’aprés Junqueira’s Basic Histology, 12" ed. by Anthony L. Mescher, McGraw-Hill
Education

Schéma illustrant la composition et l'organisation des protéines contractiles. D’aprés
Junqueira’s Basic Histology, 12t Edition by Anthony L. Mescher, McGraw-Hill Education



musculaire toute entiére son apparence striée caractéristique. Ce pattern de striation myofibrillaire se
répete avec une périodicité de 2 um environ. Cette unité de répétition, connue sous le nom de
sarcomeére, est considérée comme |'unité contractile fondamentale des muscles striés. La force
pouvant étre générée par le muscle squelettique apparait dépendante de la taille de ses sarcomeres
qui est variable en fonction des especes (1.98 um chez le colibri vs 2.64 um chez 'Homme) et des
muscles considérés (chez I'Homme, 1.09 um dans le muscle tibialis antérior vs 2.84 um dans le muscle
flexor carpi ulnaris) (Burkholder et Lieber 2001).

Le sarcomere est délimité par deux lignes Z, bordures étroites et sombres (0.1 um de long) dont le
composant moléculaire principal est I’a actinine. Chaque ligne Z se situe au milieu d’'une bande | (pour
isotrope) plus claire (longueur: 1 um) partagée par deux sarcomeres adjacents. Au centre du
sarcomere, on trouve une bande A (pour anisotrope) sombre (longueur : 1.6 um) elle-méme séparée
en deux par une ligne H moins dense. Cette derniere est divisée en son milieu par une région de plus
haute densité appelée ligne M (pour revue, voir Engel et Franzini-Armstrong 1994) (Figure 2 A-C).
C'est I'arrangement précis et organisé des myofilaments a l'intérieur de la myofibrille qui explique ce
modele en bandes répétées. La bande A contient un ensemble de myofilaments épais arrangés selon
I’axe parallele de la myofibrille. Chaque demie-bande | contient un ensemble de myofilaments fins qui
s’étendent de leur point d’attache a la strie Z jusqu’a la bande A, ou ils se chevauchent avec les
myofilaments épais. La zone H est la partie moins dense de la zone A car elle ne contient que des

myofilaments épais (pour revue, voir Squire 1997).

2.1.2. Protéines contractiles

Les myofilaments fins et épais sont des polymeres de protéines associées de maniere non covalente

(pour revue, voir Clark et al. 2002).

2.1.2.1. Myofilaments épais de myosine

e Structure de la molécule de myosine

Le myofilament épais (10 nm de diametre, 1.6 um de long) est principalement composé d’un polymere
d’environ 300 molécules de myosine Il. Molécule allongée a deux tétes, la myosine Il est composée de
deux chaines lourdes identiques et de deux paires de chaines légeres (pour revue, voir Craig et
Woodhead 2006) (Figure 2 D).

La portion C-terminale de chaque chaine lourde se replie en hélice a et forme une queue super
enroulée. Les extrémités N-terminales se replient pour former deux tétes globulaires qui constituent
le domaine moteur des myofilaments épais : lieu de I’'hydrolyse de I’ATP et de la fixation aux filaments
fins d’actine. Le cou, zone de jonction entre les tétes et la queue de myosine, contient une chaine

légére régulatrice et une chaine légére essentielle. Les molécules de myosine sont disposées en deux
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groupes (« téte-béche ») et la partie centrale du myofilament est dépourvue de téte globulaire (ligne

M du sarcomeére).

e Les autres protéines des myofilaments épais

Outre la myosine, les myofilaments épais des muscles striés des vertébrés contiennent d’autres
protéines aux roles structuraux et régulateurs (pour revue, voir Craig et Woodhead 2006).

Les protéines C se lient, a intervalle régulier, a onze sites sur chaque moitié de filament épais (de la
ligne M a la strie Z).

La titine est une protéine géante (~3MDa) qui s’étend du centre des myofilaments épais (lighe M) a la
ligne Z. Chaque moitié de filament épais est associée a six molécules de titine. Elles servent de base a
I"'assemblage du sarcomere au cours du développement et elles établissent un lien entre myofilaments
épais et stries Z. De plus, leur comportement de ressort moléculaire est essentiel a I'activité mécanique

du muscle.

2.1.2.2. Myofilaments fins d’actine

e La polymérisation de I'actine
Le composé majoritaire des myofilaments fins est une protéine globulaire, I'a actine (ou actine G pour
globulaire). Dans le muscle des vertébrés, elle est présente sous forme de polymeére, I'actine F (pour
fibrillaire) qui contient approximativement 360 molécules d’actine G. Le myofilament fin (5 nm de
diameétre, 1 um de long) est constitué de deux brins d’actine F qui s’entrecroisent pour former une

double hélice (Figure 2 D).

e Protéines régulatrices
La contraction des muscles striés des vertébrés est régulée par deux protéines des myofilaments fins :
la troponine et la tropomyosine qui permettent ou empéchent I'interaction actine-myosine.
La tropomyosine est composée de deux chaines enroulées en hélices a qui s’attachent au squelette
formé par l'actine F.
La troponine se fixe a un site spécifique de la tropomyosine ; ce complexe de trois sous-unités (I, C et
T) est donc présent a intervalle régulier sur toute la longueur des filaments fins. Chaque sous-unité a
une fonction physiologique bien distincte. Liée a I'actine, la sous unité | (pour inhibitrice) empéche
I'interaction entre I'actine et la myosine. La troponine C (pour calcium) est la sous-unité de fixation au
Ca?* (pour plus de détails, section 11.2.3. Protéines cytoplasmiques et tampons calciques). Enfin, la sous-
unité T (pour tropomyosine) est celle qui interagit avec la tropomyosine.
Si le complexe actine-troponine-tropomyosine constitue le squelette principal du filament fin, la

nébuline est également une protéine de ce myofilament. C'est une protéine géante qui s’étend d’une
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Fixation du Ca?* a la troponine C
et interaction actine-myosine.

Fixation des tétes de myosine a Glissement des myofilaments
I'ADP + Pi qui forment un angle de fins d’actine le long des
45° avec les filaments d’actine. myofilaments épais de myosine.

Les tétes de myosine forment un
angle de 90° avec les filaments

fins. ATP

®

Fixation des tétes de myosine a
I'ATP et détachement des tétes
de myosine.

Figure 3 : Cycle moléculaire contractile

@ Les tétes de myosine hydrolysent I’ATP en ADP + Pi, changent de conformation et adoptent une
position de haute énergie.

@ L’augmentation de la concentration de Ca** cytosolique permet la fixation d’un ion Ca%* a la
troponine C, ce qui entraine le changement de conformation du complexe de la troponine. Les sites de
liaison de I'actine pour la myosine deviennent accessibles.

(3 Uinteraction actine-myosine libére ’ADP + Pi permettant un fouetté du cou de la téte de myosine
vers le centre du sarcomere et donc le glissement des filaments fins.

(@ La fixation d’une nouvelle molécule d’ATP entraine le détachement de la myosine a I'actine. Les
tétes de myosine adoptent une position de basse énergie.

Modifié d’apreés la vidéo https://www.youtube.com/watch?v=HPcoot65QG4




extrémité a I'autre du myofilament fin et qui interagit a la fois avec I’actine F et avec la tropomyosine.
Chaque filament fin possede deux molécules de nébuline. Il semblerait qu’elle participe au bon
assemblage des protéines des myofilaments fins en constituant un support moléculaire inextensible

(pour revue, voir Engel et Franzini-Armstrong 1994).

2.2.Mécanismes moléculaires de la contraction

Les protéines myofibrillaires sont responsables de la transduction d’énergie chimique en travail
mécanique.

e Interaction actine-myosine-ATP : moteur de la contraction
La contraction est le résultat du glissement des myofilaments fins le long des myofilaments épais sans
modification de la longueur de I'un ou de I'autre (pour revue, voir Geeves et Holmes 1999).
Au niveau de la zone de chevauchement, la myosine envoie des projections (ou ponts) sur I'actine
fournissant le lien mécanique entre les myofilaments et la force nécessaire a leur enchevétrement. Les
ponts de myosine se forment de maniére cyclique: attachement a l’actine, changement de
conformation, détachement puis attachement plus loin le long du filament d’actine. La rotation des
tétes de myosine encore fixées a I'actine fournit la force de propulsion entre myofilaments et permet
le glissement des uns par rapport aux autres. Finalement, c’est la répétition de ce cycle qui est a
I’origine du mouvement.
Chaque cycle puise son énergie de I’hydrolyse de I’ATP et peut étre décomposé en quatre étapes (pour
revue, voir Spudich 2001) (Figure 3). Au repos, la téte de myosine est couplée a I’ADP et au phosphate
inorganique (Pi) et forme un angle de 45° par rapport a I'axe des myofilaments (1). En présence de
Ca?, le site de fixation de I'actine pour la myosine devient accessible, le pont se forme (2). Le
changement de conformation des ponts de myosine est induit par le décrochage de I’ADP et du Pi des
tétes de myosine qui forment désormais un angle de 90° avec la queue (3). La fixation d’une nouvelle
molécule d’ATP sur les tétes de myosine entraine leur décrochage de l'actine (4); finalement
réactivées par I’ATP, les tétes de myosine peuvent de nouveau I’hydrolyser en ADP + Pi ce qui entraine
un changement de conformation de la myosine : I'angle formé par la téte et la queue revient a sa valeur

initiale de 45° (1).

e Régulation de l'interaction actine-myosine
La contraction des muscles striés des vertébrés est régulée par la troponine et la tropomyosine qui
répondent aux changements de concentration de Ca®" intracellulaire induits par la stimulation
nerveuse.
A de faibles niveaux de Ca?* intracellulaire (<10® M), I'interaction actine-myosine est inhibée par le

complexe troponine-tropomyosine ; I'activité ATPase est donc faible et le muscle est relaché.
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Quand le muscle est stimulé, le cytoplasme des fibres musculaires voit son contenu en Ca?* augmenter
(10° M). La troponine C fixe alors le Ca?*, ce qui entraine une levée de I'inhibition de I'interaction
actine-myosine par le complexe troponine-tropomyosine. Le cycle des « ponts de myosine »

s’enclenche (avec pour conséquence I'augmentation de I’activité ATPase) et le muscle se contracte.

3. Un réseau membranaire spécifique
La stimulation nerveuse d’une fibre musculaire squelettique est a I'origine de la conduction d’un signal

électrique membranaire qui induit 'augmentation de Ca?* intracellulaire nécessaire a la contraction.
C'est grace a I'existence d’un systéme membranaire spécifique que ces événements sont rendus

possibles.

3.1.Le systéme tubulaire transverse

La membrane plasmique de la fibre musculaire striée squelettique (ou sarcolemme) sépare les milieux
extracellulaire et intracellulaire. Sa particularité est qu’elle s’invagine régulierement a l'intérieur de la
cellule musculaire pour former les tubules-transverses (-T) (~15-20 nm de diamétre; Franzini-

Armstrong et al. 1975) en contact étroit avec les myofibrilles (Figure 4).

Dans les phases précoces du développement musculaire, les tubules-T sont absents. Chez la souris, ce
n’est qu’a partir de E15 que les prémices de tubule-T apparaissent dans les myotubes sous forme de
petites invaginations de la membrane de surface. A E16, ces invaginations (ou tubules) sont plus
fréquentes et plus longues c’est-a-dire qu’elles pénéetrent plus profondément dans la cellule en
développement. La plupart des tubules présente une orientation longitudinale et est connectée a la
surface par de courts segments transversaux. A ce stade, seules de courtes portions du systeme
tubulaire forment des liaisons avec le RS. Au moment de la transition myotube-myofibre (~E16-E17),
les striations sont bien visibles en microscopie électronique ; cependant, la majorité des tubules
conserve une orientation longitudinale. C'est finalement dans les trois premieres semaines post-
natales (E19 +3 semaines) qu’apparait le systeme tubulaire-T mature (Takekura et al. 2001) avec :

- son orientation transversale caractéristique,

- sa localisation restreinte et systématique a la jonction bande A/bande | des sarcomeéres,

- ses connexions avec le RS.

De maniére intéressante, le développement des cellules musculaires en culture n’atteint jamais
complétement cette structure tubulaire-T caractéristique du muscle adulte, suggérant que
I'innervation et/ou le profil d’activité jouent un role essentiel dans les processus de maturation

musculaire.
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Figure 4. Organisation membranaire et profil d’expression triadiques dans la fibre musculaire
squelettique

A. Cliché de microscopie électronique d’une fibre musculaire de poisson en coupe longitudinale.
Les trois fleches désignent une triade avec le tubule transverse (TT) au centre encadré par deux
citernes terminales (CT) de réticulum sarcoplasmique (RS). Les deux fleches horizontales
montrent les « pieds jonctionnels ». D'apres Franzini-armstrong et Peachey (1981)

B. Schéma de l'organisation générale du RS, des TT et des myofibrilles dans la fibre musculaire de
mammifére. D’apres Marieb, Pearson Education (2007)

C. Clichés de microscopie confocale d’une fibre musculaire squelettique de souris exprimant :

- une protéine longitudinale (images et tracés verts), c’est-a-dire insérée soit dans la ligne Z,
soit dans le RS longitudinal (RSL). Au vu de son profil d’expression (tracés verts) en forme de
simples pics répétés espacés de 2 um, cette protéine est concentrée aux alentours des lignes
Z des sarcomeéres (tracé noir a gauche et schéma a droite).

- une protéine triadique (images et tracés rouges), c’est-a-dire insérée dans la membrane des
TT et/ou dans la membrane des CT de RS. Elle affiche un profil d’expression caractéristique en
forme de doubles bandes transversales répétées tous les 2 um (tracés rouges). Les pics de
fluorescence correspondent aux jonctions bande A-bande | des sarcoméres (schéma a gauche).
Modifié d’aprés Berbey et al. (2009) ; Sorrentino (2011)



Chez I'amphibien, ces structures sont moins nombreuses et plus éloignées des zones de recouvrement
entre les protéines contractiles. En effet, on compte un tubule-T par sarcomére positionné au niveau
de chaque ligne Z (pour revue, voir Smith 1966). Il a été postulé que cette différence morphologique
soit a I'origine d’une différence fonctionnelle essentielle entre les amphibiens et les mammiféres (pour
revue, voir Rios 2018) qui sera traitée plus tard dans la section Ill.1.2. Evénements calciques

élémentaires.

L’efficacité de la progression du signal électrique de la surface vers la profondeur de la fibre musculaire
est garantie par ce réseau membranaire tubulaire-T hautement développé (~4-5 fois plus dense que
le sarcolemme ; Rosemblatt et al. 1981) et spécialisé qui possede des propriétés électriques qui lui sont
propres (Wallinga et al. 1999). Par exemple, la propagation du PA a son niveau (3-6 cm.s) est environ

30 fois plus lente gu’au niveau de la membrane de surface (100-200 cm.s) (Adrian et Peachey 1973).

3.2.Le réticulum sarcoplasmique (RS)

Le réticulum sarcoplasmique (RS) est un compartiment intracellulaire hautement spécialisé de la fibre
musculaire striée qui joue un rdle clé dans la mécanique contractile puisqu’il stocke le Ca** au repos et
le libére lors de la contraction. Sa lumiére contient 0.5 mM de Ca?* libre contre 100 nM dans le

cytoplasme, soit une concentration 5000 fois plus élevée.

Ce compartiment s’étend sur toute la longueur de la fibre musculaire et occupe 10 % de son volume
total. C'est un systeme membranaire interne en étroite interaction avec les tubules-T mais sans
continuité physique ou électrique avec la membrane de surface (Nakajima et Bastian 1975; LeFurgey
etal. 1992). De plus, il est étroitement associé aux myofibrilles et protéines contractiles qu’il enveloppe
(Figure 4).

Le RS se forme progressivement au cours de la myogéneése, de maniere simultanée et coordonnée a la
maturation des tubules-T (Schiaffino et Margreth 1969; Franzini-Armstrong 1991). Dans la fibre
musculaire mature, le RS est la combinaison continue de régions fenestrées, tubulaires et
jonctionnelles qui présentent des morphologies, des structures et des fonctions différentes (pour
revue, voir Sorrentino 2011).

Le RS fenestré représente plus de la moitié de la surface totale du RS (> 50 %) (Rosemblatt et al. 1981).
Il est perforé par de petites ouvertures arrondies permettant la communication des deux
compartiments cytoplasmiques qui sont situés de part et d’autre. Les propriétés de cette portion du
RS sont semblables a celles du réticulum endoplasmique des cellules non musculaires. C'est-a-dire
gu’elle participe notamment aux modifications post-traductionnelles des protéines (glycosylation et

repliement) (pour revue, voir Lippincott-Schwartz et al. 2000). Une fois matures, les protéines sont

28



exportées du RS vers le compartiment auquel elles sont destinées via des mécanismes moléculaires
spécifiques (pour revues, voir Barlowe 2003; Moremen et al. 2012). En d’autres termes, le RS fenestré
constitue une voie de passage obligée des protéines en cours de maturation (Wei et Hendershot 1996;
Cusimano et al. 2009).

Le RS tubulaire constitue le tiers de la surface totale du RS (> 30 %) (Rosemblatt et al. 1981) et forme
des tubules individuels paralléles et longitudinaux qui connectent les deux régions fenestrées.

Les portions fenestrées et tubulaires du RS sont regroupées sous le terme de RS longitudinal. En
microscopie de fluorescence, les protéines spécifiquement insérées dans cette portion du RS
apparaissent « concentrées a la ligne Z » et affichent un profil d’expression composé de simples bandes

espacées de 2 um (Figure 4 C) (pour revue, voir Sorrentino 2011).

Enfin, le RS jonctionnel (ou RS transversal ou citerne terminale de RS) constitue les extrémités
latérales de ce compartiment qui font face aux tubules-T a la jonction bande A-bande | du sarcomére
chez le mammifere. Il représente seulement 10 % de la surface totale du RS mais constitue la portion
la plus dense en protéines. Le RS jonctionnel est impliqué dans la libération de Ca?* au cours de la
contraction tandis que le RS longitudinal recapture le Ca?* lors de la relaxation musculaire (Meissner

1975; Saito et al. 1984; Watras et Katz 1984).

3.3.La triade
Les triades sont des structures présentes sur toute la longueur de la fibre musculaire squelettique,

elles sont constituées de I'apposition entre un tubule-T et deux citernes terminales adjacentes de RS
(Kelly 1969; Somlyo 1979; Eisenberg 1982). Dans la fibre musculaire striée cardiaque, ces deux
membranes sont arrangées différemment, on parle de dyades ol une citerne terminale de RS forme
une jonction avec le tubule-T ou avec la membrane de surface (Sun et al. 1995).

La triade met donc en contact les systemes membranaires extra- et intracellulaires qui sont séparés
par un espace jonctionnel de 10 nm environ occupé par de petites densités appelées « pieds
jonctionnels » (Franzini-Armstrong et Nunzi 1983).

Les triades sont le lieu de la fibre musculaire squelettique ou les variations de potentiel membranaire
de surface ont un effet sur le systtme membranaire intracellulaire pour contrdler la libération de Ca?
et donc la contraction. C’'est d’ailleurs la région de la cellule musculaire ou s’accumule un trés grand
nombre de protéines dites « triadiques » (tubules-T et citernes terminales de RS) formant un complexe
indispensable a I'activité musculaire (pour plus de détails, voir section Il.1. Le couplage EC).

Les triades sont retrouvées a intervalle régulier dans le cytoplasme de la fibre musculaire et sont en
contact étroit avec les myofibrilles (jonction bande A-bande | chez les mammiféres). Cette parfaite

régularité de structure est essentielle a la fonctionnalité du systéme contractile. De plus, c’est une
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spécificité qui confere aux protéines triadiques un profil d’expression caractéristique en doublets de
bandes transversales espacée de 2 um (Figure 4) (pour revue, voir Sorrentino 2011).
Les membranes des tubules-T et du RS jonctionnel sont des systemes fonctionnellement associés mais

indépendants qui jouent des réles bien distincts et indispensables dans le cycle contractile.
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CHAPITRE 2 : DETERMINANTS MOLECULAIRES ET FONCTIONNELS DU
COUPLAGE EXCITATION-CONTRACTION ET DE L’'HOMEOSTASIE CALCIQUE

1. Le couplage excitation-contraction (EC)
Dans le cadre de leurs travaux sur la fibre isolée de grenouille, Hodgkin et Horowicz (1960) ont mesuré

la tension produite par une fibre musculaire en réponse a la dépolarisation membranaire induite par
des changements de concentration de K* externe. lls ont ainsi mis en évidence la relation entre les
changements de potentiel de la membrane d’une cellule musculaire et sa réponse contractile.

De nombreuses études ont démontré en paralléle que le Ca?* était le messager chimique responsable
de ce lien entre dépolarisation membranaire et contraction (voir par exemple, Sandow 1952).
Cependant, c’est seulement une dizaine d’années plus tard que le RS a pu étre identifié comme étant
le réservoir d’ions calcium responsable de leur libération et de leur ré-accumulation. C'est d’abord
I'architecture hautement spécialisée du RS et son contact étroit avec les protéines myofibrillaires, mis
en évidence par microscopie électronique, qui ont éveillé les soupgcons quant au role évident que
semblait jouer ce compartiment dans |'activité contractile de la fibre musculaire (pour revue, voir
Porter 1961). Finalement, cette hypothése a été confirmée grace a I'utilisation de la caféine sur RS
isolé (Herz et Weber 1965). Par ailleurs, le role du Ca?* extracellulaire dans la contraction musculaire a
également été trés débattu jusqu’a ce que les travaux d’Armstrong et al. (1972) démontrent
finalement qu’il n’intervient ni dans l'activité électrique de la membrane plasmique ni dans
I’'augmentation de Ca?* intracellulaire nécessaire a la contraction.

Les tubules-T représentent le lien nécessaire entre la dépolarisation membranaire de surface et la
libération de Ca?* intracellulaire par les citernes terminales de RS (Andersson-Cedergren 1959). En
effet, c’est grace a ce réseau tubulaire-T que le changement de potentiel membranaire est rapidement

transmis a l'intérieur de la cellule musculaire.

Pour définir cette cascade d’évenements impliquée dans la transduction du signal électrique
membranaire de surface en activation mécanique des protéines contractiles, on parle de couplage
excitation-contraction (EC). Au cours de ce couplage EC, la transmission de I'excitation des tubules-T
au RS est associée a un changement de conformation moléculaire a la triade qui entraine une
modification de la conductance des canaux ioniques qui y sont localisés. Ce chapitre traite des
déterminants moléculaires triadiques impliqués dans ce processus de couplage entre I'excitation et la

contraction du muscle strié squelettique.
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Figure 5. La jonction neuromusculaire (JNM)

A. Schéma de la transmission nerveuse a la JNM. La propagation d’un PA neuronal entraine I'activation
de canaux Ca?* voltage-dépendants (VD). Lentrée de Ca?* au niveau de la terminaison nerveuse permet
la fusion des vésicules avec la membrane pré-synaptique et la libération de I'acétylcholine (Ach) dans
la fente synaptique. La fixation de I’Ach sur ses récepteurs (AchR) déclenche leur ouverture et
I"apparition d’un potentiel de plague motrice excitateur qui active les canaux Na* VD a l'origine du PA
post-synaptique. L’Ach est progressivement hydrolysée par |'acétylcholinestérase en choline + acétate.
D’aprés Muscular Tissue, John Wiley & Sons, Inc, 2009

B. Cliché de microscope confocale de cryo-sections longitudinales de fibres musculaires squelettiques
(muscle peroneus brevis) de souris et d’'Homme marquées avec des anticorps anti-AchR et anti-
2H3/SV2 (protéines des vésicules synaptiques). Chez ’'Homme, les plaques motrices sont plus petites,
I’axone terminal est plus fin et les ramifications nerveuses sont moins complexes que chez la souris.
D'aprés Jones et al. (2017)



1.1.Jonction neuromusculaire et génése d’un potentiel d’action

La jonction neuromusculaire (JNM) est la synapse permettant la transmission du signal entre la
terminaison nerveuse motrice pré-synaptique et la membrane musculaire post-synaptique (ou plaque

motrice) (pour revue, voir Tintignac et al. 2015) (Figure 5).

Chez les mammiferes, la transmission neuromusculaire est médiée par I’Acétylcholine (Ach),
neurotransmetteur contenu dans des vésicules pré-synaptiques, qui est libéré par exocytose dans la
fente synaptique (~ 50 nm-100 nm de largeur). La plague motrice est bien délimitée (~0.02 pm?2.um=
de fibre chez 'Homme, 0.05 um2.um=2chez la souris), elle se positionne au centre de la cellule
musculaire mature et elle est extrémement repliée (Jones et al. 2017; et pour revue, voir Sanes 2003).
En périphérie, les replis membranaires post-synaptiques présentent une forte densité en récepteurs a
I’Ach (AchR) (Marques et al. 2000; Gan et Lichtman 1998; Jones et al. 2017) qui sont attachés au
cytosquelette par le complexe des protéines associées a la dystrophine (pour revue, voir Ehmsen et al.
2002). En profondeur, les replis jonctionnels sont riches en canaux Na* voltage-dépendants, qui sont
avec les AchRs, les canaux ioniques dont le réle est critique pour la conversion du message chimique
provenant de la terminaison nerveuse en potentiel d’action (PA) musculaire.

Plus précisément, lors de I'excitation nerveuse, I’Ach est libéré dans la fente synaptique par fusion
Ca?*-dépendante des vésicules d’exocytose avec la membrane pré-synaptique (Schweizer et al. 1995).
Puis, I'Ach diffuse vers la membrane musculaire post-synaptique et se fixe a ses récepteurs, canaux
ioniques perméables aux ions Na*, K* et Ca%". L'ouverture des AchRs entraine principalement une
entrée de Na* qui, en dépolarisant la membrane post-synaptique, conduit a I'apparition d’un potentiel
de plague motrice. L’atteinte de la valeur seuil de dépolarisation (~-50mV; Hodgkin et Horowicz 1960),
par le potentiel de plaque motrice entraine I'ouverture des canaux Na* voltage-dépendants menant a
une augmentation rapide du courant sodique entrant. Le PA généré se propage alors dans les deux
directions, de proche en proche, sur toute la longueur du sarcolemme de la fibre musculaire et en
profondeur via les tubules-T. L’Ach est ensuite hydrolysée par I'acétylcholinestérase en choline et en
acétate dans la fente synaptique. La choline est alors recapturée en partie par la terminaison nerveuse

via des transporteurs spécifiques.

1.2.Déterminants moléculaires

Les deux partenaires moléculaires principaux impliqués dans le couplage EC sont le récepteur aux
dihydropyridines (DHPR) —inséré dans la membrane tubulaire-T— et le récepteur de la ryanodine (RYR)
— localisé a la membrane des citernes terminales de RS. Le DHPR transduit le signal électrique en

ouverture mécanique du RYR via un couplage physique entre les deux protéines.
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Figure 6. Structure du récepteur aux dihydropyridines (DHPR)

A. Schéma représentant les 5 sous-unités ai, B1, y, 0, et & du DHPR. Les segments S4 chargés
positivement de chaque domaine de a; (en jaune) forment le domaine détecteur de potentiel.
Les boucles intra-membranaire S5-S6 (en vert) de chaque domaine (I, I, lll, IV) de a; forment
le domaine pore sélectif aux ions Ca?*. D'aprés Catterall (2011)

B. Trois vues orthogonales de la structure 3D du DHPR (c6té extracellulaire et dans le plan de la
membrane tubulaire-transverse) avec une résolution de 23 A. Le schéma de droite illustre les
interactions entre les différentes sous-unités du DHPR ainsi que le canal formé par les 4
domaines de la sous unité a;. D'apres Wolf et al. (2003)

C. Structure générale du DHPR modélisé en 3D a partir d'images de microscopie cryo-
électronique avec une résolution de 3.6 A. Chaque sous-unité est représentée avec une
couleur différente et les quatre domaines homologues de a; sont représentés en nuances de
bleu. D'aprés Wu et al. (2015)



1.2.1. Le récepteur aux dihydropyridines (DHPR)

Dans les fibres musculaires squelettiques, les DHPRs sont regroupés par quatre (tétrade) a la
membrane tubulaire-T ou ils jouent le role de détecteur de potentiel pour la transmission de la

stimulation excitatrice au RS.

1.2.1.1. Structure moléculaire

Le DHPR est un hétéropentamére de 550 kDa qui tire son nom de sa sensibilité aux 1,4-
dihydropyridines (Almers et al. Palade 1981). Il est constitué des sous-unités ai, B, y, 02 et &
(Takahashi et al. 1987) dont la sous-unité canal a; (ou Ca,1) est la sous-unité principale (Figure 6). Dans
les fibres musculaires squelettiques, la sous-unité principale du DHPR est ais (ou Ca,1.1). Dans les
cellules musculaires cardiaques, la sous-unité principale du DHPR est aic (ou Cay1.2) (pour revue, voir
Catterall 2000). Tres récemment, le DHPR du muscle squelettique de lapin a été étudié par cryo-
microscopie électronique (cryo-EM) ce qui a permis de fournir un modeéle atomique 3D de haute
résolution (de 3.6 A, Wu et al. 2015) et ainsi de révéler I'architecture détaillée de Ca,1.1 et de son

interaction avec les sous unités auxiliaires B1a, v, a2 et 6 (Figure 6 C).

e Lasous unité principale ays (ou Ca,1.1)
La sous-unité a;s du DHPR (ou Cay1.1) est codée par le géne cacnals (pour calcium channel alpha 1
skeletal muscle) constitué de 44 exons. Elle est composée de 2000 acides aminés répartis en 4
domaines homologues (I-IV) — chacun constitué de 6 segments transmembranaires repliés en hélices
a (S1-S6) — et ses extrémités N-terminale, C-terminale ainsi que ses boucles intra-segments sont
présentées du coté cytosolique de la membrane (Tanabe et al. 1987). A l'origine, c’est la grande
similarité de sa structure primaire avec le canal Na* voltage-dépendant qui a permis d’identifier cette
sous-unité ozs comme canal Ca?* voltage-dépendant : Ca,1.1 (Beam et al. 1986; Rios et Brum 1987;
Brum et al. 1988; Tanabe et al. 1990). Plus précisément, on sait aujourd’hui que Ca,1.1 est un canal
calcique voltage-dépendant de type L (pour long lasting) qui s’active en réponse a de fortes valeurs de
potentiel et s’inactive lentement (constante de temps de déclin de I'ordre de plusieurs centaines de
ms). De plus, il présente une conductance macroscopique maximale de I'ordre de 150 a 200 S.F! en

présence de 2.5 mM de Ca?* extracellulaire (Collet et al. 2003; Pouvreau et al. 2004).

Les segments S4 de Ca,1.1 sont riches en résidus Arginine et/ou Lysine (un acide aminé sur trois, soit
guatre acides aminés par S4) qui sont chargés positivement a pH physiologique et qui représentent le
détecteur de potentiel de la protéine. Ainsi, une seule molécule de Ca,1.1 contient quatre segments

sensibles au potentiel (un par domaine transmembranaire : -S4, 11-S4, 111-S4 et IV-S4) (Figure 6 A).
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Figure 7. Comportement des segments S4 du détecteur de potentiel Ca,1.1
A. Modele a « hélice glissante » (ou « sliding helix » model)

B. Modeéle a « vis hélicoidale » (ou « helical screw » model)

C. Modéle a « pagaie » (ou « paddle voltage-sensor » model)

D. Modele « semblable au transporteur » (ou « transporter-like » model)

Modifié d'aprés Blaustein et Miller (2004)



L’étroit pore externe du canal voltage-dépendant est tapissé par la boucle intramembranaire (S5-5S6)
qui contient une paire de résidus glutamate dans chaque domaine, requise pour sa sélectivité au Ca%*.
Le pore interne est formé par les segments S6 qui constituent également les sites récepteurs des

drogues antagonistes (ex.: nifédipine) agissant sur le canal Ca®* de type L.

Les segments S4 de chaque domaine homologue sont donc les détecteurs de potentiel nécessaires a
I"activation de la protéine Ca,1.1. Plus précisément, sous I'influence du champ électrique, les charges
positives portées par les segments S4 se déplacent a l'intérieur de la membrane, ce qui conduit au
changement conformationnel de la protéine a I'origine de I'ouverture du pore.

Le mouvement des charges positives des S4 des canaux voltage-dépendants a été l'objet de
controverses et quatre modeles ont été proposés ces trente derniéres années (Figure7) :

- Le modele a « hélice glissante » (ou « sliding helix » model) propose que, sous l'effet de la
dépolarisation membranaire, les segments S4 se déplacent du feuillet interne vers le feuillet externe
(~ 5 A) en glissant comme une tige rigide (Catterall 1986).

- Le modeéle a « vis hélicoidale » (ou « helical screw » model) propose que les segments S4 subissent
un mouvement semblable a celui d’une vis (rotation d’environ 60°) soit un déplacement vers le feuillet
externe d’environ 4.5 A (Guy et Seetharamulu 1986).

- Le modele a « pagaie » (ou « paddle voltage-sensor » model) propose que les segments S4 soient
bloqués contre les S3 quand le canal est fermé (feuillet interne de la membrane) et qu’ils pivotent ou
basculent vers le feuillet externe lorsque le canal s’ouvre (Jiang et al. 2003).

- Le modele « semblable au transporteur » (ou « transporter-like » model) propose un subtil
réarrangement par lequel la protéine se déplacerait autour du S4 fixe (Starace et Bezanilla 2004).
Finalement, les segments S4 se déplaceraient dans la membrane selon un modéle beaucoup plus
complexe qui serait en réalité une combinaison des modéles précédemment proposés (Delemotte et

al. 2011).

e Les sous-unités auxiliaires B1a, y, a2 et 8

Les sous-unités auxiliaires du DHPR sont essentielles a I'activité de la protéine car elles jouent un réle
indispensable pour le trafic membranaire et les propriétés canal de Ca,1.1 (Perez-Reyes et al. 1989).

La sous-unité B1. du DHPR est codée par le géne cacnbl. C'est une protéine soluble phosphorylée de
55 kDa qui interagit avec la sous-unité ass. Les travaux du groupe de R. Coronado, sur fibres musculaires
de souris, ont permis de démontrer que I'absence de la sous-unité B, compromet |'adressage de
Cayl.1 a la membrane tubulaire et élimine le couplage EC (Gregg et al. 1996; Strube et al. 1996). Il
existe par ailleurs un modéle de poisson-zébre (Danio rerio) dits « mutants relachés » (red®?®) qui

présente un défaut d’expression de la sous-unité Bi1.. Ces animaux ont été identifiés par leur incapacité
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a se mouvoir en réponse a un stimulus. La découverte de cet organisme modéle a permis de confirmer
que la sous unité B est indispensable a I'adressage du complexe du DHPR a la jonction Tubule-T/RS
et de son arrangement spécifique en tétrade (Schredelseker et al. 2005).

La sous unité y du DHPR est codée par le gene cacngl. C’'est une glycoprotéine de 33 kDa composée
de quatre domaines transmembranaires qui interagit avec ais. Les souris dont le géne cacngl est
invalidé sont viables et ne semblent pas présenter d’anomalies morphologiques. En revanche,
I’'augmentation du courant Ca? et le ralentissement de son inactivation en I"absence de y indiquent
que cette sous-unité exerce un effet inhibiteur sur le courant calcique (Freise et al. 2000). Ce role
endogene inhibiteur de y sur le courant calcique protégerait la fibre musculaire d’une forte entrée de
Ca?* extracellulaire lors de conditions de stress telle qu’une activité musculaire prolongée (Andronache
et al. 2007).

Les sous-unités a, et & du DHPR forment un dimére de 170 kDa et proviennent du méme gene
cacna2dl. La sous-unité a, est une protéine extracellulaire, attachée a la membrane via les ponts
disulfures qu’elle forme avec la sous-unité transmembranaire &. Le dimére a,6 présente une faible
interaction avec la sous-unité principale as. Il joue un modeste role sur la densité de courant et exerce
un léger effet sur les cinétiques d’activation (Obermair et al. 2005). En revanche, dans les myotubes
en culture, les sous unités a, et & semblent étre nécessaires au maintien de la libération de Ca? en

réponse a des dépolarisations prolongées ou a des trains de PA répétés (Gach et al. 2008).

1.2.1.2. Caractéristiques fonctionnelles

La dysgénésie musculaire est due a une mutation récessive spontanée chez la souris qui entraine un
défaut d’expression de la sous-unité a;s du DHPR (Knudson et al. 1989; Flucher et al. Powell 1991).
Cette mutation |étale se caractérise par une dégénérescence progressive in utéro du muscle
squelettique (Pai 1965) et par un phénomeéne de découplage entre dépolarisation membranaire et
contraction (Klaus et al. 1983). Alors que le sarcolemme peut toujours générer des PA et que le RS
conserve sa capacité a séquestrer puis a relarguer le Ca, I'incapacité de la dépolarisation tubulaire a
induire la libération de Ca?* entraine une absence totale de contraction du muscle squelettique. Ainsi,
cet organisme modéle a permis d’identifier Ca,1.1 comme — la sous-unité canal Ca%* (Beam et al. 1986)
sensible au potentiel (Tanabe et al. 1990) du DHPR et donc comme — le détecteur de potentiel du

couplage EC jouant réle un régulateur clé du Ca®* intracellulaire dans le muscle strié squelettique.

e (Ca,l1.1:Canal calcique de type L
L'influx de Ca?* & travers Ca,1.1 (Figure 8 A, B) ne semble intervenir ni dans la propagation du PA ni
dans le couplage EC du muscle strié squelettique (Armstrong et al. 1972). En effet, des études sur fibres

musculaires squelettiques de grenouille ont initialement montré que l'influx Ca?* voltage-dépendant
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Figure 8. Cavl.1 : canal calcique de type L et détecteur de potentiel du couplage EC

A. Courants Ca% a travers le pore du canal formé par Ca,1.1 (tracés du bas) enregistrés sur
une fibre musculaire maintenue a un potentiel de maintien (Hp) de -80 mV en réponse a
des dépolarisations membranaires d’'une durée de 80 ms et d’amplitude croissante
portant le potentiel a des valeurs comprises entre -40 et +20 mV.

B. Courbe courant-potentiel (lc,-V) : Pic du courant mesuré sur les tracés de A. a chaque
valeur de dépolarisation (de -40 mV a +20 mV).

C. Courants capacitifs non linéaires enregistrés dans une fibre musculaire en réponse a des
dépolarisations de 80 ms de durée et d’amplitude croissante (valeurs indiquées a droite
des signaux).

D. Relation entre les mouvements de charges intramembranaires et le potentiel (Q-V). Les
mouvements de charges sont calculés a partir de I'intégrale du courant mesuré (Qon) €n
réponse a chaque valeur de dépolarisation sur les tracés en C. (zone hachurée en C.).

D'aprés Hernandez-Ochoa et Schneider (2012)



n’était ni suffisant (Sanchez et Stefani 1978) ni nécessaire (Gonzalez-Serratos et al. 1982) a I'activation
de laréponse contractile. Par ailleurs, la comparaison quantitative entre I'influx de Ca®* 4 travers Ca,1.1
et I'efflux de Ca** du RS pendant une dépolarisation membranaire a permis d’éliminer toute
contribution substantielle de Ca,1.1 a I"'augmentation de Ca?* cytosolique nécessaire a la contraction
que ce soit chez la grenouille (Brum et al. 1988) ou chez la souris (Ursu et al. 2005). De plus, dans le
muscle squelettique de poisson-zébre, les résidus glutamate de la boucle S5-S6 des sous-unités
principales (a1s-a et ais-b) sont substitués par des acides aminés neutres ce qui conduit a la perte de la
conductance du canal sans que le couplage EC ne soit affecté (Schredelseker et al. 2010; Bannister et
Beam 2013). Récemment, Dayal et al. (2017) ont créé un nouveau modele de souris KI porteuses de
Ca,1.1 non conducteurs sur la base de cette substitution de résidus observée chez le poisson-zebre qui
invalide le courant Ca%* de type L. Ce modéle a permis de confirmer que, lors de dépolarisations
membranaires, I'absence de I'influx de Ca®* a travers Ca,1.1 n’a d’effet ni sur les mouvements de
charges de Ca,1.1, ni sur "laugmentation de Ca®* intracellulaire, ni sur les performances musculaires
(Dayal et al. 2017). Ces résultats apportent un argument supplémentaire a la théorie selon laquelle

I’activité canal Ca®* de Ca,1.1 est sans importance pour le couplage EC.

Cependant, des résultats conflictuels ont été obtenus par le groupe de S. Hamilton montrant que
I'introduction chez la souris de la mutation E1014K dans Ca,1.1 — invalidant sa perméation et/ou sa
fixation au Ca®* —aurait des conséquences sur la fatigabilité, la taille et le typage des fibres musculaires.
En contradiction avec I'argumentaire ci-dessus, ces données suggerent le réle important de 'entrée
de Ca®* dans la modulation de la performance musculaire (Lee et al. 2015). Enfin, il a également été
suggéré que le courant de Ca** 3 travers Ca,1.1 pourrait aider au maintien de la performance
musculaire en condition de dépolarisation membranaire prolongée, et donc d’activité soutenue, en

permettant de recharger directement le contenu en Ca?* du RS (Robin et Allard 2015).

e (Ca,l1.1:Détecteur de potentiel
En 1973, Schneider et Chandler enregistrent pour la premiére fois un courant généré par le
déplacement de charges a l'intérieur de la membrane en réponse a la dépolarisation de la fibre
musculaire de grenouille. Le blocage pharmacologique des courants membranaires potassiques (TEA)
et sodiques (TTX) en condition de potentiel imposé (ou voltage-clamp) leur a permis d’identifier que
la dépolarisation de la fibore musculaire squelettique était accompagnée d’un petit courant capacitif
membranaire non linéaire traduisant le mouvement réversible d'un groupe de charges
intramembranaires d’une position de repos vers une position activée (et son retour a sa position
initiale de repos lors de la repolarisation). Les courants produits par ces mouvements de charge sont

suffisamment petits pour ne pas interférer avec la propagation normale du PA.
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Sur la fibre musculaire squelettique de grenouille, la voltage-dépendance du pic de libération de Ca?*
par le RS est tres similaire a la voltage dépendance de I'activation et de I'inactivation des mouvements
de charges (Melzer et al. 1986; Rios et al. 1993; Szentesi et al. 1997; Collet et al. 2003; Ferreira Gregorio
et al. 2017) (Figure 8 C, D). Cette corrélation indique que les mouvements de charges représentent une

étape clé du couplage EC (pour revue, voir Hernandez-Ochoa et Schneider 2012).

L'identification définitive de Ca,1.1 comme support moléculaire des mouvements de charge et de la
détection de potentiel pour le couplage EC a été réalisée grace aux travaux du groupe de E. Rios sur la
fibre musculaire de grenouille (Rios et Brum 1987; Brum et al. 1988) et du groupe de K. Beam sur le
modele de myotubes dysgénésiques en culture (Tanabe et al. 1990; Adams et Beam 1990) mentionné
dans le paragraphe précédent. En résumé, ces travaux ont fourni la démonstration que le déplacement
des charges de Ca,1.1 constitue le détecteur de potentiel dans le processus de couplage EC du muscle

strié squelettique.

1.2.1.3. Pharmacologie
De nombreux composés organiques sont connus pour moduler les flux d’ions a travers les canaux

calciques de type L (pour revue, voir Reuter 1983). Ces composés ont rapidement été répertoriés car
ils représentent des outils pharmacologiques précieux pour le traitement des maladies
cardiovasculaires (Henry 1980; Bossert et Vater 1989; Triggle 2003; Striessnig et al. 2015). En
particulier, les canaux calciques sont inhibés spécifiquement par des antagonistes calciques incluant
certaines 1,4-dihydropyridines (nifédipine, nitrendipine), les phénylalkylamines (vérapamil et son
dérivé le D600) et les benzothiazépines (diltiazem). Cependant, certaines 1,4-dihydropyridines agissent
comme des agonistes Ca?*, c’est notamment le cas du Bay K 8644 (voir par exemple Jacquemond et
Rougier 1988). De plus, en présence de Ca%*, de nombreux cations divalents bloquent ces canaux tels
que le magnésium (Mg?*), le manganése (Mn?*), le nickel (Ni%*), le cobalt (Co?), le cadmium (Cd**) et le
lanthane (La**). En revanche, les canaux calciques de type L présentent une perméabilité plus
importante pour le Ba?* que pour le Ca?* (pour revue, voir Jones 1998).

Les mouvements de charges intramembranaires sont également influencés par les antagonistes Ca?*.
La quantité de charges qui se déplace dans la membrane lors d’'une dépolarisation membranaire est
réduite par la présence de nitrendipine tandis qu’elle est légerement augmentée par le diltiazem
(Walsh et al. 1987). Par ailleurs, la disparition des mouvements de charge induite par I'application de
D600 (ou gallopamil, un dérivé du vérapamil) est voltage-dépendante et non corrélée a I'effet de cette
drogue sur le courant Ca?* (Hui et Milton 1987; Feldmeyer et al. 1990).

Finalement, les mémes agents pharmacologiques ont un effet indépendant sur I'activité canal et sur

les mouvements de charge de Ca,1.1.
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1.2.1.4. Pathologies associées

A ce jour, deux pathologies connues sont associées a des mutations du géne cacnals codant pour

Ca,1.1: la paralysie hypokaliémique de type 1 et I'hyperthermie maligne.

e La paralysie périodique hypokaliémique de type 1 (ou hypoPP1)
La paralysie hypokaliémie de type 1 est une canalopathie musculaire qui se caractérise chez I'Homme
par des épisodes transitoires de paralysie flaccide associées a une hypokaliémie (baisse de la
concentration plasmatique de K*). Généralement, ces crises font suite a un exercice intense, un stress
ou a un régime riche en carbohydrates. Parmi les dix-huit mutations connues a l'origine de cette
pathologie, la moitié de celles qui touchent le gene cacnals consiste en la substitution d’un des résidus
arginine du segment S4 (domaine Il, Il ou IV) en un acide aminé neutre (R528H, R897S, R900S et
R1239H) (Cannon 2010; et pour revue, voir Allard et Fuster 2018). Des études de potentiel imposé sur
fibres musculaires isolées exprimant la forme mutée R1239H ou R528H montrent une altération de la
fonction canal Ca?* de Ca,1.1 qui se caractérise par une diminution de sa conductance ainsi qu’un
décalage de sa voltage-dépendance par rapport a la forme sauvage (Fuster et al. 2017a). En revanche,
ces altérations de la fonction canal de Ca,1.1 ne sont pas retrouvées lorsque la mutation se situe sur
le segment S3 de ais (V876E) (Fuster et al. 2017b), ce qui indique que la paralysie hypokaliémique ne
serait pas liée a une altération de 'influx de Ca?* voltage-dépendant. Par contre, I'entrée constitutive
de cations dite « accessoire » ou « gating pore current » a travers Ca,1.1 (Fuster et al. 2017a; Fuster et
al 2017b) pourrait expliquer que les fibres musculaires issues de biopsies de patients soient
dépolarisées au repos lorsqu’elles baignent dans un milieu appauvri en K* (Riidel et al. 1984; Cannon
2015). Ces résultats soutiennent les données électromyographiques qui montrent que lors de
contractions volontaires répétées, 'amplitude des PA musculaires décroit anormalement chez les
patients hypoPP1, ce qui témoigne d’une perte d’excitabilité membranaire en réponse a un exercice

prolongé (Cannon 2010).

e L’hyperthermie maligne
L’hyperthermie maligne est une maladie génétique autosomique dominante potentiellement létale
qui se caractérise par de la fievre et par une rigidité du muscle squelettique induites par I’exposition a
certains anesthésiques volatiles tels que I’halothane. Parmi la trentaine de mutations décrites, une
seule touche le géne cacnals. Cette mutation consiste en la substitution d’un des résidus arginine de
la boucle interdomaine IllI-IV en un acide aminé neutre (R1086H/C/S) (Monnier et al. 1997; Carpenter
et al. 2009; Toppin et al. 2010). La présence de la mutation R1086H augmente la sensibilité des canaux

de libération de Ca?* réticulaire a la présence d’agonistes et induit un décalage de leur voltage-
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Figure 9. Structure du récepteur de la ryanodine de type 1 (RYR1)

A. Représentation schématique des domaines principaux de RYR1 : le domaine N-terminal (NTD,

bleu), les 3 domaines SPRY (cyan), la région clamp (R1-R2) et le domaine de phosphorylation
(R3-R4) (rose), le domaine de liaison a la calstabine (ou FKBP12, jaune), le solénoide
périphérique (vert), le solénoide central (rouge), les domaines transmembranaires et C-
terminal (CTD) (orange) et le site de fixation du Ca* (main EF) (violet).

Structure du RYR1 modélisé en 3D selon trois vues orthogonales (dans le plan de la membrane
du RS, du coté cytosolique et du coté luminal) avec une résolution de 4.8 A.

D'apreés Zalk et al. (2015)



dépendance vers des potentiels plus négatifs (Weiss et al. 2004). Ces résultats révelent I'influence de

la boucle cytoplasmique IlI-1V sur le couplage EC du muscle strié squelettique.

1.2.2. Canal calcique réticulaire, le récepteur de la ryanodine de type 1 (RYR1)

Le récepteur de la ryanodine (RYR) est le plus gros canal ionique connu. Il est inséré dans la membrane
jonctionnelle du RS et constitue la structure responsable de la libération de Ca?* au cours du couplage
EC. Chez le mammifére, les canaux RYR sont retrouvés dans une large variété de types cellulaires sous
trois isoformes RYR1, RYR2 et RYR3. RYR1 est la principale isoforme du muscle squelettique, RYR2 est
majoritairement exprimée dans les myocytes cardiaques et lisses tandis que RYR3 est I'isoforme
neuronale retrouvée également dans le diaphragme ainsi que dans les fibres lentes du muscle
squelettique en développement (pour revue, voir Meissner 2017). Les génes codant pour ces trois
isoformes (ryrl, ryr2 et ryr3) présentent 65% d’homologie de séquence (pour revue, voir Lanner et al.

2010).

1.2.2.1. Structure moléculaire

Dans les années 1970, les premiers clichés de microscopie électronique de la fibre musculaire
squelettique de grenouille indiquent la présence de structures de pontage, les « pieds jonctionnels »,
entre les deux membranes triadiques (tubule-T et RS) (Franzini-Armstrong 1970; Franzini-Armstrong
et Nunzi 1983). Ces structures de liaison sont régulierement espacées et s’organisent en deux rangées
paralleles (en forme de damier). Elles sont disposées a la face cytosolique des tubules-T et recouvrent
jusqu’a 80% de leur surface (Franzini-Armstrong et Nunzi 1983).

C’est seulement une vingtaine d’années plus tard, apres des études de purification, que ces petites
projections en forme de tréfle a quatre feuilles ont été identifiées comme correspondant aux RYR1s
(Lai et al. 1988). Le RYR1 est un gros complexe homotétramérique de 2.2 MDa composé de prés de
5000 acides aminés (~550 kDa) par monomeére. C’est sa trés forte affinité pour la ryanodine, un
alcaloide extrait de I'arbuste tropical Ryania speciosa, qui a initialement permis la purification et le
clonage de cette protéine (Takeshima et al. 1989). Depuis, les progrés de la cryo-EM ont permis de
déterminer la structure du RYR avec des niveaux de résolution de plus en plus importants. A I'heure
actuelle, les reconstructions de plus haute qualité ont été obtenues a partir de I'isoforme squelettique
de lapin et atteignent une précision « quasiment atomique » de 6.1 A, 4.8 A et 3.8 A (respectivement,
Efremov et al. 2015; Zalk et al. 2015; Yan et al. 2015) (Figure 9). Si ces récentes données structurales
de haute résolution ont notamment permis d’identifier — via des simulations de dynamiques
moléculaires — les mécanismes d’activation, de sélectivité et de conduction du canal Ca?', elles n’ont
cependant apporté aucune information nouvelle sur les mécanismes impliqués dans l'interaction entre

RYR1 et Ca1.1.
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La région « core » de la protéine est ancrée dans la membrane du RS et contient les six domaines
transmembranaires (S1-S6) de chaque monomere (Figure 9). C'est la combinaison des quatre
domaines C-terminaux transmembranaires du complexe homotétramérique de la protéine qui forme
le pore cationique du canal RYR1. De maniére intéressante, les segments S1 a S6 s’organisent dans la
membrane comme les canaux ioniques voltage-dépendants et forment un « domaine pseudo-voltage
sensible » (pVSD) qui communique avec le domaine pore (Zalk et al. 2015). De nombreux travaux
réalisés in vitro sur canal isolé rapportent d’ailleurs que I'activité canal du RYR1 serait dépendante du
potentiel (voir par exemple, Smith et al. 1985; Smith et al. 1986; Anderson et al. 1989; Nagasaki et
Fleischer 1988; Picher et al. 1997).

La région « shell » (ou chapeau ou « bulk » ou « mushroom ») représente 80% de la densité totale de
la protéine avec des dimensions d’environ 270 A x 270 A x 160 A (Yan et al. 2015). Elle est formée par
les portions N-terminales de chague monomére de RYR1 (~4000 acides aminés) et constitue les pieds
jonctionnels cytosoliques visibles en microscopie électronique. Chague monomere de RYR1 possede
plusieurs domaines solénoides a : un solénoide central formant I'entrée cytosolique du canal et un
solénoide périphérique surmonté par deux domaines N-terminaux (NTD-A et NTD-B) (Figure 9 A). En
particulier, ces régions périphériques sont mobiles et leur liaison a certaines molécules et protéines

modulent I’état d’ouverture du canal via des changements de conformation (Tian et al. 2013) .

La souris dyspédique est un modele transgénique dans lequel I'isoforme squelettique du RYR fait
défaut (mutation invalidante du géne ryr1) et dont la forme homozygote est |étale (Takeshima et al.
1994). Ce modeéle a notamment permis d’identifier le role essentiel de RYR1 dans la contraction du
muscle strié squelettique et illustre également le fait que les trois isofomes de RYR ne peuvent se
substituer les unes aux autres. En effet, cette mutation est associée non seulement a une absence de
pieds jonctionnels (d’ou le terme « dyspédique ») mais également a des anomalies de développement

du systéme musculo-squelettique et a un défaut du couplage EC.

1.2.2.2. Caractéristiques biophysiques

La caractérisation des propriétés unitaires des canaux RYR (amplitude de courant, perméabilité,
conductance, probabilité d’ouverture et cinétiques) est fondamentale pour la compréhension du

couplage EC ainsi que pour de nombreux phénomeénes de signalisation Ca?* intracellulaire.
e Méthodes d’étude in vitro et propriétés unitaires du canal RYR1

Le RS n’étant pas directement accessible sur fibre musculaire intacte par des méthodes classiques

d’électrophysiologie, différentes approches permettent cette caractérisation ex-vivo :
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Figure 10. Etudes in vitro de I'activité unitaire de RYR1 et effet du Ca* cytosolique

A.

C.

D.

Schéma du dispositif de voltage-clamp aprés réincorporation de canaux dans une préparation
de bicouche lipidique (50-200 um de long). La bicouche sépare les milieux cis (c6té cytosolique)
et trans (coté luminal du RS) dont les compositions en électrolytes sont choisies par
I’expérimentateur en fonction de ce qui est mesuré.

Courant unitaire de RYR1s purifiés a partir de muscle squelettique de lapin et réincorporés en
bicouche lipidique en présence de 50 mM de Ba?* du cdté trans. Les petits traits horizontaux a
droite des signaux représentent I'état fermé du canal, les pointillés en gris représentent I'état
ouvert. D'aprés Smith et al. (1986)

Schéma de la mesure du flux de Ca?* radiomarqué (**Ca?*) a travers des vésicules de RS isolées
de muscle squelettique.

La dépendance de I'efflux de **Ca®* des vésicules de RS (isolées de muscle squelettique de
lapin) aux variations de concentrations de Ca®* cytosolique a la forme d’une courbe en cloche.
D'aprés Meissner (1986)



- Lincorporation de canaux RYR en vésicules ou dans des bicouches lipidiques (surfaces planes
qui séparent deux solutions) (Figure 10 A)

- Lamesure du flux de Ca®* radiomarqué a travers des vésicules isolées de RS (Figure 10C)

Les travaux menés sur RYR réincorporé en bicouche lipidique montrent que le canal posséde une large
conductance unitaire de 100 pS en présence de 53 mM de Ca?* luminal (Ondrias et al. 1996) et de 170
pS en présence de 50 mM de Ba?* luminal (Smith et al. 1985), soit environ dix fois la conductance
unitaire de Ca,1.1 (Coronado et Affolter 1986) (Figure 10 B). De maniére intéressante, RYR1 présente
différents degrés d’ouverture ou états de sous-conductance (Lai et al. 1988; Buck et al. 1992) et il est
trés peu sélectif au Ca?* par rapport aux autres cations mono- et divalents avec la sélectivité relative
suivante : K* > Rb*> Na* = Cs* > Li* et Ba* > Sr2* > Ca?* > Mg?* (pour revue, voir Meissner 2017). De plus,
le fait qu’il possede également une conductance significative pour la choline (26 pS) et le Tris (22 pS)
témoigne de la largeur importante du pore (Smith et al. 1988). Par ailleurs, les propriétés d’ouverture
du canal seraient trés rapides (10 a 20 fois plus rapides que celles de Ca,1.1 ; Nagasaki et Kasai 1983;
Affolter et Coronado 1985; Coronado et Affolter 1986; Meissner et al. 1986) et assurées par les résidus
glycine des segments S6 (Gly4934 et Gly4941) de chaque monomeére de RYR (Zalk et al. 2015).

A I'heure actuelle, la quasi-totalité des travaux sur les propriétés unitaires du RYR a été réalisée dans
de simples conditions expérimentales qui ne reflétent pas la réalité physiologique de ces canaux et ne
donnent qu’un apercu tres approximatif de leur activité. En effet, le milieu intracellulaire dans lequel
opere un canal RYR est tres élaboré et de nombreuses régulations endogenes viennent complexifier
son environnement ce qui rend difficile sa reproduction in vitro. L’approche des vésicules de RS est
intéressante car elle permet d’observer 'activité des canaux RYR dans leur membrane native, donc
toujours étroitement associés a certains facteurs/protéines de régulation ; cependant, le contenu des

vésicules n’est pas contrélé et dépend de la préparation ce qui complique I'interprétation des résultats.

o Méthodes d’étude in vivo et caractérisation du couplage EC
L'alternative a la bicouche lipidique et aux vésicules de RS, largement utilisée aujourd’hui, est la
mesure de Ca®*intracellulaire (cytosolique ou intra-RS) via I'utilisation d’indicateurs calciques optiques
(en particulier fluorescents) sur fibre musculaire intacte en conditions ou non de potentiel contrélé
(voir par exemple Baylor et al. 1982; Palade et Vergara 1982; Kovacs et al. 1983; Brum et al. 1988;
Feldmeyer et al. 1990; Sarkozi et al. 1996; Jacquemond 1997; Woods et al. 2005; Bellinger et al. 2009;
Hollingworth et Baylor 2013; Braubach et al. 2014; Hernandez-Ochoa et al. 2014; Manno et al. 2017),
sur fibre pelée (voir par exemple Launikonis et al. 2009) ou sur fibre préalablement perméabilisée

(Kirsch et al. 2001; Isaeva et al. 2005). Le développement de I'approche optique a constitué une étape
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fondamentale pour la caractérisation des propriétés fonctionnelle du couplage EC (pour plus de
détails, voir section Ill.1. Flux de libération calcique) car elle présente I'avantage de pouvoir étudier le
comportement des canaux RYR en conditions physiologiques et pathologiques. Cependant, elle reste
une mesure indirecte et ne rend pas compte de 'activité unitaire ni de I’étendue de ’lhomogénéité ou

de I'hétérogénéité de fonction dans la population globale des canaux RYR.

Il est important de préciser que, dans ce manuscrit, le terme « in vivo » sera utilisé pour caractériser

les études réalisées sur préparation cellulaire intacte, en opposition aux études réalisées « in vitro »

sur préparation de canal isolé.

1.2.2.3. Libération de Ca*" et régulations

De nombreux travaux sur préparation de canal isolé ont permis d’identifier une grande variété de
facteurs physiologiques, processus cellulaires et agents pharmacologiques (pour revues, voir Fleischer
et Inui 1989; Fill et Copello 2002) qui serait impliquée dans la modulation de I'activité du RYR.
Cependant, ces études in vitro nécessitent d’étre confirmées en conditions physiologiques. Cette
partie décrit les facteurs intracellulaires et pharmacologiques principaux suspectés intervenir
(seulement des études in vitro disponibles) ou intervenant (données confirmées in vivo) dans la

régulation de la libération de Ca?* par le RYR.

e Facteurs endogénes

Les ions Ca?* — représentent un important régulateur de I'activité canal du RYR et entretiennent avec
lui une relation complexe : ils I'activent, I'inactivent et sont perméants a travers le pore.

Le Ca* cytosolique : In vitro, en I'absence d’autres facteurs de régulation, la relation entre 'activité
du canal et le Ca?* cytosolique a la forme d’une courbe en cloche (Figure 10 D). A faibles concentrations,
le Ca®* cytosolique se fixe sur les sites de haute affinité et active le RYR (1-10 uM). A l'inverse a fortes
concentrations, le Ca%* cytosolique se fixe sur les sites de faible affinité et inhibe le canal (1-10 mM)
(Meissner et al. 1986; Meissner 1994; Meissner et al. 1997). Les trois isoformes du RYR sont activées
par les mémes concentrations de Ca?* cytosolique. Par contre, RYR1 est presque complétement inhibé
par 1 mM de Ca?* cytosolique alors que RYR2 et RYR3 le sont par des niveaux de Ca%* beaucoup plus
élevés mais non physiologiques (2-10 mM) (Chu et al. 1993; Chen et al. 1997). Ces données indiquent
que ces isoformes sont susceptibles d’étre régulées par deux mécanismes différents.

L’effet de 'augmentation du Ca?* cytosolique sur I’activité des canaux RYR fait I'objet de nombreuses
études sur fibres musculaires intactes et sera caractérisé dans la section //l.1.2. Evénements calciques

élémentaires.
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Le Ca? luminal : semble également jouer un réle dans la modulation de 'activité du RYR. A fortes
concentrations, le Ca?* luminal augmente la probabilité d’ouverture du canal (Donoso et al. 1995) ainsi
que sa sensibilité a certains agonistes cytosoliques (ex. : ATP et Mg?*) (Sitsapesan et Williams 1995;
Gyorke et Gyorke 1998). En revanche, I'ensemble des données réalisées sur vésicules isolées de RS,
concernant I'effet du Ca?* luminal sur 'activité du RYR, sont contradictoires ; sans doute en raison de
la variabilité en contenu protéique des préparations. Il est donc fort probable qu’en conditions
physiologiques, les effets du Ca?* luminal sur I’activité du canal soient en fait médiés par des protéines
réticulaires (Gydrke et al. 2004). Il est également possible qu’une fois qu’il ait traversé le RYR, le Ca?*
exerce un rétrocontrdle positif sur son activité en se fixant sur son site de régulation cytosolique

(Tripathy et Meissner 1996).

L’ATP et le Mg?* cytosoliques — Le cytosol des cellules musculaires contient environ 300 uM d’ATP libre
et 1 mM de Mg? libre ; la majorité de I’ATP intracellulaire (~4 mM) étant sous sa forme liée au Mg?*
(Mg-ATP). L’action antagoniste de ces deux agents physiologiques sur I’activité unitaire des canaux RYR
a été largement étudiée, notamment sur bicouche lipidique.

L'ATP a ses propres sites de fixation sur le RYR (Des Georges et al. 2016) et il est un puissant activateur
de son ouverture in vitro a des concentrations de |'ordre de 1 mM (Smith et al. 1985; Copello et al.
2002). La réalité physiologique de cette régulation reste cependant trés peu documentée car il est
difficile de contrdler les concentrations intracellulaires d’ATP libre et de définir si I'activité du RYR est
régulée par la forme libre ou complexée de I’ATP. Par exemple, 'augmentation de Mg?* intracellulaire
entraine a la fois la formation du complexe Mg-ATP et la diminution de la concentration d’ATP libre.

Le Mg?* (1 mM) inhibe le canal in vitro par compétition avec le Ca®*. Lorsqu’il se fixe sur ses sites de
haute affinité, il diminue la sensibilité du canal pour le Ca?*. Tandis que, lorsqu’il se fixe sur ses sites de
faible affinité, il diminue la probabilité d’ouverture du canal (Copello et al. 2002). De maniere
intéressante, les travaux de Lamb et Stephenson (1991) sur fibres pelées montrent que la diminution
de la concentration de Mg?* intracellulaire (de 1 mM & 0.05 mM) induit la libération spontanée de Ca?*
par le RS. Cet effet du Mg?* sur l'inhibition de I'activité des canaux RYR a été confirmé sur fibres
musculaires squelettiques intactes grace a la mesure du Ca?* libéré en conditions de potentiel-imposé
(Jacquemond et Schneider 1992). En effet, les résultats montrent que de faibles niveaux de Mg*

intracellulaire (< 0.14 mM) permettent de potentialiser I'efficacité du couplage EC.
e Processus cellulaires

Phosphorylation/Déphosphorylation — Chaque sous-unité du RYR1 contient 15 sites de

phosphorylation (35 par sous unité de RYR2) (Takeshima et al. 1989). De ce fait, les canaux RYR1 sont
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la cible de nombreuses kinases, dont la PKA (pour protéine kinase AMPc-dépendante) et la CaMKII
(pour Ca?*/Calmuduline-dependant proteine kinase 1l), ainsi que de nombreuses phosphatases.

L'importance de I'état de phosphorylation du RYR dans la modulation de la libération de Ca®* a d’abord
été établie dans le coeur (Takasago et al. 1989) puis dans le muscle squelettique (lgami et al. 1999)
grace a des mesures réalisées sur vésicules de RS. L'augmentation de la probabilité d’ouverture des
canaux calciques du RS induite par leur phosphorylation in vivo serait impliquée dans certaines
conditions pathologiques. En effet, I'insuffisance cardiaque est associée a I’hyperphosphorylation des
RYR de type 1 et 2 (sur les Ser2843 et 2809, respectivement) ce qui conduit a leur dissociation de
FKBP12 (pour plus de détails, voir section 1.1.4. Protéines associées) et donc a I'augmentation de leur
activité spontanée (« RYRs fuiteux ») probablement a I'origine des dysfonctionnements cardiaques et

musculaires qui en résultent (Marx et al. 2000; Reiken et al. 2003).

Oxydoréduction et nitrosylation - Les espéces réactives de I'oxygene (ROS) et les espéces réactives
nitriques (RNS) sont continuellement synthétisées par le muscle et plus particulierement au cours d’un
exercice (pour revue Reid 1998; Silveira et al. 2003). Au repos, la cellule parvient a maintenir un
environnement réducteur a |'aide de composantes réductrices des thiols comme le glutathion.

Le RYR est hautement sensible aux agents d’oxydoréduction (ou redox) car sa portion cytoplasmique
est riche en cystéine (~100 résidus par monomeére; Takeshima et al. 1989), résidus susceptibles d’étre
oxydés, nitrosylés ou glutathionylés sur leurs groupements thiols.

Dans des systemes de bicouche lipidique, a pO; tissulaire (~10 mmHg), la S-nitrosylation de RYR1 par
le NO augmente son activité de maniere réversible. En revanche, dans des conditions de stress
oxydants (pO, ~150 mmHg), I'oxydation plus importante du RYR conduit I'inactivation irréversible du
canal (Sun et al. 2001). Les études sur vésicules de RS montrent que le statut redox est un modulateur
des propriétés unitaires du RYR1 via son interaction avec certaines molécules régulatrices telles que la
calmoduline (Eu et al. 2000) ou FKBP12 (Aracena et al. 2005) (et pour plus de détails, voir section 11.1.4.
Protéines associées).

Les mécanismes physiologiques de régulation de I'activité de RYR1 et donc de I’homéostasie calcique
par le NO ont été étudiés dans la fibre musculaire intacte et révelent qu’en exces, le NO active RYR1
en modifiant son état redox et maintient ainsi le canal ouvert (Pouvreau et al. 2004). La S-nitrosylation
du RYR1 a aussi été détectée chez les souris mdx, un modeéle de la dystrophie de Duchenne. Cette S-
nitrosylation provoquerait une déplétion de la protéine FKBP12 a I'origine d’une augmentation de
I’activité spontanée du RYR et donc d’une fuite de Ca?* dans le cytosol (« RYRs fuiteux »). Le traitement
des souris in vivo avec une petite molécule, nommée « S107 », permettrait de stabiliser I'interaction
FKBP12/RYR hyper-S-nitrosylé et ainsi de retrouver la force générée par les souris sauvages (Bellinger

et al. 2009).
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Récemment, une étude a identifié que les RYR2s neuronaux de souris Alzheimer étaient
hyperphosphorylés et hypernitrosylés et donc suractivés. Ces modifications post-traductionnelles des
RYR2s hippocampiques seraient a l'origine des altérations de signalisation Ca?* impliquées dans la

perte de mémoire des patients souffrant de la maladie d’Alzheimer (Lacampagne et al. 2017).

e Pharmacologie

Le RYR est la cible d’agents pharmacologiques permettant d’étudier son activité in vitro et in vivo.

La ryanodine a été découverte en raison des contractures irréversibles des muscles squelettiques et
cardiaque qu’elle entraine (Jenden et Fairhurst 1969). C’est un petit alcaloide végétal de haute affinité
pour le RYR qui a permis sa purification initiale (Rogers et al. 1948; Campbell et al. 1987). De
nombreuses études menées in vitro sur vésicules de RS ou bicouches lipidiques montrent que la
ryanodine a un effet dose-dépendant complexe sur I'activité canal du RYR:

- A faible concentration (~10 nM), la ryanodine augmente la fréquence d’ouverture du canal RYR et
n’a pas d’effet sur sa conductance (Buck et al. 1992).

- A des concentrations intermédiaires (1-10 uM), la ryanodine bloque le canal dans un état de sous-
conductance (1/2 de la conductance maximale) associé a des temps d’ouverture plus longs, a une fuite
de Ca?* et a la vidange du RS (pour revue, voir Fill et Copello 2002).

- A forte concentration (> 50 uM), le canal est bloqué en configuration fermée (Zimanyi et al. 1992).
La complexité de cette régulation est probablement liée a la présence de deux sites de fixation sur le
RYR : I'un de faible affinité (Kp> 1 uM), I'autre de haute affinité (Kp=10 nM) (Wang et al. 1993). De
maniere intéressante, la fixation de la ryanodine sur les sites de haute affinité ne serait possible que
lorsque le RYR est ouvert. Cette interaction préférentielle, entre ryanodine et canaux RYR activés, est
une propriété dont les conséquences fonctionnelles sur la signalisation calcique ont été caractérisées

in vivo par Collet et Jacquemond (2002).

La caféine, extrait bien connu de la graine de café, est une triméthylxanthine (pour revue, voir
Herrmann-Frank et al. 1998). A faibles concentrations in vitro (0.5-2 mM), la caféine entraine une
augmentation de la sensibilité du RYR au Ca?* et donc augmente sa probabilité d’ouverture. Lorsqu’elle
est présente a fortes concentrations in vitro (5-10mM), le RYR devient hypersensible au Ca?* (quelques
pM) et sa durée d’ouverture est augmentée (Rousseau et al. 1988). De maniere intéressante, les
canaux activés par la caféine conservent leur sensibilité aux autres agents agonistes ou antagonistes

tels que la ryanodine, I’ATP ou le Mg?* (pour revue, voir Ogawa et al. 1999). In vivo, la caféine induit la
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contraction des fibres musculaires (Koshita et Oba 1989) et diminue la recapture de Ca* par le RS

(Sorenson et al. 1986).

Le 4-chloro-m-crésol (4-CmC) est un dérivé chloré du crésol, composé organique appartenant a la
famille des méthylphénols. Comme la ryanodine et la caféine, le 4-CmC (50-500 uM) est un agoniste
du RYR qui est a l'origine de son ouverture in vitro et de la contracture des fibres musculaires
squelettiques (Herrmann-Frank et al. 1996). De plus, il présente I'avantage d’étre seulement activateur
de ces canaux, ses effets sont rapides et réversibles in vivo (voir par exemple, Allard et al. 2006). Et
contrairement a la caféine, il n’a pas d’effet sur la recapture de Ca?* (Westerblad et al. 1998). Toutes
ces propriétés font du 4-CmC un agent pharmacologique idéal pour dépléter le RS de fibres musculaires

perméabilisées et ainsi déterminer les stocks de Ca?* réticulaire (Ziman et al. 2010).

Le dantroléne est un dérivé de I’hydantoine qui agit comme myorelaxant. A ce jour, son site d’action
n’est pas clairement identifié. Szentesi et al. (2001) ont montré que la présence de dantrolene n’altére
pas les propriétés unitaires du RYR1 in vitro mais que son application extracellulaire (0.5-50 uM) in vivo
diminue de maniére dose-dépendante la libération de Ca?* induite par la dépolarisation. De plus, les
études réalisées sur vésicules de RS — dans lesquelles d’autres protéines réticulaires que le RYR sont
également présentes — confirment I'effet inhibiteur du dantroléne sur la libération de Ca% (Paul-
Pletzer et al. 2002). Ces résultats suggerent que l'effet du dantroléne s’effectuerait de maniere
indirecte via sa liaison a une autre cible moléculaire que le RYR1 lui-méme (Szentesi et al. 2001). Plus
récemment, les travaux de Choi et al. (2017) sur fibre musculaire pelée suggérent que le dantrolene

diminuerait 'activité du RYR1 en augmentant son affinité pour le Mg?*.

Le rouge de ruthénium est un colorant de synthese polycationique dont la structure contient trois
atomes de ruthénium et inclue quatorze groupes aminés. C'est un des inhibiteurs les plus puissants de
la libération de Ca?* par le RS in vitro via sa fixation au niveau du segment S6 du RYR (Chen et
MaclLennan 1994). Par contre, dans les fibres musculaires squelettiques de grenouille, des
concentrations de plus de 20 uM sont nécessaires a son action inhibitrice sur la libération de Ca%* en
raison de sa fixation non spécifique a des protéines cytoplasmiques (pour revue, voir Zucchi et Ronca-
Testoni 1997; Xu et al. 1999). Le manque de spécificité du rouge de ruthénium pour le RYR explique

qu’il ne soit pas utilisé comme outil pharmacologique in vivo.
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Figure 11. Position des mutations du gene ryrl associées a I’hyperthermie maligne (MH) et a la
myopathie a cores centraux (CCD)

La majorité de ces mutations est localisée entre les résidus C35 et R614 dans le domaine N-terminal,
entre D2129 et R2458 dans la région centrale et entre 13916 et G4942 dans I'extrémité C-terminale de
la protéine RYR1. On comptait déja en 2010 151 mutations responsables de la MH et 63 pour la CCD.

D'aprés Lanner et al. (2010)



1.2.2.4. Pathologies associées

Chez 'Homme, pres de 300 mutations du géne ryrl sont responsables de pathologies chez 'Homme
telles que I’hyperthermie maligne (HM) et la myopathie a cores centraux (MCC) (pour revues, voir
Robinson et al. 2006 ; Lanner et al. 2010) (Figure 11). Cette partie décrit trés brievement ces deux
myopathies associées a des anomalies structurales et/ou fonctionnelles du muscle strié squelettique

mais n’entre pas dans les détails de 'ensemble des mécanismes impliqués.

e L’hyperthermie maligne (MH)

Evoquée précédemment dans le cadre des pathologies associées a Ca,1.1, I'hyperthermie maligne
(MH) a d’abord été identifiée chez le porc (pour revue, voir Mitchell et Heffron 1982). Le syndrome du
stress porcin (SSP) se manifeste par une mortalité subite dans des conditions de stress intense chez les
animaux porteurs d’une mutation ponctuelle au niveau du géne codant pour RYR1 (R615C; Fuijii et al.
1991).

Chez 'Homme, la MH se caractérise par de la fievre et une rigidité musculaire squelettique
potentiellement |étales induites par I'exposition a certains anesthésiques volatiles tels que I’halothane
(pour revues, voir Rosenberg et al. 1993, 2015). Parmi la trentaine de mutations et la centaine de
variants identifiées comme responsables de la pathologie, 70% touche le géne ryr1 (Sambuughin et al.
2005).

Chez les souris transgéniques porteuses d’'une mutation humaine de type MH sur ryr1, de nombreuses
conditions environnementales peuvent accélérer la libération de Ca?* par le RS tels que la chaleur, le
stress et I'exercice (Chelu et al. 2005; Yang et al. 2006; Durham et al. 2008). Cette hypersensibilité des
canaux RYR1 a I'environnement est médiée par la production anormalement élevée de ROS et de RNS

par le muscle dans ces conditions (voir par exemple, Durham et al. 2008).

L’halothane (~0.5 mM), la caféine (1-30 mM) et le 4-CmC (0.15-1 mM) sont utilisés en routine pour le
diagnostic de I’'HM sur biopsies musculaires de patient (Hermann-Frank et al. 1996; Sudo et al. 2010),
car les mutations du gene ryrl a l'origine de la pathologie entrainent également une augmentation de
la sensibilité des canaux a ces trois composés (Tong et al. 1997; Censier et al. 1998; Chelu et al. 2005).
A I'heure actuelle, le dantroléne est le seul agent clinique disponible pour le traitement spécifique de

I’hyperthermie maligne (pour revue, voir Krause et al. 2004)

e La myopathie a cores centraux (CCD)
La myopathie a cores centraux (CCD) est également une maladie autosomique dominante qui doit son
nom a la présence de cores au centre des fibres musculaires. Un core est une petite zone de

désorganisation de I'appareil contractile (Hayashi et al. 1989) et de diminution de I'activité oxydative
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Figure 12. Interaction Ca,1.1-RYR1

A. La photo du haut est un cliché de cryo-EM de la membrane tubulaire-transverse de crapaud
La photo du bas est un cliché de microscopie électronique a transmission (ombrage rotatif) —
présenté avec la méme orientation et le méme grossissement que la photo du dessus —
permettant d’observer les reliefs (pieds jonctionnels) présents a la surface de la membrane du
RS jonctionnel de la fibre musculaire de cobaye. Le schéma (a gauche) représente un RYR1
couplé (vert, C) et un RYR1 non couplé (vert, NC) a Ca,1.1 (rouge). D'apres Rios et al. (2019)

B. Représentation de la modélisation physique du couplage Ca,1.1-RYR1 dans le muscle
squelettique. L'image de gauche montre les deux rangées de RYR (en gris) dans lesquelles un
canal sur deux est superposé a une tétrade de Ca,1.1 (en bleu). L'image de droite montre
I'interaction entre une tétrade de Ca,1.1 et un RYR1 vue de cOté ; les lignes horizontales
indiquent la position des membranes du RS (en haut) et du tubule transverse (en bas).
D'aprés Serysheva (2004)



cellulaire en rapport avec la disparition des mitochondries (Dubowitz et Pearse 1960; Dubowitz et Roy
1970). La pathologie se caractérise par une hypotonie musculaire a la naissance s’accompagnant d’un
retard de développement neurologique (pour revue, voir Jungbluth 2007). Dans pres de 50 % des cas,
la CCD est associée a une mutation faux sens du gene ryrl, dont certaines sont communes a la MH
et/ou présentent un risque de MH. Le lien entre le RYR1 et la présence de cores n’est pas connu pour
I'instant. Cependant, la désorganisation de "appareil contractile et I'altération de la libération de Ca?*
par le RS — observée dans le muscle squelettique de souris exprimant une des formes mutées CCD du
RYR1 (Lefebvre et al. 2011; Loy et al. 2011; Lefebvre et al. 2013) — semblent étre impliqués dans la

faiblesse musculaire observée chez les patients CCD.

1.3.Ca,1.1-RYR1 : interaction moléculaire et fonctionnelle

Le couplage EC est un mécanisme qui permet la transduction de la dépolarisation membranaire de
surface en libération de Ca?* par le RS. La communication entre les membranes externe et interne est
possible grace a 'interaction entre Ca,1.1 et RYR1. C'est I'extréme proximité des deux molécules au

niveau des jonctions triadiques (10 nm) qui rend possible cette interaction.

Dans la fibre musculaire striée squelettique, I'association entre les tétrades de Ca,1.1 et les pieds
jonctionnels du RS observée en microscopie électronique a constitué le premier indice de I'interaction
physique entre les acteurs du couplage EC localisés dans les membranes tubulaire et réticulaire
jonctionnelle (Block et al. 1988). Au sein d’une tétrade, chaque molécule de Ca,1.1 se retrouve
directement au contact de I'une des quatre sous-unités du RYR1 auquel il fait face (Block 1988; Paolini
et al. 2004). C'est cette interaction protéine/protéine unique qui permet le couplage direct entre
potentiel membranaire du tubule-T et libération d’ions Ca?* (pour plus de détails, voir section I11.1.1.1.
Transitoires calciques voltage-dépendants). De maniére surprenante, seul un RYR1 sur deux est couplé
a une tétrade (Block 1988; Paolini et al. 2004). Le role structural et fonctionnel que joue cette
alternance de couplage entre Ca,1.1s et RYR1s n’a pas encore été clairement identifié. Les hypotheses
initiales suggéraient I'activation des RYR1s non couplés via le processus de Ca®*-induced Ca* release
(CICR) par lequel le Ca?* libéré par les RYR1s couplés activerait les RYR1s non couplés (pour plus de
détails, voir section 11l.1.1.2. Flux de libération calcique) (pour revue, voir Endo 2009). Cependant
d’autres hypotheses supposent que I'ouverture des RYR1s non couplés s’effectuerait par interactions
allostériques entre RYR1s adjacents via des protéines régulatrices telle que FKBP12 (Marx et al. 1998).
De maniéere importante, un travail récent de Rios et al. (2019) suggere que |'organisation stricte en
damier des protéines Ca,1.1 et RYR1 est liée uniquement a des interactions entre ces deux
partenaires : 'alternance de RYR1s couplés et non couplés résulterait d'un encombrement stérique

empéchant deux monomeres contigus de Ca,1.1 de se lier sur des tétrameres adjacents (Figure 12).
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Les résultats obtenus a partir de préparations musculaires issues des souris dyspédiques et
dysgénésiques — respectivement porteuses de mutation invalidante pour le RYR1 et pour Ca,1.1 —ont
été déterminants pour I'étude des réles structuraux et fonctionnels de ces deux protéines et plus
généralement pour la compréhension du couplage EC.

En ce qui concerne Ca,1.1, deux composants principaux ont été identifiés comme impliqués dans sa
communication avec RYR1 : la grande boucle connectant les domaines Il et lll de la sous-unité a;s
(Tanabe et al. 1988; Tanabe et al. 1990 ; Garcia et al. 1994; Lu et al. 1994; Nakai et al. 1998) et la queue
C-terminale de la sous-unité auxiliaire Bla (Beurg et al. 1999; Sheridan et al. 2004). Par ailleurs,
d’autres sites de Ca,1.1 ont été suggéré contribuer a 'activation de RYR1 (Ahern et al. 2001).

En ce qui concerne RYR1, les régions impliquées dans son interaction avec Ca,1.1 n’ont pas encore été
clairement identifiées. Cependant, des études proposent la séquence dite « divergente » —située entre
les domaines SPRY2 et 3 (pour SplA kinase and ryanodine receptor) de RYR1 (résidus 1085-1112) (Figure
9) — comme un élément important de sa communication avec Ca,1.1 de par sa capacité a interagir avec
la boucle II-Ill de ais (Perez et al. 2003; Sheridan et al. 2004; Cui et al. 2009). Cependant, I'affinité de
cette interaction est faible et son implication dans le couplage EC n’est pas encore unanimement

admise.

L'interaction entre Ca,1.1 et RYR1 est directe et réciproque, ce qui signifie qu’en plus d’étre activé par
Ca,1.1 (couplage «orthograde »), RYR1 Iui transmet également un signal activateur
(couplage « rétrograde »). En effet, la densité de courant de type L, quasiment nulle dans les myotubes
dyspédiques, retrouve des valeurs normales lorsque le RYR1 y est exprimé (Nakai et al. 1996; Fleig et
al. 1996). En augmentant a la fois le niveau d’expression et la conductance unitaire de Ca,1.1, RYR1
jouerait un role analogue aux sous-unités accessoires du DHPR dans la modulation allostérique de
Ca,1.1 (Avila et Dirksen 2000). C’est le domaine central (720-765) de la boucle II-1ll de Ca,1.1 qui est la

région cible impliquée dans ce couplage bi-directionnel (Grabner et al. 1999).

1.4.Protéines associées

Bien qu'’il soit établi que le DHPR et le RYR sont les deux éléments clés du couplage EC, de nombreuses
autres protéines sont organisées autour de ces deux canaux pour former avec eux un complexe

macromoléculaire appelé le « complexe de libération de Ca?* » (Figure 15).
e Les principaux acteurs moléculaires du complexe de libération de Ca?*

Les trois protéines principalement impliquées dans le complexe de libération de Ca?* sont la triadine,

la junctine et la calséquestrine dont I'arrangement triadique extrémement organisé doit étre maintenu
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Figure 13. Isoformes de TRISK et portion de TRISK 95 nécessaire a la bonne morphologie des triades

A. Structures schématiques des trois principales isoformes de la triadine de rat (TRISK 32, TRISK
51 et TRISK 95) dans la membrane du RS qui ne différent que par la longueur de leur extrémité
C-terminale luminale. Les structures communes sont représentées en rouge et les portions
spécifiques de chaque isoforme sont représentées dans une couleur différente. Le domaine
« coil-coiled » (résidus 306-341) est délimité par des pointillées. D'aprés Marty (2015)

B. Représentation schématique de TRISK 95 dans la membrane du RS de la fibre musculaire
squelettique. D’aprés Fourest-Lieuvin et al. (2012)

C. Myoblastes primaires de rat en culture transfectés avec des vecteurs d’expression codant pour
la triadine-GFP (TRISK 95, controle), les mutants triadine-GFP délétés en N-terminal (A17-48 et
A2-41) ou en C-terminal (A440-729 et A 232-729) et co-marqués avec un anticorps anti-RYR1.
En comparaison au contréle, seule I'expression de TRISK95(3) (délétion A440-729) n’entraine
pas de modification du profil d’expression de RYR1 suggérant que les résidus 1 a 439 de
TRISK95 sont nécessaires a la bonne morphologie des triades. (Barre d’échelle 2 um)

Modifié d'aprées Rossi et al. (2014)



en une structure spécifique indispensable a |'efficacité du couplage EC ; et ceci malgré les déformations

cellulaires induite a chaque cycle contractile.

La triadine correspond a une famille de protéines composée de différentes isoformes qui sont
obtenues par épissage alternatif du seul et méme géne trdn (Thevenon et al. 2003). Les triadines sont
des protéines transmembranaires du RS qui different seulement par la longueur de leur unique
segment C-terminal luminal (Figure 13 A, B). Il a été montré que le muscle de rat compte au moins
trois isoformes appelés TRISK 95 (729 résidus), TRISK 51 (461 résidus) et TRISK 32 (287 résidus) en
fonction de leur poids moléculaire (en kDa) (Marty et al. 2000; Vassilopoulos et al. 2005).

TRISK 32 est I'isoforme cardiaque majoritaire présente sur toute la membrane du RS (jonctionnelle et
longitudinale) (pour revue, voir Marty 2015).

TRISK 95 et 51 sont les isoformes principales et spécifiques du muscle strié squelettique et font partie
intégrante du complexe de libération de Ca?*. Leur domaine N-terminal interagit avec la portion
cytoplasmique de RYR1 (pour revue, voir Dulhunty et al. 2017). Leur région C-terminale luminale est
enrichie en résidus lysine (K) et glutamate (E) (« motif KEKE », résidus 210-224) hautement chargés
(Realini et al. 1994) qui permettent leur interaction avec RYR1 et avec la calséquestrine (Lee et al. 2004;
Kobayashi et al. 2000). Par ailleurs, deux régions de TRISK95 sont indispensables a sa stabilisation a la
triade des muscles striés squelettiques : il s’agit d’'une part, des résidus cystéine (270 et 649) qui
permettent la formation de ponts disulfures et donc I'oligomérisation de la protéine et d’autre part,
du domaine « coiled-coil » (résidus 306-341). L'identification de ces deux régions luminales d’intérét a
permis de mettre en évidence la portion nécessaire et suffisante a I'ancrage de la triadine dans la
membrane jonctionnelle du RS (Fourest-Lieuvin et al. 2012; Rossi et al. 2014b) (Figure 13 C). Cette
capacité d’adressage exclusif au RS jonctionnel d’une portion de la triadine constitue une propriété
particulierement intéressante que j’ai largement exploitée durant ma these (voir sections Synthese
et problématique ; et Matériels et méthodes).

Il a également été identifié que, grace a son association luminale a de petites protéines associées aux
microtubules, TRISK 95 fait le lien entre les triades et le cytosquelette (Klopfenstein et al. 2001; Park
et al. 2010; Osseni et al. 2016).

Les deux modeles de souris triadine-KO qui ont été générés sont viables et fertiles et ne présentent
pas de phénotype marqué délétere. En revanche, ils présentent des déficits subtils de structure et de
fonction (Shen et al. 2007; Oddoux et al. 2009). Plus spécifiquement, les muscles de ces souris sont
caractérisés par la présence de triades mal-orientées (30 % longitudinales ou obliques au lieu de
transverses). En réponse a une stimulation, les muscles présentent un déficit modeste de force, associé

a une réduction de 'amplitude de la libération de Ca®* par le RS. Chez 'Homme, les mutations sur le
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Figure 14. Les principaux acteurs du complexe de libération de Ca*

A. Représentation schématique de I'interaction entre les principaux partenaires du complexe de
libération de Ca?* a la triade des fibres musculaires squelettiques. Parmi eux, les deux
partenaires majoritaires de ce complexe sont le Ca,1.1 (en bleu) et le RYR1 (en jaune). Trois
protéines du RS sont également représentées : la triadine (membranaire, en rose), la junctine
(membranaire, en jaune) et la calséquestrine (luminale, en vert). Les carrés bleus représentent
le Ca*. Modifié d'aprés Marty et Fauré (2016)

B. Modele schématique de I'arrangement de la triadine, de la junctine et de la calséquestrine a
la jonction triadique. Les polymeéres de triadine (5 monomeéres, en nuances de marron) sont
formés grace a la formation de ponts disulfures entre les résidus cystéines C270 et C469
(ovales rouges). Chaque polymeére de triadine possede un seul site de liaison (ovale marron
avec une étoile jaune) pour le RYR1 et pour la calséquestrine (cercles verts) via ses motifs KEKE.
Un monomere de junctine est représenté (traits bleus) avec deux sites de liaison luminale et
un site de liaison cytoplasmique a RYR1 (cercles bleus). L'interaction entre la junctine et la
calséquestrine s’effectue au niveau de deux sites (ovales verts).

Modifié d'apres Dulhunty et al. (2017)



géne trdn, menant a I'absence de la protéine, sont responsables de sévéres arythmies cardiaques
associées a des situations de mort subite (Roux-Buisson et al. 2012).

L'ensemble des données fonctionnelles concernant le role de la triadine n’est cependant pas
intuitivement cohérent. En effet, de maniere surprenante, la surexpression de TRISK 95 induit un
déficit du couplage EC dans les myotubes de rat (Rezgui et al. 2005) alors que I'étude en bicouche
lipidique de canaux RYR1 purifiés montre une augmentation de I’activité du canal en présence de TRISK
95 (Wei et al. 2009). Par ailleurs, la surexpression de la triadine potentialise le couplage EC et augmente
les prédispositions aux arythmies dans les cardiomyocytes de rat (Terentyev et al. 2005; Rezgui et al.
2005).

En résumé, la triadine est une protéine d’interaction avec le RYR qui parait importante pour la
morphologie des triades ainsi que pour l'efficacité optimale du couplage EC sans pour autant étre

critique a sa fonction.

La junctine est un variant non catalytique d’épissage du géne asph (pour aspartate-B-hydroxylase)
inséré dans la membrane du RS des muscles squelettiques et cardiaque. Cette petite protéine de 26
kDa n’a pas fait le sujet d’autant d’études que la triadine et de nombreux doutes persistent encore
guant a ses sites d’interaction et son implication dans le couplage EC. De récents travaux de co-
immunoprécipitation ont identifié des interactions entre les portions C-terminale cytosolique et N-
terminale luminale (motifs KEKE) de la junctine avec respectivement les portions cytosolique et
luminale de RYR1 et RYR2 (Li et al. 2015). De plus, tout comme la triadine (Guo et Campbell 1995) avec
qui elle interagit directement (Zhang et al. 1997), la junctine se fixerait a la calséquestrine et
permettrait ainsi son ancrage a la membrane du RS (Mitchell et al. 1988) (Figure 14). La surexpression
de la junctine dans les cardiomyocytes de souris entraine une altération de localisation de la
calséquestrine couplée a des anomalies de contractilité ainsi qu’une augmentation de I’association
tubule-T/citernes terminales de RS de 10% (Zhang et al. 2001). L'ensemble de ces données indiquent
que la junctine, notamment de par ses nombreuses interactions avec les protéines du RS, joue un role
important dans la structure du complexe de libération de Ca?* et donc dans son efficacité et mériterait

d’étre davantage étudiée.

La calséquestrine est la protéine principale de liaison au Ca%* dans le RS (Figure 14); elle peut fixer ou
libérer des ions Ca?* & chaque cycle de contraction/relaxation. Dans le muscle squelettique, elle est
présente sous deux isoformes codées par les génes casql et casq2. La calséquestrine 1 (CASQ1) est
I'isoforme exprimée dans les fibres a contraction rapide tandis que la calséquestrine 2 (CASQ2) est
retrouvée dans les fibres a contraction lente ainsi que dans les cardiomyocytes (Fliegel et al. 1990;

Scott et al. 1988). Un monomére de calséquestrine contient 400 résidus (40 kDa) regroupés en trois
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domaines identiques (Wang et al. 1998). Les études de microscopie électronique montrent que des
agrégats de calséquestrine sont présents dans les régions riches en RYRs (Franzini-Armstrong et al.
1987; Nori et al. 2006).

CASQ1 et RYR1 sont présumeés interagir, cependant la nature de I'interaction entre ces deux protéines
ainsi que son impact sur le couplage EC restent sujets a controverse. Alors que certaines études dans
des systémes reconstitués en bicouche lipidique montrent que CASQ1 active I'ouverture des RYR1s
(Ohkura et al. 1995; Kasai et Ide 1996; Szegedi et al. 1999), une étude suggere au contraire que sa
présence inhiberait le canal (Beard et al. 2002). Par ailleurs, des études réalisées in vitro suggérent que
I'effet de CASQ1 sur l'activité du RYR1 serait Ca?*-dépendante et notamment médiée par son
interaction avec la triadine, via son domaine riche en asparagine (résidus 354-367) qui est aussi le motif
principal de sa liaison au Ca?* (Shin et al. 2000). De plus, les expériences réalisées sur I'isoforme
cardiaque indiquent que la triadine et la junctine semblent étre les médiateurs indispensables a
I'interaction de la calséquestrine avec le RYR (Gyorke et al. 2004).

Afin d’identifier plus précisément le role de la calséquestrine dans le couplage EC, un modeéle de souris
invalidées pour le géne casql, viables et fertiles a été généré en 2007 (Paolini et al. 2007). Les muscles
squelettiques des souris CASQ1-KO présentent une altération de structure des triades avec
notamment des empilements de domaines membranaires jonctionnels, une diminution du volume des
citernes terminales de RS ainsi qu’'une augmentation de la densité de RYR1s et du nombre de
mitochondries. Lors de stimulations électriques répétées, la diminution accélérée de la concentration
intraluminale de Ca?* dans les fibres CASQ1-KO entraine la déplétion du RS et I'impossibilité de
maintenir des transitoires calciques cytosoliques d’amplitude suffisante pour soutenir la contraction
pendant des stimulations répétées (Canato et al. 2010). L’ensemble de ces données suggére que la
calséquestrine est essentielle au développement normal du RS ainsi qu’au maintien de ’homéostasie
calcique par I'efficacité de son pouvoir tampon (voir aussi, section I1.1.2. Les systemes tampon du RS).
De maniére surprenante, une autre étude effectuée sur ce méme modéle CASQ1-KO a montré que
I'ablation de la calséquestrine conduisait a I'apparition d’un phénotype d’hyperthermie maligne avec
une sensibilité accrue a I’halothane et a la chaleur (Protasi et al. 2011). Plus récemment, une mutation
faux-sens (N244G) du géne casql a été identifiée chez un groupe de patients souffrant de myopathie
vacuolaire caractérisée par I'accumulation d’agrégats protéiques dans la lumiére du RS (Rossi et al.

2014a). Ces données suggerent que CASQ1 est un gene candidat pour certaines myopathies.

e Les autres protéines associées a RYR1
FKBP12 (pour FK506-Binding Protein 12) appartient a la famille des immunophilines, protéines de
liaison aux médicaments immunosuppresseurs tels que la FK506 ou la rapamycine. Elle est aussi

connue sous le nom de calstabine 1 et interagit avec les acides aminés 2458 a 2468 de RYR1 (la
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FKBP12.6 ou calstabine 2 interagit avec RYR2) avec une stoechiométrie de 4:1 chez le mammifére (pour
revue, voir Lanner et al. 2010).

L’absence de FKBP12 in vitro — induite par incubation de vésicules de RS avec la rapamycine — conduit
a une augmentation de la conductance unitaire et de la probabilité d’ouverture du canal RYR1 (Ahern
et al. 1997). Chez les souris FKBP12-KO, les propriétés contractiles changent de maniére distincte en
fonction du type de muscle, la libération de Ca?* intracellulaire voltage-dépendante diminue et les
courants Ca?*de type L augmentent. L’ensemble de ces résultats suggére que la FKBP12 joue un réle a

la fois sur le contrdle des couplages orthograde et rétrograde (Tang et al. 2004).

Junctophilines — Chez le mammifére, on compte quatre isoformes de junctophiline (JPH1-JPH4). Le
muscle squelettique exprime JPH1 et JPH2 tandis que seul JPH2 est retrouvé dans le muscle cardiaque.
Les junctophilines contiennent huit répétitions N-terminales de quatorze résidus d’acides aminés
hydrophobes, appelés les domaines MORN (pour membrane occupation and recognition nexus),
capables d’interagir avec les phospholipides membranaires (Takeshima et al. 2000). Leur domaine C-
terminal est un segment transmembranaire localisé dans la membrane du RS. Grace a leur structure,
les junctophilines agissent comme un pont moléculaire qui facilite le contact étroit entre les tubules-T
et la membrane du RS (pour revue, voir Barone et al. 2015) ; elles semblent d’ailleurs intervenir dans
la formation et dans la stabilisation des triades (voir par exemple Ito et al. 2001) ainsi que dans
I'assemblage du DHPR avec d’autres protéines du couplage EC (Golini et al. 2011). En plus de son réle
structural, I'utilisation de shRNAs dirigés contre JPH2 a montré le réle de cette protéine dans la
régulation du Ca**intracellulaire, I'efficacité du couplage EC et la contractilité des myocytes cardiaques

(Van Oort et al. 2011).

De nombreuses autres petites protéines (mitsugmin29, JP45, ..) jouent un rdle structural et
fonctionnel dans le couplage EC (pour revue, voir Treves et al. 2009). Par exemple, la Mitsugumin-29
(pour 29 kDa), protéine membranaire de la famille des synaptophysines, est majoritairement insérée
dans la membrane des tubules-T du muscle squelettique sous forme d’hexamere (Brandt et al. 2001).
Elle semble jouer un réle dans la bonne formation des triades ainsi que dans I'activité canal du RYR1
(Pan et al. 2004). Le polypeptide JP45 (pour 45 kDa) est composé d’un seul segment transmembranaire
etinteragit a la fois avec la calséquestrine et avec Ca,1.1 (Anderson et al. 2003). |l semble étre impliqué

dans la régulation de I’activité de Ca,1.1 (Gouadon et al. 2006).
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2. Autres régulateurs de I'homéostasie calcique
Dans le muscle strié squelettique, I'ouverture des canaux RYR1 méne a une augmentation rapide,

massive et réversible de Ca®* intracellulaire qui passe d’une valeur de repos d’environ 100 nM a
quelques dizaines voire centaines de micromolaires. L’étroite régulation de I'homéostasie Ca?*
cytosolique indispensable a I'efficacité du couplage EC ainsi qu’a I'intégrité et la viabilité cellulaire fait

intervenir un ensemble complexe de protéines.

2.1.Régulateurs réticulaires

Le RS est le systtme membranaire interne de la cellule musculaire qui joue le réle principal dans la
régulation du Ca?* libre intracellulaire au cours des cycles successifs de contraction/relaxation. En effet,
entre les cycles contractiles notamment, les mécanismes de recapture et de stockage du Ca?* par de

nombreuses protéines du RS sont essentiels a sa libération massive au cours du couplage EC.

2.1.1. La pompe Ca*-ATPase (SERCA)
e Structure moléculaire

La pompe Ca?-ATPase (SERCA) est responsable de la recapture de Ca®* par le réticulum
sarco(endo)plasmique. Cette protéine de 11 kDa est retrouvée chez tous les organismes vivants. Chez
les mammiferes, il existe trois génes qui codent pour la protéine SERCA et huit isoformes. Les SERCA1A
et SERCA2B sont exprimées dans les fibres musculaires squelettiques a contraction rapide. L'isoforme
SERCA2A est exprimée dans les fibres musculaires a contraction lente ainsi que dans les
cardiomyocytes (Martonosi et Pikula 2003; Periasamy et Kalyanasundaram 2007; Brini et al. 2013). Les
études de cristallographie ont permis d’identifier notamment la présence de dix hélices
transmembranaires (M1-M10) ainsi que les domaines cytosoliques de phosphorylation (domaine P) et
de fixation a I'ATP de la protéine. Les sites de liaison au Ca?* sont proches des domaines
transmembranaires et accessibles au Ca?* cytosolique mais pas au Ca?* luminal. La phosphorylation de
la SERCA par I’ATP est a I'origine d’'une série de changements de conformation qui menent a une
déstabilisation des hélices transmembranaires de sorte que deux ions Ca?* fixés se retrouvent du coté
luminal de la protéine (pour revue, voir Martonosi et Pikula 2003) : c’est ainsi que le Ca®* est recapturé
dans la lumiere du RS (MacLennan et al. 1992; Toyoshima et Inesi 2004; Mgller et al. 2005). Enfin, les
concentrations de Ca?, le pH, les niveaux d’ATP, d’ADP et de Phosphate inorganique ainsi que des
protéines accessoires sont autant de facteurs qui peuvent influencer/moduler I'activité de la pompe

SERCA (pour revue, voir Periasamy et Kalyanasundaram 2007).

L'importance physiologique des différentes isoformes de SERCA a été largement étudiée grace aux

modeles de souris et de rats transgéniques surexprimant ou déficients en SERCA (Prasad et al. 2004).
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La surexpression de SERCA2A entraine une augmentation de la vitesse de recapture du Ca’* et de la
contractilité cardiaque (Vetter et al. 2002). De maniere intéressante, I'augmentation des niveaux
d’expression de la SERCA 1A (x 2.5) dans le coeur induit une recapture deux fois plus importante de
Ca?* ainsi qu’une diminution de prés de 50 % du niveau d’expression de SERCA2A, indiquant des
phénoménes de compensation entre isoformes (Ji et al. 1999; Lalli et al. 2001). A I'inverse, les souris
KO hétérozygotes pour SERCA2A présentent une diminution de prés de la moitié de la protéine
aboutissant a une baisse de la rapidité de la recapture de Ca?* dans le cceur. Par contre, le modéle KO
homozygote pour SERCA2A est |étal (Periasamy et al. 1999).

Par ailleurs, il a été identifié que la recapture de Ca%" par le RS serait diminuée dans le muscle
squelettique des souris mdx (Schneider et al. 2013) et qu’une surexpression de la protéine SERCA

permettrait d’atténuer le phénotype dystrophique (Goonasekera et al. 2011).

e Pharmacologie
Il existe une grande variété d’inhibiteurs de la SERCA (thapsigargine, acide cyclopiazonique (CPA),
curcumin, bisphénol A, rapamycine, ...) aux structures chimiques et sites d'action variés (pour revue,
voir Michelangeli et East 2011). Tandis que certains ont permis d’identifier les mécanismes
conformationnels impliqués dans la recapture du Ca?', d’autres sont utilisés comme outils
pharmacologiques pour I'étude de I'activité du RS et de la signalisation Ca?* associée dans le muscle
normal et pathologique. A I'heure actuelle, le développement d’inhibiteurs isoforme-spécifiques fait
I'objet de nombreuses études dans le domaine de la recherche contre le cancer (voir par exemple

Denmeade et Isaacs 2005; Wong et al. 2013; Seo et al. 2016; Bong et Monteith 2018).

La thapsigargine est de loin I'inhibiteur de la SERCA le plus largement utilisé. C’'est un lactone
sesquiterpénique issu de la plante Thapsia Garganica capable de bloquer sélectivement la pompe
ATPasique en empéchant a la fois sa liaison au Ca?* et sa phosphorylation (Sagara et Inesi 1991). De
plus, elle est isoforme-spécifique et présente une affinité tres importante pour la SERCA1 (Ki= 0.21 nM)
(Wootton et Michelangeli 2006).

La thapsigargine inhibe de maniére réversible la recapture de Ca?* ATP-dépendante sur des vésicules
de RS isolées de muscles squelettiques de lapin (0.5-100 nM; Sagara et Inesi 1991) et sur fibres
musculaires pelées (300 uM; Du et al. 1994). Dans la fibre musculaire squelettique intacte, la
thapsigargine est classiquement utilisée (1 uM) comme outil pharmacologique de déplétion du RS en

Ca?* (voir par exemple Kurebayashi et Ogawa, 2001).

Le CPA (pour acide cyclopiazonique) est un acide indole tétramérique produit par les souches

fongiques Aspergillus et Penicillium. Ce métabolite est une mycotoxine dangereuse pour la
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Figure 16. Changements de conformation Ca**-dépendants de la calséquestrine
Chaque triangle représente un des trois domaines homologues de la molécule de calséquestrine

A. En présence de faible concentration de Ca?* (<0.1 mM), le monomere est déplié.

B. L'augmentation de Ca? luminal (0.01-1mM) entraine le repliement des monomeéres de

calséquestrine qui peuvent interagir avec la triadine et la junctine et sont capables de se

dimériser via leur portion C-terminale.

Les diméres adoptent une configuration « dos a dos » (C.) et sont capables de fixer le Ca?*.

D. Enprésence de fortes concentrations de Ca?* luminal (> 10 mM), les diméres de calséquestrine
se polymérisent en configuration « face a face » par leur portion N-terminale et se dissocient
de la triadine et de la junctine

0

Modifié d’aprés Wang et al. (1998)



consommation humaine et animale en raison de son effet inhibiteur sur I'activité ATPasique de la
pompe SERCA (Seidler et al. 1989). Le CPA est hautement sélectif, présente une forte affinité pour la
SERCA et empéche sa liaison au Ca%*. Comme la thapsigargine, son effet inhibiteur sur I'activité de la
pompe est largement utilisé in vivo sur fibres musculaires squelettiques (50 pM) comme outil

pharmacologique de déplétion du RS en Ca?* (voir par exemple, Allard et al. 2006).

2.1.2. Les systemes tampon du RS

Les protéines de stockage du Ca?* localisées dans la lumiére du RS ont la propriété principale d’agir
comme des tampons calciques. Pour pouvoir agir comme tels, elles possedent une haute capacité de

fixation au Ca?* et une affinité modérée.

e Lacalséquestrine
Déja vue précédemment dans le cadre de son interaction avec RYR1, la calséquestrine est une protéine
trés acide a pH neutre qui présente une faible affinité (Kp=~1 mM) mais une forte capacité de liaison
au Ca? (40 -80 ions par molécule) (MacLennan et Wong 1971; Endo 1977; Yano et Zarain-Herzberg
1994; Park et al. 2004). Ces deux propriétés sont essentielles car elles conferent au RS sa capacité a
séquestrer le Ca®* in vivo. Un modeéle proposé par Wang et al. (1998) — basé sur la structure de la
protéine identifiée par cristallographie — suggére que la calséquestrine change de conformation en
fonction de la concentration de Ca? luminal (Figure 16) :
- A faibles concentrations (<0.01 mM), les monomeéres (composés de trois domaines homologues) sont
dépliés dans la lumiére du RS.
- Entre 0.01 mM et 10 mM, les monomeéres se replient et se dimérisent en configuration « dos a dos »
par leur portion C-terminale pour former une poche chargée négativement capable de lier le Ca?*.
- En présence de tres fortes concentrations (> 10 mM), les dimeres de calséquestrine se polymérisent
en configuration « face a face » par leur extrémité N-terminale ce qui entraine leur dissociation de la

triadine et de la junctine.

Ainsi, dans le muscle au repos, la concentration physiologique de Ca?* libre dans la lumiére du RS est
d’environ 0.5-1 mM car les ions Ca** se retrouvent majoritairement (>20 mM) fixés a la calséquestrine
qui interagit avec la triadine et la junctine (Wang et al. 1998; Zhang et al. 1997). Les données actuelles
suggérent que lors de l'activation du couplage EC, un changement conformationnel du RYR serait
transmis aux dimeres de calséquestrine qui se détacheraient de la triadine et de la junctine entrainant
ainsi sa dissociation du Ca?*. Alors, le Ca?* libre augmenterait localement dans les citernes terminales
de RS et deviendrait disponible pour étre libéré par le RYR (Wang et al. 1998; lkemoto et al. 1991). En

fin de contraction/début de relaxation, le niveau de Ca?" luminal diminue (>0.01 mM) et la

56



calséquestrine se dépolymérise (Manno et al. 2017). Le retour a I'état de repos est associé a une
augmentation progressive de la concentration de Ca?* libre dans les citernes terminales grace a la
recapture de Ca?* par I'activité de recapture de la SERCA. Les monomeéres de calséquestrine seraient

alors de nouveau capables d’interagir avec la triadine et la junctine, de se dimériser et de fixer le Ca?*.

e L'HRC
L’HRC (pour Histidine rich Ca?** binding protein) est une protéine de fixation au Ca?* riche en résidus
histidine et localisée dans la lumiére du RS qui se lie a la triadine (pour revue, voir Arvanitis et al. 2011).
C'est récemment qu’elle a été décrite comme régulateur de la capture, de la séquestration et de la
libération de Ca? par le RS dans les myocytes cardiaques ol elle agirait donc comme un tampon
calcique (Han et al. 2011). Cependant, son role dans le couplage EC du muscle squelettique n’a pas

encore été exploré.

2.2.Régulateurs sarcolemmaux

Le RS posséde de grandes capacités de recapture et de rétention du Ca?* et ceci malgré la succession
ou la durée prolongée des cycles contractiles. De nombreuses études suggérent I'existence de
systemes de régulation sarcolemmaux potentiellement activés par la déplétion du RS qui

permettraient d’éviter une pénurie en Ca?* au cours du couplage EC.

2.2.1. Canaux calcigues

e Lavoie d’influx calcique activée par la déplétion des stocks intracellulaires (SOCE)

La voie d’influx Ca?* activée par la déplétion des stocks intracellulaires ou SOCE (pour store-operated
Ca?* entry) est un mécanisme observé dans une large variété de types cellulaires (Avila-Medina et al.
2018) qui a été identifié il y a plus d’une trentaine d’année (Putney 1986). STIM1 et ORAI1 sont les
deux partenaires moléculaires clés de ce processus SOCE permettant de coupler I'ouverture de canaux
Ca?" de la membrane plasmique au contenu du réticulum (pour revue, voir Michelucci et al. 2018).
STIM1 (pour stromal interacting molecule 1) est une protéine membranaire du réticulum qui est
capable de se dimériser a son extrémité C-terminale cytosolique (Ji et al. 2008) et dont la portion N-
terminale luminale posséde deux régions de liaison au Ca?* chargées négativement (Liou et al. 2005).
ORAI1 (calcium release-activated calcium modulator 1) est une protéine de 33 kDa insérée dans la
membrane des tubules-T, elle contient quatre domaines transmembranaires et des extrémités N- et
C-terminales cytosoliques. C’est un canal de haute affinité pour le Ca?* mais qui posséde une faible
conductance unitaire (< 1 pS) (pour revue, voir Parekh et Putney 2005).

Plus précisément, la déplétion en Ca?* (<300 pM) du RS serait détectée par les protéines STIM1 qui

s’oligomériseraient dans la membrane du RS avant de migrer a la jonction triadique pour interagir avec
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les canaux calciques tubulaires ORAI1 et activer leur ouverture (Zhang et al. 2006). Le processus SOCE
permettrait ainsi d’aider au maintien des concentrations luminales de Ca* du RS.

Le r6le physiologique de ce mécanisme SOCE dans le muscle squelettique n’a cependant jamais pu étre
confirmé de maniére unanime in vivo. En effet, les résultats soutenant cette hypothése reposent sur
des études réalisées sur fibres musculaires préalablement perméabilisées et/ou en présence de
bloqueurs de la pompe SERCA induisant une déplétion excessive non-physiologique du Ca?* réticulaire
(Launikonis et al. 2010 ; Wei-LaPierre et al. 2013). Sur fibres musculaires squelettiques intactes, aucune
indication de I'activité physiologique de ces canaux n’a pu étre détectée (Allard et al. 2006).

Les mutations dans les génes stiml et orail sont comptées parmi les mutations responsables de
myopathies a agrégats tubulaires qui se caractérisent par une faiblesse musculaire progressive
(Chevessier et al. 2005). Les agrégats tubulaires correspondent a des accumulations de paquets denses
de tubules retrouvés dans le cytoplasme des fibres musculaires squelettiques. Chez 'Homme, des
mutations sur le gene codant pour STIM1 induiraient I'oligomérisation de cette protéine, méme en
I’absence de déplétion en Ca?* du RS, a 'origine d’une activation constitutive de ORAI1 et donc d’une
surcharge calcique intracellulaire délétere (Bohm et al. 2013). De maniére comparable, des mutations
sur le géne codant pour ORAIL ont été identifiées comme responsables d’un influx de Ca%* excessif

(Bohm et al. 2017).

e Autres

Les TRPs (pour transient receptor potential) sont une superfamille (TRPC, TRPV, TRPM, TRPP, TRPML
et TRPA) de canaux ioniques cationiques (Na*, K* et Ca?*) plus ou moins sélectifs. Ils sont retrouvés
dans de nombreux types cellulaires ou ils détectent de nombreux stimuli physiques et chimiques. Bien
gue ces canaux soient cationiques non sélectifs, la majorité des études dont ils font 'objet concerne
leur réle dans I'influx Ca?* et leur recrutement par STIM1 (Huang et al. 2006; Zeng et al. 2008).

Dans le muscle squelettique, on retrouve les sous-familles de TRPC (pour canonical), TRPV (pour
vanilloid) et TRPM (pour mélastatine) et plus particulierement, les isoformes TRPC; et TRPC4, TRPV; et
TRPV4, TRPM, et TRPM;. Si ces protéines semblent jouer un réle physiologique mineur dans le maintien
de I'homéostasie Ca?* musculaire, elles ont été présumées responsables de l'influx Ca?* anormal
observé dans la dystrophie de Duchenne (pour revue, voir Gailly 2012). Cependant, ceci reste tres
controversé dans la mesure ou certains travaux suggérent que ces canaux se trouvent dans la

membrane du RS (Berbey et al. 2009).

L’ECCE (pour excitation-coupled Ca?* entry) est un mécanisme découvert par les groupes de K.G. Beam,
P. Allen et I. Pessah par lequel, sous I'influence de la dépolarisation membranaire, le Ca?* extracellulaire

entrerait dans la cellule musculaire. L'ECCE serait absent des myotubes issus de souris dysgénésiques
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(déficients en Ca,1.1s) et dyspédiques (déficients en RYR1s) bien qu'il fGt initialement décrit comme
indépendant du courant de type L porté par Ca,1.1 (Cherednichenko et al. 2004). Outre les courants
portés par Ca,1.1 et RYRL, il existerait donc un troisieme type de flux calcique vers le cytosol qui ne
serait pas activé par la déplétion du RS et qui présenterait des propriétés similaires a celles des canaux
SOCE. Curieusement, aprés plusieurs séries de travaux sur cette question par différents groupes
(Hurne et al. 2005; Lee et al. 2015), les auteurs de la découverte initiale ont finalement établi que le
courant calcique de type L de Ca,1.1 constitue I'essentiel de I’'ECCE remettant ainsi en cause I'existence

de ce processus (Bannister et al. 2009).

2.2.2. Systémes d’extrusion

Dans une fibre musculaire squelettique au repos, le niveau de Ca?* cytosolique est stable donc le flux
net de Ca%* a travers le sarcolemme est nul ; ce qui signifie que I'influx est équivalent a 'efflux. Il existe
donc des mécanismes dans la membrane plasmique capables de faire sortir le Ca?* de la cellule afin

d’assurer le maintien de ’homéostasie Ca?*.

e L’échangeur Na*/Ca% (NCX)
L’échangeur Na*/Ca?* (NCX pour Na*-Ca* exchanger) est une petite protéine membranaire (350-550
Da) qui utilise I'énergie du gradient électrochimique du Na* pour pomper le Ca** hors de la cellule avec
la steechiométrie 3 Na*/1 Ca®* (Kimura et al. 1986). Parmi les trois isoformes exprimés chez le
mammifére (NCX1-NCX3), on retrouve NCX2 et NCX3 dans le muscle strié squelettique (Li et al. 1994;
Nicoll et al. 1996) dont le role physiologique serait de soutenir I'effort de la SERCA apres le couplage
EC (Cifuentes et al. 2000). Ce role de I'échangeur dans le muscle squelettique n’est cependant pas aussi
critique que dans le muscle cardiaque ot NCX1 joue un rdle central d’extrusion du Ca?* pendant la
relaxation et participe également au couplage EC en permettant I'entrée de Ca?* au cours de la

dépolarisation membranaire.

e La pompe Ca*-ATPase (PMCA)
La PMCA (pour plasma membrane Mg?*-Ca**-ATPase) est insérée dans la membrane plasmique de la
majorité des cellules eucaryotes et permet le transport ATP-dépendant de Ca?* du cytoplasme vers le
milieu extracellulaire. Cette protéine (~130 kDa) a une structure comparable a celle de la pompe
ATPase réticulaire SERCA. Elle est composée de 10 domaines transmembranaires avec ses extrémités
N- et C-terminales cytosoliques. Sa grosse portion cytosolique (~400 résidus soit 80% de sa masse
totale) est comprise entre les segments transmembranaires S4 et S5 et contient le domaine catalytique

d’hydrolyse de I'ATP. La boucle intracellulaire S2-S3 correspond au « domaine de transduction »
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principalement impliqué dans les changements conformationnels nécessaires a la translocation de
seulement deux ions Ca?* par mole d’ATP hydrolysé (pour revue, voir Strehler et Zacharias 2001).

La PMCA est activée par la fixation du complexe Ca?*/calmoduline — en présence fortes concentrations
intracellulaires de Ca?* libre — et est inhibée par sa dissociation de la calmoduline — lorsque les
concentrations intracellulaires de Ca?* libre diminuent (Au et al. 1985).

Dans le muscle squelettique au repos, la PMCA participe au maintien de I'homéostasie Ca%". En

revanche, au cours du couplage EC, elle est trés rapidement saturée (pour revue, voir Cali et al. 2018).

2.3.Tampons calciques cytoplasmiqgues

Pendant le couplage EC, une fraction importante du calcium libéré du RS se retrouve complexé a des
protéines cytosoliques qui contribuent ainsi a moduler 'amplitude et les cinétiques de la variation de
calcium libre cytosolique. Certaines de ces protéines pourraient également moduler directement le

couplage EC.

e Latroponine C

Déja vue dans le cadre de I'organisation et des mécanismes moléculaires de la contraction (section
1.2.1. Sarcomére et machinerie contractile), la troponine C (~18 kDa) est la sous-unité de liaison au Ca*
du complexe de la troponine et son interaction avec les troponines | et T est centrale dans la régulation
de la contraction des muscles squelettiques et cardiaques. Il existe deux genes connus de la troponine
C, I'un code pour l'isoforme rapide (FTnC, pour fast troponin C) et I'autre code pour les isoformes lente
(STnC, pour slow troponin C) et cardiaque (CTnC, pour cardiac troponin C). Ces isoformes n’ont pas la
méme affinité et ne peuvent pas fixer la méme quantité d’ions Ca* (pour revue, voir Gomes et al.
2002).

La molécule de troponine C a une forme d’haltére et elle est constituée de deux domaines globulaires
N- et C-terminaux reliés entre eux par une région centrale hélicoidale (Houdusse et al. 1997).
Globalement, chaque téte globulaire contient deux motifs « main-EF » — motifs en hélice-boucle-
hélice le plus communément retrouvé parmi les protéines de liaison au Ca®* (Lewit-Bentley et Réty
2000) — et peut donc fixer deux ions Ca?*. Les deux sites de liaison N-terminaux (EF1 et EF2) présentent
une faible affinité pour le Ca?* (Kp~10 uM) tandis que les domaines C-terminaux (EF3 et EF4) sont de
forte affinité (Ko~100 nM) et lient également le Mg?* par compétitivité. Ainsi, au cours du couplage
EC, les changements conformationnels de la troponine C induits par la fixation de deux ions Ca?* sur
les sites EF1 et EF2 sont a I'origine des changements de structure des filaments fins qui peuvent alors
interagir avec les filaments épais (Herzberg et al. 1986).

Au-dela de son role dans la contraction, la troponine C représente un systéeme tampon cytoplasmique

important vis-a-vis du Ca®" cytosolique, via ses sites EF3 et EF4, car elle est présente a forte
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concentration dans le cytoplasme de la cellule musculaire (concentration totale de sites de fixation

TNiotai~250 uM) (Baylor et al. 1983).

e Laparvalbumine
La parvalbumine est une petite protéine (12 kDa) de haute affinité pour le Ca?* (Kp= 10-100 nM). Elle
est composée de deux motifs « main-EF », ce qui lui permet de fixer simultanément deux ions Ca?*.
Comme pour les sites de haute affinité au Ca®* de la troponine C, les motifs « main EF » de la
parvalbumine peuvent également fixer le Mg?* (Kp= 91 uM).
- A des concentrations de Ca?* de repos (~100 nM), les sites de fixation de la parvalbumine sont
majoritairement occupés par le Mg?*.
- Au cours de I'activation du couplage, la libération rapide et transitoire de Ca?* est suivie par une
augmentation tardive de la concentration de Mg?* intracellulaire (~50 uM) (Irving 1989; Somlyo et al.
1985; Jacquemond et Schneider 1992) ce qui indique que, lors de son relargage par le RS, le Ca®*
remplace le Mg?* sur la parvalbumine.
- Au cours de la relaxation, le retour a des concentrations de repos est cent fois plus lent pour le Mg?*
que pour le Ca?* (Irving 1989; Somlyo et al. 1985; Jacquemond et Schneider 1992).
Les cinétiques lentes de dissociation/fixation (~1s™) de la parvalbumine aux ions Mg?* expliquent que
la parvalbumine n’entre pas en compétition avec les sites de faible affinité de la troponine C (pour
revue, voir Berchtold et al. 2000).
En raison de sa présence a trés fortes concentrations (concentration totale de site de fixation au Ca%,
PViota=700 uM — 1 mM) dans la cellule musculaire, la parvalbumine représente un puissant tampon du

Ca?* cytosolique (Baylor et al. 1983; Garcia et Schneider 1993).

e Lacalmoduline

La calmoduline (CaM) est une protéine ubiquitaire (~17 kDa) en forme d’haltére et dont chaque téte
globulaire présente deux motifs « main-EF» lui permettant de lier quatre ions Ca%* au total avec une
forte affinité (Kp= 500nM - 5uM) (pour revue, voir Chin et Means 2000). Lorsqu’elle est libre, c’est-a-
dire non complexée au Ca%, on parle d’apo-CaM. Lorsqu’elle est complexée au Ca?* (CaM), elle peut
se fixer au RYR (un site de fixation a la CaM par monomeére de RYR) (Wagenknecht et al. 1997; Xiong
et al. 2006) dans des proportions stcechiométriques isoformes et Ca?*-dépendantes (Tripathy et al.
1995; Balshaw et al. 2001).

La mesure de I'activité unitaire des RYR1 et RYR3 in vitro montre que la liaison du complexe Ca%*/CaM
est activatrice a faibles concentrations de Ca?* et inhibitrice a fortes concentrations de Ca?* (Chen et

al. 1997; Fruen et al. 2000). En particulier, dans le muscle squelettique, la CaM semble activer le RYR1
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Figure 17 : Mécanismes de capture et d’extrusion du Ca* par la mitochondrie

Le canal Ca?* mitochondrial (mitochondrial calcium uniport, « U ») permet 'entrée rapide et massive
de Ca?* 3 l'intérieur de la mitochondrie, mais seulement en présence de trés fortes concentrations de
Ca?" (> 10 uM) atteintes dans les microdomaines cytosoliques situés a proximité des canaux Ca?IP3Rs,
insérés dans la membrane du RS longitudinal.

L’antiport LETM1 (« L ») conduit I'entrée lente de Ca** dans la mitochondrie en échange de H*. LETM1
opére en présence de faible niveau de Ca?* cytosolique (>100 nM) et son activité est limitée par le
gradient de pH généré par la chaine de transport des électrons mitochondriale (ETC). LETM1 permet
de détecter de petites élévations de Ca* cytosolique sans risquer de surcharger la mitochondrie. Le
Ca?* peut étre extrudé de la mitochondrie via LETM1 (bidirectionnel) mais également via I'échangeur
Na*/Ca?* (« NCX ») lors de fortes charges de Ca?* mitochondrial.

D'aprés Santo-Domingo et Demaurex (2010)



par augmentation de sa sensibilité au Ca?* ce qui suggére qu’elle jouerait un réle critique dans le
contrdle de I'activation des canaux aux niveaux de Ca?* de repos (Fruen et al. 2000).

Cependant, a I'échelle de la fibre musculaire intacte, il existe tres peu de données fonctionnelles
convaincantes permettant de confirmer I‘importance physiologique de ces régulations.

Concernant son rble de de tampon calcique, la calmoduline n’a qu’une contribution mineure par
rapport a la troponine C et a la parvalbumine car elle est faiblement exprimée dans la fibre musculaire

(sept fois moins que la troponine C) (Baylor et al. 1983).

2.4. Autres

2.4.1. La mitochondrie
Au cours du couplage EC, les besoins en ATP augmentent rapidement d’un facteur 100. En effet, la

consommation d’ATP est non seulement nécessaire a I'interaction entre I'actine et la myosine mais
également au fonctionnement de la pompe réticulaire SERCA. Mais, puisqu’il n’est pas stocké a fortes
concentrations dans la fibre musculaire squelettique au repos, une telle demande en ATP requiert une
production rapide et soutenue par les mitochondries (Griffiths et Rutter 2009; Porter et Wall 2012).
Ces organites occupent 10 a 15 % du volume cellulaire et sont localisés au niveau des bandes |,
entourant le réseau de RS auquel ils sont reliés par des structures d’attache (Boncompagni et al. 2009).
Ainsi, grace a cette intime juxtaposition entre ces deux compartiments, la mitochondrie pourrait
capturer le Ca? intracellulaire qui stimulerait la synthése d’ATP nécessaire a la contraction. Il a été
suggéré que l'antiport LETM1, antiport Ca*/H*, permettrait la capture rapide de Ca? par la
mitochondrie en présence de faibles concentrations de Ca?* intracellulaire (> 100 nM) (Santo-Domingo
et Demaurex 2010). Tandis que le canal MCU (pour mitochondrial Ca?* uniport), localisé dans la
membrane mitochondriale interne, fonctionnerait a fortes concentrations de Ca?* (>10 uM), et lui
permettrait de récupérer directement le Ca?* libéré par le RS au cours du couplage EC (pour revue, voir

Zhou et al. 2016) (Figure 17)

2.4.2. Lerécepteural’IP3 (IP3R)
L'IPsR (pour inositol tri-phosphate receptor) constitue une deuxiéme classe de canal de libération de

Ca?* intracellulaire qui est activé par la fixation de son ligand endogéne, I'IP;, et qui partagent 17%
d’homologies avec la protéine RYR. Il existe trois isoformes d’IPsR (IPsR1- IPsR3) qui sont composées
de trois grands domaines : un domaine N-terminal de fixation a I'IP3, un domaine intermédiaire et une
région pore C-terminale (Mignery et Stidhof 1990). L’IP3R est une protéine principalement retrouvée
dans la membrane du RE (~300 kDa) et, contrairement au RYR, elle est ubiquitaire.

L’'IPsR est indispensable aux voies de signalisation intracellulaire Ca**-dépendantes dans la majorité des

cellules de mammiféres. Dans le muscle strié squelettique, I'lIPsR est inséré dans la membrane du RS
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longitudinal et il est postulé impliqué dans I'activation des canaux SOCE et dans |'activation des MCU
(pour revue, voir Prole et Taylor 2019). Par ailleurs, I'un des mécanismes a I’origine de son activation
serait initié par la fixation de I’ATP extracellulaire sur les récepteurs purinergiques métabotropiques
(P2Y). Ceci entrainerait I'activation des récepteurs couplés a la phospholipase C a l'origine de
I"augmentation de la concentration intracellulaire d’IPs. Aussi, les IPsRs seraient impliqués dans les
événements transcriptionnels Ca?*-dépendants de détermination du phénotype lent ou rapide de la
fibre musculaire striée squelettique. En effet, la stimulation de Ca,1.1 a basse fréquence entraine une
libération d’ATP extracellulaire & 'origine de la libération de Ca%* a travers les IPsR qui régulerait
I’expression des genes impliqués dans la transition phénotype rapide-phénotype lent (Casas et al.

2010; Jorquera et al. 2013).
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Transitoires CaZ*
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Figure 18. Combinaison des techniques d’électrophysiologie et d’imagerie Ca* pour la
caractérisation fonctionnelle du couplage excitation-contraction

Contréle du potentiel de membrane des tubules-T (A.) avec mesure simultanée :

- des courants Ca** de type L de Cavl.l ou des mouvements de charges intramembranaire des
segments S4 de Cavl.1 (en nA/nF) (A.)

- et/ou des variations de fluorescence de I'indicateur Ca?* cytosolique (transitoires Ca?*) permettant le
calcul des variations de Ca?* intracellulaire (B.)

Modifié d'aprés Marty (2015) ; Hernandez-Ochoa et Schneider (2012)



CHAPITRE 3 : PROPRIETES ELECTROCHIMIQUES DE LA MEMBRANE DU RS

L'activité des RYRs est essentielle a la fonction musculaire squelettique. Cependant, aucun courant
généré par l'ouverture de ces canaux ne peut étre directement mesuré in vivo par la technique de
potentiel-imposé. En effet, cette méthode d’électrophysiologie permet uniquement de mesurer et de
controler le potentiel membranaire de surface des cellules via I'injection d’une quantité de courant
appropriée. Or, le RS est un systeme membranaire interne isolé électriquement de la membrane de
surface. Ainsi, de nombreux mécanismes physiologiques associés au maintien et a la régulation de la

libération de I'ion Ca?* par le RS restent incompris.

Ce chapitre décrit les propriétés électrochimiques connues ou supposées de la membrane du RS qui

ont pu étre caractérisées in vivo grace au développement d’approches indirectes.

1. Flux de libération calcique

1.1.Caractérisation fonctionnelle du couplage EC

Dans le muscle strié squelettique, les interactions moléculaires Ca,1.1-RYR1 constituent I'élément clé
du couplage entre la dépolarisation membranaire et la libération massive de Ca?* intracellulaire par le
RS nécessaire a la contraction. La caractérisation quantitative des conséquences fonctionnelles de ces
interactions est rendue possible in vivo grace a la combinaison des techniques d’électrophysiologie et
de détection de Ca?* sur fibre musculaire isolée (pour revue, voir Herndndez-Ochoa et Schneider 2012)
(Figure 18). Les approches électrophysiologiques simultanées les plus utilisées sont :

- le déclenchement de PA par stimulation de champ.

- le déclenchement de PA en conditions de courant-imposé et la mesure simultanée du potentiel

- le déclenchement de variations contrélées de potentiel membranaire (conditions de potentiel-
imposé) permettant la mesure simultanée du courant de membrane et ainsi la détection des
mouvements de charges intra-membranaires de Ca,1.1 ou du courant Ca?* macroscopique a travers

Ca,1.1 en conditions de potentiel-imposé.

1.1.1. Transitoires calcigues voltage-dépendants

A partir des années 1970 chez la grenouille (Miledi et al. 1977; Kovacs et al. 1979) et des années 1990
chez le mammifere (Delbono et Stefani 1993; Garcia et Schneider 1993; Jacquemond 1997), les études
réalisées en conditions de potentiel-imposé sur fibres musculaires isolées, montrent que la
dépolarisation de la membrane plasmique déclenche la libération de Ca?* par le RS. Cette libération se

caractérise par une augmentation transitoire de Ca®* cytosolique (ou transitoire Ca®*) qui est
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Calcul du flux de libération de Ca%*
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Figure 19. Transitoires Ca?* voltage-dépendants et flux de libération de Ca?*

A.

Transitoires Ca?* voltage-dépendants : variations moyennes de la fluorescence (F) de
I'indicateur Ca? intracellulaire, le rhod-2, normalisées par rapport a la fluorescence de base
(F/Fo), mesurées sur une fibre musculaire squelettique de souris en réponse a des
dépolarisations membranaires d’amplitude croissante (V, de -30 a +40 mV).

Flux calciques (d[Calwt/dt) voltage-dépendants (a gauche) estimés a partir des
enregistrements en (A.) pour chaque valeur de dépolarisation grace au modele (a droite) qui
prend en compte:

- les propriétés de I'indicateur Ca®*, ce qui permet de calculer la variation moyenne de Ca?
cytosolique (A[Ca?*])

- la fixation du Ca?* sur les deux tampons cytosoliques : la parvalbumine (A[Ca-PARV]) et la
troponine C (A[Ca-TROP])

- la recapture du Ca? par la pompe SERCA (A[Ca-Pumped])

- la fixation du Ca?* sur le chélateur de Ca?* utilisé comme bloqueur de la contraction, ici 'EGTA
(A[Ca-EGTA])

Relation entre le pic du flux de libération de Ca?* et la valeur de dépolarisation membranaire.
En réponse a des dépolarisations d’amplitudes croissantes, I'amplitude maximum de la vitesse
de la libération de Ca?* augmente.

Modifié d'apres Kutchukian et al. (2016)



interrompue par la repolarisation. Plus précisément, la libération de Ca?* physiologique par le RS est
étroitement controlée par le potentiel de membrane et dite « voltage-dépendante » (Fig 19 A). :

- Le potentiel-seuil de déclenchement des transitoires Ca* se situe a des valeurs de dépolarisation
membranaire comprise entre -40 et -20 mV.

- Au-dela du seuil, des dépolarisations d’amplitude croissante générent un flux calcique d’amplitude
croissante qui atteint un maximum pour des valeurs de I'ordre de +20 a + 40 mV (Delbono et Stefani

1993; Garcia et Schneider 1993; Jacquemond 1997).

Plus récemment, 'utilisation d’indicateurs de faible affinité pour le Ca?* introduits dans la lumiére du
RS a permis de mesurer les changements de concentration intra-luminale de Ca?* dans le méme type
de situations expérimentales (Kabbara et Allen 2001; Manno et al. 2013, 2017). Cette nouvelle
approche a permis d’appréhender les mécanismes associés a la régulation du Ca* luminal ainsi que les
situations de déplétion du RS en Ca?* (Robin et Allard 2012a, 2013). Par ailleurs, 'excellente résolution
de cette approche a permis de montrer que le contréle de I'activité des canaux RYR par le potentiel de
membrane (par Cayl.1) s’effectue sur toute la gamme de potentiel jusqu’aux niveaux de repos (Robin

etal. 2012).

1.1.2. Flux de libération calcique

L’analyse des transitoires Ca?* peut permettre d’estimer le flux calcique d[Ca?*]s/dt, c’est-a-dire la
vitesse d’extrusion du Ca?* par le RS traduisant I'activité globale des canaux RYR. Pour cela, la variation
de concentration en Ca* total cytosolique est estimée en prenant en compte 1) des propriétés de
I'indicateur utilisé, 2) de la redistribution du Ca? sur ses différents tampons intracellulaires
(parvalbumine, troponine C et autres tampons calciques exogenes éventuellement utilisés comme
I'EGTA) et 3) de la recapture du Ca?* par le RS (SERCA) (Figure 19 B) (Baylor et al. 1983; Melzer et al.
1984; Collet et al. 2004).

e Flux de libération de Ca** chez les amphibiens
Chez les amphibiens, en réponse a un train de PA ou a un créneau de dépolarisation-imposée, le flux
de libération de Ca?' intracellulaire se décompose en deux phases, de maniére indépendante de
I’'amplitude ou de la durée de I'activation (Figure 20): un pic de libération transitoire rapide d’une durée
de I'ordre de 10 a 20 ms suivi d’une période maintenue d’amplitude plus faible (~20% du pic initial)
(Baylor et al. 1983; Melzer et al. 1984; Schneider et Simon 1988). De maniére intéressante, lorsque
deux bréves dépolarisations-imposées ou deux PA sont appliqués avec un intervalle inférieur ou égal
a une durée de I'ordre de moins de 500 ms, le flux Ca?* obtenu en réponse au deuxiéme PA est

dépourvu de ce pic initial (Baylor et al. 1983; Schneider et Simon 1988) et le temps de latence
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Figure 20. Flux de libération de Ca** et inactivation partielle de la libération de Ca* par le RS

A. Transitoires Ca** mesurés avec l'indicateur Antipyrylazo Il dans des fibres musculaires
squelettiques de grenouille (a gauche) et de rat (a droite) en réponse a des dépolarisations
membranaires (valeurs indiquées au-dessus de chaque tracé). D'aprés Shirokova et al. (1996)

B. Flux de libération de Ca* calculé a partir des enregistrements en (A.). Le pic précoce
correspond a la composante inactivable. Il est suivi d’'une composante soutenue. Ces
propriétés du flux de Ca?* sont observées chez I'amphibien et chez le mammifére. D'aprés

Shirokova et al. (1996)
C. Modéle de Rios et Pizzaro 1988 :
0 DICR (depolarization-induced Ca*-release) : ouverture des RYR couplés a Ca,1 (V)
Q CICR (calcium-induced Ca* -release) : ouverture des RYR non couplés (C)
€© Arrét du CICR : fermeture des canaux C

e Maintien du DICR : les canaux V restent ouverts pendant toute la durée de la dépolarisation

D'aprés Rios (2018)



nécessaire a la récupération de I'amplitude du pic initial est corrélé au temps requis pour restituer le
niveau de Ca? intracellulaire initial de repos (Schneider et Simon 1988). Ces résultats ont permis de
confirmer les données obtenues in vitro (voir section 11.1.2.2.3. Libération de Ca?* et régulations) et de
mettre ainsi en évidence I'existence d’un processus physiologique d’inactivation Ca**-dépendant d’une

partie des canaux RYR au cours de I'activation musculaire.

Dans la méme logique, la sensibilité au Ca?* de I'ouverture des canaux RYR déterminée in vitro (voir
section 11.1.2.2.3. Libération de Ca®* et régulations) a conduit plusieurs groupes a rechercher un corrélat
physiologique a cette propriété du canal. En effet, la sensibilité au Ca®* de I'activation des RYRs était
initialement anticipée pouvoir se traduire par I'activation d’un mécanisme de Ca?*-induced Ca** release
(CICR) au cours de I'activation musculaire. Cependant, la mise en évidence in vivo de cette composante
Ca?*-activée de la libération de Ca? s’est révélée compliquée. Au cours des années 1990, deux groupes
ont testé I'existence de ce mécanisme par utilisation d’une stratégie consistant a étudier les propriétés
du flux dans des fibres injectées ou dialysées avec de fortes concentrations de tampons calciques
exogenes (voir par exemple Jacquemond et al. 1991; Hollingworth et al. 1992). Les conclusions des
deux groupes sont longtemps restées contradictoires mais ont finalement été réconciliées dans une
certaine mesure par les travaux de Pape et al. (2002) qui suggerent |’existence d’un processus de CICR
pour les flux activés par de fortes valeurs de dépolarisation membranaire.

Dans I'ensemble, il faut admettre qu’une grande partie des difficultés et contradictions liées a ces
travaux résultent des incertitudes dans la quantification absolue des signaux calciques intracellulaires
(pour revue, voir Rios 2018). Finalement, c’est la découverte de la présence des événements
élémentaires de libération de Ca?* par le RS, les sparks Ca** — dont le support moléculaire est
vraisemblablement I'isoforme RYR3 — qui fournira la preuve définitive de la fonctionnalité du processus
de CICR dans le muscle de grenouille (pour plus de détails, voir section Ill.1.2. Evénements calciques

élémentaires).

e Flux de libération Ca?* chez les mammiféres
Chez le mammifeére, le flux de libération de Ca?* en réponse a un train de PA ou & un créneau de
dépolarisation-imposée possede globalement des propriétés cinétiques similaires a celles observées
chez la grenouille (Garcia et Schneider 1993; Delbono 1995; Peter Szentesi et al. 1997b) (Figure 20).
Cependant, certains mécanismes sous-jacents difféerent fondamentalement entre les deux modéles.
En particulier, il est maintenant acquis que, chez le mammiféere, le mécanisme de CICR n’est pas mis
en jeu dans les conditions normales en raison de I'absence d’expression significative de I'isoforme

RYR3 (pour plus de détails, voir section I1l.1.2. Evenements calciques élémentaires).
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e Les différents modeéles
Le modele initial de Rios et Pizarro 1988 (Figure 20 C), a partir d’observations sur le muscle de
grenouille, proposait que deux mécanismes de libération de Ca?* soient impliqués au cours du couplage
EC du muscle squelettique : le mécanisme de DICR initial et prolongé (pour depolarization-induced
Ca’**-release) et le mécanisme de CICR secondaire et bref. D’aprés ce modéle :
(1) DICR : La dépolarisation membranaire active les canaux RYR couplés a Ca,1 dits canaux « V », pour
voltage-activés.
(2) CICR : le Ca?* libéré localement par les canaux V se fixe sur les sites d’activation («A» ; Laver et al.
1997) des RYRs non couplés dits canaux « C », pour calcium-activés. L'ouverture des canaux C est a
I'origine du pic de libération initial de Ca%*.
(3) Arrét du CICR : L'augmentation subséquente de Ca?* intracellulaire entraine sa fixation sur les sites
d’inactivation (« | » ; Laver et al. 1997) des canaux C d’ou la décroissance rapide du signal.
(4) Maintien du DICR : Les canaux V restent ouverts pendant toute la durée de la dépolarisation et
sont donc responsables de la phase de plateau.
Ce modeéle s’est largement appuyé sur I'organisation du réseau de RYR et Ca,1 ou seulement un RYR
sur deux est en contact avec une tétrade de Ca,1 (Figures 12 et 20). Les RYRs non couplés fournissaient
ainsi intuitivement le support moléculaire des canaux C responsables du CICR. Cependant, la
démonstration ultérieure de I'existence des sparks calciques comme étant les événements
spécifiquement dus au CICR, et dont I'accumulation produit le transitoire calcique macroscopique de
la fibre musculaire de grenouille mais pas de la fibore mammifére (pour plus de détails, voir section
Ill.1.2. Evenements calciques élémentaires), allait considérablement bousculer toutes ces
considérations. A I'heure actuelle, il est ainsi envisagé que malgré des cinétiques extrémement
similaires, le flux calcique chez I'amphibien comporte une composante de CICR qui contribue au pic
initial alors que ce n’est pas le cas chez le mammifére (pour revue, voir Rios 2018). Par contre, dans les

deux espéces, le déclin rapide du pic initial serait d a I'inactivation Ca?* dépendante.

L’étude plus fine des propriétés du mécanisme d’inactivation Ca**-dépendant chez I'amphibien a
donné naissance au modéle de libération « quantique » de Ca?* qui suggére I'existence de sous-
groupes de canaux RYRs (ou « couplons ») possédant des sensibilités différentes, c’est-a-dire activés
seulement pour une certaine gamme de potentiel (Pizarro et al. 1997; Stern et al. 1997). Ainsi, de fortes
valeurs de dépolarisation activeraient progressivement certains groupes de RYRs puis en inactiveraient
d’autres (Pizarro et al. 1997). Ce modele suggere que lI'ensemble des RYRs présents a la face
jonctionnelle d’'un méme tubule-T, et associés aux Ca,1, formeraient non pas un ensemble de canaux
Ca?* indépendants mais plutdt une unité fonctionnelle de libération de Ca®* appelée « couplon ».

Chaque triade serait donc composée de deux couplons.
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Ce modele a été repris par Szentesi et al. (2000) pour expliquer le processus d’inactivation partielle du
flux Ca?* chez le mammifére. Dans leur modéle « d’inactivation déterministe », une méme valeur de
dépolarisation recruterait toujours le méme groupe de RYRs qui s’inactivent progressivement au cours
de la stimulation. De cette maniére, dans les expériences de doubles pulses, le déclin du pic au second

pulse est de méme amplitude que la composante « inactivable » du premier pulse.

1.1.3. Inactivation voltage-dépendante du couplage EC et mouvements de charge

Historiquement, les mesures de tension musculaire développée en réponse a des variations de K*
externe, chez la grenouille et chez le rat, ont trés t6t montré qu’au cours de dépolarisations
membranaires soutenues (>2-5 s), la contraction musculaire n’est pas maintenue (Hodgkin et Horowicz
1960; Dulhunty 1991). De plus, la réduction du potentiel de repos (de -80 mV a -60 mV) produit une
forte augmentation du potentiel-seuil de contraction, c’est-a-dire que des dépolarisations de plus
grande amplitude sont nécessaires au raccourcissement des sarcomeres (Chua et Dulhunty 1988).
L'amplitude et la durée (période réfractaire) de ce phénomene de blocage de la contraction sont
d’autant plus importantes que I'amplitude et la durée de la dépolarisation augmentent (Dulhunty
1991). Le processus d’inactivation du couplage EC mis en évidence par ces travaux est dd aux

propriétés du détecteur de potentiel Ca,1.1.

Deux types de mouvements de charges intramembranaires (ou « gating current » ou « courant de
porte ») générés par les segments S4 de Ca,1.1 peuvent étre mesurés en fonction du potentiel de
maintien de la membrane des fibres musculaires (pour revues, voir Dulhunty 1992; Rios et al.1992) :

- Lorsque la membrane est maintenue a un potentiel supérieur ou égal au potentiel de repos (~-80
mV) : une certaine quantité de charges (charges 1) se déplace en réponse a une dépolarisation
membranaire et la fibre se contracte.

- Lorsque la membrane est maintenue dépolarisée pendant plusieurs secondes, la fibre entre dans un
état inactivé dans lequel il est impossible de déclencher une contraction par une stimulation
électrique : les charges 1 disparaissent et le déplacement d’une certaine quantité de charges (charges
2) devient possible mais seulement lors de la repolarisation de la membrane. La quantité de charges 2
mesurées dans une fibre maintenue dépolarisée est a peu pres égale a celle des charges 1 dans une

fibre au repos.
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Sur la base de I'existence de ces deux types de charges, Brum et Rios (1987) proposent que le détecteur

de potentiel Ca,1.1 posséde 4 états :

* charges 2
' «— 1|

! |

R A

charges 1

Les charges 1 proviennent des mouvements rapides voltage-dépendants du détecteur de potentiel
entre |'état de repos R et I'état activé A. Tandis que les charges 2 proviennent de la transition rapide
voltage-dépendante entre les deux états inactivés |” et |. L’inactivation (A - 1) et la restauration (I'>
R) sont des transitions lentes indépendantes du potentiel qui permettent un échange réciproque entre
les charges 1 et 2.

Au potentiel de repos, une dépolarisation provoque la transition de I'état R vers |'état A avec des
cinétiques rapides (de I'ordre de la ms) puis de A vers | avec des cinétiques plus lentes (de I'ordre de
la s). Ainsi, un seul potentiel d’action permet le déplacement du systeme de R vers A mais sa durée
n’est pas suffisante au passage a |'état |. En revanche, des stimulations de plus longue durée induisent
la transition de A vers |. Apres un passage complet du systeme a |’état | (inactivation compléete), une
repolarisation rapide permet le retour & |I” puis le passage de I” vers R, le systéme redevient activable.
Le systéme (Cay1.1-RYR1) peut donc se résumer au fonctionnement d’une seule porte (dite « porte
d’activation ») pouvant s’ouvrir (et déclencher la libération de Ca?) ou se fermer (et empécher la

possibilité au Ca?* d’étre libéré) sous I'effet des mouvements de charges 1 et 2.

Peu aprés, Brum et al. (1988a, 1988b) et Pizarro et al. (1989) ont décrit la sensibilité au Ca*
extracellulaire de ce phénoméne d’inactivation chez la grenouille. En effet, en I’'absence de Ca?* — et
de tout autre cation divalent — non seulement les charges 1 et la libération de Ca®* par les RYRs sont
supprimées, mais en plus, la distribution des charges est identique que la fibre musculaire soit
polarisée ou non. Ce phénomeéne est expliqué par la présence d’un « priming site » qui doit étre occupé
par des espéces cationiques pour maintenir le systeme dans I'état activable au repos. Ce n’est que
récemment que les propriétés de l'inactivation voltage-dépendante ont été caractérisées chez le
mammifére (Ferreira Gregorio et al. 2017). Le phénomeéne présente des propriétés globalement
similaires a ce qui avait été décrit chez la grenouille. Cependant, de maniéere intéressante, le détecteur

de potentiel est partiellement inactivé aux niveaux de repos du potentiel de membrane avec comme
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Figure 21 : Courant ionique macroscopique et courants unitaires

Le courant ionique macroscopique est le résultat de la sommation de I'activité unitaire des canaux
ioniques.

A. Activité unitaire des canaux Ca?* membranaires activés par la dépolarisation et courant
macroscopique associé. L'état de fermeture du canal est représenté par le trait plein, I'état
d’ouverture est représenté par les pointillées. D'aprés Balke et al. (1992)

B. Modélisation statistique de I'ouverture stochastique d’un ou de plusieurs canaux ioniques
activés par la dépolarisation membranaire et résultante marcoscopique. L'état de fermeture
du canal est représenté par le trait plein, I'état d’ouverture est représenté par les lignes en
pointillées. Modifié d’aprés Nekouzadeh et Rudy (2007)



conséquence, des modifications substantielles de la fraction de détecteurs inactivés en fonction du
niveau de calcémie dans la gamme clinique.

Ce processus d’inactivation du couplage EC permet donc de manipuler le potentiel de membrane de
la fibre musculaire en activant (ou pas) le mécanisme de libération de Ca?* par le RS : propriété trés

intéressante que j’ai largement exploitée durant ma thése.

1.2.Evénements calciques élémentaires (ECE)

Le courant ionique macroscopique (ou global) est composé de I'ensemble des courants unitaires

généré par I'activité d’un ou de plusieurs canaux (Figure 21). De la méme maniére, les transitoires Ca*
. . . 2+ . . . ~ 7 .

— qui sont des variations globales de Ca** intracellulaire — devraient étre la résultante de la sommation

spatio-temporelle d’évenements calciques élémentaires (ECE) reflets de I'activité d’un canal ou de

plusieurs canaux RYR fonctionnant de maniére cohérente.

Depuis le début des années 1990, I'avenement de la microscopie confocale a permis la détection

dynamique de signaux de fluorescence dans de tres faibles volumes cellulaires (de I'ordre de 0.3 x 0.3

///// 2+

intracellulaires dans les cellules vivantes et a révolutionné la compréhension de leurs propriétés

physiologiques (pour revues, voir Berridge 2006; Niggli et Shirokova 2007).

1.2.1. Caractérisation et propriétés

Les étincelles (couramment dénommées aussi en francais « sparks » ) Ca®*, observés pour la premiére
fois dans les cardiomyocytes de rat, se présentent sous la forme d’augmentations spontanées et
hautement localisées de la fluorescence de l'indicateur Ca?* (Cheng et al. 1993). Ces signaux ont
rapidement été considérés comme des événements calciques élémentaires (ECE) reflétant la libération
locale de Ca?* par un canal ou un petit groupe de canaux RYR. Quelques années apreés |'identification
des sparks, des signaux encore plus brefs et localisés, les « quarks » plus a méme de refléter I'activité
attendue d’un seul canal, ont également été observés dans des préparations de cardiomyocytes (Lipp

et Niggli 1996).

e Les sparks Ca* dans la fibre musculaire d’amphibien
Les sparks Ca®* ont été trés rapidement identifiés dans les fibres musculaires squelettiques de
grenouille ou ils apparaissent spontanément au repos (Klein et al. 1996) (Figure 22 A-C) et a fréquence
de plus en plus élevée a mesure que le couplage EC est activé par des dépolarisations d’amplitude
croissante. Qu'’ils soient spontanés ou induits, les sparks se décomposent en deux phases : un pic initial

de fluorescence suivie d’'une phase de plateau de plus longue durée et d’intensité moins importante.
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Figure 22. Evénements calciques élémentaires spontanés dans la fibre musculaire d’amphibien

A. Image de microscopie confocale (mode « balayage de lighe » ou « line scan ») obtenue sur
fibre musculaire de grenouille avec I'indicateur fluorescent fluo-4. D'aprés Csernoch (2007)
Caractéristiques spatio-temporelles d’un spark Ca?* enregistré sur I'image en (A.).
C. Reconstitution 3D du signal moyen obtenu a partir de 18 sparks de (A.) aux mémes
caractéristiques spatio-temporelles. D'aprés Csernoch (2007)
D. Evenements unitaires potentiellement a I'origine de la génese d’un spark La phase de montée
pourrait étre issue de :
o I’ouverture prolongée d’un seul canal
9 I'ouverture prolongée et simultanée de plusieurs canaux
9 I’ouverture asynchrone en rafale d’un groupe de canaux
D’apres Schneider (1999)



En termes de propriétés spatio-temporelles, les sparks spontanés ont une FWHM (ou largeur a mi-
hauteur) d’environ 1-2 um et une FDHM (ou durée a mi-hauteur) de 10 ms. En termes de propriétés
cinétiques, ils présentent une phase de montée d’environ 8 ms et une phase de décroissance de 11
ms. Les différences d’amplitude et de distribution spatiale entre deux sparks ne sont pas significatives
et seraient seulement dues aux positions relatives des sources a I’origine des signaux dans le plan focal
(pour revues, voir Csernoch 2007; Niggli et Shirokova 2007).

A de fortes valeurs de dépolarisation, le nombre trés important de sparks rend impossible la détection
d’événements isolés. L’'inactivation partielle du couplage EC induite par un bref pré-pulse dépolarisant
a cependant permis d’étudier la voltage-dépendance de ces signaux individuels pour une large gamme
de potentiel (Lacampagne et al. 1996; Klein et al. 1997). L'amplitude et les cinétiques d’activation des
sparks apparaissent indépendantes de la durée et de I'amplitude de stimulation. En revanche, ils sont
d’autant plus nombreux que la durée et 'amplitude de la dépolarisation augmentent (Klein et al. 1996;
Klein et al. 1997). Cette variation de fréquence des événements individuels en fonction du potentiel
explique la voltage-dépendance du décours et de 'amplitude des transitoires Ca®* (Lacampagne et al.
1996; Klein et al. 1997). Dans ces préparations, I'augmentation transitoire du Ca?* cytosolique global
est donc la résultante de I'accumulation de ces sparks, évenements discrets stéréotypés de libération

de Ca?.

Schneider (1999) décompose les évenements unitaires hypothétiques a I'origine de la génése d’un
spark suivant plusieurs modeles (Figure 22 D):

1) Ouverture prolongée d’un seul canal RYR

2) Ouverture prolongée et simultanée de plusieurs canaux RYR

3) Ouverture asynchrone et en rafale d’un groupe de canaux RYR
Les travaux de modélisation de Rios et Brum (2002) indiquent que les sparks Ca®*, enregistrés dans les
fibres musculaires squelettiques d’amphibien, proviendrait d’un flux pouvant atteindre 30 pA

requérant |’activation de pres de 60 RYRs.

e Les ECEs dans la fibre musculaire de mammifére
De maniére inattendue, la situation dans les muscles de mammifere est plus compliquée et confuse.
En effet, les premiers travaux sur I'étude des ECEs dans les fibres musculaires squelettiques de rat
adulte ne sont pas concluants : les sparks Ca®* sont rares dans une fibre au repos et la libération de
Ca?* voltage-dépendante se présente sous la forme d’une variation homogéne de la fluorescence
(Shirokova et al. 1998). Puis, des ECEs ont pu étre mis en évidence dans les fibres musculaires au repos
dans diverses situations de stress: fibres pelées mécaniquement (Kirsch et al. 2001), fibres soumises a

un choc osmotique (Wang et al. 2005) et fibres perméabilisées (Weisleder et al. 2012). Dans ces
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Figure 23. Organisation des canaux RYR1 et RYR3 dans la fibre musculaire squelettique de grenouille
et changement de phénotype des fibres musculaires squelettiques de souris exprimant l'isoforme
RYR3 exogéne

A. Chez I'amphibien, les fibres musculaires squelettiques expriment les isoformes RYR1 a la membrane
jonctionnelle du RS (ligne Z) et RYR3 a la membrane parajonctionnelle. D’aprés Felder et Franzini-
Armstrong (2002)

B. Image de microscopie confocale (« balayage de ligne ») qui illustre la production de sparks activés
par la dépolarisation dans la fibre musculaire de grenouille. D'aprés Legrand et al. (2008)

C. Représentation schématique des mécanismes impliqués dans la production de sparks voltage-
activés chez 'amphibien : La dépolarisation membranaire active les RYR1 (en bleu), canaux couplés a
Ca,1.1 (en rouge) par le mécanisme de DICR (libération de Ca?" induite par la dépolarisation).
’augmentation de Ca?* cytosolique générée active les canaux non couplés, les RYR3 (en vert) par le
mécanisme de CICR (libération de Ca* induite par le Ca?*). D’aprés Pouvreau et al. (2007)

D. et E. Images de microscopie confocale (balayage de ligne) de la fluorescence d’un indicateur
calcique enregistrées dans des fibres musculaires de souris exprimant RYR3, lors de I'application d’une
dépolarisation membranaire. (D.) La production de sparks amplifie la réponse a la dépolarisation (tracé
blanc vs tracé bleu). (E.) Observation d’une vague Ca%" post-dépolarisation.

D'aprés Legrand et al. (2008) ; Pouvreau et al. (2007)



conditions expérimentales, les ECEs sont constitués de sparks mais également d’un groupe de signaux
fluorescents locaux aux propriétés différentes de celles des sparks. Ces évenements isolés observés
chez le mammifére ont été définis comme des « embers » (Kirsch et al. 2001; Zhou et al. 2003) : ils sont
stables (dépourvus de pic initial), de longue durée (FDHM de 10 a 50 ms avec des phases de montée
~10 ms et de décroissance ~15 ms) et de plus faible amplitude que les sparks (4 a 5 fois), ce qui indique
gu’ils sont générés par un plus faible flux (~0.5 a 1 pA) qui pourrait correspondre a |'ouverture d’'un

seul RYR (pour revue, voir Csernoch 2007; Niggli et Shirokova 2007).

1.2.2. Structures impliquées

Chez I'amphibien, les fibres musculaires squelettiques expriment les isoformes RYR1 a la membrane
jonctionnelle et RYR3 en position parajonctionnelle de la membrane du RS (Felder et Franzini-
Armstrong 2002) et répondent aux dépolarisations membranaires par la production de sparks (Figure
23 A-B).

Chez le mammifere, les muscles squelettiques de I'embryon et du nouveau-né expriment les formes
embryonnaires des isoformes RYR1 (ou RYR1a) et RYR3 (ou RYR3pB) et sont capables de produire des
sparks mais uniquement de maniére spontanée et indépendante du potentiel (Conklin et al. 1999;
Shirokova et al. 1999). En revanche, les muscles adultes perdent I'isoforme RYR3 et leur capacité a
produire des sparks (Sorrentino 1995; Flucher et al. 1999).

L'expression de RYR3 dans des myotubes dyspédiques — dans lesquels RYR1 fait défaut — entraine
I’apparition de sparks spontanés (Ward et al. 2000). De plus, la transfection d’ADNc de RYR3 dans le
muscle de souris adulte recrée le phénotype de la grenouille ol des sparks sont observés en abondance
et permettent d’amplifier la réponse des fibres a la dépolarisation membranaire (Pouvreau et al. 2007)
(Figure 23 D). En revanche, des travaux réalisés dans les mémes conditions expérimentales montrent
que I'expression de RYR3 déclenche I'apparition de vagues de Ca** mais pas de sparks activés par la
dépolarisation (Legrand et al. 2008) (Figure 23 E). Les raisons de ces résultats contradictoires restent
obscures.

Les données de Pouvreau et al. (2007) suggérent que la différence de signalisation Ca?* voltage-
dépendante entre la grenouille et la souris est due a la composition différente en isoformes de RYR.
Or I'imagerie Ca? réalisée sur des myotubes dysgénésiques montre que, en I'absence de Ca,1.1, les
RYR1s sont tout autant capables de générer des sparks que les RYR3s (Zhou et al. 2006). Ces résultats
sont confirmés par I'observation de sparks spontanés dans les fibres musculaires adultes de souris
perméabilisées ou pelées (ou tout ou partie de la membrane est retirée) (Kirsch et al. 2001; Weisleder
et al. 2012). Ca,1.1 semble donc jouer un role critique dans la répression de 'ouverture spontanée
et/ou induite par le Ca?* des canaux RYR1 sous forme de sparks.

En résumé, I'ensemble de ces données indiquent que :
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Figure 24. Hétérogénéité d’ouverture voltage-dépendante des canaux RYR1 dans la fibre musculaire
squelettique de souris

A. Variations de fluorescence de I'indicateur Ca* fluo-3 enregistrées par microscopie confocale
(mode « balayage de ligne ») dans une fibre musculaire de souris en réponse a une
dépolarisation a -60 mV (a gauche) ou a -40 mV (a droite).

B. Variations moyennes globales de la fluorescence (F/Fo) obtenues a partir des images en (A.)

C. Evénements Ca?* élémentaires identifiés sur les images en (A.). Linsert du milieu correspond
a I'étendue spatiale de I'événement local a gauche et la courbe superposée correspond a la
courbe gaussienne correspondante permettant I'estimation de la FWHM.

D'aprés Csernoch et al. (2008)



- Dans le muscle squelettique de mammifére, le mécanisme physiologique d’activation de la libération
de Ca® est le processus de DICR (libération de Ca?* induite par la dépolarisation). Ce mécanisme
correspond a l'ouverture des RYR1s en réponse aux changements conformationnels voltage-
dépendants de Ca,1.1 et permet un contrdle étroit de I'activation des canaux RYR1 (Schneider et
Chandler 1973; Eduardo Rios et Brum 1987; Tanabe et al. 1988; Nakai et al. 1996).

- Dans le muscle squelettique d’amphibien, la genése de sparks en réponse a la dépolarisation de la
membrane est spécifique de I'isoforme RYR3. Les RYR3s, n’étant pas couplés a Ca,1.1, s'ouvrent a la
suite de la libération de Ca?* par les RYR1s via le mécanisme de CICR (Sorrentino et Reggiani 1999; et

pour revue, voir Murayama et Ogawa 2002) (Figure 23 C).

1.2.3. Hétérogénéité d’ouverture voltage-dépendante

L'ensemble des résultats obtenus sur le muscle squelettique de mammifére décrit plus haut indique
que 1) ce muscle ne produit pas de sparks en conditions physiologiques et que 2) la détection d’une
activité unitaire voltage-dépendante des canaux RYR s’avere étre beaucoup plus difficile que chez

I"amphibien (pour revue, voir Rios 2018).

A I'heure actuelle, seuls les travaux de Csernoch et al. (2004, 2008) ont permis la détection d’ECEs
voltage-activés dans la fibre musculaire squelettique de mammiféere. Ceci est d’autant plus paradoxal
que I'étude approfondie in vivo des ECEs activés au cours du couplage EC est déterminante pour la
compréhension des mécanismes de contréle et de régulation de la synchronisation des RYR1s et donc
pour la compréhension de la fonction du muscle squelettique dans des conditions normales et
pathologiques.

En 2004, Csernoch et al. identifient pour la premiére fois des ECEs voltage-dépendants dans la fibre
musculaire de rat. Les signaux sont détectés lors de faibles dépolarisations de la membrane et
présentent les caractéristique d’embers isolés : faible amplitude, longue durée et cinétiques lentes. De
plus, leur fréquence et leurs propriétés spatio-temporelles varient avec la valeur de dépolarisation.
Brievement, ils sont de plus longue durée et présentent des cinétiques plus rapides quand la valeur de
la dépolarisation augmente. Par contre, I'amplitude des signaux est conservée quelle que soit le niveau
de dépolarisation (AF/Fo= 0.19 + 0.01) ce qui correspondrait a I'ouverture d’un seul canal (~0.5 pA)
(Kettlun et al. 2003). De plus, les auteurs montrent que le flux Ca?* global obtenu par la sommation de
ces événements discrets reproduit les données expérimentales.

En 2008, les travaux de Csernoch et al. sur fibres musculaires squelettiques intactes de souris
témoignent de I'existence d’ECEs activés par le couplage EC (Figure 24). Ces ECEs détectés au cours de

dépolarisations membranaires de 500 ms présentent également des propriétés — amplitude
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(AF/Fo=~0.2), durée (~400 ms) et FWMH (~2 um) — similaires a celles des « embers » (Gonzélez et al.

2000; Zhou et al. 2003).

Dans I’ensemble, ces signaux de fluorescence pourraient donc refléter I'activité unitaire des canaux
RYR1 au cours du couplage EC dans la fibre musculaire de mammifere. Cependant, la difficulté
d’extraire ces événements du signal global de fluorescence généré par I'indicateur calcique en réponse

a la dépolarisation a considérablement limité les progres ultérieurs.

2. Laquestion du potentiel de membrane du RS
Dans les cellules vivantes, I'activité des canaux ioniques membranaires génere des changements de

potentiel essentiels a de nombreuses fonctions biologiques.
A I'état stationnaire, les concentrations relatives d’un ion de part et d’autre d’'une membrane sont
maintenues et déterminent le potentiel d’équilibre de cet ion:

Equation de Nernst : Ex= R.T/z.F.log1o([X*]externe/ [X interne)
A cette valeur de potentiel, le flux net (influx - efflux) de cet ion a travers un canal sélectif dans la
membrane est nul (Hodgkin et al. 1952; Julian et al. 1962).
Ainsi, la différence de potentiel électrique entre I'intérieur et I'extérieur d’'une membrane (ou potentiel
transmembranaire, E,) a un instant t est la résultante de la somme des produits du potentiel
d’équilibre par la perméabilité (ou conductance) membranaire relative de chaque espéce ionique
présente :

Em= R.T/z.F logio (2Px.[X]externe/ [X]interne)

Les flux ioniques de part et d’autre d’'une membrane biologique résultant de la variation de la
perméabilité membranaire, ils sont étroitement corrélés aux changements de potentiel de cette

membrane.

Dans le muscle strié squelettique, le couplage ECimplique des éveénements électrochimiques au niveau
des deux systemes membranaires triadiques : le réseau tubulaire-T et celui du RS.

Les propriétés électriques et ioniques de la membrane tubulaire-T ainsi que son rdle dans I'activation
du couplage EC sont aujourd’hui bien connus sur les plans théoriques et expérimentaux (voir section
I.1.2. Le récepteur aux dihydropyridines). Par contre, si depuis le début des années 1970, de
nombreuses approches ont tenté de caractériser et de modéliser les éventuels changements de
potentiel membranaire du RS au cours de |'activité musculaire, ses propriétés électrochimiques in vivo
sont encore méconnues en raison de son inaccessibilité expérimentale aux approches

électrophysiologiques.
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2.1.Libération de Ca?* et contre-courants ioniques associés

e Libération de Ca** et dépolarisation du RS

C’est principalement I'utilisation de sondes fluorescentes potentiométriques (pour revue, voir Endo
1977) qui a permis de tester la théorie selon laquelle la membrane du RS serait dotée d’une activité
électrique au cours du couplage EC. Des mesures de biréfringence (Baylor et Oetliker 1974) et
I'utilisation du Nile Blue A, marqueur phospholipidique fluorescent (Bezanilla et Horowicz 1975;
Vergara et al. 1978), ont permis d’enregistrer sur fibres musculaires isolées de grenouille un signal
optique potentiel-dépendant, lent et transitoire. Ce signal a été initialement interprété comme la
traduction d’un phénomeéne de dépolarisation membranaire au cours du couplage EC. Les auteurs
soulignent I'impossibilité de la membrane de surface a engendrer un tel signal. Ils affirment que ce
signal ne peut provenir que de la membrane du RS dont la surface est de 75 a 150 fois plus importante
qgue celle de la membrane de surface. Pour euy, il est raisonnable de penser a un changement de
potentiel de la membrane du RS de l'ordre de +135 mV (luminal négatif vs cytosol) en accord avec une
augmentation de la concentration de Ca% intracellulaire de plus de 35 M en réponse a un potentiel
d’action (Baylor et Oetliker 1974).

Ces résultats suggeérent que, au cours du couplage EC, la perméabilité membranaire du RS
augmenterait spécifiquement et exclusivement pour le Ca%. Cependant, si tel était le cas, le potentiel
de la membrane du RS atteindrait trés rapidement (< 1 ms apres |'apparition du PA) les valeurs du
potentiel d’équilibre de I'ion Ca?* (Ers~Eca~+120 mV) (Gillespie et Fill 2008) et le flux net de Ca®* a
travers le RS cesserait instantanément, compromettant ainsi la possibilité de maintenir un signal
calcique nécessaire a la contraction.

Au dela de l'incohérence théorique de ces résultats, des études complémentaires sur fibres isolées
révélent I’étrange similarité entre les propriétés (voltage dépendances, amplitudes et cinétiques) des
signaux optiques de biréfringence et celles des transitoires Ca?*. Ces travaux posent la question de la

nature véritable du phénomeéne biologique a I'origine de ces signhaux optiques (Kovacs et al. 1983).

Finalement, la variabilité des données enregistrées, I'incertitude concernant la fiabilité d’'une mesure
stricte du potentiel de membrane du RS par ces méthodes ainsi que la méconnaissance de certaines
caractéristiques biophysiques du canal RYR n’ont pas permis a I’époque de faire progresser de maniéere
déterminante la question de I'activité électrique membranaire du RS et la question est depuis restée

expérimentalement non testée.
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e Libération de Ca?* et contre-courants ioniques

A partir du début des années 1980, la mise en évidence de I'existence de contre-courants ioniques
réticulaires concomitants a la libération de Ca?* remet en question I'ensemble des résultats précédents
suggérant la possible dépolarisation du RS au cours du couplage EC.

La détermination des compositions ioniques (notamment Na*, Ca%*, K*, Mg?*, CI, H*) des citernes
terminales de RS, par la méthode de microanalyse aux rayons X, a d’abord permis d’identifier que,
dans une cellule musculaire au repos, toutes les espéces ioniques (sauf le Ca?*) sont a I'équilibre de
part et d’autre de la membrane du RS ([X*]¢yto=[X"]rs €t Ers=~0 mV). Par contre, lors de I’activation du
couplage EC, la déplétion en Ca®>* du RS serait couplée a une augmentation significative des
concentrations luminales de Mg?* et de K* (Somlyo et al. 1977; Somlyo et al. 1981). Ces résultats sont
soutenus par des travaux sur vésicules de RS qui montrent que la libération de Ca?* ne peut avoir lieu
gu’en présence d’autres ions perméants, principalement le Na* et le K*, car ils permettraient de
compenser la perte de charges positives luminales due a I'efflux Ca** (Moutin et Dupont 1988;
Abramcheck et Best 1989). En d’autres termes, en I’absence d’autres espéces ioniques susceptibles de
traverser rapidement la membrane du RS, il n’y a pas de rééquilibration des charges et la libération de
Ca?* est inhibée par la différence de potentiel développée (luminal négatif vs cytosol).

La perméabilité membranaire du RS faible au repos (Ers~ OmV) augmenterait donc, de maniere
transitoire au cours de I'activité musculaire, non seulement pour le Ca** mais également pour d’autres

especes ioniques (Meissner et McKinley 1982; Meissner 1983; Somlyo et al. 1985).

Depuis ces premiers résultats, de nombreuses études suggerent que, grace a |'existence de ces contre-
courants cationiques, la membrane du RS serait maintenue a un potentiel stationnaire de 0 mV et ceci
quel que soit le degré d’activité musculaire (Smith et al. 1988; Fink et Veigel 1996; Oetliker 1989;
Gillespie et Fill 2008b).

Récemment, Berti et al. (2017) ont modélisé I'impact des différents flux ioniques sur le potentiel
membranaire du RS au cours du cycle cardiaque. Leurs données suggerent que les changements de
concentrations ioniques (K*, Mg?* et Cl) nécessaires a la libération de Ca?* sont trés faibles (quelques
pourcents de leur valeurs de repos) et qu’elles n’induiraient qu’une petite variation du potentiel de
membrane du RS (~ 1-2 mV). De plus, entre chaque battement cardiaque, les concentrations de toutes
les espéces ioniques (Ca%, K*, Mg? et CI) dans chacune des régions cellulaires considérées (RS
longitudinal et citernes terminales, espace jonctionnel cystosolique et cytosol non jonctionnel) s’auto-

ajusteraient pour revenir systématiquement a leur état d’équilibre.
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2.2.ldentification et caractérisation des canaux impliqués

Si les RYRs ont été identifiés depuis longtemps comme les canaux ioniques responsables de I'efflux
Ca?, la question de la nature ionique des contre-courants associés ainsi que de I'identité moléculaire
de leur(s) voie(s) de passage reste en suspens.

2.2.1. Les canaux potassiques

2.2.1.1. Les canaux RYR
Les propriétés unitaires du canal RYR in vitro sont aujourd’hui bien caractérisées grace aux études

menées sur canal isolé (section 11.1.2.2. Caractéristiques biophysiques) (pour revue, voir Williams
2002). Puisque les canaux RYR sont trés peu sélectifs —avec un rapport de conductance gk/gca~6-7 —
leur ouverture physiologique devrait entrainer le passage de cations divalents (Ca** et Mg?) et
monovalents (K* et Na*) (Imagawa et al. 1987; Lai et al. 1988; Smith et al. 1988; Anderson et al. 1989;
Tinker et al. 1992; Gillespie et al. 2005). En conséquence, I'influx de K* et de Mg?* a travers le RYR serait
tel qu’il porterait le potentiel d’inversion du canal (Erev~+2.7 mV) a des valeurs trés éloignées du
potentiel d’équilibre de I'ion Ca?* (Eca~+120 mV) (Tinker et al. 1992; Gillespie et Fill 2008).

Les travaux de Guo et al. (2013) sur cardiomyocytes perméabilisés indiquent que lorsque le contre-
courant cationique a travers les canaux K* est réduit (~88%) et que celui a travers les canaux Cl" est
bloqué, le contre-courant nécessaire a une signalisation Ca?* normale est maintenu. Ces résultats
ajoutés aux propriétés unitaires du canal RYR ont conduit les auteurs a suggérer que, a moins que leur
sélectivité ne change in vivo, les RYRs ouverts devraient étre capables de supporter eux-mémes le

contre-courant cationique nécessaire et suffisant a la libération de Ca?*.

2.2.1.2. Les canaux TRIC
De nombreuses approches apportent pourtant la preuve expérimentale de |'existence de canaux

réticulaires monovalents cationiques, autres que le RYR, qui supporteraient le contre-courant
nécessaire a I'efflux de Ca%* du RS (voir par exemple Miller 1978; Coronado et al. 1980; Abramcheck et

Best 1989; Wang et Best 1994; Picard et al. 2002).

Les canaux TRIC (pour trimeric intracellular cation), également connus sous le nom de mitsugumin 33,
ont été découverts en 2007 dans le cadre de travaux de criblage visant a identifier de nouvelles
molécules intervenant dans le maintien de ’lhoméostasie Ca?* (Yazawa et al. 2007). Chez le mammifére,
ce sont des protéines ubiquitaires exprimées sous deux isoformes (TRIC-A et TRIC-B) dont les structures
primaires présentent 40% d’homologie. Ils sont retrouvés dans les deux types de muscles striés. Dans
le muscle squelettique, la stcechiométrie TRIC-A :TRIC-B :RYR1 est 5 :1 :1 (O’Brien et al. 2019). Dans

le muscle cardiaque, I'isoforme principal est TRIC-B (Pitt et al. 2010).
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Figure 25 : Structure et fonction des canaux TRIC

A. Structure des canaux TRIC (dans le plan de la membrane du RS et du co6té luminal)
reconstituée a partir d’études de cristallographie. Chaque sous-unité de I'homotétramere est
représentée par une couleur. D’aprés Kasuya et al. (2016)

B. Chaque monomeére de TRIC est constitué de sept segments transmembranaires (TM1-TM?7).
Les hélices TM2 et TM5 s’enroulent au niveau de leurs résidus glycine (N- et C-« kink »). Les
domaines d’interaction SH1 et SH2 entre monomeres sont situés respectivement a proximité
des TM2 et TMS5. D'aprés Kasuya et al. (2016)

C. Représentation schématique du fonctionnement des mécanismes d’activation de TRIC-A et
de TRIC-B au cours de la libération de Ca?* par le RS. TRIC-A est un canal K* voltage-dépendant
1) activé par I'apparition de charges négatives a la face luminale de la membrane du RS lors
de la libération de Ca®* et 2) inhibé par les charges positives qui apparaissent lors de la
recapture de Ca?* par les pompes SERCA. TRIC-B est un canal K* Ca?*-dépendant 1) activé par
I’'augmentation de Ca?* lors de sa libération par le RS et 2) inhibé par 'augmentation de Ca?*
luminal quand il est recapturé. D'apreés Pitt et al. (2010)



Ce sont des protéines réticulaires (jonctionnelles et longitudinales) homotrimériques de 33 kDa (Figure
25 A). Chague monomere est un canal fonctionnel composé de sept segments transmembranaires
(TM1-TM7) et dont les hélices TM2 et TM5 s’entremélent au niveau de leurs résidus Glycine ; cette
conformation de la protéine est essentielle a son activité canal ionique (Figure 25 A, B). A la face
luminale de la protéine, chague monomere présente un domaine SH1 et un domaine SH2 capables
d’interagir respectivement avec les domaines SH2 et SH1 du monomeére voisin (Figure 25 B). La
structure trimérique des canaux TRIC révele également la présence de trois « fenestrations latérales »
(une par interface entre monomeére), donnant un accés direct au centre du canal. Ces régions
représentent des sites de fixation pour des régulateurs potentiels tels que les ions Ca%* principalement,
mais également les ions H* et Mg?* (Kasuya et al. 2016; Yang et al. 2016; Su et al. 2017).

L’étude des propriétés unitaires de ces canaux TRIC purifiés et réincorporés en bicouche indique que
ce sont des canaux cationiques monovalents et principalement potassiques (Yazawa et al. 2007).
L’activité des TRIC-A semble étre fortement dépendante du potentiel de membrane : plus la face
luminale du RS est chargée négativement, plus leur Po (probabilité d’ouverture) est importante (Pitt
et al. 2010).

Les canaux TRIC-B apparaissent sensibles au Ca?*: ils sont actifs lorsque les concentrations de Ca%
cytosolique augmentent et sont inhibés par le Ca** luminal (> 100 uM). Les TRIC-B sont rarement
(~ 25%) complétement ouverts, ils présentent plusieurs degrés d’ouverture (ou états de sous-
conductance) ce qui augmenterait leur capacité a compenser les déséquilibres ioniques (Pitt et al.
2010; Matyjaszkiewicz et al. 2015).

L’ensemble de ces données fait des protéines TRIC un candidat moléculaire idéal pour la régulation de

la libération de Ca* par le RS.

Les défauts physiopathologiques observés dans les modeles de souris déficientes en TRIC constituent
des résultats supplémentaires suggérant que ces canaux interviendraient dans la régulation de
I’homéostasie Ca** (pour revue, voir Venturi et al. 2013). Les souris TRIC-A KO (Tric-a”") sont viables
mais présentent une perméabilité réticulaire au K* diminuée, des transitoires Ca*" aux cinétiques
ralenties, ainsi qu’une altération de la signalisation des sparks (amplitude diminuée, fréquence et
durée augmentées). Alors que les embryons de souris double KO (Tric-a”"; Tric-b*) meurent
d’insuffisance cardiaque, les souris TRIC-B KO (Tric-b”") meurent d’insuffisance respiratoire peu de
temps apres leur naissance (voir par exemple, Yazawa et al. 2007). De maniere intéressante, lorsque
la protéine TRIC-A est surexprimée spécifiquement dans les muscles lisses de souris, elle induit une
diminution du potentiel de repos de la membrane plasmique des cellules endothéliales (Tao et al.
2013). En effet, dans ces conditions expérimentales, |'augmentation de la fréquence des sparks indique

une hyperactivité des canaux RYR. Cette augmentation de la libération spontanée de Ca® induirait
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I'activation soutenue des canaux K' membranaires Ca®*-activés (TRIC-B) a l'origine de cette

hyperpolarisation de la membrane de surface.

A partir de I'ensemble de ces résultats, I'activité des canaux TRIC-A et TRIC-B a été modélisée par le
laboratoire de R. Sitsapesan (Figure 25 C). Ainsi au cours de la libération de Ca?, les cations
monovalents (et plus particulierement le K*) traverseraient la membrane du RS via les canaux TRIC-A
principalement afin de compenser la perte de charges positives. De maniere indépendante et
simultanée, I"laugmentation de Ca? cytosolique activerait 'ouverture progressive des canaux TRIC-B
entrafnant un influx cationique monovalent supplémentaire qui viendrait renforcer I'entrée de charges
positives dans la lumiére du RS. Et réciproquement, lorsque le Ca?* est recapturé par les pompes
SERCA, I'apparition de charges positives a la face luminale du RS induirait la fermeture des TRIC-A a
I'origine de la diminution progressive de l'influx de cations (jusqu’a I'atteinte de leur potentiel
d’équilibre). De plus, 'augmentation de la concentration de Ca%" luminal (> 100 uM) couplée a la
diminution de sa concentration cytosolique entraineraient la fermeture des canaux TRIC-B (Pitt et al.

2010; O’Brien et al. 2019).

2.2.1.3. Autres
Les protéines mitsugumine 23, pannexine, préséniline et TRP (pour transient receptor potential) sont

autant de protéines canal insérées dans la membrane du RS. lls interviennent probablement
également, & moindre mesure, dans la régulation de 'homéostasie Ca?* via leur activité canal
cationique mais leur réle fonctionnel n’a pas encore été compléetement caractérisé a I’heure actuelle

(pour revue, voir Takeshima et al. 2015).

2.2.2. Les canaux chlores

A la suite des travaux de Miller (1978), de nombreuses études ont montré qu’il existait plusieurs types
de canaux Cl réticulaires aux propriétés unitaires variées et aux nombreux régulateurs potentiels (pour
revue, voir Kourie 1997). Tandis que certains canaux sont Ca**-dépendants (Dulhunty et al. 2002),
d’autres semblent étre régulés par le pH (Kourie 1999) et la plupart est sensible au potentiel (Kawano
et Hiraoka 1993; Townsend et Rosenberg 1995). Certains canaux Cl" sont régulés par I’ATP (Ahern et
Laver 1998), la PKA (Kawano et al. 1992) ou la CaMKIl (Kawano et Hiraoka 1993) qui, de maniere
intéressante, sont également des régulateurs de I'activité du RYR (pour plus de détails, voir section
11.1.2.2.3. Libération de Ca* et régulations).

La diversité des canaux Cl suggere qu’ils ont de nombreuses fonctions et rend I'étude différentielle de

leur propriété unitaire (sur bicouche lipidique) difficile.
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Figure 26. Le réseau intracellulaire de contre-courants en cascade

A. Schéma du modeéle a 5 compartiments : le RS jonctionnel (JSR), le RS non jonctionnel (NSR),
le réticulum endoplasmique (ER), le microdomaine cytosolique jonctionnel (SUB) et le cytosol
(CYT). Les canaux (RYR, K*, CI) et la pompe SERCA permettent le flux d’ions a travers la
membrane du RS, les flux d’ions entre les compartiments contigus sont représentés par des
fleches. Le plus gros compartiment, labellisé « ER », peut étre considéré comme le RS fenestré
et constitue un large réservoir d’ions.

B. Le réseau intracellulaire de contre-courants en cascade

@ La libération de Ca?* par le RS (fleche verte) commence, laissant plus d’anions que de cations
dans le JSR. Les anions diffusent (fleche rouge) du JSR jusqu’au NSR induisant I'apparition de
charges négatives dans le JSR. Les RYRs et les canaux K* (fleches violettes) de la membrane du JSR
sont les premiers canaux a supporter le contre-courant.

@ La libération de Ca?* s’accroit et les canaux K* de la membrane du JSR atteignent un pic de
contre-courant. L'influx d’anion dans le NSR se dirige progressivement vers I'ER. Les canaux K* dans
les membranes du NSR et du ER fournissent un contre-flux cationique significatif nécessaire a ce
mouvements d’anions.

@ Quand le pic de libération de Ca?* est atteint, la majorité du contre-courant fourni provient des
canaux K* localisés dans la membrane du NSR. Les gradients de Ca*a I'intérieur du RS conduisent
les ions Ca** des compartiments ER et NSR vers le JSR. Les courants anioniques intra-RS sont au
maximum.

@ La libération de Ca?* ralentit. Les canaux K* du ER supportent la majorité du contre-courant
cationique, et la libération de Ca?* reste importante. Le flux de Ca?* intra-RS du NSR vers le JSR
augmente. Le flux de Ca®* des pompes SERCA et du ER vers le JSR permet de restaurer les
concentrations de repos de Ca% dans le JSR.

D'aprés Zsolnay et al. (2018)




Chez les mammiferes, de nombreux genes codent pour les canaux Cl” et certains d’entre eux ont été
suggérés comme impliqués dans le processus de compensation de charges indispensable a la libération
de Ca?*. Cependant, I'identité moléculaire, les propriétés biophysiques ainsi que le réle physiologique

de chaque type de canal anionique inséré dans la membrane du RS restent encore inconnus.

2.2.3. Les canaux protons

La libération de Ca?* est accompagnée d’une acidification luminale réticulaire (Pape et al. 1990; Kamp
et al. 1998) tandis que la recapture de Ca®* est couplée a I'extrusion de protons H* par la SERCA (Inesi
et Tadini-Buoninsegni 2014). Ces données suggérent que des mouvements de H* pourraient contribuer
en faibles proportions (5-10%) aux contre-courants cationiques requis pour la libération de Ca%* (Kamp
et al.1998). Si certains travaux suggérent I'implication de certaines protéines, les processus impliqués
dans la régulation du pH réticulaire au cours des cycles contraction/relaxation n’ont pas encore été
clairement définis. Certaines études réveélent notamment la présence des échangeurs Cl/H*
(Okkenhaug et al. 2006) et K*/H* (Kuum et al. 2012a; Kuum et al. 2012b) dans la membrane du RS et

suggerent leur implication respective dans la capture de H* en échange du relargage de Cl" ou de K*.

2.3.« Le réseau intracellulaire de contre-courants en cascade »

Une vision plus nuancée de la contribution relative des canaux TRIC, RYR et Cl" a été récemment
développée par Zsolnay et al. (2018) qui suggérent qu’aucun type de canal en particulier ne serait
essentiel au contre-courant. Leur modele développe le concept de « réseau intracellulaire de contre-
courants en cascade » a travers le RS tout entier comme soutien efficace de la libération de Ca?* (Figure
26). Britvement, les auteurs suggérent que I'efflux de Ca?* serait principalement contre-balancé par la
diffusion rapide de charges négatives intra-RS, et que c’est elle qui serait a I'origine de contre-courants
locaux. En effet, la forte concentration d’anions dans la lumiére du RS jonctionnel induirait leur
déplacement vers le RS non-jonctionnel avec une conductance beaucoup plus élevée que celle des ions
a travers les canaux RYR, TRIC et CI'. Et progressivement, |'apport de charges négatives provoquerait
I’entrée locale de cations a travers les canaux TRIC (et d’un efflux d’anions a travers les canaux Cl’) a

distance du RS jonctionnel.
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CHAPITRE 4 : BIOSENSEURS FLUORESCENTS, PRINCIPES ET APPLICATIONS

Les sondes fluorescentes codées génétiquement (ou biosenseurs fluorescents?) sont des dispositifs
composés d’'un élément de reconnaissance biologique — domaine macromoléculaire capable de
détecter un analyte spécifique — et d’au moins une protéine fluorescente (FP, ou fluorophore). Elles
sont ainsi capables de convertir la détection de I'analyte en signal fluorescent. En d’autres termes,
I'interaction de la sonde protéique avec le composé pour lequel elle a été congue entraine des

modifications de ses propriétés optiques.

Les biosenseurs fluorescents sont donc des protéines recombinantes qui présentent plusieurs
avantages justifiant leur élaboration, utilisation et application croissantes :

- lls peuvent étre congus facilement via la fusion par biologie moléculaire des ADNc codant pour le(s)
domaine(s) sensible(s) (ou détecteur) et pour la (les) FP(s).

- Leurs propriétés (sélectivité, affinité, « dynamic range?», cinétiques) vis-a-vis du processus cellulaire
d’intérét peuvent dans une certaine mesure étre modulées et optimisées par biologie moléculaire.

- lls peuvent étre introduits de maniére non-invasive dans les cellules in vitro et in vivo par transfection
virale, adénovirale ou plasmidique.

- Lintroduction dans le vecteur d’expression (virus, adénovirus ou plasmide) d’'un promoteur tissu-
spécifique et/ou d’une séquence d’adressage a un compartiment subcellulaire permet de cibler la
localisation du biosenseur qui sera ainsi capable de rapporter I'activité d’un seul type cellulaire et/ou
d’une seule région subcellulaire d’intérét.

- Quand ils s’expriment, ils sont généralement présents de maniére stable dans la cellule.

En revanche, les propriétés spectrales des FPs et les mécanismes détecteurs peuvent étre affectés par
de nombreux parameétres cellulaires tels que le pH, la température ou les concentrations de certains
ions qui peuvent biaiser la réponse fluorescente enregistrée. C'est pourquoi, la caractérisation de
chaque biosenseur fluorescent doit étre rigoureusement effectuée dans le systeme cellulaire

d’application afin de s’assurer que sa réponse dépend seulement du paramétre étudié.

Il est important de noter, pour la suite de la lecture de ce manuscrit, que 1) la terminologie

« biosenseurs _fluorescents » sera utilisée pour désigner les sondes fluorescentes codées

génétiquement, bien qu’en toute rigueur, le terme de « biocapteurs fluorescents » soit le terme correct ;
et 2) Pour des raisons de simplicité de terminologie, la dimension d’« amplitude relative maximale de

la réponse » d’un biosenseur (ou « dynamic range ») sera exprimée sous le terme de « rendement ».
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FP Eotlletln Bxciiation ||| Ermission Brillance | Photostabilité | pKa |[Chromophore
spectrale (nm) (nm)

EBFP2 Bleu 383 448 18 55 5.3 SHG
ECFP* Cyan 433/445 475/503 13 64 4.7 TWG
mCerulean Cyan 433/445 475/503 27/24 36 4.7 TWG
mTFP1 Cyan-vert 462 492 54 110 43 AYG
mEGFP Vert 488 507 34 174 6.0 TYG
mEmerald Vert 487 509 39 101 6.0 TYG
sfGFP Vert 485 510 54 157 D0 TYG
EYFP¥ Jaune 514 527 51 60 6.9 GYG
mVenus Jaune 1S 528 53 15 6.0 GYG
mCitrine Jaune 516 529 59 49 5.7 GYG
YPet Jaune 517 530 80 49 5.6 GYG
mKO Orange 548 559 31 122 5.0 CYG
tdTomato Orange 554 581 95 98 4.7 MYG
TagRFP Orange 555 584 48 37 <4.0 MYG
mRFP1+ Rouge 584 607 125 8.7 4.5 QYG
mCherry Rouge 587 610 17t 96 <45 MYG
mKate Rouge profond 588 635 15 166" 6.0 MYG
mPlum Rouge profond 590 649 3o 53 <45 MYG

Longueur d’onde (nm)

Figure 27.Propriétés physiques des principales protéines fluorescentes (FPs)

A. Letableauindique pour chaque protéine fluorescente (FP) citée : la couleur de la fluorescence
émise (couleur spectrale), les pics d’absorption (excitation) et d’émission, la brillance, la
photostabilité, le pKa et les trois acides aminés du chromophore (avec S pour la sérine, H pour

I’histidine, G pour la glycine, T pour la thréonine, W pour le tryptophane, A pour I’alanine, Y
pour Tyrosine, M pour méthionine, Q pour glutamine).
B. Spectre du visible (lumiére blanche) et longueurs d’onde associées.

D'aprés Shaner et al. (2007)




Ce chapitre décrit les principes généraux de la fluorescence et du fonctionnement des biosenseurs
fluorescents et en particulier les biosenseurs sensibles au Ca?* et au potentiel de membrane car c’est

avec ceux-ci que j’'ai pu travailler dans le cadre de mon travail de These.

1. Propriétés générales

1.1.Principes généraux de la fluorescence

La découverte de la GFP (green fluorescent protein) dans la méduse Aequorea victoria au début des
années 1960, a révolutionné le domaine de la biologie (Shimomura et al. 1962). Il existe aujourd’hui
une large palette de FPs isolées d’organismes marins (FPs sauvages) ou générées par mutagénese
dirigée (FPs mutantes), dont la fluorescence respective s’étend sur tout le spectre visible du proche
ultraviolet (UV, ~400 nm) au proche infrarouge (IR, ~700 nm) (Tsien 1998; Wang et al. 2004; Shaner
et al. 2004). Cette capacité des protéines a fluorescer émane de la présence d’un groupement
chimique appelé chromophore. Ce groupement se forme spontanément par repliement a l'intérieur
de la protéine via la cyclisation autocatalytique de trois résidus consécutifs de la séquence et formation
de deux cycles aromatiques. Par exemple, le chromophore de la GFP est formé a partir des résidus
Ser65, Tyr66 et Gly67 (Prasher et al. 1992; Cody et al. 1993; Heim et al. 1994; Cubitt et al. 1995; Reid
et Flynn 1997). Il est positionné au niveau de I'hélice a centrale de la protéine qui a la forme d’un
tonneau composé de 11 feuillets B (Figure 28) (Ormo et al. 1996; Yang, et al. 1996). Les extrémités N-
et C-terminales de la GFP sont situées a I'extérieur du tonneau, ce qui facilite sa fusion a d’autres
protéines.

Au cours d’une irradiation lumineuse, le chromophore absorbe les photons et ses électrons passent
d’un état fondamental de repos (So) a un état excité (S;). Lors de sa désexcitation (retour des électrons
a So), I'énergie emmagasinée par le chromophore est libérée sous la forme de photons (émission de
fluorescence) via un processus radiatif (Figure 29 A). Cependant, une torsion du chromophore peut
également aboutir a un processus de désexcitation non-radiatif qui supprime la fluorescence (Olsen et
McKenzie 2009). Au sein d’une protéine, les mouvements du chromophore sont contraints par des
empéchements stériques, des interactions électrostatiques et des liaisons hydrogene. La désexcitation
non-radiative du chromophore est donc limitée et sa capacité a émettre de la fluorescence est

favorisée (Patterson et al. 1997; Niwa et al. 1996).

La fluorescence est caractérisée par plusieurs propriétés :

- Le rendement quantique définit I’efficacité de I'émission de lumiére fluorescente pour une molécule
donnée. Il est le rapport du nombre de photons émis au nombre de photons absorbés par le
chromophore. Il est d’autant plus élevé que le processus radiatif est important et le processus non-

radiatif est faible.
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Figure 28. La protéine fluorescente verte (GFP) et ses premiers variants mutés

A. Schéma de lastructure cristalline de la GFP qui a la forme d’un tonneau composé de 11 feuillets
B (en cyan). Le chromophore (en vert) fait partie d’'une hélice a centrale (en rouge), placée a
I'intérieur de la protéine. Le chromophore est constitué des trois résidus Ser65-Tyr66-Gly67.

B. Spectres d’absorption et d’émission de la GFP. Les intensités sont normalisées. Le spectre
d’absorption présente deux pics a 395 nm et a 475 nm. Le spectre d’émission présente un pic
a environ 505 nm.

C. Variants mutés de la GFP. La protéine EBPF est générée par la substitution Y66H (I’histidine
remplace la tyrosine en position 66 du chromophore), la protéine ECFP par la substitution
Y66W (le tryptophane remplace la tyrosine du chromophore), la protéine EYFP par la
substitution T203Y (remplacement de la thréonine 203 en tryptophane) au niveau d’un résidu
proche du chromophore lorsque la protéine est repliée. La protéine EGFP (pour enhanced
green fluorescent protein) a été produite par les mutations F64L et S65T, ce qui a permis de
réduire I'absorption a un seul pic et ainsi d’augmenter la fluorescence émise a 507 nm par
rapport a la GFP.

D. Spectres d’émission des variants mutés de la GFP. L’EBFP a un pic d’émission centré autour de
450 nm, 'EGFP a ~510 nm et 'EYFP a ~530 nm. L'ECFP a deux pics d’émission a ~470 nm et
~490 nm.

Modifié d'apres Shaner et al. (2007)



- Le coefficient d’extinction correspond a l'intensité d’absorption des photons par le chromophore.
Plus sa valeur est élevée, plus l'intensité de la fluorescence émise est importante pour une intensité
d’illumination donnée.

- La brillance définit I'intensité de la fluorescence émise, elle est le produit du rendement quantique
et du coefficient d’extinction.

- Les spectres d’excitation (ou d’absorption) et d’émission décrivent respectivement I'intensité de
I"absorption et de la fluorescence d’'une FP donnée en fonction de la longueur d’onde (Figure 28).

- La durée de vie est le temps moyen qu’un chromophore passe a I'état excité. Elle définit le déclin de
I'intensité de la fluorescence émise en fonction du temps et prend la forme d’'une courbe mono-
exponentielle décroissante. La plupart des FPs ont des durées de vie de |'ordre de la nanoseconde (ex :
3.3 ns pour la GFP ; Perozzo et al. 1988; Villoing et al. 2008).

- La photostabilité correspond au nombre d’excitations que peut subir une FP avant d’étre dégradée.
En pratique lors d’un balayage laser, le chromophore est excité quelques centaines de fois pour
constituer un pixel. De ce fait, la répétition des enregistrements mene a une diminution progressive
de la fluorescence émise par la FP (photodestruction ou photobleaching) dont la rapidité dépend de

sa photostabilité (pour revue, voir Shaner et al. 2005).

Dans une population de GFPs, les chromophores se trouvent majoritairement a I'état protoné (neutre)
mais une minorité d’entre eux est sous la forme déprotonée (anionique) (Brejc et al. 1997; Chattoraj
et al. 1996). Le spectre d’absorption de la GFP présente donc deux pics a 395 nm (forme neutre) et a
475 nm (forme anionique) (Morise et al. 1974; Heim et al. 1994; Cubitt et al. 1995; Brejc et al. 1997).
En revanche, le spectre d’émission présente un pic unique centré autour de 507 nm environ (lumiere
verte), ce qui indique que le chromophore se déprotone lorsqu’il est a I'état excité (Chattoraj et al.
1996) (Figure 28). La proportion trés minoritaire de chromophores qui reste sous la forme protonée a
I’état excité produit une fluorescence autour de 450 nm (lumiere bleue), ce qui indique le décalage des
spectres d’absorption et d’émission vers des longueurs d’onde plus courtes induite par la protonation

du chromophore (Vallverdu et al. 2010).

L'introduction de mutations dirigées dans la séquence codant pour la GFP a donné naissance a la
premiére génération de FPs aux pKa, spectres d’émission et d’absorption variés (pour revue, voir Tsien
1998). Par exemple, la substitution du résidu sérine du chromophore (Ser65) par un autre résidu a
favorisé la forme anionique et réduit le spectre d’absorption de la FP & un seul pic (GFP%%°T; Ormé et al.
1996). La substitution du résidu tyrosine du chromophore (Tyr66) a permis de générer des FPs

émettant dans le bleu (EBFP et Sirius ; Ai et al. 2007; Tomosugi et al. 2009) et dans le cyan (ECFP,
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Figure 29. Le principe de Forster resonance energy transfer (FRET) (1/2)

A. Principe de la fluorescence expliqué par le diagramme de Jablonski. L’absorption d’un photon
(fleche bleue) par le chromophore entraine le passage des électrons d’un état fondamental
(So) a un état excité (So). L'état excité est un niveau d’énergie instable, ce qui pousse les
électrons du chromophore a se relaxer (fleche verte droite) apres étre passés par un état de
vibration non radiatif (fleche orange en pointillés). L’énergie libérée par ce retour a I'état So
entraine I'émission d’un photon (fluorescence, hv, fleche verte ondulée) a une longueur
d’onde plus élevée que la longueur d’onde absorbée.

B. Principe du FRET expliqué par le diagramme de Jablonski. Ici, I'énergie libérée par le donneur
apres excitation (fleche violette en pointillés) est absorbée par un accepteur situé a proximité,
ce qui conduit a I'excitation de ses électrons, puis a I’émission de photons par I'accepteur
(fleche rouge ondulée).

C. Corrélation entre I'efficacité du FRET (Errer) et la distance qui sépare les fluorophores (r). Le
rayon de Forster (Ro) est la distance pour laquelle 50% de I’energie maximale est transférée

D'aprés Hochreiter et al. (2015)



Cerulean, mTurquoise ; Rizzo et al. 2004; Goedhart et al. 2010). Enfin, la mutation d’un résidu voisin
au chromophore a conduit a des protéines d’émission jaune (YFP ; Wachter et al. 1998) (Figure 28).

Puis d’autres FPs ont été isolées de nombreux organismes marins, et I'utilisation de la mutagéneése
dirigée a permis de générer de nouveaux variants aux propriétés spectrales variées et améliorées

(Shaner et al. 2005; Shaner et al. 2007; Chudakov et al. 2010) (Figure 27).

1.2.Les biosenseurs de type FRET

1.2.1. Le Forster Resonance Energy Transfer (FRET)

Le FRET (pour Forster/fluorescence resonance energy transfer) est un phénomeéne physique par lequel
un fluorophore (donneur) a I'état excité transfére de maniere non radiative son énergie d’excitation a
un fluorophore voisin (I'accepteur). Ce transfert d’énergie se traduit par 1) une diminution de
I'intensité de fluorescence (ou quenching) émise par le donneur et 2) une augmentation de I'intensité
de fluorescence émise par I'accepteur.
Le FRET est un mécanisme sensible aux changements de conformation, d’orientation et de distance
entre les deux fluorophores dans des dimensions de I'ordre de 1 a 10 nm (soit < 100 A) (Forster 1948;
Jares-Erijman et Jovin 2003). L’efficacité du transfert d’énergie (Errer) du donneur vers I'accepteur est
définie par I'équation de Forster et diminue lorsque la distance entre les deux fluorophores augmente
(Figure 29):

Errer= Ro%/(Ro®+1°)
Avec r, la distance entre les deux fluorophores et Ry (distance de Forster), la distance pour laquelle le
transfert d’énergie entre les fluorophores atteint 50 % du transfert maximal. La valeur de Ro est
spécifique a une paire de fluorophores donnée car elle dépend :
- du chevauchement suffisant (> 30 %) du spectre d’émission du donneur et du spectre d’absorption
de I'accepteur (Figure 30 A),
- du rendement quantique du donneur en I'absence de I'accepteur ; I'efficacité du FRET est d’autant
plus importante que ce parameétre est élevé,
- du coefficient d’extinction de I'accepteur ; plus sa valeur est élevée, plus I'efficacité du FRET est
importante.
- du facteur d’orientation relative du dipdle (k?) au moment du transfert d’énergie, c’est-a-dire lors de
I’émission du donneur et donc de I'absorption par I'accepteur. La valeur de k? est située entre 0 et 4.

Si les deux FPs sont paralleles, I'efficacité du FRET sera plus importante que s'ils sont perpendiculaires.
Les distances de Forster Ro sont classiquement situées entre 2 et 8 nm (20-80 A) (pour revues, voir

Pietraszewska-Bogiel et Gadella 2011; Bajar et al. 2016; Terai et al. 2019). Selon I’équation de Forster,

quand la distance r qui sépare les FPs double (ex : de Ro a 2Ry), I'efficacité du transfert diminue et passe
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Figure 30. Le principe de Forster resonance energy transfer (FRET) (2/2)

A. Spectres d’excitatin (Exc) et d’émission (Em) d’un donneur (tracés verts, ici exemple de la

mClover3) et d’un accepteur (tracés rouges, ici exemple de la mRuby3) de fluorescence. Le
tracé en pointillé correspond au spectre de chevauchement de I’émission du donneur et de
I’excitatation de 'accepteur.

Variation de I'efficacité du mécanisme de FRET (Ergrer) en fonction de la distance entre les deux
partenaires de fluorescence. Le couple de FRET 1 (courbe en rouge, mClover3-mRuby3) affiche
un FRET plus efficace en comparaison au couple de FRET 2 (courbe en bleu, ECFP-EYFP) en
raison de son Rq (distance de Forster) plus élevé.

Les deux types de biosenseur-FRET : intra- et inter-moléculaire. Les variations de FRET ont lieu
lors de changements de conformation du domaine sensible (biosenseur-FRET
intramoléculaire) ou lors de I'interaction entre deux molécules, chacune fixée a un partenaire
de fluorescence (biosenseur-FRET intermoléculaire)

Modifié d'aprés Bajar et al. (2016)



de Errer=50 % a Errer=1.5%. Ceci indique que le FRET permet une mesure trés sensible des changements

de conformation intra- et inter-moléculaire.

L’efficacité du FRET (Egrer) peut étre quantifiée grace a la méthode de déplétion sélective de
I'accepteur. En pratique, cette déplétion s’effectue par photodestruction (ou photobleaching)
compléte de I'accepteur via son excitation prolongée de forte intensité et elle entraine :

- la perte de la capacité de I'accepteur a absorber de I'énergie, donc I'abolition du FRET,

- 'augmentation subséquente de I'intensité de fluorescence émise par le donneur (ou dé-quenching).
L'intensité de la fluorescence émise par le donneur est déterminée avant et apres photobleaching
complet de I'accepteur. Ainsi, I'augmentation relative de I'intensité de fluorescence émise par le
donneur est proportionnelle a Errer (pour revues, voir Pietraszewska-Bogiel et Gadella 2011; Zeug et al.

2012).

1.2.2. Stratégies de conception et optimisation

Les biosenseurs basés sur le mécanisme de FRET (biosenseurs-FRET) sont composés d’'un domaine
sensible (ou détecteur) et d’'un couple de fluorophores. Il existe deux grands types de biosenseur-
FRET : intra- et inter-moléculaire (Figure 30). Dans les biosenseurs-FRET intramoléculaires, les deux
fluorophores sont couplés a la méme molécule (détecteur) dont les changements de conformation
induisent les variations de FRET. Dans les biosenseurs-FRET intermoléculaires, les fluorophores
donneur et accepteur sont fusionnés a des molécules différentes. Dans ce cas, c’est lorsque les deux
molécules indépendantes se rapprochent que le FRET a lieu (pour revue, voir Bajar et al. 2016).
D’autres biosenseurs-FRET sont basés sur I'introduction d’un site de clivage protéolytique dans le linker
connectant les deux partenaires de fluorescence. Ainsi, lorsque le clivage a lieu, les deux FPs se
séparent induisant la diminution du phénomene de FRET. Enfin, certains biosenseurs sont dits homo-
FRET car le couple de FRET est composé de deux FPs identiques. Dans ce cas, les biosenseurs se
dimérisent lors de la détection du signal ce qui altére la polarisation de la lumiére émise.

Mais finalement, dans tous les cas, quand le mécanisme de détection (liaison, dissociation, interaction,
changements de conformation) opére, il altére la distance séparant les deux FPs a I'origine des

variations de FRET.

Le choix des partenaires du couple de FRET (donneur et accepteur) est essentiel a la performance du
biosenseur dans les cellules vivantes. Les variants mutés de la GFP telles que la CFP et la YFP ont été
rapidement identifiés comme appropriés au mécanisme de FRET (Heim et Tsien 1996). Puis, la prise en
compte de la dépendance du FRET a l'orientation et a la position relative des deux partenaires de

fluorescence a été exploitée pour la conception et I'amélioration des biosenseurs fluorescents (pour
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Figure 31. Les biosenseurs basés sur une seule protéine fluorescente (FP)

A. La sensibilité intrinséque des FP aux ions H*, CI" et Cu?* se manifeste par une diminution de
I’émission de fluorescence induite par la protonation du chromophore (H*, CI) ou par un
phénoméne de quenching (Cu?*). D’aprés Sanford et Palmer (2017)

B. Dépendance au pH du spectre d’absorption de la EYFP (graphe du haut). La diminution du pH

entraine un décalage du spectre d’absorption de la EYFP vers des longueurs d’onde plus
courtes (~400 nm) et donc une diminution de I'absorption a 530 nm (longueur d’onde
d’absorption standard). Ce mécanisme explique la diminution de la fluorescence émise par la
EYFP induite par la protonation de son chromophore.
Dépendance au pH de la fluorescence émise par 3 variants mutés de la GFP (ECFP, EGFP et
EYFP) in vitro (symboles pleins) et in vivo (dans cellules Hela, symboles vides) (graphe du bas).
Lorsque le pH diminue, la fluorescence émise par les FPs diminue a leur longueur d’onde
strandard d’émission. In vitro, pKagyee=7.1 UM, pKaeerr=6.15 UM et pKaecrp=6.4 M. D’aprés
Llopis et al. (1998)

C. La fixation de domaines d’interaction aux extrémités N- et C-terminales de la cpFP permet
d’enregistrer des variations de fluorescence lors des changements conformationnels de la
cpFP (aprés interaction des domaines). « Signal » référe a un analyte, une interaction ou un
processus celllulaire. Modifié d'apres Sanford et Palmer (2017)



revue, voir Bajar et al. 2016). L'optimisation des caractéristiques de réponse des biosenseurs-FRET
peut également étre réalisée via la modification de I'affinité du domaine sensible par introduction de
mutations dirigées. Enfin, I'ajustement de la longueur et de la flexibilité des séquences de liaison
(linkers) entre les partenaires de fluorescence et/ou entre le domaine sensible et la (les) FP(s) est une
stratégie qui permet de concevoir un biosenseur-FRET aux propriétés optimales pour la détection du

parametre d’intérét (pour revue, voir Sanford and Palmer 2017).

Les biosenseurs-FRET ont I'avantage de présenter des propriétés ratiométriques, déterminées par le
rapport entre les pics d’émission de I'accepteur et du donneur. La mesure ratiométrique permet
d’amplifier la réponse mais également de normaliser et de quantifier de maniere fiable le signal
enregistré et ainsi de s’affranchir de nombreux biais expérimentaux tels que le mouvement, I'auto-

fluorescence ou la sensibilité a certains paramétres exogenes non désirés.

1.3.Les biosenseurs composés d’une seule FP

Les biosenseurs congus a partir d’'une seule protéine fluorescente (biosenseur-FP) sont davantage
polyvalents que les biosenseurs-FRET. lls sont plus petits et occupent bien sGr une gamme de longueurs
d’onde d’émission et d’excitation plus étroite que les biosenseurs-FRET ce qui permet de les complexer
a d’autres types de molécules fluorescentes (ex.: indicateurs synthétiques, autre marquage
protéique). Les fluorophores bien caractérisés telles que la EGFP, la ECFP, la EYFP, la Citrine et la Venus
ont fourni la base de la conception initiale des biosenseurs-FP (pour revue, voir Sanford and Palmer
2017). Cependant, I'inconvénient majeur des biosenseurs-FP est qu’ils ne sont pas ratiométriques et
permettent donc uniquement de détecter des variations relatives d’analytes. De plus, la sensibilité
intrinseque de nombreuses FPs, notamment au pH, est également un facteur qui peut limiter leur

utilisation (voir par exemple Betolngar et al. 2015).

e Sensibilité intrinséque des FPs

Les FPs dérivées de la GFP peuvent étre utilisées seules en tant que biosenseur de par leur sensibilité
intrinseque a certains analytes.

De maniére générale, la sensibilité intrinseque d’une FP a lieu par modulation de ses spectres
d’émission et d’excitation. Déja évoqué plus haut, la protonation du chromophore entraine un
décalage du spectre d’absorption de la FP vers des longueurs d’onde plus courtes (décalage vers le
bleu) et donc une diminution de la fluorescence qu’elle émet lorsqu’elle est excitée a sa longueur
d’onde standard (Figure 31 A, B). Lintroduction de mutations dans la séquence codant pour la GFP a
permis de générer des variants (EGFP, ECFP, EYFP, pHluorine) aux pKa et spectres d’émission et

d’excitation variés (Figure 31 A, B). Ce qui explique que les FPs aient initialement été utilisées comme
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Type de biosenseurs Applications | Spécificité Exemple(s)
Caz" Caméléons, FIB-CBsy, TN-XXL
lons Zn** CLY9-2His, Cys,His;
cl Clomeleon, CL-sensor
pH Tandem CFP-YFP
AMPc Epac, ICUE1
GMPc CGY, Cygnet, cGES-DE5
Métabolites Phosphoinositides ~ CAY
IP3 LIBRA
Sucres FLIP
Acides aminés Arg sensor
PKA ART, AKAR 1-3
PKB, Akt Aktus, BKAR
. Activité kinase PKC CKAR, KCP-1
Biosenseurs-FRET 0 R
ERK EAS, Erkus
Autres activités | Protéase FP donneur-substrat-FP accepteur
enzymatiques Phosphatase CaNAR1 (calcineurine)
Potentiel et rédox | Potentiel Mermaid*, VSFP2
rédox HyPer, HSP-FRET
Activation GTPase Raichu-Ras, -Rap1, RhoA biosensor
protéique Akt GFP-Akt-YFP
et changements | PKB GFP-PKB-RFP
de conformation | CaMKIl Camuia, CYCaMlla
Sensibilité pH pHluorine
Biosenseurs intrinséque lons (,et statut Hlalogénés (CI, 1) YFP-H814Q
, rédox rédox cpYFP
basés sur Sensibilité lons Ca* GCaMP*, Camgaroo, Pericam
une FP extrinseque Rapport ATP/ADP  Perceval
(détecteur) Potentiel de FlaSH, SPARC, ASAP
membrane

Tableau | : Différentes applications pour les biosenseurs-FRET et les biosenseurs-FP

Ce tableau dresse une liste non-exhaustive des différents domaines d’application des biosenseurs

basés sur le FRET ou sur une seule FP et donne également des exemples.

Les lignes en orange correspondent aux deux processus cellulaires qui m’ont particulierement
intéressés au cours de ma Thése et les étoiles indiquent les types de biosenseur que j'ai utilisés.

Modifié, d’aprés Frommer et al. (2009)




biosenseurs pour la détection des variations de pH (Kneen et al. 1998; Llopis et al. 1998; Miesenbdck
et al. 1998). De plus, les variations de I’environnement peuvent changer I'état de protonation du
chromophore, c’est notamment le cas des fortes concentrations en ions Cl" ou I, ce qui explique que
certaines FPs soient également utilisées comme biosenseurs sensibles a ces espéces ioniques (Wachter
et al. 2000). Enfin, d’autres variants mutés de la GFP sont utilisés comme biosenseurs fluorescents

sensibles au cuivre (Lei et al. 2015) ou au mercure (Jiang et al. 2015; Ravikumar et al. 2016) (Figure 31).

e Les biosenseurs basés sur une FP
Certains biosenseurs sont congus par fixation de domaines d’interaction a la FP. Dans ce cas, c’est
généralement la version mutée cp (pour circularly permuted) de la protéine fluorescente (cpFP) qui est
utilisée pour la conception du biosenseur. Les cpFPs sont générées par 1) clivage des extrémités N- et
C-terminales de la FP d’origine qui sont ensuite inter-changées et jointes par une courte séquence
d’acides aminés et 2) création de nouvelles extrémités N- et C-terminales (Baird et al. 1999). Les
changements de conformation du biosenseur-cpFP modulent I'accessibilité de I'analyte ou I'état de
protonation du chromophore et entrainent une variation de la réponse fluorescente (Nagai et al. 2001;
Nakai et al. 2001). La tolérance des protéines fluorescentes au processus de permutation circulaire et
leur fusion a des domaines d’interaction est étonnement robuste et fonctionnelle (Baird et al. 1999)

(Figure 31 C).

1.4. Autres types de biosenseurs

Il existe également les biosenseurs fluorescents de translocation, de complémentation et de
dimérisation dont les mécanismes d’activation ne seront pas décrits ici (pour revue, voir Sanford et

Palmer 2017).

1.5.Types de cibles et applications

La grande variété de FPs, la multitude de domaines sensibles et les diverses stratégies de conception
existantes ont permis de générer de nombreux biosenseurs fluorescents applicables a un champ
d’étude trés large (Tableau I) pour la détection:

- des variations de concentrations ioniques tel que le Ca% par les biosenseurs de type GCaMP (Nakai
et al. 2001; Chen et al. 2013),

- des variations de concentrations de métabolites tel que '’AMPc par les biosenseurs de type Epac
(Klarenbeek et al. 2011; Polito et al. 2013; Blirando et al. 2015) ou le GMPc par les biosenseurs de type
Cygnet (Polito et al. 2013),

- de I'activité enzymatique telle que celle de la PKA par les biosenseurs de type AKAR (Polito et al.

2014)
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GECI Variant Domaine sensible Protéine(s) Rendement Décroissance Dépendance
au Ca? fluorescente(s) * (en ms) au Ca?
*k (Kd, en uM)
Caméléon 1 CaM-M13 BFP - EGFP 0.7 0.07 et 11
YC3 CaMf%A-M13 ECFP - EYFP 4.4
YC2.1 CaM-M13 ECFP - EYFPV68L/Q6K 2 350 0.1et4.3
- YC3.3 CaMf%A-M13 ECFP - Citrine 1.8 1.5
Caméléon =
YC 3.6 CaMf%A-M13 ECFP - cpVénus 6.6 2940 0.25
D1 mCaM-M13 ECFP - Citrine 0.8 et 60
D2cpv mCaM-mM13 ECFP — cpVénus 5.3 0.03 et 3
D3cpv mCaM-mM13 ECFP — cpVénus 5.1 0.6
D4cpv mCaM-mM13 ECFP — cpVénus 3.8 64
Camgaroo  Camgarool @ CaM cpEYFP 7 7
Camgaroo2  CaM cp-Citrine 7 5.3
F-péricam CaME%A-M13 CpEYFPT203# 8 0.7
Péricam  |_péricam CaME™a V13 CpEYFPV68L/QEOK/HI48H/T203F g 7 940 0.2
R-péricam CaMF®%4e-M13 CpEYFPV68L/QBOK/HIAET/T203F 1 1.7
GCaMP1 CaM-M13 CpEGFP 35 330 0.24
GCaMP2 CaM-(6His)M13 m-cpEGFP 5.1 260 0.15
GCaMP GCaMP3 CaM-RS20 cpEGFP 12.3 700 0.41
GCaMP5G m-CaM-M13 m-cpEGFP 33 680 0.46
GCaMP6s m-CaM-M13 m-cpEGFP 63 1800 0.15
GCaMP6f m-CaM-M13 m-cpEGFP 52 400 0.38
TN-L15 Troponine C ECFP - Citrine 2.4 1330 1.2
ULEEDITTES TN-XL m-Troponine C ECFP - cpCitrine 5 240 2.5
TN-XXL m-Troponine C ECFP- cpCitrine 3.30 620 0.8
CatchER EGFP5147E/5202D/Q204E/F223E/T225E 1.8 1.5 180

Tableau Il. Caractéristiques in vitro des principaux biosenseurs fluorescents Ca?*-dépendants

Toutes les valeurs correspondent a des données obtenues sur des cellules en culture.
* Rendement (ou amplitude relative maximale de variation de fluorescence) exprimée en AFmax/Fo
lorsqu’une seule protéine fluorescente est présente, ou en ARmax/Ro si c’est un couple de FRET qui

compose le GECI.

** La décroissance correspond au T50, c’est-a-dire le temps nécessaire a la décroissance de 50% de
I"amplitude du signal.
La lettre « m-» signifie que plus de deux mutations ont été introduite dans la protéine excepté pour le
variant muté de la cpEYFP des protéines Péricams et pour 'EGFP composant CatchER ou I'ensemble
des mutations introduites sont précisées.




- la détection de changements de conformation, tels que ceux de la protéine Akt par le biosenseur
ReAktion (Ananthanarayanan et al. 2007), d’activation ou d’interaction protéique,

- la mesure de I'état rédox telle que la détection de I’'H,0; par le biosenseur de type HyPer (Belousov
et al. 2006),

- la mesure du potentiel membranaire par les biosenseurs de type Mermaid (Tsutsui et al. 2008;

Tsutsui et al. 2013a, 2013b)

Considérant le caractére démesuré des données et progres constants concernant le développement et
I'utilisation des biosenseurs fluorescents il serait d’une part prétentieux et d’autre part hors de propos
d’envisager en faire ne serait-ce méme qu’une synthése approximative. Pour cette raison, j’ai limité
mon ambition dans le présent manuscrit a ne présenter que les données principales concernant les
biosenseurs fluorescents que j’ai utilisés, afin d’explorer deux processus biologiques précis qui font
I'objet des prochaines parties de ce chapitre :

1) la signalisation calcique (section IV.2. Les biosenseurs fluorescents sensibles au Ca?*)

2) le potentiel de membrane (section IV.3. Les biosenseurs fluorescents sensibles au potentiel).

2. Les biosenseurs fluorescents sensibles au Ca** (ou GECls)
Trois étapes importantes ont précédé I'avénement des biosenseurs fluorescents sensibles au Ca?*

codés génétiquement (ou GECls pour genetically encoded calcium indicators):

- la découverte de la GFP (Shimomura et al. 1962),

- le développement de variants mutés de la GFP, présentant différents spectres d’excitation et
d’émission et donc adaptés au mécanisme de FRET (Heim et Tsien 1996),

- les études biochimiques de liaison du Ca?* & la calmoduline (CaM) et du complexe Ca?*-CaM au
peptide M13 (Porumb et al. 1994). Le peptide M13 (26 résidus) étant le domaine de liaison au
complexe Ca?*-CaM de la kinase de la chaine légére de myosine de muscle squelettique.

Ces découvertes ont mené au développement des deux premiers types de GECIs: FIP-CBsy et
Caméléon. Depuis, les progres dans le développement, la conception et I'application des GECls ne
cessent d’augmenter. Ainsi, de nombreuses protéines sont aujourd’hui disponibles incluant les
biosenseurs basés sur une ou deux FP(s), sur une cpFP ou sur le remplacement de la CaM par la
troponine C. Plus récemment, un GECl nommé CatchER de trés petite taille a été développé sur la base

de I'EGFP (pour revues, voir Mank et Griesbeck 2008; Palmer et al. 2011; Koldenkova et Nagai 2013).

Dans son sens le plus strict, le terme de GECI inclue également les protéines bioluminescentes telle que

I'aequorine. Cependant, mon travail de thése s’étant uniquement focalisé sur ['utilisation et la
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Figure 32. Structure de la calmoduline (CaM) et de la troponine C (TnC), protéines de liaison au Ca

A. Lacalmoduline et la troponine C sont des protéines en forme d’haltére constituées de 4 motifs
« main-EF » (EF1-4). Les motifs EF sont regroupés par paire et forme les deux tétes globulaires
de la protéine (N- et C-terminales) réunies par une hélice a centrale. Ces protéines possedent
donc 4 motifs EF et sont ainsi capables de fixer 4 ions Ca?* au total.

B. Structure d’une téte globulaire C-terminale reconstituée a partir de la troponine C du muscle
squelettique de poulet. Une téte globulaire est composée de deux motifs « main-EF » (EF3 et
EF4). Chaque « main EF » a une structure en hélice-boucle-hélice capable de fixer un ion Ca?*.

C. Agrandissement de la coordination de la structure du domaine «main-EF » 3 lors de sa fixation
au Ca?".

Modifié d'aprés Mank et Griesbeck (2008)



caractérisation de biosenseurs fluorescents, le terme de GECI sera utilisé pour identifier ce type de

protéines seulement.

2.1.Caractéristigues des GECIs et stratégies d’optimisation

Un trés grand nombre de biosenseurs fluorescents sensibles au Ca?* est disponible a I’heure actuelle
et chacun comporte une combinaison d’avantages et d’inconvénients qui lui est propre (Tableau ). Il
n’existe donc pas de biosenseur Ca?* universel capable de répondre de maniére unanime a toutes les
applications possibles. Au lieu de cela, de nombreux critéres sont a considérer (capacité a chélater le
Ca?, affinité et cinétique de réponse, rendement, sélectivité, ...) pour déterminer la protéine la plus

appropriée a une condition expérimentale donnée.

2.1.1. Capacité a complexer le Ca*

Puisque les FPs connues sont insensibles au Ca?* lorsqu’elles sont sous leur forme native, la capacité a
complexer le Ca?* des GECls — prérequis essentiel a leur fonction — est permise par la présence d’une
protéine de liaison au Ca?*. La nature de ces sites de liaison au Ca®* détermine les propriétés du
biosenseur et les stratégies a mettre en place pour sa conception. Le domaine sensible au Ca?* choisi
pour la conception des deux grands types de GEClIs est soit la calmoduline (CaM) soit la troponine C
(TnC). Ces deux protéines sont des tampons Ca?* intracellulaires (voir aussi section I.2.3. Tampons
calciques cytoplasmiques) dont le domaine de liaison au Ca?* est constitué de motifs « main-EF ».
Chaque motif est composé d’environ 30 acides aminés repliés en structure hélice-boucle-hélice
capable de fixer un ion Ca?* (Kretsinger et Nockolds 1973). La CaM et la TnC sont des petites protéines
(~17-18 kDa) en forme d’haltére capables de fixer 4 ions Ca* au total car chacune de leurs deux tétes
globulaires est formée par deux motifs « main-EF » (Figure 32). Plus précisément, la CaM et la TnC sont
apparues comme domaines sensibles de choix pour les GECls car elles changent de conformation

lorsqu’elles fixent le Ca?* (pour revue, voir Mank et Griesbeck 2008).

2.1.2. Affinité et cinétiques de réponse

e Affinité / constante de dissociation a I’équilibre (Kp)
Il est essentiel d’adapter I'affinité du biosenseur aux valeurs et a I'étendue des variations de Ca?*
attendues dans le systéme d’application. L'affinité d’'un GECI donné peut étre caractérisée par son Kp
qui correspond a la concentration de Ca®* pour laquelle la saturation de I'indicateur est de 50 % et
donc, dans le cas le plus simple, pour laquelle il répond avec une variation d’amplitude atteignant 50%
de sa réponse maximale, soit (AFmax/Fo)/2. Comme c’est le cas pour tous les types d’indicateurs, pour

qu’un biosenseur Ca?* soit capable de détecter des variations de Ca®* de maniére fiable, la valeur de

son Kp doit étre compatible avec la gamme de changement de la concentration de Ca%* attendue dans
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le systeme étudié (pour revue, voir Koldenkova et Nagai 2013). Ainsi, un GECI ayant forte affinité pour
le Ca* (typiquement, Kp< 1 uM) sera approprié a I’étude de faibles variations de Ca* (voir par exemple
Tallini et al. 2006). En revanche, un GECI présentant une faible affinité pour le Ca%* (10 >Kp > 100uM)
sera adapté a I'étude de systémes dans lesquels les niveaux de variation Ca?*sont trés importants (voir

par exemple Tang et al. 2011).

e Cinétiques de réponse et constantes de temps (t)
Les cinétiques de réponse du biosenseur a une variation de Ca?* dépendent bien évidemment des
cinétiques de variation de Ca?* mais également de la vitesse :
- des changements conformationnels impliqués dans I’association (on) et la dissociation (off) du Ca?*,
- et/ou de l'interaction (on) et de la dissociation (off) du complexe CaM-M13,
- et/ou des mécanismes d’interaction allostérique impliqués dans le FRET.
L’ensemble de ces phénomeénes contribuent a ralentir la réponse des biosenseurs et explique qu’ils
présentent des cinétiques plus lentes que les indicateurs fluorescents de synthése les plus rapides (ex :
rhod-2, fluo-4-ff, Oregon Green 488 BAPTA-5N).
Les propriétés cinétiques sont a prendre en compte afin de se représenter au mieux la réalité cinétique
de I’événement Ca?* ayant généré le changement de fluorescence détecté. Ainsi, minimiser le nombre
et la durée des changements conformationnels intramoléculaires, impliqués dans la transduction du
signal Ca®* en réponse fluorescente, est une des stratégies développées pour améliorer ces propriétés

(ex : CatchER, Tang et al. 2011).

2.1.3. Rendement
L'amplitude relative maximale (ou dynamic range ou rendement) de la réponse est une propriété

particulierement importante des GEClIs (Figure 37 B). En effet, plus I'amplitude relative de la réponse
vis-a-vis des variations de Ca%* est importante, plus le rapport signal/bruit est favorable.

Dans la littérature, le rendement des biosenseurs calciques est exprimée le plus souvent comme le
rapport de l'intensité maximale et minimale du signal fluorescent en conditions respectives de
concentration saturante (max) et d’absence (min) de Ca% : Fmax/Fmin OU (Fmax-Fmin)/Fmin aussi indiqué
comme AFmax/Fmin qui correspond simplement a (Fmax/Fmin) - 1. Cependant les valeurs de Fmax et Frmin Ne
sont pas toujours faciles a mesurer et I'on trouve aussi beaucoup de résultats dans la littérature pour
lesquels le rendement est exprimée comme l'intensité de fluorescence F (ou AF) du signal rapportée a
I'intensité de fluorescence au repos Fo dans la cellule qui exprime le biosenseur, en réponse a une
stimulation donnée (par exemple un certain nombre de potentiels d’action) : F/Fo ou (F-Fo)/Fo. Ces

valeurs sont aussi parfois exprimées en pourcentage. Les mémes principes sont appliqués aux
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biosenseurs pour lesquels un rapport (R) d’intensité de fluorescence a deux longueurs d’onde est

quantifié : Rmax/Rmin, (Rmax‘Rmin)/Rmin, AR/RO

Le rendement d’un GECI peut étre augmentée par :

- remplacement du couple de FPs (ex : ECFP-EYFP au lieu de EBFP-EGFP; Miyawaki et al. 1997)

- mutagénése dirigée dans une FP (ex : mutations cpEGFP*’8" ; Chen et al. 2013) ou dans le domaine
de fixation au Ca®* (ex : mutations au niveau de la TnC; Mank et al. 2006)

- modification de I'interface CaM-M13 (Palmer et al. 2004, 2006)

2.1.4. Sélectivité
Dans une cellule au repos, les concentrations intracellulaires de Ca?* libre sont faibles (10-100 nM). En

revanche, un autre ion divalent, le Mg?* présent a des concentrations proches du mM (0.1-1 mM), peut
entrer en compétition avec le Ca?*. La sensibilité au Mg?* est surtout retrouvée chez les GECls basés
sur la troponine C et a pu étre abolie grace I'introduction de mutations au niveau des motifs EF3 et EF4
(Mank et al. 2006).

En raison de l'interaction étroite entre les propriétés spectrales d’une FP et I'état de protonation de
son chromophore, le pKa du biosenseur ainsi que les variations de pH dans les conditions
expérimentales d’application doivent également étre caractérisés afin d’éviter les contaminations des
signaux enregistrés. Heureusement, la mutagéneése dirigée des FPs a permis de générer de nombreux
variants pour s’affranchir de la sensibilité des biosenseurs Ca®* aux faibles variations de pH

intracellulaire (voir par exemple Miyawaki and Tsien 2000).

2.1.5. Niveau d’expression

De fortes concentrations intracellulaires de GECIs peuvent améliorer le rapport signal/bruit. En
revanche, lorsqu’ils sont exprimés a des niveaux trop élevés, ils peuvent jouer le réle de tampon
calcique, ralentir les cinétiques des transitoires Ca%* et ainsi modifier la signalisation intracellulaire
(Miyawaki et al. 1999). De plus, le domaine détecteur composant le biosenseur (ex : CaM, M13) peut
interférer avec des protéines endogénes et/ou étre perturbé par celles-ci (Heim et Griesbeck 2004). La
conception de GECls a partir de protéines mutées (Palmer et Tsien 2006) ou avec des protéines de
liaison au Ca?* qui ne sont pas typiqguement retrouvées dans le systéme d’application (Heim et

Griesbeck 2004) sont des stratégies ayant été développées afin de s’affranchir de telles interférences.
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Figure 33. Les protéines Caméléons : biosenseurs fluorescents Ca**-dépendants basés sur la CaM

A. Les protéines Caméléons sont des biosenseurs-FRET composés de deux FP (donneur en bleu
et accepteur en jaune), du domaine de liaison au Ca?* de la CaM de Xénope (en noir) et du
peptide M13 (en gris). Lors de la fixation du Ca?* a la CaM, le complexe Ca?*-CaM interagit avec
le peptide M13 induisant un rapprochement des deux partenaires de fluorescence et donc une
augmentation du FRET. Modifié d'apres McCombs et Palmer (2008)

B. Evolution des biosenseurs de type Caméléon. La mutation E104Q dans les protéines YC3.X
diminue I'affinité au Ca®'. Les protéines D1 et DXcpv ont été congues par modification de
I'interface CaM/M13 par insertion de mutations dans la CaM et création d’un peptide M13
hybride (séquence en gris: KRRWQKTGHAVRAIGRLKKISSSGAL). Les extrémités du peptide
hybride (KRRW et KKISSSGAL) proviennent de la kinase de la chaine légere de myosine du
muscle squelettique. La région centrale (lettres en gras, QKTGHAVRAIGRL) de la séquence
peptidique provient de la kinase de la chaine légere de myosine du muscle lisse.

Modifié d'aprés Palmer et al. (2011)



2.2.Les différents types de GECls
2.2.1. GECIs basés sur la calmoduline (CaM)
2.2.1.1. Les biosenseurs-FRET
e La protéine FIP-CBswm

Le biosenseur FIP-CBsu est le premier GECI a avoir été concgu. Il est composé du peptide M13 et des
deux protéines fluorescentes BGFP et RGFP (Romoser et al. 1997). Cependant, il s’est avéré étre
davantage capable de rapporter la force de I'interaction entre le peptide M13 et le complexe Ca?*-CaM

que de rendre compte, de maniére fiable, des variations de Ca* intracellulaire.

e Les GECIs de type Caméléon
En parallele de la conception de la protéine FIP-CBsy, une autre approche a permis de générer les
biosenseurs-FRET sensibles au Ca?* de type Caméléon par fusion du complexe CaM-M13 & deux FPs
(Figure 33) (Miyawaki et al. 1997). Toutes les protéines de ce type ont été congcues pour changer de
conformation en présence de Ca®* et ainsi étre capables de convertir la détection de Ca** en signal
fluorescent. En effet, lors de I'augmentation de Ca?* intracellulaire, la CaM fixe le Ca®* et le complexe
Ca?*-CaM formé interagit avec le peptide M13 voisin ce qui induit un changement de conformation de
la protéine recombinante et donc une augmentation de I'efficacité du FRET entre les deux partenaires
de fluorescence.
La calibration de la réponse fluorescente de la premiere protéine congue, Caméléon 1 (couple de
fluorescence BFP-GFP®T), fournit une mesure précise des variations de Ca?* libre in vitro. Cependant,
ce construit est inadapté aux enregistrements sur cellules vivantes en raison de la faible brillance et de
la photo-instabilité de la BFP (Miyawaki et al. 1997).
Des variants de la protéine Caméléon 1 ont donc été générés ensuite en remplacant le couple de
fluorescence BFP-GFP*%T par le couple EBFP-EGFP (Caméléon 2) ou ECFP-EYFP (YC2 pour yellow
cameleon 2) (Miyawaki et al. 1997). Finalement, le biosenseur YC2 fournit un meilleur rapport
signal/bruit que les protéines Caméléons 1 et 2 en raison du chevauchement spectral plus important
de la ECFP et de la EYFP.
La protéine Caméléon 1 présente des sites « main-EF » de haute (Kp1= 0.07 uM) et de faible (Kp2=11
uM) affinités pour le Ca?*. Lintroduction d’une mutation (E104Q) dans le domaine chélateur de Ca%*
du motif EF3 a permis d’éliminer la composante de haute affinité et de concevoir le variant nommé
YC3 de plus faible affinité (Kp= 4.4 uM) donc davantage adapté a la détection de fortes concentrations
de Ca?* (Miyawaki et al. 1997).
Toujours dans le but d’améliorer la réponse de ce type de biosenseur, la stratégie d’optimisation s’est
ensuite centrée sur la sensibilité au pH. Le pKa de la EYFP est centré autour de 7 ce qui lui confére une

sensibilité maximale a de légeres variations de pH intracellulaire (pH cytosolique =6.8 - 7.3) (Llopis et
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Figure 34. Les protéines Camgaroos et Péricams : biosenseurs-FP Ca?*-dépendants basés sur la CaM

A. Les biosenseurs Ca®* de type Camgaroo comprennent un variant de la YFP (EYFP ou Citrine)
comme FP dans lequel la CaM de Xénope a été insérée a a la place du résidu 145. Lors de la
fixation du Ca?, la CaM se replie induisant un rapprochement des deux portions de EYFP et
ainsi une augmentation de la fluorescence émise.

B. Les biosenseurs Ca?* de type Péricam sont formés a partir de la cpEYFP, de la CaM et du peptide
M13. La nouvelle portion N-terminale (résidus 145 a 238) est fusionnée au peptide M13 et la
nouvelle portion C-terminale (résidus 1 a 144) est fusionnée a la CaM. Les 3 variants Flash-,
Ratiometric- et Inverse- Péricam ont été générés par introduction de mutations dans la portion
C-terminale de la EYFP. Lors de la fixation du Ca?* a la CaM, le complexe Ca**-M13 interagit,
entralnant un changement de conformation de la EYFP et donc un changement de
I’environnement du chromophore a I'origine de I'augmentation de fluorescence émise (Flash-
Péricam, schéma du haut). Dans le cas du variant Ratiometric-Péricam, la fixation du Ca%
entralne un décalage du spectre d’absorption et d’émission de la protéine via la déprotonation
du chromophore donc I'augmentation de I'absorption a 490 nm et I'augmentation de la
fluorescence émise a 530 nm. Enfin, lors de sa fixation au Ca?', le variant Inverse-Péricam
répond par une diminution de la fluorescence (schéma du bas).

Modifié d'aprés Pérez Koldenkova et Nagai (2013) ; D'apres Mank et Griesbeck (2008)



al. 1998; Miyawaki et al. 1999; Miyawaki et Tsien 2000). La mutagénése dirigée de la EYFP (V68L/Q69K)
portée par les construits YC2 et YC3 a permis de générer les variants YC2.1 et YC3.1 au pKa plus faible
(pKa=6.1) et donc plus résistants aux variations physiologiques de pH intracellulaire (Miyawaki et Tsien
2000).

Puis, le remplacement de la EYFP mutée par d’autres FPs a permis d’améliorer encore les propriétés
de réponse des protéines Caméléons. Les variants YC2.3 et YC3.3 (couple ECFP-Citrine) sont moins
sensibles aux changements de I'environnement (pH, concentrations de CI’, excitation laser) que les
protéines YC2.1 et YC3.1 d’origine (Griesbeck et al. 2001; Nagai et al. 2002). Le variant YC2.12 (couple
ECFP-Vénus) a une sensibilité au Ca% plus importante que la protéine YC2 (couple ECFP-EYFP) (Nagai
et al. 2002). Enfin, le variant YC3.6 (couple ECFP-cpVénus) présente une plus grande sensibilité au Ca%

en comparaison a YC3.3 (couple ECFP-Citrine) (Nagai et al. 2004).

L'interaction CaM-M13 a ensuite été repensée par création d’'une nouvelle interface plus forte entre
une CaM mutée et un peptide M13 muté (26 résidus) (Figure 33 B). La génese de cette paire de
protéines mutées a mené au développement d’une nouvelle génération de protéines Caméléons —
nommeées D1 (pour Design 1), D2cpv (pour Design 2 containing cpVenus), D3cpv et D4cpv — qui,
contrairement a leurs prédécesseurs, ne sont pas perturbées par un exces de CaM endogeéne (Palmer
etal. 2004, 2006). Ceci a constitué une étape importante dans la conception des GECls qui n’interferent

pas avec les protéines endogénes ni ne sont perturbées par elles.

2.2.1.2. Les biosenseurs-FP

e Les GECIs de type Camgaroo
Le remplacement du résidu 145 de la protéine fluorescente EYFP par la séquence d’acides aminés
compléte de la CaM de Xénope a permis de générer la protéine de fusion Camgaroo 1 dont les
propriétés de fluorescence sont modulées par les concentrations de Ca?* libre (Figure 34 A). Lors de sa
liaison au Ca?*, la protéine Camgaroo 1 change de conformation, ce qui favorise la déprotonation du
chromophore (forme anionique). Comme décrit précédemment, la déprotonation du chromophore
entraine un décalage du spectre d’absorption de la EYFP qui passe d’un pic a 400 nm en I'absence de
Ca?" & un pic de 490 nm en présence de Ca?" en excés. Etant donné que c’est la forme anionique du
chromophore qui contribue a la fluorescence de la EYFP (Aem~530 nm), la présence de Ca?* entraine
donc une augmentation de la fluorescence émise par la protéine Camgaroo 1. En revanche, la
sensibilité intrinséque de la EYFP au pH (pKa= 7.1 uM; Llopis et al. 1998) (Figure 32 B) fait de Camgaroo
1 un biosenseur de pH Ca?*-dépendant qui manque de visibilité & des concentrations basales de Ca?*.

La version évoluée Camgaroo 2, dans laquelle la EYFP a été remplacée par la Citrine, est visible en
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présence de faibles concentrations de Ca%* mais sa sensibilité au pH n’est pas supprimée (Griesbeck et
al. 2001).
e Les GECIs de type Pericam

Dans les protéines Péricams, la permutation circulaire de la EYFP utilise 1) le résidu Y145 comme
nouvelle extrémité N-terminale fusionnée au peptide M13 et 2) le résidu N144 comme nouvelle
extrémité C-terminale fusionnée a la CaM (Figure 34 B). De plus, afin que ce type de GECI soit résistant
aux variations physiologiques de pH et qu’il présente une faible affinité pour le Ca?*, des mutations —
ayant déja fait leurs preuves dans les protéines Caméléons de type YC3.X (Miyawaki et al. 1997,
Miyawaki et Tsien 2000) - ont été introduites dans la EYFP (V68L/Q69K) et dans la CaM (E104Q) (Nagai
et al. 2001). Enfin, la mutagénése dirigée dans la séquence de la cpEYFP a conduit a la conception de
trois protéines de forte sensibilité pour le Ca%". Flash-Péricam porte la mutation Y203H et présente
une forte affinité pour le Ca* (Kp=0.7 pM). Ratiometric-Péricam porte la double mutation
H148D/Y203F qui induit un décalage du spectre d’absorption de 400 nm a 490 nm en présence de Ca%,
par déprotonation du chromophore, et donc une augmentation de la fluorescence émise a 530 nm
(Kp= 1.7 uM et AFma/Fo=10). Inverse-Péricam porte la double mutation H148T/Y203F et sa

fluorescence diminue en présence de Ca®* en excés (Kp=0.2 pM et AFmax/Fo=6.7) (Nagai et al. 2001).

e Les GECIs de type GCaMP
Les GECls de type GCaMP (pour GFP-calmoduline-M13 protein) ont une structure similaire a celle des
protéines Péricams et sont congus a partir du peptide M13, de la cpEGFP et de la CaM (Figure 35 A).
En raison de leur brillance, de leur photostabilité et de leur biostabilité, les GCaMPs constituent une
famille de protéines trés populaire dans le domaine des biosenseurs fluorescents sensibles au Ca?*. La
conception du premier prototype GCaMP1 a établi I'architecture fonctionnelle de base des protéines
de type GCaMP : la permutation circulaire de I'EGFP utilise le résidu 149 comme nouvelle extrémité N-
terminale fusionnée au peptide M13 et le résidu 144 comme nouvelle extrémité C-terminale fusionnée
a la CaM (Nakai et al. 2001). Lors de la fixation du Ca?*, I'interaction du complexe Ca?*-CaM avec le
peptide M13 entraine un changement de conformation de la cpEGFP qui induit 1) 'augmentation de
la contrainte appliquée sur les mouvements du chromophore par encombrement stérique, et 2) la
déprotonation du chromophore. Ces deux phénomeénes sont a l'origine de I'augmentation de la
fluorescence émise a 510 nm par la protéine en présence de Ca?*. GCaMP1 présente un rendement
médiocre (Fmax/Fo= 3.5) et une forte affinité pour le Ca?* (Kp=0.24 uM) appropriée a la détection de
faibles variations de Ca?* intracellulaire. En revanche, cette protéine se replie mal in vivo, présente une
maturation lente a une température physiologique de 37°C et a une sensibilité élevée au pH (pKa= ~7)

(Reiff et al. 2005).
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Figure 35. Les protéines GCaMPs : biosenseurs-cpFP Ca%*-dépendants basés sur la CaM
A. Les protéines de type GCaMP sont composé du peptide M13, de la cpEGFP et de la CaM.
D'aprés McCombs et Palmer (2008)
B. Les variants GCaMP6s et GCaMP6f ont été générés par I'introduction de mutations dans la
séquence codant pour le variant GCaMP5G au niveau de la cpEGFP (position 78) et/ou de la
CaM (positions 317, 381, 383 et/ou 392).
C. Variations de la fluorescence émise (AF/Fo) par les variants de type GCaMP-3 (en rouge), 5G
(en vert), 6f (en cyan) et 6s (en noir) a un (a gauche) ou dix (a droite) potentiels d’action (PA).
D. Evolution du rapport signal/bruit des variants de GCaMP (3, 5G, 6s et 6f), normalisé par le
rapport signal/bruit de GCaMP3, en fonction du nombre de stimulations (PA) imposées.
E. Propriétéscinétiques des variants de GCaMP (3, 5G, 6f et 6s). L’activation correspond au temps

nécessaire (en ms) pour atteindre I'amplitude maximale du signal en fonction du nombre de
stimulations (PA). L'inactivation correspond au T50, temps nécessaire pour atteindre 50 % de
la décroissance en fonction du nombre de PA.

Modifié d'aprés Chen et al. (2013)



Afin de résoudre ces probléemes, le variant GCaMP2 a été généré par I'ajout d’'un fragment poly-
histidine en position N-terminale du peptide M13 et I'introduction de mutations dans les portions N-
(cp144-238 : V163A, S175G et D180Y) et C- (cpl-144 : V93I) terminales de la cpEGFP. Finalement,
GCaMP2 affiche des propriétés de brillance et d’expression a 37°C améliorées par rapport a son
prédécesseur GCaMP1 (Tallini et al. 2006).

Le variant GCaMP3 a été généré par délétion de 4 résidus et introduction du domaine de liaison a la
CaM « RS20 », isolé de la chaine légere de myosine du muscle lisse, a la place du peptide M13. Les
propriétés de cette protéine dépassent celles des GCaMPs 1 et 2 en terme de photostabilité, de faible
brillance de base et de sensibilité (Tian et al. 2009; Dombeck et al. 2010).

Puis, dans I'objectif de toujours optimiser les propriétés de réponse des biosenseurs Ca%" de type
GCaMP, de nombreux variants ont été construits (pour revue, voir Badura et al. 2014): GCAMP-HS
(Muto et al. 2011), GCaMP5 (Akerboom et al. 2012), GCaMP6 (Chen et al. 2013a), GCaMP7 et GCaMP8
(Ohkura et al. 2012; Muto et al. 2013; Dana et al. 2018).

Dans le cadre de mon projet de thése, j’ai pu travailler avec les variants de type GCaMP6. Ces
protéines recombinantes ont été concues par Chen et al. (2013) a partir du variant GCaMP5G dans le
but d’'une détection de la signalisation Ca?* in vivo a forte résolution spatio-temporelle. La protéine
GCaMP5G de haute sensibilité (AFmax/Fo= 33) et de forte affinité (Kp= 0.46 uM) pour le Ca% est
composée : du peptide M13, de la cpEGFP, de la CaMP38Y et porte les mutations T302L et T303P au
niveau du linker 2 connectant la cpEGFP et la CaM (Akerboom et al. 2012).

Afin d’améliorer encore le rendement de la protéine GCaMP5G, la mutagénese a été dirigée au niveau
de 16 résidus positionnés a l'interface entre la cpEGFP C-terminale et la CaM. De plus, afin de moduler
I’affinité et donc les cinétiques de réponse de la protéine, 18 substitutions ont été testées au niveau
des résidus intervenant dans l'interaction entre le peptide M13 et la CaM (notamment en positions
317 et 392). Finalement, les variants de type GCaMP6 ont été sélectionnés et caractérisés in vitro sur
des neurones en culture avant d’étre utilisés in vivo et en particulier les protéines GCaMP6s et
GCaMPé6f (Chen et al. 2013) :

- GCaMP6s (pour slow kinetics) est composé du peptide M13, de la cpEGFP¥8" et de la

CaM D380Y/T381R/S383T/R392G

- GCaMP6f (pour fast kinetics) est composé du peptide M13, de la cpEGFP et de Ia
CaMD380H/A317E/T381R/S383T/R3926 (Figure 35 B)

Ces deux biosenseurs ont une brillance de base similaire a GCaMP5G mais le rendement de leur
réponse est augmenté. De plus, ils ont des propriétés cinétiques différentes : le plus sensible est le plus
lent (GCaMP6s). En réponse a un petit nombre de PA, GCaMP6s produit un signal d’amplitude 7 fois

plus importante que GCaMP5G (et >10 fois la réponse de GCaMP3) (Figure 35 C). De plus, son affinité
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Figure 36. Les biosenseurs-FRET CaZ*-dépendants basés sur la TnC

A. Les biosenseurs basés sur la TnC sont composés du couple de FRET ECFP (donneur) — Citrine
(accepteur). Lors de la fixation du Ca?* sur les sites « main-EF » de la TnC, celle-ci change de
conformation, ce qui entralne un rapprochement des deux partenaires de fluorescence et
donc une augmentation du FRET. D'aprés Garaschuk et al. 2007

B. Levariant TN-L15 exploite une version tronquée de la TnC (A14) isolée du muscle squelettique
de poulet (cs pour chicken skeletal). Le variant TN-humTnC (pour human cardiac troponin C)
est basé sur le domaine de liaison au Ca?* de la TnC humaine. Le variant TN-XL utilise le couple
de FRET ECFP-cpCitrine et une version mutée de la csTnC touchant les domaines EF3 et EF4
afin d’augmenter sa spécificité pour le Ca?*. Dans le variant TN-XXL, la portion N-terminale de
la csTnC a été tronquée et la portion C-terminale a été dédoublée et mutée afin d’augmenter
son affinité pour le Ca%*. D'aprés Mank et Griesbeck 2008



pour le Ca?* est 3 fois plus importante que GCaMP5G. GCaMP6f est le biosenseur le plus rapide,
s’activant et s’inactivant, respectivement 2 et 1.7 fois, plus vite que la protéine GCaMP5G d’origine
(Figure 36 E).

En résumé, les travaux de Chen et al. (2013) ont permis de développer un nouveau type de protéines
aux propriétés nettement améliorées en comparaison a leurs prédécesseurs. En effet, les biosenseurs
GCaMP6 présentent une sensibilité plus importante que certains indicateurs Ca®* synthétiques (ex :

OGB1) et sont capables de détecter des potentiels d’action in vivo avec une grande fiabilité.

2.2.2. GECIs basés sur la troponine C (TnC)
Les GECIs basés sur la TnC ont une structure similaire aux protéines Caméléons et exploitent le

mécanisme de FRET entre le couple de fluorescence ECFP-Citrine (Figure 36). En revanche, c’est la TnC
qui constitue le domaine sensible de ces biosenseurs (Garaschuk et al. 2007). Les premiéres protéines
de ce type ont été congues a partir de I'isoforme du muscle squelettique de poulet (TN-L15) ou du
muscle cardiaque humain (TN-humTnC) et possédent une affinité relativement forte pour le Ca* (Kp =
1.2 uM et 0.47 uM, respectivement ; Heim et Griesbeck 2004). En revanche, les tétes C-terminales (EF3
et EF4) de la TnC lient également le Mg? par compétitivité, ce qui est a l'origine de changements
conformationnels du biosenseur et donc de variations de FRET indépendantes du Ca?*. La conception
du variant TN-XL (pour FRET extra-large) s’est donc basée sur I'introduction de mutations dirigées au
niveau des domaines EF3 et EF4 afin d’abolir complétement cette sensibilité au Mg?* et d’augmenter
I"'amplitude (AFmax/Fo= 400 %) et les cinétiques de réponse (ton= 240 ms) de la protéine aux variations
de Ca?* (Mank et al. 2006). Enfin, le variant TN-XXL, qui posséde une affinité relativement haute pour
le Ca** (Kp=0.8 pM), a été généré dans le but de pouvoir détecter des variations de Ca%* de I'ordre de
100 a 500 nM. Pour cela, la structure de la TnC a été réarrangée par dédoublement et mutagénése
dirigée de la téte C-terminale de haute affinité puis délétion de la téte N-terminale de faible affinité

pour le Ca?* (Mank et al. 2008).

2.2.3. Autre type de GECI
De maniére intéressante, le dernier type de biosenseur sensible au Ca?*, nommé CatchER, est un

variant muté de 'EGFP qui présente une trés faible affinité pour le Ca?* (Kp=0.19 mM). Cette FP a été
congue dans le but de pouvoir détecter des variations de fortes concentrations de Ca®" dans le
réticulum endoplasmique. Pour cela, Tang et al. (2011) ont introduit des résidus chargés négativement
(D pour aspartate et E pour glutamate) en 5 positions bien précises (147, 202, 204, 223 et 225) de la
protéine EGFP pour créer un site aux propriétés géométriques favorables & la liaison du Ca%.

Finalement, lors de la fixation de CatchER au Ca?*, seuls les changements conformationnels impliqués
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Figure 37. Le biosenseur Ca?* GCaMP6f adressé a la membrane du RS de cardiomyocytes

A. Pattern d’expression dyadique de la protéine de fusion GCaMP6f-Junctine dans un cardiamyocyte de
rat adulte

B. Courbe de calibration déterminée sur des cardiomycytes perméabilisés a la saponine, exprimant le
biosenseur GCaMP6f-T et exposés aux concentrations de Ca?* libre indiquées. Les intensités de
fluorescence maximale (Fmax) et minimale (Fmin) émises par le biosenseur dyadique ont été mesurées
respectivement en présence de 3.10° mol.L'! et 2.10° mol.L. La courbe en rouge a été obtenue par
ajustement des point a I'aide de I’équation de Hill et a permis de déterminer le Kp.

C. Clichés de microscopie confocale en mode balayage de ligne montrant (en haut) un nanospark typique
(en vert, & gauche) et un spark Ca?* enregistré simultanément avec l'indicateur Ca?* Rhod-2 (en rouge,
a droite). Les tracés sous les images indiquent le décours (en ms) et I’étendue spatiale (en um) de ces
deux événements. En bas est représenté un exemple des sous-structures présentes dans certains
nanosparks (en vert, a gauche) ainsi que I'évolution spatio-temporelle de ce signal intra-jonctionnel (en
orange, a droite).

D. Clichés de microscopie confocale qui montrent la libération de Ca?* spontanée au niveau d’une seule
dyade (signal brut, F, en haut, et normalisé, F/Fo, en bas). Les nanosparks générés sont d’amplitude
variable. Les fleches indiquent I'apparition d’un quark durant la phase de déclin du nanospark.

E. Comparaison des propriétés des sparks (rhod-2, fluo-4) et des nanosparks (GCaMP6f-T/J). L’activation
correspond au temps au pic (en ms) et I'inactivation correspond au T50, temps pour atteindre 50 % de
la décroissance.

D'aprés Shang et al. (2014)



dans son association et sa dissociation du Ca?* sont a l'origine de la transduction du signal Ca®* en

réponse fluorescente, d’ou sa rapidité (tos= 1.5 ms, Tang et al. 2011).

2.3. Applications
2.3.1. Adressage subcellulaire

De nombreux GECls ont été spécifiquement développés pour I'étude de la signalisation Ca?* des
compartiments subcellulaires (réticulum, appareil de Golgi, vésicules de sécrétion, mitochondrie,
noyau) et ont ouvert une nouvelle ére dans le domaine de I'imagerie subcellulaire. En effet, la
modulation de leur sensibilité et de leurs propriétés optiques ainsi que la possibilité de les fusionner a
une séquence d’adressage spécifique ont contribué a mettre en évidence I’'hétérogénéité spatiale des

processus de signalisation Ca?* intracellulaire (pour revue, voir Suzuki et al. 2016).

En particulier, d’'importants efforts ont été fournis dans le développement des GECls dans |'objectif
d’accéder aux dynamiques calciques réticulaires (pour revues, voir Suzuki et al. 2016; Reddish et al.
2017). En effet, le RE/RS représente la source principale de Ca?* & I'origine de la signalisation Ca?*
intracellulaire dans les cellules excitables et non-excitables (contraction, plasticité synaptique,
développement, sécrétion vésiculaire, ...).

Afin d’induire leur rétention dans la lumiére du réticulum, les biosenseurs Ca?* fluorescents sont
généralement fusionnés a une protéine luminale (ex : calréticuline) ou a la séquence —ER (résidus
KDEL) (Kasai et Ide 1996; Canato et al. 2010; Kasai et al. 2004; Palmer et al. 2004; Tang et al. 2011;
Niwa et al. 2016). Par exemple, Canato et al. (2010) ont exprimé le biosenseur D1-ER dans les fibres
musculaires squelettiques de souris déficientes en calséquestrine et ont ainsi pu démontrer le réle de
cette protéine luminale dans la recapture de Ca?'.

De plus, des études montrent que la fusion d’'un GECI (D4cpv, GCaMP2.2) a une protéine luminale
(calséquestrine) ou d’interaction avec le RYR (FKBP12) permet d’étudier la signalisation Ca?* réticulaire
dans des cellules musculaires intactes avec des niveaux de résolution importants (Sztretye et al. 2011;

Despa et al. 2014).

Les travaux de Shang et al. (2014) sur cardiomyocytes intacts de rat sont un exemple intéressant de
I'utilité de I'adressage d’un biosenseur Ca?* a la membrane jonctionnelle du RS. Pour cela, GCaMP6f a
été fusionné a I’extrémité N-terminale d’une protéine réticulaire dyadique (la triadine, T ou la junctine,
J) (Figure 37 A). Ainsi, la présence de GCaMP6f-T/J & proximité immédiate des canaux Ca?* RYR2 a
permis d’observer des « nanosparks », transitoires Ca** de forte amplitude, dans un volume optique
50 fois plus petit que les sparks observés avec des indicateurs conventionnels tel que le rhod-2 (Figure

37 C, D). De plus, les nanosparks présentent des cinétiques 4 fois plus rapides que les signaux observés
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GEVI VSD Protéine(s) fluorescente(s) Rendement Ton*** Toff Dépendance
(A émission) (rapide) au potentiel
(Vo.s)
FlaSh Canal Shaker | GFPAC (510 nm) 5% 15 ms 200 ms -40 mV
K+
SPARC Canal Na* GFP (525 nm) 0.5% 0.8 ms -52mV
VSFP1 Canal K\2.1  CFP (432 nm)/ YFP (>530 nm) 1.8% 1ms 1ms
ou cp-GFP (>590 nm)
VSFP2.1 Ci-VSP Cerulean (480 nm) / Citrine (>530nm) = 6.8 % 15 ms 75 ms -70 mV
VSFP2.3 Ci-VSP Cerulean (480 nm)/ Citrine (>530 : 22 % 30 ms 80 ms -50 mV
nm)
VSFP2.4 Ci-VSP Citrine (530 nm) / mKate2 (633 nm) 20.5% 30 ms 50 ms -54 mV
VSFP3.1 Ci-VSP Cerulean (475 nm) 22% 1.8ms : 105 ms
Mermaid*  Ci-VSP mUKG (490 nm) / mKOk (> 560 nm) 40 % 7.3ms 130 ms -36 mV
Mermaid2** = Ci-VSP CFP (432 nm) / YFP (>530 nm) 50 % 093ms 103 ms : -32mV
ArclLight Ci-VSP Super ecliptic pHluorin (525 nm) 35% 14.5ms : 44.6 ms -20 mV
pHluorin A227D (510 nm) 18.1% 10 ms 273 ms -26 mV

ArchD95N

' Arch

Cofacteur rétinien (715 nm)

33%

<l ms

<1lms

QuasArl

Arch

Cofacteur rétinien (715 nm)

32%

0.05 ms

0.07 ms

Tableau lll. Caractéristiques des principaux biosenseurs fluorescents voltage-dépendants
* valeurs obtenues sur des préparations d’ovocyte de xénope (Tsutsui et al. 2008)
** valeurs obtenues sur des préparations de cellule HEK293 (Tsutsui et al. 2013b)
*** composante rapide
Le rendement correspond au pourcentage maximum d’augmentation du signal (fluorescence,
rapport de fluorescence) de base (Fo, Ro)



avec le biosenseur d’origine non adressé GCaMP6f. De maniére spectaculaire, cette approche a permis
de mettre en évidence I'existence de sous-groupes de canaux RYR qui s’activeraient simultanément au

sein d’une méme dyade (Figure 37 C) (Shang et al. 2014).

2.3.2. Expression tissu-spécifique

L’autre avantage majeur des GECls est de pouvoir étre exprimés de maniere tissu-spécifique dans un
organisme vivant (pour revue, voir Whitaker 2010). Initialement, le biosenseur de type Caméléon YC2.1
a été exprimé spécifiquement dans le muscle pharyngéal du ver C-elegans, ce qui a permis suivre les
dynamiques Ca%* pendant la contraction du pharynx chez le ver vivant (Kerr et al. 2000). Puis des GECls
ont été exprimés dans les neurones de projection des antennes de drosophiles pour observer leur
réponse a des stimuli odorants (Diegelmann et al. 2002) ou dans un type spécifique de neurones du
poisson-zeébre afin d’étudier leur implication dans le comportement de fuite (Higashijima et al. 2003).
Finalement, grace aux GECls on est aujourd’hui capable d’accéder a I'activité de réseaux de neurones

(ex : cortex visuel) chez la souris vivante (voir par exemple Chen et al. 2013).

3. Les biosenseurs fluorescents sensibles au potentiel (ou GEVIs)

3.1.Caractéristiques des GEVIs et stratégies d’optimisation

Depuis leur découverte il y a une vingtaine d’année, de nombreux laboratoires travaillent sur les défis
associés a la conception des GEVIs en s’efforcant de toujours améliorer leur expression membranaire,
leur rendement ainsi que le rapport signal/bruit tout en adaptant les vitesses et les gammes de
potentiel auxquels ils sont sensibles en fonction des besoins expérimentaux. Chaque GEVI présente
ses propres avantages et inconvénients et peut étre approprié ou non en fonction de la question
biologique (Tableau Ill). Il est donc difficile d’envisager un biosenseur idéale et unanime qui fournirait
la solution a toutes les demandes. L'objectif du perfectionnement des GEVIs est plutot d’accumuler un
maximum d’outils disponibles afin de potentialiser les bénéfices de leurs usages (pour revues, voir

Yang et St-Pierre 2016; Kannan et al. 2019).

Parmi les propriétés importantes des GEVIs qui nécessitent d’étre considérées, on insistera en
particulier dans ce manuscrit sur :

- I'intensité relative du signal pour une dépolarisation donnée

- la sensibilité au potentiel : potentiel de demi-« activation » (Vos)

- les cinétiques de réponse : le plus souvent caractérisées par les constantes de temps respectives de
changement du signal fluorescent en réponse a I'application d’un créneau de dépolarisation-imposée

(ton) et a la rupture de ce créneau (Tof).
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3.1.1. Capacité a détecter des changements de potentiel

Les protéines fluorescentes sensibles au potentiel (ou GEVIs pour genetically encoded voltage
indicators) ont été élaborées et concues ces vingt derniéres années et ne cessent d’évoluer depuis.
Initialement, la stratégie de conception des GEVIs s’est basée sur la fusion de FP(s) a tout ou partie
d’un canal ionique voltage-dépendant (pour revue, voir Baker et al. 2008). En particulier, la région
d’intérét de ces protéines est le domaine sensible au potentiel (VSD) composé de 4 domaines
transmembranaires (S1-S4) et dont le segment S4 est porteur de résidus chargés positivement
capables de se déplacer a l'intérieur de la membrane sous l'influence du champ électrique. Ainsi, lors
de changements de potentiel membranaire, le déplacement des résidus chargés du VSD entraine le
réarrangement structural de la protéine de fusion a I'origine de la variation de fluorescence émise par
le(s) chromophore(s).

Deux limitations principales ont cependant émergé de l'utilisation des GEVIs basés sur les canaux
ioniques voltage-dépendants: 1) la non-fonctionnalité potentielle du VSD dans la membrane
plasmique sans le support structural de I'ensemble de la protéine membranaire et 2) I'influence de la
polymérisation obligatoire des canaux ioniques sur le trafic a la membrane des VSD (pour revue, voir
Mutoh et al. 2012). Ces problémes ont été résolus avec la découverte de la Ci-VSP, phosphatase
sensible au potentiel, clonée a partir de I'organisme marin Ciona intestinalis (Murata et al. 2005). La
Ci-VSP est composée d’'une enzyme cytosolique dotée d’une activité phosphatase et d’'un VSD
constitué de 4 segments transmembranaires (S1-S4). Puisque la Ci-VSP agit en configuration
monomérique et que la portion non sensible au potentiel est cytosolique, le VSD de la Ci-VSP est
devenu une alternative prometteuse pour le développement des GEVIs (pour revue, voir Perron et al.

2009). Plus récemment, les GEVIs basés sur la rhodopsine microbienne ont été développés.

3.1.2. Localisation a la membrane plasmique

Pour étre capable de rapporter des changements de potentiel de la membrane plasmique, les GEVIs
doivent étre insérés dans cette membrane, dans les cellules dans lesquelles ils sont exprimés. Pour
cela, ils empruntent la voie intracellulaire de trafic des protéines membranaires (pour revue, voir
Lippincott-Schwartz et al. 2000). Les protéines sécrétoires (futures protéines membranaires) sont
synthétisées et assemblées dans le réticulum endoplasmique puis sont exportées vers I'appareil de
Golgi ou elles continuent leur maturation. Finalement, elles deviennent matures dans des vésicules
bourgeonnant du Golgi et sont transloquées a la membrane plasmique via le réseau de microtubules.
Parfois, les protéines mal repliées peuvent se retrouver piégées dans le réticulum endoplasmique ou
dans I'appareil de Golgi ou elles forment des agrégats. En contribuant a la fluorescence de fond non
sensible au potentiel, ces agrégats peuvent atténuer le rapport signal/bruit lors de I'enregistrement

des signaux voltage-dépendants (Baker et al. 2007). L’ajout du motif d’exportation « ER » et du peptide

99



signal de trafic membranaire du canal K;;2.1 rectifieur entrant (« TS ») a I'extrémité C-terminale des
GEVIs est I'une des alternatives utilisée pour réduire les agrégats intracellulaires et ainsi augmenter
I'insertion des protéines a la membrane plasmique des cellules de mammifére (Gradinaru et al. 2008,
2010).

A l'inverse, la surexpression du GEVI dans la membrane plasmique peut avoir des effets néfastes sur
les propriétés de la membrane et donc sur les processus physiologiques qui découlent de son activité
électrique. C’est la raison pour laquelle, lors du développement de nouveaux indicateurs, les
concepteurs s’assurent du maintien des propriétés passives de la membrane et de sa capacité a

générer des PA.

3.1.3. Rendement
Le rendement est un parameétre important qui détermine la performance des GEVIs notamment parce

que 1) il contribue a améliorer le rapport signal/bruit, 2) il permet de réaliser des enregistrements sur
des préparations épaisses et 3) il favorise la possibilité de répétition des mesures sur un méme
échantillon afin de pouvoir moyenner les réponses (pour revue, voir Kannan et al. 2019).

La stratégie la plus largement utilisée a I’heure actuelle afin d’augmenter le rendement d’un GEVI
donné est d’introduire une ou plusieurs mutation(s) dans la séquence codant pour :

- le chromophore (ex : mutation A227D de la pHluorine ; Jin et al. 2012),

- le VSD (ex : mutation R415Q du S4; Chamberland et al. 2017),

- le linker entre le VSD et le donneur de fluorescence (ex : mutations A147S AA148 du linker situé entre

le S3 du VSD et la protéine fluorescente; Yang et al. 2016).

3.1.4. Rapport signal/bruit

Un rapport signal/bruit important permet de 1) détecter clairement des variations subtiles de
fluorescence et 2) éviter le recours a la répétition des enregistrements pour obtenir un signal moyenné
approprié a I'analyse et a l'interprétation.

L’augmentation du rapport signal/bruit dépend des propriétés intrinseques du GEVI et sera d’autant
plus important que la brillance, le rendement quantique et la photostabilité du chromophore seront
élevés. Des facteurs extrinseques au GEVI interviennent également dans I'enregistrement d’un signal
a haut rapport signal/bruit, c’est le cas de son niveau d’expression et de son trafic a la membrane
évoqués précédemment. De plus, la qualité de I'instrumentation optique choisie est également a
prendre en compte pour I'obtention d’enregistrements de qualité (pour revue, voir Kannan et al.

2019).

100



FlaSh VSFP1
Shaker K* Kv2.1 (S1 - S4)

YFP

5%

AFIF

e F Jts%

v 20 mV 100 ms

100mV|

500 ms .30 mV

-80 mV

Figure 38. Les biosenseurs fluorescents voltage-dépendants (VD) basés sur les canaux ioniques VD

FlaSh (panneau de gauche) est composé de la portion C-terminale du canal potassique Shaker de la
drosophile (cylindres dorés) et de la GFP (cylindre vert). La combinaison des techniques de potentiel-
imposé et de la microscopie a fluorescence dans I'ovocyte de Xénope permet d’enregistrer les
changements de fluorescence de la protéine membranaire FlaSh (tracés du haut, F) en réponse aux
changements de potentiel-imposé a la membrane de I'ovocyte (tracés du bas, V). La fluorescence (F)
de la protéine diminue en réponse aux dépolarisations membranaire de maniere réversible.

VSPF1 (panneau du milieu) est composé du VSD isolé du canal potassique Kv2.1 (cylindres dorés) et du
couple de fluorescence CFP (cylindre bleu) — YFP (cylindre jaune). Les enregistrements du bas ont été
obtenus sur des cellules HEK et montrent que la protéine VSPF1 répond aux dépolarisations
membranaires par une augmentation réversible du signal de FRET (AR/Ro).

SPARC (panneau de droite) est composé du canal sodique rSkM1 de rat (cylindres dorés) et de la GFP
(cylindre vert) introduite entre les domaines | et Il du tétramere. Les enregistrements du bas ont été
obtenus sur ovocytes de Xénope et montrent que la protéine SPARC répond aux dépolarisations
membranaires par une augmentation réversible de sa fluorescence (AF/Fo).

D'aprés Baker et al. (2008)



3.1.5. Cinétiques de réponse

Des cinétiques de réponse (Ton et Torf) rapides conférent aux GEVIs la capacité de détecter des
évenements aussi rapides que les PA. Elles représentent donc une propriété importante dans de
nombreuses conditions expérimentales, notamment dans le domaine des neurosciences.

La tres grande majorité des GEVIs est congue a partir d’un VSD. Les études structurales montrent que
I'activation voltage-dépendante du VSD entraine une mobilisation des charges positives du S4 a
I'origine de son glissement (~5 A) vers le feuillet externe de la membrane et de sa rotation d’environ
60° (Li et al. 2014) (voir aussi, section 11.1.2.1. Le récepteur aux dihydropyridines (DHPR)). Ce sont ces
changements conformationnels qui sont présumés imprégner les chromophores et moduler la
fluorescence qu’ils émettent. En effet, il existe une forte similarité entre la dépendance au potentiel
des variations de fluorescence de la protéine et la courbe d’activation des mouvements de charge du
VSD (Lundby et al. 2008).

En revanche, en ce qui concerne les GEVIs basés sur la rhodopsine, leur sensibilité au potentiel ne
dépend pas des mouvements de la protéine mais plutot des changements dans I’état de protonation

du chromophore rétinal (pour revue, voir St-Pierre et al. 2015).

3.1.6. Sensibilité (ou dépendance) au potentiel

L'activité électrique de la membrane plasmique des cellules de mammifére évoluant d’un potentiel
hyperpolarisé d’environ -100 mV a un potentiel dépolarisé d’environ +40 mV, il est important qu’un
GEVI 1) donne acces a la mesure absolue des variations de potentiel membranaire et 2) puisse
fonctionner dans une gamme de potentiels appropriée. Mais encore une fois, la gamme de sensibilité
au potentiel d’'un GEVI donné est une propriété a prendre en compte et a adapter en fonction du
contexte expérimental. A l'instar de leurs cinétiques de réponse, les propriétés de dépendance au
potentiel des GEVIs sont déterminées par les propriétés du VSD. Si nécessaire, il est possible de
modifier la dépendance au potentiel du GEVI en introduisant des mutations dans le VSD (voir par

exemple Dimitrov et al. 2007 ; Tsutsui et al. 2008, 2014).

3.2. Les diffférents types de GEVIs

3.2.1. Les GEVIs basés sur les canaux ionigues voltage-dépendants

La premiére génération de GEVIs a été congue par fusion d’une ou deux FP(s) au VSD d’un canal ionique
voltage-dépendant. Trois prototypes ont été développés par trois laboratoires différents (Figure 38).
FlaSH (pour fluorescent shaker) est le premier GEVI a avoir été généré par fusion de la GFP a I'extrémité
C-terminale du canal K* voltage-dépendant de la drosophile (Siegel et Isacoff 1997). La protéine VSFP1
(pour voltage sensitive fluorescent protein) a été congue quelques années plus tard par fusion du VSD

du canal K* voltage-dépendant K,2.1 a un couple de FRET (Sakai et al. 2001) ou a une cpFP (Knopfel et
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Figure 39. Les biosenseurs fluorescents voltage-dépendants basés sur la Ci-VSP

A. Alignement des séquences d’acides aminés des variants de la protéine VSPF2.1. Les résidus
C-terminaux du VSD et le domaine en aval du VSD de la Ci-VSP sont indiqués, respectivement,
en gris et en lettres italiques. Les protéines fluorescentes sont la mCerulean (en bleu), la
Citrine/mCitrine (en jaune), la mKate2 (en rouge), mUKG (en vert) et mKOk (en orange).

B. Les variations de fluorescence de I'accepteur (tracés du haut) et du donneur (tracés du bas)
ont été enregistrées sur des cellules PC12, maintenues a un potentiel de repos de -70 mV, en
réponse a des hyperpolarisations et des dépolarisations membranaires d’amplitude croissante
(entre -140 mV et +60 mV) et d’une durée de 500 ms. Les fleches indiquent les signaux
enregistrés lors de la dépolarisation a +60 mV.

D'aprés Perron et al. (2009)



al. 2003). Le troisieme prototype est SPARC (pour sodium channel protein based activity reporting
construct), il est composé d’une seule FP, la GFP, qui est insérée entre les domaines | et Il du canal
tétramérique Na* voltage-dépendant du muscle squelettique de rat (Ataka et Pieribone 2002). Chacun
de ces trois prototypes a constitué une preuve de principe trés encourageante. En revanche, leur
application s’est rapidement retrouvée limitée en raison de leur faible rendement (AFmax/Fo< 5% pour
AV=100 mV), de leurs cinétiques lentes (10-200 ms) et de leur faible insertion dans la membrane (pour
revue, voir Baker et al. 2008). Leur trafic a la membrane étant seulement partiel, ils s"accumulent dans

le réticulum endoplasmique et dans I'appareil de golgi (Sakai et al. 2001; Baker et al. 2007).

3.2.2. Les GEVIs basés sur la Ci-VSP

e Les variants de type VSFP2.1

La protéine VSFP2.1 est composé du VSD de la Ci-VSP fusionné a un couple de FRET. Dans le segment
S4 du Ci-VSD, une arginine, résidu chargé positivement, est remplacée par une glutamine, résidu
neutre, en position 217 (R217Q) (Dimitrov et al. 2007). Cette neutralisation de charge dans le VSD
induit un décalage de la sensibilité de la protéine vers des potentiels plus négatifs (Vo5 décalé vers la
gauche).

Les variants VSFP2.3 et VSFP2.4 sont nés de |'optimisation de la longueur des linkers entre le VSD et le
donneur de fluorescence et/ou entre les deux partenaires du couple de FRET (Figure 39). Cette mise
au point a permis d’améliorer I'efficacité du mécanisme de FRET mais pas les cinétiques de réponse
(Mutoh et al. 2009; Akemann et al. 2010). Cette lenteur est due a la faiblesse de couplage entre le VSD
(mouvement de charges, ~1 ms) et la réponse fluorescente (100 ms) (Lundby et al. 2008). Plus
particulierement, le ralentissement de la réponse de ces biosenseurs est di au mécanisme de FRET.
En effet, la diminution de la taille du linker entre le VSD et le donneur de fluorescence (CFP) induit une
accélération de la réponse de la CFP (Ton~7 ms) mais pas de celle de I'accepteur (YFP, Ton~171 ms). De
plus, la photodestruction (photobleaching) complete de la YFP entraine — non seulement
I'augmentation de la fluorescence de base de la CFP et I'abolition du FRET, mais également —
I"augmentation de la vitesse (Ton~ 5ms) et de I'amplitude de réponse de la CFP a des variations de
potentiel membranaire (Lundby et al. 2008). Ces résultats ont mené a la construction du variant
VSFP3.1 dans lequel la YFP est absente. VSFP3.1 présente effectivement des cinétiques de réponse
trés rapides ; cependant, I'labsence de la YFP induit une diminution de I'amplitude de réponse par

rapport aux protéines VSFP2.3 et VSFP2.4 (Villalba-Galea et al. 2009).
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Figure 40. Propriétés du biosenseur-FRET voltage-dépendant Mermaid

A. La protéine transmembranaire Mermaid est composée du couple de protéines fluorescentes
mUKG (donneur) et mKOk(accepteur) et position C-terminale du VSD de la Ci-VSP.

B. Spectres d’excitation (pointillés) et d’émission (traits pleins) de mUKG (en vert) et mKOk.(en
orange).

C. pH-dépendance de I'absorption de lumiere des protéines purifiées mUKG (en vert) et mKOk
(en orange) exprimées seules dans des cellules Hela.

D. Variations de l'intensité de fluorescence émise par mKOk et mUKG (tracés noirs) et du rapport
de fluorescence (R=Fmko«/Fmuks) €n réponse aux changements de potentiel membranaire
imposés a des ovocytes de Xénope (a gauche, ratio en bleu) et a des cellules Neuro2A (a droite,
ratio en pourpre) maintenues a un potentiel de repos de -80 mV.

E. Variations du rapport de fluorescence (AR/R) en fonction du potentiel de la protéine Mermaid
exprimée dans I'ovocyte de Xénope (en bleu) ou dans les cellules Neuro2A (en pourpre). Les
courbes représentent I'ajustement des données avec une fonction de Boltzmann.

F. Dépendance au potentiel des constantes de temps d’activation rapide (Ton (fast)) €t lente (Ton
slow)) €t de déclin (Tos) de la réponse de la protéine Mermaid exprimée dans les ovocytes de
Xénope (tracés bleus) ou dans les cellules Neuro2A (tracés pourpres).

Modifié d’apreés Tsutsui et al.(2008)



e Les variants de type Mermaid

Idéalement, le mécanisme de FRET devrait étre robuste en regard des facteurs environnementaux.
Cependant, les sensibilités intrinseques des FPs dérivées de la GFP (CFP et YFP) génerent des signaux
non-désirés qui se révelent problématiques lors de variations subtiles de FRET. Afin de concevoir des
GEVIs a moindre sensibilité au pH, Tsutsui et al. (2008) ont dérivé deux protéines fluorescentes de
coraux collectés dans la mer d’Okinawa. Les deux protéines monomériques fluorescentes ont été
clonées et des mutations ciblées ont été introduites dans leur séquence afin d’augmenter leur
brillance :

- monomeric Umi-Kinoko (mUKG) émet dans le vert avec un pic d’absorption a 483 nm, un pic
d’émission a 499 nm et un pKa = 5.2 (Figure 40 A-C),

- monomeric Kusabira Orange (mKOk) émet dans I'orange avec un pic d’absorption a 551 nm, un pic
d’émission a 563 nm et un pKa =4.2 (Figure 40 A-C).

Les FPs mUKG et mKOk apparaissent donc comme un couple idéal pour I'efficacité du FRET (distance
de Forster = 5.5 nm), relativement résistants aux variations de pH et aux propriétés de photostabilité
comparables a celles des protéines connues. La fusion de ce couple de fluorescence mUKG-mKOk a
I’extrémité C-terminale de la Ci-VSP donne naissance au GEVI nommé Mermaid. A I'instar des données
obtenues sur la protéine VSFP2.1, les auteurs ont introduit la mutation R217Q dans le S4 du VSD dans
le but de décaler la sensibilité de la protéine Mermaid (Vi/2= + 75 mV) vers des potentiels plus négatifs

et donc davantage physiologiques.

Les propriétés de dépendance au potentiel de la protéine Mermaid ont été étudiées dans deux
systemes d’expression : I'ovocyte de Xénope a 19°C et la cellule de neuroblastome de souris (lignée
Neuro2A) a 33°C (Tsutsui et al. 2008). Lorsqu’elle est exprimée dans I'ovocyte de Xénope, Mermaid
répond a une large gamme de potentiel (avec un potentiel de demi-activation, Vo5 = -35.8 mV) avec
une variation maximale du rapport de FRET de I'ordre de 40 % (pour une AV=+100 mV) (Figure 40 E).
L'activation de la protéine (« on ») est dépendante du potentiel. Pour des valeurs de dépolarisation
supérieures a — 40 mV, une composante rapide (Ton (fasy= 7.3-17.4 ms) suivie d’'une composante plus
lente (Ton slowy= 98-638 ms) apparaissent et sont d’autant plus rapides que I'amplitude de la
dépolarisation augmente. Lors de la repolarisation membranaire, le signal décroit avec un to de I'ordre
de 130 ms (Figure 40 F). Les cinétiques de la réponse de Mermaid sont plus rapides lorsque les
expérimentations sont menées dans des conditions de température plus élevées (physiologiques) sur
les cellules Neuro2A (Figure 40 F).

En 2014, Tsutsui et al. identifient le variant Mermaid®!**t, dans lequel la mutation D129E touche le S1

du VSD, qui possede une sensibilité décalée vers des potentiels plus positifs (Vos=+ 20 mV).
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Figure 41. Propriétés du biosenseur-FRET voltage-dépendant Mermaid2

A.

La protéine transmembranaire Mermaid2 est composée du couple de protéines fluorescentes
CFP (donneur) et YFP (accepteur) en positions N- et C-terminale du VSD de la Ci-VSP.
Variations de l'intensité de fluorescence émise par la CFP et la YFP (tracés noirs) et du rapport
de fluorescence (R=Fyrp/Fcrp) €n réponse aux changements de potentiel membranaire imposés
a des cellules HEK (a gauche, rapport en bleu) maintenues a un potentiel de repos de - 80m V.
Variations du rapport de fluorescence (AR/R) en fonction du potentiel de la protéine Mermaid2
exprimée dans les cellules HEK293. La courbe rouge représente I'ajustement des points avec
une fonction de Boltzmann.

Rapports de fluorescence enregistrés sur 5 cellules HEK en réponse a une dépolarisation de
+50 mV. La moyenne est représentée en rouge. Les constantes de temps d’activation rapide
(Ton (fast)=0.92 ms) et lente (Ton (slow)=13 Ms) sont calculées via I'ajustement d’une double fonction
exponentielle croissante (pointillés, phase de montée) et le déclin (to#=10.3 ms) a 'aide d’une
exponentielle simple décroissante (pointillés, phase de décroissance).

Dépendance au potentiel des constantes de temps d’activation rapide (carrés plein) et lente
(cercles vides) et d’inactivation (triangles pleins) de la protéine Mermaid2 exprimée dans les
cellules HEK.

D'aprés Tsutsui et al. (2013b)



De maniere intéressante, la position du couple de FRET en N- ou C- terminale ne semble pas avoir
d’effet sur la sensibilité au potentiel de la protéine. En effet, le variant Reverse-Mermaid — qui possede
les deux partenaires du couple de FRET en position N-terminale du VSD — a les mémes propriétés que
la protéine native Mermaid (Tsutsui et al. 2013a). Ces propriétés sont a tel point semblables que la
mutation R217Q du VSD induit le méme décalage de la sensibilité des protéines Mermaid et Reverse-

Mermaid vers des potentiels plus négatifs.

Toujours dans le but d’augmenter les performances de leurs GEVIs, Tsutsui al. (2013b) proposent un
autre variant, Mermaid 2, dans lequel la CFP et la YFP sont situées respectivement en positions N- et
C-terminales du VSD de la Ci-VSP (Figure 41 A). Lorsqu’elle est exprimée dans les cellules HEK293, la
protéine Mermaid2 répond a une large gamme de potentiel (avec un potentiel de demi-activation,
Vos= - 32mV) avec une variation maximale de fluorescence de I'ordre de 48.5 % (pour AV= 100 mV)
(Figure 41 B, C). Les composantes rapide (Ton (fasy= 0.93 ms) et lente (Ton (slow)= 10.3 ms) de changement
du signal de Mermaid2 en réponse a une dépolarisation sont beaucoup plus rapides que celles de la
protéine native Mermaid. Lors de la repolarisation membranaire, la constante de temps de retour un

Torf de est de I'ordre de 10 ms (Figure 41 D, E).

L’ensemble de ces données font des protéines Mermaid un outil trés intéressant pour I’étude de

I'activité des membranes biologiques. J’ai eu la chance de les utiliser au cours de ma thése.

e Les variants de type ArcLight
Afin de tester |'effet de I'utilisation d’autres FPs, Jin et al. (2012) ont remplacé le couple de FRET de la
protéine Mermaid (mMUKG/mKOKk) par la pHluorine écliptique (Miesenbdck et al. 1998) ou par la
pHIluorine super-écliptique (Sankaranarayanan et al. 2000). Ces deux protéines fluorescentes ont été
initialement congues pour la détection de variations de pH intracellulaire par introduction de
mutations dans la séquence codante pour la GFP. A l'instar de la majorité des GEVIs basés sur une
seule FP, le GEVI contenant la pHluorine écliptique ou super-écliptique montre une sensibilité au
potentiel limitée (~1.3 %). En revanche, les GEVIs de type ArcLight, congus a partir de la fusion du Ci-
VSD a l'une ou l'autre de ces deux protéines fluorescentes mutées en position 227 (A227D), présentent

une sensibilité au potentiel fortement augmentée (14 fois pour la pHluorine écliptique???’®

avec
AFmax/Fo~18 % ; 27 fois pour la pHluorine super-écliptique®??’® avec AFmax/Fo~35 %). En revanche, cette
mutation n’a pas d’effet sur les GEVIs basés sur la GFP sauvage (Jin et al. 2012). Le mécanisme par
lequel la mutation A227D améliore la sensibilité au potentiel n’est pas connu. Il a été tout de méme

suggéré que le potentiel aurait un effet sur la fluorescence en altérant la capacité de la pHluorine a
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s’associer a la membrane ou en empéchant la dimérisation entre chromophores de différentes

molécules ArcLight (Jin et al. 2012).

e Les variants de type ASAP

Les cpFPs ont également été suggérées comme moyen de coupler directement les changements
conformationnels du VSD a la fluorescence et ainsi d’augmenter la vitesse de réponse potentiel-
dépendante. Cependant, les premiers GEVIs de ce type couplant une cpFP a I'extrémité C-terminale
du Ci-VSD présentaient de faibles rendements vis-a-vis des changements de potentiel. Par exemple,
les GEVIs basés sur la cpGFP sont rapides (<2 ms) mais produisent une réponse maximale de faible
amplitude (< 2%) (Barnett et al. 2012). Pire encore, les GEVIs basés sur la cpRFP sont a la fois lents et
peu sensibles (Gautam et al. 2009). L'alternative a été de concevoir un GEVI nommé ASAP1 (pour
accelerated sensor of action potentials 1) dans lequel la cpGFP est insérée au niveau de la boucle
extracellulaire S3-54 du VSD de la VSP de poulet (St-Pierre et al. 2014). ASAP1 présente un meilleur
rendement (18-29%) sur une trés large gamme de potentiel (de -120 mV a +40 mV) et des cinétiques
trés rapides en réponse un créneau de changement de polarisation (ton ~2 ms) et a la rupture de ce
créneau (tof ~2 ms). Cependant les mécanismes impliqués dans cette amélioration de la réponse
fluorescente due a la position de la cpGFP sont inconnues. Il a tout de méme été suggéré que les
changements conformationnels dans la boucle $S3-S4 induits par les changements de potentiel auraient
un impact sur I'état de protonation du chromophore a l'origine de variation de ses propriétés
d’absorption (pour revue, voir St-Pierre et al. 2015).

ASAP2f (pour fast) contient une substitution et une délétion impliquant deux acides aminés (A147S
AA148) dans le linker situé entre le S3 du VSD et la cpGFP d’ASAP1. Ce variant ASAP2f présente un
rendement vis-a-vis des changements de potentiel fortement amélioré (AFmax/Fo~45 %) mais des
cinétiques semblables a celles de la protéine d’origine ASAP1 (Yang et al. 2016). Le variant ASAP2s
(pour slow) contient la mutation R415Q dans le S4 du VSD. Cette protéine a un meilleur rendement
augmenté (AFmax/Fo = 38.7 %) mais des cinétiques d’activation (ton= 5.2 ms) et d’inactivation (T = 24

ms) ralenties par rapport a la protéine d’origine ASAP1 (pour revue, voir Chamberland et al. 2017).

3.2.3. Les GEVIs basés sur la rhodopsine microbienne

La rhodopsine microbienne est une protéine photosensible composée de 7 segments
transmembranaires. De par son activité de pompe a protons photosensible, la rhodopsine est
classiquement utilisée pour le contréle optogénétique du potentiel de membrane. Mais cette protéine
peut également étre utilisée comme GEVI. En effet, lorsqu’il est protoné, le chromophore rétinal
contenu dans la rhodopsine fluoresce légerement a des longueurs d’onde proches de l'infrarouge.

Ainsi, lors de changements de potentiel membranaire, le potentiel électrochimique des protons varie
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Figure 42. Les biosenseurs fluorescents voltage-dépendants basés sur la rhodopsine microbienne

A. Représentation schématique d’un GEVI basé sur la rhodopsine. La dépolarisation
membranaire favorise la protonation de la rhodopsine qui entraine I'augmentation de
I"absorption a 600 nm et I'augmentation de la fluorescence émise entre 650 nm et 700 nm.

B. Représentation schématique d’un GEVI basé sur la fusion entre la rhodopsine et une protéine
fluorescente émettant a 600 nm. Au cours de la dépolarisation membranaire, la superposition
entre le spectre d’émission de la protéine fluorescente et le spectre d’absorption de la
rhodopsine entraine une augmentation du FRET et un quenching de la fluorescence émise par
la protéine fluorescente.

D'apreés St-Pierre et al. (2015)



localement et régule I'état de protonation du chromophore de la rhodopsine se traduisant par des
variations de la fluorescence qu’il émet (pour revue, voir St-Pierre et al. 2015) (Figure 42 A). Le premier
GEVI basé sur la rhodopsine a été concu par Kralj et al. (2011a) et se nomme PROPS (proteorhodopsin
optical proton sensor), variant muté de la protéorhodopsine qui absorbe dans le vert. Quand il est
exprimé chez Escherichia coli, PROPS révele que la bactérie génére des potentiels d’action spontanés
(Kralj et al. 2011a). Cependant, PROPS n’a pas pu étre utilisé comme GEVI chez le mammifére car il ne
parvient pas a s’insérer dans la membrane plasmique des cellules eucaryotes.

En revanche, Arch (archaéorhodopsin 3) isolée de la bactérie Halorubrum sodomense est une pompe
a protons photosensible qui s’exprime et s’insere dans la membrane des cellules de mammifere (Chow
et al. 2010). Cette protéine est capable de détecter des PA dans les neurones in vitro (Kralj et al. 2011b)
car elle présente des cinétiques de réponse de I'ordre de la ms et un bon rendement (AFmax/Fo= ~35%).
Avec la mutation D95N, Arch est capable de détecter le potentiel et perd son activité de pompe a
protons photosensible (Chow et al. 2010). De plus, la mutagénése dirigée a permis d’obtenir des
variants (Archers et QuasArs) présentant une brillance, des cinétiques et une sensibilité améliorée par
rapport a la protéine Arch d’origine. Dans le but d’améliorer encore la résolution spatiotemporelle des
variations de potentiel membranaire in vivo, les variants d’Arch ont été couplés a une FP pour induire
un mécanisme de FRET ou la rhodopsine jouerait le role d’accepteur de fluorescence (ex : QuasAr2-
mOrange2, QuasAr2-Citrine, MacQ-mCitrine) (pour revues, voir St-Pierre et al. 2015; Xu et al. 2017)
(Figure 42 B).

3.3. Applications
Initialement, les GEVIs ont été concus dans I'objectif de visualiser directement I'activité dynamique

des circuits neuronaux. Le perfectionnement des caractéristiques des GEVIs permet I'étude in vivo de
I'activité électrique de neurones dans de nombreux organismes modeles : la mouche (Cao et al. 2013),
le ver (Flytzanis et al. 2014), le poisson-zébre (Kibat et al. 2016) et la souris (Akemann et al. 2012). De
plus, il est aujourd’hui possible, grace a certains GEVIs, d’accéder directement a I'activité synaptique
de larges populations définies de neurones dans la souris vivante (Akemann et al. 2013). Cette
fonctionnalité est cruciale dans le domaine des neurosciences car elle représente I'unique opportunité
de pouvoir disséquer les éléments du réseau qui gouvernent la coordination de I'activité des neurones
dans différentes fonctions cérébrales comme l'intégration sensori-motrice, la perception, la cognition
ou la mémaoire.

Les nombreux avantages présentés par les GEVIs pourrait étendre leur champ d’application a I'étude
de l'activité membranaire de nombreux autres tissus tel que le muscle cardiaque (Kaestner et Lipp
2011; Herron et al. 2012) ou squelettique voire d’autres compartiments membranaires tel que le

réticulum endoplasmique.
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SYNTHESE ET PROBLEMATIQUE

La cascade d’événements permettant la contraction de la fibre musculaire striée squelettique en
réponse a l'activité électrique de sa membrane plasmique est regroupée sous le terme de couplage
excitation-contraction (EC). Le réticulum sarcoplasmique (RS) y joue un réle crucial car il fournit le stock
calcique intracellulaire nécessaire a la contraction.

Le couplage EC a lieu au niveau des triades, domaines nanoscopiques au niveau desquels les
invaginations transversales de la membrane plasmique (tubules-T) sont en contact étroit avec deux
citernes terminales adjacentes de RS. Lors de l'excitation nerveuse d’une fibre musculaire, la
dépolarisation (potentiel d’action) se propage dans toute la surface de la membrane plasmique et en
profondeur de la cellule via les tubules-T. Cette dépolarisation y est détectée par les récepteurs aux
dihydropyridines (DHPRs ou Ca,1.1s) qui en retour, par couplage mécanique, déclenchent I'ouverture
des canaux calciques du RS que sont les récepteurs de la ryanodine de type 1 (RYR1s). Ceci est a
I'origine de 'augmentation massive de Ca?* intracellulaire qui déclenche la contraction.

Les triades sont le lieu de la fibre musculaire ol s’accumulent un grand nombre de protéines dites
« triadiques ». Parmi elles, on retrouve Ca,1.1 et RYR1 mais également la triadine qui est une petite
protéine (95 kDa) d’interaction avec le RYR1 et dont les 306 premiers résidus (T306) sont nécessaires

et suffisants a son insertion dans les citernes terminales de RS (Rossi, et al. 2014b).

Le couplage EC implique donc des événements électrochimiques au niveau des deux systémes
membranaires triadiques : le réseau tubulaire-T et les citernes terminales de RS. Les propriétés
électriques et ioniques de la membrane tubulaire-T ainsi que son rdle dans I'activation du couplage EC
sont aujourd’hui bien connues. En revanche, les propriétés électrochimiques de la membrane du RS
sont encore ignorées en raison de son inaccessibilité électrique in vivo. Ainsi, de nombreuses
informations essentielles sont manquantes quant aux mécanismes de controle, de régulation et de
synchronisation de I'ouverture des canaux RYR1. En particulier, peu voire aucune donnée concluante
n’est disponible en ce qui concerne |'activité unitaire des RYR1s et les flux ioniques qui y sont associés
dans la fibre musculaire intacte. Or ces informations sont essentielles a la compréhension de la

fonction musculaire squelettique normale et pathologique.

Grace a 'avénement d’une large gamme de biosenseurs fluorescents et a la possibilité de les fusionner
a une séquence d’adressage spécifique, on est aujourd’hui capable d’avoir acces in vivo a I'activité de
compartiments subcellulaires avec des niveaux de résolution spatio-temporels de plus en plus

importants.
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Dans ce contexte, mes travaux de these ont consisté en I'adressage et la caractérisation de biosenseurs
fluorescents adressés a la membrane du RS de fibres musculaires différenciées. Grace a la
combinaison de techniques d’électrophysiologie et d’imagerie sur fibres musculaires isolées, j'ai pu
étudier I'activité du RS au cours de I'activation musculaire. Plus particulierement, mon projet de These
aborde deux problémes biologiques principaux : le potentiel de membrane du RS et la signalisation

calcique du RS au cours du couplage EC.

Mon premier objectif a été de caractériser les changements de potentiel de la membrane du
réticulum sarcoplasmique pendant l'activité musculaire. Pour cela, j'ai utilisé les protéines
fluorescentes sensibles au potentiel (GEVIs) de type Mermaid composées 1) du domaine sensible au
potentiel (VSD) de la Ci-VSP capable de s’insérer dans les membranes biologiques et 2) d’un couple de
FRET composé d’un donneur (mUKG ou CFP) et d’un accepteur (mKOk ou YFP) de fluorescence (Tsutsui
et al. 2008). La premiére étape a consisté en la caractérisation du variant de Mermaid le plus approprié
a I'étude de I'activité électrique du RS. La seconde étape a été de fusionner le variant d’intérét a T306,
par biologie moléculaire, pour induire la rétention du biosenseur dans la membrane des citernes
terminales du RS. La derniere étape a consisté en I'étude et la caractérisation des signaux émis par le

biosenseur inséré dans la membrane du RS au cours de I'activation du couplage EC.

Mon deuxiéme objectif a été de détecter les variations de concentration calcique a proximité
immédiate des canaux Ca?* RYR1. Pour cela, j’ai utilisé les protéines fluorescentes sensibles au Ca?
(GECls) de type GCamP6f (Chen et al. 2013b) composées 1) du domaine de liaison au Ca®* de la
calmoduline (CaM), 2) de la protéine fluorescente GFP, et 3) du domaine de liaison au complexe Ca?*-
CaM du peptide M13 (kinase de la chaine |égere de myosine). Dans un premier temps, j’ai pu construire
par biologie moléculaire le plasmide codant pour la protéine de fusion T306-GCaMP6f et vérifier son
insertion spécifique dans la membrane des citernes terminales de RS. Ensuite, la calibration de la
sensibilité au Ca®* des construits GCaMP6f et T306-GCaMP6f a été effectuée. Enfin, différentes

conditions expérimentales ont été testées dans le but de caractériser les propriétés des signaux

triadiques.
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MATERIEL ET METHODES

1. Constructions plasmidigues
Les séquences de Mermaid, de GCaMP6f et de leurs variants ont toutes été insérées dans le vecteur

plasmidique modifié pCS2* pour une expression chez le rongeur (et en particulier chez la souris).

1.1.La sonde Mermaid et ses variants
Les ADNc codant pour Mermaid, Reverse-Mermaid (Rv-Mermaid), MermaidP*?°¥/Y235R = ER-

Mermaid2P1?t nous ont été gracieusement fournis par le laboratoire de Y. Okamura (Japon) et celui
de la triadine par le laboratoire de V. Sorrentino (Italie). Mermaid®?°¢/¥235R et Mermaid2°***f sont
respectivement des variants des biosenseurs Mermaid et Mermaid2 (Tsutsui et al. 2008; Tsutsui et al.
2013a; Tsutsui et al. 2013b) qui présentent — lorsqu’ils sont exprimés dans les ceufs de Xénope — une

valeur de Vi, proche de +10mV (H. Tsutsui, communication personnelle).

1.1.1. Mermaid
Dans I’ADNc codant pour Mermaid, les séquences d’ADNc codant pour le couple de protéines

fluorescentes mUKG et mKOk sont situées en 3’ de la séquence du VSD.

1.1.2. Reverse-Mermaid

Rv-Mermaid est un variant de Mermaid dans lequel les séquences correspondant au couple de FRET

des protéines mUKG et mKOk sont fusionnées a I'extrémité 5’ de la séquence du VSD.

1.1.3. Reverse-MermaidP!?*/"235R

Cette construction plasmidique a été réalisée par J. Perrot, anciennement ingénieur d’étude dans

I’équipe, sous la supervision de C. Berthier. La séquence du VSDP'?%8/Y235% 3 été amplifiée par PCR a partir

dP129E/Y235R an insérant les sites de restrictions EcoRl et Xbal en 5’ et 3’ de

du plasmide pCS2-Mermai
I"amplicon. Apres purification (lsolate PCR®, Bioline), I'amplicon a subi une double restriction
enzymatique EcoRI/Xbal. Le plasmide pCS2-Rv-Mermaid a subi la méme restriction enzymatique pour
exciser la séquence du VSD. Apres purification et quantification, les produits de digestion ont été
fusionnés par ligation (toute la nuit a 4°C) dans un mélange réactionnel de composé des ADNs vecteur
et insert, de T4 ligase et de tampon de ligation (Promega). Afin d'augmenter les chances de ligation,
trois conditions ont été testées selon trois ratios insert/vecteur (1:3, 1:1 et 3:1). La formule suivante:

quantité d'insert (ng)=[quantité de vecteur (ng)/taille insert (kb) x ratio insert/vecteur] a permis de

déterminer les volumes de vecteur et d'insert. Les produits de ligation ont été ensuite amplifiés,
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purifiés, vérifiés par restriction enzymatique et enfin séquencés selon le protocole détaillé dans la

section 1.3. (Amplification et purification).

1.1.4. T306-Reverse-Mermaid®*2°%/¥235R
Pour induire la rétention du biosenseur Rv-Mermaid®*2°/Y235k dans la membrane jonctionnelle du RS,

la séquence correspondant aux 306 premiers acides aminés de la triadine (T306) a été fusionnée in
frame, c’est-a-dire en conservant les cadres de lecture, a I'extrémité 3’ de la séquence de Rv-
MermaidP12°¥/Y235R | 3 séquence de T306 a été amplifiée par PCR en insérant les sites de restriction Xbal
et Sacll respectivement en 5’ et 3’ de I'amplicon. L'amplicon purifié a subi une double restriction
enzymatique Xbal/Sacll. Cette séquence a ensuite été insérée en 3’ de la séquence de Rv-

d D129E/Y235R

Mermai grace a ces sites de restriction et a une réaction de ligation utilisant le méme mode

opératoire que pour Rv-MermaidP*2°/Y235R (section 1.1.3.).

1.1.5. T306-Reverse-Mermaid
Pour induire la rétention du biosenseur Rv-Mermaid dans la membrane jonctionnelle du RS, la

séquence T306 a également été fusionnée in frame a I'extrémité 3’ de la séquence de Rv-Mermaid. Le
plasmide pCS2-Rv-Mermaid a été linéarisé par simple restriction enzymatique Xbal. La séquence de
T306 a été amplifiée par PCR a partir du plasmide pCS2-Rv-Mermaid®'?*®/¥235R en insérant le site de
restriction Xbal en 5’ et 3’ de I'amplicon. L'amplicon purifié a subi une restriction enzymatique avec
Xbal et a été fusionnée en 3’ de la séquence de Rv-Mermaid grace a une réaction de ligation (voir

section 1.1.3.).

1.1.6. ER-Mermaid2P***
Dans I’ADNc codant pour Mermaid2P% (Tsutsui et al. 2013b), les séquences d’ADNc codant pour le

couple de protéines fluorescentes CFP et YFP sont situées respectivement en 5’ et en 3’ de la séquence
du VSDP2%€, Pour induire sa rétention dans toute la membrane du RS, le motif di-arginine (-ER) (Sharma

et al. 2010) a été fusionné in frame a 'extrémité 5’ de la séquence de Mermaid2P23%¢

1.2.La sonde GCaMP et ses variants

1.2.1. GCaMP6&f
Dans le plasmide pEGFP-GCaMP6f (Addgene), les séquences d’ADNc codant pour le domaine M13 et

la CaM sont situées respectivement aux extrémités 5’ et 3’ des deux portions de séquence codant pour

la cpEGFP.
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1.2.2. T306-GCaMP6f
Pour induire la rétention du biosenseur GCaMP6f dans la membrane jonctionnelle du RS, la séquence

codant pour T306 a été fusionnée in frame a I'extrémité 3’ de GCaMP6f. La séquence de T306 a été

dP129E/Y235R @ insérant les sites de

amplifiée par PCR a partir du plasmide pCS2-T306-Rv-Mermai
restriction BamHI et Notl respectivement en 5’ et 3’ de I'amplicon. L’amplicon purifié a subi une double
restriction enzymatique BamHI/Notl et a été fusionnée en 3’ de la séquence de GCaMP6f grace a une
réaction de ligation en utilisant le méme mode opératoire que pour Rv-MermaidP*2*¥/¥235R (sectjon

1.1.3.).

1.3. Amplification et purification

Les différentes constructions plasmidiques ont été amplifiées par transformation bactérienne (E. coli
XL-10 Ultracompetent cells, Stratagene), puis sélectionnées sur boites de Pétri par incubation une nuit
a 37°C sur du milieu Liquid Broth Agar (LB Agar; 100 ug/mL d’ampicilline). Une pré-culture d’une
quinzaine de colonies résistantes a ensuite été réalisée pendant une nuit a 37°C dans une 4 mL de LB
liguide additionné d’ampicilline (100 pg/mL). Des aliquots de 1.5 mL de pré-culture ont été centrifugés
et les culots bactériens ont été purifiés selon un protocole de « minipréparation » d’ADN. Ce protocole
a consisté tout d’abord a resuspendre le culot bactérien dans du tampon P1 (25mM Tris pH8 ; 10mM
EDTA) puis a lyser les bactéries avec du tampon P2 (0.2 NaOH ; 1% SDS). Aprés ajout de P3 (3 M acétate
de potassium, pH 5.5), une centrifugation a permis de récupérer I’ADN dans le surnageant. L'ADN a
été précipité par de I'éthanol 100%, centrifugé, lavé a I'’éthanol 70% puis resuspendu dans du tampon
Tris-EDTA et 100 pg/mL de RNase A. Une analyse de restriction a été réalisée en utilisant les enzymes
adéquates (Promega) afin d’identifier les échantillons contenant le plasmide d’intérét. Les échantillons
d’ADN ainsi présélectionnés ont été séquencés (GATC Biotech). Puis les séquences ont été analysées
et vérifiées (grace aux logiciels Serial Cloner et Benchling), et une « maxipréparation » a ensuite été
effectuée afin d'isoler et de purifier I'ADN plasmidique a I'aide d’un kit commercial (Endofree® Plasmid

Mega Kit, Qiagen).

2. Transfert de génes in vivo

2.1.Modeles animaux et muscles utilisés
Des souris males de souche OF1 (Oncins France 1) de 8 a 16 semaines (Charles River Laboratory) ont

été utilisées pour les protocoles d’expérimentation qui ont tous été approuvés par le comité d’éthique.
Les muscles squelettiques interosseux (l10) et Flexor Digitorum Brevis (FDB), présents dans la plante
des pattes arriere de souris, ont été prélevés pour I'ensemble des expérimentations sur fibre

musculaire isolée.
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Figure 43. Protocole d’électroporation in vivo

L'injection de hyaluronidase est effectuée sur la souris anesthésiée et permet de dégrader le tissu
conjonctif et de faciliter I'acces du plasmide aux fibres musculaires

L’électroporation est également effectuée sur la souris anesthésiée, une dizaine de minutes aprés
I'injection de I’ADN plasmidique, et consiste en I’envoi de courtes impulsions électriques entre les deux
électrodes connectées a |'électroporateur. Cette technique provoque des instabilités locales au niveau
de la membrane des fibres musculaires et la formation réversible de pores qui permettent I'entrée
transitoire de I’ADN plasmidique dans la cellule.



2.2.Electroporation plasmidique

Les constructions plasmidiques ont été transfectées dans les fibres musculaires squelettiques par
électroporation des muscles 10 et FDB selon la méthode décrite par Lefebvre et al. 2011 (Figure 43).

En résumé, les souris ont d’abord été anesthésiées par inhalation d’isofluorane (3%) via un
évaporateur (Univentor 400 Anesthesia ; Univentor). Les souris anesthésiées ont ensuite subi une
injection de hyaluronidase (2 mg/mL NaCl 9%.) dans chaque patte afin de dégrader le tissu conjonctif
et de faciliter I'acces du plasmide aux cellules musculaires. Aprés 1 h d’incubation de I’'enzyme et une
seconde anesthésie, I'ADN plasmidique (30 a 50 ug/ par patte) gsp 20 uL de NaCl (9%o) a été injecté
aux souris. Les deux injections ont été réalisées a 'aide d’aiguilles hypodermiques stériles (Terumo,
Belgique). La concentration d’isoflurane a progressivement été portée a 4.5 % pendant 10 min
d’incubation. Puis I’ADN a été transféré aux cellules par application de 20 pulses unipolaires de 130
V/ecm d’amplitude, d’'une durée de 20 ms, délivrés a une fréquence de 2 Hz a l'aide d’aiguilles
d’acupuncture connectées a un électroporateur (ECM 830, BTX ; Harvard apparatus, Holliston, MA,
USA). Les souris ont ensuite été installées dans la salle de quarantaine de I'animalerie du laboratoire

et les muscles ont été prélevés apres 3 a 14 jours d’expression (en fonction du plasmide).

3. Electrophysiologie

3.1.Digestion enzymatique

En fin d’aprés-midi (17h00), les souris ont été euthanasiées par dislocation cervicale puis les muscles
I0 et FDB de chaque patte arriere ont été prélevés et incubés pendant 1h a 37°C dans une solution de
Tyrode contenant de la collagénase de type | a 2 mg/mL. Le traitement des muscles a la collagénase a
pour but de dégrader le collagéne des différentes couches conjonctives du muscle. Apres digestion

enzymatique, les muscles prélevés ont été conservés toute la nuit a 4°C dans une solution de Tyrode.

3.2.Principe de la technique de silicone-clamp

Les fibres musculaires squelettiques isolées a partir des muscles 10 et FDB de souris adultes ont une
longueur de I'ordre de 0.3 a 1 mm et un diamétre compris entre 30 et 50 um. La surface de membrane
plasmique correspondante est amplifiée par le systeme tubulaire-T qui représente 4 a 5 fois la surface
apparente du sarcolemme (Jacquemond 1997). Ceci limite considérablement la possibilité d’imposer
un potentiel uniforme a I'intégralité de la membrane avec une simple micropipette de patch-clamp.
Historiguement, différentes techniques de potentiel imposé ont été développées pour la fibre
musculaire, basées sur I'utilisation de deux ou trois micro-électrodes ou sur l'utilisation de cuves
expérimentales présentant un systeme de compartiments isolés électriquement (techniques de

vaseline-gap) (pour revue, voir Hernandez-Ochoa et Schneider 2012). Cependant, ces techniques sont
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Figure 44. Montage expérimental et dispositif d’enregistrement

A. Apres digestion enzymatique (collagénase de type I, 2mg/mL), les muscles FDB et 10 sont
placés dans une chambre de culture, dont le fond est recouvert par de la graisse de silicone,
et triturés mécaniquement afin d’isoler les fibres musculaires. La fibre isolée est ensuite
recouverte partiellement (80-90%) par de la graisse de silicone (photographies de microscopie,
en haut, et schéma, en bas).

B. Une micropipette contenant une solution interne est insérée dans la portion recouverte de
fibre. Les protocoles de potentiel-imposé sont démarrés tout de suite ou aprées 30 mn de
dialyse en fonction de la composition de la solution interne. La fluorescence du biosenseur
fluorescent est enregistrée simultanément aux protocoles d’électrophysiologie au niveau de
la portion de fibre non recouverte.



complexes a mettre en place et en ceuvre, en particulier sur des fibres musculaires dissociées
enzymatiquement.

Le silicone voltage-clamp, est l'alternative développée et utilisée en routine au laboratoire
(Jacquemond 1997; Collet et al. 2004). Cette technique est adaptée a des fibres musculaires de petite
taille (10 et FDB) et consiste a isoler électriquement une portion de fibre en la recouvrant partiellement
par de la graisse de silicone (704028, Rhodia). Ainsi, la surface membranaire de la fibre est
artificiellement réduite, ce qui permet d’appliquer un potentiel uniforme a une portion restreinte (non

recouverte) de fibre avec une simple micropipette connectée a un amplificateur de patch-clamp.

3.3.Montage expérimental et dispositif d’enregistrement

Les muscles digérés ont été placés dans une chambre de culture (Ibidi, Munich, Germany) contenant
du milieu de culture (MI199, Eurobio) et 10 % de sérum de veau fcetal, et dont le fond a été
préalablement recouvert d’une fine couche de graisse de silicone. La dissociation des fibres
musculaires a été effectuée par trituration mécanique. Puis, les fibres isolées exprimant la sonde
d’intérét ont été recouvertes sur 80-90 % de leur longueur par de la graisse de silicone. Lorsque les
fibres sont transfectées avec un plasmide codant pour une protéine triadique de type T306-,
I’expression n’est pas homogene (voir par exemple, Legrand et al. 2008; Lefebvre et al. 2013). Bien
évidemment, pour ces fibres, la graisse de silicone a été appliquée sur la portion n’exprimant pas la
sonde d’intérét.

Le milieu de culture a ensuite été remplacé par une solution externe de composition basée sur un sel
de TEA-MeSOs afin de bloquer les conductances chlorure et potassique et d’augmenter la résistance
de membrane (voir section 6. Solutions). Une micro-pipette étirée a partir d’un capillaire de verre
(Borosilicate glass capillaries, Harvard) a été remplie d’une solution interne mimant la composition du
milieu intracellulaire (2 -3 MQ de résistance) (voir section 6. Solutions) puis son extrémité a été insérée
dans la cellule, au travers de la couche de silicone (Figure 44). En fonction des contraintes
expérimentales, la solution interne peut contenir également un marqueur fluorescent sensible au Ca?
(rhod-2 ou fluo-4FF) et/ou un chélateur de Ca?* permettant de bloquer la contraction (EGTA ou BAPTA).
Dans ce cas, une dialyse intracellulaire de 30 mn a été nécessaire ; période pendant laquelle la cellule
a été maintenue a un potentiel de repos de -80 mV. La micro-pipette et I'électrode de référence
immergée dans le bain extracellulaire sont reliées a un amplificateur de patch-clamp RK400 (Bio-logic,
Claix, France) connecté a un convertisseur AD/DA (Digidata 1440A, Molecular Devices, CA, USA)
controlé par un ordinateur doté du logiciel pCLAMP9 (Molecular devices, CA, USA), permettant
I'application de potentiels de commande et I'acquisition des signaux électrophysiologiques. Avant de
réaliser I'acquisition des données, la compensation analogique de résistance série a été ajustée. La

fréquence d’échantillonnage était réglée a 10 kHz durant I'acquisition.
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Figure 45. Principe de la microscopie confocale a balayage laser

Le laser (Argon ou Hélium-Néon) émet un faisceau de lumiere monochromatique qui passe a travers
un premier pinhole puis par un filtre d’excitation. Le signal filtré est reflété sur le miroir dichroique et
concentré sur un point précis de I'échantillon par la lentille de I'objectif. La fluorescence émise par
I’échantillon provient du plan focal (en bleu) et des régions adjacentes (en rouge), retraversent le
miroir dichroique et passe par un filtre d’émission. Le deuxieme pinhole dans le plan de I'image
intermédiaire élimine la fluorescence parasite et ainsi seule la fluorescence du plan focal est captée
par le photmultiplicateur (PMT)



Les stimulations ont été appliquées a partir d’un potentiel de repos imposé de -80 mV (condition de

couplage EC-activé) ou de 0 mV (condition de couplage EC-inactivé).

4. Microscopie confocale a balayage laser

Au cours de ma Theése, I'ensemble des images fluorescentes ont été acquises avec un microscope
confocal a balayage laser (LSM 5 Exciter - Carl Zeiss Microscopy GmbH, Germany) équipé d’un laser
Argon multi-raies (458, 476, 488 et 514 nm), de deux lasers Hélium-Néon (543 et 633 nm) et d’un

objectif a immersion (x63, d’ouverture numérique 1.4).

4.1.Principe
Le principe de la microscopie confocale a balayage laser (Figure 45) est de pratiquer des coupes

virtuelles de I'’échantillon observé en enregistrant seulement la fluorescence émise dans le plan focal
(en théorie ~400 nm d’épaisseur). Ce type de microscopie offre donc une bien meilleure résolution en

Z que la microscopie a fluorescence conventionnelle a champ large.

Plus précisément, a la sortie du laser, le faisceau lumineux est transmis vers un cristal AOTF (pour
acousto-optic tunable filter) dont le role est de moduler I'intensité et/ou de sélectionner/changer la
longueur d’onde excitatrice. Le faisceau est ensuite reflété sur un miroir dichroique puis dirigé vers
I’objectif qui condense le faisceau lumineux sur un point défini de la cellule musculaire d’intérét.

Lors de I'impact du faisceau excitateur, le biosenseur fluorescent dans la cellule musculaire émet des
photons. Ceux-ci sont collectés par la lentille de I'objectif et passent a travers le miroir dichroique puis
traversent un filtre d’émission. Le signal filtré est capté par un photomultiplicateur (PMT) qui convertit
et amplifie (gain) les photons en électrons. Afin de détecter correctement des signaux lumineux de
différentes intensités, il est possible de jouer sur le gain du PMT (0-1000 V). En revanche,
I"augmentation du gain conduit a un bruit électronique plus important et a une dégradation du rapport
signal/bruit.

Un pinhole (ou trou d’aiguille), situé devant le PMT permet d’éliminer la fluorescence parasite des
plans adjacents et de ne sélectionner que celle provenant du plan focal, ce qui offre la résolution en Z.
L’épaisseur de la tranche optique varie en fonction de I'état d’ouverture du pinhole.

Le signal recu est enfin converti en signal numérique permettant ainsi la reconstruction de I'image
point par point par balayage du champ analysé a I'aide de miroirs de déflection de la source lumineuse.
Le mode « balayage x,y » permet I'acquisition d’images en deux dimensions (en routine 512 x 512
pixels) et a été utilisé pour caractériser la distribution des biosenseurs fluorescents dans les fibres

musculaires ou pour les études de calibration (dépendances au potentiel, au pH ou au Ca%').
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+ rhod-2

Figure 46 : Les différentes configurations de fluorescence



Le mode « balayage x,t » consiste a balayer une méme ligne (en routine en mode « zoom x2 » : 51 um
/ 512 pixels) plusieurs centaines/milliers de fois, ce qui permet de maintenir ’accés a des informations
spatiales (x) avec une résolution temporelle compatible avec les phénoménes étudiés. Cette

configuration a été systématiquement utilisée simultanément aux protocoles de potentiel-imposé.

4.2.Dispositifs d’enregistrement et réglages

4.2.1. Biosenseurs Mermaid

L'imagerie de fluorescence des biosenseurs de type Mermaid a été réalisée dans deux types de

configuration du microscope : confocale et non-confocale (Figure 46).

e Configuration confocale standard

Le mode confocal a été essentiellement utilisé pour caractériser la localisation des biosenseurs dans
les cellules en mode balayage x,y avec une excitation laser a 488 nm (muKG ou CFP) ou 543 nm (mKOk
ou YFP) et une détection respective aux longueurs d’ondes supérieures a 505 nm ou supérieures a 560

nm.

e Configuration non-confocale pour les mesures en réponse a l'application de protocoles de
potentiel-imposé

La détection du signal émis par les deux partenaires de fluorescence des protéines Mermaid a été
réalisée par utilisation d'une configuration non-confocale (pinhole d'émission completement ouvert)
du microscope afin d’augmenter 'intensité de la fluorescence recueillie. Le signal de FRET est obtenu
par excitation laser a 458 nm et détection simultanée a 500 + 25nm (muKG ou CFP) d'une part et a des
longueurs d’onde supérieures a 560 nm d'autre part (mKOk ou YFP).

Les mesures de fluorescence en configuration FRET et mode balayage de ligne x,t ont été effectuées
sur une durée totale de 2 a 20 s selon la durée du protocole de potentiel-imposé, a raison d'une ligne
(x,t) toutes les 1,15 ms. Afin de caractériser et de corriger les effets du photobleaching et autres
changements éventuels de fluorescence indépendants de la réponse aux variations de potentiel, une
détection du signal de FRET dans les fibres musculaires a aussi été réalisée en I'absence d'application

de protocole de potentiel-imposé comme controle.

e Cas particulier du photobleaching de I’accepteur
Afin d’étudier I'effet du photobleaching de mKOk sur le mécanisme de FRET, une excitation prolongée
a 543 nm a été réalisée sur une région restreinte de fibre musculaire (par balayage x,y) exprimant les

biosenseurs Rv-Mermaid®?°¢/¥235% oy T306-Rv-Mermaid®?%/¥235% jusqu’a ce que la fluorescence émise
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aux longueurs d’onde supérieures a 560 nm soit completement abolie. Puis, le signal de FRET a été
enregistré en configuration non-confocale (par balayage x,t) simultanément a I'application de

créneaux de potentiel-imposé selon le protocole décrit précédemment.

4.2.2. Biosenseurs GCaMP6f

e Conditions de potentiel imposé et calibration

L'imagerie de fluorescence des biosenseurs de type GCaMP6f a été réalisée en configuration confocale
standard par excitation laser a 488 nm et détection simultanée aux longueurs d’onde supérieures a
505 nm (Figure 46). Au cours des protocoles de potentiel-imposé, les enregistrements ont été
effectués sur une durée totale de 2 s, a raison d'un balayage de ligne (x,t) rapide (1.15 ms) ou lent (7.67

ms).

e Mesure simultanée de la fluorescence du rhod-2

Dans les fibres exprimant le biosenseur GCaMP6f et dialysées avec le rhod-2, indicateur calcique
fluorescent de synthese, une configuration d’excitation a 488 nm et de détection a 505-530 nm a été
utilisée pour le signal de GCaMP6f, tandis qu’une excitation a 543 nm et une détection a des longueurs
d’onde supérieures a 560 nm a été utilisée pour le rhod-2 (Figure 46). Les enregistrements étaient
effectués sur une durée totale de 2 s, a raison d'un balayage de ligne (x,t) toutes les 1.15 ms,

simultanément aux protocoles de potentiel imposé.

4.2.3. Autres sondes fluorescentes

e Transitoires calciques cytosoliques détectés avec le fluo-4 FF

Dans le cas particulier de la détection de la fluorescence émise par le fluo-4 FF, indicateur calcique
fluorescent de synthese, des fibres musculaires non transfectées ont été excitées a 488 nm et la
fluorescence émise a été détectée aux longueurs d’onde supérieures a 505 nm simultanément au

protocole de potentiel-imposé.

e Marquage du réseau tubulaire transverse et di-8anepps

Le di-8-anepps est une sonde qui fluoresce lorsqu’elle s’incorpore dans les environnements lipidiques
telles que les membranes biologiques et qui permet donc de visualiser I'organisation structurale du
systéme tubulaire transverse. Afin de caractériser la localisation du biosenseur ER-Mermaid2P12°¢/Y235R,
les fibres musculaires ont été incubées pendant 1h avec une solution contenant 20 uM de di-8-anneps.

Les images (x,y) de fluorescence ont été obtenues par excitation a 488 nm ou 543 nm et détection aux
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longueurs d’onde supérieures a 560 nm pour la visualisation respective du di-8-anepps ou de ER-

MermaidleZQE/Y235R

5. Analyses des images de fluorescence

Les images de fluorescence ont été analysées avec les logiciels Image J (National Institutes of Health

(NIH), USA) et Origin 7/8 (OriginLab Corp, Northampton, MA, USA).

5.1.Biosenseurs Mermaid

Pour chaque fibre musculaire exprimant un biosenseur d’intérét et maintenue avec succes en
conditions de potentiel-imposé, I'étude du transfert d’énergie entre les deux partenaires du couple de
FRET a été réalisée via le calcul du rapport normalisé R/Ro, désigné comme rapport de FRET, avec R=
Fsse0/ Fsoo (accepteur/donneur) et Ro la valeur de R au potentiel de maintien de la fibre musculaire (-80

ou 0 mv en fonction du protocole de potentiel imposé).

Les courbes de variation du rapport de FRET en fonction du potentiel ont été construites a partir des

valeurs maximales de variation de R/Ro pour chaque valeur de potentiel-imposé. L’ensemble des

valeurs obtenu pour chaque fibre musculaire a été ajusté avec une fonction de Boltzmann :
Max/{1+exp[(Vos-V)/k]}

Avec Max la variation maximale du rapport de FRET, Vo5 le potentiel de demi-activation, V le potentiel

de membrane et k la pente.

Les valeurs des constantes de temps de croissance (ton) et décroisssance (Toff) ont été obtenues par
ajustement du rapport de FRET (respectivement a la mise en place et apres la rupture du créneau de

potentiel) avec une fonction exponentielle pour chaque valeur de potentiel-imposé.

5.2.Biosenseurs GCaMP6f
Pour chaque fibre musculaire exprimant un biosenseur d’intérét et maintenue avec succes en

conditions de potentiel imposé, les variations de fluorescence ont été quantifiées par le rapport F/Fo
avec F la fluorescence maximale émise pendant le pulse et Fq la fluorescence au potentiel de maintien
de -80 mV. Les variations moyennes de F/Fo dans les fibres musculaires exprimant le biosenseur
GCaMP6f ou T306-GCaMP6f ont été obtenues en moyennant la réponse sur toute la longueur de la
ligne de scan (51 um). Les variations locales de F/Foont été déterminées sur des régions de 0.5 um de

large centrées sur les pics du profil d’expression triadique de la fluorescence de base Fo.
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6. Solutions
e Tyrode
La solution de Tyrode contient (en mM) 140 NaCl, 5KCl, 2.5 CaCl,, 1MgCl,, 10 HEPES. Le pH est ajusté
a 7.2 avec de I'hydroxyde de sodium (NaOH).

6.1.Conditions de potentiel-imposé

e Solution extracellulaire

La solution utilisée pour les enregistrements de silicone-clamp est pauvre en Cl" et dépourvue de Na*
et de K* afin de limiter le flux de ces ions, d’augmenter la résistance de membrane et de favoriser le
controle du potentiel. Elle est composée (en mM) de 140 tétraéthylammonium (TEA)-MeSOs, 2.5 CaCl,,
2 MgCl,, 10 TEA-HEPES, 0.002 tétrodotoxine (TTX), 1 4-aminopyridine (4-AP). Le TEA et la 4-AP sont
utilisés pour bloquer la conductance K* et la TTX pour bloquer la conductance Na* dépendante du
potentiel. Le pH de la solution a été équilibré a 7.2 avec de I'acide méthane-sulfonique (MeSOs).

Dans certaines conditions expérimentales, le BTS (50 uM) a été ajouté a la solution externe afin de
bloquer la contraction a la place de 'EGTA ou du BAPTA.

e Solution intracellulaire

La solution de dialyse mime le milieu intracellulaire. Sa composition de base est (en mM) 120 K-
glutamate, 5 Na,-ATP, 5 Nay-phosphocreatine, 5.5 MgCl,, 5 glucose, 5 HEPES. Le pH a été ajusté a 7.2
avec de I’hydroxyde de potassium (KOH).

Dans certaines conditions expérimentales, la solution interne contient également (en mM) un
indicateur calcique de synthése, 0.1 rhod-2 ou 0.2 fluo-4FF, et/ou un chélateur calcique, 10-15 EGTA
ou 20 BAPTA. L'EGTA (acide bis-(aminoéthyl)-glycoléther-N,N,N',N'-tétraacétique) et le BAPTA (acide
1,2-bis-(0-aminophénoxy)-éthane- N,N,N’,N’-tétraacétique) sont utilisés pour bloquer la contraction
et sont saturés a 40 % avec du CaCl, de maniere a maintenir une concentration en calcium libre proche

de 100 nM.

6.2. Perméabilisation et calibration

Les différentes calibrations ont été effectuées dans le but de caractériser la sensibilité des biosenseurs
a certains ions (H* pour le biosenseur T306-Rv-Mermaid®!?%¢/Y235% et Ca?* pour les biosenseurs de type

GCaMP6f).

e Dépendance au pH du biosenseur T306-Rv-Mermaid®!2%/Y23R
Afin de caractériser la dépendance au pH de T306-Rv-Mermaid®!?%/¥235R |es fibres musculaires ont été

traitées successivement avec différentes solutions extracellulaires contenant (en mM) 0.01 nigéricine,

120



140 K-Glutamate, 2 MgCl,, 10 HEPES dont le pH était ajusté a différentes valeurs (6 —6,5-7-7,5 - 8)
avec du KOH ou du MeSO:s.

Dans ces conditions expérimentales, la réponse du couple de fluorescence (muKG-mKOk) de T306-Rv-
MermaidP12°F/Y235R 3 &té enregistrée en configuration FRET par balayage x,y a raison d’une image par

seconde.

e Dépendance au Ca?* des biosenseurs de type GCaMP6f

La construction de la courbe de calibration du Ca?* pour le biosenseur T306-GCaMP6f a été réalisée
sur fibres musculaires préalablement perméabilisées avec une solution extracellulaire contenant
0.05% de saponine et (en mM) 140 K-MeSOs, 1 MgCl,, 1 EGTA et 5 HEPES. Apres perméabilisation, la
solution externe a été remplacée par une solution de type interne dépourvue de Ca?" - afin de
déterminer la valeur Fmin— contenant (en mM) 140 KCl, 10 EGTA, 5 PIPES, 0.05 BTS, 2 2,3-butanedione
monoxime (BdM). Les fibres ont ensuite été complétement enrobées dans de la graisse silicone et le
milieu interne dialysé successivement a travers la pointe de micropipettes remplies de la solution
interne précédemment décrite et contenant des concentrations croissantes de CaCl, (en mM) 2, 5, 7,
9, 9.5, 9.9, 10, puis 11 (pour déterminer la valeur de Fmna). Le temps d’équilibration de chaque
concentration était de 30 min. Le pH de toutes les solutions a été ajusté a 7.

Dans ces conditions expérimentales, I'acquisition d’images x,y — moyennées 4 fois afin d’augmenter le

rapport signal/bruit — a été réalisée au début de I'expérience et a la fin de chaque dialyse.
La construction de la courbe de calibration du Ca%* pour le biosenseur GCaMP6f a été réalisée sur une
fibre musculaire équilibrée successivement en présence des mémes solutions décrites ci-dessus

contenant également de la ionomycine (0.01 mM).

La dépendance des valeurs de fluorescence en fonction des concentrations en calcium libre dans

chaque solution a été ajustée avec I’'équation de Hill.

7. Analyses statistiques

Les données ont été analysées avec le logiciel Origin 7/8 (OriginLab Corp, Northampton, MA, USA). Les
valeurs sont représentées sous forme de moyenne +* écart a la moyenne (SEM) pour le nombre n

indiqué de fibres musculaires.
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8. Culture cellulaire et immunomarquage

La culture cellulaire et 'immunomarquage ont été réalisés par T. Hilaire, étudiant en M1 au laboratoire,
sous la supervision de C. Berthier. Les cellules COS-7 et Hela ont été cultivées en milieu de culture
DMEM (Eurobio) supplémenté de 10-15 % de sérum de veau feetal, 100 mM de pyruvate de sodium,
100 U/mL de pénicilline et 100 pug/mL de streptomycine, a 37°C dans une atmosphére de culture
contenant 5% de CO,. Les cellules ont ensuite été ensemencées sur des lamelles de verre la veille de
la transfection puis transfectées avec les plasmides d’intérét en utilisant les réactifs FUGENE HD
(Promega) ou Polyfect (Qiagen). L'immunomarquage a été effectué dans les 48 a 72h suivant la
transfection. Pour cela, les cellules ont été fixées avec 2 % de paraformaldéhyde dilué dans du PBS
additionné 300 mM de MgCl, et 30 mM de CaCl, (PBS-CaMg) et perméabilisées avec 0.1 % de Triton X-
100/50 mM de glycine dilué dans du PBS-CaMg. Les sites non spéifiques ont été bloqués avec 1% de
BSA dans du PBS-CaMg. Puis, les cellules ont été incubées toute la nuit a 4°C avec les anticorps
primaires suivants dilués dans du PBS-CaMg contenant 1 % de BSA : anti-GM130 monoclonal (clone
35;1:1000 ; transduction BD) pour marquer I'appareil de Golgi, anti-KDEL monoclonal (10C3; 1 :250;
Abcam) pour marquer le réticulum endoplasmique, ou anti-GRP78-BIP polyclonal (1:200; Abcam)
pour marquer la lumiere du réticulum endoplasmique. Une seconde étape de blocage a été réalisée
avec du PBS-CaMg contenant 1 % de sérum de chévre normal. Ensuite, les cellules ont été incubées
avec les anticorps secondaires IgG anti-souris conjugués au Fluor647 Hilyte (Anaspec) ou anti-lapin
conjugués a I'Alexa Fluor 594 (Molecular Probes), pendant 1h a température ambiante. L'ensemble
des incubations a été effectué dans une chambre humidifiée et les cellules ont ensuite été
abondamment rincées avec du PBS-CaMg aprés chaque incubation. Les échantillons immunomarqués
ont ensuite été montés dans un milieu de montage (Vectashield ; Vector Laboratories ; ou Dako) et

imagés en microscopie confocale a balayage laser x,y.

9. Modélisation des variations de Ca** le long du sarcomére

Afin de tester la crédibilité des résultats comparant la réponse des biosenseurs GCaMP6f et T306-
GCaMP6f, une simulation des variations de concentration en Ca?* et des variations correspondantes
de calcium complexé a chacune des deux sondes, le long du sarcomére a été réalisée par le Pr. Laszlo
Csernoch (Université de Debrecen, Hongrie). Il est bien entendu que le détail des procédures et calculs
utilisés sont du ressort exclusif de la compétence du Pr. Csernoch. Le modeéle est basé sur un flux de
Ca?* synthétique reproduisant les propriétés physiologiques présumées du flux de Ca? du RS en
réponse a une dépolarisation. L’espace cytoplasmique le long d’un quart de sarcomére (0.5 pum) est
subdivisé en volumes (voxels) de 1000 nm?3. Sur la base du flux d’entrée restreint au premier voxel, le

modele calcule le changement de concentration en Ca?* dans chaque voxel suivant, au cours du temps,
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en prenant en compte la diffusion du Ca?* et les propriétés de I'espace cytoplasmique en termes de
tampons calciques (parvalbumine, troponine C), transport dans le RS (par I’ATPase SERCA), et
complexation au biosenseur GCaMP6f ou T306-GCaMP6f, en prenant en compte I'affinité et les
contraintes cinétiques déterminées respectivement a partir des calibrations et des comparaisons entre
les transitoires calciques mesurés simultanément avec GCaMP6f et I'indicateur rhod-2. En imposant la
présence de T306-GCaMP6f exclusivement a la zone du flux calcique, le modéle permet d’estimer les

différences prédictibles de décours des variations de fluorescence des deux biosenseurs.
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RESULTATS



Section 1.

ADRESSAGE D’UN BIOSENSEUR-FRET SENSIBLE AU POTENTIEL A LA MEMBRANE DU
RETICULUM SARCOPLASMIQUE DANS LE MUSCLE STRIE SQUELETTIQUE

Article 1 : Sanchez, C., Berthier, C., Allard, B., Perrot, J., Bouvard, C., Tsutsui, H., Okamura, Y. and
Jacquemond, V. (2018). Tracking the sarcoplasmic reticulum membrane in muscle with a FRET
biosensor. J Gen Physiol.

Introduction

Les flux d’ions a travers les membranes cellulaires générent une activité électrique cruciale pour la
fonction des cellules excitables et non-excitables. En particulier, des canaux, pompes et transporteurs
ioniques présents dans la membrane du RE/RS sont a l'origine de flux ioniques importants. Plus
spécifiguement dans le muscle squelettique, I'ouverture des canaux RYR1 au cours du couplage EC est
a I'origine d’une augmentation massive de Ca?* intracellulaire. Les données actuelles tendent 3 établir
de maniére dogmatique que des contre-flux ioniques concomitants a la libération de Ca®
permettraient de maintenir le potentiel de membrane du RS a des valeurs proches de 0 mV (donc
éloignées de Ec,=+120 mV) et donc de maintenir I'efflux calcique (A. V. Somlyo et al. 1981; J. S. Smith
et al. 1988; Oetliker 1989; Fink et Veigel 1996; Gillespie et Fill 2008b). En revanche, aucune donnée
expérimentale n’a permis jusqu’a présent de confirmer ou d’infirmer cette hypothése a I’échelle d’une
fibre musculaire intacte en raison de I'inaccessibilité a une mesure fiable du potentiel de membrane
du RS. Ainsi, la possibilité que des variations transitoires ou chroniques du potentiel de membrane du
RS puissent se développer au cours de I'activité musculaire normale, en conditions de fatigue ou
pathologique reste inexplorée.

Afin de contourner le probléme, nous avons adressé des biosenseurs-FRET (couple de fluorescence
mUKG-MKOKk) sensibles au potentiel (VSD de la Ci-VSP) de type Mermaid (Tsutsui et al. 2008c)

spécifiguement a la membrane du RS de fibres musculaires différenciées.

Résultats

Calibration de la sensibilité au potentiel du signal de FRET des biosenseurs de type Mermaid
En I'absence de séquence d’adressage, les biosenseurs Mermaid (couple de FRET en 5’ du VSD), Rv-
Mermaid (couple de FRET en 3’ du VSD) et Rv-Mermaid®*?°¢*23*kR (couple de FRET en 3’ du VSD muté

en positions 129 et 235) s’insérent, en majorité, par défaut dans les tubules-T des fibres musculaires.
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Ceci a permis de calibrer leur réponse au potentiel et ainsi de sélectionner le variant le plus approprié
a notre question expérimentale.

De maniere générale, les biosenseurs Mermaid et Rv-Mermaid répondent a une dépolarisation
membranaire par une augmentation du rapport de FRET (mKOk/mUKG) et a une hyperpolarisation

membranaire par une diminution du rapport de FRET.

De maniére intéressante, la réponse de FRET du variant Rv-Mermaid®*?°¢/Y23R différe de celle de
Mermaid et Rv-Mermaid. En effet, des stimulations dépolarisantes entre -40 et -20 mV générent une
variation négative du rapport de FRET. De plus, en réponse a des dépolarisations d’amplitude plus
importante, une composante positive — similaire a celle observée avec Mermaid et Rv-Mermaid — vient
se superposer a cette composante négative du signal de FRET. Cette complexité du signal enregistré
est variable d’'une fibre a l'autre et résulte sans doute de I'existence de deux populations de
biosenseurs Rv-Mermaid®?¢/¥235% : 'une présente dans la membrane des tubules-T, I'autre dans la
membrane d’'un compartiment subcellulaire dotée d’une activité électrique distincte de celle des
tubules-T.

Cette mixité est visible en conditions d’activation du couplage EC, c’est-a-dire lorsque les
dépolarisations sont imposées a des fibres musculaires maintenues a un potentiel de repos de -80 mV.
Afin de s’affranchir de cette contamination, de conserver uniquement la réponse des biosenseurs
insérés dans la membrane des tubules-T et ainsi de pouvoir calibrer la réponse du variant Rv-
MermaidP'?*#/Y235R - |es stimulations ont été imposées & des fibres musculaires maintenues a un
potentiel de 0 mV, conditions d’inactivation du couplage EC. Finalement, en raison de sa sensibilité
centrée autour de 0 mV, Rv-Mermaid®?°/¥235R ¢’est avéré étre le variant le plus adapté a I'étude de

I"activité électrique potentielle de la membrane du RS.

Signal de FRET des biosenseurs de type Mermaid adressés au RS au cours du couplage EC
L’adressage du variant d’intérét Rv-Mermaid®'?°/¥23°R 3 |a membrane jonctionnelle du RS a été réalisé
avec succes grace a sa fusion a I'extrémité N-terminale de la séquence T306 (correspondant au 306
premiers résidus de la triadine). De maniére intéressante, dans les fibres musculaires, la réponse du
biosenseur adressé T306-Rv-MermaidP*?°/¥23R est unique et ne montre aucun signe, quel qu’il soit,
d’une contribution des tubules-T. Cette réponse est dépendante du potentiel (Vos= -26.2 mV) et se
caractérise par une diminution du rapport de FRET (ARmax/Ro= -6 %) lorsque des dépolarisations sont
imposées a la membrane des tubules-T.

Le photobleaching complet de I'accepteur (mKOk) du biosenseur T306-Rv-Mermaid®2°¥/Y235R entraine

une abolition du mécanisme de FRET et une augmentation de la fluorescence de base du donneur
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(mUKG) via un processus de dé-quenching. Ces données indiquent que le signal détecté avec le

biosenseur adressé est bel et bien un signal de FRET.

Afin de confirmer I'existence d’un signal de FRET potentiel-dépendant spécifique a la membrane du
RS, nous avons testé la réponse du variant Mermaid2P%°t (couple de FRET CFP-YFP et VSD muté en
position 129) fusionné a la séquence d’adressage -ER. Comme attendu, ER-Mermaid2P*?% est inséré
dans toute la longueur de la membrane du RS (jonctionnelle et non jonctionnelle). En revanche, sa
réponse aux variations de potentiel imposé en conditions d’inactivation du couplage (potentiel de
maintien de 0 mV) indique qu’il est également présent dans la membrane des tubules-T. Cette mixité
d’adressage a compliqué la caractérisation des signaux provenant du RS et a donc limité I"utilisation
du biosenseur ER-Mermaid2P1%%€, Ces résultats montrent que la séquence -ER n’est pas aussi efficace

que la séquence -T306 pour induire I'adressage strict du biosenseur a la membrane du RS.

De maniére surprenante, lorsque le variant Rv-Mermaid (Vos=-70 mV) est adressé a la membrane du
RS grace a sa fusion a I'extrémité N-terminale de T306 (T306-Rv-Mermaid), il répond également aux
dépolarisations imposées par une diminution du rapport de FRET et ceci de maniére quasiment
identique (ARmax/Ro= -7.5 % et Vos= -26.4 mV) au biosenseur T306-Rv-Mermaid®'2°*¥/Y235R - Cette
similarité de réponse obtenue avec deux variants de Mermaid, aux sensibilités différentes vis-a-vis du
potentiel, suggére qu’un autre mécanisme que la voltage-dépendance entre en jeu lorsque les

biosenseurs sont insérées dans la membrane du RS.

Sensibilité au pH du signal de FRET des biosenseurs de type Mermaid
Bien que Tsutsui et al. (2008) se soient préalablement assurés de la résistance au pH des partenaires
de fluorescence mUKG et mKOk, nous avons testé la sensibilité au pH du biosenseur T306-Rv-

MermaileZQE/Y235R

par traitement des fibres musculaires avec la nigéricine (ionophore H*) et
équilibration en présence de solutions a différentes valeurs de pH. Les résultats indiquent que, dans
notre systéme, le signal de FRET est sensible au pH et la diminution maximale de 6% du rapport de
FRET enregistrée en réponse a une dépolarisation pourrait correspondre en fait a une diminution de
pH intracellulaire de 7.2 a ~7. Dans nos conditions expérimentales standard, les fibres musculaires sont
dialysées avec de larges concentrations d’EGTA (20 mM) afin de bloquer la contraction. Or, 'EGTA

libére des protons lors de sa complexation au Ca?*. L’ensemble de ces données suggérent que le signal

de FRET enregistré avec le biosenseur adressé est trés probablement un signal de pH.
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Signal de FRET des biosenseurs de type Mermaid adressés au RS au cours du couplage EC dans des
conditions de limitation des variations de pH intracellulaire

Afin de nous affranchir des variations de pH induites par la présence de 'EGTA, nous avons étudié la
réponse du biosenseur adressé T306-Rv-Mermaid®'?*®¥23R en présence d’autres bloqueurs de la
contraction (BAPTA ou BTS). En présence de BAPTA dans le milieu intracellulaire, la libération de Ca?*
par le RS déclenchée par des stimulations dépolarisantes n’est pas accompagnée d’une diminution du
rapport de FRET. Au contraire, une légére augmentation du signal de FRET est enregistrée (AR/Ro <1.5
%) compatible soit avec un changement de potentiel de la membrane du RS soit une légére
alcalinisation intracellulaire (ApH="0.06).

Cependant, en présence de BTS extracellulaire, le rapport de FRET des biosenseurs T306-Rv-

MermaileZQE/YZ?:SR

et T306-Rv-Mermaid augmente avec une amplitude similaire (AR/Ro =~3%) en
réponse a des trains de potentiels d’action. Ces données similaires obtenues avec les deux variants de
Mermaid présentant une sensibilité au potentiel distincte tendent a démontrer, ici encore, que le

signal enregistré n’est sirement pas une variation de potentiel, mais plutét un signal pH.

Conclusion

La fusion des biosenseurs fluorescents sensibles au potentiel de type Mermaid a la séquence T306
offre I'opportunité unique d’avoir accés a l'activité électrique de la membrane du RS dans des fibres
musculaires intactes. En présence d’EGTA, les biosenseurs adressés T306-Rv-Mermaid®12%/¥235R et
T306-Rv-Mermaid sont capables de détecter des variations locales de pH au cours de la libération de
Ca?*. En revanche, en I'absence d’EGTA, aucun changement significatif du signal de FRET n’est détecté
ce qui suggére que le RS ne connait pas de variation substantielle de son potentiel de membrane au

cours de I'activation du couplage EC.
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Tracking the sarcoplasmic reticulum membrane
voltage in muscle with a FRET biosensor
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Vincent Jacquemond'@®

lon channel activity in the plasma membrane of living cells generates voltage changes that are critical for numerous
biological functions. The membrane of the endoplasmic/sarcoplasmic reticulum (ER/SR) is also endowed with ion
channels, but whether changes in its voltage occur during cellular activity has remained ambiguous. This issue is critical
for cell functions that depend on a Ca?* flux across the reticulum membrane. This is the case for contraction of striated
muscle, which is triggered by opening of ryanodine receptor Ca** release channels in the SR membrane in response to
depolarization of the transverse invaginations of the plasma membrane (the t-tubules). Here, we use targeted expression
of voltage-sensitive fluorescence resonance energy transfer (FRET) probes of the Mermaid family in differentiated muscle
fibers to determine whether changes in SR membrane voltage occur during depolarization-contraction coupling. In the
absence of an SR targeting sequence, FRET signals from probes present in the t-tubule membrane allow calibration of

the voltage sensitivity and amplitude of the response to voltage-clamp pulses. Successful SR targeting of the probes

was achieved using an N-terminal domain of triadin, which completely eliminates voltage-clamp-activated FRET signals
from the t-tubule membrane of transfected fibers. In fibers expressing SR-targeted Mermaid probes, activation of SR Ca**
release in the presence of intracellular ethyleneglycol-bis(B-amino-ethyl ether)-N,N,N',N'-tetra acetic acid (EGTA) results
in an accompanying FRET signal. We find that this signal results from pH sensitivity of the probe, which detects cytosolic
acidification because of the release of protons upon Ca?* binding to EGTA. When EGTA is substituted with either 1,2-bis(o-
aminophenoxy)ethane-N,N,N',N'-tetraacetic acid or the contraction blocker N-benzyl-p-toluene sulfonamide, we find no
indication of a substantial change in the FRET response caused by a voltage change. These results suggest that the ryanodine
receptor-mediated SR Ca?* efflux is well balanced by concomitant counterion currents across the SR membrane.

Introduction

Ion fluxes across the cell plasma membrane generate electrical
activity that plays a key role in the function of excitable and non-
excitable tissues (Hodgkin and Huxley, 1952; Bertrén et al., 1995;
Armstrong and Hille, 1998). Ion channels, pumps, and transport-
ers are also present in the membrane of the ER/SR, where they
either play a clearly identified role (Berridge, 1993; Meissner,
1994; Martonosi, 1996) or are presumed to do so (Kourie et al.,
1996; Picollo and Pusch, 2005; Yazawa et al., 2007; Kuum et al.,
2012). One of the most classic examples is the role of Ca* release
channels and SR/ER Ca?*-ATPase in Ca?* cycling across the retic-
ulum membrane to control contraction of smooth and striated
muscles. In skeletal muscle, contraction is initiated when action
potentials activate the voltage-sensing Cayl.1 proteins in the
t-tubules, within a specific membrane region called the triad,
where the membrane of one t-tubule is in close apposition with

the membrane of two terminal cisternae of SR. In turn, activated
Cayl.1s open up type 1 ryanodine receptor (RYR1) Ca?* release
channels in the junctional SR membrane, through a protein-pro-
tein interaction coupling process (Schneider, 1994; Samsé, 2015).
The resulting SR Ca** efflux increases cytosolic [Ca**], which
triggers contraction. So far, it is believed that during Ca®* release,
the voltage across the SR membrane is maintained near a resting
value close to 0 mV because of a countercurrent of other ions
(Somlyo et al., 1981; Smith et al., 1988; Oetliker, 1989; Fink and
Veigel, 1996; Gillespie and Fill, 2008). However, the ER/SR mem-
brane is not accessible to standard electrophysiology in intact
cells, which has so far prevented determining whether changes
in its electrical potential occur during cellular activity. In skele-
tal muscle, this question was experimentally challenged in the
1980s (Vergara et al., 1978; Baylor et al., 1984). However, results
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were inconclusive, and because the approaches used at the time
lacked target specificity, it could not be established whether the
detected signals corresponded to a SR voltage change or resulted
from other steps of excitation-contraction (EC) coupling. Here,
we circumvented this problem by targeting voltage-sensing
fluorescence resonance energy transfer (FRET) biosensors of
the Mermaid family (Tsutsui et al., 2008) to the SR membrane
of muscle fibers. Results suggest that the SR membrane voltage
changes negligibly during muscle fiber activation, if at all.

Materials and methods

All experiments and procedures were performed according to
the ethics principles of the French Department of Veterinary
Services and the French Ministry for Higher Education and
Research, in accordance with the guidelines of the local animal
ethics committee of the University Claude Bernard Lyon 1, the
French Ministry of Agriculture (decree 87/848), and the revised
European Directive 2010/63/EU. All experiments were per-
formed at room temperature (20-22°C).

Plasmid constructs

Biosensor cDNAs were derived from the original Mermaid cDNA
(Tsutsui et al., 2008) and were all inserted into the modified
pCS2* vector for mammalian expression. Rv-Mermaid cDNA was
designed by inserting Mermaid voltage-sensing domain (VSD)
coding sequence in 3’ of mUKG and mKOxk coding sequences.
Rv-MermaidP1?°/¥235R was designed by inserting mutations into
codons 129 and 235 of the VSD S4-segment sequence to shift
its voltage dependence toward more positive values (Tsutsui
et al., 2013a,b). The VSDPI29E/Y235R gequence was PCR amplified
from pCS2*-MermaidP?°E/¥235R and was used to replace WT VSD
sequence by in-frame insertion using EcoRI and Xbal sites. To
trigger retention of the biosensor at the triadic SR, we fused in
frame the cDNA sequence of human skeletal triadin (gift of V.
Sorrentino, University of Siena, Siena, Italy) corresponding to
residues 1-306 (T306). These residues are indeed necessary and
sufficient for proper triadic localization (Rossi et al., 2014). T306
cDNA was amplified by PCR to generate appropriate Xbal and
Sacll restriction sites and was subcloned in-frame at the 3" end
of Rv-MermaidP'?%E/Y235R into pCS2*. Another sequence of retic-
ular biosensor was designed by replacing the 103-residue-long
cytosolic N-terminal chain of Mermaid2 (Tsutsui et al., 2013b)
by a 201-residue-long N-terminal chain comprising two di-ar-
ginine motifs (residues 29-35). Di-arginine motif located in the
N-terminal cytosolic tail has been shown to be responsible for
ER retention of phospholamban through a putative COP I-medi-
ated transport (Sharma et al., 2010). After PCR amplification, the
cDNA fragment corresponding to this so-called ER-N-terminal
sequence was inserted in-frame and in place of the original 5’ end
of Mermaid2 sequence using appropriate restriction enzymes.

In vivo transfection

The experimental protocol for in vivo transfection was approved
by the Lyon University Animal Experimentation Commit-
tee. Expression was achieved by plasmid injection followed by
electroporation according to previously described procedures
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(Lefebvre et al., 2011). In brief, Swiss OF1 male mice 8-16 wk
old were used. Transfection was performed so as to target both
the flexor digitorum brevis (fdb) and interosseus muscles of the
animals. Mice were anesthetized by isoflurane inhalation using
a commercial delivery system (Univentor 400 Anesthesia Unit;
Uninventor). Then, 20 pl of a solution containing 2 mg/ml hyalu-
ronidase dissolved in sterile saline was injected into the footpads
of each hind paw. 1 h later, the mouse was reanesthetized by iso-
flurane inhalation. A total volume of 20 pl of a solution contain-
ing 30-50 ug plasmid DNA diluted in NaCl 0.9% was injected into
the footpads of the animal. After the injection, two gold-plated
stainless steel acupuncture needles connected to the electropo-
ration apparatus were inserted under the skin, near the proximal
and distal portion of the foot, respectively. The standard protocol
that we used consisted of 20 pulses of 130 V/cm amplitude and
20-ms duration delivered at a frequency of 2 Hz by a BTX ECM
830 square wave pulse generator (Harvard Apparatus). Muscle
fiber isolation and experimental observations and measure-
ments were performed 7-14 d later.

Preparation of muscle fibers and electrophysiology

Single fibers were isolated from the fdb and interosseus mus-
cles using a previously described procedure (Jacquemond, 1997).
Mice were anesthetized by isoflurane inhalation and killed by
cervical dislocation before removal of the muscles. Muscles
were treated with collagenase (type I; Sigma) for 60 min at 37°C
in the presence of Tyrode's solution (see Solutions). Single fibers
were then obtained by gentle trituration of the muscles within a
50-mm-wide culture p-dish (Ibidi) filled with culture medium
containing 10% FBS (MI199; Eurobio), the bottom of which had
been first covered with a thin layer of silicone grease. Single
fibers were then partially insulated with silicone grease so that
only a 50-100-pm-long portion of the fiber extremity was left
out of the silicone, as described previously (Jacquemond, 1997).
In case of local expression of the constructs (Fig. 4), care was
taken so that the expressing fiber region was outside of the sil-
icone. Voltage clamp was performed with a micropipette filled
with an intracellular-like solution (see Solutions). The tip of
the micropipette was inserted through the silicone within the
insulated part of the fiber and was crushed against the bottom
of the chamber to reduce series resistance and ease intracellu-
lar equilibration of the micropipette solution. The micropipette
was connected to an RK-400 patch-clamp amplifier (Bio-Logic)
used in whole-cell voltage-clamp configuration. Command volt-
age pulse generation was achieved with an analogue-to-digital
converter (Digidata 1440A; Axon Instruments) controlled by
pClamp 9 software (Axon Instruments). Fibers were bathed in
the TEA-containing extracellular solution (see Solutions). Ana-
logue compensation was adjusted to further decrease the effec-
tive series resistance. Voltage-clamp steps were applied from
a holding command potential of either -80 or 0 mV. For intra-
cellular Ca?* measurements shown in Fig. S4, the micropipette
was filled with the intracellular-like solution also containing
0.2 mM of the Ca?*-sensitive fluorescent indicator fluo-4 FF.
In most experiments, muscle fiber contraction was prevented
by the presence of a large concentration of EGTA in the intra-
cellular-like solution (see Solutions). Alternatively, contraction
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was prevented by using either 1,2-bis(o-aminophenoxy)ethane-
N,N,N,N -tetraacetic acid (BAPTA) in the intracellular-like solu-
tion or N-benzyl-p-toluene sulphonamide (BTS) in the extracel-
lular solution, as specified in the text.

Fluorescence measurements in voltage-clamped muscle fibers
All experiments were conducted with a Zeiss LSM 5 Exciter
confocal microscope equipped with a 63x oil-immersion objec-
tive (numerical aperture, 1.4). For x,y confocal imaging of fibers
expressing the Mermaid constructs, either excitation was pro-
vided by the 488-nm line of an argon laser and a 505-nm long-
pass filter was used on the detection channel, or excitation was at
543 nm from a HeNe laser and fluorescence was collected at >560
nm. Both configurations provided essentially identical images.
For detection of FRET changes in response to voltage-clamp
pulses, the line-scan mode (x,t) of the microscope was used with
the 458-nm line of the argon laser for excitation and simultane-
ous detection at 500 + 25 nm (FSOO, green traces) and >560 nm
(F.s60, red traces). The line was always oriented along the main
axis of the fibers. To improve detection and limit photobleaching,
records were taken with the pinhole fully open (1-mm diameter).
Even under these conditions, the signal-to-noise ratio of the volt-
age-induced FRET changes was in most cases rather poor, so that,
in a given fiber for each tested pulse protocol, routinely three
to five records (each at a different line position) were taken and
averaged. FRET signals were expressed as the ratio R = F,560/Fs00
and normalized to the ratio R, at either -80 or 0 mV, as speci-
fied in the text. Fluorescence records at 500 and >560 nm were
corrupted to some extent by time-dependent changes including
photobleaching, the relative rate of which differed on the two
channels. In addition, with all Mermaid and Rv-Mermaid con-
structs, there was a transient rise in fluorescence at the begin-
ning of the records that was most obvious on the red channel
(Fig. 1, B and E). These changes were observed in the absence of
voltage-clamp pulses and were not systematically cancelled in
the F.560/Fs00 ratio. To correct for them, we used two strategies
that gave essentially the same results. The first method consisted
of using bracketing records from the same fiber region, taken
with no voltage-clamp pulses applied. Corresponding ratios
were fitted with either a single exponential plus linear function
or with the sum of two exponentials, and the fits were then used
to normalize the test records. Alternatively, fits were achieved
directly on the test records, using only the portions of traces
where no voltage-induced response was present; the result was
then extrapolated to the full record duration and used for nor-
malization. Examples of such fits performed directly on the fluo-
rescence traces are shown as insets in Fig. 1 (B and E) and Fig. 2 B.

For detection of fluo-4 FF fluorescence, excitation was at 488
nm, whereas detection was >505 nm. Image processing and anal-
ysis was performed using Image] (National Institutes of Health)
and Microcal Origin (Microcal Software).

Fluorescence measurements in nigericin-treated muscle fibers
To test the effect of changes in pH on the FRET signal from SR-tar-
geted Mermaid probes, transfected muscle fibers were treated
with nigericin. For this, single isolated muscle fibers expressing
the construct of interest were partially embedded into silicone
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grease so that they remained well maintained on the bottom of
the chamber during the experiment. A thin polyethylene capil-
lary perfusion system operating by gravity was used to change
the composition of the extracellular solution in the immediate
vicinity of the tested fiber. Fluorescence detection was per-
formed using the x,y scanning mode of the microscope with the
standard FRET configuration (458-nm excitation and simulta-
neous detection at 500 and >560 nm). Fibers were bathed in a
solution containing (in mM) 140 potassium glutamate, 2 MgCl,,
5 glucose, 5 Na,-ATP, 5 HEPES, and 0.01 nigericin adjusted to
pH 7.0 or 7.2, and the gravity perfusion system was used to test
the effect of solutions of identical composition adjusted to a dif-
ferent pH value.

Cell culture and immunolabeling
COS-7 and HeLa cells were grown in 4.5 g/1 glucose-containing
Dulbecco’s Modified Eagle Media (Eurobio) supplemented with
10%-15% FCS, 100 mM sodium pyruvate, 100 U/ml penicillin,
and 100 pg/ml streptomycin at 37°C in a 5% CO, environment.
Cells were seeded on glass coverslips 1 d before transfection and
transfected with corresponding plasmids using FUGENE HD
(Promega) or Polyfect (Qiagen). Immunolabeling was performed
48-72 h after transfection. Cells were first fixed with 2% para-
formaldehyde diluted in PBS supplemented with 300 mM MgCl,
and 30 mM CaCl, (PBS-CaMg) and permeabilized with 0.1% Tri-
ton X-100/50 mM glycine in PBS-CaMg. Nonspecific sites were
blocked with 1% BSA in PBS-CaMg. Cells were then incubated
overnight at 4°C with the following primary monoclonal anti-
bodies diluted in 1% BSA in PBS-CaMg: monoclonal anti-GM130
(clone 35; 1:1,000; BD Transduction), anti-KDEL (10C3; 1:250;
Abcam), or polyclonal anti-GRP78 BIP antibody (1:200; Abcam).
A second blocking step was performed using normal goat serum
1% in PBS-CaMg. Cells were then incubated with either Hilyte
Fluor647-conjugated anti-mouse secondary antibody (Anaspec)
or Alexa Fluor 594-conjugated anti-rabbit IgG (Molecular
Probes) diluted in 1% normal goat serum in PBS-CaMg (1:500 or
1:1,000, respectively) for 1 h at ambient temperature.
Incubations all took place in a humidified chamber, and cells
were extensively washed in PBS-CaMg after each incubation.
Immunolabeled samples were mounted in antifading medium
(Vectashield; Vector Laboratories; or Dako mounting medium)
and examined using a Zeiss LSM 5 Exciter confocal microscope
equipped with a 63x oil-immersion objective.

Solutions

The extracellular solution used for voltage clamp contained (in
mM) 140 TEA-methanesulfonate, 2.5 CaCl,, 2 MgCl,, 1 4-ami-
nopyridine, 10 HEPES, and 0.002 tetrodotoxin. The standard
intracellular-like solution contained (in mM) 130 potassium glu-
tamate, 5 Na,-ATP, 5 Na,-phosphocreatine, 20 mM EGTA, 8 mM
CaCly, 5.5 MgCl,, 5 glucose, and 5 HEPES. In some experiments,
BAPTA was used in place of EGTA at the same concentration
(specified in text). Current-clamp experiments were performed
in the presence of extracellular Tyrode's solution containing (in
mM) 140 NaCl, 5 KCl, 2.5 CaCl,, 2 MgCl,, and 10 HEPES. In some
experiments, the extracellular solution contained 50 uM BTS to
block contraction. For all experiments with BTS, the intracellular
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solution contained neither EGTA nor BAPTA. All solutions were
adjusted to pH 7.20.

Statistics

Least-squares fits were performed using a Marquardt-Levenberg
algorithm routine included in Microcal Origin (Originlab). Data
values are presented as means + SEM for n fibers.

Online supplemental material

Fig. S1 shows the sequence structure of plasma membrane- and
SRmembrane-targeted Mermaid-derived voltage sensors used in
this project. Fig. S2 and Fig. S3 show the subcellular localization
of Rv-MermaidP2°E/¥235R and of T306-Rv-MermaidP2°E/¥235R jp
COS-7 cells, respectively. Fig. S4 illustrates the disappearance and
recovery of the FRET signal from T306-Rv-MermaidP29E/¥235%
upon voltage-dependent inactivation and recovery from inacti-
vation of SR Ca2* release, respectively. Fig. S5 shows the response
of ER-Mermaid2P?°E to t-tubule membrane depolarization.
Fig. S6 shows the ER localization of ER-Mermaid2 in COS-7
and HeLa cells.

Results

FRET response of Mermaid biosensor to t-tubule membrane
voltage changes

To measure changes in membrane voltage, we used fluorescent
sensors of the Mermaid family composed of a VSD associated
with the two fluorophores mUKG and mKOx as FRET donor and
acceptor, respectively (Tsutsui et al., 2008; Fig. S1). Expression
of Mermaid in mouse muscle fibers yielded a transverse-banded
fluorescence pattern under the form of successive double peaks
separated by 2 um (Fig. 1 A), consistent with the protein being
present in the triadic region of the fibers. In response to volt-
age-clamp depolarizing steps from -80 mV, the detected changes
in fluorescence (at 500 nm and >560 nm, upon 458-nm exci-
tation) were consistent with voltage-dependent energy trans-
fer between the two fluorophores mUKG and mKOw (Fig. 1 B),
providing evidence for localization of Mermaid in the t-tubule
membrane of the muscle fibers. Main traces in Fig. 1 B have
been corrected from time-dependent changes in fluorescence
also observed when no voltage pulse was given. Similar changes

JGP

were previously reported for the fluorescent proteins mOrange?2
(Shaner et al., 2008) and mNeptune (Chu et al., 2014) and inter-
preted as resulting from photoactivation before photobleaching.
It is thus possible that similar mechanisms operated in our con-
ditions. Raw fluorescence traces and superimposed fits used for
the correction are shown in the insets. Details of how fits were
generated and corrections performed are described in Materi-
als and methods. In each tested fiber, the resulting depolariza-
tion-dependent increase in the FRET ratio R/R, (R, being the
value of the ratio at -80 mV) was adjusted with a Boltzmann
function. On average, Mermaid yielded a voltage dependence
centered at a mid-value (V;5) of ~-38 mV (Table 1). Importantly,
depolarizing and hyperpolarizing pulses of identical amplitude
from -80 and O mV, respectively, generated symmetrical changes
in the FRET ratio, with no sign of shift in the voltage sensitivity
(Fig. 1C). These results establish the efficiency and reliability of
membrane voltage detection in isolated muscle fibers using the
FRET signal from Mermaid.

FRET response of Rv-Mermaid: a Mermaid sensor adapted to
accommodate the T306 SR targeting sequence

The next step was to express Mermaid fused to an SR-spe-
cific sequence. To target the SR membrane, we used a protein
domain encompassing the 306 residues (T306) of the N-termi-
nal end of triadin, an archetypal protein of the junctional SR
(Rossi et al., 2014). To avoid having the T306 domain fused to
mKOk, we constructed reverse-Mermaid (Rv-Mermaid), in
which the FRET couple is fused to the S1 segment of the VSD.
Fusion of T306 on the S4 segment was then expected to ensure
proper topology of the biosensor in the SR membrane (with the
FRET couple facing the cytosol) in concurrence with the native
topology of the T306 domain (Fig. S1). Rv-Mermaid also yielded
an expression pattern consistent with t-tubule localization
(Fig. 1 D), and this was confirmed by a FRET response qualita-
tively similar to that of Mermaid upon changes in membrane
voltage (Fig. 1 E). However, Rv-Mermaid yielded a very negative
midvoltage (V5 ~ -70 mV; Fig. 1 F and Table 1), whereas the
SR membrane voltage is presumed to be maintained at ~0 mV
(Somlyo et al., 1981). The variant MermaidP!298/Y235R tested in
Xenopus oocytes exhibits a midvoltage near +10 mV (H. Tsut-
sui, personal communication). Thus, to match Rv-Mermaid’s

Figure 1. Detection of t-tubule voltage changes with Mermaid and Rv-Mermaid in muscle fibers. (A and D) Confocal pattern of the green fluorescence
in muscle fibers expressing Mermaid and Rv-Mermaid, respectively. In each panel, the frame and graph on the right show a higher-magnification view together
with the longitudinal profile of fluorescence within the white box. Expression of Mermaid and Rv-Mermaid yielded a transverse-banded pattern consistent
with the proteins being present in the triadic region of the fibers. A schematic illustration of the structure of the proteins is shown at top. (B and E) Changes in
mUKG (Fsoo, green) and mKOKk (F s, red) fluorescence and corresponding FRET ratio in response to the voltage-clamp protocol shown at top, from muscle fibers
expressing Mermaid and Rv-Mermaid, respectively. In response to the voltage-clamp depolarizing steps from -80 mV, the detected changes in fluorescence
(at 500 nm and >560 nm, upon 458-nm excitation) were consistent with voltage-dependent energy transfer between the two fluorophores mUKG and mKOk,
providing evidence for localization of Mermaid and Rv-Mermaid in the t-tubule membrane of the muscle fibers. Main traces in B and E have been corrected from
time-dependent changes in fluorescence also observed when no voltage pulse was given. Raw fluorescence traces and superimposed fits used for the correction
are shown in the insets. Details of how fits were generated and correction performed are described in Materials and methods. (C) Changes in Mermaid FRET
ratio in response to depolarizing (left, black trace) and hyperpolarizing (right, blue trace) steps from -80 and 0 mV, respectively, in the same fiber. The graph
at bottom shows the mean voltage dependence of the change in FRET ratio established from three fibers stimulated with a series of successive voltage-clamp
depolarizing steps from -80 mV (black circles) and then with a series of successive hyperpolarizing steps from 0 mV (blue circles). FRET ratio values were
normalized to the value Ry at -80 mV. Step hyperpolarizing pulses from 0 mV generated symmetrical changes in the FRET ratio, with no detectable sign of
shift in the voltage sensitivity. (F) Mean voltage dependence of the FRET response of Mermaid (n = 6) and Rv-Mermaid (n = 6) established using depolarizing
steps from -80 mV. Error bars represent + SEM.
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Figure 2. FRET response of Rv-Mermaid®12?6/Y235R to changes in t-tubule membrane voltage applied from 0 mV. (A) Schematic structure of Rv-Mer-
maidP129/¥235R and its confocal triadic pattern in muscle fibers. (B) Changes in mUKG (Fsoo, green) and mKOk (F,ss0, red) fluorescence in response to the
indicated voltage protocol. Insets show the corresponding raw records before correction for voltage-independent changes in fluorescence; the fit used for
correction is shown in white. (C) Changes in the FRET ratio (F.ss0/Fso0) elicited in response to the pulse protocols shown at top. The black trace was from the
fluorescent responses shown in B. (D) Mean voltage dependence of the FRET response measured with voltage pulses from 0 mV (n = 6). FRET ratio values
were normalized to the value at 0 mV (Ro). (E) Mean voltage dependence of the time constant of change in FRET ratio at the onset (t,,) and offset (t.q) of the

pulses. Error bars represent + SEM.

Vo.s with the resting SR voltage, we designed and expressed
Rv-MermaidP!29E/Y235R, this construct also exhibited a triadic
localization (Fig. 2 A) and had a voltage sensitivity centered at
+5 mV, as established from FRET responses to voltage-clamp
pulses applied from 0 mV (Fig. 2, B-D; and Table 1). The rate of
change in FRET ratio at the onset and offset of the pulses was
approximated by a single exponential function: the “on” time
constant yielded a bell-shaped voltage dependence with a max-
imum value of ~150 ms at +10 mV and a minimum value near
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~25 ms, whereas the “off” time constant was rather indepen-
dent from the pulse voltage (Fig. 2 E).

Evidence for mixed subcellular localization of
Rv-MermaidP129E/v235R

Interestingly, the FRET response from fibers expressing Rv-Mer-
maidP?9E/Y23R tg depolarizing pulses applied from -80 mV qual-
itatively differed from that of Mermaid and Rv-Mermaid (Fig. 3).
Indeed, depolarizing pulses to values ranging between -40 and
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Table 1. Mean values for the parameters obtained from fitting a Boltzmann function to the FRET ratio (R/R) versus voltage data obtained with the

different Mermaid constructs

Main subcellular Mermaid Rv-Mermaid Rv-Mermaid P12%€/¥235R  T306-Rv-Mermaid  T306-Rv-Mermaid P129E/Y235R
distribution T-tubule (and SR?)  T-tubule (andSR?)  T-tubule and SR? Junctional SR Junctional SR

n 6 6 6 6 13

Max 0.17 £ 0.02 0.16 £ 0.02 0.17+£0.02 -0.075+0.01 -0.06 +0.01

Min 0.99+0.01 0.95+0.01 0.93+0.01 1 1

Vo5 (MV) -37.7+7.1 -69.0+4.1 5.45+3.4 -264+1.2 -26.2+19

k (mV) 14.1 + 0.46 149+1.1 114 +0.5 55+0.9 2.8+0.9

Individual sets of data points from each fiber were fitted with the following expression: Max/{1 + exp[(Vy 5 - V)/k]} + Min. Data are mean + SEM.
aThe voltage dependence was established from signals elicited by pulses from 0 mV.

-20 mV generated negative changes in FRET ratio (Fig. 3, A and
B), whereas for more depolarized step levels, an additional com-
ponent, similar to what was observed with Mermaid and Rv-Mer-
maid (Fig. 1), was present. Fig. 3 C shows the voltage dependence of
the FRET ratio measured in six fibers, at the time of the end of each
pulse during the protocol. There was variability, with some fibers
exhibiting a very prominent negative change in FRET ratio at
intermediate voltages (e.g., Fig. 3 C, triangles), whereas other ones
had much less. We hypothesized that these complex responses
resulted from two populations of Rv-MermaidP'2°8/Y235R; one in
the plasma/t-tubule membrane and the other in a distinct mem-
brane compartment experiencing a distinct voltage change.
Assuming that only the t-tubule population would respond to a
voltage-clamp hyperpolarization, adding the FRET signal elicited
by a pulse from -80 to 0 mV to the one elicited by a pulse from 0
to -80 mV unmasks the pure contribution of the non-t-tubule
population (Fig. 3 D). Interestingly, when expressed in COS-7 cells,
Rv-MermaidP2%E/¥23R gppeared to localize both in the plasma
membrane and, to some extent, in the ER. This is illustrated in
Fig. S2, which shows the results of immunolabeling experiments
using antibodies directed against either a Golgi or an ER marker
protein. The depolarization-induced negative FRET signal in the
muscle fibers may thus originate from the SR membrane.

FRET response of SR-targeted Mermaid biosensors to t-tubule
membrane voltage changes

Mermaid biosensors fused to the T306 sequence were antici-
pated to specifically reveal electrical activity of the SR mem-
brane during muscle fiber activation. In contrast with the other
constructs tested in the present study that yielded a general dis-
tribution throughout the muscle fibers, the ones carrying the
T306 targeting sequence exhibited a patchy expression pattern,
with only one or a few localized spots of fluorescence, each in the
vicinity of a nucleus. An example from a fiber expressing T306-
Rv-MermaidP2°E/¥235R js shown in Fig. 4 A. This is reminiscent of
what occurs when expressing RYRI1 channels in the same model
(Lefebvre et al., 2011). In addition, the fluorescence within the
spots exhibited a typical triadic pattern, suggesting that we did
succeed in targeting the junctional SR membrane with the T306
domain. This was confirmed by the ER localization of the con-
struct using immunolabeling experiments in transfected COS-7
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cells (Fig. S3). We cannot exclude that in the muscle fibers, some
of the T306-fused Mermaid probes distributed to some extent
in the nonjunctional SR membrane. However, considering the
above expression features and the fact that use of a nonjunctional
targeting sequence provided a very different expression pattern
(see Fig. S5, A and D), we believe it is reasonable to assume that
most of the T306-fused probes did reside in the junctional SR
membrane. In muscle fibers, the FRET response of T306-Rv-Mer-
maidP2PE/Y235R o yoltage-clamp pulses was unique, as it had no
sign, whatsoever, of a t-tubule contribution. In response to depo-
larizing pulses from -80 mV, the FRET ratio experienced only a
decrease during the pulses. The amplitude of this drop increased
with the t-tubule depolarization, with a voltage-dependence cen-
tered near -25 mV (Fig. 4, Band C; and Table 1). The time constant
of onset of the signal decreased with the amplitude of depolariza-
tion within a 230-60-ms range, whereas the “off” time constant
was voltage independent (Fig. 4 D). Because the construct was
designed to have a membrane topology with the FRET couple
facing the cytosol, the simplest interpretation is that this FRET
signal corresponds to a negative polarization of the cytosolic face
of the SR membrane with respect to the lumen. Assuming that
the resting SR membrane voltage is 0 mV and that the sensor
response is identical in the t-tubule membrane (Fig. 2 D) and in
the SR membrane, then the maximum change in FRET ratio (6%;
Fig. 4 C) would be consistent with an SR voltage change of at least
20 mV. Further evidence that the FRET response from T306-Rv-
MermaidP2E/Y235R o yoltage-clamp depolarizing pulses is inti-
mately linked to EC coupling is provided in Fig. S4, which shows
that the FRET signal progressively collapses during a protocol
of successive depolarizing pulses (Fig. S4 A), in concurrence
with Ca?* release. This occurs under these conditions because
of voltage-dependent inactivation of EC coupling (Hodgkin and
Horowicz, 1960). In response to hyperpolarizing pulses from
0 mV, T306-Rv-MermaidP!?°E/Y235R also produces a small FRET
response (Fig. S4 B), the onset of which coincides with t-tubule
membrane repolarization to O mV and the amplitude of which
increases as the hyperpolarization is made longer (Fig. S4 C),
consistent with the FRET response being triggered upon recovery
of EC coupling from inactivation.

To confirm that the change in fluorescence detected by T306-
Rv-MermaidP2°E/¥235R ypon EC coupling activation did result
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Figure3. Complexresponse of Rv-MermaidP'2?6/Y235R to t-tubule membrane depolarization from -80 mV. (A) Schematic structure of Rv-MermaidP129€/Y235R
and the changes in mUKG and mKOKk fluorescence in response to the indicated voltage-clamp pulse protocol. Insets show the corresponding raw records before
correction for voltage-independent changes in fluorescence; the fit used for correction is shown in white. (B) FRET ratio calculated from the fluorescent traces
showninA. (C) Voltage dependence of the end-pulse FRET ratio measured in response to the pulse protocol shown in Aand B. Datasets are from seven muscle
fibers, six of which were the ones used to generate mean values shown in Fig. 2 D. (D) Asymmetrical response to a depolarization from -80 mV compared with
a hyperpolarization from 0 mV. Left: The FRET ratio (bottom trace) was measured in response to the pulse protocol shown at top. The pink portions of traces

were synchronized and summed to produce the pink trace on the right.

from a change in FRET, we performed acceptor photobleaching
experiments. The protocol was first tested on the resting fluo-
rescence from fibers expressing a non-SR-targeted Mermaid
construct. Fig. 4 E shows x,y fluorescence frames from a muscle
fiber expressing Rv-MermaidP'?°E/Y235R A square region in the
middle of the fiber was scanned during several minutes at 543
nm with high laser power until substantial bleaching occurred
(Fig. 4 E, left). As expected, upon subsequent excitation at 458
nm in FRET detection configuration, extinction of the acceptor
fluorescence was accompanied by dequenching of the donor
in the photobleached region (Fig. 4 E, right). Fig. 4 F illustrates
the effect of acceptor photobleaching on the changes in fluores-
cence detected in response to a 0.5-s-long depolarizing pulse
from -80 to 0 mV in FRET configuration (458-nm excitation)
from a fiber expressing T306-Rv-MermaidP2°E/Y235R; traces on
the left and right were recorded before and after photobleaching

Sanchez et al.
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with 543-nm light, respectively. Again, photobleaching induced
an increase and decrease in the resting donor and acceptor
fluorescence, respectively, and this was accompanied by a loss
of the transient changes in fluorescence triggered by the pulse
and of the corresponding change in FRET ratio. Fig. 4 G shows
mean values for the resting fluorescence ratio (left) and the rel-
ative changes in Fsoo and Fs¢o fluorescence triggered by a strong
depolarizing pulse, from five fibers expressing T306-Rv-Mer-
maidP1?9E/¥235R and tested under the same conditions as described
in Fig. 4 F. The photobleaching-induced loss of pulse-triggered
changes in fluorescence establishes that these changes (and the
corresponding change in ratio), result from FRET.

In an attempt to confirm the occurrence of an SR membrane-
specific voltage-dependent FRET signal, we tested an alternative
SR-targeted probe, ER-Mermaid2P'?°E, which makes use of a CFP-
YFP FRET pair and of an arginine-based targeting sequence (ER;
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Sharma et al., 2010) expected to allow expression throughout
the entire SR membrane. ER-Mermaid2P?°F indeed exhibited a
fluorescence pattern consistent with widespread expression in
the SR membrane (Fig. S5, A and D; and Fig. S6). More specifically,
ER-Mermaid2P?E exhibited a transverse striated pattern, but in
contrast to the other constructs, the longitudinal fluorescence
profile was composed of successive “single” bands separated by
2 pm (Fig. S5 D, green trace on the right corresponding to the
fluorescence profile along the white box). Imaging of the t-tubule
network with di-8-anepps (Fig. S5 D, red image and correspond-
ing longitudinal profile along the same white box) indicated that
the protein was concentrated around the Z line, consistent with
the standard expression pattern of nonjunctional SR proteins
(Sorrentino, 2011). However, ER-Mermaid2P2F responded to
voltage-clamp steps from 0 mV (Fig. S5, B and C), demonstrat-
ing presence in the t-tubule membrane, and thus indicating that
the ER signal was not as strong as T306 to ensure exclusive SR
localization. Although, in response to depolarizing pulses from
-80 mV, ER-Mermaid2P'?°t responded by a mixed signal (Fig.
S5, E and F) similar to that observed with Rv-Mermaid P129E/Y235R
(Fig. 3), thus consistent with a response from probe molecules
in the SR membrane, the nonstrict SR membrane targeting of
ER-Mermaid2P?°E was very limiting and we thus did not pursue
investigations with this probe.

T306-Rv-Mermaid provides a FRET response similar to that

of T306-Rv- MermaidP12°E/Y235R despite its distinct range of
voltage sensitivity

To further characterize the SR membrane-confined FRET change
detected by Rv-MermaidP?°/¥235R ypon Ca?* release activation,
we also tested the response of T306-Rv-Mermaid. Because the
voltage sensitivity of Rv-Mermaid is centered near a much more
negative value than that of Rv-MermaidP2°F/¥235R (Figs. 1and 2),
very distant from the presumed resting SR membrane voltage,
we expected a much reduced FRET response, if any. Fig. 5 A
shows that T306-Rv-Mermaid exhibited a patchy expression
pattern similar to the one of T306-Rv-MermaidP!?°E/Y235R,
However, in response to depolarizing pulses from -80 mYV,
the FRET ratio also experienced a voltage-dependent decrease
during the pulses, the amplitude and voltage dependence of
which were very similar to those of T306-Rv-MermaidP!2%E/Y235R
(Fig. 5, B and C; and Table 1). Considering the distinct
range of sensitivity to voltage of the two probes, this result
was unexpected.

JGP

pH sensitivity of the FRET signal from Mermaid biosensors
The similarity between the FRET response of T306-Rv-Mermaid
and T306-Rv-MermaidP?°#/¥23R makes it questionable whether
this signal actually witnesses a change in SR membrane voltage.
Because our standard experimental conditions make use of a
large concentration of EGTA inside the muscle fibers to block con-
traction, a slight change in cytosolic pH is expected during Ca?*
release, because Ca?* binding to EGTA releases protons. Although
the Mermaid fluorescent proteins were initially designed to be
pH resistant (Tsutsui et al., 2008), we tested whether a change in
pH could affect the FRET signal using muscle fibers treated with
the H* ionophore nigericin. Under these conditions, we found
that the FRET signal from T306-Rv-MermaidP'2°E/Y235R was very
sensitive to pH. This is illustrated in Fig. 6 A, which shows fluo-
rescence levels and the corresponding FRET ratio from an intact
fiber challenged by successive changes in pH in the 6-7.5 range.
Fig. 6 B shows values for the change in FRET ratio experienced
by five nigericin-treated muscle fibers expressing T306-Rv-Mer-
maidP?E/Y23R ypon various changes in pH. The FRET ratio was
expressed either as R/Ryyy or R/Ryuy,. Results clearly establish
the sensitivity to pH of the FRET signal.

FRET response of SR-targeted Mermaid biosensors to

t-tubule membrane voltage changes under conditions limiting
cytosolic changes in pH

To circumvent the pH change caused by Ca?* binding to EGTA, we
performed experiments in the presence of BAPTA instead, which
exhibits much less pH sensitivity (Tsien, 1980). Under these con-
ditions, hardly any change in the T306-Rv-MermaidP!29E/Y235R
FRET signal could be detected after depolarizing pulses. This is
illustrated in Fig. 7 A, which shows a family of FRET ratio traces
collected while applying 0.5-s-long depolarizing pulses between
-30 and +10 mV. Loss of the negative FRET signal was not caused
by suppression of Ca** release, as fibers equilibrated with BAP
TA still yielded robust voltage-activated Ca2* transients, though
of smaller amplitude than in the presence of EGTA. For instance,
a 500-ms-long voltage-clamp depolarization applied to seven
fibers equilibrated with EGTA and four fibers equilibrated with
BAPTA triggered a rhod-2 Ca* transient of mean initial peak F/
F, amplitude of 3.5 + 0.4 and 1.7 + 0.2, respectively (Fig. 7 B). In
Fig. 7 A, the trace shown in the inset corresponds to the mean
response to 6-10 0.5-s-long pulses to voltages ranging between
+10 and +40 mV from four fibers expressing T306-Rv-Mer-
maidP12%E/Y235R; traces from each fiber were averaged, and the

Figure 4. FRET response of T306-Rv-MermaidP12%8/Y235R during Ca?* release. (A) Patchy expression (regions pointed by green arrows) and triadic confocal
pattern (bottom image and associated graph showing the longitudinal fluorescence profile along the white box) of T306-Rv-Mermaid®!?%¥/Y235R in muscle fibers.
Schematic structure of the protein is shown at top. (B) Changes in T306-Rv-Mermaid®!2%€/¥235R FRET ratio in response to the indicated voltage-clamp depolariz-
ing pulses. Inset shows the fluorescent traces in response to the pulse from -80 to -10 mV. (C) Mean voltage dependence of the peak amplitude of the drop in
FRET ratio measured in response to single 0.5-s-long pulses from -80 mV. For this, successive single depolarizing pulses of increasing amplitude were applied,
separated by a time interval of 30 s. Data points are mean values from several fibers ranging from a minimum of seven and a maximum of 13. (D) Mean voltage
dependence of the time constant of change in FRET ratio at the onset (t,,) of the depolarizing pulses and upon return (t,g) to the holding value of -80 mV. (E)
Acceptor photobleaching of the resting fluorescence from a fiber expressing Rv-MermaidP12%€/Y23R; x y fluorescence frames after photobleaching of a square
region in the middle of the fiber with excitation light at 543 nm. Bar, 20 um. (F) Effect of acceptor photobleaching (postbleach) on the changes in fluorescence
detected in response to a depolarizing pulse from -80 to 0 mV in FRET configuration (458-nm excitation) from a fiber expressing T306-Rv-Mermaid®12%F/Y235R,
(G) Mean values for the resting fluorescence ratio (left) and the relative changes in Fsoo and F.sso fluorescence (right) triggered by a strong depolarizing pulse,
from five fibers expressing T306-Rv-Mermaid®'2%8/Y23R Error bars represent + SEM.
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FRET response of T306-Rv-Mermaid during Ca?* release. (A) Patchy expression and triadic confocal pattern (bottom image and associated

trace showing the longitudinal fluorescence profile along the white box) of T306-Rv-Mermaid in muscle fibers. (B) Changes in T306-Rv-Mermaid FRET ratio
in response to the indicated voltage-clamp depolarizing pulses. (C) Mean voltage dependence of the peak amplitude of the drop in FRET ratio measured in
response to single 0.5-s-long pulses from -80 mV. For this, successive single depolarizing pulses of increasing amplitude were applied, separated by a time
interval of 30 s. Data points are mean values from six fibers. Error bars represent + SEM.

mean was calculated from the four mean traces. This revealed
a slight positive change in the ratio that did not exceed 0.015 R,.
According to the calibrated FRET response in Fig. 2 D, this could
correspond to a <10 mV depolarization. Alternatively, according
to the fit shown in Fig. 6 B, it could correspond to an alkaliza-
tion of ~0.06 pH units. We also attempted to measure the FRET
response in the absence of exogenous intracellular Ca** buffer,
using the contraction blocker BTS in the extracellular medium.
However, under our standard conditions of stimulation with
hundreds of milliseconds-long voltage-clamp pulses, BTS never
completely eliminated contraction, precluding measurements
in response to large pulses that maximally activate Ca2* release.
Still, measurements in response to 0.5-s-long pulses up to -25
or -20 mV never elicited any negative FRET response. Instead, a
slight positive change in the ratio was observed, as illustrated in
Fig. 7 C, which shows FRET ratio traces from a fiber expressing
T306-Rv-MermaidP'?°E/Y235R challenged by pulses up to -20 mV

75 _8 65

Foo . 20s
S Racs ./;z\/‘x@ﬁ
m&“@\ﬁ
Q"‘anw*& ID 05 F
'S««e,gz’vz 5
<10.1R

0

[

in the presence of BTS. Under these conditions, data from three
fibers gave a mean change in FRET ratio of 0.03 + 0.002 R,. In
our hands, BTS proved much more effective to block contraction
triggered by trains of action potentials. We thus took measure-
ments of FRET signals from T306-Rv-Mermaid constructs in such
conditions. The response of two distinct fibers expressing T306-
Rv-MermaidP'?°/¥23R tg a train of action potentials is shown in
Fig. 7 (D and E); in Fig. 7 D, the fiber was equilibrated with our
standard EGTA-containing solution in the voltage-clamp pipette,
whereas in Fig. 7 E, no EGTA was used inside the pipette, but BTS
was present in the extracellular solution. Results further confirm
the EGTA dependence of the negative FRET signal upon EC cou-
pling activation and the presence of a small FRET signal of oppo-
site direction in the absence of EGTA. Fig. 7 F illustrates the fact
that, in the absence of EGTA (and presence of BTS), T306-Rv-Mer-
maid also responded by a positive change in FRET of amplitude
similar to the one observed with T306-Rv-MermaidP!29E/Y235R
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Figure 6. pH sensitivity of the FRET response from T306-Rv-Mermaid during Ca?* release. (A) Changes in fluorescence and in the corresponding FRET
ratio in response to extracellular changes in pH in the presence of nigericin, in a muscle fiber expressing T306-Rv-Mermaid®'?®/Y23R (B) Change in FRET ratio
from five nigericin-treated muscle fibers expressing T306-Rv-MermaidP'?%€/Y23*R upon changes in pH. Each symbol corresponds to a different fiber. The con-
tinuous line shows the result from fitting a Hill equation to the data shown as triangles, inverted triangles, and diamonds.
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Figure 7. FRET response of T306-Rv-Mer-
maidP12%8/Y235R and T306-Rv-Mermaid during
Ca?* release in the absence of intracellular
EGTA. (A) FRET response to 0.5-s-long volt-
age-clamp depolarizing pulses to values ranging
between -30 and +10 mV from a muscle fiber
expressing T306-Rv-MermaidP12%8/Y235R e quili-
brated in the presence of intracellular BAPTA. The
inset shows the mean response from four fibers
to large depolarizing pulses in the same condition
(see text for details). Successive single depolar-
izing pulses were separated by a time interval of
30 s. (B) Mean rhod-2 cytosolic Ca?* transient
elicited by a depolarizing pulse from -80 to +40
mV in seven fibers equilibrated with intracellular
EGTA (black trace) and four fibers equilibrated
with intracellular BAPTA (red trace). Gray shad-
ing corresponds to SEM. (C) FRET response to

Mt 0.5-s-long depolarizing voltage-clamp pulses
%Mﬂwwmm-m% i w\ 0'05R0| AR to -35, -30, and -20 mV from a muscle fiber
A \ I Mwwwwuw”’" expressing T306-Rv-MermaidP1298/Y235R in the

E F

presence of extracellular BTS. Successive sin-
gle depolarizing pulses were separated by 30 s.
(D) FRET response of a muscle fiber expressing
T306-Rv-MermaidP1298Y23R - equilibrated with
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which, considering the very different midvoltage sensitivities of
the two probes, tends to exclude that this signal corresponds to
an SR membrane voltage change.

Discussion

The question of whether the membrane of the reticulum expe-
riences voltage changes during cellular activity was experimen-
tally addressed more than 30 yr ago in isolated frog muscle fibers,
through detection of optical retardation signals and through
the use of potentiometric dyes (Baylor and Oetliker, 1975, 1977;
Vergara et al., 1978; Kovacs et al., 1983; Baylor et al., 1984). How-
ever, these studies did not lead to coherent results, and no fur-
ther attempt was made. In the same period, results from electron
probe x-ray microanalysis of ion distribution and movements
across the SR membrane established the currently admitted view,
according to which there is no large voltage gradient across the
SR membrane at rest or during Ca?* release (Somlyo et al., 1977,
1981,1985). This view was corroborated by the identification and
characterization of K* and Cl- channels in the SR membrane that
could participate to the counter-Ca?* release current necessary
to maintain the SR membrane voltage clamped near its resting
value during Ca?* release (Labarca and Miller, 1981; Rousseau
et al., 1988; Abramcheck and Best, 1989; Wang and Best, 1994;
Kourie et al., 1996; Yazawa et al., 2007). Conversely, it was also
proposed that need for these channels may be limited, as the
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generated at 100 Hz. (E) FRET response of a mus-
cle fiber expressing T306-Rv-MermaidP12%&/Y235R
equilibrated without intracellular EGTA and in
the presence of extracellular BTS, to a train of
action potentials generated at 20 Hz. (F) FRET
response of a fiber expressing T306-Rv-Mermaid,
equilibrated without intracellular EGTAand in the
presence of extracellular BTS, to a train of action
potentials at 100 Hz.

open RYR could itself carry most of the necessary countercur-
rent (Gillespie and Fill, 2008; Guo et al., 2013). In this context,
the now-available option of targeting a genetically engineered
voltage-sensitive fluorescent tool to the SR membrane offered a
unique opportunity to experimentally settle this point.

Mermaid biosensors in the SR membrane are sensitive to

cytosolic acidification induced upon Ca?* binding to EGTA

In the present conditions, Mermaid constructs devoid of SR tar-
geting sequence were present in the plasma/t-tubule membrane
of the transfected muscle fibers, allowing quantitative charac-
terization of the properties of the voltage-induced changes in
FRET. Use of the T306 sequence then proved successful to target
the constructs to the junctional SR membrane, as no more plas-
ma/t-tubule membrane-related FRET change was detected in
fibers expressing the T306 constructs. Under these conditions,
use of Rv-Mermaid and Rv-MermaidP!?*§/¥23R yielding distinct
voltage sensitivity (centered near -70 and 0 mV, respectively),
was anticipated to allow differentiation of any EC-coupling acti-
vated FRET signal caused by an actual change in SR membrane
voltage from a change in any other parameter that could affect
FRET. Indeed, the two constructs should provide a response of
very different amplitude to a given voltage change, if voltage
were the only parameter affecting FRET. This was obviously not
the case: both constructs provided very similar responses in the
different conditions tested. In the presence of intracellular EGTA,
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they responded by a change in FRET consistent with sensitivity
of the probes to acidification of the cytosolic face of the SR mem-
brane. Because the response was very similar for the two probes,
PH sensitivity was not a consequence of the mutations. A cyto-
solic pH change has been well documented in frog muscle fibers
loaded with EGTA, where it was used to measure and quantify
the EC coupling-activated cytosolic Ca%* transients using the
EGTA-phenol red method (Pape et al., 1995, 1998, 2002; Pizarro
and Rios, 2004). Under conditions of voltage-clamp stimulation
similar to the ones used here, Pizarro and Rios (2004) reported
maximum cytosoliclevels of increase in [H*] of 0.2-0.3 uM, which
would translate into a change of 0.6-0.8 pH units. According
to our calibration in nigericin-treated fibers (Fig. 6), the maxi-
mum decrease in FRET ratio (6%, Fig. 4) evoked by a large depo-
larizing pulse in fibers expressing Rv-MermaidP'2°E/Y235R would
correspond to a change in pH from 7.2 to 6.97. One interesting
point is that no sign of cytosolic acidification was detected with
the non-SR-targeted Mermaid constructs (assuming that the
mixed response of Rv-MermaidP?°5/Y235R was caused by its mixed
plasma/SR membrane localization). Yet, in both the plasma mem-
brane and the SR membrane, the topology of the probe proteins
yields the FRET pair facing the cytosol, this concurring with the
native topology of the T306 domain for the SR-targeted forms.
Then, absence of “pH response” of the probes residing in the
plasma/t-tubule membrane has to indicate that the pH change
detected in the vicinity of the SR membrane spared the cytosolic
face of the t-tubule membrane. This is somewhat inconsistent
with calculations by Pape et al. (1995), which suggest that, in the
presence of alarge concentration of intracellular EGTA, changes
in [H*] remain substantial hundreds of nanometers away from a
single Ca?*-releasing site and that even in the case of Ca®* release
from many release channels, a substantial [H*] gradient near
the Ca?* release sites is unlikely. In contrast, our results suggest
that a change in cytosolic pH can be detected by probes in the
junctional SR membrane but not by probes in the t-tubule mem-
brane. Because, in fast-twitch muscle fibers, the majority of the
t-tubule network is involved in junctional contact with the SR
(Franzini-Armstrong et al., 1988), most of the Mermaid probes in
the t-tubule membrane should reside less than 20 nm (Felder et
al., 2002) away from the Ca?* release channels. Thus, they would
be expected to sense as well the pH changes caused by H* release
from EGTA. At present, we do not have a clear explanation for
this inconsistency. An alternative explanation could be that the
FRET response to voltage-clamp depolarizing pulses of Mermaid
and Rv-Mermaid in the t-tubule membrane was, to some extent,
corrupted by a pH-dependent component that remained masked
by the voltage-dependent component, because of the negative
voltage sensitivity of these two probes. This is unlikely, however;
given the substantial amplitude of the acidification-induced
FRET change and the fact that its off time constant (Fig. 4 D) is ~5
times slower than the off time constant of the signal from probes
in the t-tubule membrane (Fig. 2 E), a pH-dependent component
of the FRET signal in the t-tubule membrane would have strongly
contaminated the voltage-dependent FRET signal from Mermaid
and Rv-Mermaid. Furthermore, the symmetrical FRET response
of Mermaid to depolarizing and hyperpolarizing pulses of identi-
cal amplitude (Fig. 1C) also argues against this possibility. It may
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be speculated that the negative FRET response of SR-targeted
Mermaid probes is caused by Ca** sensitivity of the FRET sig-
nal. However, that this response was not present in the absence
of EGTA strongly argues against this possibility, because in that
condition, if changed, the Ca®* transient should be larger than
in the presence of EGTA. Altogether, our results indicate diffi-
culties in using Mermaid probes as local voltage detectors where
robust and rapid changes in pH take place. However, they also
point out the reliability of the T306 target signal to convey a sig-
nal that is restricted to the intimate cytosolic environment of
the SR membrane.

No evidence for an SR voltage change during muscle fiber
activation under conditions limiting cytosolic changes in pH

In the absence of intracellular EGTA (either replaced by BAPTA or
in the presence of the contraction blocker BTS), there was no sign
of negative change in FRET ratio from T306-Rv-Mermaid con-
structs during activation of Ca?* release. Upon Ca?* binding, BAP
TA releases much fewer protons than EGTA (Fénelon and Pape,
2002), which thus further supports the pH nature of the nega-
tive FRET signal observed in the presence of EGTA. However, BAP
TA yields substantially higher affinity and faster kinetics than
EGTA (Pape et al., 2002; Sztretye et al., 2011). Thus, correspond-
ing disappearance of the negative FRET signal (Fig. 7 A) may be
speculated to result from circumvention of a positive feedback
of the released Ca2* ions on either Ca2* release activity itself or
on other Ca?*-dependent channels implicated in SR membrane
voltage control (e.g., Pitt et al., 2010). Alternatively, large con-
centrations of BAPTA may also be suspected to have a deleterious
pharmacological effect on Ca?* release (Pape et al., 2002), which
could also contribute to attenuate the negative FRET signal. The
fact that robust Ca?* transients were still elicited in the presence
of BAPTA indicates that disappearance of the negative FRET sig-
nal did not result from failing SR Ca?* release. Furthermore, the
fact that experiments in the presence of BTS also showed no sign
of negative FRET signal from the SR membrane-targeted probes
tends to definitely eliminate the option that this signal witnesses
an SR membrane voltage change.

Instead, in the absence of EGTA, both the native and the
D129E/Y235R form of T306-Rv-Mermaid responded by a small
increase in the FRET ratio that, again, can hardly be thought to
result from an SR membrane voltage change, considering the dif-
fering midvoltage sensitivity of the two probes. The mean change
in FRET ratio recorded in response to a voltage-clamp pulse to
-20 mV was ~0.03 R,, and a response of similar amplitude was
recorded in response to a train of action potentials (Fig. 7 E).
According to the pH dependence of Rv-MermaidP!298/Y235R
(Fig. 6), this change would correspond to a cytosolic alkalization
from 7.2 to 7.31. A small alkalization of the cytosol was previously
reported to occur in conjunction with Ca?* release in frog muscle
fibers, consistent with a proton flux from the cytosol into the SR
(Baylor et al., 1982; Hollingworth and Baylor, 1990; Pape et al.,
1990). It is thus possible that in our conditions, in the absence
of intracellular EGTA, the FRET response of T306-Rv-Mermaid
constructs reveals the same process.

In conclusion, voltage-sensitive Mermaid probes targeted
to the SR membrane of intact muscle fibers exhibit changes in
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FRET upon activation of Ca?* release that most likely report local
changes in pH occurring in the vicinity of the SR membrane
during the process. Results provide no evidence for additional
FRET changes that would be caused by a substantial variation of
SR membrane voltage during muscle EC coupling.
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Figure S1. Schematic sequence structures of plasma membrane- and ER/SR membrane-targeted Mermaid-derived voltage sensors. Mermaid volt-
age sensor comprises a VSD, isolated from Ciona intestinalis voltage-sensing phosphatase, and mUKG and mKOk coral fluorescent proteins as FRET pair,
fused in tandem at the C-terminal end. Mermaid bears the R217Q mutation (indicated in red) that shifts voltage sensitivity of the VSD to a more physiologi-
cally relevant range. Rv-Mermaid is the reverse variant of Mermaid in which the VSD is located C terminally. Rv-Mermaid®1298/Y235R sequence bears mutations
on residues 129 and 235 of the VSD sequence (residues 564 and 671 of Rv-Mermaid) that generate a shift of its voltage dependence toward more positive
values. In T306-Rv-Mermaid and T306-Rv-MermaidP298/Y235R the first 306 residues of skeletal muscle 95-kD triadin are fused to the C-terminal end to retain
the voltage sensor at ER/SR membranes. The N-terminal chain of ER-Mermaid2P*?°F contains an arginine stretch that favors ER/SR membrane retention of
the voltage sensor. FRET proteins in ER-Mermaid2°'2°F are CFP and YFP whose sequences are fused respectively at the N or C terminus of the VSD sequence,
this latter harboring a mutation corresponding to codon 129 of Mermaid VSD (residue 475 of ER-Mermaid201%F).
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Figure S2. Plasma membrane and ER localization of Rv-MermaidP!2%€/Y235R jn COS-7 cells. Cells grown on coverslips were immunolabeled 48-72 h after
transfection, using antibodies directed against GM130, a cis-Golgi marker (A-C) or against the KDEL sequence (D-1), a hallmark of luminal ER proteins, and
observed with confocal microscopy. Rv-MermaidP129€/Y23R |ocalized systematically at the plasma membrane, as indicated by arrows (A, D, and G). A Golgi
localization of the biosensor was partially observed, as shown by limited colocalization with GM130 labeling. Rv-Mermaid®'?%¢/Y23R accumulated in the cy-
toplasm (asterisks in A, D, and G) in a compartment likely corresponding to ER, as shown by broad colocalization with KDEL labeling (F and ). Rv-Mer-
maidP1298/Y235R [ocalization to the ER appeared very extensive in some cells (G-1), which generally exhibited strong biosensor expression, and was much more
discrete in other cells (D-F), which tended to exhibit more modest expression levels of the biosensor. Bars, 10 pm.
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Figure S3. ER localization of T306-Rv-Mermaid®'2%€/Y235R jn COS-7 cells. (A-1) Cells grown on coverslips were immunolabeled 48-72 h after transfection
using antibodies directed against GM130, a cis-Golgi marker (A-C), or against the KDEL sequence (D-1), a hallmark of luminal ER proteins, and observed by
confocal microscopy. As for Rv-MermaidP2°8/Y235R (Fig. S2), T306-Rv-Mermaid®12%8/¥23R |gcalized in part to the Golgi compartment, as shown by narrow
colocalization with GM130 labeling. Strikingly, the sequence corresponding to the 306 residues of the N-terminal end of triadin (T306) efficiently retained
T306-Rv-MermaidP12%8/¥235R in the ER, as shown by widespread colocalization with KDEL labeling, and by the absence of plasma membrane staining (D-1).
T306-Rv-MermaidP12%8/Y235R appeared to not completely overlap ER-marker labeling (asterisk in G), and this was especially apparent in cells displaying strong
biosensor expression (G-1). This could correspond to localization of T306-Rv-MermaidP12°8/¥23R in Golgi cisternae and vesicles as well as in the trans-Golgi
network. Bars, 10 pm.
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Figure S4. FRET signal vanishes and recovers in concurrence with voltage-dependent inactivation and recovery from inactivation of SR Ca?* re-
lease. (A) Changes in the FRET ratio in response to the indicated voltage-clamp pulse protocol, from a muscle fiber expressing T306-Rv-MermaidP1298/Y235R,
The inset shows the corresponding changes in fluorescence. The bottom blue trace shows the fluo-4 FF fluorescence signal recorded in a separate experi-
ment, in response to the same pulse protocol. Schematic structure of T306-Rv-Mermaid®2°6/Y3*R is shown on top. (B) Response of
T306-Rv-MermaidP12%8/Y235R tq successive hyperpolarizing pulses from 0 mV. The bottom trace corresponds to the mean (+SEM, gray shading) from eight
fibers. (C) Time-dependent recovery of t-tubule depolarization-induced T306-Rv-Mermaid®2°/Y23°R response, after t-tubule membrane hyperpolarization
to -100 from O mV. The graph shows the mean amplitude of the FRET ratio versus the duration of t-tubule hyperpolarization from three fibers. Error bars
represent +SEM.
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Figure S5. Mixed SR and t-tubule response of ER-Mermaid2°'2%¢ to t-tubule membrane depolarization. (A) Schematic illustration of the structure of
the protein (top) and its widespread distribution when expressed in muscle fibers (bottom). (B) Changes in CFP (Fsoo, green) and YFP (F, 540, red) fluorescence
and corresponding FRET ratio in response to the voltage-clamp protocol shown on top, from a muscle fiber expressing ER-Mermaid2°'2¢, (C) Mean voltage
dependence of the change in FRET ratio measured with voltage pulses delivered from 0 mV (n = 10). (D) Confocal pattern of the green fluorescence in muscle
fibers expressing ER-Mermaid2P12°F at high magnification. The red image and corresponding profile are from di-8-anepps fluorescence, marking the t-tubule
membrane network. (E) Changes in CFP (Fsoo, green) and YFP (F.sg0, red) fluorescence and corresponding FRET ratio in response to the voltage-clamp pro-
tocol shown on top, from a muscle fiber expressing ER-Mermaid2P12%¢_ (F) Voltage dependence of the end-pulse FRET ratio of ER-Mermaid2P12F measured
in response to the pulse protocol shown in E. Data are from the same muscle fibers as in C. Error bars represent +SEM.
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Figure S6. Endoplasmic reticulum localization of ER-Mermaid2 in COS-7 and Hela cells. Cells grown on coverslips were immunolabeled 24-72 h after
transfection using antibodies directed against GM130, a cis-Golgi marker (A-C), or against luminal ER proteins (anti-KDEL sequence [D-F] or anti-GRP-78
[G-1]). Narrow colocalization with GM130 labeling suggests that ER-Mermaid2 partly localizes to the Golgi compartment (A-C). Widespread colocalization
with ER markers labeling strongly suggest that ER-Mermaid2 localized to the ER (D-1). As for T306-Rv-Mermaid®2?€/Y23R (Fig. S3), the fact that a minor part
of the ER-Mermaid2 signal did not overlap ER-marker labeling could correspond to localization in Golgi cisternae and vesicles and in the trans-Golgi net-

work. Bars, 10 um.
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Section 2.

TRANSITOIRES CALCIQUES TRIADIQUES AU COURS DU COUPAGE EXCITATION-
CONTRACTION DU MUSCLE STRIE SQUELETTIQUE

Article 2 : Sanchez, C., Berthier, C., Tourneur, Y., Allard, B., Csernoch, L. and Jacquemond, V. Triadic
Ca?" transients during muscle excitation-contraction coupling. (en préparation)

Introduction

Depuis le début des années 1980, les propriétés physiologiques des canaux Ca?* RYR1 ont été
principalement étudiées via la mesure globale des transitoires Ca®" intracellulaires a I'aide
d’indicateurs calciques fluorescents synthétiques solubles chargés dans le cytoplasme de la fibre
musculaire intacte.

Au milieu des années 1990, I'avenement de la microscopie confocale a permis de détecter des
événements calciques élémentaires, les sparks, reflétant la libération locale de Ca®* par un canal ou
par un petit groupe de canaux RYR dans les fibres musculaires d’amphibiens et dans les cardiomyocytes
de mammiféres. Cependant, trés peu de données (excepté Csernoch et al. 2004, 2008) rapportent
I'activité élémentaire des canaux RYR1 au cours de |'activation du couplage EC dans les fibres
musculaires de mammiferes. Ainsi a I’heure actuelle, la compréhension des mécanismes de controle
et de régulation de I'ouverture et de la fermeture synchrones des RYR1s est trés limitée. Or, ces
informations sont essentielles a la caractérisation de la fonction musculaire normale et pathologique.
Dans le but d’accéder a des informations plus précises de I'activité des canaux RYR1 au cours de
I'activation du couplage EC, nous avons suivi une stratégie précédemment utilisée dans les
cardiomyocytes (Shang et al. 2014; Despa et al. 2014) et consistant en |'adressage spécifique du
biosenseur fluorescent de type GCaMP6f (T.-W. Chen et al. 2013b) a la membrane du RS de fibres

musculaires différenciées de souris.

Résultats

Profil d’expression et sensibilité au Ca** du biosenseur T306-GCaMP6f

En I'absence de séquence d’adressage, le biosenseur GCaMP6f s’exprime de maniere homogéne dans
tout le cytoplasme des fibres musculaires. En revanche, T306-GCaMP6f, congu par fusion du
biosenseur a I'extrémité N-terminale de la séquence d’adressage au RS (T306, correspondant aux 306

premiers résidus de la triadine) s’exprime seulement au niveau d’une ou de quelques régions
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restreintes des fibres musculaires. A I'intérieur de ces régions d’expression, le profil de fluorescence
(doubles pics espacés de 2 um) est caractéristique des protéines triadiques. Ces données indiquent
que la séquence T306 est efficace a I'insertion spécifique du biosenseur GCaMP6f a la membrane du
RS jonctionnel des fibres musculaires.

La calibration de la réponse au Ca?* des biosenseurs GCaMP6f et T306-GCaMP6f a permis de
caractériser leur sensibilité vis-a-vis du Ca?* et leur amplitude de réponse. De maniére intéressante, les
résultats indiquent que la version triadique T306-GCaMP6f présente une affinité similaire pour le Ca%
(Kp= 0.65 pM) que la version cytoplasmique GCaMP6f (Kp=0.60 puM). En revanche, I'amplitude

maximale de réponse de T306-GCaMP6f apparait réduite d’un facteur 5 en comparaison a GCaMP6f.

Cinétiques des transitoires Ca** détectés par GCaMP6f et T306-GCaMP6f

Afin de pouvoir caractériser les délais cinétiques de réponse des biosenseurs GCaMP6f et T306-
GCaMP6f, les signaux de fluorescence correspondants, évoqués par des dépolarisations, ont été
comparés a ceux de l'indicateur calcique fluorescent de synthese rhod-2.

La réponse de GCaMP6f aux dépolarisations membranaires est considérablement retardée par rapport
a celle du rhod-2. Cette distorsion temporelle est due aux cinétiques lentes du biosenseur GCaMP6f.
En effet, la modélisation cinétique des signaux a permis d’identifier que les constantes d’association
(kon) et de dissociation (kor) de GCaMP6f sont respectivement 2 et 10 fois plus lentes que celles du

rhod-2.

Globalement, la réponse du biosenseur T306-GCaMP6f est semblable a celle de GCaMP6f et se
caractérise, en comparaison aux signaux de fluorescence du rhod-2, par une augmentation retardée
de la fluorescence (F/Fo) au cours de la dépolarisation imposée a la membrane des tubules-T et un
retour plus lent a la fluorescence de base (Fo) lors de la repolarisation. En revanche, les cinétiques de
réponse sont plus rapides que dans le cas de GCaMP6f.

Le gradient d’expression du biosenseur triadique a été utilisé pour tester l'effet éventuel de
I’expression per se de T306-GCaMP6f sur la libération de Ca?* par le RS. Les résultats indiquent qu’une
différence d’un facteur 5 du niveau d’expression n’a pas de conséquence marquée sur 'amplitude et
les cinétiques du transitoire Ca%*. Ces résultats suggérent que I’expression ou la surexpression de T306-

GCaMP6f n’interfére pas ou peu avec I'activité des canaux RYR1.

Dépendance au potentiel des transitoires Ca?** des biosenseurs GCaMP6f et T306-GCaMP6f
Les variations moyennes de fluorescence émises par les biosenseurs GCaMP6f et T306-GCaMP6f ont
été mesurées en réponse a des dépolarisations successives croissantes d’'une durée de 500 ms. De

nouveau, dans ces conditions expérimentales, aucune différence qualitative critique entre les
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transitoires Ca®* issus des deux protéines ne permet de discriminer de maniére irréfutable la nature
cytoplasmique (GCaMP6f) ou triadique (T306-GCaMP6f) du biosenseur exprimé. En revanche, il existe
des différences quantitatives entre les deux. En effet, les transitoires Ca?* mesurés avec T306-GCaMP6f

sont de plus faible amplitude et sont plus rapides que les transitoires Ca?* mesurés avec GCaMP6f.

Simulation des variations de Ca** de I'espace triadique jusqu’au centre du sarcomére et de la réponse
correspondante des biosenseurs GCaMP6f et T306-GCaMP6f

De maniéere générale (et contre-intuitive), les résultats montrent que la localisation cytoplasmique ou
triadique du biosenseur GCaMP6f n’a pas d’effet considérable sur les cinétiques de la réponse
fluorescente aux variations de Ca?*intracellulaire. Afin de vérifier la cohérence de cette observation,
nous avons utilisé un modeéle simulant les variations de Ca?* libre le long du sarcomére et les variations
correspondantes de Ca?* complexé aux biosenseurs cytoplasmique et triadique.

Les résultats de ces travaux de modélisation indiquent que, quelle que soit I'amplitude du flux de Ca?*,
utilisé comme parameétre d’entrée, les cinétiques de changements en complexe Ca-GCaMP6f et Ca-
T306-GCaMP6f ne devraient pas différer fondamentalement, et ceci malgré les différences de
cinétiques et le gradient de Ca®* considérable entre le site de libération et le centre du sarcomére, 0.5
pum plus loin. Ces données confortent la crédibilité de I'adressage de la sonde T306-GCaMP6f a la triade
tout en témoignant des limites des sondes GCaMP6f a suivre avec fiabilité les variations rapides et

importantes de Ca?*.

Variations locales de fluorescence de T306-GCaMP6f en réponse a la dépolarisation

Malgré sa capacité limitée a suivre les variations rapides et importantes de Ca%, T306-GCaMP6f
présente I'avantage unique d’étre présent et fixé a la triade. Ceci offre la possibilité exclusive de
détecter I'apparition et la durée d’activation de la libération de Ca?* & différentes localisations
triadiques d’une fibre musculaire donnée, et ainsi de fournir des informations sur la variabilité spatiale
de I'activation des canaux RYR1 au cours du couplage EC de la fibre musculaire. Dans ce but, nous
avons examiné les variations de fluorescence de T306-GCaMP6f au niveau de 8 régions triadiques
distinctes sélectionnées arbitrairement dans 6 fibres musculaires stimulées par des dépolarisations
successives de faible amplitude (-25, -20, -15 mV).

Dans les limites de lincertitude due a la faible fréquence d’échantillonnage utilisée et du rapport
signal/bruit, les résultats montrent que les transitoires Ca?* locaux sont remarquablement similaires

d’une triade a I'autre dans une fibre musculaire donnée, quel que soit le niveau de dépolarisation.

131



Conclusion

Cette étude représente la premiére tentative de détection des sighaux Ca?* avec un biosenseur
fluorescent adressé a la triade de fibres musculaires squelettiques différenciées. Méme si elle met en
évidence les difficultés liées a cette approche, et en particulier les limites encore imposées par les
biosenseurs actuels, elle offre une premiére visualisation de I'activité des canaux RYR1 in situ, a 'aide
d’une sonde scotchée a la triade.

De maniére un peu décevante, le biosenseur T306-GCaMP6f génére des transitoires Ca?* d’amplitude
5 fois plus faible que lorsqu’il n’est pas fusionné a une séquence d’adressage, probablement en raison
de modifications intrinséques de ses propriétés de fluorescence.

Par contre, I'affinité relativement importante (Kp=0.65 uM) de T306-GCaMP6f ne compromet pas la
possibilité de détection des changements de Ca?* triadiques pendant le couplage EC, méme si les
signaux détectés souffrent de non-linéarité en amplitude et de profondes distorsions cinétiques.
Finalement, en dépit de ses limites, le biosenseur T306-GCaMP6f permet d’accéder au comportement
individuel de différentes triades au sein d’'une méme fibre musculaire. Nos résultats montrent une
remarquable constance des caractéristiques de la réponse fluorescente entre les triades d’une fibre
musculaire donnée. Le biosenseur T306-GCaMP6f pourrait ainsi constituer un outil intéressant pour la
caractérisation de conditions pathologiques associées, ou suspectées étre associées, a un

dysfonctionnement du comportement des canaux RYR.

132



Triadic Ca?* transients during muscle excitation-contraction coupling

Colline Sanchez!, Christine Berthier!, Yves Tourneur?, Bruno Allard!, Laszlo Csernoch® and

Vincent Jacquemond!

'Univ Lyon, Université Claude Bernard Lyon 1, CNRS UMR-5310, INSERM U-1217, Institut
NeuroMyoGene, 8 avenue Rockefeller, 69373 Lyon, France.

2UFPE Dept Nutri¢do, Av. Prof. Moraes Rego, 1235 - Cidade Universitaria, Recife, Brasil
3Department of Physiology, Faculty of Medicine, University of Debrecen, Debrecen, Hungary.

Running title: Ca** detection near ryanodine receptors

Corresponding authors:

Vincent Jacquemond

Institut NeuroMyoGene

UMR CNRS 5310 - INSERM U1217 - Université Claude Bernard Lyon 1
Faculté de Médecine et de Pharmacie

8, Avenue Rockefeller, 69373 Lyon, France

Tel. (33) 4 26 68 82 69

E-mail : vincent.jacquemond@univ-lyonl.fr

Key words: skeletal muscle, ryanodine receptor, sarcoplasmic reticulum Ca>" release.



Abstract

Functional properties of voltage-activated ryanodine receptor (RYR)-mediated sarcoplasmic reticulum (SR)
Ca** release in muscle fibers have so far been essentially addressed with diffusible Ca?* sensitive dyes. With
the aim of gaining new insights into Ca®* release function and regulation, we used a specific peptide
domain (T306) of the protein triadin to target the Ca**-sensitive probe GCaMP6f to the junctional SR
membrane of muscle fibers. In muscle fibers expressing GCaMP6f, fluorescence was homogenously
distributed and experienced large changes with obvious kinetic delays upon voltage-clamp depolarization
of the fibers. In fibers expressing T306-GCaMP6f, fluorescence was concentrated in the vicinity of one or
a few nuclei where it yielded a transverse banded pattern consistent with triadic localization of the probe.
Upon depolarization, T306-GCaMP6f generated fluorescence transients of faster kinetics than GCaMP6f,
a feature that was reproduced by model simulation of the spatial gradient of Ca?* through a half-
sarcomere, assuming the probe at the triad or in the myoplasmic bulk. T306-GCaMP6f transients within
distinct triadic regions of a same fiber exhibited very similar features at a given level of activation and no
sign of voltage-dependent delay in Ca?* release activation could be detected. Results demonstrate the
remarkable homogeneity of triadic Ca?* changes upon muscle fiber activation. Despite its high affinity and
kinetic limitations the targeted sensor may prove useful to identify defective triads upon specific stress or

pathological conditions.



Introduction

In skeletal muscle, molecular coupling between tetrads of Cayl.1 voltage-gated Ca%* channels in the
transverse (t-) tubule membrane and every other ryanodine receptor (RYR) within the RYR channel
population clustered in the adjacent sarcoplasmic reticulum (SR) membrane constitutes the core
machinery of excitation-contraction (EC) coupling. Functional outcome is that RYR-mediated SR Ca%
release is triggered in response to Cayl.1 conformational changes generated by plasma membrane
depolarization, in a manner that is completely reversible upon t-tubule membrane repolarization. In terms
of supporting membrane structures, SR Ca®* release takes place in a particular region called the triadic
junction where one t-tubule comes close (~¥10 nm) to the RYR-loaded junctional membrane of two SR
terminal cisternae. Starting from the early 1980s and then on, the physiological properties of voltage-
activated RYR-mediated SR Ca?* release in differentiated intact skeletal muscle fibers have been essentially
studied by measuring cytosolic Ca?* transients with diffusible Ca%* sensitive dyes (e.g. Baylor et al., 1982;
Palade and Vergara, 1982; Kovacs et al., 1983; Brum et al., 1988; Feldmeyer et al., 1990 ; Sarkozi et al.,
1996; Jacquemond, 1997; Woods et al., 2005; Hollingworth and Baylor, 2013; Braubach et al., 2014;
Herndndez-Ochoa et al., 2014; Manno et al., 2017). This, over the years, has provided detailed information
regarding control of the activity of the RYR channel population in its native biological environment as well
as illuminating insights into physiopathological issues of EC coupling. In the mid-1990s, advent of confocal
imaging opened up a split between the frog (earlier gold-standard muscle preparation) and mammals as
it was found that the frog Ca?* transient builds up on accumulation of local stereotyped elementary Ca?
release events called Ca?* sparks (Tsugorka et al., 1995; Klein et al., 1996) believed to result from mixed
expression and function of type 1 and type 3 RYR isoforms, whereas these events are absent from
mammalian muscle where RYR3 expression is negligible. If one leaves aside the voltage-activated-Ca%
spark story from RYR3 containing muscles, there is so far very limited experimental insights into single
RYR1 channel or single cluster of RYR1 channels behavior during activation of intact differentiated
mammalian muscle fibers. Mainly, confocal imaging of cytosolic Ca?* in fibers from rat and mouse under
conditions of low levels of voltage activation showed presence of low-amplitude, long-lasting Ca®* release
events that were attributed to activation of either a single or of a restricted number of highly synchronized
RYR1 channels (Csernoch et al. 2004, 2008). Since then, no further experimental progress was made that
increased our understanding of how single RYR1 channels or single clusters of coherently operating RYR1

channels open and close during t-tubule depolarization and this is falling very short as compared to the

heavy literature concerning single channel activity of RYR1 channels reconstituted in bilayer systems (see



for review Meissner, 2002; Laver, 2006), the relevance of which to the physiological situation remains
questionable.

In an attempt to provide deeper understanding of RYR1 function during muscle activity, we followed a
strategy previously used in cardiac cells (Shang et al., 2014; Despa et al., 2014) consisting in targeting a
Ca**-sensitive probe to the junctional SR membrane. Indeed, having the probe in close vicinity to the RYRs
was anticipated to provide a distinctive perspective view of the channel activity during physiological SR
Ca?* release. For this we expressed in muscle fibers GCaMP6f (Chen et al., 2013) fused to a specific domain
(T306, Sanchez et al., 2018) of the triadic protein triadin and we tracked changes in T306-GCaMP6f
fluorescence triggered by voltage-clamp depolarizing pulses, using confocal imaging. The affinity of
GCaMP6f for Ca®* is much too high to reliably track triadic Ca®* changes during EC coupling activation.
However, T306-GCaMP was expected to tell us at least when, where and for how long distinct RYR1
channels (or clusters of channels) of a same muscle fiber are activated, at a given level of voltage activation.
We first compared the properties of macroscopic fluorescence transients from GCaMP6f and T306-
GCaMP6f and we used model simulations to assess the consistency of the observations. We then looked
for spatial distinctions in voltage-activated T306-GCaMP6f signals in separate regions of a same muscle
fiber during SR Ca% release activation. Results reveal that spatially distinct triads exhibit remarkable

uniformity in terms of onset and termination of Ca?* release activity, even at the lowest levels of activation.

Materials and methods

All experiments and procedures were performed according to the ethics principles of the French
Department of Veterinary Services and the French Ministry for Higher Education, Research and Innovation,
in accordance with the guidelines of the local animal ethics committee of the University Claude Bernard
Lyon 1, the French Ministry of Agriculture (decree 87/848), and the revised European Directive

2010/63/EU. All experiments were performed at room temperature (20-22°C).

Plasmid constructs

Biosensor cDNAs were derived from the original GCaMP6f cDNA (Addgene) and were inserted into the
modified pCMV vector for mammalian expression. To trigger retention of the biosensor at the triadic SR
membrane, we fused in frame, at the 3’ end of GCaMP6f, the cDNA sequence of residues 1-306 (T306) of

human triadin.



In vivo transfection

The experimental protocol for in vivo transfection was approved by the Animal Experimentation
Committee # C2EA-15 of the Rhone-Alpes Region and by the French Ministry for Higher Education,
Research and Innovation. Expression in mouse flexor digitorum brevis and interosseus muscles was
achieved by plasmid injection and subsequent electroporation following previously described procedures
(Lefebvre et al., 2011). In brief, 8-16 week-old Swiss OF1 male mice were used. Mice were anesthetized by
isoflurane inhalation using a commercial delivery system (Univentor 400 Anesthesia Unit; Uninventor) and
a 20 pl volume of a solution containing 2 mg/ml hyaluronidase dissolved in sterile saline was injected into
the footpads of each hind paw of the animal. Mice were re-anesthetized 1 hour later and a volume of 20
ul of a solution containing 30-50 pg plasmid DNA diluted in NaCl 0.9% was injected into the footpads. Two
gold-plated stainless steel acupuncture needles connected to the electroporation apparatus were then
inserted under the skin, near the proximal and distal portion of the foot, respectively. The electroporation
protocol consisted of 20 pulses of 130 V/cm amplitude and 20-ms duration delivered at a frequency of 2
Hz by a BTX ECM 830 square wave pulse generator (Harvard Apparatus). Isolation of muscle fibers and

experimental observations and measurements were performed 7-8 days later.

Preparation of isolated muscle fibers

Single fibers were isolated from the transfected muscles using a previously described procedure
(Jacquemond, 1997). Briefly, mice were anaesthetized by isoflurane inhalation and then killed by cervical
dislocation before removal of the muscles. Muscles were incubated in Tyrode solution containing
collagenase (Sigma, type 1) for 60 min at 37°C. Single fibers were then obtained by mechanical trituration
of a given muscle within a 50 mm wide culture p-dish (Ibidi, Planegg / Martinsried, Germany) filled with
culture medium containing 10% fetal bovine serum (MI199; Eurobio, France), the bottom of which had
been first coated with a thin layer of silicone. Fibers were embedded within silicone so that only a portion
of the fiber extremity remained out, in contact with the extracellular medium. In the case of fibers
expressing T306-GCaMP6f, care had to be taken to ascertain that the fiber portion left out of the silicone

did exhibit expression of the probe.

Electrophysiology
Voltage-clamp was achieved with a micropipette filled with a solution mimicking the composition of the

intracellular medium (see Solutions). The tip of the pipette was inserted into the silicone-insulated part of



the fiber. In order to ease intracellular dialysis and reduce series resistance, the tip was gently crushed
against the bottom of the chamber. In the most routine experimental conditions, the pipette solution
contained no exogenous Ca®* buffer and contraction was blocked by using N-benzyl-p-toluene
sulphonamide (BTS) in the extracellular solution (see Solutions). In some experiments the pipette solution
also contained rhod-2 (see Solutions) and in such case the fiber interior was dialyzed for a period of 30 min
to allow for intracellular equilibration of the solution. The chlorided silver wire inside the pipette was
connected to an RK-400 patch-clamp amplifier (Bio-Logic, Claix, France) used in whole-cell voltage-clamp
configuration, in combination with an analog-digital converter (Digidata 1440A, Axon Instruments, Foster
City, CA) controlled by pClamp 9 software (Axon Instruments). Analog compensation was adjusted to

further decrease the effective series resistance. The holding voltage was set to -80 mV.

Confocal imaging

Confocal imaging was conducted with a Zeiss LM5 Exciter microscope equipped with a 63 x oil-immersion
objective (N.A., 1.4). In routine conditions, GCaMP6f was excited with the 488 nm line of an argon laser
and a 505 nm long pass filter was used on the detection channel. In fibers dialyzed with rhod-2 a 505-530
bandpass filter was used for GCaMP6f fluorescence detection; rhod-2 excitation was from the 543 nm line
of a HeNe laser and rhod-2 fluorescence was collected above 560 nm. GCaMP6f and rhod-2 Ca** transients
were imaged using the line-scan mode (x,t) of the system with the line parallel to the longitudinal axis of
the fibers. Unless otherwise specified, images were taken with a scanning frequency of 1.15 ms per line.

Fluorescence changes were expressed as F/Fo where Fy is the baseline fluorescence.

Calibration

To calibrate the response of T306-GCaMP6f, isolated muscle fibers expressing the probe were
permeabilized with 0.05% saponin in the presence of a solution containing (in mM) 140 KCl, 10 EGTA, 5
PIPES, 0.05 BTS, 2 2,3-butanedione monoxime (BdM). Permeabilized fibers were then fully embedded into
silicone grease and successively dialyzed, each time for 30 minutes, with a version of the above solution
differing by the concentration of total added calcium (from 0 to 11 mM). Dialysis of each solution was
achieved through a distinct micropipette, the blunt tip of which was inserted within the silicone-embedded
muscle fiber. A confocal image of T306-GCaMP6f fluorescence was taken at the beginning of the
experiment and after each dialysis period (Fig.1B). All solutions were equilibrated at pH 7. The free calcium

concentration In each solution was calculated using MaxChelator (C. Patton, Stanford University).



Simulation of calcium movements in the presence of either GCaMP6f or T306-GCaMP6f

First, the rate of calcium release from the SR (dR/dt) during a depolarizing pulse was calculated. It was
assumed to activate and then partially inactivate, following a single exponential time course for both, with
time constants (1. and T, respectively) adjusted to represent the voltage dependence measured under
experimental conditions,

dR -= -
i Roax * (1 —e fa) (e i+ Sl)-(Casg — R(t))/Cagg Eqn. 1

where Rmax is the theoretical maximum and S/ is the non-inactivating component of dR/dt at the given

tdR

voltage, R(t) is the amount of calcium released until time t (i.e. R(t) = | Edy), and CaSR is the SR

0
calcium content at t=0. Upon repolarization dR/dt was assumed to return to its resting value (Leak) again
following a single exponential. Note that Eqn. 1 incorporates the depletion of calcium in the SR into the
release waveform. Leak was set to be equal to the amount of calcium transported by the SR calcium pump
into the SR at resting conditions.

To follow the movement of the released calcium, the myoplasmic space was subdivided into equal sized

voxels of 103 nm3. The change in the calcium concentration (3[Ca]/dt) in a voxel was calculated as

d[ca] _ 0*[Ca] ¥ dlca—X;]
at = oxz L at

P Egn. 2

where D is the diffusion coefficient for Ca?* in the myoplasm, [Ca-X] is the amount of calcium bound to X;,
and P is the amount transported by the SR calcium pump in a given time. X; represent the different calcium
binding sites in the muscle —troponin C, parvalbumin, SR calcium pump — and either GCaMP6f or
T306GCaMP6f. All binding sites were assumed to follow a first order binding kinetics with rate constants
taken from the literature : the model included troponin C binding sites with a total concentration of 250
UM, a Kp of 7.5 uM and an off rate constant of 0.15 ms™}; Ca-Mg binding sites on parvalbumin with a total
concentration of 1500 pM, a Kp and off rate constant for Ca?* binding of 9.4 nM and 0.0015 ms?,
respectively, and a Kp and off rate constant for Mg?* binding of 20 pM and 0.008 ms?, respectively. Resting
[Ca?*] and [Mg?*] were assumed to be 0.05 uM and 1 mM, respectively. Calcium transport across the SR
membrane was included with a rate assumed to be proportional to the fractional occupancy of the SR
pump sites with a sites concentration of 200 uM, a Kp and off rate constant for Ca?* binding of 1 uM and
0.16 ms’?, respectively, and a maximum pump rate of 10 uM.ms™. For Ca%" binding to GCaMP6f or T306-
GCaMP6f binding sites concentration, Kp and off rate constant for Ca?* binding were assumed to be 100

UM, 0.65 pM and 0.012 ms™?, respectively.



Note that in Eqn.1 a one-dimensional diffusion was assumed. This simplification was justified by selecting
the number of voxels (N;) at a given distance (x;) to be dependent on i (i=1,... 50), i.e. i = 1 represented
the junctional space and i = 50 the middle of the sarcomere, with N1 being the smallest and Nso the largest
amongst all Ni-s. Due to morphological restrains and inherent symmetry in the architecture of the muscle
fiber, diffusion was considered only in one direction (towards the middle of the sarcomere) and boundary
conditions for [Ca?*] were set as to reflect this symmetry.

Voxels at a given distance (corresponding to the same x;) were assumed to behave identically in terms of
their calcium handling properties. The following different possibilities of calcium movements for any voxel
were considered: 1./ calcium release from the SR can occur (only for i =1), 2./ the dye is present, 3./ SR
calcium pump is present, and 4./ other calcium binding sites (X;) are present. The implementation allowed
the user to change the behavior of any voxel in this respect thus allowing for studying, e.g., the cases of

targeted and non-targeted dye.

Solutions

The extracellular solution used for voltage-clamp contained (in mM) 140 TEA-methanesulfonate, 2.5 CaCl2,
2 MgClI2, 1 4-aminopyridine, 10 HEPES and 0.002 tetrodotoxin. The standard intrapipette solution
contained (in mM) 130 K-glutamate, 5 Na,-ATP, 5 Na,-phosphocreatine, 5.5 MgCly, 5 glucose, 5 HEPES and,

in some experiments, 0.1 Rhod-2. All solutions were adjusted to pH 7.20.

Statistics
Least-squares fits were performed using a Marquardt-Levenberg algorithm routine included in Microcal

Origin (Originlab, Northampton, MA). Data values are presented as means + sem for n fibers.
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Figure 1. Expression pattern and Ca?* sensitivity of GCaMP6f and T306-GCaMP6f. (A) lllustrative examples
of the global and patchy expression patterns of GCaMP6f (left) and T306-GCaMP6f (right) in muscle fibers,
respectively. (B) Typical subcellular fluorescence pattern of GCaMP6f (left) and T306-GCaMP6f (right) in
muscle fibers (C) Fluorescence profile along the main axis of the muscle fibers within the box-highlighted
region in the above corresponding image in (B). (D) Confocal fluorescence images from a T306-GCaMP6f
expressing muscle fiber upon equilibration with solutions of varying pCa (above indicated values). (E) Ca%*-
dependence of the relative change in fluorescence in 3 fibers expressing T306-GCaMP6f (filled squares and
triangles), in one fiber expressing GCaMP6f (open circles) and in droplets of calibrating solutions containing
rhod-2 (see Methods for details).

g



Results

Expression pattern and Ca?* sensitivity of T306-GCaMP6f

The fluorescence pattern of muscle fibers expressing GCaMP6f and T306-GCaMP6f substantially differed
(Fig. 1A-B): GCaMP6f fluorescence was distributed throughout the entire volume of the muscle fibers and
either yielded no specific subcellular features or, as shown in Fig 1B-C (left), a faint transversally striated
pattern with a spatial period of about 2 um. In our experience this can be occasionally observed with
diffusible -dyes or -expressed proteins and likely results from unspecific accumulation/binding to proteins
at the Z line. In contrast, muscle fibers expressing T306-GCaMP6f exhibited one or a few restricted areas
of elevated fluorescence (Fig. 1A, right). Within each of these spots the fluorescence intensity peaked
according to a transversally striated pattern with a spatial period of 1 um (Fig. 1B-C, right), consistent with
expression at the triad, either in the t-tubule membrane or in the junctional SR membrane (Sorrentino,
2011; Barone et al.,, 2015). However, the combination of the two features (local spots, 1 um-spaced
striations) is reminiscent in this same system of either RYR expression (Legrand et al., 2008; Lefebvre et
al., 2011) or of expression of T306 fused with various voltage-sensitive fluorescence probes which we
proved localized at the SR membrane (Sanchez et al., 2018). Thus, this is one encouraging piece of evidence
that in the present case too, the T306 sequence was effective in targeting the probe to the expected
location. Purified GCaMP6f was reported to exhibit a Kp for Ca?* of ~0.38 uM (Chen et al., 2013) whereas
avalue of 0.63 uM was reported from in situ calibration of GCaMP6f fused with triadin or junctin expressed
in cardiac cells (Shang et al., 2014). In our conditions, calibration of T306-GCaMP6f fluorescence was
achieved in situ in 3 muscle fibers by successively equilibrating the cytosolic compartment with solutions
containing different levels of free calcium, using the procedure described in Methods. An example of T306-
GCaMP6f fluorescence images collected under these conditions is shown on top of Fig. 1D, while
fluorescence values normalized to the minimum (Fmin) and maximum fluorescence (Fmax) in each fiber are
reported with filled square and triangle symbols in Fig. 1E. Fitting the data with a Hill equation gave a mean
Kp value of 0.65 + 0.05 uM and a Hill coefficient of 1.17 + 0.13. The mean value for the ratio Fmax/Fmin from
these 3 fibers and from 2 additional fibers challenged only by the two extreme Ca?* concentrations was
11.0 £ 0.9. Fig. 1E also shows fluorescence values from one GCaMP6f-expressing fiber that we could
successfully equilibrate in the presence of ionomycin with the same calibration solutions (open red circles).
The superimposed curve corresponds to the result from the fit which gave a Kp of 0.60 uM and a Hill
coefficient of 1.1, thus very similar to the T306-GCaMP6f data. However, the Fmax/Fmin Value from this fiber

was 57, substantially larger than the above T306-
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Figure 2. Kinetic features of GCaMP6f Ca®* transients. (A) Simultaneous GCaMP6f (thick traces) and rhod-
2 (thin traces) fluorescence transients detected from a muscle fiber in response to the depolarizing pulse
protocol shown on top. The inset on the right shows the kinetically-corrected Ca®* transients calculated
from the GCaMP6f and rhod-2 traces elicited by the shortest depolarizing pulse (see text for details). The
two graphs at the bottom report mean values for the time to peak F/Fo and for the time constant of F/Fo
decay (Tqecay) after repolarization, from 3 fibers expressing GCaMP6f, loaded with rod-2, and stimulated
with the same voltage-clamp protocol. (B) lllustrative example of simultaneously detected GCaMP6f (thick
traces) and rhod-2 (thin traces) Ca?* transients in response to 200 ms-long depolarizing pulses of increasing
amplitude.



GCaMP6f mean value, but similar to the value reported in vitro (~52, Chen et al., 2013). We took this as a
first indication that the dynamic range of the T306-GCaMP6f response is reduced as compared to that of
GCaMP6f. The graph in Fig. 1E also shows results from rhod-2 fluorescence calibration in droplets with the
same solutions, from which fitting a 1:1 binding curve gave a Kp of 1.63 uM. Altogether, these results are
consistent with T306-GCaMP6f being present in the triadic SR membrane and exhibiting an affinity for Ca?*
similar to that of free GCaMP6f.

Comparing rhod-2 Ca* transients to GCaMP6f and T306-GCaMP6f- Ca** transients.

Figure 2A shows fluorescence transients triggered by large voltage-clamp depolarizing pulses of increasing
duration, evoking maximal SR Ca?* release, in a fiber expressing GCaMP6f and dialyzed with rhod-2.
Transients were calculated by averaging fluorescence over the entire scanned line. The two probes
generated fluorescence transients of similar F/Fo maximal amplitude but the overall time-course of
GCaMPe6f transients (thick traces) clearly lagged behind that of rhod-2 (thin traces), as also shown from
the mean values for time to peak and time constant of decay of the fluorescence transients from 3 fibers
tested in the same conditions (graphs at the bottom). Pairs of traces shown in Fig. 2B were obtained in the
same experimental conditions, but from a fiber challenged by voltage pulses of increasing amplitude. Again
there is a considerable delay in the GCaMP6f response as compared to that of rhod-2, which is particularly
dramatic for the low levels of SR Ca?* release activation for which GCaMP6f barely detects the fast early
Ca?* rise seen by rhod-2 and keeps rising at times where rhod-2 has reached a more or less steady level.
This time-course distortion is due to the known slow kinetics of the GCaMP probes. Although a complex
kinetic model would be necessary to strictly account for the kinetic steps of the Ca?*-GCaMP reaction (e.g.
Helassa et al., 2015) we resumed it to a simple binding equilibrium and we adjusted the GCaMP6f rate
constants values to best match the rhod-2 and GCaMP6f calculated Ca?* signals.

Ca?*(t) was calculated from fluorescence (F(t)) according to :

. dF
_ koff (F - leﬂ.) + E

C 2+
4 kon(Fmax — F)

For rhod-2 we used a koff value of 0.13 ms™ (Sztretye et al., 2011) and a value for kon so that Kp equals 1.63
UM. For GCaMP6f, the calibration value of 0.65 pM for Kp was used and values for kon and kot were
adjusted. For both rhod-2 and GCaMP6f values for Fmax/Fmin (ratio of fluorescence in saturating Ca®* to the
corresponding value in absence of Ca?*) were also adjusted. The inset in Fig. 2A shows the superimposed

changes in free Ca?* calculated from rhod-2 and from GCaMP6f for the shortest pulse.
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Figure 3. Kinetic features of T306 GCaMP6f Ca?* transients elicited by short depolarizing pulses.
Simultaneous T306-GCaMP6f (thick traces) and rhod-2 (thin traces) fluorescence transients detected from
a muscle fiber in response to the depolarizing pulse protocol shown on top. The two graphs at the bottom
report mean values for the time to peak F/Fo and for the time constant of F/Fo decay (Tgecay) after

repolarization, from 4 fibers expressing T306-GCaMP6f, loaded with rod-2, and stimulated with the same
voltage-clamp protocol.
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Figure 4. Ca* transients within a muscle fiber region exhibiting a gradient of T306-GCaMP6f expression.
(A) T306-GCaMP6f and rhod-2 distribution along a line scanned in a fiber region exhibiting a T306-
GCaMP6f gradient of expression. (B) voltage-activated T306-GCaMP6f and rhod-2 transients recorded
within the high- (thick traces) and low-expression region (thin traces) of T306-GCaMP6f.
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Transients were calculated with values for Frax/Fmin 0f 27 and 42 for rhod-2 and GCaMP6f, respectively and
with GCaMP6f kon and ko values of 0.018 uM.ms-1 and 0.012 ms™, respectively. In the two other fibers
tested in these same conditions a similar reasonable consistency between the calculated rhod-2 and
GCaMP6f Ca®* transients was obtained with the same values for the rate constants and for the GCaMP6f
Fmax/Fmin Value, provided that some adjustment was made for rhod-2 Fax/Fmin. Thus, twice and ten times
lower association and dissociation rate constants for GCaMP6f than for rhod-2, respectively, appears to

reasonably account for the Ca* binding kinetics of GCaMP6f.

Figure 3 presents a set of data equivalent to the one in Fig.2A, but from fibers expressing T306-GCaMP6f.
There was no striking qualitative difference between the overall time-course of GCaMp6f and T306-
GCaMP6f in terms of global kinetics (as compared to the simultaneously measured rhod-2 signals)
although, on average, mean values for time to peak and for time constant of decay were closer to those
from the rhod-2 transients. The peak amplitude of the rhod-2 transients in this series of experiments was
smaller than in the parallel series of experiments in fibers expressing T306-GCaMP6f (Fig. 2). Reason for
this is unclear and may be related to the fact that resting rhod-2 fluorescence in these experiments tended
to increase with time, raising doubt as to whether the rhod-2 Fq level was reliable. In order to test whether
expression of the probe may have affected SR Ca* release we compared transients at two locations of a
fiber exhibiting a strong gradient of T306-GCaMP6f expression: Figure 4A shows the T306-GCaMP6f (left)
and rhod-2 (right) resting fluorescence intensity profile along the scanned line. The bottom panels show
the T306-GCaMP6f (left) and rhod-2 (right) fluorescence transients measured in response to a pulse from
-80 to -10 mV in the high expression region of the line (thick traces) and in the lower expression region of
the line (thin traces). Despite an ~5 times difference in the resting level (Fo) of T306-GCaMp6f fluorescence
between the two regions of the line, both the rhod-2 and the T306-GCaMp6f F/F, transients were similar,

providing no indication that probe expression/over-expression strongly affects SR Ca®* release.

Voltage-dependent GCaMP6f and T306-GCaMP6f Ca?* transients.

Further comparison between fluorescence transients from GCaMP6f- and T306-GCaMP6f expressing fibers
was made in the absence of rhod-2, in response to 500 ms pulses to different voltage levels. Figure 5 shows
representative transients from the two probes, elicited in the presence of extracellular BTS. For such long
pulses, the presence of BTS was not sufficient to completely block contraction at large depolarizing voltage

levels. For this reason, most measurements were taken with pulses up to values
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Figure 5. Voltage-dependent GCaMP6f and T306-GCaMP6f Ca?* transients. (A) lllustrative examples of
fluorescence transients from muscle fibers expressing GCaMP6f (left) or T306-GCaMP6f (right) in response
to 500 ms-long depolarizing pulses of increasing amplitude. (B) Mean voltage-dependence of GCaMP6f
(open circles) and T306-GCaMPé6f (filled circles) fluorescence transients F/Fo peak amplitude (Peak F/Fo),
time to 80% peak amplitude (Tso%) and time-constant of decay (Teecay) from 3 and 4 muscle fibers expressing
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rarely exceeding -10 mV. GCaMP6f and T306-GCaMP6f transients looked similar and there was no
stringent qualitative feature that would irrefutably allow identification of which transients corresponded
to which probe. Quantitative features were compared in a few fibers of each group that were all stimulated
by pulses to -30, -25, -20 and -15 mV and for which there was no indication of fiber movement. There were
quantitative differences between the two series: T306-GCaMP6f transients exhibited F/Fo peak amplitude
values much smaller than those of GCaMP6f transients (Fig. 5B, left); the rate of rise, estimated from the
time to reach 80% of the peak fluorescence was faster for T306-GCaMP6f transients at the low values of
voltage activation; the time constant of T306-GCaMP6f fluorescence decay after the end of the pulses

exhibited values twice smaller than those from GCaMP6f transients.

Model simulation of the changes in Ca?* and of the corresponding GCaMP6f response, from the triadic
space to the center of the sarcomere

Above results show that, following SR Ca?* release, GCaMP6f and T306-GCaMP6f generate fluorescence
changes with a qualitatively similar time-course, a feature that was intuitively not expected considering
that the targeted probe should experience much larger changes in Ca%* concentration than the bulk (e.g.
Pape et al., 1995). In order to quantitatively explore this issue and determine whether the differences (or
absence of differences) between the signals from the two probes are consistent, we made model
simulations of the changes in free Ca?* and corresponding Ca-probe complexes occurring along a quarter
of sarcomere distance from the Ca?* release site. The model was implemented as described in Methods.
Ca?* binding to both GCaMP6f and T306-GCaMP6f was assumed to occur with the rate constants found to
match the GCaMP6f and rhod-2 Ca?* transients (Fig. 2A). Because of the difference (and related
uncertainty) regarding the dynamic range of the two probes, only the predicted time-courses of change in
Ca-GCaMP6f and in Ca-T306-GCaMP6f were compared. Figure 6 illustrates the model predictions in
response to a small Ca?* release (peak value of 1.5 pM.ms™?, Fig. 6A). The images in Fig. 6 B, D show the
calculated change in free Ca%* along a 0.5 pm distance from the release site (top), in the presence of
GCaMP6f or T306-GCaMP6f, respectively, while images in Fig. 6 C, E show the corresponding changes in
Ca®* bound to each of the two probes. The three superimposed traces below each image show the
corresponding maximum change (at the release site, thick trace), minimum change (0.5 um away/mid-
sarcomere, thin trace) and the average change (dotted trace) which would correspond to the
experimentally detected signal. In each panel, the straight dashed line at the bottom corresponds to the

zero level. Results show that, despite a very substantial gradient of Ca?* change along the distance from
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Figure 6. Model simulation of the spatial gradient of Ca** and of calcium bound to the GCaMP6f probes
along a 0.5 um distance from the Ca?* release site following a low level of SR Ca?* release activation. (A)
Synthetic Ca?* release input flux. (B) Spatial gradient of Ca?* change and of corresponding Ca?* bound to
GCaMPé6f (C). (D) Spatial gradient of Ca?* change and of corresponding Ca?* bound to T306-GCaMPé6f (E).
In B-E, traces underneath the image show the time-course of change in the given parameter at the triad
level (thick trace), at the mid-sarcomere level (thin trace) and the average change throughout the distance
(dotted trace).
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Figure 7. Model simulation of the spatial gradient of Ca?* and of calcium bound to the GCaMP6f probes
along a 0.5 um distance from the Ca?* release site following a large level of SR Ca?* release activation.
(A) Synthetic Ca?* release input flux. (B) Spatial gradient of Ca** change and of corresponding Ca®* bound
to GCaMP6f (C). (D) Spatial gradient of Ca?* change and of corresponding Ca?* bound to T306-GCaMP6f
(E). In B-E, traces underneath the image show the time-course of change in the given parameter at the
triad level (thick trace), at the mid-sarcomere level (thin trace) and the average change throughout the
entire distance (dotted trace).
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the release site, the average time-course of Ca** bound to the probe did not stringently differ between the
targeted and the non-targeted version of the probe. An identical representation of the predictions made
in response to a strong SR Ca?* release flux (peak value of 31.6 uM.ms%) is shown in Fig. 7, from which the
same conclusions could be drawn. Indeed, despite a tenfold difference in peak Ca®* between the release
site and the mid-sarcomere region, the average time-course of Ca** bound to GCaMP6f and T306-GCaMP6f
was similar. Comparison between the predicted time-course of Ca%* bound to the two probes is more
explicitly made in Fig. 8 which shows the average changes in response to 4 different SR Ca?* release input
fluxes of distinct peak amplitude and waveform (labelled 1-4, Fig. 8A). Figure 8B shows the corresponding
absolute average changes in Ca-GCaMP6f (left) and Ca-T306-GCaMP6f (right), while Fig. 8C shows the
same changes in Ca-GCaMP6f and Ca-T306-GCaMP6f after normalization, superimposed for each release
flux condition. Values for the time to reach 80% of the peak transient and for the time constant of decay
are reported in Fig. 8D: differences in time-course of rise and of decay of the transients from the two

probes were qualitatively similar to those observed experimentally (Fig. 5).

Voltage-activated local changes in T306-GCaMP6f fluorescence.

Despite reporting Ca%* changes with corrupted kinetics and within a limited concentration range, one great
advantage of T306-GCaMP6f over diffusible Ca?* probes is its potential to track the occurrence and
duration of triadic Ca®* changes at various locations of a given muscle fiber and to thus provide insights
into the spatial variability of SR Ca?* release upon activation of a muscle fiber. To this aim, we examined
the changes in T306-GCaMP6f fluorescence at different positions along the scanned line. In these
experiments a slow scan frequency of 7.7 ms per line was systematically used to improve the signal to
noise ratio. lllustrative examples are presented in Fig. 9 which shows local changes from a muscle fiber
stimulated by 0.5-s long depolarizing pulses to -25 (A), -20 (B) and -15 mV (C). In each panel the top-left
image corresponds to the raw line-scan fluorescence record, with the baseline fluorescence intensity
profile along the line next to it, on the left. The corresponding F/Fo image is shown on the right: for this,
F/Fo was calculated for series of 5 pixels (0.1 um per pixel) along the line, each series centered on one peak
of baseline fluorescence intensity. The 5 noisy traces underneath correspond to changes in F/Fo at adjacent
triadic locations within the region highlighted by a red box in the F/Fo image. The smooth trace at the
bottom represents the average change in F/Fo throughout the entire line. Overall, Fig. 9 illustrates the fact
that there was remarkable consistency in terms of occurrence, time-course and amplitude of the
transients at the different locations, at all voltage levels. The series of traces in Fig. 9A illustrates one rare

example of a particular location that could be identified where no response was detected, but otherwise,
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Figure 8. Model simulation of the average changes in Ca?* bound to GCaMP6f and to T306-GCaMP6f
following different levels of SR Ca?* release activation. (A) Superimposed synthetic Ca?* release input
fluxes used for the simulation (1-4). (B) Calculated average changes in Ca** bound to GCaMPé6f (left) or to
T306-GCaMP6f (right) following each of the four Ca?* release input fluxes shown in (A). (C) Normalized
time course of the calculated average changes in Ca** bound to GCaMP6f (continuous traces) and to T306-
GCaMP6f (dotted traces) in response to the Ca?* release fluxes shown in (A). Changes in Ca?* bound to each
of the two probes for a same given input flux are shown superimposed. (D) Dependence upon the input
flux (1-4) of the time to reach 80% of the peak change in Ca** bound to GCaMP6f (left, open circles) and
T306-GCaMP6f (filled circles) and corresponding values for the time constant of decay (right) after the end

of the release flux.
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within the limits of the uncertainty due to the noise, local transients were very similar throughout. In order
to quantitatively assess the spatial variability of the T306-GCaMP6f response, the onset time, peak
amplitude and full width at half-maximum (FWHM) of the signal were measured at 8 random locations
along lines scanned in 6 muscle fibers depolarized by pulses to values ranging between -25 and -10 mV.
Figure 10 reports the individual values for each parameter in the different fibers. Values for peak amplitude
(peak F/Fo), full width at half-maximum (FWHM) and onset time (To, relative to time of pulse initiation) for
each of the 8 T306-GCaMP6f local fluorescence transients are reported in Fig 10B, in the different fibers
(symbol-coded). Traces on the top show examples of most differing fluorescence transients among the 8
tested triadic regions of lines scanned in the filled-square-coded fiber. Overall results show that, within
the limits imposed by the sampling rate and signal to noise level, there was limited detectable variability
in the onset time, peak amplitude and FWHM of the transients detected in response to a given voltage

pulse, at distinct triadic locations of a given muscle fiber.

Discussion

Progress in understanding RYR1 physiological function and regulation in normal and disease skeletal
muscle requires improving our capabilities to detect RYR1 channel activity in intact differentiated muscle
fibers, ultimately down to the single channel resolution. The present work is the first attempt to detect
Ca®* signals with a genetically encoded probe targeted to the triadic region of differentiated skeletal
muscle fibers. Primary evidence that we succeeded is the typical pattern of expression of T306-GCaMP6f,
similar to the previous observed one when expressing in the same preparation either RYR1 channels
(Lefebvre et al., 2011) or T306-fused with biosensors of the Mermaid family from which functional assays
proved that the T306 domain did convey the biosensors to the triadic SR membrane (Sanchez et al., 2018).
Of interest, we expect the probe to be in close vicinity of the RYR1 channels because the T306 sequence
contains the KEKE domain believed to be essential for triadin binding to RYR1, and also to calsequestrin
(Kobayashi et al., 2000; Lee et al., 2004). Two aspects related to targeting of the probe need then to be
considered: first, the possibility that the T306 sequence and/or the specific triadic nano-environment alter
the intrinsic properties of the probe. Results from our calibration suggest that the affinity for Ca** does not
substantially differ between GCaMP6f and T306-GCaMP6f. In addition, the overall similitudes between the
time-course of the voltage-activated fluorescence transients from the two probes proved to be consistent
according to quantitative model simulations assuming identical kinetic properties for the two. The dynamic
range of the response of the two probes appear though to substantially differ, with GCaMP6f generating

transients of peak F/Fo values routinely 5 times greater
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Figure 9. Local changes in T306-GCaMP6f fluorescence in response to different levels of SR Ca? release
activation. Line-scan images of T306-GCaMP6f fluorescence are from the same muscle fiber depolarized
for 500 ms to -25 (A), -20 (B) and -15 mV (C). In each panel the raw line-scan fluorescence record is shown
on the left with the Fo intensity profile along the line next to it. The corresponding F/Fo image is shown on
the right: values were calculated for series of 5 adjacent pixels centered on each of the successive peaks
of Fo fluorescence along the line. The

5 traces at the bottom correspond to changes in F/Fy at adjacent locations within the red box region
superimposed to the F/Fo image. The smooth trace at the bottom corresponds to the average change in
F/Fo throughout the entire line.
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than T306-GCaMP6f under the same conditions of stimulation. This is a shame as we obviously would have
preferred the opposite to be the case. One possible explanation would be if resting triadic Ca?
concentration is maintained at a much elevated level as compared to the bulk, so that T306-GCaMP6f
would be heavily Ca**-saturated at rest. This is however very unlikely because it would require micromolar
levels of resting free Ca®* to explain the 5 times difference and then, following SR Ca?* release, the time-
course of Ca?* bound to T306-GCaMP6f would strongly differ from that of GCaMP6f. The most likely
explanation is then that T306 fusion to the probe alters its quantum yield, in agreement with the difference
between our estimates of Fmax/Fmin for T306-GCaMP6f as compared to commonly reported values for
GCaMP6f. The other issue to be considered is whether expression of the probe at the triad may affect
RYR1 channel activity. Results shown in Fig. 4 provide indication that this is not the case but they do not
definitely rule out the possibility, as even a very low expression level of T306-GCaMP6f could be speculated

to affect SR Ca?* release.

GCaMP6f and T306-GCaMP6f fluorescence transients are slower than rhod-2 transients, confirming the
kinetic limitations of these probes. Conversely, the time-course of GCaMP6f and T306-GCaMP6f transients
do not strongly differ from each other, even though the triadic probe experiences larger changes in Ca?*
than the bulk. Kinetic delays of the probe’s response and the fact that GCaMP6f detects the average Ca®*
throughout the sarcomere both contribute to dampen detection of differences in the actual time-course
of Ca?* changes at- and away from- the triad with this approach. In the future, one possibility to assess this
gradient would be to compare the T306-GCaMP6f response with that of GCaMP6f targeted to the mid-
sarcomere region. As for now, we found that overall experimental observations with T306-GCaMP6f are
consistent with model predictions based on current quantitative knowledge of the main processes
involved in the control of intracellular Ca?*.

Still, one major interest of the targeted probe is the possibility to simultaneously assess the behavior of
distinct Ca?* release regions of a same muscle fiber. We found that such local voltage-activated T306-
GCaMP6f fluorescence transients exhibit remarkably constant features at a given level of activation. An
alternative way to look at it is to highlight what was not detected: along this, we initially thought that, at
low levels of SR Ca?* release activation, we would be able to identify phenomena such as activation of a
limited number of triads, or Ca?* transients occurring after a substantial delay following the onset of the
pulse, but we did not, or extremely rarely (e.g. Fig. 9A). We also found no routine evidence for temporally
separated SR Ca?* release activity during a pulse, or substructure features that could witness sequential

activation or inactivation of sub-clusters of RYR1channels. In the only cases where such
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Figure 10. Properties of the local changes in T306-GCaMP6f fluorescence upon SR Ca* release activation.
(A) lllustrative examples of 2 most differing T306-GCaMP6f fluorescence transients at distinct triadic
locations of a given muscle fiber depolarized to -20 and -15 mV. (B) Individual values for peak F/Fo, FWMH
and onset time (To, relative to time of pulse initiation) from local T306-GCaMP6f fluorescence transients
collected as shown in Fig. 9, at 8 random locations along lines scanned in 6 muscle fibers depolarized to -
25, -20, -15 and -10 mV. Each symbol corresponds to a different fiber.
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behavior was observed there was strong suspicion that the fluorescence transients were corrupted by
local contractile movements (not illustrated). Within the resolution limits of the approach, overall results
thus concur with a remarkably homogeneous control of SR Ca?* release by the t-tubule membrane voltage

in healthy muscle, with very limited local versatility.

In conclusion, although the high Ca?* affinity and kinetic delays of T306-GCaMP6f limit its use as a faithful
triadic Ca®* reporter, the sensor provides unique access to the gross activity of a population of individual
triads inside a muscle fiber. This may prove useful to characterize specific disease conditions associated
with erratic behavior of RYR1 channels. This would be the case, for instance, of myotubular myopathy for
which there is indication for spatially localized failure of SR Ca?* release (Kutchukian et al., 2016) or of
several situations presumably associated with a leaky behavior of the channels for which there is no
information so far as how it operates in terms of RYR1 channel or RYR1 channel clusters activity (e.g.

Lyfenko et al., 2007; Bellinger et al., 2009).
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Section 3.

LE MUSCLE STRIE SQUELETTIQUE DEFICIENT EN SPEG PRESENTE DES TRIADES
ANORMALES ET DES DEFAUTS DE L'HOMEOSTASIE CALCIQUE

Article 3 : Huntoon, V., Widrick, J.J., Sanchez, C., Rosen, S.M., Kutchukian, C., Cao, S., Pierson, C.R., Liu,
X., Perrella, M.A., Beggs, A.H., Jacquemond, V., and Agrawal, P. (2018). SPEG-deficient skeletal muscles

exhibit abnormal triad and defective calcium handling. Hum Mol Genet.

Cette étude a été réalisée dans le cadre d’une collaboration avec le groupe de P. Agrawal (Children's
Hospital Boston, Harvard Medical School). Elle a constitué pour moi une opportunité unique
d’approfondir mes compétences et mon expertise dans le cadre de la caractérisation fonctionnelle d’un
modele murin d’une myopathie, contexte qui constitue par ailleurs une perspective importante de mes
travaux de Thése avec les biosenseurs. Jai été la principale maitre-e d’ceuvre de toutes les
expérimentations combinant électrophysiologie et signalisation calcique, j’'ai contribué a toutes les

analyses ainsi qu’a la mise en forme des résultats et a la préparation du manuscrit.

Introduction

La protéine SPEG est retrouvée dans les muscles cardiaques et squelettiques (Hsieh et al. 2000). Dans
le muscle squelettique, SPEG a une localisation triadique et est suspectée insérée dans la membrane
jonctionnelle du RS. Des mutations du géne speg sont a |'origine d’'une forme sévére et infantile de
myopathie centronucléaire associée a une cardiomyopathie (Agrawal et al. 2014). Bien qu’une activité
kinase ait été identifiée (Hsieh et al. 2000), la fonction physiologique de SPEG reste inconnue. Les
résultats récents démontrant des altérations de la signalisation calcique et du couplage EC dans
d’autres modeles de myopathie centronucléaire (Kutchukian et al., 2016, 2017) ont encouragé la
caractérisation fonctionnelle de ces processus dans ce nouveau contexte. Dans cette étude, un modele
murin déficient en SPEG (SPEG-KQ) a été généré par le groupe de P. Agrawal : nous avons caractérisé
les propriétés des signaux Ca* et du couplage EC dans les fibres musculaires isolées de ce modeéle a
I'aide d’'une combinaison de potentiel imposé et de détection de Ca?* intracellulaire en microscopie

confocale.
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Résultats

Courants Ca** macroscopiques a travers Ca,1.1

Le courant Ca®* a travers Ca,1.1 a été mesuré dans les fibres musculaires de souris contréle et SPEG-
KO en réponse a des dépolarisations imposées d’amplitude croissante (Figure 6). La caractérisation
compléte des courbes courant-potentiel indique que la conductance maximale de Ca,1.1 est réduite
de 53 % en moyenne dans les fibres KO et que le potentiel de demi-activation est décalé de 6 mV vers

des potentiels plus négatifs par rapport aux fibres contréle.

Transitoires Ca* cytosoliques en réponse a I’activation des canaux RYR1

Afin de caractériser 'activité de libération de Ca? par le RS, les fibres musculaires utilisées dans les
expériences décrites ci-dessus étaient dialysées avec lindicateur rhod-2 afin de mesurer
simultanément les transitoires Ca® cytosoliques (Figure 6). La caractérisation compléte des signaux
voltage-dépendants montre que la vitesse maximale de libération de Ca?* par le RS est diminuée d’un
facteur proche de 2 en moyenne dans les fibres KO par rapport aux fibres contréle. De plus, I'activation

du flux de Ca?* par les canaux RYR1 est plus lente dans les fibres KO que dans les fibres contrdle.

Variabilité spatiale des transitoires Ca** du RS

Au-dela des défauts globaux de signalisation calcique, I'observation détaillée des images de
fluorescence du rhod-2 a permis d’identifier 3 fibres SPEG-KO avec une profonde altération locale de
la libération de Ca?* (Figure 7). La mise en évidence de cette variabilité spatiale de la libération de Ca%*
a conduit a la quantification de ce parametre dans I'ensemble des fibres testées dans les deux groupes
de souris (Figure 8). Finalement, ’hétérogénéité spatiale du signal calcique a été confirmée — par une

analyse de la variabilité du temps au pic du flux de Ca?* a travers le RS (3 -10mV et a +10 mV) — et est

significativement plus élevée dans les fibres SPEG-KO que dans les fibres controle.

Conclusion

Nos résultats montrent que la déficience en SPEG est associée a une diminution sévére de la fonction
canal calcique de Ca,1.1 et & une altération de I'activité de libération de Ca®* par le RS. Les altérations
du couplage EC ainsi identifiées jouent probablement un réle majeur dans la faiblesse musculaire
observée chez les souris SPEG-KO et contribuent également sans doute a la pathologie humaine
correspondante. La similarité avec les symptomes cellulaires observés dans deux autres modéles de
myopathie centronucléaire liés a des mutations dans les genes mtm1 et dnm2 suggere que MTM1,
DNM2 et SPEG sont des protéines critiques pour le maintien de la fonction du couplage EC et/ou de

I"architecture membranaire qui supporte ce processus. L’avenir proche fournira sans aucun doute de
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nouvelles données concernant le détail du mécanisme pathologique lié a la déficience en SPEG et le

role précis de cette protéine dans la fonction musculaire.
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Abstract

Centronuclear myopathies (CNM) are a subtype of congenital myopathies (CM) characterized by skeletal muscle weakness
and an increase in the number of central myonuclei. We have previously identified three CNM probands, two with associated
dilated cardiomyopathy, carrying striated preferentially expressed gene (SPEG) mutations. Currently, the role of SPEG in
skeletal muscle function is unclear as constitutive SPEG-deficient mice developed severe dilated cardiomyopathy and died in
utero. We have generated a conditional Speg-KO mouse model and excised Speg by crosses with striated muscle-specific cre-
expressing mice (MCK-Cre). The resulting litters had a delay in Speg excision consistent with cre expression starting in early
postnatal life and, therefore, an extended lifespan up to a few months. KO mice were significantly smaller and weaker than
their littermate-matched controls. Histopathological skeletal muscle analysis revealed smaller myofibers, marked fiber-size
variability, and poor integrity and low number of triads. Further, SPEG-deficient muscle fibers were weaker by physiological
and in vitro studies and exhibited abnormal Ca>" handling and excitation-contraction (E-C) coupling. Overall, SPEG deficiency
in skeletal muscle is associated with fewer and abnormal triads, and defective calcium handling and excitation-contraction
coupling, suggesting that therapies targeting calcium signaling may be beneficial in such patients.
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Introduction

SPEG protein encoded by the striated preferentially expressed
gene (SPEG) is highly expressed in striated muscles. While the
functions of SPEG are unclear, mutations in human patients
cause a form of severe infantile onset centronuclear myopathy
(CNM) with associated dilated cardiomyopathy, representing a
unique subtype of congenital myopathy (CM) (1,2). CMs are a
heterogeneous group of skeletal muscle disorders that typically
present with hypotonia, and breathing and feeding difficulties
in early life. They are subdivided into different types by distinct
microscopic and ultrastructural findings in skeletal muscles (3).
CNM is a common subtype characterized by the mislocalization
of nuclei from the periphery to the center of myofibers. Several
genes are now known to be mutated in CNM including MTM1,
RYR1, TTN, BIN1, DNM2 and SPEG (1,4-8).

X-linked myotubular myopathy, the most common form of
CNM, is caused by MTM1 mutations. We have previously shown
that SPEG interacts with myotubularin, the protein product of
MTM1 (1). The functions of myotubularin include regulation of
calcium homeostasis, excitation-contraction (E-C) coupling, and
cytoskeletal organization (9-11). As a myotubularin-interacting
partner, we postulated that SPEG may be important for these
functions as well. Further, we have previously described that
SPEG co-localizes with various proteins expressed in terminal
cisternae of the sarcoplasmic reticulum (SR) of the skeletal mus-
cle. SR terminal cisternae and transverse-tubule (T-tubule) form
the triads, and CNM is linked to dysfunctional E-C coupling at
the triad.

We have created a conditional Speg-knockout mouse model
(Speg™®) and bred them with MCK-cre+ mice (cre recombinase
expressed postnatally in striated muscles driven by muscle cre-
atine kinase promoter) to overcome the early lethality of consti-
tutive Speg-KO mice and decipher the underlying mechanisms
for skeletal muscle dysfunction due to SPEG deficiency. The
model targeted the two major isoforms expressed in cardiac
and skeletal muscles, Spego and Spegp. Spegu is predominantly
present during skeletal muscle differentiation, whereas both
Spego and Spegp are present in neonatal cardiomyocytes during
maturation and differentiation (12). The striated muscle-specific
Speg-KO mice (Speg™™: MCK-cre+) had reduced body mass and
hypotonia and ultrastructural, histochemical and functional
analyses revealed triad defects, myofibrillar disarray and con-
tractile dysfunction. In vitro studies of muscle fibers revealed
minimal force deficits at the cross-bridge but markedly reduced
Ca?*release from the SR suggestive of defective calcium
release.

Results

Targeting strategy for Speg-conditional knockout mice

Constitutive Speg deletion of exons 8-10 in mice is known to be
lethal during late embryonic life due to cardiac myofibril degen-
eration and marked reduction of cardiac function (13,14). To cir-
cumvent early lethality, we created a conditional Speg-knockout
(Speg™™) mouse model targeting exons 14-17 (Fig. 1A). Tissue-
specific Speg excision was performed by crossing Speg™!
with striated muscle-specific MCK (muscle creatine kinase)
cre-expressing mice and obtaining Speg™™: MCK cre+ (Speg-KO).
The Speg™/*: MCK-cre+ littermates were used as controls (CTRL).
In MCK-cre mice, cre expression usually starts at embryonic (E)
day 17, reaches ~40% at birth and reaches maximal levels by
postnatal day (P) 10 and stays there for life (15). There was no

Human Molecular Genetics, 2018, Vol. 27, No. 9 | 1609

reduction in the number of live births for Speg-KO mice repre-
senting 23% of all live pups (n=180), others genotypes being
Speg™™: MCK cre- (25%), Speg™*: MCK cre+ (22%) and Speg™:
MCK cre- (30%). At three weeks of age, this was evaluated by
PCR-agarose gel analysis of DNA extracted from their tails
(Fig. 1B). Quantitative RT-PCR revealed that the Speg-KO quadri-
ceps muscle contained minimal Speg mRNA relative to the CTRL
(0.7 £ 0.6%), and on an agarose gel the Speg PCR product was ab-
sent in KO samples (Fig. 1C). Further, western blot analysis con-
firmed the lack of SPEG protein in skeletal muscles (Fig. 1D) and
heart (Fig. 1E), and essentially normal levels in other major tis-
sues, consistent with striated muscle-specific excision of Speg
(Fig. 1E).

Phenotypic findings

The Speg-KO mice displayed significant size differences com-
pared to the littermate controls by P21 when the mean weights
were 10.1+1.9 g for the CTRL and 8.6 = 1.2 g for the Speg-KO
mice (P < 0.05). At P70, the weights of Speg-KO mice were a mean
of 17.0 = 2.1 versus 20.7 + 2.6 g for CTRL (P < 0.0005) (Fig. 2A).

An inverted grid-hanging assessment was used to assess po-
tential changes in muscle strength over the first 3 months of
age. All control mice could maintain grip on the inverted screen
for at least 5 min (latency score =6) at all monthly sessions. In
comparison, at month 1, the average Speg-KO mice withstood
1-2 min of hanging (latency score =2; P < 0.005). By month 3, the
average KO mouse could grip the inverted screen for less than a
minute (latency score= <1; P < 0.00005) (Fig. 2B).

Activity assays were used to assess spontaneous physical
activity and endurance. A photobeam tracking apparatus mea-
sured activity levels within an open field arena (Fig. 2C).
At month 1, the Speg-KO mice traveled an average distance of
462.5 cm less during a 5 min assay than CTRLs. By month 2, the
KO mice traveled 898.4 cm less than the CTRL and at month 3,
the mean distances traveled were 367.1+67.5 cm for KO and
1116.0 = 90.2 cm for the CTRL mice (P < 0.0005). The tracking ap-
paratus also measured the number of rearings, vertical activity
of mice in the same group (Fig. 2D). In month 1, there was no
significant difference between them, but by month 2, the Speg-
KO mice had an average of 38.6 + 6.2 fewer rearings than CTRL
during the 5 min trials (P <0.005). In the third month, the de-
cline in exploratory activity of KO mice was most severe. The
KO mice reared 18.8 + 6.8 times while the CTRL reared 64.9 + 8.8
(P <0.005). The mean age of Speg-KO mice who died spontane-
ously was 57.4 7.3 days (n=8), and as shown in the Kaplan-
Meir curve (Fig. 2E), all of them were dead by 3 months.
Collectively, these results reveal obvious declines in body mass,
muscle strength and endurance, spontaneous motor activity
and early death in the Speg-KO mice.

Histopathological findings

Skeletal muscle fibers from Speg-KO mice were significantly
smaller and displayed marked fiber size variability on H&E
staining compared with CTRLs at 3 months age (Fig. 3A-B).
There was no obvious increase in central nuclei within the myo-
fibers. Sections of quadriceps muscle were examined to evalu-
ate myofibrils, T-tubules and sarcotubular structure using
electron microscopy (EM). The EM images of KO muscle revealed
structural triad abnormalities with regions of unusually small
or absent triads (Fig. 3C-F). Quantitative analysis of five EM im-
ages at 3000x from two KO and two CTRL mice revealed that
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Figure 1. Creation of the Speg-conditional knockout mice and striated muscle specific excision of the Speg gene. (A) Targeting strategy for Speg-conditional KO mouse.
(A) 11.5 kb region used to construct the targeting vector was first sub-cloned from a positively identified C57BL/6 (RP23: 305K9) BAC clone. The region was designed
such that the short homology arm (SA) extends ~2.3 kb 5’ to exon 14. The long homology arm (LA) ends 3’ to exon 17 and is 7.5 kb long. The loxP/FRT-flanked Neo cas-
sette is inserted on the 5’ side of exon 14 and the single loxP site is inserted between exons 17 and 18. The target region is 1.76 kb and includes exons 14-17. (B) PCR and
agarose gel analysis of DNA isolated from tails of mice showing presence of MCK-Cre (top) and floxed Speg (bottom). MCK-Cre positive mice displayed bands for the
transgene (~450 bp) and internal positive control (200 bp) while the floxed Speg allele is 485 bp in size versus 422 bp for the WT. Speg-KO mice are cre-positive and ho-
mozygous for floxed Speg allele (column 4) while columns 1, 2 and 3 represent Spegfl/+ MCK-cre-, Spegfl/fl MCK-cre- and Spegfl/+ MCK-cre+, respectively. (C) qRT-PCR
analysis of Speg mRNA in skeletal muscle of control and KO mice at 3 months of age. mRNA levels in KO mice were 0.7 = 0.6% that of control mice. (D) Western blot
analysis of SPEG in muscle dissected from Spegfl/+ MCK-cre-, Spegfl/+ MCK-cre+ and Spegfl/fl MCK-cre+ (Speg-KO) mice at 3 months of age. (E) Western blot analysis of
SPEG in muscle dissected from unaffected het and Speg-KO mice. Heart muscle of SPEG-deficient mice displayed loss of SPEG protein.

the total number of sarcomeres did not differ between the KO
mice with an average of 186 + 17.6 units per field and the CTRL
mice with an average of 161.2 = 8.0. However, the mean number
of triads per field in KO was 176.4 + 10.7, which was significantly
fewer than 266.8 = 14.8 seen in CTRL (P <0.005). Additionally,
the average number of triads flanking each sarcomere was sig-
nificantly decreased in KO (0.94 +0.03) compared with CTRL
(1.66 +£0.21) (P<0.0005). In summary, the fibers were signifi-
cantly smaller and the integrity and quantity of the triads were
adversely affected by the lack of SPEG.

Contractility and muscle force

We evaluated the functional properties of the tibialis anterior
(TA) muscles from CTRL and KO mice using an in situ prepara-
tion. Consistent with the histological results, the physiological
cross-sectional area (pCSA) of TA muscle fibers from the KO ani-
mals was 27% less than that of the CTRL group (Fig. 4A).

For KO mice, the isometric force response to a single supra-
maximal stimulus, or maximal twitch force, was very low
(Fig. 4B). In order to reduce confounding due to group differences

in muscle size, forces were also expressed relative to pCSA, and
correcting for pCSA the twitch force was less than 25% of CTRL
(Fig. 5A). The kinetics of the twitch, as assessed by contraction
time (time from the onset of force to maximal twitch force) and
half relaxation time (time required for force to decline from max-
imal to 50% of maximal), did not differ between CTRL and KO
groups (Fig. 4C-D). During tetanic stimulation, TA muscles from
KO mice attained significantly lower peak tension compared
with control (Fig. 4E), and after correcting for pCSA achieved only
50% of normal peak tension (Fig. 5B). This peak force deficit was
not as great as that noted for maximal twitch tension and exam-
ination of the ratio of twitch to peak force confirmed a dispropor-
tionate loss in twitch force (Fig. 5C). To further evaluate this
selective force deficit, we studied force across a range of stimula-
tion frequencies and fit the relationship with a sigmoidal curve
(Fig. 5D). A significant increase in the average stimulation fre-
quency at the inflection point of the relationship was noted for
TA muscles from the KO mice, indicating a rightward shift in the
force-frequency relationship. Overall, TA muscles from KO mice
showed severe force deficits that were exacerbated at low to
mid-stimulation frequencies.
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Figure 2. Phenotypic and activity findings of Speg-MCK mice. (A) Weight progression of KO (n = 18) and CTRL (n= 18) mice in first 3 months of age. (B) Inverted hanging grip
data displaying strength performance of KO (n=4) and CTRL (n=4) mice. Latency rating based on minute criteria from related literature (<1: 00=1; 1: 00-2: 00=2; 2: 01-3:
00=3; 3: 01-4: 00=4; 4: 01-5: 00=5; >5: 00=6). (C and D) Typical acti-track activity data of distance travelled (cm) and average number of rearings for KO (n=4) and CTRL
(n=4). (P <0.05; P < 0.005; ***P < 0.0005; ***P < 0.0001). (E) Kaplan-Meir curve demonstrating survival of KO (n=8) and CTRL (n = 8) mice during the first 3 months of age.

The mouse TA is a predominately fast, glycolytic muscle. To
investigate whether functional deficits were confined to this
specific muscle type or whether oxidative muscles were also
affected, we dissected the fast, glycolytic extensor digitorum
longus (EDL) and the mixed fiber type, oxidative soleus (SOL)
from CTRL and KO mice and directly compared their functional
properties using an in vitro preparation. The pCSA of the EDL,
but not the SOL, was significantly less in KO mice (Fig. 4F). The
peak tetanic force was significantly reduced in both KO muscles
(Fig. 4G), and when expressed relative to pCSA, the EDL force
deficit was twice that observed for the SOL (Fig. 5E). The inflec-
tion point of the force-frequency relationship was shifted to
higher frequencies for the KO EDL and SOL muscles, with the
EDL affected significantly more than the SOL (Fig. 5F). In sum-
mary, both the oxidative SOL and glycolytic EDL from KO mice
demonstrated contractile deficits, but the oxidative muscle was
affected considerably less by the lack of SPEG.

We prepared chemically permeabilized, or ‘skinned’, mus-
cle fiber segments in which the sarcolemma and the normal
processes of excitation—-contraction coupling were disrupted.
By activating these fiber segments with a saturating concen-
tration of Ca®", we tested whether cross-bridge mechanisms
of contraction were impaired by the absence of SPEG. To con-
firm that we were studying fibers of similar physiological
type, we assayed fiber unloaded shortening velocity and
found no significant difference between CTRL and KO groups
(Fig. 4I). TA-skinned fibers from KO animals were signifi-
cantly smaller in cross-sectional area (CSA) (Fig. 4H) and pro-
duced significantly less Ca®*-activated force in comparison
with CTRL animals (Fig. 4]). However, when Ca®"-activated
force was normalized to fiber CSA, the KO force deficit aver-
aged only 15% with roughly two-thirds of the KO fibers pro-
ducing force within the normal force range (Fig. 5G). This
Ca®'-activated force deficit at the single fiber level can
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Figure 3. Histopathological findings in a mouse model of SPEG deficiency. (A-B) H&E staining of quadriceps cross-sections from CTRL (A) and Speg-KO mice (B). The
myofibers are smaller and highly variable in size in the KO mice. Scale bar equals 50 um. (C-F) Transmission EM in skeletal muscle (quadriceps) specimens obtained
from CTRL (C, E) and Speg-KO mice (D, F). Abnormal and fewer triads are noted in the KO mice. Arrows indicate the triads. Scale bars equal 1 ym.

account for only a fraction of the force losses observed in our
in situ TA muscle measurements (Fig. 5B) suggesting that
mechanisms occurring prior to Ca®"-activation of the cross-
bridges are largely responsible for the strength deficits of KO
animals.

Calcium handling

Ca®" current through the dihydropyridine receptor (DHPR) and
SR Ca”' release was simultaneously measured in CTRL and KO
fibers in response to 0.5 s long depolarizing voltage steps of in-
creasing amplitude starting at —80 mV. lllustrative Ca’" current
traces from a CTRL and a KO fiber and the mean voltage depen-
dence of peak Ca®' current are shown in Figure 6A-B. Fitting the
peak current versus voltage values in each fiber with the appro-
priate function (16) showed that the maximal conductance
(Gmax) was reduced by 53% in the KO fibers while the mid-
activation voltage (Vo s) was 6 mV more negative than the CTRL
fibers. SPEG deficiency was thus associated with a severe

depression of the Ca®' current function of the voltage sensor of
E-C coupling.

SR Ca®" release was also profoundly affected in the KO fibers
as shown in Figure 6C: the figure shows examples of line-
averaged rhod-2 Ca®" transients from a CTRL and from a KO fiber
and the corresponding calculated SR Ca®* release fluxes (bottom
traces). Transients were calculated from the changes in fluores-
cence averaged throughout the entire scanned line. Although
rhod-2 signals exhibited overall similar kinetic features in the
two groups, the initial rate of rise of the transients was slower
in the KO fibers, which translated into a reduced peak SR
Ca”" release in response to the pulses. The left graph in Figure 6D
shows the mean voltage dependence of the peak amplitude of
Ca®' release from 25 CTRL fibers and 24 KO fibers. From fitting a
Boltzmann function to the voltage dependence in each fiber,
maximum Ca”" release was depressed by a factor of 1.8 in the KO
fibers (inset in Fig. 6D) with no concurrent change in the mid-
activation voltage (—13.2+1.5 mV in the CTRL fibers versus
—15.2+2.1 mV in the KO fibers) and in the steepness factor
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Figure 4. Reduction in CSA and contractility in hindlimb muscles of Speg-KO mice (A). Mean (+SE) pCSA of TA preparations, n=>5 for CTRL and n =5 for KO mice. * indi-
cates a significant difference, P <0.05. (B) Mean (+SE) TA twitch force. *** indicates a significant difference between CTRL and KO means, P < 0.001. Number of muscles
same as panel A. (C) Mean (+S.E.M.) TA twitch contraction time (CT). Number of muscles same as (A). (D) Mean (+SE) TA twitch half-relaxation time. Number of mus-
cles same as (A). (E) Mean (+SE) TA peak force. ** indicates a significant difference between CTRL and KO means, P < 0.001. Number of muscles same as (A). (F) Mean
(*£SE) pCSA of EDL and soleus (SOL) muscles. A significant genotype by muscle interaction (P < 0.001) indicated that the absence of SPEG had significantly different ef-
fects on EDL versus SOL muscles. * indicates a significant difference from the corresponding CTRL mean, P < 0.05. Means based on 10 EDL CTRL, 6 EDL KO, 8 SOL CTRL
and 5 SOL KO muscles. (G) Mean (*SE) peak force of EDL and SOL muscles. A significant genotype by muscle interaction (P < 0.01) indicated that the absence of SPEG
had significantly different effects on EDL versus SOL muscles. * indicates a significant difference from the corresponding CTRL mean, P < 0.05. Number of muscles same
as panel (F). (H) CSA of skinned TA muscle fibers. Individual CTRL animals are designated by C1-C5 and individual knock-out KO animals by K1-K4. Black points repre-
sent individual fibers within an animal, gray circles represent the mean (+ SE) value for an animal, and the horizontal lines represent the overall CTRL and KO group
means. P-value indicates significant difference between CTRL (N =37 fibers) and KO (N = 32 fibers) means. (I) Unloaded shortening velocity (Vo) of Ca®*-activated TA fi-
bers. Figure format same as (H). P-value indicates that no significant difference was detected between CTRL (N = 37 fibers) and KO (N = 27 fibers) means. (J) Peak force of

Ca**-activated TA fibers. Figure format same as (H). P-value indicates significant difference between CTRL (N =37 fibers) and KO (N = 32 fibers) means.

(8.7+0.4 mV in the CTRL fibers versus 7.25 + 0.45 mV in the KO
fibers). In addition, the time to reach peak Ca*' release from the
beginning of the pulse was larger in the KO fibers, by ~15 ms
for pulses from —40 to —10 mV and by ~5 ms for the largest
pulses (Fig. 6D, graph on the right). Thus, both the amplitude and
the kinetics of macroscopic ryanodine receptor-mediated SR
Ca”" release were affected by the Speg-KO condition in a similar
way to what was reported with the myotubularin deficiency (17).
One additional feature of Ca®" release in myotubularin-deficient
muscle fibers was severe spatial variability of amplitude and ki-
netics. This was also the case in the SPEG deficiency situation,
but to a much lesser extent. Indeed, although three of the tested
Speg-KO fibers did exhibit a large region of profoundly depressed
Ca”" release (Fig. 7), overall, the majority of Speg-KO fibers did not
present the frequent severe local alterations of Ca®' release that
were unambiguously identified in Mtm1-KO fibers (17).

In order to compare the spatial variability of Ca?" release be-
tween CTRL and KO fibers we used the analysis illustrated in
Figure 8. Figure 8B shows a color-coded portion of representa-
tive line-scan rhod-2 fluorescence images from a CTRL and a KO
fiber, taken while a voltage step from —80 to —10 mV was ap-
plied (Fig. 8A). Figure 8C and D shows the corresponding time
derivative images and the time to peak of the derivative along
the line, respectively. Whereas time-to-peak values were very
uniform along the line in the CTRL fiber, there was more disper-
sion in the KO fiber. Figure 8E shows mean values for the stan-
dard deviation of time-to-peak of the derivative in CTRL (n=16)
and KO fibers (n=23), for a pulse from —80 to —10 mV and
for a pulse from —80 to+10 mV. There was significantly in-
creased spatial variability in the KO fibers, especially for the
lower amplitude pulse, but the amount of increase was much
less (~3 times increase at+ 10 mV) than what was reported in

myotubularin-deficient muscle fibers (more than 10 times in-
crease) (18).

Discussion

This study identifies SPEG to be a critical protein in triad main-
tenance, calcium release and E-C coupling. We had previously
identified three patients with CNM due to SPEG deficiency (1).
Since then, additional CNM patients carrying SPEG mutations
have been reported (2). As constitutive Speg KO mice die early,
often as late embryos, we created conditional KO mice and bred
them with striated muscle-specific cre-expressing mice (MCK-
cre) with delayed cre expression to prevent early lethality.
Those striated muscle-specific Speg-KO mice exhibited drastic
reductions in body mass, physical activity, muscle strength and
endurance. Their muscle function progressively worsened until
their early demise by 3 months of age.

Examination of muscle samples from striated muscle-
specific Speg-KO mice did not reveal an increase in the fre-
quency of central nuclei as described in human patients and
constitutive Speg-KO mice (1). This may be due to the delayed
excision of Speg in the current mouse model although this
needs to be explored further. Our EM studies revealed markedly
abnormal and fewer triads which suggests defective excitation—
contraction coupling and consequent contractile dysfunction.
This was confirmed using in situ and in vitro skeletal muscle
preparations, which revealed that weakness was more apparent
at low stimulation frequencies and in muscles expressing pre-
dominately fast myosin isoforms. Subsequent mechanistic
studies conducted on Speg-KO fast type 2 fibers revealed only a
mild loss of function at the level of cross-bridge formation
but profound reductions in the Ca®'current function of the
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Figure 5. Contractile deficits in hindlimb muscles of Speg-KO mice corrected for CSA. (A) Left: Superimposed TA twitch force records from a representative CTRL and a
Speg-KO mouse. Calibration bars represent 20 kPa and 20 ms. Right: Mean (+SE) twitch force per pCSA of CTRL and KO mice. *** indicates a significant difference be-
tween CTRL (N=5) and KO (N =5) means, P<0.0001. (B) Superimposed peak force records obtained from TA preparations from a representative CTRL and Speg-KO
mouse. Calibration bars represent 100 kPa and 50 ms. Right: Mean (=SE) peak TA force per pCSA of CTRL and KO mice. *** indicates a significant difference between
CTRL (N =5) and KO (N =5) means, P < 0.0001. (C) Mean (*SE) ratio of TA twitch to peak force. *** indicates a significant difference between CTRL (N=5) and KO (N=5)
means, P <0.001. (D) Left: TA Force-frequency relationships for a representative CTRL and a KO TA muscle. Right: Mean (+SE) values of K, the parameter specifying the
inflection point of the force-frequency relationship. ** indicates a significant difference between CTRL (N=5) and KO (N=5) means, P <0.01. (E) Left: Superimposed
peak force records of EDL and soleus (SOL) muscles obtained from a representative CTRL and KO mouse. Calibration bars represent 100 kPa and 100 ms. Right: Mean
(+SE) peak force of EDL and SOL muscles of CTRL and KO mice. A significant genotype by muscle interaction (P < 0.01) indicated that the absence of SPEG had signifi-
cantly different effects on EDL versus SOL muscles. * indicates a significant difference between CTRL and KO means, P < 0.05. Means based on 10 EDL CTRL, 6 EDL KO, 8
SOL CTRL and 5 SOL KO mice. (F) Left: Force-frequency relationships of EDL and SOL muscles from a representative CTRL and KO mouse. Right: Mean (+SE) value of K
for EDL and SOL muscles. A significant genotype by muscle interaction (P < 0.001) indicated that the absence of SPEG had significantly different effects on EDL versus
SOL muscles. * indicates a significant difference between CTRL and KO means, P < 0.05. Means based on 6 EDL CTRL, 6 EDL KO, 4 SOL CTRL and 5 SOL KO mice. (G) Ca*"-
activated force of single TA muscle fiber segments. Individual CTRL animals are designated by C1-C5 and individual knock-out KO animals by K1-K4. Black points rep-
resent individual fibers within an animal, gray circles represent the mean (+ SE) value for an animal and the horizontal lines represent the overall CTRL and KO group
means. P-value indicates significant difference between CTRL (N = 37 fibers) and KO (N = 32 fibers) means.

voltage-sensor and in Ca®" release from the SR. Taken together, Materials and Methods
these results suggest that correcting or enhancing SR
Ca®* release or increasing the sensitivity of the thin filament
regulatory proteins to Ca?" may be a promising therapeutic ap-
proach for individuals with SPEG mutations.

A recent study has described the role of SPEG in cardiac mus-
cle wherein SPEG deficiency results in loss of T-tubules in the
cardiac muscle leading to downstream calcium mishandling
and heart failure (18). Our study shows similar triad defects in . . .
the skeletal muscle, abnormal calcium release from the SR and Gene target‘lng, generation of Speg-conditional KO and
consequent skeletal muscle dysfunction. Together these studies Speg-KO mice
suggest that SPEG performs similar functions in cardiac and
skeletal muscles, and ways to augment calcium release or in-

Animal studies

All studies were performed with approval from the institutional
animal care and use committee at Boston Children’s Hospital
(Boston, MA, USA) and at the University Claude Bernard—Lyon
1, France.

Speg-conditional KO mouse generation was performed by

inGenious Targeting Laboratory (Ronkonkoma, NY, USA) and

crease Ca®*-sensitivity may benefit both systems. exons 14-17 of the Speg gene were targeted. Detailed procedures
While less severe, the amplitude and kinetics of SR Ca®" re- are presented in Supplementary Material, Materials and

lease from SPEG-deficient fibers resembled the defect reported Methods.

in myotubularin-deficient fibers (17). This is interesting as de-

The homozygous Speg-conditional KO mice (Speg™®) were
fects in both proteins cause CNM and we have previously re-

bred with male transgenic mice (MCK-Cre+) who have the Cre
ported that myotubularin interacts with SPEG (1). In contrast, recombinase driven by muscle creatine kinase promoter, with
while SPEG deficiency causes both cardiac and skeletal muscle  Cre activity observed in skeletal and cardiac muscle. These mice
dysfunction, myotubularin deficiency essentially spares the car- [B6.FVB(12954)-Tg(Ckmm-cre)5Khn/j] were imported from
diac muscle. The underlying mechanism of cardiac sparing in Jackson Laboratories (Bar Harbor, Maine, USA) and screened for

myotubularin deficiency is poorly understood and there may be MCK-cre transgene using the primers described previously (19).

underlying compensatory mechanisms yet to be deciphered. Speg: MCK-cre+ mice were the Speg-KO mice that were uti-
In summary, elimination of SPEG from postnatal mouse

lized for further experiments.
skeletal muscle produces a myopathy characterized by fewer
and defective triads, affecting Ca®"current function of the .
voltage-sensor and calcium release from the SR and consequent RT-PCR analysis
reduced contractility. Approaches that include augmentation of RNA was extracted from various muscle groups. QRT-PCR
calcium release from the SR or increasing the Ca®*-sensitivity of analysis was performed as described previously (19). The rela-
the regulatory proteins may benefit such patients. tive amount of target gene expression in Speg™/~ animals was
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Figure 6. DHPR Ca”" current and SR Ca”' release in CTRL and SPEG-deficient
muscle fibers. (A) Ca?" current traces in response to the indicated depolarizing
steps in a CTRL (left) and in a SPEG-deficient fiber (right). (B) Mean voltage-de-
pendence of peak Ca?" current in CTRL (black symbols, n=24) and SPEG-defi-
cient muscle fibers (red symbols, n=24). Graphs on the right show mean values
for the maximal conductance (Gpax), reversal potential (Vye,), mid-activation
voltage (Vo) and steepness (k) in the two groups. (C-D) Altered SR Ca?' release
in SPEG-deficient muscle fibers. (C) Changes in rhod-2 fluorescence (F/Fo) and
corresponding calculated rate of Ca®" release (d[Ca]ro/dt) in response to the
pulse protocol shown on top in a CTRL (left) and in a Speg-KO muscle fiber (KO,
right). F/F, traces correspond to the average change in fluorescence over the
scanned line. (D) Left, voltage dependence of the peak rate of Ca’" release in
CTRL (black symbols) and KO muscle fibers (red symbols). The inset shows the
corresponding mean values for maximum rate of Ca®* release. Right, voltage de-
pendence of the mean time-to-peak rate of Ca?* release in CTRL and KO fibers.
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calculated as fold changes relative to CTRL that were normal-
ized to GAPDH. Further details are described in SI Materials and
Methods.

Western blot analysis

At three months of age, tissues from various muscles and or-
gans were dissected, frozen and stored at—80°C until analysis.
Protein isolation and western blot procedures were performed
as described previously (19). Further details are described in SI
Materials and Methods.

Histopathological studies and electron microscopy

Light microscopy, H&E staining and EM were performed as de-
scribed previously (19) and further details are in SI Materials
and Methods.

Activity tracking

ActiTrack software used photobeam tracking to evaluate loco-
motor and behavioral activity within open-field arenas
(ACTITRACK V2.7, Panlab, S.L.U., Barcelona, Spain). ActiTrack
tracking software utilized Panlab IR actimeters (up to 32 IR
frames). The experiment provides measures of general physical
motor abilities. Specific parameters (distance and number of
rearings) were evaluated to assess muscle function. Mice
were allowed to freely explore the chamber for the duration of
the 5 min session. Each line crossed or photocell beam break
was scored as one unit of activity.

Inverted grip hanging test

An inverted screen assessment was used to evaluate grip
strength. The mice were placed on a wire screen and slowly in-
verted 180 degrees to hang upside down at roughly 8 in. above
padded table. Upon inversion, the mice were timed (seconds) on
hanging duration, with the maximum time set for 300 s. Latency
rating based on minute criteria (<1:00=1; 1:00-2:00=2; 2:01-
3:00 = 3; 3:01-4:00 = 4; 4:01-5:00 = 5; >5:00 = 6). Two trials with rest
periods in between were performed on each mouse every other
day over 1 week (total of 3 days). The weeklong trial spans were
conducted monthly for the first 3 months of age.

Muscle contractility

TA, EDL and soleus (SOL) muscles were studied using physiolog-
ical preparations as described previously (20,21). Force measure-
ments in relation to stimulation frequency was performed as
described previously (22). Detailed procedures are presented in
SI Materials and Methods.

Skinned muscle fiber contractility

The basic procedures, including the composition of the EGTA-
buffered relaxing (pCa 9.0, where pCa is the —log[Ca®']) and
Ca?"-activating (pCa 4.5) solutions, have been described previ-
ously (23,24). Detailed procedures are presented in SI Materials
and Methods.

Electrophysiology and Ca®" release

DHPR Ca?" current and confocal measurements of intracellular
Ca?" were performed in single isolated, voltage-clamped muscle
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Figure 8. Spatial variability of SR Ca®" release in SPEG-deficient muscle fibers.
(A) Voltage pulse protocol. (B) Line-scan rhod-2 F/F, images in a CTRL fiber (left)
and in a SPEG-deficient fiber (right). (C) Corresponding images of the rate of
change in F/F, (dF/F/dt). (D) Corresponding distribution of the time-to-peak rate
of change in F/F, along the line. (E) Mean standard deviation (SD) of the time-to-
peak rate of change in F/Fo in CTRL (n=16) and KO fibers (n=23) for pulses from
—80to —10 and +10 mV.

fibers from mouse, following previously described procedures
(15,23,24). The holding voltage was set to —80 mV. Detailed pro-
cedures are presented in SI Materials and Methods.

Data analysis and statistics

Results are expressed as mean = S.E.M. unless indicated otherwise.
Student t-test was used to determine statistically significant differ-
ences between KO and CTRL groups for behavioral/muscle perfor-
mance, ultra-structural quantification, contractility of slow- and
fast-fiber muscles and calcium-handling experiments.

Supplementary Material

Supplementary Material is available at HMG online.
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DISCUSSION ET PERSPECTIVES

Ce projet se positionne dans une ambition générale d’approfondir la connaissance fondamentale de la
physiologie du couplage EC du muscle squelettique, ici a travers la mise au point, la validation et
I'utilisation de nouveaux outils moléculaires fluorescents et a terme, la perspective que ces outils
puissent contribuer a comprendre les dysfonctionnements du couplage EC dans certaines situations

pathologiques.

L’ensemble du travail s’est basé sur 'utilisation d’une stratégie d’adressage spécifique de biosenseurs
fluorescents a la membrane du RS dans le but de comprendre certains mécanismes physiologiques
difficilement (voire non) accessibles par les technologies classiques d’étude de la signalisation ionique
cellulaire, et encore jamais explorés avec une telle approche dans le muscle. La stratégie s’integre dans
un contexte général ol le développement et I'optimisation de biosenseurs fluorescents connaissent
un essor phénoménal depuis une dizaine d’années et ol les progreés et les évolutions futurs vont sans
doute dépasser notre niveau actuel d’imagination des possibilités offertes par ces outils. Enfin il est
important de souligner que notre étude présente l'intérét exclusif d’avoir été réalisée sur une
préparation de fibres musculaires intactes dans laquelle I'activité du RS est explorée dans un
environnement natif différencié qui offre un niveau de crédibilité physiologique sans commune

mesure avec les systémes d’expression standard ou méme avec les myotubes en culture.

Cette étude a offert d’une part la premiere détection de I'activité électrique de la membrane du RS
dans la fibre musculaire au cours du couplage EC. D’autre part, elle représente la premiére tentative
de détection de I'activité de signalisation calcique de triades individuelles dans la fibre musculaire
différenciée au cours du couplage EC, a I'aide d’un biosenseur fluorescent adressé.

De par son caractere pionnier dans I'approche expérimentale, I'ensemble de cette travail a fait face a
un certain nombre de difficultés qui ont, dans une certaine mesure, temporisé le niveau d’ambition et
d’enthousiasme suscité a son initiation. Cependant, c’est aussi une part importante de son intérét que
d’avoir non seulement apporté la démonstration des opportunités uniques apportées par I'approche
et les perspectives qu’elle offre, mais aussi d’avoir mis en évidence ses limites, certaines des difficultés

spécifiques gqu’il a fallu contourner et certaines des questions qui restent en suspens.
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Activité électrique de la membrane du RS (Section 1)

Dans cette partie du travail, nous avons mis au point et caractérisé le variant de type Mermaid
(biosenseur-FRET sensible au potentiel , Tsutsui et al. 2008), le plus approprié a I'étude de I'activité
électrique du RS : Rv-Mermaid®1?%/¥235R _Ce variant, fusionné a la séquence d’adressage T306 nous a
permis d’accéder a la mesure du potentiel de la membrane du RS au cours de I'activation du couplage

EC.

La démarche de mise au point de cet outil moléculaire a di prendre en compte les impératifs liés a
I’adéquation conformationelle avec la séquence d’adressage, la conformité de la gamme de sensibilité
au potentiel et la certitude d’un adressage spécifique et uniforme. Cette démarche s’est largement
appuyée sur la possibilité de détecter la réponse de la forme non-adressée du biosenseur exprimée
dans le méme type cellulaire, forme sous laquelle il est présent dans la membrane des tubules—T. Dans
cette situation, le contréle du potentiel de membrane utilisé soit en configuration de disponibilité du
couplage EC (potentiel de maintien négatif), soit en configuration d’inactivation du couplage (potentiel
de maintien dépolarisé) s’est révélé un outil précieux a la caractérisation détaillée et rigoureuse de la
réponse de la sonde. Nous ne cacherons pas ici que la mise en évidence d’un signal de la sonde T306-
Rv-Mermaid®12%8/¥235R |ig 3 |'activation du couplage EC a été une étape enthousiasmante du projet et a
interpellé l'intérét de la communauté scientifique (prix du meilleur Poster: European Muscle
Conference 2016 et Gordon Research Conference on Excitation-Contraction Coupling 2017 - Manuscrit
initialement en revue positive dans la revue PNAS) et a conduit a des spéculations concernant les
mécanismes potentiellement responsables de ce que nous avions interprété comme un changement
de potentiel. Si la mise en évidence de la sensibilité au pH de la réponse (discutée ci-apres) aura eu

raison de cet enthousiasme, elle ne remet en cause ni I'intérét de I'étude ni 'importance des résultats.

e Sensibilité au pH du biosenseur
Si dans son ensemble notre approche a montré son efficacité, il est cependant important de souligner
et de discuter le probléme de la sensibilité au pH des biosenseurs réticulaires qui a été a I'origine de la

détection de signaux de FRET non désirés lors de I'activation du couplage EC.

Dans nos conditions expérimentales standard, c’est-a-dire en présence d’EGTA intracellulaire, la

réponse du biosenseur T306-Rv-MermaidP129F/¥235R

se caractérise par une diminution du rapport de
FRET au cours de I'activation du couplage EC. L'interprétation de cette réponse de FRET comme un

signal de potentiel nous a transitoirement conduit a remettre en cause, a tort, le dogme actuel ainsi
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qgue les mécanismes supposés intervenir dans la régulation du couplage EC en suggérant un processus
d’hyperpolarisation (~¥20 mV luminal négatif) de la membrane du RS lors de I'activation musculaire.

Cependant, la construction et |'utilisation du variant T306-Rv-Mermaid, les tests de photobleaching de
I"accepteur mKOKk, la calibration de la sensibilité au pH de la réponse de FRET et la réalisation de
mesures en l|'absence d’EGTA (présence de BAPTA ou de BTS) sont autant de conditions
expérimentales que nous avons développées et qui ont permis de mettre en évidence la contamination
au pH de nos signaux de FRET. Ce probléme n’avait pas été négligé initialement mais sous-estimé en
raison de la résistance aux variations physiologiques de pH intracellulaire des protéines fluorescentes
mUKG et mKOk (respectivement pKa= 5.2 et 4.2; Tsutsui et al. 2008). Par ailleurs, I'absence de tout
signe de contamination par une variation de pH des signaux du biosenseur Rv-Mermaid reste
incomprise et a également compliqué I'identification du probleme. En effet, Rv-Mermaid se doit d’étre
localisée dans la membrane des tubules-T a proximité suffisante des sites de libération de Ca?* pour

détecter également les variations de pH (voir Pape et al., 1995).

Ces données confirment (s’il en était besoin) la nécessité de caractériser les propriétés des biosenseurs
fluorescents dans les conditions expérimentales d’application et de construire un certain nombre de
controles (négatifs et positifs) afin de s’assurer que la réponse fluorescente du biosenseur dépend
seulement du paramétre étudié.

A contrario, les travaux publiés récemment par Rad et al. (2018) pourraient constituer un exemple
d’interprétation précipitée. Ces auteurs ont utilisé un biosenseur sensible au potentiel de type ArcLight
(Jin et al. 2012) dans des cellules HEK et des neurones en culture. Brievement, en réponse a des
variations de potentiel-imposé a la membrane plasmique des cellules, Rad et al. (2018) enregistrent
deux types de signaux symétriquement opposés. A l'instar de notre conclusion concernant 'origine de
la complexité des signaux de Rv-Mermaid®'?°**235R |es auteurs suggérent |'existence de deux
populations de biosenseurs ArcLight : I'une dans la membrane plasmique et I'autre dans la membrane
du RE. Pour eux, ces signaux indiquent que la membrane du RE est dotée d’une activité électrique
parfaitement synchrone de celle de la membrane plasmique. lls concluent sur le role clé que joue le
RE en tant que « systéme nerveux cytoplasmique » qui serait capable de conduire les signaux
électriques pour la communication intracellulaire. Il est surprenant qu’une telle interprétation puisse
étre publiée en absence d’un minimum de contréles, et en regard du dogme actuel, basé sur un solide
historique de travaux, selon lequel, malgré leur étroite interaction, le systéme membranaire réticulaire
et la membrane plasmique ne sont ni en continuité physique ni en continuité électrique (voir par
exemple Mobley et Eidt, 1982). En revanche, ces travaux soulignent I'intérét de la stratégie d’adressage
spécifique au RE d’un biosenseur fluorescent sensible au potentiel pour la compréhension de I'activité

physiologique de ce compartiment dans de nombreux types cellulaires.
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Dans notre étude, les mesures réalisées en I'absence d’EGTA montrent une légére augmentation du
signal de FRET des biosenseurs T306-Rv-Mermaid et T306-Rv-Mermaid®*?°¢/Y23k |ors de I’activation du
couplage EC. Ces données indiquent qu’une légeére alcalinisation intracellulaire (de pH 7.2 a pH 7.31) a
lieu au cours du couplage EC, ce qui est en accord avec les données de la littérature qui suggerent
I’existence d’un flux de protons du cytoplasme vers le RS lors de la libération de Ca?* (Baylor et al. 1982;

Pape et al. 1990).

En conclusion, au cours de la libération de Ca?, la réponse FRET des biosenseurs de type Mermaid
adressés a la membrane du RS rapporte principalement des variations locales de pH survenant a
proximité des sites de libération de Ca?*. Nous ne pouvons pas complétement rejeter la possibilité que
la sensibilité au pH contribue a dissimuler les |égeres variations de potentiel membranaire réticulaire
qui pourraient avoir lieu au cours de I'activation du couplage. Cependant, si de telles variations

existent, elles sont vraisemblablement de trés faible amplitude.

e Stratégies potentielles d’optimisation de la détection du potentiel de membrane du RS

A l'avenir, 'utilisation d’un biosenseur fluorescent résistant au pH, au rendement et aux cinétiques de
réponse améliorées par rapport aux biosenseurs Mermaid contribuerait a détecter des changements
de potentiel membranaire de maniére plus convaincante.

L'une des stratégies envisageables consisterait en I'introduction d’une ou de plusieurs mutation(s)
connue(s) dans la séquence codant pour le VSD, pour les chromophores et/ou pour les linkers (voir par
exemple Llopis et al. 1998; Miyawaki et al. 1999; Miyawaki et Tsien 2000; Jin et al. 2012; Yang et al.
2016; Chamberland et al. 2017).

2021% _ composé du couple de

Une autre possibilité serait de fusionner le biosenseur Mermaid
fluorescence CFP-YFP, aux rendement (ARmax/Ro=50 %) et cinétiques de réponse (t,n=0.93 ms et
Tor=10.3 ms) améliorée par rapport a Mermaid (Tsutsui et al. 2013b) — a une autre séquence
d’adressage au RS que la séquence ER qui s’est avérée, dans notre étude, pas suffisamment efficace
pour une localisation spécifique du biosenseur.

Enfin, il serait intéressant de tester la réponse d’un autre type de biosenseur fluorescent sensible au
potentiel, fusionné a la séquence d’adressage T306. Parmi les candidats potentiels, le biosenseur
fluorescent ASAP2f — congu par insertion de la cpGFP dans la boucle $3-S4 du VSD de la phosphatase
voltage-sensible (VSP) de poulet — présentant un rendement (Fmax/Fo= ~45 %), des cinétiques (Ton= 2.9
ms et Tor= 2.4 ms) de réponse améliorées par rapport aux protéines Mermaid (H. H. Yang et al. 2016)

et enfin une gamme de sensibilité au potentiel extrémement large (~-150 a +100 mV) apparait comme

particulierement adapté a notre situation expérimentale.
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e Potentiel de membrane du RS, contre-courants ioniques et libération de Ca?*
Au final, nos résultats montrent que le RS ne connait pas de variation substantielle de son potentiel de
membrane lors de I'activité musculaire, ce qui est en accord avec les données de la littérature. En effet,
il est dogmatiquement admis que les contre-flux ioniques de K*, de Cl- et de Mg?* & travers la membrane
du RS contribuent de maniere critique a maintenir son potentiel a sa valeur de repos (Ers=0 mV) durant
la libération de Ca?* (J. S. Smith et al. 1988; Fink et Veigel 1996; Oetliker 1989; Gillespie et Fill 2008a).
L'une des perspectives de ce travail, serait de poursuivre par I'identification in vivo de la nature des
especes ioniques impliquées dans ce contre-courant. Pour cela, nous pourrions envisager d’étudier la
réponse FRET du biosenseur T306-Rv-Mermaid®!?%¢/¥235% exprimé dans des fibres musculaires dialysées
avec un milieu intracellulaire appauvri en ions K*, Cl- et/ou Mg?*. En effet, on s’attend a ce que, lors de
I’ouverture des canaux RYR1, dans des conditions expérimentales de limitation ou de suppression de
ce fameux contre-flux ionique, le potentiel de la membrane du RS atteigne trés rapidement la valeur
du potentiel d’équilibre de I'ion Ca?* (Eca = +120 mV) empéchant ainsi tout flux net d’ions Ca* 4 travers
la membrane du RS (Gillespie et Fill 2008a). On pourrait aussi envisager d’exprimer le biosenseur T306-
Rv-Mermaid®12%¢/¥235R dans les muscles de souris TRIC A-KO, ce qui offrirait I'opportunité unique de
mesurer les signaux de FRET dans des fibres musculaires présentant une perméabilité réticulaire au K*
diminuée (Yazawa et al. 2007) et ainsi de caractériser I'implication physiologique de ces canaux au

cours du couplage EC.

Dans le but d’accéder définitivement a la possibilité que la membrane du RS change au cours du cycle
de libération/recapture du Ca?, il serait intéressant d’enregistrer les signaux de FRET de T306-Rv-
MermaidP'?°¥/Y235R _ de maniére indépendante des variations de potentiel de lamembrane des tubules-
T—en réponse a I'application d’agonistes du RYR1 (4-CmC, ryanodine) et/ou de bloqueurs de la pompe
SERCA (acide cyclopiazonique ou thapsigargine) dans des fibres musculaires maintenues a un potentiel
de repos de -80 mV et lors de I'activation du couplage EC.

Réciprogquement, on pourrait envisager d’étudier I'effet de variations du potentiel de membrane du
RS sur la libération de Ca?* par le RS par expression de rhodopsines microbiennes ayant une activité
canal ou pompe (CI, H* ou Na*) photoactivable (Govorunova et al. 2017). L'insertion de I'une de ces
protéines dans la membrane du RS, par sa fusion a T306, constituerait une approche originale qui
permettrait d’induire des variations du potentiel de la membrane du RS sur une fibre intacte. En
particulier, il serait notamment adapté d’utiliser I'halorhodopsine (NpHR pour Natreomonas pharaonis
halorhodopsin), pompe a chlore, dont I'activation entrainerait une hyperpolarisation de la membrane
du RS (Gradinaru et al. 2008). On peut imaginer que, dans ces conditions, l'activation de

I'halorhodopsine réticulaire permettrait d’augmenter la libération de Ca?* activée par le couplage.
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e Potentiel de membrane du RS et pathologies
Enfin, nous pourrions envisager d’appliquer notre approche pour étudier I'activité électrique du RS
dans des conditions pathologiques associées ou présumées associées a une altération de la libération
de Ca?*. Dans ce contexte, il serait envisageable d’explorer la possibilité que des mutations du RYR1
responsables de la myopathie a cores centraux (CCD) chez I’'Homme soient a I'origine de variation du
potentiel de membrane du RS lors du couplage EC. Certaines de ces mutations du gene ryrl touchent
des résidus a proximité de la région pore du canal RYR1 et ménent a une réduction de la conductance
au K* et 3 un défaut de la sélectivité au Ca®* (Le Xu et al. 2006; Loy et al. 2011). De plus, il a été
précédemment identifié au laboratoire que I'expression de ces RYR1s mutants pathologiques dans les
fibres musculaires menait a une réduction de la libération de Ca? (Lefebvre et al. 2011, 2013). La co-
expression de ces RYR1s mutants pathologiques et de T306-Rv-MermaidP'?**/¥235% constituerait une
approche permettant de tester si |'activation de tels canaux est associée au développement de

changements du potentiel de membrane durant I’activation du couplage EC.

Libération de Ca?* par le RS dans le nanodomaine triadique (Section 2)
Cette étude a visé a dépasser les limites imposées par les indicateurs fluorescents diffusibles pour
I'imagerie de I'activité des canaux RYR1, via I'adressage d’un biosenseur fluorescent sensible au Ca?*
de type GCaMP6f (T.-W. Chen et al. 2013b) a la triade des fibres musculaires — grace a sa fusion a la

.....

des canaux RYR1 en conditions physiologiques, dans une fibre musculaire intacte.

e Limitations liées a I’affinité, aux cinétiques et au rendement de fluorescence de GCaMP6f
GCaMPe6f est actuellement I'un des biosenseurs calciques les plus utilisés pour ses qualités de
rendement de fluorescence et de rapidité de ses cinétiques de réponse (voir Tableau Il).

Nos propres calibrations et quantifications cinétiques confirment d’une part I'affinité relativement
élevée de la sonde pour les ions Ca?* (Kp=0.65 pM) — en regard des niveaux maximum de changements
en Ca?* cytosolique dans la fibre musculaire (>1uM) — mais aussi les délais substantiels de la réponse
en fluorescence qui ne permettent pas de suivre instantanément les variations de Ca?* consécutives a
I'ouverture physiologique des canaux RYR. Ces contraintes apparaissent quantitativement similaires
pour la version libre (GCaMP6f) et pour la version adressée au réticulum jonctionnel (T306-GCaMP6f).
Cependant, les variations maximales de fluorescence de T306-GCaMP6f sont environ 5 fois moins
importantes que celles de GCaMP6f, sans doute en raison de modifications des propriétés intrinséques
de fluorescence de la sonde, liées a la présence de la séquence d’adressage ou au nano-environnement

spécifique de la triade. Contre-intuitivement, les cinétiques des signaux macroscopiques de
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fluorescence fournis par T306-GCaMP6f et GCAmP6f en réponse a des dépolarisations imposées sont
trés similaires alors que les niveaux de Ca?* dans et hors de la région triadique sont supposés trés
différents. Pour éclaircir ce point nous avons profité des compétences en modélisation numérique de
notre collaborateur, le Pr. L. Csernoch, pour calculer les changements de concentration en Ca%* et en
Ca?* complexé a chacun des deux biosenseurs a différentes positions le long du sarcomére, pendant
un flux simulé de Ca?. Finalement, lintuition n’était pas fiable: en effet comme observé
expérimentalement, les résultats des simulations montrent que les cinétiques de changement en Ca%
complexé a GCaMP6f et T306-GCaMP6f sont similaires, en raison des délais cinétiques de la réponse

fluorescente.

e Réponses locales de T306-GCaMP6f
La diminution du rendement de fluorescences de T306-GCaMP6f en comparaison a la version libre
n’était pas anticipée et est regrettable parce qu’elle compromet le rapport signal/bruit des images
confocales a partir desquelles la caractérisation locale de I'activité des canaux RYR1 est réalisée.
Néanmoins, nos résultats démontrent la capacité exclusive de T306-GCaMP6f a détecter I'apparition
et la durée d’activation de la libération de Ca?* a différentes localisations triadiques d’une fibre
musculaire donnée. Au final, les résultats révelent la remarquable reproductibilité de la réponse
fluorescente entre différentes triades d’une méme fibre musculaire, a un niveau d’activation donné

du couplage EC.

De maniéere inattendue, méme en réponse a de faibles niveaux de dépolarisation, proches du seuil, il
ne nous a pas été possible de distinguer des propriétés attendues de I'activation voltage-dépendante
du systéme, a savoir :

- une mixité de triades actives et de triade silencieuses

- une activation retardée de certaines triades aprés le début de la dépolarisation (voir par exemple
Csernoch et al., 2004,2008)

- la présence d’événements complexes traduisant le recrutement consécutif de différents groupes de
canaux RYR1.

A I'heure actuelle, il n’est pas certain que I'absence de ces phénomenes soit due aux caractéristiques
fonctionnelles intrinseques du couplage EC qui impose une rigueur spatiale extréme a I'ouverture des
canaux RYR1, ou plutot que les limites de résolution en amplitude et en temps de la réponse de la
sonde contribuent a masquer toute différence dans le niveau d’activation de différentes triades. Le
développement d’un biosenseur plus performant devrait a terme permettre de répondre a cette

question.

143



e La nécessité d’un biosenseur calcique plus performant
Malgré ses propriétés ayant fait son succés en regard d’autres biosenseurs calciques, GCaMPf est
encore trop limité en termes d’affinité et de cinétiques pour la détection optimale de I'activité des
canaux RYR dans la fibre musculaire. En effet, si le présent travail offre le premier acces a I'activité
individuelle des triades au sein d’une fibre musculaire donnée, nous restons tout de méme conscient
de la capacité limitée du biosenseur T306-GCaMP6f a suivre les variations rapides et importantes de
Ca?" au cours de I'activation du couplage EC (résumées dans le paragraphe précédent). D’autre part,
les transitoires Ca?* générés par T306-GCaMP6f sont d’amplitude 5 fois plus faible que lorsqu’il n’est
pas fusionné a la séquence d’adressage ce qui réduit considérablement le rapport signal/bruit et la

possibilité de détecter de faibles niveaux de libération de Ca%*.

Une alternative d’optimisation pourrait étre de de fusionner le biosenseur GCaMP6f a une autre
séquence d’adressage triadique que T306 comme par exemple FKBP12 (Despa Sanda et al. 2014) ou a
une sous-unité du DHPR afin que le biosenseur se trouve face a 'embouchure du canal RYR1. L'intérét
possible est que le changement de séquence d’adressage puisse favoriser le maintien d’un rendement
de fluorescence identique a celui de GCaMP6f. D’autre part il n’est pas exclu que la localisation du
biosenseur imposée par T306 vis-a-vis du canal RYR1 ne soit pas optimale en regard de gradients

éventuels de Ca%* dans le nano-volume triadique.

Une autre possibilité d’optimisation serait d’utiliser un autre biosenseur fluorescent sensible au Ca?*
et de le fusionner a T306 ou a une autre séquence d’adressage. Parmi les biosenseurs disponibles a
I’heure actuelle, CatchER semble le plus adapté car il est de trés petite taille (238 résidus soit ~ 40 A x
30 A; Ormé et al. 1996), présente une tres faible affinité pour le Ca?* (Kd= 180 uM) — appropriée a la
détection de fortes concentrations de Ca?* — et des cinétiques de réponse rapides (tor= 1.5 ms) (S. Tang
et al. 2011b). En revanche, son rendement est compté parmi les plus faibles (Fmax/Fo= ~ 1.8) ce qui

représente un inconvénient majeur pour notre question expérimentale.

On peut espérer cependant que les futurs progrés de développement de ce type d’outils permettent
d’envisager a terme la disponibilité d’un biosenseur présentant la combinaison de propriétés
suivantes :

- une faible affinité : offrant une réponse linéaire sur une trés large gamme de concentration en Ca%*
sans limite de saturation,

- des cinétiques trés rapides : permettant de suivre instantanément les changements de Ca?*,

- un rendement optimal de fluorescence.
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e Perspectives en termes de pharmacologie de I’activité des canaux RYR1
L'une des ambitions ultimes de la stratégie mise en place est de tenter établir une corrélation entre
les données obtenues in vitro (en bicouche lipidique) concernant les propriétés unitaires du canal
RYR1, avec son fonctionnement in vivo dans la fibre musculaire.
Dans ce contexte, outre la possibilité d’identifier I'activité unitaire des canaux RYR1 in situ dans la fibre
intacte en conditions de fonctionnement physiologique du couplage EC, il serait aussi intéressant de
tester |'effet d’agonistes (caféine, 4-CmC, ryanodine) sur les signaux locaux du biosenseur triadique
afin de déterminer comment les propriétés de « gating » du canal sont modifiées.
Aussi, concernant les agonistes produisant un effet activité-dépendant — c’est-a-dire que la fixation de
I’agoniste est permise par I'état ouvert du canal, ce qui est le cas pour la ryanodine et la maurocalcine
— il serait intéressant d’étudier les conséquences de |'activation du couplage EC sur les signaux locaux
de T306-GCaMP6f.
Enfin, I"approche pourrait aussi permettre de lever une ambiguité concernant l'effet de fortes
concentrations de ryanodine — dont il est dogmatiquement admis qu’elles ferment les canaux RYR1—
alors que des études précédentes réalisées dans I’équipe (Claude Collet et Jacquemond 2002; Robin et

Allard 2012b) suggérent le contraire.

e Activité triadique et pathologie
Une autre perspective ouverte par ce travail est d’étudier les signaux triadiques individuels de T306-
GCaMP6f au repos et au cours de 'activation du couplage EC dans des fibres musculaires issues de
modeles murins pathologiques dans lesquels des défauts de I'activité canal Ca** des RYR1s ont été
identifiés ou sont suspectés. Ceci pourrait inclure la souris mdx (modele de la dystrophie de Duchenne;
Bellinger et al. 2009), ainsi que les souris MTM1-KO (Kutchukian et al. 2016), DNM2R45W_K] (Kutchukian
etal.,, 2017) et SPEG-KO (Huntoon et al., 2018, manuscrit en annexe du présent document) qui sont des
modeles de trois myopathies centronucléaires distinctes (voir partie Résultats, Section 3.). En
particulier, un biosenseur calcique adressé a la triade serait beaucoup plus approprié qu’un indicateur
calcique diffusible pour caractériser les mécanismes a 'origine de I’'hétérogénéité spatiale du signal

calcique identifiée dans ces modeles de myopathie centronucléaire.

Enfin un biosenseur calcique adressé a la triade pourrait aussi permettre de caractériser les propriétés
fonctionnelles des canaux RYR1 mutants pathologiques associés a I'hyperthermie maligne et a la
myopathie a cores centraux (pour revue, voir Jungbluth et al. 2018). Outre I'utilisation du biosenseur
dans des modeles murins de ces pathologies, il serait aussi possible d’envisager la co-expression du
biosenseur et des formes mutantes pathologiques de RYR1 comme réalisé par Lefebvre et al. (2011,

2013).
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CONCLUSION

Les biosenseurs fluorescents représentent des outils dorénavant incontournables ouvrant des
perspectives inespérées pour la compréhension de nombreux mécanismes physiologiques et
physiopathologiques.

L'ensemble du présent travail démontre les opportunités offertes par I'utilisation de biosenseurs
adressés a un compartiment sub-cellulaire spécifique, dans un contexte d’utilisation de techniques
d’électrophysiologie et d’imagerie de fluorescence. Cette combinaison a été appliquée ici a I'étude du
couplage EC dans la fibre musculaire différenciée a travers le développement et l'utilisation de
biosenseurs fluorescents spécifiquement adressés a la membrane triadique du RS. Cette approche
nous a permis d’accéder a I'activité de ce compartiment sub-cellulaire en conditions physiologiques et
d’offrir des données uniques concernant son potentiel de membrane et |'activité des canaux RYR1. En
revanche, ce travail est aussi un exemple remarquable des limites et des difficultés liées a I'utilisation
des biosenseurs et en particulier les problémes liés a la sensibilité de leurs propriétés vis-a-vis d’autres
parameétres que celui recherché.

De maniere générale, il apparalt donc absolument nécessaire et inévitable de tester de maniere
exhaustive les propriétés des biosenseurs dans le modele cellulaire étudié, de perfectionner et
d’adapter les propriétés des biosenseurs afin qu’ils deviennent des outils fiables et parfaitement

appropriés a la caractérisation du parametre d’intérét, dans le modele cellulaire d’intérét.
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