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ADAMs : a disintegrin and metalloproteinase 
ADN : acide désoxyribonucléique 
ATD : arrival time distribution 
AUC : analytical ultracentrifugation 
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PARAMETRES & CONSTANTES 
 
PARAMETRES GENERAUX 
C : concentration 
E : énergie 
MM : masse moléculaire 
T : température 
λ : longueur d’onde 
kB : constante de Boltzmann 
 

DLS :  
D : coefficient de diffusion 
Dh : diamètre hydrodynamique 
Rh : rayon hydrodynamique 
η : viscosité 
 

INTERACTIONS BIOMOLECULAIRES 
ka : constante cinétique d’association 
kd : constante cinétique de dissociation 
KD : constante d’équilibre de dissociation 
kobs : constante de vitesse observée 
∆λ : décalage de longueur d’onde (shift) 
 

FILTRATION SUR GEL 
Kav : coefficient de partition 
Kd : coefficient de distribution 
Rs : rayon de Stokes 
V0 : volume mort 
Ve : volume d’élution 
Vi : volume interne 
Vt : volume total 
 

RHEOLOGIE 
EI : indice d’élongation 
M : mesure de l’agrégation / agrégabilité en 
stase 
M1 : mesure de l’agrégation / agrégabilité à 
faible vitesse de cisaillement 
 

SAXS 
 : volume partiel spécifique 

Dmax : taille maximale 
Hb(S) : entropie 
I(s) : intensité de diffusion 
P(s) : facteur de forme 
R0 : facteur de Flory 
Rflex : paramètre de flexibilité 
Rg : rayon de gyration 
Rσ : variance de la distribution de l’ensemble 
sélectionné par rapport au pool 
s : module du vecteur de diffusion 
S(s) : facteur de structure 
smin/max : valeur la plus petite / grande de s 
v : exposant de Flory 
V : volume 
Δρ : contraste 
ζ : exposant de Porod 
ϴ : angle de diffusion 
 

SPECTROMETRIE DE MASSE 
A : aire sous la courbe 
CCS (Ω) : section efficace de collision 
e : charge élémentaire 
E : valeur du champ électrique 
FWHM : largeur à mi-hauteur 
K : mobilité d’un ion 
L : longueur du tube de dérive 
SASA : surface accessible au solvant 
SASAav : SASA moyenne 
SASAcpt : SASA des conformations compactes 
SASAext : SASA des conformations étendues 
t : temps total mesuré 
t0 : temps de dérive entre la sortie du tube et le 
détecteur 
td : temps de dérive dans le tube 
z : charge 
zav : charge moyenne 
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  Chez les vertébrés, les syndécans sont une famille de quatre protéoglycanes 
membranaires de type I exprimés dans tous les types cellulaires où au moins un type de 
syndécan est exprimé, excepté chez les globules rouges (Afratis et al., 2017). Ils réalisent 
leurs fonctions biologiques d’abord en tant que molécules d’adhésion mais aussi en tant 
que récepteurs ou corécepteurs à la surface cellulaire et participent à plusieurs processus 
physiopathologiques (Couchman et al, 2015, Afratis et al., 2017).  

Les syndécans possèdent une organisation structurale identique et sont composés d’un 
domaine extracellulaire qui porte plusieurs chaînes de glycosaminoglycanes et qui est 
peu conservé, d’un domaine transmembranaire et d’un court domaine cytosolique qui 
sont à l’inverse très conservés. Plusieurs structures du domaine cytosolique, notamment 
du syndécan-4 (Lee et al., 1998, Shin et al., 2001), ainsi que celle du domaine 
transmembranaire du syndécan-2 (Li et al., 2019) ont été déterminées. L’ectodomaine 
des syndécans est prédit comme intrinsèquement non structuré (Leonova & Galzitskaya, 
2015) et peut être libéré par le processus de shedding dans l’espace extracellulaire, ce 
processus étant amplifié lorsque les chaînes d’héparane sulfate qu’il porte sont 
préalablement dégradées par l’héparanase humaine (Manon-Jensen et al., 2010). Leur 
ectodomaine a très peu été étudié et seule la structure d’un octapeptide de 
l’ectodomaine du syndécan-1 cocristallisé avec un de ses partenaires a été résolue et 
n’adopte pas de structure secondaire (Briggs & Hohenester, 2018). 
 
Le premier objectif de ces travaux a ainsi été de caractériser l’ectodomaine des quatre 
syndécans sur le plan structural et conformationnel. Dans un premier temps, nous avons 
étudié la partie protéique des ectodomaines des syndécans ne portant pas leurs chaînes 
de glycosaminoglycanes en les exprimant sous forme recombinante en système 
procaryote. En absence de leurs chaînes de glycosaminoglycanes, la partie protéique de 
l’ectodomaine des syndécans conserve ses fonctions de molécule d’adhésion (McFall & 
Rapraeger, 1998, Whiteford et al., 2008, De Rossi et al., 2014, Jung et al., 2016). Les 
ectodomaines acquièrent également de nouvelles fonctions en jouant le rôle d’effecteur 
paracrine, autocrine ou de compétiteur des syndécans transmembranaires (Manon-
Jensen et al., 2010). 

Nous avons pour cela employé diverses approches biophysiques. L’étude de leur 
composition en structures secondaires a été réalisée par dichroïsme circulaire et les 
informations sur leur taille et sur leur forme ont été obtenues par diffusion dynamique 
de la lumière (DLS) et par diffusion des rayons X aux petits angles (SAXS). Ces techniques 
nous ont permis de mesurer leur rayon hydrodynamique, leur rayon de gyration ainsi 
que la taille maximale des ectodomaines en solution.  
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L’analyse des intensités de diffusion par SAXS nous a également permis de caractériser 
leur flexibilité et leur hétérogénéité conformationnelle. Les ectodomaines des syndécans 
ont été étudiés en phase gazeuse par spectrométrie de masse en conditions natives et 
par mobilité ionique nous permettant de définir leur espace conformationnel ainsi que 
leur degré de compaction par le calcul de leurs surfaces accessibles au solvant (SASA) 
ainsi que leurs sections efficaces de collision (CCS). Les expériences de mobilité ionique 
ont été réalisées en collaboration avec le Dr Fabien Chirot (Institut des Sciences 
Analytiques – ISA, UMR5280 Villeurbanne), le Dr Luke MacAleese (Institut Lumière 
Matière – ILM,  UMR5306, Villeurbanne), Mathilde Bouakil (ILM) et Aurélien Le Fèvre 
(ISA). Ces travaux ont fait l’objet d’un article soumis pour publication dont je suis le 
premier auteur. Des expériences préliminaires de diffusion dynamique de la lumière et 
de SAXS ont également été réalisées sur les ectodomaines des syndécans portant leurs 
chaînes de glycosaminoglycanes que nous avons exprimés en système eucaryote. 

Le second objectif de nos travaux a été de créer le premier interactome exhaustif des 
syndécans par la curation manuelle de la littérature et par l’interrogation de plusieurs 
bases de données, de l’analyser puis de définir l’interactome commun aux quatre 
syndécans. Les informations du site d’interaction sur les syndécans ont également été 
apportées lorsqu’elles étaient disponibles. Ces travaux ont fait l’objet d’une revue dont je 
suis le premier auteur qui a été publiée dans FEBS Journal. 

Nous avons également cherché à identifier de nouveaux partenaires interagissant 
directement avec la partie protéique de l’ectodomaine des syndécans par interférométrie 
de biocouche (BLI). Nous avons caractérisé l’un des complexes identifiés avec un 
fragment de la fibronectine, l’anastelline, par différentes approches comme la 
spectrométrie de masse et l’amarrage moléculaire (docking) en collaboration avec le Dr. 
Sergey Samsonov et son équipe (Université de Gdansk, Pologne).  

Finalement, un troisième axe de recherche a porté sur le rôle des glycosaminoglycanes 
et des acides sialiques présents dans le glycocalyx des globules rouges dans leurs 
propriétés rhéologiques. Nous avons comparé leur rôle à la surface des globules rouges 
de sujets sains et de patients drépanocytaires par agrégométrie et par ektacytométrie, 
cette-dernière technique permettant d’étudier la déformabilité des globules rouges. Ces 
travaux ont été réalisés en collaboration avec le Pr. Philippe Connes et son équipe 
(Laboratoire Interuniversitaire de Biologie de la Motricité – LIBM, EA7424, Université 
Lyon 1). Ils ont fait l’objet d’une publication dont je suis le premier auteur dans American 
Journal of Hematology.  
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II.1 La matrice extracellulaire 

 La matrice extracellulaire est un réseau tridimensionnel dynamique composé 
d’une grande diversité de molécules (Theocharis et al., 2016). D’abord considéré comme 
un support structural, la matrice extracellulaire régule en réalité un grand nombre de 
fonctions biologiques comme la croissance, la migration, la différentiation et la survie 
cellulaire (Mecham, 2012, Naba et al., 2016). La composition en biomolécules de la 
matrice extracellulaire varie selon les tissus mais plusieurs familles de molécules y sont 
retrouvées, ce qui constitue le matrisome. La matrisome a été défini in silico par une 
approche bioinformatique en se basant sur les caractéristiques des protéines de la 
matrice extracellulaire, c'est-à-dire la présence d'un peptide signal et de domaines 
protéiques fréquemment retrouvés dans ces protéines (Naba et al., 2012, Naba et al., 
2016). La composition du matrisome dans différents tissus sains et pathologiques a été 
déterminée par protéomique quantitative (Naba et al., 2016). Certaines de ces données 
protéomiques sont disponibles dans la base de données MatrisomeDB 
(http://www.pepchem.org/matrisomedb, Shao et al. 2020). Ces techniques ont 
également permis de déterminer les biomolécules qui sont associées au matrisome 
(Naba et al., 2016). Chez l’Homme, le core matrisome contient environ 300 gènes codant 
majoritairement pour des glycoprotéines (environ 200) et pour des collagènes et des 
protéoglycanes (Figure 1). 

 

Figure 1 : Composition des matrisomes humain et murin. Nombre de gènes humains (Hs) et 
murins (Mm) codant pour des biomolécules systématiquement retrouvées dans les matrices 
extracellulaires (core matrisome) ou qui y sont associées (matrisome-associated genes). D’après 
Naba et al., (2016). 
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Les protéines associées au matrisome ont été regroupées en trois catégories, les facteurs 
sécrétés, les régulateurs de la matrice ou les biomolécules qui y sont affiliées (Figure 1). 
Au total, près de 800 protéines sont associées au core matrisome. Les facteurs sécrétés 
sont représentés par de petites protéines comme les facteurs de croissance ou les 
cytokines. Les protéines affiliées à la matrice sont notamment des protéoglycanes 
membranaires ou associés aux membranes comme les syndécans ou les glypicans ainsi 
que des glycoprotéines et certaines sémaphorines. Enfin, les protéines ayant pour 
fonctions la régulation des assemblages extracellulaires, de leur réticulation et de leur 
dégradation sont regroupées dans la catégorie des régulateurs. Ils sont majoritairement 
composés d’enzymes impliquées dans la réticulation covalente de la matrice 
extracellulaire comme les enzymes de la famille des lysyl oxydases et des 
transglutaminases. On retrouve également des métalloprotéases matricielles ou des 
enzymes modifiant les glycosaminoglycanes comme les sulfatases (Naba et al., 2016). 
Deux types majeurs de matrice extracellulaire ont été décrits : la matrice péricellulaire, 
qui est à proximité directe des cellules comme les membranes basales, et la matrice 
interstitielle, plus éloignée (Theocharis et al., 2016) (Figure 2).  

 
Figure 2 : Organisation de la matrice extracellulaire, péricellulaire et interstitielle. D’après 
Theocharis et al., (2016). 
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II.2 Les glycosaminoglycanes 

 Les glycosaminoglycanes (GAGs) sont des polymères linéaires de sucres 
composés d’unités disaccharidiques. Six GAGs ont été décrits chez les mammifères et 
diffèrent par la composition de leur unité disaccharidique et leur taux de sulfatation. 

On retrouve les chaînes d’héparane sulfate (HS), de chondroïtine sulfate (CS), de 
kératane sulfate (KS), de dermatane sulfate (DS), d’acide hyaluronique (HA) et d’héparine 
(HP) (Bülow & Hobert, 2006, Karamanos et al., 2018). L’unité disaccharidique des chaînes 
d’héparane sulfate et d’héparine est composée d’un résidu de N-acétylglucosamine et 
d’un acide glucuronique ou iduronique. L’unité disaccharidique des chaînes de kératane 
sulfate et d’acide hyaluronique est composée d’un résidu de N-acétylglucosamine et 
d’acide glucuronique (HA) ou de galactose (KS). Enfin, celle des chaînes de chondroïtine 
sulfate et de dermatane sulfate est composée de N-acétylgalactosamine et d’acide 
glucuronique (CS) ou iduronique (DS) (Figure 3). 
 

 

Figure 3 : Composition des glycosaminoglycanes et de leur site d’attachement sur les 
protéines. Le hyaluronane ne se fixe pas de façon covalente sur les protéines. D’après Merida-
de-Barros et al., (2018). 



 

30 
 

Les chaînes d’HS, HP, CS, KS et de DS sont sulfatées et donc chargées négativement. 
Elles sont liées de façon covalente à des protéines menant à la formation de 
protéoglycanes.  

L’héparine possède le taux de sulfatation le plus important des GAGs et sa densité de 
charge négative est la plus importante des biomolécules (Sasarman et al., 2015). Les 
chaînes de CS, DS, HS et d’héparine sont liées aux protéines via des résidus de sérine (O-
glycosylation) par l’intermédiaire d’un tétrasaccharide composé d’un résidu de xylose, de 
deux résidus de galactose et d’un résidu d’acide glucuronique sur lequel sont greffés ces 
GAGs (Figure 3). Les chaînes de KS sont soit O-liées soit N-liées aux protéines sur un 
résidu d’asparagine ou de sérine / thréonine, respectivement. La taille du motif 
saccharidique reliant les chaînes de KS aux protéines varie et n’est pas restreinte à 4 
résidus osidiques (Sasarman et al., 2015). A l’inverse, l’acide hyaluronique, qui n’est pas 
sulfaté, ne se lie pas de façon covalente aux protéines. Il interagit avec des 
protéoglycanes de la famille des hyalectans (cf. ci-dessous) par l'intermédiaire de 
protéines de liaison pour former des agrégats de très haute masse moléculaire   
(Garantziotis & Savani, 2019). L’unité disaccharidique des chaînes de GAGs sulfatés est 
répétée en moyenne de 50 à 150 fois (Bülow & Hovert, 2006) mais certaines chaînes de 
GAGs peuvent atteindre une masse moléculaire de 100 kDa (Xu & Esko, 2014). L’unité 
disaccharidique du hyaluronane est en revanche répétée entre 2000 et 25 000 fois ce qui 
mène à la synthèse de molécules d’HA dont la taille varie de 2 à 25 μm (Toole, 2004). 

Les chaînes de GAGs sulfatés sont modifiées pendant leur synthèse dans l’appareil de 
Golgi par des processus d’épimérisation pour les chaînes de DS, HS et HP, ou d’addition 
de groupements sulfate. Ces fonctions peuvent être ajoutées sur les chaînes d’héparane 
sulfate par des N-, 2-O, 6-O et 3-O sulfotransférases et l’acide glucuronique peut être 
épimérisé en acide iduronique par l’activité d’une C5-épimérase (Habuchi et al., 2004, 
Karamanos et al., 2018). Cela confère aux HS une diversité structurale très importante 
puisque 48 disaccharides différents peuvent théoriquement les composer et 23 ont été 
décrits jusqu’à présent (Esko & Selleck, 2002, Li & Kusche-Gulberg, 2016). Ces chaînes 
peuvent également être partiellement désulfatées à la surface cellulaire par les deux 
endosulfatases extracellulaires, Sulf-1 et Sulf-2 (Nishitsuji, 2018). Au moins 26 enzymes 
différentes modulant la structure des chaînes d’HS ont été décrites (Bishop et al., 2007). 
Le type et l’abondance de ces modifications sont assurés par la machinerie enzymatique 
propre à chaque type cellulaire (Couchman, 2010) et peuvent être altérés dans plusieurs 
conditions pathologiques (Negroni et al., 2014, Soares da Costa et al., 2017). 
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La sulfatation des unités disaccharidiques des chaînes d’héparane sulfate n’est pas 
distribuée de façon homogène le long de la chaîne et engendre la formation de régions 
sulfatées (domaines NS ou S) ou non sulfatées (domaines NA) qui sont séparés par des 
régions de degré de sulfatation intermédiaire (domaines NA/NS) (Couchman, 2010, 
Sarrazin et al., 2011, Nishitsuji, 2018). Les domaines NS sont relativement courts et 
comprennent généralement de 6 à 16 unités disaccharidiques alors que les domaines NA 
en comptent environ 18. La majorité des chaînes d’HS est composée de domaines ayant 
des degrés de sulfatation intermédiaire (Xu & Esko, 2014).  

Les domaines NS sont des sites d’interaction privilégiés pour une multitude de protéines 
extracellulaires. Ces interaction sont médiées par des interactions électrostatiques 
auxquelles viennent parfois s’ajouter des liaisons hydrogène et des interactions 
hydrophobes (Couchman et al., 2010, Xu & Esko, 2014, Li & Kusche-Gulberg, 2016). Les 
domaines NS des chaînes d’héparane sulfate ressemblent à l’héparine dont l’interactome 
comprend au moins 435 partenaires où l’on retrouve notamment des protéines de la 
matrice extracellulaire, des chimiokines, des enzymes, des facteurs de croissance et des 
pathogènes (Ori et al., 2011, Karamanos et al., 2018). Une première étude portant sur la 
séquence des protéines interagissant avec l’héparine avait permis de déduire l’existence 
de séquences consensus d’interaction présentes chez ses partenaires et comprenant 
trois (xBBxBx), quatre (xBBBxxBx) ou huit (xBBBxxBBBxxBBx) résidus basiques (B, x étant 
n’importe quel résidu) (Cardin & Weintraub, 1989). Cependant, la majorité des protéines 
interagissant avec les chaînes d’HS/HP dont la séquence d’interaction a été décrite ne 
possède pas ces motifs ce qui montre que la présence de séquences consensus n’est pas 
un paramètre requis dans l’interaction protéines – HS/HP (Karamanos et al., 2018). Les 
partenaires protéiques doivent cependant posséder une région basique, comprenant 
généralement entre 4 à 7 résidus d’arginine ou de lysine (Xu & Esko, 2014).  

Certaines pathologies impliquent directement les chaînes de GAGs et sont causées par la 
mutation de gènes codant pour la machinerie enzymatique régulant leur biosynthèse, 
leur modification ou leur dégradation. La mutation de gènes codant pour le transporteur 
de sulfate (DTDST, ou diastrophic dysplasia protein) provoque certaines formes 
d’achondrogenèse ou de dysplasie diastrophique (nanisme). La mutation de la DS 
épimérase-2 mène à des troubles bipolaires ou des dépressions et celle de la dermatane 
sulfotransférase (D4ST-1) provoque un syndrome d’Ehlers-Danlos, caractérisé 
notamment par une hyperlaxité des articulations (Mizumoto et al., 2013).  
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Le syndrome de Larsen, caractérisé par des luxations congénitales des grosses 
articulations (genou, épaule), et le syndrome de Desbuquois, qui est marqué entre autres 
par un nanisme sévère et une dysmorphie faciale, sont causés par la mutation du gène 
codant pour la chondroïtine 6-O-sulfotransférase-1 (Mizumoto et al., 2013). Certaines 
pathologies sont associées à un excès de sulfatation, comme la maladie d’Alzheimer, ou 
de désulfatation des GAGs, notamment certains glioblastomes (da Costa et al., 2017). 
Finalement, un déficit en enzymes de dégradation des GAGs provoquent des 
mucopolysaccharidoses engendrant leur accumulation dans les lysosomes (Fecarotta et 
al., 2020).  

 

II.1.3 Les protéoglycanes 

Les protéoglycanes sont des protéines sur lesquelles sont greffées de façon 
covalente une ou plusieurs chaînes de glycosaminoglycanes. Chez les mammifères, 
l’épissage alternatif de 43 gènes mène à la formation d’un nombre important de 
protéoglycanes qui ont été classés en fonction de leur localisation : extracellulaire, 
péricellulaire, surface cellulaire ou intracellulaire (Figure 4) (Iozzo & Schaefer, 2015). Les 
protéoglycanes sont exprimés par toutes les cellules eucaryotes et sont retrouvés dans 
toutes les matrices extracellulaires. Ils possèdent une très grande diversité fonctionnelle 
qui leur est notamment conférée par les chaînes de GAGs qu’ils portent (Karamanos et 
al., 2018). 

La nature des chaînes de GAGs des protéoglycanes évolue avec la distance séparant la 
cellule et l’espace extracellulaire. Les protéoglycane à héparane sulfate (HSPG) sont 
majoritaires au niveau intracellulaire et membranaire. Seule la serglycine est 
intracellulaire et porte des chaînes d’héparine (Iozzo & Schaefer, 2015). Des chaînes 
d’héparane sulfate, de chondroïtine sulfate et de dermatane sulfate peuvent également y 
être attachées selon le type cellulaire (Kolset & Pejler, 2011, Karamanos et al., 2018). Elle 
a initialement été identifiée dans les granules des mastocytes où elle assure la fonction 
de réservoir d’enzymes et d’histamine mais son expression a été observée dans 
l’ensemble des cellules hématopoïétiques où elle régule la réponse immunitaire 
(Karamanos et al., 2018). La serglycine est également un agent pro-inflammatoire et pro-
angiogénique lorsqu’elle est sécrétée dans la matrice extracellulaire par les cellules 
tumorales et elle est associée à un phénotype cancéreux agressif et pro-invasif (Manou 
et al., 2020). La serglycine est associée à d’autres pathologies comme l’athérosclérose, les 
maladies rhumatismales ou la dermatomyosite (Scully et al., 2012).  
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Figure 4 : Classification des protéoglycanes. D’après Iozzo & Schaefer  (2015). 

 

Les protéoglycanes de la surface cellulaire sont principalement représentés par la famille 
des syndécans qui compte quatre membres (SDC-1-4), et par celle des glypicans qui en 
comprend six (GPC-1-6) (Figure 5). Ils seront décrits de façon détaillée dans le 
paragraphe II.4. 
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Figure 5 : Protéoglycanes membranaires. CSPG4/NG2 : protéoglycane chondroïtine sulfate-4 
ou antigène neural/glial 2. Figure tirée de Iozzo & Schaefer (2015). GPI : 
glycosylphosphatidylinositol, PDZ : PSD-95, Discs-large, Zonula occludens-1, CSPG : chondroitin 
sulfate proteoglycan. 

 

L’abondance des HSPG reste élevée dans la matrice péricellulaire notamment dans les 
membranes basales qui sont des feuillets de matrice extracellulaire faisant la jonction 
entre un tissu épithélial, mésothélial ou endothélial et le tissu conjonctif sous-jacent 
(Randles et al., 2016). Elle est majoritairement constituée de laminines, de collagène IV, 
de nidogènes et de protéoglycanes à héparane sulfate (perlécan et agrine) et de 
collagènes XV et XVIII qui peuvent également porter des chaînes de CS (Amenta et al., 
2005, Couchman & Pataki, 2012). 

Finalement, les protéoglycanes présents dans l’espace extracellulaire sont enrichis en 
chaînes de chondroïtine sulfate, de kératane sulfate et de dermatane sulfate. La famille 
des hyalectans regroupe l’aggrécan, le versican, le brévican ainsi que le neurocan qui 
sont des macromolécules dont la masse moléculaire de la partie protéique peut 
atteindre 300 kDa. Ce sont des composants clés du cartilage, des vaisseaux sanguins et 
du système nerveux central (Howell & Gottschall, 2012, Iozzo & Schaefer, 2015). Les 
hyalectans possèdent un domaine globulaire à leurs extrémités N- et C-terminales leur 
permettant d’interagir avec de nombreux partenaires, notamment l’acide hyaluronique, 
avec lequel ils forment des agrégats dans la matrice extracellulaire (Karamanos et al., 
2018) (Figure 6). 

 



 

35 
 

Figure 6 : Les protéoglycanes de la famille des hyalectans. V0-3 : variants d’épissage. D’après 
Iozzo & Schaefer (2015).  
 

A l’inverse, les petits protéoglycanes riches en leucines (SLRPs) forment une famille de 18 
protéines de faible masse moléculaire (36 – 42 kDa) constituées de la répétition de 
séquences riches en leucine (leucine-rich repeat, LRR) comme la décorine, le biglycan, ou 
le lumican. Ils portent majoritairement des chaînes de chondroïtine sulfate ou de 
kératane sulfate et sont impliqués dans la régulation de la fibrillogenèse des collagènes, 
la prolifération cellulaire, l’apoptose, l’immunité innée, la cicatrisation ainsi que dans les 
processus d’inflammation et de fibrogenèse (Merline et al., 2009, Iozzo & Schaefer, 2015, 
Zou et al., 2018, Appunni et al, 2019, Pang et al., 2020). Enfin, la famille SPOCK (pour 
SPARC/Osteonectin CWCV and Kazal-like domain proteoglycans) regroupe trois 
testicans qui sont des protéoglycanes à héparane sulfate interagissant avec le calcium 
grâce à la présence de deux mains EF (Iozzo & Schaefer, 2015). Ils peuvent également 
porter des chaînes de CS et sont pratiquement exclusivement exprimés dans le système 
nerveux central où ils sont impliqués dans la régulation neuronale. 
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II.4 Les protéoglycanes associés aux membranes 

II.4.1 Les protéoglycanes transmembranaires 

Les protéoglycanes transmembranaires possèdent un court domaine 
intracellulaire (Figure 7). Les quatre syndécans ainsi que le protéoglycane à chondroïtine 
sulfate-4 (CSPG4), appelé également NG2 (Neural/glial antigen 2), sont des 
protéoglycanes à temps plein (ou full-time proteoglycans) ce qui signifie qu’ils portent 
constamment au moins une chaîne de glycosaminoglycane sur leur partie protéique 
(Couchman, 2010). A l’inverse, le récepteur CD44, la neuropiline-1, le phosphacan et le 
bétaglycan sont qualifiés de part-time proteoglycans et ne portent pas toujours de 
chaînes de GAGs.  
 

Figure 7 : Protéoglycanes transmembranaires. Les chaînes d’héparane sulfate sont en bleu et 
celles de chondroïtine sulfate sont en rose. Des chaînes d’héparane sulfate ou de chondroïtine 
sulfate (violet) peuvent être présentes sur la neuropiline-1 et le bétaglycan. NG2 : Neural/glial 
antigen 2. D’après Couchman (2010). 

 

CSPG4 est un long protéoglycane membranaire de 2322 résidus d’acides aminés sur 
lesquels sont greffées jusqu’à 3 chaînes de chondroïtine sulfate (Karamanos et al., 2018). 
CSPG4 est peu exprimé dans les tissus sains mais son expression est en revanche très 
importante dans les mélanomes, ce qui permet de l’utiliser comme marqueur afin 
d’identifier notamment les exosomes dérivés de cellules malignes par rapport à ceux 
issus de cellules saines (Ferrone & Whiteside, 2020).  
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A la surface des cellules de mélanomes, CSPG4 agit en tant que support permettant 
l’organisation d’un complexe de signalisation promouvant la motilité cellulaire. Ce 
processus est aboli par la mutation de l’unique résidu de cystéine présent dans son 
domaine transmembranaire (Yang et al., 2019). 

Le gène codant pour CD44 comprend 20 exons et 10 d’entre eux subissent un processus 
d’épissage alternatif (Karamanos et al., 2018). Deux catégories ont été décrites et sont 
différenciables par la présence (CD44v) ou l’absence (CD44s) d’une chaîne de 
glycosaminoglycane. Il s’agit du seul récepteur du hyaluronane ayant une chaîne 
d’héparane sulfate ou de chondroïtine sulfate (Chen et al., 2018). Les deux isoformes de 
CD44 interagissent avec le hyaluronane et leurs modifications post-traductionnelles leurs 
permettent également d’interagir avec d’autres protéines comme l’ostéopontine, le 
collagène IV, la fibronectine, des laminines, la serglycine ou le versican (Karousou et al., 
2016, Chen et al., 2018). Il agit également comme corécepteur au facteur de croissance 
épidermique (EGF) et hépatique (HGF) (Couchman et al., 2010). Le degré de sulfatation 
de sa chaîne de GAG module sa capacité à interagir avec la fibrine et la surexpression de 
CD44 a été associée avec la progression de plusieurs cancers (Karousou et al., 2016, 
Karamanos et al., 2018, Zhang et al., 2019). 

La neuropiline-1 (NRP-1) est un protéoglycane transmembranaire de type I d’environ 
130 kDa. Deux neuropilines ont été décrites (NRP-1 et NRP-2) mais seule NRP-1 porte 
une unique chaîne de glycosaminoglycane (HS ou CS) fixée dans la région 
juxtamembranaire. Son ectodomaine comporte deux domaines N-terminaux 
interagissant avec les sémaphorines et deux domaines juxtamembranaires impliqués 
dans l’interaction avec l’héparine et le facteur de croissance de l’endothélium vasculaire 
(VEGF), dont elle est le corécepteur (Couchman, 2010, Chaudhary et al., 2014). Chez 
l’Homme, NRP-1 est exprimée par les cellules dendritiques plasmacytoïdes, 
l’endothélium artériel et par certains lymphocytes T régulateurs montrant son 
implication dans les mécanismes immunitaires (Chaudhary et al., 2014). Le type de 
glycosaminoglycane (HS ou CS) porté par NRP-1 varie selon le type cellulaire à la surface 
duquel elle est exprimée (Shintani et al., 2006). NRP-1 porte des chaînes d’HS à la surface 
des cellules endothéliales sur lesquelles le VEGF se fixe et sa fixation potentialise la 
signalisation induite par son récepteur VEGFR-2. A la surface des cellules musculaires 
lisses, NRP-1 est modifiée par une chaîne de chondroïtine sulfate avec laquelle le VEGF 
interagit également. Cependant, NRP-1 agit comme un leurre (decoy receptor) sous 
cette forme et inhibe partiellement la voie de signalisation médiée par VEGFR-2 (Shintani 
et al., 2006).  
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L’interaction de NRP-1 avec la sémaphorine-3A diminue l’infiltration des lymphocytes T 
régulateurs au sein des tumeurs solides et sa neutralisation par des anticorps permet 
d’augmenter leur migration et leur cytotoxicité, faisant de NRP-1 une cible 
thérapeutique de choix dans certains types de cancers (Leclerc et al., 2020). 

Le phosphacan (460 kDa) est l’ectodomaine du membre γ des phosphatases 
membranaires (receptor protein tyrosine phosphatases, RPTP-γ) libéré par le processus 
de shedding. Il porte jusqu’à 4 chaînes de kératane sulfate ou de chondroïtine sulfate et 
est majoritairement exprimé dans le cerveau où il est notamment impliqué dans les 
processus de différenciation neuronale et de remyélinisation (Melrose, 2019). 

Le bétaglycan est un protéoglycane de 851 résidus d’acides aminés interagissant avec 
plusieurs membres de la superfamille du TGF-β dont le TFG- β, l’inhibine A, des activines, 
des protéines morphogénétiques osseuses (BMPs) ou des facteurs de croissance et de 
différenciation (GDFs) (Bilandzic & Stenvers, 2011). Le bétaglycan contient deux sites 
d’attachement pour des chaînes d’héparane ou de chondroïtine sulfate qui ne sont pas 
essentielles à l’interaction avec les membres de la superfamille du TFG-β.  

D’autres protéoglycanes transmembranaires ont été décrits (Couchman & Pataki, 2012) 
comme la thrombomoduline qui est un protéoglycane à chondroïtine sulfate ayant une 
fonction anticoagulante et qui est impliquée dans les processus d’inflammation et 
d’embryogenèse (Weiler & Isermann, 2003). Le neuroglycan-C porte également des 
chaînes de chondroïtine sulfate (jusqu’à 6) et est exprimé uniquement dans le système 
nerveux central où il intervient dans la migration neuronale et dans la formation des 
neurites (Ooshira et al., 2004, Maeda, 2015). L’agrine est majoritairement retrouvée 
sécrétée dans les membranes basales mais un variant d’épissage est exprimé sous forme 
transmembranaire dans les tissus nerveux (Iozzo & Schaefer, 2015). Elle peut porter 
jusqu’à trois chaînes d’héparane sulfate, responsables de la formation de filopodes au 
niveau des axones et des dendrites des neurones (McCarthy, 2015, Karamanos et al, 
2018). Enfin, le protéoglycane SV2 (synaptic vesicle protein 2) fait partie d’un groupe de 
protéines possédant 12 domaines transmembranaires qui sont exprimées dans le 
système nerveux central et périphérique ainsi que dans le tissu cardiaque. Il peut porter 
jusqu’à trois chaînes de kératane sulfate et est impliqué dans le stockage et le transport 
de neurotransmetteurs (Wan et al., 2010). Il agit également comme réservoir d’ions 
calcium et joue un rôle dans la génération de potentiels d’actions au niveau synaptique 
(Caterson & Melrose, 2018). 

 
 



 

39 
 

II.4.2 Les protéoglycanes à ancre glycosylphosphatidylinositol  

 Les six glypicans (GPCs) sont les seuls représentants de la famille des 
protéoglycanes à ancre glycosylphosphatidylinositol (GPI). Ils possèdent un peu moins 
de 600 résidus d’acides aminés dont 14 résidus de cystéine conservés qui forment 7 
ponts disulfures (Filmus et al., 2008, Karamanos et al., 2018) (Figure 8). Les glypicans 
sont des protéoglycanes qui peuvent porter jusqu’à trois chaînes d’héparane sulfate 
dans la région juxtamembranaire. Ses chaînes d’héparane sulfate lui permettent 
d’interagir avec divers facteurs de croissance comme Wnts, hedgehog, des facteurs de 
croissance fibroblastiques et des protéines morphogénétiques osseuses. Hedgehog a 
également une forte affinité pour la partie protéique du glypican-3. Ils régulent ainsi des 
processus de prolifération cellulaire, de mobilité et de différenciation cellulaire ainsi que 
l’angiogenèse (Li et al., 2018, Karamanos et al., 2018). Ses chaînes d’HS jouent également 
un rôle dans la localisation cellulaire des glypicans puisqu’en leur présence, ils sont 
exprimés au niveau des membranes basolatérales des cellules polarisées mais à la 
surface de leur pôle apical en leur absence (Filmus et al., 2008). Seule la structure 
cristallographique du glypican-1 a été résolue (Svensson et al., 2012) et montre une 
structure repliée riche en hélices α (Figure 8). 

Figure 8 : Structure cristallographique du glypican-1 humain. Les résidus de cystéine et les 
ponts disulfures sont en rouge (PDB : 4AD7). Le glypican-1 (résidus 24-529) a été cristallisé et le 
résidu de sérine modifié par l’ancre GPI (Ser530) n’est pas présent. 

 
Les glypicans -3, -5 et -6 peuvent être libérés dans l’espace extracellulaire par une 
phospholipase, Notum, qui clive l’ancre GPI. Le glypican-3 est surexprimé dans plusieurs 
cancers dont celui du foie mais pas dans les tissus sains ce qui en fait une cible 
thérapeutique de choix (Li et al., 2018, Guo et al., 2020). Plusieurs stratégies de 
traitement contre le cancer du foie impliquant le glypican-3 ont été développées comme 
l’utilisation d’un anticorps anti-glypican-3 ou d’un vaccin peptidique (Shimizu et al., 
2019).  
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II.5 Les syndécans 

Chez les vertébrés, les syndécans sont une famille de quatre protéoglycanes 
membranaires de type I exprimés dans tous les types cellulaires, excepté les globules 
rouges (Afratis et al., 2017, Zandonadi et al., 2019). Le terme syndecan a été proposé par 
le groupe de Bernfield et vient du grec syndein qui signifie "réunir" ou "lier ensemble" 
(Saunders et al., 1989). Le syndécan-1 (syndécan) est ainsi le premier membre à avoir été 
décrit chez les vertébrés, puis les syndécan-2 (fibroglycan), -3 (N-syndécan) et -4 
(amphiglycan ou ryudocan), avant d’être regroupés dans la même famille. Les quatre 
syndécans sont issus d’un gène ancestral ayant subi deux duplications successives qui 
sont survenues lors de la divergence Cnidaire – Bilatériens (0,6 – 1 milliard d’années, 
Chakravarti & Adams, 2006) ce qui explique que les syndécans réalisent des fonctions 
critiques depuis les cnidaires jusqu’aux mammifères. Ces deux duplications ont mené à 
l’apparition de deux groupes comprenant les syndécans -1 et -3 d’une part et les 
syndécans -2 et -4 d’autre part.  

Chez les vertébrés, le syndécan-1 est majoritairement exprimé dans les cellules 
épithéliales et plasmatiques et le syndécan-2 dans les cellules mésenchymateuses 
comme les fibroblastes. Le syndécan-3 est presque exclusivement retrouvé dans les 
tissus neuronaux et musculo-squelettiques et le syndécan-4 est à l’inverse exprimé de 
façon quasi ubiquitaire (Afratis et al., 2017). Les syndécans se composent d’un court 
domaine cytosolique, d’un domaine transmembranaire et d’un domaine extracellulaire 
(ectodomaine, ED) (Figure 9). Le domaine cytosolique et le domaine transmembranaire 
sont très conservés entre les quatre membres (60 – 70 % d’identité de séquence) alors 
que la séquence de leur ectodomaine diverge (10 – 20 % d’identité). De courtes 
séquences d’attachement des glycosaminoglycanes sont cependant conservées entre les 
quatre syndécans et contiennent des séquences consensus sérine-glycine à l’extrémité 
N-terminale de leur ectodomaine (Figure 9). Les syndécans -1 et -3 portent en plus des 
chaînes de chondroïtine sulfate dans la région juxtamembranaire (Couchman et al., 2015, 
Iozzo & Schaefer, 2015). Le syndécan-4 peut également porter des chaînes de CS mais 
leurs sites d’attachements n’ont pas été décrits (Deepa et al., 2004). Les syndécans ne 
possèdent pas d’activité tyrosine kinase intrinsèque et réalisent leur fonction 
majoritairement en tant que corécepteurs (Couchman et al., 2015). 
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Figure 9 : Organisation structurale des syndécans. Les syndécans (SDCs) sont composés d’un 
court domaine cytosolique (vert et bleu, extrémité C-terminale), transmembranaire (jaune) et 
d’un ectodomaine (bleu, extrémité N-terminale) sur lequel sont attachées de façon covalente des 
chaînes d’héparane sulfate (noir) ou de chondroïtine sulfate (gris). Le SDC-4 pourrait également 
porter des chaînes de chondroïtine sulfate. Les représentations sont à l’échelle, excepté pour les 
chaînes de GAGs. Les sites de coupure des enzymes sont spécifiés. Figure adaptée de Gondelaud 
& Ricard-Blum (2019). 
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Les syndécans peuvent subir le processus de shedding par l’action de métalloprotéases, 
qui sont des endopeptidases nécessitant un ion métallique (Zn+2 ou Ca2+) pour leur 
activité catalytique, ce qui mène à la libération de leur ectodomaine dans l’espace 
extracellulaire (Gill & Parks, 2008, revue par Gondelaud & Ricard-Blum, 2019). Les 
syndécans possèdent de nombreux sites de clivage au niveau juxtamembranaire ainsi 
que le long de leur ectodomaine (Manon-Jensen et al., 2010, Gondelaud & Ricard-Blum, 
2019) (Figure 9). Ce clivage est catalysé au niveau juxtamembranaire par l’action de 
métalloprotéases matricielles qui sont transmembranaires (MT1- et MT3-MMP) ou non 
(MMP-2, -3, -7 et -9) (Figure 9). L’extrémité N-terminale du syndécan-4 peut être libérée 
par l’action de deux protéases de la famille ADAMs (A disintegrin and 
metalloproteinase), ADAMTS-1 et ADAMTS-4. D’autres enzymes permettent également 
la libération de tout ou partie de leur ectodomaine comme la thrombine ou la plasmine 
(Manon-Jensen et al., 2013, Jannaway et al., 2019). Le shedding des syndécans est 
stimulé dans plusieurs pathologies comme les cancers (Ramani et al., 2013, Barbouri et 
al., 2014, Szatmári et al., 2015), et les ectodomaines des syndécans- 1, -2 et -4 sont des 
biomarqueurs dans de nombreuses pathologies. Ils peuvent également être utilisés 
comme prédicteurs de crise cardiaque ou de pneumonie aiguë communautaire (Bertrand 
& Bollmann, 2008). La partie résiduelle transmembranaire et cytosolique des syndécans 
1, -2 et -3 résultant du processus de shedding est ensuite clivée dans la membrane par 
le complexe préséniline – γ-sécrétase (Haapasalo & Kovacs, 2011).  

Le syndécan-4 possède deux isoformes. La première est membranaire et son 
organisation en domaines est similaire à celle des autres syndécans. La seconde isoforme 
est exprimée sous forme d’un ectodomaine soluble (Xing et al., 2003). Ce variant 
d’épissage est exprimé dans les mélanocytes, le cœur fœtal, l’utérus gravide et dans 
certains carcinomes. La séquence de l’isoforme-2 du syndécan-4 (ED-4) est identique à 
celle de l’ectodomaine de l’isoforme-1 (SDC-4) à laquelle s’ajoutent 4 résidus du 
domaine transmembranaire du SDC-4 (VLAG) ainsi que 4 résidus (CPEH) qui sont 
propres à cette isoforme. Cette seconde isoforme est exprimée dans plusieurs espèces 
mais seule la séquence humaine possède un résidu de cystéine qui est localisé à son 
extrémité C-terminale (Figure 10).  
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Figure 10 : Comparaison de l’organisation en domaines des deux isoformes du syndécan-4. 
L’isoforme-1 possède un domaine cytosolique (vert), transmembranaire (jaune) et un 
ectodomaine (bleu), où les sites d’attachement des glycosaminoglycanes sont indiqués (lignes 
verticales). L’isoforme-2 (ED-4) conserve la séquence de l’ectodomaine de l’isoforme-1 et quatre 
de ses résidus transmembranaires (VLAG) auxquels s’ajoutent quatre résidus qui lui sont propres 
(CPEH, en violet). Le résidu de cystéine est indiqué par un triangle noir. 
 

II.5.1 Domaines et structures des syndécans 

a) Domaine cytosolique 

Le domaine cytosolique des syndécans compte une trentaine de résidus d’acides 
aminés. Il est divisé en trois régions qui ont été déterminées en fonction de l’homologie 
existante entre les quatre syndécans. La région proximale C1, proche du feuillet interne 
de la membrane plasmique, et la région distale C2, présente à leur extrémité C-
terminale, sont conservées aussi bien entre les quatre syndécans qu’entre les espèces 
(Figure 11). Elles sont séparées par la région V, dont la séquence est variable et est 
propre à chaque syndécans ce qui leur confère leur spécificité fonctionnelle (Couchman 
et al., 2015).  

 

Figure 11 : Alignement des séquences du domaine cytosolique des quatre syndécans 
humains. L’alignement des séquences permet d’identifier deux régions conservées (C1 et C2, 
bleu) et une région variable (V, brun). Les résidus en gras indiquent les deux seuls résidus 
conservés de la région V. 
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Les résidus N-terminaux de la région C1 comprennent une série de résidus basiques très 
conservés (KKK pour les SDCs -1, -3 et -4 et RKK pour le SDC-2). Ils sont responsables de 
l’endocytose du syndécan-1 par un mécanisme nécessitant la phosphorylation de résidus 
de tyrosine présents dans son domaine cytosolique (Chen & Williams, 2013). 
L’interaction d’un ligand extracellulaire avec les chaînes d’héparane sulfate du syndécan-
1 mène à l’activation des kinases ERK (Extracellular signal-regulated kinases) et au 
regroupement de plusieurs molécules de SDC-1 dans des radeaux lipidiques. L’activation 
de ERK mène à la dissociation du complexe SDC-1 – α-tubuline et à la phosphorylation 
de résidus de tyrosine présents dans son domaine cytosolique par la kinase Src (Sarc, de 
sarcome). Le site phosphorylé du SDC-1 lui permet d’interagir avec la cortactine, qui est 
une protéine impliquée dans l’organisation du cytosquelette d’actine mais aussi dans 
des mécanismes d’endocytose (Chen & Williams, 2013). La région C1 permet de façon 
générale l’interaction des SDCs avec des protéines du cytosquelette comme les 
tubulines, les protéines ERM (ezrine – radixine – moésine) et la cortactine, ainsi que leur 
internalisation par endocytose (Couchman et al., 2015, Gondelaud & Ricard-Blum, 2019). 

La séquence de la région variable V n’est pas conservée entre les membres de la famille 
des syndécans mais est conservée entre les espèces. C’est par exemple le cas de la 
région V du syndécan-4 dont la séquence est homologue chez les mammifères, les 
oiseaux et le poisson zèbre (Whiteford et al., 2008). Seuls des résidus de tyrosine et de 
lysine sont conservés entre les syndécans (Figure 11). 

La région C2 possède le motif conservé EFYA à son extrémité C-terminale qui est 
responsable de l’interaction des syndécans avec des protéines à domaine PDZ, pour 
PSD-95, Discs-large, Zonula occludens-1, qui sont les trois premières protéines où a été 
identifié ce domaine. Plus de 500 protéines possèdent un domaine PDZ dans le 
protéome humain (Liu & Fuentes, 2019). L’interaction entre les syndécans et les 
protéines à domaine PDZ est notamment régulée par la phosphorylation des résidus de 
sérine et de tyrosine conservés du domaine C1 et du résidu de tyrosine du motif EFYA 
(Cheng et al., 2016).  

Aucune information structurale n’est disponible pour le domaine cytosolique du SDC-2 
et du SDC-3. La totalité du domaine cytoplasmique du SDC-2 a été exprimée, purifiée 
puis analysée par résonance magnétique nucléaire (RMN) mais aucune information 
structurale n’a été rapportée par les auteurs de l’étude (Chae & Lee, 2008). L’extrémité C-
terminale du domaine cytosolique du SDC-1 (303TKQEEFYA310) a été cocristallisée avec le 
domaine PDZ de la protéine TIAM-1 (T-lymphoma invasion and metastasis-inducing 
protein 1, Liu et al., 2013).  
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Le peptide du SDC-1 utilisé dans ces expériences correspond à son domaine C2, c’est-à-
dire à son extrémité C-terminale, où le résidu de tyrosine 309 était phosphorylé (PDB : 
4GVC) ou non (PDB : 4GVD) (Figure 12). Dans ces conditions, le domaine C2 du SDC-1 
est replié en brin β et la phosphorylation du résidu de tyrosine 309 n’induit pas de 
modification majeure de sa structure (Figure 12). 

 

Figure 12 : Structures cristallographiques de la région C2 du syndécan-1 humain avec  la 
protéine TIAM-1. Le peptide de SDC-1 est en rouge et le domaine PDZ de TIAM-1 en bleu. La 
séquence du peptide comportant le résidu de tyrosine 309 phosphorylé (PDB : 4GVC) ou non 
(PDB : 4GVD) est indiquée.  

 

Le domaine cytoplasmique du SDC-4 a été davantage étudié. Plusieurs structures 
cristallographiques ont été résolues avec la région C2 du SDC-4 et le domaine PDZ de la 
synténine-1 (ou SDCBP, Syndecan-binding protein 1). Le peptide contient soit les résidus 
193TNEFYA198 (PDB : 1OBY et 1YBO) soit les résidus 191APTNEFYA198 (PDB : 5G1D et 5A2P) 
présents à l’extrémité C-terminale du SDC-4 humain ou de rat, les deux séquences étant 
strictement conservées (Kang et al., 2003, Grembecka et al., 2006, Choi et al., 2016) 
(Figure 13). Le domaine PDZ de la synténine-1 dimérise avec le domaine C2 du 
syndécan-4, ce-dernier restant majoritairement non structuré. 
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Figure 13 : Structures cristallographiques de la région C2 du syndécan-4 cocristallisée avec 
la synténine. Le peptide de SDC-4 est en bleu (flèche, 52AP), vert (1OBY) et rouge (5G1D). Les 
séquences des peptides de SDC-4 sont indiquées. 

 

La totalité du domaine cytoplasmique du SDC-4 de rat, dont la séquence est strictement 
identique à celle de l’Homme, a été résolue par RMN soit seul (Shin et al., 2001, PDB : 
1EJP), soit en présence de phosphatidylinositol-4,5-bisphosphate (PIP2) (Lee et al., 1998, 
PDB : 1EJQ) (Figure 14). Dans des conditions physiologiques, le domaine cytosolique du 
SDC-4 dimérise et ce mécanisme est médié par des interactions ioniques où les deux 
chaînes sont entrelacées (Figures 14A et 14B). Les deux chaînes forment également un 
petit feuillet composé de deux brins β au niveau de la région V. L’interaction avec le PIP2 
provoque une légère modification structurale menant à la formation d’un dimère plus 
compact et d’un feuillet β plus long. Les coordonnées atomiques du PIP2 ne sont en 
revanche pas présentes dans le fichier PDB. 

La structure du domaine cytosolique entier du SDC-4 de poisson zèbre a également été 
résolue par RMN en présence de PIP2 (Whiteford et al., 2008). La taille de son domaine 
cytosolique est identique à celui de l’Homme et du rat et sa séquence diffère de trois 
résidus d’acides aminés. Les structures du domaine cytosolique de mammifère ou du 
poisson zèbre sont ainsi très similaires (Figure 14C). Les résidus présents dans la région 
V interagissent aussi bien avec la tête polaire du PIP2 qu’avec ses chaînes acyles. La 
formation du complexe entre le SDC-4 et le PIP2 sert de site d’attachement à la protéine 
kinase C alpha (PKCα) (Couchman et al., 2015). 
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Figure 14 : Structures du domaine cytosolique du SDC-4 déterminées par RMN. Structures 
du domaine cytosolique du SDC-4 humain / murin seul (A) ou en présence de PIP2 (B) résolues 
par RMN. Les coordonnées du PIP2 ne sont pas présentes dans le fichier PDB. Les régions C1 et 
C2 sont en orange et la région variable V est en bleu. C) Structure du domaine cytosolique du 
SDC-4 du poisson zèbre résolue par RMN en présence de PIP2. Les deux chaînes du SDC-4 sont 
en vert et le PIP2 est en jaune et rouge en représentation sphère. Le potentiel électrostatique a 
été simulé par les auteurs (bleu : potentiel positif, rouge : négatif, blanc : neutre) (Whiteford et 
al., 2008).  
 
En résumé, seule la structure de la région C2 du domaine cytosolique du syndécan-1 est 
connue et se replie en brin β lorsqu’elle interagit avec le domaine PDZ de la protéine 
TIAM-1. La structure de la totalité du domaine cytosolique du syndécan-4 est connue et 
dimérise. La région V forme un petit feuillet β alors que les régions C1 et C2 restent non 
structurées. 

b) Domaine transmembranaire 

 Le domaine transmembranaire des quatre syndécans est également conservé 
(Figure 15). Il contient le motif GXXXG ainsi qu’un résidu de phénylalanine permettant 
leur homo- et hétéro-dimérisation (Dews & MacKenzie, 2007, Kwon et al., 2016).  

SDC-1      ---GVIAGGLVGLIFAVCLVGFML- 21 
SDC-2      VLAAVIAGGVIGFLFAIFLILLLVY 25 
SDC-3      ---AVIVGGVVGALFAAFLVTLLI- 21 
SDC-4      VLAALIVGGIVGILFAVFLILLLMY 25 
              .:*.**::* :**  *: :::  

Figure 15 : Alignement des séquences du domaine transmembranaire des syndécans 
humains. Gras : motif GXXXG, résidus soulignés : motif AXXXG. Alignement réalisé avec Clustal 
Oméga. 
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Environ 12 % des protéines membranaire effectuant un unique passage dans la bicouche 
lipidique possède le motif de dimérisation GXXXG (Teese & Langosch, 2015). Il a 
initialement été décrit dans le domaine transmembranaire de la glycophorine A puis 
dans d’autres protéines comme certains transporteurs ABC, l’ATPase, la sous-unité 
d’intégrine αIIb ou encore la neuropiline-1 (Teese & Langosch, 2015). Ce motif est 
également responsable de la formation de dimères de syndécans résistants au 
dodécylsulfate de sodium (SDS) lors de leur analyse par électrophorèse en conditions 
dénaturantes (Choi et al., 2005, Choi et al., 2015).  

La présence d’un résidu de phénylalanine dans le domaine transmembranaire des 
syndécans favorise la formation d’homo- et d’hétérodimères (Kwon et al., 2015, Kwon et 
al., 2016). Le résidu d’alanine du domaine transmembranaire du SDC-3 favorise 
également leur formation (Jung et al., 2020). La formation d’homo- et d‘hétérodimères 
de syndécans dans des micelles lipidiques et leur analyse par électrophorèse a permis de 
déterminer l’affinité relative entre les domaines transmembranaires des syndécans (Dews 
& MacKenzie, 2007). Dans ces analyses, la quantité d’homodimères formée par le 
syndécan-1 est la plus faible et celle formée par le syndécan-2 est la plus élevée. Les 
syndécans ont la capacité de former des hétérodimères avec les autres membres. Les 
hétérodimères de SDC-1 et de SDC-4 n’ont pas été observés mais d’autres études ont 
finalement permis de conclure positivement sur la formation d’hétérodimères médiée 
par le domaine transmembranaire du syndécan-1 et du syndécan-4 (Kwon et al., 2016). 
La formation d’une faible quantité d’homodimère de SDC-1 semble être causée par la 
présence de deux motifs GXXXG successifs au sein de son domaine transmembranaire 
(Chen et al., 2020) (Figure 15). Ces deux motifs entrent en compétition lors du processus 
d’homodimérisation et déstabilisent ainsi la formation d’homodimères. Des motifs de 
dimérisation similaires ont été décrits pour d’autres protéines membranaires comme le 
motif AXXXA (Kleiger et al., 2002) et AXXXG (Kairys et al., 2004), ce-dernier étant présent 
dans le domaine transmembranaire des SDC-2, -3 et -4 (Figure 15). 

L’analyse par dichroïsme circulaire et par RMN du domaine transmembranaire du SDC-4 
sous forme dimérique a montré qu’il se repliait en hélice α asymétrique, c’est-à-dire que 
les deux monomères ne sont pas associés face à face mais forment un angle (Park et al., 
2011). La formation de dimère asymétrique est couramment observée pour les protéines 
comportant un motif GXXXG dans leur domaine transmembranaire (Teese & Langosch, 
2015) (Figure 16A). La structure du domaine transmembranaire du SDC-2 a été résolue 
par RMN et confirme un repliement en hélice α (Li et al., 2019) (Figure 16B). 
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Figure 16 : Domaine transmembranaire de la glycophorine A et du syndécan-2 humain. 
Structure du domaine transmembranaire (A) de la glycophorine A sous forme dimérique (PDB : 
2KPF) et (B) du syndécan-2 sous forme monomérique (PDB : 6ITH, Li et al., 2019). Bleu : chaîne 
polypeptidique, orange : motif GXXXG. Sphères : résidus de glycine du motif. Les résidus qui ne 
sont pas retrouvés dans le domaine transmembranaire du SDC-2 sont en gris et les extrémités 
N- et C-terminales sont annotées. 

 

c) Domaine extracellulaire (ectodomaine) 

 L’ectodomaine des syndécans est la région la moins caractérisée et possède une 
masse moléculaire d’environ 24 (SDC-1), 14 (SDC-2 et -4) et 35 kDa (SDC-3) (Gondelaud 
& Ricard-Blum, 2019). La séquence de l’ectodomaine est peu conservée et possède entre 
10 et 20 % d’identité (Iozzo & Schaefer, 2015).  

L’ectodomaine des syndécans peut être divisé en deux régions dont les extrémités sont 
mal définies (Rapraeger, 2000, Beauvais & Rapraeger, 2004, Multhaupt et al., 2009). La 
première, située dans la moitié N-terminale où sont retrouvées les séquences consensus 
sérine-glycine, constitue le domaine d’attachement des chaînes d’héparane sulfate. Le 
regroupement de résidus d’acides aminés acides à proximité de ce motif est nécessaire à 
la fixation des chaînes de GAGs, et la présence d’un résidu aromatique favorise 
l’attachement des chaînes d’héparane sulfate (Zhang & Esko, 1994). Les ectodomaines 
du SDC-1, -2 et -4 portent trois chaînes d’héparane sulfate proches de leur extrémité N-
terminale alors que le SDC-3 en porte quatre. Les chaînes d’héparane sulfate sont 
responsables de la majorité des interactions réalisées par les syndécans (revue par 
Gondelaud & Ricard-Blum, 2019).  
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La seconde région concerne la moitié C-terminale des ectodomaines des syndécans, 
appelée domaine de liaison cellulaire (cell binding domain) en raison de son interaction 
directe avec d’autres protéines, notamment les intégrines. Cette fonction dans l’adhésion 
cellulaire a initialement été détectée chez le syndécan-4 (McFall & Rapraeger, 1997) puis 
chez les autres syndécans (McFall & Rapraeger, 1998, Whiteford et al., 2008, De Rossi et 
al., 2014, Jung et al., 2016). La séquence minimale requise pour cette fonction est la 
séquence 87NHIP90 du syndécan-4 humain et plus généralement NxIP dans les 
orthologues du syndécan-4 de mammifères, d’oiseaux, d’amphibiens et du poisson 
zèbre (Whiteford & Couchman, 2006). La mutation du résidu d’isoleucine diminue 
particulièrement l’adhésion cellulaire. Une séquence homologue est retrouvée dans 
l’ectodomaine du syndécan-2 humain (95NKIP98) mais pas dans les autres syndécans, ni 
dans l’orthologue murin du syndécan-2 (Liyanagea et al., 2020). Une fonction similaire 
indépendante des intégrines a été retrouvée pour le syndécan-2 murin et nécessite la 
séquence s’étendant du résidu de proline 124 au résidu de phénylalanine 141 
(124PAIKSTDVYTEKHSDNLF141) permettant l’interaction avec le récepteur CD148 
(Receptor-type tyrosine-protein phosphatase eta) (Whiteford et al., 2011).  

Outres les chaînes de glycosaminoglycanes, les ectodomaines des syndécans possèdent 
de potentiels sites de O- et de N-glycosylation, mais aucune preuve expérimentale de 
leur glycosylation n’a été apportée (Chen et al., 2002, Velleman & Coy, 2020). Par 
exemple, 33 sites de O-glycosylation ont été prédits sur l’ectodomaine du syndécan-1 
(Zhang et al., 2012). L’ectodomaine du syndécan-3 possède la particularité de contenir 
un domaine de type mucine, enrichi en résidus de proline et de thréonine et dans une 
moindre mesure de sérine (Figure 17). Près de 90 % (47/54) des résidus de thréonine de 
l’ectodomaine du syndécan-3 humain sont localisés dans ce domaine ainsi qu’environ 70 
% (33/48) et 37 % (10/27) des résidus de proline et de sérine, respectivement. Ce 
domaine pourrait être très fortement O-glycosylé comme les mucines (Gould et al., 1992, 
Carey et al., 1996, Reily et al., 2019).  

Finalement, un site de phosphorylation extracellulaire a été décrit pour l’ectodomaine du 
syndécan-2 uniquement (Tagliabracci et al., 2015). Le résidu de sérine 115 présent dans 
la région juxtamembranaire du SDC-2 est phosphorylé par Fam20C, une kinase 
impliquée dans la phosphorylation des protéines sécrétées comme le facteur de 
croissance fibroblastique 23 (FGF-23) ou l’ostéopontine (Tibaldi et al., 2020).  
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Figure 17 : Localisation du domaine de type mucine au sein de l’ectodomaine du syndécan-
3 humain. Le domaine mucine est en rouge et le reste de l’ectodomaine en vert. La localisation 
des chaînes d’héparane sulfate (HS) et de chondroïtine sulfate (CS) est indiquée. Les résidus sont 
numérotés selon la numérotation UniProt KB (O75056). 

 
Un mécanisme d’homodimérisation non covalente de l’ectodomaine du 

syndécan-3 dépendant des résidus 381ERKE384 présents à son extrémité C-terminale a été 
décrit (Asundi & Carey, 1995). La mutation des résidus 381ERKE384 provoque l’abolition 
partielle ou totale de la formation de dimères ce qui a mené à l’hypothèse de leur 
stabilisation par des interactions électrostatiques (Asundi & Carey, 1995). La dimérisation 
des autres ectodomaines des syndécans n’a pas été décrite bien qu’une séquence 
homologue (248DRKE251) soit présente dans l’ectodomaine du syndécan-1 humain 
(Figure 18). L’ectodomaine du SDC-2 et celui du SDC-4 humain possède une séquence 
similaire (141KRTE144 et 142ERTE146, respectivement) ne contenant cependant pas le résidu 
de lysine présent dans la séquence de l’ectodomaine du SDC-1 et du SDC-3 (Figure 18). 
La mutation du résidu de lysine dans la séquence 381ERKE384 du SDC-3 mène d’ailleurs à 
l’abolition de la formation de dimères ce qui montre l’importance de ce résidu (Asundi & 
Carey, 1995).  

 
SDC-2      EEDTNVYTEKHSDSLFKRTE--- 20 (P18827) 
SDC-4      SNKVSMSSTVQGSNIFERTE--- 20 (P34741) 
SDC-1      ---VDQGATGASQGLLDRKEVLG 20 (O75056) 
SDC-3      ---GSSAAQLPQKSILERKEVLV 20 (P31431) 
               .  :    ..::.*.*    
 
Figure 18 : Alignement des 20 derniers résidus d’acides aminés des ectodomaines des 
syndécans humains. Les résidus sont numérotés selon la numérotation UniProt KB (codes 
d’accession à droite) et l’alignement a été réalisé avec Clustal Oméga. 
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La seule structure atomique contenant un peptide de l’ectodomaine des 
syndécans est celle obtenue avec l’octapeptide 202AAEGSGEQ209 qui est présent dans 
l’ectodomaine du syndécan-1 et qui a été cocristallisé avec la xylosyltransférase-1 (Briggs 
& Hohenester, 2018). Le peptide se situe à l’extrémité C-terminale de l’ectodomaine et 
comprend la séquence consensus sérine-glycine nécessaire à l’attachement d’une chaîne 
de chondroïtine sulfate (Figure 19). Le peptide n’adopte pas de structure secondaire 
lorsqu’il est en complexe avec la xysolyltransférase-1, qui est une protéine 
transmembranaire présente à la surface de l’appareil de Golgi qui catalyse le transfert 
d’un résidu de xylose de l’uridine phosphate (UDP)-α-D-xylose sur un résidu de sérine. 
Le résidu de xylose fait partie du tétrasaccharide nécessaire à l’élongation des chaînes de 
glycosaminoglycanes (Sasarman et al., 2015, Briggs & Hohenester, 2018). 

En conclusion, le domaine cytosolique du syndécan-4 est le plus caractérisé sur le plan 
structural. Il dimérise en formant un court feuillet β (Tableau I). Seule la structure 
tridimensionnelle du domaine transmembranaire du syndécan-2 a été résolue (Li et al., 
2019) et le domaine extracellulaire reste en revanche très peu étudié. Cette absence de 
données structurales concernant l’ectodomaine des syndécans est la conséquence de 
leur enrichissement de désordre intrinsèque qui a précédemment été prédit par Leonova 
& Galzitskaya (2015).  

Figure 19 : Structure de l’octapeptide de syndécan-1 cocristallisé avec la 
xylosyltransférase-1. A) Localisation et séquence de l’octapeptide (vert) sur l’ectodomaine du 
syndécan-1 (bleu). La localisation des chaînes d’héparane sulfate (HS) et de chondroïtine sulfate 
(CS) est indiquée par des traits verticaux. B) Structure cristallographique (PDB : 6EJE) de la 
xylosyltransférase-1 (gris) en complexe avec l’octapeptide de syndécan-1 (vert). Le groupement 
phosphate est en rouge et en représentation sphère dans l’agrandissement, et le résidu de sérine 
est en rouge. 
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Les expériences structurales décrites dans la littérature impliquant au moins un peptide 
de syndécan sont résumées dans le Tableau I.  

 

Syndécans (SDCs) 

Partenaires 

Méthode 
& 

Code 
PDB 

Séquence du peptide utilisé 
dans les expériences 

Séquence du peptide 
observée dans le 

fichier PDB 
Domaine 

Syndécan-1 (P18827) 

303TKQEEFYA310 
(Tyr309: phosphorylé) 

identique CD 
(région C2) 

TIAM1 
(Q13009) 

RX 
4GVC 

303TKQEEFYA310 identique 
CD 

(région C2) 
TIAM1 

(Q13009) 
RX 

4GVD 

201PAAEGSGEQDFT212 202AAEGSGEQ210 ED 
XYLT1 

(Q86Y38) 
RX 

6EJE 

Syndécan-2 (P34741) 

GSRMRKKDEGSYDLGERKPSSAAYQK
APTKEFYA 

(Les résidus en gras sont ceux présents 
dans le CD du SDC-2, 

170-201) 

- 
CD 

(entier) 
- 

RMN 
(Chae & 

Lee, 2008) 

MEQSTEVLAAVIAGGVIGFLFAIFLILLL
VYRMRKHHHHHH 

(Les résidus en gras sont ceux présents 
dans le TMD du SDC-2, 

143-173) 

MEQSTEVLAAVIAGGVI
GFLFAIFLILLLVYRMRK 

TMD - 
RMN 
6ITH 

Syndécan-3 (O75056) : Pas de structure disponible 

 

Tableau I (1/2) : Etudes structurales des syndécans. CD : domaine cytosolique. TMD : domaine 
transmembranaire. ED : ectodomaine. Les codes d’accession UniProt KB sont indiqués. RX : 
cristallographie aux rayons X. RMN : résonance magnétique nucléaire. Non déterminé (-). 
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Syndécans (SDCs) 

Partenaires 

Méthode 
& 

Code 
PDB ou 

référence 

Séquence du peptide utilisé 
dans les expériences 

Séquence du peptide 
observée dans le 

fichier PDB 
Domaine 

Syndécan-4 (P31431) 

176RMKKKDEGSYDLGKKPIYKKAPTNEFY
A202 (rat) 

(Identiques aux résidus 171-198 du 
SDC-4 humain) 

identique 
CD 

(entier) 
- 

RMN 
1EJP 

170RMKKKDEGSYDLGKKPIYKKAPTNEFY
A197 de poule et de rat SDC4 (résidus 

171-198 du SDC-4 humain) 
identique 

CD 
(entier) 

PIP2 
Non visible 

dans le 
fichier PDB 

RMN 
1EJQ 

193TNEFYA198 193TNEFYA198 
CD 

(région C2) 
SDCBP 

(O00560) 
RX 

1OBY 
193TNEFYA198 193TNEFYA198 CD 

(région C2) 
SDCBP 

(O00560) 
RX 

1YBO 
195APTNEFYA202 (rat) 

(Identiques aux résidus 191-198 du 
SDC-4 humain) 

identique 
CD 

(région C2) 
SDCBP 

(O00560) 
RX 

5G1D 

195APTNEFYA202 (rat) identique 
CD 

(région C2) 
SDCBP 

(O00560) 
RX 

5A2P 
SDC-4 du poisson zèbre 

174RIKKKDEGSYDLGKTPIYKKAPTTEIYA20

1 
identique 

CD 
(entier) 

- 
RMN 

(Whiteford 
et al., 2008) 

MVLAALIVGGVVGILFAVFLILLLVYGG
KKKKM 

(Les résidus en gras sont ceux présents 
dans le TMD du SDC-4 humain, 146-

170) 

- TMD - 
RMN 

(Park et al, 
2011) 

SDC-4 de rat (P34901) 
(Séquence inconnue) - CD 

Syndesmos 
(Q9BRJ7) 

RMN 
(Kim et al., 

2015) 
 

Tableau I (2/2) : Etudes structurales des syndécans. CD : domaine cytosolique. TMD : domaine 
transmembranaire. ED : ectodomaine. Les codes d’accession UniProt sont indiqués. RX : 
cristallographie aux rayons X. RMN : résonance magnétique nucléaire. Non déterminé (-). 
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d) Modélisation des syndécans entiers 

Un modèle tridimensionnel du syndécan-4 entier portant des chaînes d’héparane sulfate 
a été réalisé afin d’étudier le glycocalyx des cellules endothéliales par dynamique 
moléculaire (Cruz-Chu et al., 2014). La structure du domaine cytosolique du syndécan-4 
sous forme dimérique (PDB : 1EJP) a été solvatée et ionisée. Son domaine 
transmembranaire a été modélisé en utilisant la structure de celui de la glycophorine A 
qui contient également un motif GXXXG, puis inséré dans une bicouche lipidique 
composée de phosphatidylcholine (1-palmitoyl-2-oleoyl-sn-glycero-3-phosphocholine, 
POPC). Finalement, l’ectodomaine du syndécan-4 a été modélisé en partant d’une 
structure toute étendue qui a été soumise au protocole de recuit simulé, c’est-à-dire que 
le système a été chauffé succinctement puis lentement refroidi afin de trouver un 
minimum énergétique. Trois chaînes d’héparane sulfate contenant 100 résidus osidiques 
et différents types de sulfatation (domaines NA et NS) ont été covalemment attachées à 
l’ectodomaine via un pont tétrasaccharidique. L’ectodomaine et les domaines 
cytosolique et transmembranaire ont été reliés puis solvatés et ionisés dans du NaCl 100 
mM (Figure 20A). Dans ces expériences, l’ectodomaine du syndécan-4 se replie 
partiellement en hélices α et certaines régions restent non structurées, notamment celles 
portant les chaînes d’héparane sulfate (Figure 20B). 

 

Figure 20 : Modélisation du syndécan-4 entier. A) Le syndécan-4 entier a été placé dans une 
bicouche lipidique (gris) et soumis à différentes forces de cisaillement (0, 30,42 et 3,63 MPa). La 
partie protéique est en rouge et les chaînes d’héparane sulfate sont en vert. B) Agrandissement 
de l’ectodomaine du syndécan-4 montrant son repliement partiel en hélice α pendant la 
simulation. Les résidus de proline sont représentés par des sphères noires. Figures adaptées de 
Cruz-Chu et al., (2014). 



 

56 
 

Ces expériences ont également montré que des forces de cisaillement élevées sur 
l’ectodomaine du syndécan-4 influençaient la structure de son domaine cytosolique par 
un mécanisme de mécanotransduction. Ce mécanisme nécessiterait un mouvement en 
"ciseau" (scissor-like motion) de la partie protéique du syndécan-4 sous forme 
dimérique, notamment de son domaine transmembranaire (Jiang et al., 2019). 
L’application de forces de cisaillement engendre ainsi une perturbation du cytosquelette 
avec lequel son domaine cytosolique interagit. Les chaînes d’héparane sulfate jouent le 
rôle de "voiles", captant les forces de cisaillement et les transmettent à la partie 
protéique du syndécan-4. Un moyen pour la cellule de limiter de trop fortes 
modifications conformationnelles du syndécan-4 serait alors de libérer les chaînes de 
glycosaminoglycanes qu’il porte. En supprimant moins de 17 % des chaînes, les auteurs 
ont observé une diminution de 55 % du mouvement en ciseau de la partie protéique du 
SDC-4 (Jiang et al., 2019). 

Le syndécan-3 de poulet entier et sans chaînes de glycosaminoglycanes a également été 
modélisé (Kirsch et al., 2002). Les proportions et la localisation des structures secondaires 
ont été prédites ce qui a permis de définir l’existence de 5 régions : N-terminale, tige 
(stalk), périmembranaire, transmembranaire et cytosolique. La structure 
tridimensionnelle de chaque région a été construite avec le programme Insight II 
(Accelrys) en imposant à chaque domaine la structure secondaire prédite. Les structures 
ont été minimisées puis assemblées afin de former une unique structure comprenant la 
totalité de la séquence du syndécan-3 (Figure 21).  

Trois domaines globulaires ont été observés à l’extrémité N-terminale de la protéine, au 
niveau juxtamembranaire ainsi que dans le domaine cytosolique. Le domaine globulaire 
N-terminal et la région juxtamembranaire sont séparés par une région ayant une 
conformation étendue (stalk) se repliant en brins β et enrichie en résidus de thréonine et 
de sérine. Les auteurs proposent que l’interaction entre les deux monomères mène à la 
formation d’un feuillet β parallèle. Deux monomères ont ainsi été disposés de façon 
arbitraire et l’énergie du système a été minimisée (Figure 21). Ce modèle a été réalisé en 
l’absence de bicouche lipidique ce qui peut être une cause de l’absence d’interaction 
entre les deux monomères au niveau de leur domaine transmembranaire. 
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Figure 21 : Modélisation de la structure tridimensionnelle 
du syndécan-3 de poulet. Deux monomères de SDC-3 ont été 
modélisés (chaînes en bleu et en rouge). G1-3 : domaines 
globulaires, stalk : région étendue repliée en brins β, TMD : 
domaine transmembranaire. D’après Kirsch et al., (2002). 

 

 

 

 

 

 

 

 

II.5.2 Fonctions des syndécans 

Les fonctions des syndécans sont notamment régulées par leurs interactions avec 
leurs très nombreux partenaires. Au moins 347 partenaires des syndécans ont été 
identifiés et la majorité se fixe sur leurs chaînes d’héparane sulfate. Très peu d’entre eux 
interagissent directement sur la partie protéique de leur ectodomaine (Gondelaud & 
Ricard-Blum, 2019). Les syndécans agissent comme récepteurs ou corécepteurs à la 
surface cellulaire et sont impliqués dans les interactions cellule – matrice régulant ainsi 
des processus comme l’adhésion, la migration, la différenciation et la prolifération 
cellulaire (Couchman et al, 2015, Gopal et al., 2017, Mitsou et al., 2017). Ils sont 
également impliqués dans le processus de cicatrisation (Fears & Woods, 2006, Vuong et 
al., 2014), ou de régénération et du remodelage tissulaire (Chung et al., 2016). Ils 
recrutent des facteurs de croissance comme le facteur de croissance fibroblastique 2 
(FGF-2) qu’ils présentent à leurs récepteurs (Kwon et al., 2012). Ils jouent également un 
rôle dans le métabolisme lipidique (Leonova & Galzitskaya, 2015) et l’angiogenèse (De 
Rossi & Whiteford, 2014), et participent à plusieurs processus physiopathologiques 
comme la tumorigenèse (Afratis et al., 2017). Leur localisation à la surface cellulaire leur 
permet également d’interagir avec des pathogènes comme des virus (Cagno et al., 2019, 
Ozbun, 2019), des bactéries (Bartlett & Park, 2015) et certains parasites (Fatoux-Ardore 
et al., 2014, Maciej-Hulme et al., 2018).  
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Ils y jouent également le rôle de mécanorécepteurs comme cela a été décrit pour le 
syndécan-4 à la surface des fibroblastes cardiaques (Samarel et al., 2013) et pour les 
syndécans-1 et -4 dans le glycocalyx endothélial (Voyvodic et al., 2014, Jiang et al., 2020). 
La base de données Pubmed Central (PMC) regroupe à ce jour plus de 12 000 entrées 
portant sur les syndécans montrant ainsi l’intérêt de ces protéoglycanes ainsi que 
l’étendue de leurs fonctions (interrogation réalisée avec le terme "syndecan"). De ce fait, 
les fonctions majeures des syndécans seront décrites dans ce chapitre. 

Les chaînes de glycosaminoglycanes que les syndécans portent leurs permettent 
d’interagir avec des macromolécules extracellulaires comme les collagènes I et V (Koda 
et al., 1985), la fibronectine (Woods et al., 2000), les laminines 111 et 332 (Herndon et al., 
1999, Carulli et al., 2012), la ténascine-C (Salmivirta et al., 1991) ou encore la 
thrombospondine-1 (Adamas & Taylor, 2001). Leur domaine cytosolique interagit avec le 
cytosquelette notamment par le bais des protéines à domaine PDZ comme la synténine, 
la synectine, la synbindine, CASK ou encore TIAM-1 (Cheng et al., 2016). Ils interagissent 
également avec des protéines associées au cytosquelette comme la cortactine, l’α et la β 
tubuline (Kinnunen et al., 1998), la protéine associée au cytosquelette 5 (Huttlin et al., 
2015), les protéines de la famille ERM (Granés et al., 2003), l’α actinine (Greene et al., 
2003) ou encore la paxilline (Denhez et al., 2002). 

Certaines interactions sont médiées par la région variable V des syndécans et sont ainsi 
spécifiques à chacun d’entre eux. Par exemple, la région V du syndécan-1 interagit avec 
la fascine (Chakravarti et al., 2005, Adams et al., 2001) alors que cette région permet 
l’interaction du syndécan-4 avec le phosphatidylinositol-4,5-bisphosphate et la protéine 
kinase C α. Ce complexe ternaire est nécessaire à la formation des adhésions focales à 
travers l’activation des petites GTPases Rac1 et Rho (Lambaerts et al, 2009). Ce processus 
d’adhésion cellulaire se fait en concert avec certaines intégrines (Morgan et al., 2007). Le 
syndécan-4 interagit avec les intégrines α5β1 et αvβ3 lors de la formation des adhésions 
focales alors que le syndécan-1 interagit avec les intégrines αvβ3 ou β5 dans les contacts 
focaux ou avec l’intégrine α2β1 et le collagène de type I (Roper et al., 2012). Les quatre 
syndécans interagissent avec l’intégrine α6β4 grâce à leur séquence C-terminale EFYA 
présente dans leur domaine cytosolique. 

Les chaînes de GAGs, et notamment celles d’héparane sulfate, permettent aux 
syndécans de jouer le rôle de réservoirs de facteurs de croissance à la surface cellulaire. 
Ils interagissent notamment avec les facteurs de croissance fibroblastique 1 et 2 (FGF-1, -
2), des chimiokines (CCL-2, -5, -7, -11, -17), des interleukines (IL-8, IL-34), la 
pléiotrophine ou encore avec le TGF-β (revue par Gondelaud & Ricard-Blum, 2019).  
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Ils fonctionnent en collaboration avec les récepteurs des facteurs de croissance auxquels 
ils présentent les facteurs de croissance ce qui module la croissance, la mobilité et la 
différenciation cellulaire (Afratis et al., 2017).  
 
La présence des chaînes d’héparane sulfate est requise, puisqu’en leur absence, le FGF-1 
perd sa capacité à activer son récepteur FGFR-1. Les chaînes d’héparane sulfate, 
notamment 2-O sulfatées, forment, avec le FGF-1 et son récepteur un complexe ternaire 
nécessaire à son activation (Wu et al., 2001). La fonction de corécepteur pour les facteurs 
de croissance positionne également les syndécans dans les molécules pro-
oncogéniques. Ils agissent par exemple en tant que corécepteurs du facteur de 
croissance hépatique (HGF) favorisant la survie et la prolifération des cellules de 
myélome (Derksen et al., 2002). Ils sont également impliqués dans le cancer du sein 
(Sullivan et al., 2019), du pancréas (Yao et al., 2019), colorectal (Vicente et al., 2018), de la 
prostate (Hadaschik et al., 2018) ou encore du poumon (Tsoyi et al., 2019). 
 

Les syndécans sont également impliqués dans des processus d’endocytose durant 
lequel ils sont eux-mêmes internalisés (Christianson & Berlting, 2014). Différents 
mécanismes ont été décrits, soit dépendant des clathrines soit de microdomaines 
membranaires comme les radeaux lipidiques. Les syndécans interagissent avec plusieurs 
protéines impliquées dans ces processus comme l’α-tubuline, la cortactine, la cavéoline-
2 ou encore la dynamine-2 (Yoo et al., 2005, Chen & Williams, 2013, Lim et al., 2015). Les 
résidus basiques conservés du domaine cytoplasmique des syndécans seraient 
nécessaires à ce processus (Chen & Williams, 2013). Ces interactions permettent soit le 
recyclage des syndécans, soit l’internalisation de molécules comme le FGF-2 seul ou avec 
son récepteur FGFR-1 (Elfenbein et al., 2012). Les quatre syndécans, et notamment le 
syndécan-3, sont également responsables de l’internalisation du peptide β-amyloïde, de 
l’α-synucléine ainsi que des fibrilles formées par la protéine Tau, avec lesquelles ils 
interagissent via leurs chaînes d’héparane sulfate (Letoha et al., 2019, Hudák et al., 2019). 
Ils internalisent également certains virus comme les virus de l’hépatite C et E ou de 
l’herpès, l’internalisation de ce-dernier ne nécessitant pas la présence des chaînes de 
GAGs (Karasneh et al., 2011, Lefèvre et al., 2014).  
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Les syndécans subissent le processus de shedding comme environ 1 % des 
protéines membranaires (Fitzgerald et al., 2000) ce qui libère leur ectodomaine dans 
l’espace extracellulaire. Ils sont clivés de manière constitutive mais ce processus est 
augmenté lorsqu’ils sont soumis à des stimuli extracellulaires comme leurs interactions 
avec certains facteurs de croissance, des facteurs de virulence bactériens, l’insuline, le 
stress cellulaire ou dans certains processus comme la cicatrisation et la tumorigenèse 
(Manon-Jensen et al., 2010, Manon-Jensen et al., 2013). L’héparanase, qui dégrade les 
chaînes d’héparane sulfate, stimule également le shedding des syndécans libérant des 
ectodomaines peu glycosylés. 

La dégradation de ces chaînes permet une meilleure accessibilité aux sheddases, c’est-à-
dire aux enzymes catalysant le clivage des ectodomaines (Ramani et al., 2012). Les 
ectodomaines solubles sont impliqués dans le processus d’angiogenèse. L’ectodomaine 
du syndécan-1 et -4 stimule l’angiogenèse à l’inverse de celui du syndécan-3. Le 
syndécan-2 stimule l’angiogenèse sous sa forme membranaire mais l’inhibe lorsqu’il est 
soluble (Purushothaman et al., 2010, De Rossi & Whiteford, 2013, De Rossi et al., 2014). 
Les ectodomaines solubles peuvent être de nouveaux internalisés, comme le syndécan-1, 
mais uniquement s’il porte ses chaînes d’héparane sulfate qui lui servent à cointernaliser 
le facteur de croissance hépatocytaire. L’ectodomaine du syndécan-1 est transloqué 
jusqu’au noyau et interagit avec l’histone acétyltransférase dont il diminue l’activité 
(Stewart et al., 2015).  

Bien que les chaînes de glycosaminoglycanes qu’ils portent soient généralement 
essentielles à leurs fonctions, certaines régions de leur partie protéique permettent 
d’établir directement des interactions. La partie protéique du syndécan-1 interagit avec 
les intégrines αvβ3 ou αvβ5 ainsi qu’avec le récepteur IGF1-R (insulin-like growth factor-
1 receptor) menant à la formation d’un complexe ternaire impliqué dans la survie et la 
mobilité cellulaire des cellules épithéliales malignes. L’addition d’un peptide mimant la 
séquence de l’ectodomaine du syndécan-1 impliqué dans ce complexe mène à la 
déstabilisation du complexe ternaire et à l’inhibition de la croissance tumorale et de 
l’angiogenèse (Beauvais & Rapraeger, 2009). Ce peptide de syndécan-1 a été nommé 
synstatine. Une seconde synstatine issue de l’ectodomaine du syndécan-1 a été décrite, 
déstabilisant le complexe ternaire syndécan-1 – intégrine α4β1 – VEGFR-2 (Vascular 
endothelial growth factor receptor 2). Cette synstatine a pour effet de diminuer 
l’invasion de cellules de myélome (Jung et al., 2016).  
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Une synstatine a également été décrite pour le syndécan-4 qui interagit avec l’intégrine 
α3β1 et l’EGFR (Epidermal growth factor receptor) dont les fonctions sont globalement 
identiques aux synstatines du syndécan-1 (Jung et al, 2016). Les synstatines sont ainsi de 
potentiels peptides thérapeutiques bloquant la croissance, la survie et l’invasion 
tumorale.  

Les souris KO (knockout) n’exprimant plus les syndécans -1 et -4 sont viables et ne 
présentent que de faibles complications post-natales bien que les syndécans soient 
impliqués dans un très grand nombre de processus biologiques (Couchman et al., 2015). 
L’abolition de l’expression du syndécan-1 altère la cicatrisation alors que celle du 
syndécan-4 perturbe la migration des fibroblastes et l’angiogenèse. L’abolition de 
l’expression du syndécan-3 perturbe la migration des neurones étant donné sa forte 
expression dans le système nerveux et aucune souris dans laquelle l’abolition de 
l’expression du syndécan-2 a été effectuée n’a pour le moment été décrite (Couchman et 
al., 2015). Les fonctions biologiques de l’isoforme-2 du syndécan-4 n’ont en revanche 
pas été étudiées. 

 

II.6 Le désordre intrinsèque des protéines 

II.6.1 Généralités 

 L’un des principaux paradigmes en biologie structurale admet que la fonction 
d’une protéine dépend de sa structure tridimensionnelle, et que cette information 
structurale est inscrite dans sa séquence en acides aminés, ce dernier point étant 
notamment étayé par les travaux d’Anfinsen (1961). Plusieurs modèles de repliement des 
protéines ont été proposés et particulièrement le modèle de nucléation – condensation 
unissant le mécanisme d’effondrement hydrophobe et le modèle charpente (framework), 
qui suggère une formation des structures secondaires et une coopérativité de 
repliement de proche en proche (Dobson, 2003, Daggett & Fersht, 2003). La découverte 
du désordre intrinsèque au sein des protéines s’est faite graduellement, d’abord par le 
fait que la structure tridimensionnelle des protéines globulaires pouvait fluctuer, 
notamment lors de leurs interactions avec leurs ligands indiquant une certaine flexibilité 
(ajustement induit), puis par l’observation de mouvement de domaines à grande échelle. 
Enfin, l’absence de densité électronique de certaines régions de protéines analysées par 
cristallographie aux rayons X indiquait la présence de régions n’adoptant pas une unique 
structure (Dunker et al., 2001).  
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Le terme de protéine nativement dénaturée a ensuite été introduit par le groupe de 
Mandelkow (1994) lors de l’étude de la protéine Tau qui apparaissait comme dénaturée 
lors de son analyse par diffusion des rayons X aux petits angles et par dichroïsme 
circulaire. Le désordre intrinsèque d’une protéine représente ainsi l’absence de structure 
secondaire et tertiaire stables dans des conditions physiologiques (Uversky, 2019).  

Le désordre intrinsèque au sein d’une protéine peut concerner qu’une faible partie de sa 
séquence et lorsqu’au moins 30 résidus d’acides aminés consécutifs sont désordonnés, 
on parle de régions protéiques intrinsèquement non structurées (IDPRs) ou de régions 
intrinsèquement non structurées (IDRs). En revanche, lorsque plus de 50 % des résidus 
d’acides aminés sont désordonnés, on parle de protéines totalement désordonnées ou 
plus généralement de protéines intrinsèquement non structurées (IDPs). Les protéines 
intrinsèquement non structurées, ou protéines désordonnées, peuvent être définies 
comme étant des protéines fonctionnelles ne possédant pas de structures secondaires 
ou tridimensionnelles stables et sont susceptibles d’adopter un ensemble de 
conformations (Uversky, 2019).  

La fréquence du désordre intrinsèque fluctue selon les protéomes (Xue et al., 2012). La 
quantité de résidus désordonnés n’est pas dépendante de la taille des protéomes mais 
l’abondance des protéines possédant de longues régions désordonnées (IDPRs) ou des 
protéines désordonnées (IDPs) augmente avec la complexité de l’organisme. La fraction 
de résidus désordonnés varie de 35 à 50 % dans les organismes eucaryotes, de 12 à 38 
% chez les archées et de 18 à 35 % chez les bactéries. La proportion de désordre est plus 
variable chez les virus, entre 7 et 77 % (Xue et al., 2012). Chez les organismes supérieurs, 
près d’une protéine sur deux contient une proportion significative de désordre (van der 
Lee et al., 2014b).  

Plusieurs classifications des protéines désordonnées ont plus récemment été proposées. 
Elles sont basées sur leurs fonctions, la présence d’éléments fonctionnels (motifs, 
domaines), leurs conformations, leurs interactions, leur évolution, leurs régulations ou 
encore sur certaines propriétés comme leur solubilité ou leur capacité à subir des 
transitions de phase (van der Lee et al., 2014b).  

Plusieurs bases de données ont été créées afin de recenser les IDRs et les IDPs de tous 
les protéomes comme DisProt (www.disprot.org, Piovesan et al., 2017) qui regroupe des 
IDPs et des annotations manuellement curées de la littérature ou IDEAL 
(http://idp1.force.cs.is.nagoya-u.ac.jp/IDEAL, Fukuchi et al., 2014), qui contient des 
interactions des protéines et régions désordonnées et de leurs partenaires cellulaires.  



 

63 
 

MobiDB (https://mobidb.bio.unipd.it, Piovesan et al., 2018), propose en plus des 
prédictions de désordre ou de structures secondaires, comme D2P2 (http://d2p2.pro, 
Oates et al., 2013). DisBind (http://biophy.dzu.edu.cn/DisBind, Yu et al., 2017) propose 
une classification des IDPs en fonction de leurs partenaires physiologiques et The Protein 
Ensemble Database (http://pedb.vib.be, Varadi & Tompa, 2015) porte davantage sur 
l’aspect méthodologique en regroupant les protocoles et les modèles générés dans la 
littérature scientifique sur les protéines désordonnées. 

Etant donné l’absence de contraintes structurales, les protéines intrinsèquement non 
structurées évoluent rapidement. Il est ainsi plus difficile d’identifier des protéines 
homologues (van der Lee et al., 2014). L’absence d’information structurale et de protéine 
homologue positionne les IDPs dans le Dark Proteome (http://darkproteome.ws) dont 
font partie près de 43 % des protéines eucaryotes (Perdigão & Rosa, 2019). Il est 
possible d’estimer le potentiel d’obscurité (darkness potential) d’une protéine. Ce 
potentiel, variant de 0 à 1 où 1 est le plus sombre, est défini à partir des annotations 
disponibles dans la base de données UniProt KB, et n’est pas uniquement basé sur les 
informations de structure. Il prend en compte la totalité des annotations comme la 
présence de domaines, leurs modifications post-traductionnelles ou encore l’existence 
d’isoformes. Le potentiel d’obscurité est alors le reflet d’une part de la disponibilité des 
informations structurales, et d’autre part de l’ampleur des études réalisées sur une 
protéine donnée. Plus une protéine est caractérisée, pour son potentiel tend vers zéro. 
 

II.6.2 Caractéristiques du désordre intrinsèque 

a) Composition en acides aminés des séquences désordonnées 

 Les protéines intrinsèquement non structurées possèdent une faible complexité 
de séquence marquée par l’abondance de certains résidus d’acides aminés. Leur 
séquence est enrichie en résidus chargés et de même charge, qui tendent à se repousser 
et à étendre la chaîne polypeptidique. L’analyse de 91 protéines désordonnées a montré 
que la distribution de leur point isoélectrique était bimodale, centrée sur environ 4 et 
10,5, avec une abondance plus élevée de protéines désordonnées acides, notamment 
grâce leur enrichissement en résidus de glutamate (Uversky et al., 2000). Les IDPs sont 
appauvries en résidus hydrophobes, en résidus aromatiques ainsi qu’en résidus de 
cystéine (Figure 22). Elles sont à l’inverse enrichies en résidus polaires et chargés, 
comme les résidus de glutamate et de lysine, en résidus de faible masse moléculaire 
comme la glycine et l’alanine, et enfin en résidus de proline dont la présence défavorise 
la formation de structures secondaires (Uversky, 2013, Uversky, 2019).  
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Les protéines intrinsèquement non structurées possèdent ainsi une hydrophobicité 
moyenne plus faible que les protéines globulaires et à l’inverse une charge nette plus 
élevée (Figure 22B).  
 

Figure 22 : Composition en acides aminés des protéines désordonnées. A) Abondance des 
20 acides aminés au sein des protéines désordonnées par rapport aux protéines globulaires. Les 
valeurs positives et négatives indiquent des résidus enrichis dans les protéines désordonnées par 
rapport aux protéines globulaires ou un appauvrissement, respectivement. D’après Uversky 
(2019). B) Comparaison de la charge nette et de l’hydrophobicité moyenne de 275 protéines 
globulaires (cercles blancs) et de 91 protéines désordonnées (cercles gris). La droite représente la 
limite entre les deux catégories de protéines. D’après Uversky (2009). 
 
 
La faible abondance de résidus d’acides aminés hydrophobes et à l’inverse la 
prépondérance des résidus polaires et chargés favorisent l’interaction des protéines 
désordonnées avec les solvants aqueux. Les protéines intrinsèquement non structurées 
possèdent donc une solubilité accrue par rapport aux protéines globulaires. Elles sont 
également plus stables et moins sujettes à l’agrégation ou à la précipitation (van der Lee 
et al., 2014). Les protéines désordonnées sont très sensibles aux protéases étant donné 
que les sites de clivages sont fréquemment retrouvés dans des régions flexibles (Uversky, 
2019). Cette propriété permet de détecter in vitro la présence de régions non structurées 
par protéolyse limitée (Schramm et al., 2019). De manière similaire, la présence de 
régions désordonnées favorise leur dégradation in vivo (van der Lee et al., 2014b). La 
demi-vie des protéines eucaryotes possédant un segment désordonné d’un moins 30 
résidus d’acides aminés est significativement plus faible que celle des protéines qui en 
sont dépourvues, quelle que soit la localisation de ce segment au sein de la protéine 
(van der Lee et al., 2014b).  
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b) Le concept de structure – fonction revisité 

Ces caractéristiques de séquence provoquent l’apparition de conformations 
possédant un faible degré de compaction, la quasi-absence de structures secondaires et 
une grande flexibilité conformationnelle (Habchi et al., 2014, Uversky, 2019). Afin de 
décrire le concept de structure – fonction prenant en compte l’état conformationnel des 
protéines désordonnées, un premier concept incluant les états de random coil, de 
globule fondu et de l’état natif (ou ordonné) a initialement été proposé et nommé The 
Protein Trinity (Figure 23A, Dunker et al., 2001). Le concept admet qu’une protéine 
fonctionnelle est nécessairement dans l’un de ces trois états et que des transitions 
existent entre chacun de ces états conformationnels. 
 

Figure 23 : Evolution du concept de structure – fonction. Le modèle Trinity (A) a été étendu 
au modèle Quartet (B) puis au continuum de désordre (C). La Figure C est extraite de Habchi et 
al., (2014). 

 
Il s’est cependant avéré que les protéines désordonnées ne représentaient pas une 
classe conformationnelle distincte et uniforme, souvent décrite comme des random coil 
(ou chaînes gaussiennes). Cette observation a notamment été réalisée lors d’expériences 
de résonance magnétique nucléaire où des structures résiduelles ont été identifiées ainsi 
que des contacts longues distances suggérant la formation de structures secondaires et 
tertiaires transitoires (Uversky, 2002).  
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L’analyse des dimensions hydrodynamiques d’un jeu de protéines a permis de mettre en 
évidence l’existence de plusieurs classes de désordre différant par leur degré de 
compaction, à savoir des états de globules fondus, de pré-globules fondus et de random 
coils (Uversky, 2002). Ces états ont ensuite été classés en deux catégories, le désordre dit 
étendu (extended disorder) regroupant les random coils ainsi que les pré-globules 
fondus, ainsi que le collapsed disorder caractérisant l’état de globule fondu (Uversky, 
2019). Les conformations de pré-globule fondu et de random coil peuvent se distinguer 
par leur contenu en structures secondaires, plus abondantes dans l’état de pré-globule 
fondu (Uversky, 2002). Le modèle The Protein Trinity caractérisant le concept de 
structure – fonction a ainsi été étendu et le nouveau modèle a été nommé modèle 
Quartet (Habchi et al., 2014) qui inclut des transitions conformationnelles entre chaque 
état (Figure 23B). Il est désormais admis que la proportion de désordre intrinsèque au 
sein des protéines n’est pas strictement réduite à l’un de ces états discrets, mais suit 
davantage un continuum de désordre comprenant une infinité d’états propres à chaque 
système étudié (Uversky, 2013, Habchi et al., 2014) (Figure 23C).  
 

c) Modulation de l’espace conformationnel des protéines désordonnées 

La proportion en désordre intrinsèque d’une protéine n’est pas figée et évolue du 
fait de l’entropie élevée du système et de sa modulation par plusieurs facteurs (Uversky, 
2019). L’analyse de protéines intrinsèquement non structurées dans différentes 
conditions physico-chimiques a montré qu’à l’inverse des protéines repliées, les IDPs ont 
la capacité à se structurer avec l’augmentation de la température et du pH (Uversky, 
2009). La formation de structures plus compactes avec l’augmentation de la température 
est la conséquence d’une part de la favorisation des interactions hydrophobes et d’autre 
part de la diminution de l’énergie de solvatation des résidus polaires (Wuttke et al., 
2014). Cette observation a par exemple été effectuée sur des protéines humaines 
comme l’α-synucléine et l’αs-caséine mais également sur des régions ou des protéines 
bactériennes, de céréales ou encore virales (Kumar, 2007, Wuttke et al., 2014, Hamdi et 
al., 2017, Uversky, 2019). Des modifications structurales dépendantes du pH ont 
également été décrites comme pour la prothymosine α et l’α-synucléine qui se replient 
partiellement en hélice α à pH acide. La formation de structures plus compactes est 
causée par la minimisation de la charge nette présente à pH physiologique diminuant 
ainsi les répulsions électrostatiques. Un phénomène similaire est observé en présence de 
contre-ions qui neutralisent alors les nombreuses charges portées par les IDPs (Uversky, 
2009).  
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Les protéines intrinsèquement non structurées peuvent également être la cible de 
modifications post-traductionnelles (PTMs) très diverses (Darling & Uversky, 2018). Les 
modifications post-traductionnelles sont généralement retrouvées dans des courts 
segments désordonnés au sein des protéines globulaires, du fait de leur accessibilité 
accrue pour les enzymes catalysant les PTMs. De ce fait, les protéines contenant de 
multiple sites de modifications post-traductionnelles possèdent un nombre plus 
important de régions désordonnées (Huang et al., 2014). La phosphorylation, 
l’acétylation, la protéolyse partielle, l’ubiquitinylation, l’acylation et la méthylation sont 
les modifications post-traductionnelles les plus fréquentes des IDPs (Habchi et al., 2014). 
Elles induisent une modification des états conformationnels adoptés par une protéine ou 
une région désordonnée. Une même modification post-traductionnelle n’aura 
cependant pas les mêmes conséquences structurales selon les protéines, pouvant dans 
certains cas provoquer une transition désordre – ordre ou au contraire déstabiliser des 
structures secondaires locales préformées. L’interaction des protéines sous leur forme 
apoprotéique avec leur groupement prosthétique peut également provoquer leur 
repliement, comme l’interaction du cytochrome C avec son groupement héminique 
(Uversky, 2009). L’ajout d’un groupement fonctionnel sur des régions désordonnées peut 
moduler leurs interactions avec leurs partenaires, ces modifications pouvant donc jouer 
le rôle d’interrupteur biologique. Par exemple, l’acétylation et la désacétylation des 
résidus de lysines de la queue désordonnée des histones régulent l’activité 
transcriptionnelle (Bah & Forman-Kay, 2016, Darling & Uversky, 2018). 

 
d) Transition de phase liquide – liquide 

 De nombreuses protéines impliquées dans des mécanismes de transition de 
phase liquide – liquide sont intrinsèquement non structurées ou possèdent des régions 
désordonnées (Lin et al., 2017, Uversky, 2017, Owen & Shewmaker, 2019). Ces 
mécanismes mènent à la formation d’organelles protéiques sans membranes (PMLOs, 
proteinaceous membrane-less organelles) (Figure 24). Bien que les fonctions et la 
localisation des PMLOs divergent, ils sont tous enrichis en acides nucléiques et en 
protéines intrinsèquement non structurées qui permettent leurs assemblages (Uversky, 
2017). Les PMLOs se forment par un mécanisme de coacervation, ou de transition de 
phase liquide – liquide, c’est-à-dire un regroupement local d’une grande quantité de 
molécules, dont la concentration atteint 10 à 300 fois celle de la phase non coacervée, 
tout en gardant leur état liquide. Ces gouttelettes ont la capacité de fusionner, se 
déformer et d’échanger des molécules avec la phase non coacervée (Owen & 
Shewmaker, 2019). 



 

68 
 

Figure 24 : Observation de la formation d’organelles protéiques sans membranes (PMLOs) 
d’un peptide (K18) de la protéine Tau. Les observations ont été réalisées par microscopie à 
contraste interférentiel après 30 min et 24 h d’incubation à 37°C. Barre : 10 μm. D’après 
Ambadipudi et al., (2017).  

 

La formation des PMLOs est régulée par des interactions protéine – protéine ou protéine 
– acide nucléique et peut être modulée par des facteurs externes comme la température, 
le pH ou la concentration en sel (Aguzzi & Altmeyer, 2016). Les transitions de phase 
liquide – liquide peuvent être gouvernées par des modifications post-traductionnelles 
des protéines désordonnées (Figure 25). La phosphorylation de la protéine 
désordonnée Tau favorise par exemple la transition de phase liquide – liquide. 
L’acétylation ou la méthylation de résidus basiques ont tendance à défavoriser la 
formation de PMLOs (Owen & Shewmaker, 2019). Certaines régions désordonnées de 
protéines virales sont également responsables de la formation d’inclusions 
cytoplasmiques dans le cytosol de cellules infectées comme le virus de la rougeole (Zhou 
et al., 2019, Guseva et al., 2020). Les protéines impliquées dans les transitions de phase 
liquide – liquide sont regroupées dans la base de données PhaSePro 
(https://phasepro.elte.hu, Mészáros et al., 2020). 

Un mécanisme de transition de phase liquide – liquide a également été observé dans 
l‘espace extracellulaire impliquant des mucines (van der Lee et al., 2014, Meldrum et al., 
2018). Ce mécanisme mène à la formation de mucus recouvrant et protégeant les 
cellules épithéliales. D’une manière générale, les protéines désordonnées enrichies en 
résidus de proline, de thréonine et de sérine et qui sont fortement glycosylées 
participent à la formation de structures ressemblant à des gels (van der Lee et al., 2014). 
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Figure 25 : Modulation de la transition de phase liquide – liquide par les modifications 
post-traductionnelles des protéines désordonnées. Figure extraite d’Owen & Shewmaker 
(2019). IDR : région intrinsèquement non structurée, PTMs : modifications post-
traductionnelles. 

 

II.6.3 Mécanismes d’interaction des protéines désordonnées 

a) Caractéristiques de séquences  

L’interaction des protéines désordonnées avec leurs partenaires physiologiques 
peut également moduler leur structure et ainsi diminuer leur hétérogénéité 
conformationnelle. La plupart des protéines désordonnées ont la capacité à se structurer, 
du moins localement, lorsqu’elles sont en complexe avec un partenaire (Uversky, 2009). 
Les séquences désordonnées présentes au sein des IDPs ayant la capacité à se structurer 
lorsqu’elles sont en complexe avec leur partenaire sont appelées MoRE (molecular 
recognition element) ou MoRF (molecular recognition feature) (Figure 26). Elles sont 
généralement composées de 5 à 25 résidus d’acides aminés alors que les séquences plus 
longues sont appelées domaine d’interaction désordonné (disordered binding domain) 
(Yan et al., 2016). Ces séquences peuvent se replier en hélice α (α-MoRF), en brin β (β-
MoRF) ou adopter des structures irrégulières (i-MoRF). Elles sont qualifiées de MoRF 
complexe (complex-MoRF) lorsqu’elles se replient en deux ou plusieurs structures 
secondaires différentes et d’abondance similaire (Vacic et al., 2007). Les β- et i-MoRFs 
sont enrichis en résidus de proline à l’inverse des α-MoRFs. Ces-derniers sont appauvris 
en résidus de tyrosine et d’histidine. Les β-MoRFs ne possèdent pas de résidus de 
tryptophane ni de cystéine (Vacic et al., 2007).  
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Figure 26 : Exemples d’éléments de reconnaissance moléculaire (MoRFs). La protéine 
globulaire est en bleu et les MoRFs en rouge. D’après van der Lee et al., (2014). 

 
Certaines séquences peuvent en outre se replier de façon différente selon la protéine 
avec laquelle elles interagissent. C’est par exemple le cas de la région C-terminale de la 
protéine p53 qui est intrinsèquement non structurée (Laptenko et al., 2016). Cette région 
a la capacité de se replier en hélice α lorsque la protéine p53 interagit avec la protéine 
S100ββ, en brin β lorsqu’elle interagit avec la sirtuine et reste non structurée en 
complexe avec la cycline A2 ou la CREB binding protein, CBP (Figure 27). Ces séquences 
portent le nom de séquences caméléons et sont généralement enrichies en résidus 
hydrophobes comme la valine et l’isoleucine, ou aromatiques comme la tyrosine et la 
phénylalanine, ainsi qu’en résidu de glycine (Habchi et al., 2014, Bahramali et al., 2016).  

 
 
Figure 27 : La séquence 
caméléon du domaine C-
terminal de p53 se replie 
différemment en fonction 
de ses partenaires 
cellulaires. D’après Habchi 
et al., (2014). 
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b) Fuzzy complexes 

Certaines protéines désordonnées restent non structurées lorsqu’elles sont en 
complexe avec un partenaire et conservent leur flexibilité et leur dynamique. Ce 
phénomène a été baptisé fuzziness et mène à la formation de complexes dynamiques 
(fuzzy complexes) où l’hétérogénéité conformationnelle de la protéine (ou région) 
désordonnée est maintenue et est requise pour la fonction (Tompa & Fuxreiter, 2008, 
Sharma et al., 2015, Olsen et al., 2017). L’interaction entre une région désordonnée ou 
une protéine intrinsèquement non structurée et un partenaire globulaire peut être 
décrite selon quatre mécanismes qui diffèrent par l’entropie du système (Figure 28). Le 
mode statique admet que la région désordonnée interagissant avec son partenaire est 
rigide, mais pas nécessairement repliée. Plusieurs conformations peuvent cependant 
exister, on parle de modèle polymorphique (Figure 28A). Les trois autres mécanismes 
mettent en jeu une région désordonnée (se repliant ou non) gardant une part plus ou 
moins importante de flexibilité et de dynamique (Figures 28B – 28D). Le modèle clamp 
implique la présence d’une région restant désordonnée et flexible séparant deux régions 
repliées (Figure 28B). A l’inverse, le modèle flanking nécessite le repliement partiel de la 
région en interaction avec le partenaire mais également de régions non structurées la 
flanquant. Ces régions flexibles interagissent également avec le partenaire protéique et 
leur élimination mène à une diminution de l’affinité entre les deux partenaires (Figure 
28C). Dans le modèle random, la totalité de la région non structurée interagissant avec 
son partenaire reste désordonnée et flexible (Figure 28D) (Tompa & Fuxreiter, 2008, 
Sharma et al., 2015).  

Dans des cas extrêmes, deux protéines ou deux régions désordonnées peuvent interagir 
sans subir de transition désordre – ordre. Ce type d’interaction entre deux IDPs sans 
formation de structures secondaires locales a été nommé extreme fuzziness (Wang & 
Wang, 2019). Ce phénomène a été observé pour deux complexes, entre le domaine C-
terminal de la protéine 4.1G et la protéine NuMA (nuclear mitotic apparatus) ainsi 
qu’entre la prothymosine α et l’histone de liaison H1. Ces deux derniers partenaires 
présentent une affinité de l’ordre du picomolaire. Ils interagissent par des liaisons 
électrostatiques du fait de la forte basicité de l’histone H1 et à l’inverse de 
l’enrichissement en résidus acides de la prothymosine α (Borgia et al., 2018). 

 



 

72 
 

 
Figure 28 : Mécanismes de la formation des fuzzy complexes. A) Modèle du désordre 
statique. Le partenaire protéique est en gris et les deux conformations de la protéine 
désordonnée sont en bleu et violet. B-D) Modèles du désordre dynamique. Une partie (B-C) ou 
la totalité (D) de la protéine désordonnée reste non structurée et flexible (pointillés). Les 
différentes couleurs en D réfèrent à la région désordonnée pouvant former de façon très 
transitoire des interactions stables avec différents sites sur le partenaire protéique, la majorité de 
la chaîne restant désordonnée et flexible (en pointillés). Figure extraite de Tompa & Fuxtreiter 
(2008). 

 

Plusieurs sites d’interaction différents peuvent exister à la fois sur la protéine 
désordonnée et également sur le partenaire protéique, ce qui a donné naissance au 
phénomène d’allovalence (allovalency). Ce terme est issu du préfixe allo, du grec autres / 
différents, et de valency dont l’origine latine signifie pouvoir, ce qui reflète un 
phénomène de capture du partenaire protéique par la protéine désordonnée (Klein et 
al., 2003, Levchenko, 2003, Locasale, 2008). La présence de plusieurs sites en compétition 
augmente l’affinité entre les deux protéines étant donné que le partenaire globulaire est, 
de façon générale, rapidement recapturé après s’être dissocié (Olsen et al, 2017).  
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II.6.4 Fonctions du désordre intrinsèque 

La formation de fuzzy complexes présente plusieurs avantages fonctionnels 
comme l’interaction d’une même séquence désordonnée avec plusieurs partenaires, 
parfois simultanément, ce qui permet notamment l’assemblage d’édifices 
supramoléculaires (Habchi et al., 2014, Fuxreiter, 2018). Ce mécanisme permet ainsi de 
limiter les contraintes de spécificité de séquence. C’est par exemple le cas d’une région 
riche en proline de la myelin basic protein (MBP) qui est capable d’interagir avec huit 
protéines différentes possédant un domaine SH3 (Fuxreiter & Tompa, 2012). La 
formation de fuzzy complexes est également retrouvée dans la régulation du cycle 
cellulaire ou dans l’assemblage de particules virales (Fuxreiter & Tompa, 2012). Les fuzzy 
complexes décrits dans la littérature sont rassemblés dans la base de données FuzDB 
(http://protdyn-database.org, Miskei et al., 2017).  

Comme évoqué précédemment, la proportion de désordre entre les différents 
protéomes des trois domaines de la vie et chez les virus croît avec la complexité de 
l’organisme (Xue et al., 2012). Une plus grande quantité de désordre dans les protéines 
eucaryotes serait la conséquence de plus longs segments reliant les différents domaines 
d’une protéine par rapport aux protéines procaryotes où les segments de liaison sont 
plus petits. Les segments eucaryotes sont ainsi plus longs mais aussi en moyenne deux 
fois plus désordonnés (Basile et al., 2019). Les protéines eucaryotes possèdent 
également davantage de résidus de sérine et de proline et sont en revanche moins 
riches en résidus d’isoleucine. Du fait de leur complexité, les cellules eucaryotes 
nécessitent des mécanismes de régulation plus nombreux et plus contrôlés et la 
synthèse de protéines désordonnées serait ainsi un moyen de répondre à ces nécessités 
(Vacic et al., 2007, Schlessinger et al., 2012, Basile et al, 2019). L’enrichissement en 
résidus de sérine des protéines désordonnées eucaryotes pourrait être la conséquence 
d’une régulation plus étroite impliquant des kinases (Basile et al., 2019). Une proportion 
élevée de désordre est cependant observée chez les virus (Xue et al., 2012). Cette 
abondance leur permet notamment d’interagir avec de nombreux partenaires de la 
cellule hôte afin de les détourner à leur avantage, notamment par la formation de fuzzy 
complexes (Communie et al., 2013, Habchi et al., 2014). Il s’agirait également d’un moyen 
de limiter les conséquences structurales des fréquentes mutations survenant dans leur 
génome. La synthèse de protéines désordonnées offre ainsi au virus un tropisme élevé 
tout en ayant un génome de petite taille. 
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De par leur capacité à interagir avec une multitude de partenaires, les protéines 
intrinsèquement non structurées sont des hubs au sein des interactomes eucaryotes 
(Ekman et al., 2006, Haynes et al., 2006). Les protéines enrichies en désordre sont 
particulièrement représentées dans les processus de régulation, de différenciation, de 
transcription, de développement ou encore d’apoptose mais sont sous représentées de 
manière générale dans le métabolisme des biomolécules (Haynes et al., 2006, Habchi et 
al., 2014). Les IDPs sont ainsi majoritairement impliquées dans des fonctions de 
régulation et de signalisation mais ne possèdent que très rarement une activité 
catalytique pour des raisons de contraintes structurales (Vendruscolo, 2010).  
 
Six fonctions générales des protéines et régions intrinsèquement non structurées ont été 
identifiées (Dunker et al., 2002, van der Lee et al., 2014, Tompa et al., 2015) (Figure 29). 
Les chaînes entropiques (entropic chains) n’interagissent pas ou peu avec d’autres 
molécules et réalisent leurs fonctions uniquement par le fait qu’elles sont désordonnées 
et flexibles. C’est par exemple le cas des segments protéiques non structurés reliant 
différents domaines globulaires. Les chaînes entropiques n’ont pas ou peu de 
partenaires et l’affinité de ces interactions est très faible, de l’ordre du millimolaire 
(Tompa et al., 2015). La flexibilité de certaines régions désordonnées leur permet d’être 
la cible de modifications post-traductionnelles comme évoqué précédemment. Ces 
modifications peuvent être reconnues par leurs partenaires et engagent les IDPs dans 
des fonctions de régulation et dans des processus de signalisation notamment. Les 
modifications post-traductionnelles jouent ainsi le rôle d’interrupteurs, ce qui est causé 
par l’existence des sites modifiés sur les régions désordonnées (display sites). Les 
displays sites présentent également une affinité faible envers leurs partenaires. La 
multitude de partenaires des protéines désordonnées leur permet également de jouer le 
rôle de chaperones. Les protéines chaperones nécessitent une faible contrainte de 
séquence afin d’interagir avec le plus grand nombre de protéines. L’interaction des 
protéines non ou mal repliées avec les IDPs provoquerait la formation de repliements 
locaux au sein de la chaîne mal, ou non repliée, ce qui favoriserait son repliement. Les 
rôles de chaperones et d’interrupteurs (display sites) impliquent des interactions 
transitoires avec leurs partenaires, caractérisées par une faible affinité, de l’ordre du 
millimolaire au micromolaire (Tompa et al., 2015).  
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Figure 29 : Fonctions majeures des protéines intrinsèquement non structurées ou des 
régions désordonnées. D’après van der Lee et al., (2014b). 
 
 
A l’inverse, les rôles d’effecteurs, d’assembleurs et de piégeurs nécessitent des 
interactions stables (Figure 29). Les protéines désordonnées ayant la fonction 
d’effecteurs interagissent avec leurs partenaires en subissant une transition désordre – 
ordre locale modifiant par ce biais l’activité de leur partenaire. Les IDPs peuvent avoir 
une fonction d’assembleurs pour la formation d’édifices supramoléculaires. Cette 
fonction est la conséquence de la présence de plusieurs sites d’interactions sur une 
même protéine désordonnée. Elle joue ainsi le rôle de support augmentant localement 
la concentration des différents partenaires présents dans l’édifice supramoléculaire 
favorisant ainsi sa formation. Finalement, les IDPs peuvent posséder la fonction de 
piégeurs (scavengers) en interagissant et en immobilisant certains ligands de petite taille 
(Figure 29). Ces trois fonctions sont associées à des interactions ayant des affinités plus 
élevées, de l’ordre du micromolaire au picomolaire (Tompa et al., 2015).  
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II.6.5 Association du désordre intrinsèque aux pathologies 

 Les protéines désordonnées sont fréquemment associées à des pathologies, ce 
qui a mené au concept D2 pour disorder in disorders (Uversky et al., 2008). Du fait de 
leur capacité à interagir avec un nombre important de partenaires différents, les 
protéines intrinsèquement non structurées sont des hubs cellulaires et sont impliquées 
dans plusieurs fonctions biologiques. Des dysfonctions au sein des protéines hubs 
mènent ainsi au développement d’un grand nombre de pathologies (Uversky et al., 2008, 
Midic et al., 2009). La pathogénicité des protéines désordonnées implique dans certains 
cas la stabilisation de leurs structures secondaires, ou de façon générale de leurs 
conformations les plus compactes, ce qui est observé dans le processus de fibrillogenèse 
(Uversky et al., 2008). Les IDPs et les IDRs sont particulièrement associées à certains 
cancers, la plupart des pathologies neurodégénératives, les diabètes, les maladies 
cardiovasculaires, les processus amyloïdogéniques et certaines pathologies génétiques 
(Uversky et al., 2008, Kulkarni & Uversky, 2019). 

Dans des conditions physiologiques, les protéines associées aux maladies 
neurodégénératives sont majoritairement non structurées mais se replient et s’agrègent 
dans la maladie d’Alzheimer, de Parkinson ou d’Huntington (Martinelli et al., 2019). Ces 
pathologies sont caractérisées par une perte progressive de neurones accompagnée 
d’un dépôt d’agrégats protéiques. Outre le rôle du peptide β amyloïde qui est également 
non structuré sous forme monomérique (Uversky, 2008), la maladie d’Alzheimer est 
caractérisée par l’agrégation intracellulaire de la protéine Tau, une protéine régulant 
l’assemblage des microtubules (Naseri et al., 2019). La protéine Tau est intrinsèquement 
non structurée et est la cible de modifications post-traductionnelles. Elle contient un 
domaine d’interaction aux microtubules qui est responsable de la formation de fibrilles 
caractérisées par des feuillets β croisés (Flitzpatrick et al., 2017). Au sein des agrégats, 
chacune des six isoformes de la protéine Tau est hyperphoshorylée (Martinelli et al., 
2019).  

La maladie de Parkinson est une synucléinopathie, c’est-à-dire une pathologie causée 
par l’agrégation et le dépôt de l’α-synucléine sous forme de corps de Lewy dans le 
système nerveux central (Martinelli et al., 2019). L’α-synucléine est une protéine 
intrinsèquement non structurée se repliant partiellement en hélices α lorsqu’elle interagit 
avec la membrane et plus particulièrement avec des phospholipides (Meade et al., 2019). 
Bien que cette protéine ait été extensivement étudiée, son mécanisme d’agrégation n’est 
pas parfaitement décrit.  
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L’α-synucléine agrégée est cependant davantage phosphorylée que la forme non 
pathogénique (Martinelli et al., 2019), ce qui pourrait moduler ses états 
conformationnels (Uversky et al., 2008). L’α-synucléine exprimée sous forme 
recombinante dimérise de façon covalente par des ponts dityrosine, et est également 
capable de former des tétramères (Maarschalkerweerd et al., 2015, Meade et al., 2019). 
Elle possède une région enrichie en résidus hydrophobes qui est essentielle à son 
agrégation en fibrilles amyloïdes dans lesquelles elle adopte un motif en clé grecque 
(Tuttle et al., 2016, Li et al., 2018) (Figure 30). L’α-synucléine possède la particularité de 
s’agréger sous différentes formes, appelées polymorphes "tornade" et "bâton", et qui 
ont la caractéristique commune d’être composé de deux protofilaments s’enroulant (Li et 
al., 2018).  

Figure 30 : Structure d’une fibrille amyloïde formée par l’α-synucléine. A) Structure d’une 
fibrille d’α-synucléine obtenue par cryomicroscopie électronique. D’après Li et al., (2018). B) Vue 
en coupe de la fibrille montrant le motif en clé grecque (Tuttle et al., 2016, PDB : 2N0A). Le 
schéma du motif en clé grecque est présenté à gauche. 
 

Les IDPs sont également impliquées dans les processus de tumorigenèse. Environ 80 % 
protéines associées aux cancers possèdent des régions désordonnées d’au moins 30 
résidus (Uvesky et al., 2008, Midic et al., 2009). A ce titre, la protéine p53 a été la plus 
étudiée puisque près de 50 % des cancers humains présentent des mutations de son 
gène. Elle contient une région non structurée à ses extrémités N- et C-terminales 
représentant 40 % de sa séquence (Martinelli et al., 2019). D’autres protéines enrichies 
en désordre intrinsèque sont également impliquées dans les cancers comme c-Myc ou 
BRCA1 (breast cancer 1) (Uversky et al., 2008, Uversky, 2016). Les protéines 
désordonnées sont associées aux maladies cardiovasculaires, squelettiques, osseuses, 
développementales ou dermatologiques (Uversky et al., 2008, Uversky et al., 2009, Midic 
et al., 2009).  



 

78 
 

Enfin, plus de 20 % des mutations faux sens provoquant une pathologie ont lieu dans 
une région intrinsèquement non structurée et 20 % d’entre elles favorisent une transition 
locale désordre – ordre (Vacic et al., 2012). Un exemple concret de la conséquence d’une 
mutation faux sens d’un résidu d’acide aminé présent dans une région désordonnée a 
été récemment décrit (Meyer et al., 2018). Cette mutation provoque l’apparition d’un 
motif dileucine dans le domaine cytosolique de trois protéines transmembranaires 
entraînant leur internalisation ce qui mène à la perte de leurs fonctions (Meyer et al., 
2018).  

Du fait de leurs implications dans un grand nombre de pathologies, les protéines 
intrinsèquement non structurées semblent être des cibles thérapeutiques de choix. 
Plusieurs stratégies sont envisagées dans cette optique (Joshi & Vendruscolo, 2015, 
Ruan et al., 2018). La première réside dans la stabilisation des IDPs dans leurs 
conformations désordonnées ou au contraire, d’induire leur compaction par de petites 
molécules comme cela a été réalisé pour l’α-synucléine, provoquant l’inhibition de son 
agrégation en fibrilles amyloïdes (Chen et al., 2020). La seconde stratégie vise à 
l’inhibition de la formation de complexe entre une IDP et son partenaire globulaire, ou 
entre deux IDPs. Il s’agirait alors d’identifier le ou les sites d’interaction et de les 
perturber par des petites molécules. Cette stratégie a été envisagée pour le complexe 
p53 – MDM2 (murine double minute 2) où une région désordonnée de la protéine p53 
se replie en hélice α lorsqu’elle est en complexe avec la protéine MDM2. La formation de 
ce complexe est inhibée en présence de petites molécules, des cis-imidazolines 
baptisées Nutlines (dénotées de 1 à 3), qui entrent en compétition avec p53 lors de leur 
interaction avec MDM2. Cette méthode a également été utilisée avec succès dans 
l’interaction entre deux régions désordonnées des protéines c-Myc et Max qui sont 
associées à différents cancers (Santofmia Castaño et al., 2020). Finalement, la dernière 
stratégie est basée sur une inhibition allostérique de la protéine ou de la région 
désordonnée. L’objectif est alors de cibler des régions repliées, si elles existent, par des 
petites molécules dans le but de moduler les conformations adoptées par les régions 
désordonnées en induisant leur repliement. C’est le cas de la molécule MSI-1436, un 
aminostérol, qui interagit avec le domaine de régulation de la phosphatase PT1B 
entraînant sa compaction et son inactivation (Santofmia Castaño et al., 2020, Joshi & 
Vendruscolo, 2015).  
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II.6.6 Prédiction et analyse du désordre intrinsèque 

a) Prédiction du désordre intrinsèque et des MoRFs 

 Une trentaine de prédicteurs de désordre intrinsèque ont été développés à ce 
jour (Lieutaud et al., 2016, Meng et al., 2017). D’une manière générale, la prédiction du 
désordre intrinsèque est facilitée par le biais existant dans leur composition en acides 
aminés. Ils peuvent être classés selon trois catégories : les méthodes basées sur une 
fonction de score (une formule), l’apprentissage automatique (machine learning) et les 
méta-prédicteurs. IUPred (Dosztányi, 2018, Erdős & Dosztányi, 2020) est l’un des 
prédicteurs les plus populaires et est basé sur une fonction de score, en l’occurrence un 
algorithme qui calcule la propension de désordre à partir des propriétés 
physicochimiques des acides aminés et leur propension à établir des interactions par 
paires. IUPred sert également de base à la génération de séquences d’IDPs artificielles 
contenant une proportion de désordre déterminée par l’utilisateur dans l’outil InSiDDE 
(In Silico Disorder Design) (Schramm et al., 2017). Des algorithmes d’apprentissage 
automatique ont également été développés comme DISOPRED (Jones & Cozzetto, 
2015). Ces prédicteurs utilisent notamment des propriétés de conservation 
évolutionnaire des séquences peptidiques, leur accessibilité au solvant ainsi que la 
prédiction de leurs structures secondaires afin de calculer une propension de désordre 
intrinsèque. Les méta-prédicteurs, comme PrDOS (Ishida & Kinoshita, 2007), combinent 
la prédiction de plusieurs prédicteurs afin de déterminer la proportion de désordre 
intrinsèque. PrDOS possède l’une des meilleures performances de prédiction (Meng et 
al., 2017).  

Comme décrit précédemment, les MoRFs sont des séquences désordonnées 
(typiquement de 5 à 25 résidus d’acides aminés) subissant une transition désordre – 
ordre lorsqu’elles interagissent avec leurs partenaires protéiques. Chez les eucaryotes, 
environ une région désordonnée sur cinq possède une telle séquence (Katuwawala et al., 
2019). Une quinzaine de prédicteurs de MoRFs sont actuellement disponibles et diffèrent 
selon leur méthode de prédiction et leur performance. La plupart se basent dans un 
premier temps dans la recherche des séquences désordonnées dans lesquelles le 
prédicteur de MoRFs, à proprement parler, va effectuer ses prédictions. La recherche de 
MoRFs était initialement basée sur l’estimation de la propension qu’a une séquence 
désordonnée à adopter une structure secondaire (Katuwawala et al., 2019). Désormais, la 
grande majorité des prédicteurs reposent sur des algorithmes d’apprentissage 
automatique (machine learning) entraînés sur un jeu de données de MoRFs, comme 
MoRFCHiBiWeb (Malhis et al., 2016) ou OPAL+ (Sharma et al., 2019).  
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b) Techniques d’analyse des protéines et régions désordonnées 

 L’hétérogénéité conformationnelle des protéines intrinsèquement non structurées 
ne leur permet pas d’être étudiées de manière conventionnelle par des méthodes 
structurales à haute résolution comme la cristallographie aux rayons X. La structure de 
certains segments désordonnés peut cependant être obtenue par cette méthode 
notamment en les cocristallisant avec leurs partenaires protéiques mais cela ne 
représente pas l’ensemble des conformations qu’elles peuvent adopter. Pour cela, 
plusieurs approches qui peuvent être combinées ont été développées (Na et al., 2018, 
Schramm et al., 2019). La caractérisation des protéines désordonnées nécessite une 
analyse multi-approches pouvant faire intervenir à la fois des techniques de résolution 
atomique en solution, comme la résonance magnétique nucléaire (RMN), ou en phase 
gazeuse, comme la spectrométrie de masse couplée ou non à la mobilité ionique (ESI-
(IM)-MS) (Figure 31).  

Figure 31 : Procédure et analyse multi-approches des protéines intrinsèquement non 
structurées. Les techniques sont classées de gauche à droite en fonction de leur complexité et 
de haut en bas selon la procédure d’analyse proposée par Schramm et al., (2019). MALLS : 
diffusion de la lumière laser multi-angles, AUC : ultracentrifugation analytique, FTIR : 
spectroscopie infrarouge à transformée de Fourier, DSC : calorimétrie différentielle à balayage, 
HDX-MS : spectrométrie de masse par échange hydrogène/deutérium, FRET : transfert d'énergie 
par résonance de type Förster, SDSL-EPR : site-directed spin labeling - electron paramagnetic 
resonance, TCQ : tryptophan triplet cysteine quenching. D’après Schramm et al., (2019). 
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D’autres techniques sont fréquemment utilisées afin de déterminer par exemple la 
composition en structures secondaires par dichroïsme circulaire (CD), ou les propriétés 
hydrodynamiques par diffusion dynamique de la lumière (DLS) ou par chromatographie 
d’exclusion stérique analytique (SEC). La détection de désordre intrinsèque peut être 
réalisée en utilisant des techniques courantes et faciles à mettre en œuvre. Lors de leur 
analyse par électrophorèse en conditions dénaturantes (SDS-PAGE), les protéines 
enrichies en désordre migrent anormalement et possèdent une masse moléculaire 
apparente 1,2 à 1,8 fois plus élevée que celle déduite de leur séquence en acides aminés. 
Les IDPs possèdent également une masse moléculaire apparente plus importante lors de 
leur analyse par chromatographie d’exclusion stérique lorsque la calibration de la résine 
a été effectuée avec des standards globulaires. Ces trois observations sont une 
conséquence des conformations étendues des protéines désordonnées, les IDPs 
occupant un volume hydrodynamique plus important qu’une protéine globulaire ayant 
le même nombre de résidus d’acides aminés. Enfin, les IDPs sont également plus 
sensibles aux protéases. 

Les propriétés hydrodynamiques des IDPs peuvent être déterminées par la mesure de 
leur rayon hydrodynamique par diffusion dynamique de la lumière ou par 
chromatographie d’exclusion stérique. Les techniques de diffusion étant très sensibles 
aux particules de haute masse moléculaire, l’analyse par DLS peut être couplée à une 
colonne de filtration sur gel (SEC-DLS). Le rayon hydrodynamique des IDPs peut 
également être mesuré par ultracentrifugation analytique. Cette technique est 
suffisamment sensible pour distinguer les conformations globulaires, les pré-globules 
fondus et les conformations random coils (Schramm et al., 2019). Le rayon 
hydrodynamique mesuré peut être comparé à des valeurs théoriques correspondant à 
une conformation globulaire, globule fondu, pré-globule fondu ou totalement 
désordonnée (Uversky, 2002). Cette comparaison permet d’évaluer l’état de compaction 
de la protéine étudiée. La diffusion de la lumière laser multi-angles et 
l’ultracentrifugation analytique permettent en plus de déterminer l’état d’oligomérisation 
des protéines par la mesure de leur masse moléculaire. 

Les proportions en structures secondaires peuvent être déterminées par dichroïsme 
circulaire qui ne nécessite pas une concentration importante de protéine (Greenfield, 
2006, Chemes et al., 2012) (Figure 32A). Le calcul des proportions de structures 
secondaire et de désordre intrinsèque nécessite des jeux de données contenant des 
protéines de références afin de déconvoluer les spectres expérimentaux.  
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Plusieurs jeux de données ont été décrits mais leur contenu en protéines dépourvues de 
structures secondaires est faible voire inexistant, ce qui peut biaiser les résultats de la 
déconvolution des spectres de protéines intrinsèquement non structurées. Le jeu de 
donnée « 7 » (Sreerama et al., 2000) contient 5 protéines chimiquement dénaturées et se 
rapproche ainsi des caractéristiques des IDPs. Il est accessible depuis le serveur 
Dichroweb (http://dichroweb.cryst.bbk.ac.uk, Whitmore & Wallace, 2008). Le dichroïsme 
circulaire est très utile afin de cribler des conditions expérimentales influençant les 
proportions en structures secondaires, comme la température, le pH, ou l’effet 
d’osmolytes. La spectroscopie infrarouge à transformée de Fourier (FTIR) permet 
également d’obtenir des proportions en structures secondaires par la déconvolution de 
la bande amide I (1700-1600 cm−1). Les structures random coil sont identifiables aux 
alentours de 1640 cm-1 alors que les hélices α et les brins β le sont aux alentours de 1656 
et 1627 cm-1, respectivement (Figure 32B).  

 

Figure 32 : Détermination de la proportion en structures secondaires par dichroïsme 
circulaire (A) et spectroscopie infrarouge à transformée de Fourier (B). Les spectres de 
dichroïsme circulaire et de spectroscopie infrarouge sont extraits de Greenfield (2006) et de 
Schramm et al., (2019), respectivement. 
 

La diffusion des rayons X aux petits angles (SAXS) est également une technique 
fréquemment employée dans la caractérisation des protéines désordonnées (Receveur-
Bréchot & Durand, 2012, Kikhney & Svergun, 2015, Cordeiro et al., 2017, Schramm et al., 
2019). Le calcul de la valeur du rayon de gyration (Rg) permet de déterminer le degré de 
compaction des IDPs, notamment en la comparant à des valeurs théoriques calculées 
pour des conformations étendues ou plus ou moins repliées selon l’équation de Flory.  
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La dimension maximale de la protéine (Dmax), qui dans le cas des IDPs correspond à la 
taille de la conformation la plus étendue, peut également être déterminée ainsi que la 
masse moléculaire de la protéine étudiée et donc son état d’oligomérisation. Le SAXS 
permet également de déterminer la flexibilité de la protéine. De plus, le calcul du rapport 
Rg/Rh informe du degré de compaction globale de la protéine. Ce rapport est égal à 
0,778 pour une sphère et augmente de façon inversement proportionnelle avec le degré 
de compaction. Il est égal à 2,36 pour une conformation apparentée à un bâton rigide 
(Brewer & Striegel, 2011). 

Les intensités de diffusion étant additives, la courbe de diffusion résultante des 
expériences de SAXS représente ainsi une moyenne pondérée de la participation de 
chaque conformation adoptée par une IDP. Il est possible de caractériser l’hétérogénéité 
conformationnelle des protéines désordonnées par déconvolution des intensités de 
diffusion. Pour cela, plusieurs méthodes ont été décrites (Bonomi et al., 2017) comme 
EROS (ensemble-refinement of SAXS, Różycki et al., 2011), ENSEMBLE (Choy & Forman-
Kay, 2001), MES (minimal ensemble search, Pelikan et al., 2009) ou EOM (ensemble 
optimization method, Bernadó et al., 2007, Tria et al., 2015). Brièvement, EOM génère un 
grand nombre de conformations (≥ 10 000) à partir de la séquence en acides aminés de 
la protéine étudiée, puis sélectionne par un algorithme génétique un sous-ensemble de 
conformations de façon à ce que la somme des intensités de diffusion théorique des 
conformations sélectionnées reproduise les intensités de diffusion expérimentales. EOM 
procure ainsi la distribution du Rg et du Dmax de l’ensemble sélectionné ce qui reflète 
l’espace conformationnel de la protéine désordonnée étudiée. 

La spectrométrie de masse en conditions natives (ESI-MS), couplée ou non à la mobilité 
ionique (IM-MS), permet également d’évaluer l’hétérogénéité conformationnelle des 
protéines désordonnées (Santambrogio et al., 2018, Stuchfield et al., 2018 Mitra et al., 
2019). Les protéines sont transférées en phase gazeuse et ionisées par 
électronébulisation. Plus les conformations sont étendues, plus elles acquièrent un 
nombre important de charges. L’analyse de la distribution des états de charge, c’est-à-
dire du graphique représentant l’intensité de chaque ion en fonction de son rapport 
masse sur charge (m/z), permet de distinguer des sous-populations de conformations 
qui diffèrent par la quantité de charges qu’elles ont acquises (Figure 33). Il est 
également possible de quantifier l’abondance relative de chaque sous-population et de 
calculer leur surface accessible au solvant (SASA), ce qui permet d’estimer le degré de 
compaction de chaque population de conformations. 
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Figure 33 : Analyse de l’hétérogénéité conformationnelle des protéines désordonnées par 
spectrométrie de masse. La déconvolution de la distribution des états de charge (à gauche) est 
réalisée en modifiant la représentation de I(m/z) = f(m/z) en I(z) = f(z) puis en ajustant des 
courbes Gaussiennes sous chaque populations observées dans cette nouvelle représentation (à 
droite). Figure adaptée de Santambrogio et al., (2018).  
 

Dans les expériences de mobilité ionique, un tube de dérive, c’est-à-dire un tube 
contenant du gaz, typiquement de l’hélium, est inséré entre la source d’ionisation et les 
analyseurs du spectromètre. Il permet de séparer différentes sous populations de 
conformations peuplant l’espace conformationnel d’une protéine désordonnée en 
fonction de leur degré de compaction et de leur charge. Plus une conformation est 
étendue, plus la probabilité de collision avec un atome d’hélium est importante, 
ralentissant ainsi son transfert et augmentant de ce fait son temps de dérive. Les facteurs 
de conformation et de charge sont regroupés dans le calcul de la section efficace de 
collision (CCS) dont il est possible de calculer des valeurs théoriques pour une 
conformation globulaire (une sphère) ou une conformation étendue (en bâton). Ces 
deux extrêmes forment une gamme théorique de valeurs de CCS et la comparaison des 
valeurs expérimentales de CCS à cette gamme permet de quantifier l’espace 
conformationnel exploré par les protéines désordonnées (Beveridge et al., 2014, 
Beveridge et al., 2015, Stuchfield & Barran, 2018).  

Parmi l’ensemble des techniques utilisées pour la caractérisation des protéines 
désordonnées, la spectroscopie RMN est la seule pouvant rendre compte de leur 
hétérogénéité conformationnelle et de leur dynamique avec une résolution atomique 
(Brutscher et al., 2015, Gibbs et al., 2017, Schneider et al., 2018). Plusieurs paramètres 
sont mesurables comme les déplacements chimiques et les couplages dipolaires qui 
permettent de détecter la présence de repliements locaux comme des structures 
secondaires et de détecter des interactions longue distance (Jensen et al., 2013).  
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Les mesures de relaxation du spin permettent en plus de caractériser la dynamique des 
protéines désordonnées avec une résolution atomique (Salvi et al., 2017). La 
spectroscopie RMN est également utilisée afin d’étudier des complexes impliquant des 
protéines désordonnées et permet de caractériser la cinétique d’interaction entre les 
deux partenaires et d’étudier des complexes de faible affinité avec une haute résolution  
(Schneider et al., 2019). La spectroscopie RMN permet enfin d’étudier les protéines 
désordonnées dans des conditions mimant l’encombrement stérique retrouvé in vivo 
(Adamski et al., 2019).  

Plusieurs techniques sont généralement employées conjointement dans la 
caractérisation des protéines désordonnées. Le SAXS et les techniques de spectrométrie 
de masse sont fréquemment utilisées pour les caractériser (Saikusa et al., 2013, Boon et 
al., 2018, Han et al., 2018) ainsi que le SAXS et la spectroscopie RMN (Sibille & Bernadó, 
2012, Aznauryan et al., 2016, Schramm et al., 2019) pour lequel certains programmes ont 
été développés afin de modéliser des ensembles de conformations en utilisant comme 
contraintes des données de SAXS et de RMN tels que les programmes ENSEMBLE (Choy 
& Forman-Kay, 2001) ou ASTEROID (Jensen et al., 2008). Des ensembles de 
conformations peuvent également être générés par dynamique moléculaire (Ithuralde et 
al., 2016, Bonomi et al., 2017). Ces simulations sont généralement combinées aux 
méthodes expérimentales afin de caractériser au mieux l’espace conformationnel des 
IDPs (Chan-Yao-Chong et al., 2019a, Chan-Yao-Chong et al., 2019b). Par exemple, des 
modèles du propeptide de la lysyl oxydase, une protéine désordonnée, ont été générés 
par dynamique moléculaire avec UNRES (Czaplewski et al., 2018) en utilisant comme 
contraintes des données expérimentales obtenues lors d’expériences de SAXS (Vallet et 
al., 2018).  
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III.1 Expression des ectodomaines des syndécans en système procaryote 

III.1.1 Vecteur d’expression 

L’ADN optimisé pour une expression en système procaryote et codant pour les 
ectodomaines des syndécans-1, -2, -3 (ED-1 – 3), de l’isoforme 2 du syndécan-4 (ED-4) 
et de son mutant (ED-4 C150A) a été synthétisé et cloné dans le vecteur d’expression 
pET-15b par Genscript (www.genscript.com). Les bornes des ectodomaines ont été 
choisies selon les informations disponibles dans la base de données UniProt KB 
(www.uniprot.org, The Uniprot Consortium, 2018), excepté pour l’ectodomaine du 
syndécan-3 pour lequel aucune information concernant la longueur du peptide signal 
n’est disponible. Etant donné que les séquences en acides aminés des syndécans sont 
très conservées entre les différentes espèces, la séquence du syndécan-3 humain a été 
alignée avec celle du SDC-3 de souris et de rat, dont la taille du peptide signal a été 
déterminée (Code d’accès UniProt KB : Q64519 et P33671 pour la souris et le rat, 
respectivement) ce qui a permis de définir le résidu d’alanine 47 comme résidu N-
terminal d’ED-3 (Figure 34). 

L’ADN des ectodomaines des syndécans a été cloné dans le vecteur pET-15b en utilisant 
les sites de restriction NdeI et XhoI situés en aval de la séquence codant pour une 
étiquette 6-Histidines (6xHis) (Figure 35). Une séquence d’ADN codant pour le peptide 
FLAG a été insérée à l’extrémité 3’ des ADNs codant pour les ectodomaines des 
syndécans afin d’obtenir une protéine recombinante possédant une étiquette 6xHis à 
l’extrémité N-terminale et une étiquette FLAG (DYKDDDDK) à l’extrémité C-terminale. 
L’ADN synthétisé et cloné par Genscript a été repris en tampon Tris-EDTA (Tris-HCl 10 
mM, EDTA 1 mM, pH 8,0) à une concentration de 40 μg/ml puis stocké à -80°C. 
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Humain      MKPGPPHRAGAAHGAGAGAGAAAGPGARGLLLPPLLLLLLAGRAAGAQRWRSENFERPVD 60 
Souris      ----------------------------------------------AQRWRNENFERPVD 14 
Rat         ----------------------------------------------AQRWRNENFERPVD 14 
                                                          *****.******** 
 
Humain      LEGSGDDDSFPDDELDDLYSGSGSGYFEQESGIETAMRFSPDVALAVSTTPAVLPTTNIQ 120 
Souris      LEGSGDDDSFPDDELDDLYSGSGSGYFEQESGLETAMRFIPDMALAAPTAPAMLPTTVIQ 74 
Rat         LEGSGDDDSFPDDELDDLYSGSGSGYFEQESGLETAMRFIPDIALAAPTAPAMLPTTVIQ 74 
            ********************************:****** **:***. *:**:**** ** 
 
Humain      PVGTPFEELPSERPTLEPATSPLVVTE---VPEEPSQRATTVSTTMATTAATSTGDPTVA 177 
Souris      PVDTPFEELLSEHPSPEPVTSPPLVTEVTEVVEESSQKATTISTTTSTTAATTTGAPTMA 134 
Rat         PVDTPFEELLSEHPGPEPVTSPPLVTEVTEVVEEPSQRATTISTTTSTTAATTTGAPTMA 134 
            **.****** **:*  **.*** :***   * ** **:***:*** :*****:** **:* 
 
Humain      TVPATVATATPSTPAAPPFTATTAVIRTTGVRRLLPLPLTTVATARATTPEAPSPPTTAA 237 
Souris      TAPATAATTAPSTPEAPPATATVADVRTTGIQGMLPLPLTTAATAKITTPAAPSPPTTVA 194 
Rat         TAPATAATTAPSTPAAPPATATTADIRTTGIQGLLPLPLTTAATAKATTPAVPSPPTTVT 194 
            *.***.**::**** *** ***.* :****:: :*******.***: *** .******.: 
 
Humain      VLDTEAPTPRLVSTATSRPRALPRPATTQEPDIPERSTLPLGTTAPGPTEVAQTPTPETF 297 
Souris      TLDTEAPTPRLVNTATSRPRALPRPVTTQEPDVAERSTLPLGTTAPGPTEMAQTPTPESL 254 
Rat         TLDTEAPTPRLVNTATSRPRALPRPVTTQEPEVAERSTLPLGTTAPGPTEVAQTPTPESL 254 
            .***********.************.*****:: ****************:*******:: 
 
Humain      LTTIRDEPEVPVSGGPSGDFELPEEETTQPDTANEVVAVGGAAAKASSPPGTLPKGARPG 357 
Souris      LTTIQDEPEVPVSGGPSGDFELQE-ETTQPDTANEVVAVEGAAAKPSPPLGTLPKGARPG 313 
Rat         LTTTQDEPEVPVSGGPSGDFELQE-ETTQPDTANEVVAVEGAAAKPSPPLGTLPKGARPG 313 
            *** :***************** * ************** ***** * * ********** 
 
Humain      PGLLDNAIDSGSSAAQLPQKSILERKEVLVAVIVGGVVGALFAAFLVTLLIYRMKKKDEG 417 
Souris      PGLHDNAIDSGSSAAQLPQKSILERKEVLVAVIVGGVVGALFAAFLVTLLIYRMKKKDEG 373 
Rat         LGLHDNAIDSGSSAAQLPQKSILERKEVLVAVIVGGVVGALFAAFLVTLLIYRMKKKDEG 373 
             ** ******************************************************** 
 
Humain      SYTLEEPKQASVTYQKPDKQEEFYA 442 
Souris      SYTLEEPKQASVTYQKPDKQEEFYA 398 
Rat         SYTLEEPKQASVTYQKPDKQEEFYA 398 
            ************************* 

 

Figure 34 : Alignement des séquences du syndécan-3 entier humain, de souris et de rat. 
L’alignement a été réalisé par Clustal Omega (https://www.ebi.ac.uk/Tools/msa/clustalo/). La 
séquence déduite du peptide signal du SDC-3 humain est soulignée. Un astérisque (*) définit un 
résidu d’acide aminé conservé, les deux points (:) et le point (.) indiquent que les résidus ont des 
propriétés physico-chimiques plus ou moins similaires, respectivement. L’absence de symboles 
indique que les résidus ont des propriétés totalement différentes et le tiret (-) indique des 
séquences non alignables (gap).  
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Figure 35 : Carte du vecteur d’expression pET-15b 
vide montrant ses principales caractéristiques dont 
les deux sites de restriction utilisés pour le clonage 
(NdeI et XhoI). Carte réalisée avec SnapGene Viewer 
(www.snapgene.com). 
 
 
 
 
 
 
 

 
III.1.2 Transformation des bactéries 

20 μl d’un stock en glycérol de souche d’expression Escherichia coli BL21 (DE3) ont été 
resuspendus dans environ 5 ml de milieu de culture LB-Lennox (Sigma, L3022) et la 
culture a été incubée pendant la nuit à 37°C sous agitation (environ 150 rpm). La culture 
a ensuite été centrifugée à 4°C pendant 10 min à 6000 x g et le surnageant a été éliminé. 
Le culot de bactéries a été repris par 10 ml de CaCl2 50 mM en eau stérile puis laissé 1 h 
dans la glace afin de les rendre compétentes. La suspension a ensuite été centrifugée à 
4°C pendant 10 min à 6000 x g et le surnageant a été éliminé. Le culot de bactéries 
compétentes a été repris par 1 ml de CaCl2 50 mM et stocké à 4°C pour une utilisation 
extemporanée. 

80 ng d’ADN plasmidique ont été ajoutés à 50 μl de suspension de bactéries 
compétentes et le mélange a été laissé entre 30 et 40 min dans la glace. La suspension a 
été soumise à un choc thermique à 42°C au bain-marie pendant 1 min. 250 μl de LB-
Lennox ont été ajoutés et la suspension a été incubée pendant 1 h à 37°C sous agitation 
(environ 250 rpm). Après incubation, 50 μl de suspension ont été prélevés et étalés sur 
des boîtes de Pétri préalablement préparées par 25 ml de LB-Lennox contenant de l’agar 
(L2897, Sigma) auxquelles a été ajoutée de l’ampicilline à une concentration finale de 
100 μg/ml), et les boîtes de culture ont été placées à l’étuve (37°C) pendant la nuit. 
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III.1.3 Mise en culture des bactéries transformées 

Une colonie isolée s’étant développée sur une boîte ampicilline a été prélevée et 
resuspendue dans environ 50 ml de LB-Lennox, puis la préculture a été incubée pendant 
la nuit à 37°C sous agitation (environ 150 rpm). Le lendemain, la densité cellulaire a été 
évaluée par spectrophotométrie à 600 nm (A600), généralement comprise entre 2 et 2,5. 
La préculture a ensuite été diluée dans 1 L de LB-Lennox contenant 100 μg/ml 
d’ampicilline afin d’obtenir une A600 d’environ 0,1 puis incubée à 37°C sous agitation 
(environ 180 rpm) jusqu’à ce que l’absorbance à 600 nm atteigne environ 0,8. Puis 
l’expression des protéines recombinantes a été induite par l’addition d’isopropyl-β-D-1-
thiogalactopyranoside (IPTG) 1 mM pendant 4 h. Après induction, la culture bactérienne 
a été centrifugée à 4°C pendant 10 min à 6000 x g, le surnageant a été éliminé et le culot 
de bactéries a été stocké à -20°C. La totalité des expériences a été effectuée en milieu 
stérile. Les caractéristiques des protéines recombinantes exprimées en système 
procaryote sont détaillées dans le Tableau II.  
 

Protéine 
recombinante 

Code d’accès 
UniProt KB 

1er et dernier résidu 
d’acides aminés  

(UniProt KB) 

Nombre de résidus d’acides 
aminés dans la protéine 

recombinante 

ED-1 P18827 23 - 254 260 

ED-2 P34741 19 - 144 154 

ED-3 O75056 47 - 387 373 

ED-4 P31431-2 19 - 153 163 

ED-4 C150A - 19 - 153 163 

Tableau II : Caractéristiques des ectodomaines des syndécans humains exprimés sous 
forme recombinante en système procaryote.  
 

 
III.2 Expression des ectodomaines des syndécans en système eucaryote 

III.2.1 Vecteur d’expression 

Afin d’exprimer des protéines recombinantes dont les séquences sont identiques à celles 
des protéines exprimées en système procaryote, les séquences d’ADN codant pour une 
étiquette 6xHis et un site de clivage à la thrombine ont été incorporées à l’extrémité 5’ 
de l’ADN codant pour les ectodomaines des syndécans. De ce fait, les protéines 
recombinantes possèderont également une étiquette 6xHis à l’extrémité N-terminale et 
une étiquette FLAG à l’extrémité C-terminale.  
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Le clonage a été effectué par Genscript dans le vecteur d’expression eucaryote pCEP-
Pu/BM40 en utilisant les sites de restriction NheI et XhoI (Figure 36). L’utilité majeure de 
ce vecteur repose sur l’expression d’une protéine contenant la protéine d’intérêt couplée 
au peptide signal de la protéine BM40 (ou ostéonectine, une protéine extracellulaire). Le 
peptide BM40 permet la sécrétion de la protéine exprimée et sera ensuite clivé, laissant 
cependant une cicatrice menant à la synthèse de 4 résidus (APLA) à l’extrémité N-
terminale de la protéine, qui précèdera donc l’étiquette 6xHis. L’ADN a été repris en 
tampon Tris-EDTA (Tris-HCl 10 mM, EDTA 1 mM, pH 8,0) à une concentration de 40 
μg/ml puis stocké à -80°C. 
 

 
Figure 36 : Carte du vecteur d’expression pCEP-
Pu/BM40 montrant ses principales caractéristiques dont 
les deux sites de restriction utilisés pour le clonage (NheI 
et XhoI).  
 
 
 
 
 
 
 

 
 

III.2.2 Transfection des cellules eucaryotes 

Des cellules embryonnaires de rein humain (HEK 293 EBNA) stockées dans l’azote liquide 
en milieu de culture eucaryote (DMEM, D5769, Sigma) contenant du sérum de veau 
fœtal (SVF, A3160402, ThermoFisher) et du DMSO en rapport 5:4:1 (v/v, environ 1,5 ml 
au total) et en quantité suffisante pour recouvrir 75 cm² de surface à confluence 
cellulaire ont été centrifugées à température ambiante pendant 5 min à 500 x g en 
présence d’environ 10 ml de DMEM contenant 10 % de SVF et 50 μg/ml de gentamycine 
(G1272, Sigma). Le surnageant a été éliminé et le culot de cellules a été repris par 15 ml 
du même milieu. La suspension a ensuite été transvasée dans un flacon de culture 
cellulaire possédant une surface de 75 cm² (T75) et les cellules ont été incubées à 37°C, 5 
% CO2 jusqu’à ce qu’elles soient à confluence (environ 2 jours). Le milieu a ensuite été 
éliminé et les cellules ont été remises en suspension à l’aide d’un râteau en présence 
d’environ 5 ml de PBS (D8537, Sigma).  
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La suspension a ensuite centrifugée à température ambiante pendant 5 min à 500 x g 
puis le PBS a été éliminé et les cellules ont été remises en suspension dans du DMEM 
contenant 10 % de SVF et 50 μg/ml de gentamycine à une concentration cellulaire 
équivalent à environ 70 % de confluence. 1 ml de suspension a été distribué dans 
plusieurs puits d’une plaque 12 puits (équivalent à environ 3,8 cm² par puits) et la plaque 
a été incubée pendant la nuit à 37°C, 5 % CO2 afin d’atteindre environ 80 % de 
confluence. 

Ces cellules ont été transfectées par la lipofectamine 2000 (11668030, Invitrogen) 8 % 
(v/v) diluée dans du DMEM contenant 50 μg/ml de gentamycine et 800 ng d’ADN 
plasmidique. Le mélange a été incubé pendant 20 min à température ambiante (volume 
total de 200 μl). Le milieu de culture dans la plaque 12 puits a été renouvelé par du 
DMEM contenant 10 % de SVF et 50 μg/ml de gentamycine et la solution de transfection 
a été ajoutée. Les cellules ont ensuite été incubées à 37°C, 5 % CO2 jusqu’à atteindre la 
confluence cellulaire (généralement en 24 h). A ce stade, la puromycine (P9620, Sigma) a 
été ajoutée à une concentration de 0,25 μg/ml après avoir renouvelé le milieu et les 
cellules ont de nouveau été incubées à 37°C, 5 % CO2. La concentration en puromycine a 
ensuite été augmentée à 0,5 μg/ml et a été conservée à cette concentration tout le long 
de la croissance cellulaire et du passage des cellules. Arrivée à l’état de confluence, 
typiquement au bout de 2 jours d’incubation, les cellules ont été transvasées dans des 
flacons de culture ayant sur une surface 3 fois supérieure à la précédente, donc 
chronologiquement en T25 (surface de 25 cm²), T75 (75 cm²) puis T225 (225 cm²) jusqu’à 
obtenir 9 flacons de culture de 225 cm² (environ 50 ml de milieu de culture par T225). 
 
 

III.2.3 Culture des cellules eucaryotes et récoltes des milieux 

Le SVF a été supprimé du milieu ainsi que la puromycine dans les 9 flacons de T225 soit 
une surface totale de 2025 cm² afin de faciliter les purifications des protéoglycanes. Le 
milieu de culture ne contenait alors que du DMEM et 50 μg/ml de gentamycine. La 
récolte de ces milieux s’est effectuée tous les 2 jours. Le milieu récolté a été centrifugé à 
4°C pendant 30 min à 14 000 x g, puis le surnageant a été stocké à -80°C. Entre 6 et 8 
récoltes ont généralement été effectuées soit un volume total d’environ 3 L de milieu par 
production. Toutes les expériences de culture cellulaires ont été effectuées en milieu 
stérile (poste de sécurité microbiologique).  
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III.3 Purification des ectodomaines des syndécans 

III.3.1 Purification des ectodomaines exprimés en système procaryote 

a) Purification par chromatographies d’affinité 

Le culot de culture de bactéries a été décongelé et resuspendu par 10 ml de tampon 
HBS (HEPES 10 mM, NaCl 150 mM pH 7,4) contenant du MgCl2 2,5 mM, du CaCl2 2,5 
mM, de la désoxyribonucléase I (DNAse I) 100 μg/ml (D5025, Sigma), du CHAPS 1 mM 
(Roche) et une tablette de cocktail d’inhibiteurs de protéases sans EDTA (Complete 
EDTA-free, Roche). La suspension a été lysée mécaniquement (bead beater, BioSpec) 8 
fois pendant 30 s en présence de billes de verre de 100 μm de diamètre (G4649, Sigma). 
Le lysat a été récupéré et les billes de verre ont été lavées par environ 5 ml d’une 
solution de tampon HBS contenant du CHAPS 1 mM. La totalité du lysat (lysat initial et 
lavages) a ensuite été centrifugé à 4°C pendant 10 min à 10 000 x g, le surnageant a été 
récupéré et de nouveau centrifugé dans les mêmes conditions afin d’éliminer tous types 
de débris membranaires ou de grosses particules. Le lysat clarifié (environ 15 ml) a été 
chargé sur 1,5 ml de résine Ni-NTA (Qiagen) préalablement équilibrée par au moins 50 
ml de tampon HBS à un débit de 20 ml/h. Le lysat clarifié a été passé deux fois sur la 
résine Ni-NTA et la fraction non retenue a été conservée pour de futures analyses. La 
résine Ni-NTA a été lavée par environ 40 ml de tampon HBS contenant de l’imidazole 10 
mM puis 20 mM. Les protéines ont été éluées par environ 5 ml de tampon HBS 
contenant successivement de l’imidazole à une concentration finale de 100, 300 et 500 
mM. La résine a ensuite été régénérée en passant environ 10 ml de tampon HBS 
contenant de l’imidazole 2 M puis rééquilibrée par au moins 50 ml de tampon HBS.  

Après analyse, les fractions contenant les ectodomaines des syndécans pré-purifiés sur 
résine Ni-NTA ont été décongelées et aliquotées par fraction de 1 ml. Chaque fraction a 
été diluée 10 fois en tampon HBS contenant 1/20ème d’une tablette de cocktail 
d’inhibiteurs sans EDTA en vue d’une purification par chromatographie d’affinité anti-
FLAG. Ce fractionnement est nécessaire du fait de la plus faible capacité de la résine anti-
FLAG à capturer les protéines recombinantes possédant une étiquette FLAG 
(typiquement 0,6 à 1 mg de protéine capturée par ml de résine anti-FLAG contre environ 
20 à 50 mg/ml de résine Ni-NTA). 6 ml de suspension de résine anti-FLAG (A2220, 
Sigma) en glycérol (en rapport 1/1, soit environ 3 ml de résine final) ont été équilibrés 
par au moins 60 ml de tampon HBS puis l’aliquot dilué de protéines pré-purifiées sur 
résine Ni-NTA a été passé environ 2 fois sur la résine anti-FLAG.  
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La résine a ensuite été lavée par 20 ml de tampon HBS puis les protéines ont été éluées 
par 10 ml de peptide FLAG (synthétisé par Proteogenix, pureté > 95%) 200 μg/ml en 
tampon HBS. La résine a ensuite été régénérée par environ 7 ml d’une solution de 
glycine 100 mM, pH 3,5 puis rééquilibrée par au moins 60 ml de tampon HBS. Toutes les 
étapes de purification par chromatographie d’affinité sur résines Ni-NTA et anti-FLAG 
ont été effectuées à 4°C et à un débit de 20 ml/h. Les tampons utilisés pour chaque 
purification ont préalablement été filtrés sur membrane d’ester de cellulose (pores de 
0,22 μm, Millipore) et stockés à 4°C. 
 

b) Purification par chromatographie d’exclusion stérique 

Une ou plusieurs fractions (selon la quantité de protéine présente) purifiées sur résine 
anti-FLAG ont été regroupées puis concentrées par centrifugation. Un dispositif de 
concentration d’une capacité de 15 ml et d’une masse moléculaire limite de 10 kDa 
(Amicon Ultra-15 10K, Millipore) a préalablement été lavé par pipetage par environ 5 ml 
d’eau distillée afin d’éliminer le glycérol de stockage, puis lavé par centrifugation avec 10 
ml d’eau distillée et enfin équilibré par 10 ml de tampon HBS par centrifugation à 4°C à 
2500 x g pendant 10 min. Les fractions d’élution ont été concentrées dans les mêmes 
conditions afin d’obtenir un volume final d’environ 2 ml. Le rétentat a ensuite été de 
nouveau concentré à 4°C par centrifugation et en cycle de 2 min à 8500 x g, en utilisant 
un dispositif plus petit (0,5 ml, Amicon Ultra-0.5 10K, Millipore), préalablement lavé et 
équilibré dans les mêmes conditions, jusqu’à obtenir un volume de rétentat de 0,5 ou de 
1 ml selon la concentration en protéine. 

La purification par chromatographie d’exclusion stérique a été effectuée sur une résine 
semi-préparative de 24 ml (Superdex S200 Increase 10/300 GL, GE Healthcare) installée 
sur un système de purification Äkta (FPLC, Äkta purification system, GE Healthcare). La 
résine a été équilibrée par 2 volumes de colonne d’eau distillée et 1 volume de colonne 
de tampon HBS à l’envers afin d’éliminer de potentiels contaminants conservés après de 
précédents lavages, puis équilibrée à l’endroit par au moins 5 volumes de colonne de 
tampon HBS à un débit de 0,5 ml/min et à 10°C. 500 μl de la solution de protéine 
concentrée ont été injectés par une boucle de 500 μl en tampon HBS à un débit de 0,5 
ml/min et à une température de 10°C. L’élution des protéines a été suivie par 
spectrophotométrie à 280, 230 et 215 nm et les fractions d’élutions ont été récupérées 
par fraction de 50 ou 100 μl. La résine a ensuite été lavée selon les instructions du 
fournisseur et stockée entre 4 et 10°C. Les tampons utilisés pour chaque purification ont 
préalablement été filtrés sur membrane d’ester de cellulose (pores de 0,22 μm, Millipore) 
et stockés à 4°C.  



 

95 
 

c) Concentration des ectodomaines exprimés en système procaryote 

Les fractions d’élution en sortie de chromatographie d’exclusion stérique contenant les 
ectodomaines des syndécans purifiés ont été concentrées à 4°C par centrifugation et en 
cycle de 2 min à 8500 x g (sur Amicon Ultra-0.5 10K, Millipore), préalablement lavé et 
équilibré dans les mêmes conditions que décrites précédemment, jusqu’à obtenir un 
volume d’environ 500 μl ou une concentration souhaitée. Le rétentat a ensuite été 
centrifugé à 18 000 x g pendant 20 min à 4°C et le surnageant a délicatement été pipeté, 
transféré dans un nouveau tube à faible adsorption de protéines (Axygen) puis stocké à -
20°C pour de futures expériences. 
 

III.3.2 Purification des ectodomaines exprimés en système eucaryote 

a) Purification par chromatographie échangeuse d’anions 

10 ml de résine échangeuse d’anions (diéthylaminoéthyle, DEAE) ont été prélevés et 
lavées à 4°C à un débit de 20 ml/h par 30 ml d’une solution de NaOH 100 mM. La résine 
a ensuite été équilibrée par au moins 100 ml de tampon acétate de sodium 100 mM pH 
4,5 contenant du NaCl 150 mM et de l’urée 5 M (tampon d’équilibration). Après 
décongélation du milieu de culture, de l’urée a été ajouté à une concentration finale de 5 
M et de l’acétate de sodium à une concentration finale de 100 mM, puis le pH a été 
ajusté à pH 4,5 par de l’acide acétique. Le milieu contenant les ectodomaines des 
syndécans exprimés en système eucaryote a été passé une seule fois sur la résine DEAE à 
20 ml/h et à 4°C. La résine a ensuite été lavée par au moins 50 ml de tampon 
d’équilibration puis le tampon a été échangé par 30 ml de tampon HBS (pH 7,4). Les 
protéoglycanes ont été élués par paliers de 20 ml par du tampon d’élution contenant du 
NaCl 0,5, 1, 1,5 et 2 M en HBS. Les fractions d’élution ont été congelées à -20°C pour de 
futures analyses et la résine a été rééquilibrée par au moins 100 ml de tampon 
d’équilibration.  
 

b) Purification par chromatographie d’affinité sur résine anti-FLAG 

Après analyse, les fractions d’élutions récoltées après chromatographie échangeuse 
d’anions contenant les ectodomaines des syndécans exprimés en système eucaryote ont 
été décongelées et purifiées par chromatographie d’affinité sur résine anti-FLAG. Le 
même protocole que pour la purification des ectodomaines des syndécans exprimé en 
système procaryote a été suivi à l’exception de l’utilisation d’une concentration en NaCl 
de 300 mM dans le tampon HBS dans toutes les étapes de purification. L’étape d’élution 
a également été réalisée par du peptide FLAG 200 μg/ml en HBS (NaCl 0,3 M).  
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c) Concentration des ectodomaines exprimés en système eucaryote 

Les fractions éluées lors de la purification par chromatographie d’affinité sur résine anti-
FLAG ont été regroupées puis concentrées par centrifugation. Un dispositif de 
concentration d’une capacité de 15 ml et d’une masse moléculaire limite de 30 kDa 
(Amicon Ultra-15 30K, Millipore) a préalablement été lavé dans les mêmes conditions 
que décrits précédemment puis équilibré à 4°C par 10 ml de tampon HBS par 
centrifugation à 2500 x g pendant 10 min. Les fractions d’élution ont été concentrées 
afin d’obtenir un volume de rétentat d’environ 2 ml dans les mêmes conditions de 
centrifugation. Si nécessaire, le rétentat a été de nouveau concentré par centrifugation 
en cycle de 2 min à 8500 x g en utilisant un dispositif plus petit (0,5 ml, Amicon Ultra-0.5 
30K, Millipore), préalablement lavé et équilibré dans les mêmes conditions. Le rétentat a 
ensuite été centrifugé à 18 000 x g pendant 20 min à 4°C et le surnageant a été 
délicatement pipeté, transféré dans un nouveau tube à faible adsorption et stocké à -
20°C pour de futures expériences. 
 

III.4 Analyse des syndécans purifiés par électrophorèse et par Western blot 

III.4.1 Electrophorèse sur gel de polyacrylamide en conditions dénaturantes 

Les protéines ont été analysées par électrophorèse sur gel de polyacrylamide en 
conditions dénaturantes (SDS-PAGE) suivant le protocole de Laemmli (1970) selon lequel 
elles sont séparées sur un gel discontinu composé d’un gel de concentration à 4 % de 
polyacrylamide (pH 6,8) et d’un gel de séparation dont la concentration en 
polyacrylamide variait 5 à 15 % (pH 8,8) dans nos expériences. L’ajout de dodécylsulfate 
de sodium (SDS) permet de dénaturer les protéines et de les charger négativement de 
façon homogène (1,4 g de SDS / g de protéine) ce qui permet de les séparer en fonction 
de leur masse moléculaire apparente. Les protéines exprimées en système procaryote et 
purifiées ont été analysées par SDS-PAGE avec une concentration en polyacrylamide de 
8 à 15 % dans le tampon de migration Tris-HCl 62,5 mM, glycine 192 mM, SDS 0,1 % 
(m/v), pH 8,3). Les échantillons ont été dilués 2 fois en tampon non réducteur (Tris-HCl 
125 mM pH 6,8, glycérol 20 % (v/v), SDS 4 % (m/v), bleu de bromophénol 0,1 % (m/v)) 
ou réducteur lorsque spécifié, puis placés au bain sec pendant 4 min à 95°C avant d’être 
déposés sur gel. 

La migration a été effectuée à puissance constante (entre 3 et 5 W par gel). Les protéines 
ont été colorées toute la nuit par une solution de bleu de Coomassie (InstantBlue, ISB1L, 
Sigma) sous agitation (environ 300 rpm), puis le gel a été lavé plusieurs fois en eau 
distillée jusqu’à obtenir un fond incolore.  
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Les protéines exprimées en système eucaryote ont été analysées de façon similaire mais 
elles ont préalablement été précipitées avant leur dépôt. Pour cela, 100 ou 200 μl de 
solution ont été précipités par 4 volumes d’acétone froid (-20°C) puis placés à -20°C 
pendant une heure. La solution a ensuite été centrifugée à 14 000 x g, pendant 10 min à 
température ambiante. Le surnageant a été éliminé et les tubes ont été placés sous hotte 
pendant 5 min afin de faciliter l’évaporation de l’acétone résiduel. Le culot a ensuite été 
resuspendu en tampon non réducteur (Tris-HCl 62,5 mM pH 6,8, glycérol 10 % (v/v), SDS 
2 % (m/v), bleu de bromophénol 0,05 % (m/v)) puis la solution a été placée au bain sec 
pendant 4 min à 95°C avant d’être déposée sur gel. Le détail de chaque analyse par SDS-
PAGE est indiqué dans les figures. Lorsqu’une coloration au nitrate d’argent a été 
réalisée, le gel de polyacrylamide a été incubé toute la nuit dans une solution de fixation 
contenant de l’éthanol 50 % (v/v) et de l’acide acétique 10 % (v/v) diluée dans de l’eau 
distillée. Les étapes suivantes ont été réalisées dans le respect du protocole du 
fournisseur (ProteoSilver, PROTSIL1, Sigma-Aldrich).  
 

III.4.2 Western blot 

Après la séparation par électrophorèse, les protéines exprimées en système procaryote 
ont été transférées sur une membrane de polyfluorure de vinylidène (PVDF ayant des 
pores de diamètre 0,45 μm, Millipore) ou sur une membrane de Nylon (ayant des pores 
de diamètre 0,45 μm, Invitrogen) pour celles exprimées en système eucaryote. La 
membrane de PVDF a préalablement été incubée pendant quelques minutes dans de 
l’éthanol pur puis dans le tampon de transfert (Tris 25 mM, glycine 192 mM, éthanol 20 
% (v/v), pH 8,3). La membrane de Nylon a directement été incubée dans le tampon de 
transfert. Le transfert a été effectué pendant 1 h (Nylon) ou 1h30 (PVDF) à intensité 
constante (250 mA) dans le tampon de transfert. La membrane a ensuite été incubée 
dans 25 ml de solution de saturation (lait écrémé 5 % (m/v) / Tween-20 0,05 % (v/v) dans 
du tampon phosphate salin) pendant 1h30 à 37°C sur roue (10 rpm). La membrane a été 
lavée trois fois par 5 ml de PBS/Tween-20 0,1 % (v/v) puis incubée pendant la nuit dans 5 
ml d’une solution de PBS/Tween-20 0,1 % (v/v) contenant 76 ng/ml d’anticorps primaire 
monoclonal anti-FLAG (F3165, Sigma-Aldrich) à 4°C et sur roue (10 rpm).  

La membrane a été lavée 3 fois par 5 ml de PBS/Tween-20 0,1 % (v/v) puis incubée 1 h à 
température ambiante sur roue (10 rpm) dans 5 ml de PBS/Tween-20 0,1 % (v/v) 
contenant 40 ng/ml d’anticorps secondaire couplé à la peroxydase du raifort (172-1011, 
Bio-Rad). La membrane a été lavée 3 fois en PBS/Tween-20 0,1 % (v/v) puis 3 fois en PBS 
seul à température ambiante.  
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La révélation des protéines immunoréactives a été effectuée par l’incubation de la 
membrane avec 2,5 ml de deux solutions contenant le peroxyde d’hydrogène d’une part 
et le luminol (+ amplificateur) d’autre part (SuperSignal West Pico Plus, Thermo 
Scientific) pendant 5 min sur roue (10 rpm) et à température ambiante. L’excès de 
solution a été éliminé et le signal a été enregistré pendant 5 à 60 s par un ChemiDoc 
XRS+ (Bio-Rad).  
 

III.5. Calcul des concentrations des protéines purifiées par spectrophotométrie 

Le serveur ProtParam (https://web.expasy.org/protparam) a été utilisé afin d’obtenir les 
masses moléculaires et le coefficient d’extinction molaire à 280 nm théorique des 
protéines exprimées en systèmes procaryote (ED-x) et eucaryote (ED-x PG) en utilisant 
leurs séquences en acides aminés (Tableau III). 

Protéines 
recombinantes 

Masse moléculaire 
théorique (Da) 

Coefficients d’extinction molaire 
théorique à 280 nm (M-1.cm-1) 

Protéines exprimées en système procaryote (sans glycosaminoglycanes) 

ED-1 27 160,92 6 990 

ED-2 17 214,51 7 450 

ED-3 38 830,73 9 970 

ED-4 17 959,42 2 980 

ED-4 C150A 17 790,22 2 980 

Protéoglycanes exprimés en système eucaryote (avec glycosaminoglycanes) 

ED-1 PG 27 513,36 6 990 

ED-2 PG 17 566,94 7 450 

ED-3 PG 41 313,55 9 970 

ED-4 PG 18 311,85 2 980 

Tableau III : Masse moléculaire théorique (Da) et coefficient d’extinction molaire théorique 
à 280 nm (M-1.cm-1) calculés par ProtParam des ectodomaines des syndécans exprimés en 
systèmes procaryote et eucaryote. Concernant les protéoglycanes (exprimés en cellules 
eucaryotes), la masse moléculaire représente celle de la protéine seule. 
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III.6 Bioinformatique structurale 

III.6.1 Prédiction du désordre intrinsèque 

La propension de désordre intrinsèque a été prédite avec le prédicteur metaPrDOS 
(Ishida & Kinoshita, 2008) en utilisant les séquences en acides aminés des protéines 
recombinantes. Les paramètres de prédiction ont été laissés par défaut (taux de faux-
positifs 5 %, limite ordre/désordre 0,5). 
 

III.6.2 Prédiction de la composition en structures secondaires 

La composition en structures secondaire a été prédite en utilisant les séquences en 
acides aminés des protéines recombinantes avec le prédicteur PSIPRED 4.0 (Buchan & 
Jones, 2019). Les paramètres de prédiction ont été laissés par défaut. 
 

III.6.3 Prédiction des Molecular Recognition Features (MoRFs) 

La taille et la localisation des MoRFs sur les ectodomaines des syndécans ont été 
prédites en utilisant les séquences en acides aminés des protéines recombinantes avec le 
prédicteur MoRFchibi System (Malhis et al., 2016). 
 

III.6.4 Modélisation l’extrémité C-terminale d’ED-4 et du dimère d’ED-4 

La structure tridimensionnelle de l’extrémité C-terminale de l’isoforme-2 du syndécan-4 
(40 derniers résidus, 116KRISPVEESEDVSNKVSMSSTVQGSNIFERTEVLAGCPEH155) a été 
prédite par dynamique moléculaire (MREMD, multiplexed replica exchange molecular 
dynamics) en utilisant le serveur UNRES (Czaplewski et al., 2018). Seule la séquence en 
acides aminés a été utilisée comme données initiales et l’ensemble des paramètres a été 
laissé par défaut. Cinq clusters sont générés et une structure représentative pour chaque 
cluster est donnée. Ces 5 structures représentatives sont classées selon leur probabilité, 
comprise entre 0 et 1 où 1 représente la structure la plus probable. Le docking par 
dynamique moléculaire de la structure représentative la plus probable a été réalisé avec 
UNRES-Dock sans contrainte et en utilisant comme ligand et comme récepteur la même 
structure. Tous les paramètres ont été laissés par défaut. La modélisation de la totalité de 
la séquence d’ED-4 a été réalisée localement avec BUNCH (Petoukhov &. Svergun, 2005). 
Dans un premier temps, les intensités de diffusion théoriques de la structure 
représentative des 40 résidus C-terminaux d’ED-4 sous forme monomérique et ne 
comprenant pas l’étiquette FLAG ont été calculées par CRYSOL (Svergun et al., 1995) 
avec un nombre d’harmoniques de 15, puis elles ont été utilisées dans le programme 
pre_bunch afin de générer une structure initiale d’ED-4 sous forme monomérique.  
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Le calcul de BUNCH a été configuré en imposant une symétrie P2 (dimère). Le facteur de 
pénalité des boucles a été supprimé (valeur de 0 au lieu de 1) étant donné que les 
séquences sont prédites comme désordonnées. Les résidus de glycine 149, de cystéine 
150 et de proline 151 ont été contraints de se situer à moins de 6 Å de leur homologue 
présent dans la seconde chaîne dans la structure finale. Les données expérimentales de 
SEC-SAXS collectées précédemment pour le dimère d’ED-4 ont été utilisées avec une 
valeur de smax ≤ 0,4 Å-1. Les autres paramètres ont été laissés par défaut. Le squelette 
peptidique et les chaînes latérales ont été ajoutés par SABBAC (Maupetit et al., 2006) et 
l’énergie du modèle tout atome a été minimisé avec le champs de force FF2 de UNRES 
(Czaplewski et al., 2018). La section efficace de collision de ce modèle a été calculée avec 
IMPACT selon les méthodes de trajectoire et de projection (Marklund et al., 2015).  
 

III.7 Caractérisation biophysique des ectodomaines des syndécans 
 

III.7.1 Dichroïsme circulaire 

Les expériences de dichroïsme circulaire ont été réalisées sur un spectropolarimètre 
Chirascan (Applied Photophysics, SFR Biosciences UMS3444/US8, Protein Science Facility, 
Lyon, France). Les spectres d’ED-1 (150 μg/ml), ED-2 (100 μg/ml), ED-3 (100 μg/ml) et 
ED-4 (150 μg/ml) en tampon phosphate de potassium (KH2PO4/K2HPO4 10 mM, pH 7,5 
filtré sur membrane d’acétate de cellulose 0,2 μm) ont été enregistrés à 20°C dans une 
cuve en quartz de trajet optique 0,1 cm sur la gamme 260 – 190 nm avec un pas de 0,5 
nm, un temps de réponse de 1 s et une bande passante de 0,5 nm. 5 spectres ont été 
enregistrés par échantillon puis moyennés et le signal du tampon seul a été soustrait. Le 
signal a été enregistré en millidegrés (mdeg) et converti en ellipticité molaire moyenne 
par résidu (deg.cm2.dmol-1.résidus-1). 

Les expériences de dichroïsme circulaire ont également été réalisées en présence de  
concentrations croissantes de 2,2,2-trifluoroéthanol (TFE) de 10 à 60 % (v/v) afin de 
favoriser la formation d’hélices α. Ces expériences ont également été effectuées en 
présence de chlorure de guanidinium (ClGu) 3 et 5 M afin d’une part de déstabiliser les 
structures secondaires existantes et d’autre part de favoriser la formation d’hélices de 
type polyproline II. Les spectres en présence de ClGu ont été enregistrés sur la gamme 
260 – 190 nm mais les données enregistrées sur la gamme 215 – 190 nm n’ont pas été 
utilisées du fait de la forte absorption de la lumière polarisée circulairement des ions 
chlorures.  
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Une série d’expériences de dichroïsme circulaire a été réalisée sur les ectodomaines des 
syndécans (100 μg/ml) en présence des chaperonnes chimiques (oxyde de 
triméthylamine 0,5 M – TMAO et d’acide 4-phénylbutyrique – 4-PBA 10 mM) dans les 
mêmes conditions expérimentales que pour les expériences précédentes.  

Les expériences portant sur l’effet du pH sur la structure secondaire de l’anastelline et de 
l’ectodomaine du syndécan-1 ont été réalisées comme suit : les spectres d’ED-1 (6,7 μM) 
et de l’anastelline (20 μM) en tampon phosphate de potassium 10 mM pH 7,5 ou pH 6,2 
ou en tampon acétate de sodium 1 mM pH 5,0 ont été enregistrés à 20°C dans une cuve 
en quartz de trajet optique 0,1 cm sur la gamme 260 – 190 nm avec un pas de 0,5 nm, 
un temps de réponse de 1,5 s et une bande passante de 2 nm. 5 spectres ont été 
enregistrés par échantillon puis moyennés et le signal du tampon seul a été soustrait. Le 
signal a été enregistré en millidegrés (mdeg) et converti en ellipticité molaire moyenne 
par résidu (deg.cm2.dmol-1.residue-1). 

Les spectres ont été déconvolués en utilisant le serveur Dichroweb 
(http://dichroweb.cryst.bbk.ac.uk, Whitmore & Wallace, 2008) avec l’algorithme CDSSTR 
(Sreerama and Woody, 2000) et le jeu de données « 7 » (Sreerama et al., 2000). Seul ce 
jeu de données possède 5 protéines dénaturées chimiquement et se rapproche ainsi de 
la proportion en structures secondaires des protéines intrinsèquement non structurées.  

 
III.7.2 Détermination du rayon hydrodynamique des ectodomaines des 
syndécans 

a) Calculs théoriques du rayon hydrodynamique 

Les rayons hydrodynamiques (Rh) théoriques des ectodomaines des syndécans ont été 
calculés selon les équations décrites dans la littérature (Uversky, 2002). Ces équations 
empiriques ont été établies à partir d’un jeu de données expérimentales sur les différents 
états de compaction de protéines globulaires à l’état natif (N) ou à l’état de globule 
fondu (molten globule, MG) et de protéine intrinsèquement non structurées 
extrêmement dépliées (coil, C) ou plus compactes (premolten globule, PMG), et sont 
indiqués ci-dessous, par ordre de degré de compaction : 

 
 

 
 

où la masse moléculaire (M) est exprimée en Da et le Rh en Å. 
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b) Détermination du rayon hydrodynamique par chromatographie d’exclusion 
stérique 

La colonne de filtration sur gel de 24 ml (Superdex S200 Increase 10/300 GL) a tout 
d’abord été calibrée en tampon HBS en utilisant un mélange de protéines de masse 
moléculaire et de rayon hydrodynamique (ou rayon de Stokes, Rs) connus, excepté pour 
la conalbumine. 100 μl d’un mélange de protéines (kits de calibration GE28-4038-41 et 
GE28-4038-42, GE Healthcare) diluées à 1,5 mg/ml en HBS ont été injectés par une 
boucle d’injection de 100 μl à un débit de 0,5 ml/min à 10°C (Tableau IV). Le volume 
mort (V0) et le volume total (Vt) de la colonne ont été déterminés par l’injection de 100 
μl de bleu de dextran (environ 2x106 Da) à 3 mg/ml en tampon HBS et de 100 μl 
d’acétone (environ 58 Da) 1,5 % (v/v) en tampon HBS, respectivement. Le volume interne 
(Vi) a été calculé de la façon suivante :  où Vi représente le volume dans les 
billes. Les coefficients de distribution (Kd) et de partition (Kav) ont été calculés selon les 
équations suivantes : 

       

 
où Ve correspond au volume d’élution de la protéine étudiée et Vr le volume de la phase 
mobile additionnée au volume de la matrice (soit le volume total de la colonne). La 
courbe de calibration de la colonne a été obtenue en traçant le coefficient de 
distribution (Kd) en fonction du logarithme (base 10) du rayon hydrodynamique. 
 

Protéines  
injectées 

Masse moléculaire 
(kDa) 

Rayon 
hydrodynamique (Å) 

Ribonucléase A (RNAse A) 13,7 16,4 

Anhydrase carbonique 29,0 21,0 

Ovalbumine 44,0 30,5 

Conalbumine 75,0 - 

Apoferritine 443,0 61,0 

Thyroglobuline 669,0 85,0 

 
Tableau IV : Protéines utilisées pour la calibration de la colonne de filtration sur gel 
(Superdex S200 Increase 10/300 GL) ainsi que leurs rayons hydrodynamiques respectifs. Le 
domaine de fractionnement de la colonne utilisée s’étend de 10 à 600 kDa pour une protéine 
globulaire et de 1 à 100 kDa pour du dextran ainsi qu’une limite d’exclusion de 1300 kDa (pour 
une protéine globulaire). La valeur du rayon hydrodynamique de la conalbumine n’a pas été 
reportée (-). 
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Les ectodomaines des syndécans ont été injectés à une concentration de 1 mg/ml dans 
les mêmes conditions que lors de la calibration de la colonne (en tampon HBS à un débit 
de 0,5 ml/min à 10°C) afin de déterminer leurs rayons hydrodynamiques apparents à 
partir de l’équation extraite de la courbe de calibration. 
 

c) Diffusion dynamique de la lumière 

Les expériences de diffusion dynamique de la lumière (DLS, dynamic light scattering) ont 
été réalisées avec un Zetasizer Nano ZS (Malvern Instruments, SFR Biosciences 
UMS3444/US8, Protein Science Facility, Lyon, France) équipé d’un laser He-Ne (λ = 633 
nm) en collectant la lumière rétrodiffusée à un angle ϴ de 173° (appelé NIBS, pour Non-
Invasive BackScatter) après 60 s d’équilibration. La position et l’atténuation du laser ont 
été déterminées automatiquement par l’appareil. Au moins 11 mesures de 10 s chacune 
ont été enregistrées à 20°C dans des cuvettes à usage unique (UVette, Eppendorf). Les 
mesures de diffusion ont été réalisées en tampon HBS seul pour ED-1 (0,68 – 2,72 
mg/ml), ED-2 (1,78 mg/ml), ED-3 (3,43 mg/ml) et en HBS ± DTT 2 mM pour ED-4 (1,5 
mg/ml). Le rayon hydrodynamique a été calculé à partir de la distribution en volume. Les 
paramètres de mesures ont été laissés par défaut (indice de réfraction des protéines et 
du solvant de 1,45 et 1,33, respectivement, viscosité du solvant : 1,0031 cP). 
 

d) Diffusion dynamique de la lumière couplée à une chromatographie d’exclusion 
stérique 

Les ectodomaines des syndécans ont été injectés sur une colonne d’exclusion stérique 
couplée directement à un appareil de DLS afin d’obtenir des mesures de rayons 
hydrodynamiques précises et de s’affranchir de la diffusion de contaminants ou de 
poussières. Les intensités de diffusions ont été collectées par un Wyatt QELS+ (ligne de 
lumière SWING, synchrotron SOLEIL, Gif-sur-Yvette, France) en fonction du temps 
d’élution. 50 μl d’ED-1 (7,7 mg/ml) et d’ED-2 (5,0 mg/ml) ont été injectés sur une 
colonne de filtration sur gel de 3 ml (Superdex S200 Increase 5/150 GL, GE Healthcare) à 
un débit de 0,2 ml/min à 20°C et en HBS, et 50 μl d’ED-3 (6,5 mg/ml) et d’ED-4 (5,2 
mg/ml) ont été injectés sur une colonne de 24 ml (Superdex S200 Increase 10/300 GL, 
GE Healthcare) à un débit de 0,5 ml/min, 20°C en HBS. Les analyses des données ont été 
effectuées sur le logiciel Astra avec les paramètres laissés par défaut (index de 
réfraction : 1,331, viscosité du solvant : 0,992 cP).  
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III.7.3 Diffusion de la lumière laser multi-angles 

Les mesures de diffusion de la lumière multi-angles couplée à une colonne de 
chromatographie d’exclusion stérique (SEC-MALLS, multi-angle laser light scattering) ont 
été réalisées sur ligne de lumière SWING (synchrotron SOLEIL, Gif-sur-Yvette, France) 
avec un détecteur Wyatt Dawn Heleos (pour les mesures d’intensités diffusées) équipé 
d’un réfractomètre Optilab rEX et d’un spectrophotomètre afin de mesurer les masses 
moléculaires des protéines injectées. 50 μl d’ED-1 (7,7 mg/ml) et d’ED-2 (5,0 mg/ml) ont 
été injectés sur une colonne de filtration sur gel de 3 ml (Superdex S200 Increase 5/150 
GL, GE Healthcare) à un débit de 0,2 ml/min à 20°C et en HBS, et 50 μl d’ED-3 (6,5 
mg/ml) et d’ED-4 (5,2 mg/ml) ont été injectés sur une colonne de 24 ml (Superdex S200 
Increase 10/300 GL, GE Healthcare) à un débit de 0,5 ml/min, 20°C en HBS. Les analyses 
des données ont été effectuées sur le logiciel Astra avec les paramètres laissés par 
défaut. 
 

III.7.4 Diffusion des rayons X aux petits angles 

a) Introduction 

Des expériences de diffusion des rayons X aux petits angles couplées à une colonne de 
chromatographie d’exclusion stérique (SEC-SAXS, small angle X-ray scattering) ont été 
réalisées dans le but de déterminer le rayon de gyration (Rg) et la taille maximale (Dmax) 
des ectodomaines des syndécans ainsi que d’obtenir des informations concernant leur 
degré de compaction et leur flexibilité. Le SAXS est basé sur la diffusion des rayons X par 
les électrons des molécules présentes dans un échantillon en solution. La génération du 
faisceau de rayons X est généralement réalisée dans des synchrotrons. Lorsqu’une 
particule chargée est accélérée, elle émet un rayonnement électromagnétique. Dans le 
cas des synchrotrons, des électrons sont accélérés successivement dans un accélérateur 
linéaire puis circulaire jusqu’à une vitesse proche de celle de la lumière (> 99,99 %) et 
sont stockés dans un anneau de stockage où règne un vide poussé (10-10 torr). Cet 
anneau n’est pas parfaitement circulaire, il s’agit d’une succession de courts segments 
liés par des sections incurvées où sont situés des aimants de courbures. Ils permettent 
de dévier le paquet d’électrons relativistes, qui perdent une partie de leur énergie sous 
forme de photons, c’est le rayonnement synchrotron. Ces photons sont émis dans le 
domaine des rayons X durs (E > 10 keV, λ ≈ 1 Å) et de façon tangentielle à l’anneau de 
stockage. Le rayonnement synchrotron est traité par un jeu de miroirs, collimateurs et 
monochromateurs dans la cabine d’optique afin de le conditionner avant d’illuminer 
l’échantillon dans la cabine d’expérience (Figure 37).  
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En fin de ligne se trouve la cabine de contrôle. Les rayons X illuminant l’échantillon sont 
majoritairement transmis, absorbés et réémis (fluorescence) ou diffusés en perdant 
(diffusion inélastique) ou non de l’énergie (diffusion élastique), la diffusion élastique 
étant le phénomène majoritaire. Cependant, il est estimé qu’un seul photon sur 1 million 
est diffusé par une protéine de 14 kDa concentrée à 1 mg/ml. Les photons transmis sont 
stoppés en aval de l’échantillon et ceux qui ont été diffusés sont enregistrés sur une 
certaine gamme angulaire grâce à un détecteur 2D plongé dans un vide poussé afin de 
s’abstenir de la diffusion des molécules présentes dans l’air (Figure 37). 

 
Figure 37 : Environnement expérimental des expériences de SEC-SAXS. A) Cabine 
d’expérience de la ligne SWING (SOLEIL). Sur la droite se trouve un fin cylindre où se propagent 
les rayons X conditionnés dans la cabine optique, et sur la gauche se trouve le tunnel de 
détection où règne un vide poussé contenant le détecteur qui peut s’y mouvoir. L’échantillon 
peut être injecté sur une colonne de chromatographie d’exclusion stérique grâce à un 
équipement de chromatographie en phase liquide haute performance (HPLC) couplé à un 
appareil de diffusion de la lumière laser multi-angles équipé d’un appareil de diffusion 
dynamique de la lumière (MALLS-DLS), agrandi en B). L’agrandissement en C) montre 
l’environnement de l’échantillon où on distingue à l’arrière le tunnel de détection. L’échantillon 
circule dans un capillaire en quartz, encadré et agrandit en D), qui sera illuminé par les rayons X 
dans ce plan et où des mesures par spectrophotométrie (jusqu’à 8 longueurs d’onde) peuvent 
être réalisées dans le plan perpendiculaire. Photographies prises avec l’aimable accord d’Aurélien 
Thureau, scientifique de la ligne de lumière SWING (synchrotron SOLEIL, Gif-Sur-Yvette, France).  
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b) Rappels théoriques 

Cette section a été réalisée d’après Receveur-Bréchot & Durand (2012), Jeffries & 
Svergun (2015) et Jeffries et al., (2016). Les intensités de diffusion I(s) sont collectées en 
fonction de l’angle de diffusion 2ϴ, représenté par le vecteur de diffusion s (équation 1) : 
 

   (Equation 1) 

où ϴ représente la moitié de l’angle entre le rayon incident et le rayon diffusé et λ la 
longueur d’onde du faisceau de rayons X incident (Figure 38). 

Figure 38 : Représentation schématique de la ligne de lumière. Les optiques (miroirs, 
monochromateurs, collimateurs) permettent d’obtenir une onde monochromatique focalisée qui 
est majoritairement transmise (k0) ou diffusée par l’échantillon (k1). Le vecteur de diffusion s 
dépend de la gamme angulaire (2ϴ) où . 
 
Les expériences de SAXS visent ainsi à obtenir les intensités de diffusion I(s) propres à 
l’échantillon en fonction du vecteur de diffusion s. Les protéines étant en solution, les 
données de diffusion du tampon et du capillaire sont également collectées et doivent 
être soustraites par la mesure du tampon seul, qui doit exactement correspondre à celui 
de l’échantillon. Après soustraction, et considérant que les distances intramoléculaires au 
sein d’une même particule sont conservées dans le temps et dans l’espace, les intensités 
de diffusion sont moyennées pour chaque angle permettant la réduction des données 
bidimensionnelles en 1D, c’est-à-dire le graphique représentant I(s) en fonction de s. En 
considérant une solution monodisperse (i.e. pure) et idéale (i.e. sans interaction ou 
répulsion entre les particules la composant), les intensités de diffusion peuvent être 
décrites comme suivant (équation 2) : 

 (Equation 2) 

où Δρ et V représentent respectivement le contraste et le volume de chaque particule i, 
et P(s) et S(s) sont les facteurs de formes et de structures, respectivement.  
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Le contraste (Δρ) représente la différence de densité de longueur de diffusion ρ, ou en 
d’autres termes, le nombre moyen d’électrons par unité de volume, entre la protéine et 
le tampon. Cette différence est très faible (environ 420 électrons / nm3 pour les protéines 
et 334 pour l’eau). Un moyen simple d’augmenter le contraste est d’alors d’utiliser un 
tampon dont la composition est la plus simple possible et d’utiliser une concentration en 
protéine plus importante. Le facteur de forme P(s) est directement corrélé à la forme 
globale de la protéine et reflète ainsi la façon dont les intensités de diffusion décroissent 
en fonction de s. Enfin, le facteur de structure S(s) décrit l’influence sur la diffusion des 
particules étant à proximité, c’est donc un paramètre reflétant des distances entres les 
composants de l’échantillon et non pas un paramètre interne à ces derniers.  

Dans le cas d’une solution monodisperse et suffisamment diluée, le facteur de structure 
S(s) est réduit à l’unité, et les intensités de diffusion de N particules identiques peuvent 
être décrites comme suivant (équation 3) : 
 

 (Equation 3) 
 
Cette dernière équation montre que l’intensité de diffusion, et donc la qualité des 
données sur une large gamme angulaire (i.e. rapport signal / bruit), dépend directement 
de la concentration en protéine utilisée (ce qui est reflété par le nombre de molécules N 
et le contraste Δρ). Le facteur de forme P(s) reflète la forme globale des molécules dans 
l’espace réel et caractérise ainsi la façon dont les intensités décroissent en fonction de s. 
Les intensités de diffusion des protéines globulaires décroissent en s-4, c’est-à-dire très 
rapidement par rapport à des protéines multidomaines (s-3) ou des chaînes Gaussiennes 
(s-2). Les intensités de diffusion des protéines très allongées (de type bâton rigide) 
décroissent en s-1. Ainsi, plus la conformation globale d’une protéine est allongée, moins 
les intensités décroissent rapidement en fonction de s et réciproquement.  

L’analyse des intensités de diffusion aux petits angles permet de déterminer le rayon de 
gyration (Rg) grâce à l’approximation de Guinier (équation 4) : 
 

 (Equation 4) 

 
où I(0) est l’intensité extrapolée à angle zéro.  
 
La pente de la droite dans la représentation graphique Ln I(s) = f(s2) équivaut ainsi à –
Rg/3 d’où la valeur de Rg est extraite. Pour respecter cette linéarité, le rayon de gyration 
doit être déterminé à des petits angles tel que s ≤ 1,3 / Rg.  
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Le rayon de gyration est un paramètre global directement affecté par la taille et la forme 
des protéines. Ainsi, une protéine en conformation étendue possédera un rayon de 
gyration plus important qu’une protéine globulaire de même masse moléculaire. 
L’approximation de Guinier permet également de déterminer l’intensité à angle zéro 
utilisée dans la détermination de la masse moléculaire des protéines étudiées. Il est 
possible d’estimer la valeur du rayon de gyration pour différents degrés de compaction à 
partir de l’équation de Flory (équation 5) : 
 

  (Equation 5) 
 
où R0 et ν sont des facteurs définis pour chaque degrés de compaction. R0 = √(3/5) x 
4,75 et ν = 0,29 pour des protéines globulaires (Receveur-Bréchot & Durand, 2012), R0 = 
2,54 ± 0,01 et ν = 0,522 ± 0,01 pour des protéines intrinsèquement non structurées et R0 
= 1,927 ± 0,27 et ν = 0,598 ± 0,028 pour des conformations très étendues comme des 
protéines chimiquement dénaturées (Bernadó & Svergun, 2012). La valeur de R0 décroît 
avec la diminution du degré de compaction et indique, qu’en moyenne, les 
conformations retrouvées dans les protéines intrinsèquement non structurées sont plus 
compactes que celles retrouvées dans les protéines globulaires dénaturées 
chimiquement. La valeur de v peut être retrouvée expérimentalement en calculant 
l’exposant de Porod ζ. L’exposant de Porod reflète la manière dont décroissent les 
intensités de diffusion (de s-4 à s-1, comme décrit précédemment). L’inverse de l’exposant 
de Porod (1/ζ) devrait être proche, sinon égal, au facteur ν retrouvé dans l’équation de 
Flory, ce qui permet d’évaluer le degré de compaction d’une protéine avec précision à 
partir des données de SAXS. 

La manière dont décroissent les intensités de diffusion et donc le degré de compaction 
peut être observée graphiquement en utilisant la représentation de Porod-Debye s4I(s) = 
f(s4) pour les protéines globulaires, la représentation de Sibyls s3I(s) = f(s3) pour les 
protéines multidomaines et la représentation de Kratky-Debye s2I(s) = f(s2) pour les 
protéines intrinsèquement non structurées. Si les intensités décroissent en s-4, s-3 ou s-2, 
un plateau devrait apparaître sur les représentations de Porod-Debye, de Sibyls et de 
Kratky-Debye, respectivement. Enfin, la forme globale des protéines peut être évaluée en 
traçant la représentation de Kratky normalisée par l’intensité à angle zéro et le rayon de 
gyration selon la relation suivante : 
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Dans cette représentation, une courbe en cloche dont les coordonnées maximales sont 
(1,732 ; 1,1) reflète une degré de compaction élevé telles que les protéines globulaires, 
alors que des courbes où ce maximum est de moins en moins marqué jusqu’à évoluer 
quasi linéairement reflètent des formes globales plus allongées. Une courbe atteignant 
un plateau aux alentours de 2-3 reflète des conformations très flexibles, ce qui n’est pas 
nécessairement le cas pour des protéines ayant une représentation normalisée de Kratky 
croissant linéairement. Cette représentation permet également de comparer sur un 
même graphique plusieurs protéines de taille ou de conformation différentes. 

Afin d’illustrer ces propos, la représentation normalisée de Kratky de quatre protéines 
possédant différents degrés de compactions a été tracée (Figure 39). Les protéines plus 
ou moins globulaires, ici le facteur de croissance fibroblastique 2 (FGF-2) et de l’amylase-
binding protein A (AbpA) possèdent une courbe en cloche plus ou moins marquée. En 
revanche, une courbe correspondant à une protéine désordonnée et flexible, ici le 
domaine N-terminal du récepteur alpha des œstrogènes (ER-NTD) croît graduellement 
en atteignant un plateau aux alentours de 2-3. Cependant, la courbe issue d’une 
protéine dont la conformation globale est un bâton rigide, ici la protéine de surface G de 
Staphylococcus aureus (SasG) croît d’autant plus et est reconnaissable par une certaine 
linéarité (Figure 39).  

Figure 39 : Représentation normalisée de Kratky pour quatre protéines ayant des degrés 
de compaction différents. Les données de diffusion pour le facteur de croissance fibroblastique 
2 (FGF-2) et de l’amylase-binding protein A (AbpA) ont été simulées par CRYSOL à partir des 
fichiers PDB. Les données de diffusion du domaine N-terminal du récepteur alpha des 
œstrogènes (ER-NTD) et de de la protéine de surface G de Staphylococcus aureus (SasG) ont été 
obtenues depuis la base de données SASDB (www.sasbdb.org). Les codes d’accessions sont 
mentionnés. Les lignes en pointillés possèdent les coordonnées (1,732 ; 1,1) et indiquent la 
position du point maximal de la courbe en cloche pour une protéine globulaire. 
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Le passage de l’espace réciproque à l’espace réel est effectué par la transformation de 
Fourrier sur les intensités de diffusion, ce qui permet de calculer la fonction de 
distribution de paires P(r). La fonction P(r) est un histogramme représentant la 
distribution des distances r entre tous les points d’une particule. Brièvement, elle est 
calculée par la fonction d’autocorrélation γ(r) avec P(r) = r2.γ(r). La fonction γ(r) est une 
fonction strictement décroissante et est définie comme γ0(r) = f(r) où γ0(r) est compris 
entre 0 et 1. γ0(r) représente la probabilité de trouver un point dans une particule se 
trouvant à une distance r d’un autre point. Ainsi, pour r = 0, γ0(r) = 1, c’est-à-dire que la 
probabilité est maximale de trouver ce point au même endroit (ce qui parait trivial). Ce 
qui est plus intéressant est de rechercher pour quelle distance r la fonction γ0(r) = 0. 
Dans la fonction P(r) associée, ce point correspond à la distance r (non nulle) qui n’est 
retrouvée qu’une seule fois. Cette distance est nommée distance maximale des 
particules (Dmax) et reflète ainsi la taille maximale de la protéine en solution.  

Concernant des solutions polydisperses (présence d’agrégats, d’oligomères ou une 
protéine intrinsèquement non structurée), cette distance correspond au Dmax de 
l’espèce la plus allongée et en quantité suffisante pour pouvoir être détectée. La fonction 
de distribution de paires est notamment utilisée à des fins de modélisations sur des 
solutions de protéines monodisperses et idéales. Etant donné que, par définition, les 
protéines intrinsèquement non structurées sont des systèmes polydisperses, ces outils 
de modélisation ne seront pas détaillés davantage. De par leur flexibilité accrue, les 
protéines intrinsèquement non structurées ne possèdent pas une unique conformation 
en solution (l’équation 3 ne s’applique plus). Les intensités de diffusion de chaque 
conformères s’additionnent alors selon l’équation suivante (équation 6) : 
 

  (Equation 6) 
 
où Vk et Ik(s) sont la fraction volumique et les intensités de diffusion pour chaque 
conformère k, respectivement. La fraction volumique est dépendante de la quantité de 
conformères présents dans une conformation donnée (Ck) et de leur volume partiel 
spécifique ( ) selon l’équation suivante (équation 7) : 
 

   (Equation 7) 

Bien que la valeur du volume partiel spécifique diffère légèrement selon les protéines, il 
est admis qu’elle est égale à 0,7425 cm3.g-1, ce qui indique que seule la quantité relative 
des différentes populations de conformations (Ck) est responsable des intensités de 
diffusion collectées sur un tel système.  
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c) Déconvolution des intensités de diffusion des systèmes polydisperses (EOM) 

Il est possible de déconvoluer les données de diffusion collectées sur des protéines 
seules (sans modifications post-traductionnelles) afin d’avoir une vue globale de l’espace 
conformationnel des protéines intrinsèquement non structurées étudiées. Plusieurs 
approches ont été développées dont l’outil EOM (Ensemble Optimization Method) qui a 
été utilisé dans nos expériences portant sur la caractérisation des ectodomaines des 
syndécans exprimés en système procaryote. Trois étapes régissent le calcul réalisé par 
EOM (Figure 40).  

Dans un premier temps, un large pool de conformations est généré de façon aléatoire à 
partir de la séquence en acides aminés de la protéine. Ce pool doit contenir au moins 
10 000 conformères afin que la distribution de la distance de bout en bout des 
polymères générés ne soit pas biaisée aux dépends de conformations compactes ou 
étendues, et suive une distribution Gaussienne afin de visiter l’espace conformationnel 
qui lui est théoriquement offert. Il est possible de générer différents pool initiaux dont 
les distributions des angles dihédraux correspondent à des conformations retrouvées 
dans les protéines intrinsèquement non structurées, où de générer des conformations 
plus étendues de type random coil. Des conformations plus compactes peuvent 
également être générées artificiellement. 

Les intensités de diffusion théoriques sont ensuite calculées par CRYSOL pour chaque 
conformation présente dans le pool. Enfin, une sous-sélection de conformations issues 
du pool (appelé ensemble) est sélectionnée de telle sorte que les intensités de diffusion 
additionnées (selon l’équation 6) de cet ensemble soient ajustées aux données de 
diffusion expérimentales. L’ajustement de la somme des intensités de l’ensemble 
sélectionné par rapport aux intensités expérimentales est réalisé par le test du χ2. La 
sélection de ces ensembles est réalisée par un algorithme génétique dont l’objectif est 
de réduire la valeur du χ2. L’ensemble de conformations s’ajustant le mieux aux données 
expérimentales (χ2 le plus faible) est déconvolué afin d’extraire la distribution du rayon 
de gyration et du Dmax. La comparaison de ces distributions par rapport à celles du pool 
initial de conformations permet d’évaluer l’espace conformationnel de la protéine 
étudiée ainsi que sa flexibilité (Figure 40). 

Des paramètres quantitatifs (Rflex et Rσ) permettent également d’évaluer la flexibilité 
des conformères de l’ensemble sélectionné. La valeur de Rflex est obtenue en calculant 
l’entropie du système Hb(S) qui est comprise entre -1 et 0. Une entropie élevée 
caractérisant une large distribution de paramètres structuraux mène à une valeur d’Hb(S) 
proche de -1.  
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A l’inverse, une distribution plus restreinte possédera une valeur d’Hb(S) proche de 0. Le 
paramètre Rflex est définit selon l’équation suivante (équation 8) : 
 

  (Equation 8) 
 
Les systèmes flexibles possèdent une valeur de Rflex proche de 1, annotée sous forme 
de pourcentage (100 %). La valeur de Rσ permet de calculer la variance de la distribution 
de l’ensemble sélectionné par rapport à celle du pool. Une valeur de Rσ > 1 devrait être 
retrouvée dans le cas où la valeur de Rflex de l’ensemble sélectionné est supérieure à 
celle du pool, et réciproquement. Le calcul de Rσ permet ainsi de vérifier la qualité de la 
déconvolution (Tria et al., 2015). 
 

 
Figure 40 : Procédure de déconvolution des intensités de diffusion suivie par l’outil 
Ensemble Optimization Method, EOM. Figure extraite de Bernadó & Svegun (2012). 

EOM génère également la structure 3D des conformères faisant partie de l’ensemble 
sélectionné. Ces conformères sont des modèles de basse résolution où chaque résidu 
d’acide aminé est représenté par une sphère. Ces modèles permettent de visualiser de 
façon générale l’étendue et la flexibilité du système. 
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d) Collection et traitement des données de diffusion obtenues expérimentalement 

Les intensités de diffusion ont été collectées sur la ligne SWING (synchrotron SOLEIL). La 
calibration a été réalisée sur l’eau et les protéines ont été centrifugées à 18 000 x g 
pendant 20 minutes à 4°C avant leur injection sur une colonne de chromatographie 
d’exclusion stérique précédant leur illumination aux rayons X (Tableaux Vet VI). 

Acquisition des données de diffusion 

Instrument Ligne de lumière SWING (Synchrotron SOLEIL) 
Détecteur Dectris EIGER 4M 

Longueur d’onde (Å) 
Energie (keV) 

1,03324 
12 

Distance 
cellule - détecteur 

(m) 
2,0 

Gamme enregistrée 
(s, Å-1) 

0,0041 – 0,5597 

 

Expériences de SEC-SAXS réalisées sur les ectodomaines des syndécans sans GAGs 

Echantillons ED-1 ED-2 ED-3 ED-4 
Colonne de 

chromatographie 
d’exclusion stérique 

Superdex S200 Increase 5/150 GL (GE Healthcare) 

Volume injecté (μl) 50 
Concentration en 
protéine (mg.ml-1) 

7,7 5,0 14,6 8,3 

Débit (ml.min-1) 0,2 
Température (°C) 20 

Exposition Continue : 1 acquisition.s-1 (990 ms d’exposition + 10 ms de temps mort) 
Tampon HBS (HEPES 10 mM, NaCl 150mM, pH 7,4) 
Guinier : 
smax.Rg 

nombre de points 

1,29 
23 

0,998 
34 

1,28 
24 

0,985 
33 

 

Tableau V : Conditions expérimentales utilisées pour la collection des données de SEC-
SAXS sur les ectodomaines des syndécans exprimés en système procaryote. 
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Expériences de SEC-SAXS réalisées sur les ectodomaines des syndécans avec GAGs 

Echantillons ED-2 PG ED-3 PG ED-4 PG 
Colonne de 

chromatographie 
d’exclusion 

stérique 

BioSec 
5-1000 

(Agilent) 

BioSec 
3-300 

(Agilent) 

BioSec 
5-1000 puis 3-300 

(Agilent) 

Volume injecté (μl) 50 
Concentration en 

protéine (μM) 
N.D. 124 N.D. 

Débit (ml.min-1) 0,3 
Température (°C) 20 

Exposition Continue : 1 acquisition.s-1 (990 ms d’exposition + 10 ms de temps mort) 
Tampon HEPES 10 mM, NaCl 300 mM pH 7,4 
Guinier : 
smax.Rg 

nombre de points 

1,29 
10 

N.D. 
1,26 
14 

 
Tableau VI : Conditions expérimentales utilisées pour la collection des données de SEC-
SAXS sur les ectodomaines des syndécans exprimés en système eucaryote. Les paramètres 
d’acquisition des données sont identiques au Tableau V. La détermination du rayon de gyration 
d’ED-4 PG selon l’approximation de Guinier a été réalisée sur l’expérience où la colonne BioSec 
3-300 a été utilisée. N.D. : non déterminé. 

 
La colonne de chromatographie d’exclusion stérique BioSec 5-1000 (Agilent) de 5 ml 
possédant une gamme de fractionnement s’étendant de 50 à 750 kDa a été utilisée pour 
analyser l’ectodomaine du syndécan-2 exprimé en système eucaryote (ED-2PG) puis une 
Biosec 3-300 (Agilent) de 5 ml possédant une gamme de fractionnement comprise entre 
5 kDa et 1 250 kDa a été utilisée pour analyser ED-3PG. ED-4PG a été analysé avec les 
deux colonnes. Ces colonnes sont disponibles sur la ligne lumière SWING (Synchrotron 
SOLEIL) et possède un support en silice recouvert d’une couche hydrophile.  

La réduction des données de diffusion a été réalisée avec le programme Foxtrot (logiciel 
de la ligne de lumière SWING). Les données de diffusion du tampon seul ont été 
enregistrées dans le volume mort des colonnes de chromatographie d’exclusion stérique 
puis moyennées et soustraites aux données collectées pour chaque échantillon. La 
présence d’une faible quantité d’espèce de hautes masses moléculaire éluées à un 
volume d’élution proche de celui des ectodomaines des syndécans a nécessité un 
traitement supplémentaire des données de diffusion. Ce traitement a été effectué avec le 
module US-SOMO HPLC SAXS (Brookes et al., 2016). 
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Brièvement, ce module permet de convertir les intensités de diffusion I(s) = f(s) en 
intensité de diffusion en fonction du temps I(t) = f(t) et ce pour chaque valeur du vecteur 
de diffusion s (donc pour chaque angle). Il en résulte un graphique ressemblant à un 
chromatogramme où sont superposées toutes les intensités mesurées en fonction du 
temps et pour chaque valeur de s. Il est alors possible de visualiser si une ou plusieurs 
espèces sont à l’origine des intensités de diffusion mesurées en ajustant des courbes 
Gaussiennes sous ces courbes. Typiquement, les données I(t) = f(t) pour un seul angle 
sont d’abord sélectionnées (entre 0,01 et 0,02 Å-1 afin d’avoir un signal intense et peu 
bruité) et une ou plusieurs courbes Gaussiennes sont ajustées (la qualité de l’ajustement 
est indiquée par la valeur du χ2). Ces courbes Gaussiennes sont ensuite étendues à la 
totalité de la gamme angulaire. Finalement, les données propres à chaque courbe 
Gaussienne sont reconverties en intensité de diffusion I(s) = f(s) et la participation 
d’autres espèces à la diffusion de la protéine étudiée est ainsi éliminée. 

Les données I(s) = f(s) propres à la protéine étudiée ont été comparées avec le test 
CorMap (Franke et al., 2015) présent dans la suite PRIMUSqt (Franke et al., 2017). Le test 
CorMap (pour correlation map) est un test statistique très restrictif. A l’inverse du χ2 qui 
évalue la similarité entre deux courbes de façon globale, le test CorMap est très sensible 
aux différences locales et ne nécessite pas d’indiquer les erreurs sur la mesure, 
contrairement au χ2. Le test CorMap calcule les probabilités de similarité (des 
corrélations) entre deux courbes. Si cette probabilité (indiquée par une p-value) est 
inférieure à une valeur seuil (α = 0,01), les deux courbes sont considérées comme 
statistiquement différentes. Ce test peut être visualisé sur une carte où les valeurs de 
corrélations de deux jeux de données sont représentées avec un code binaire oui / non, 
imagé par l’alternance d’aires noires et blanches (Figure 41).  

Deux jeux de données I(s) = f(s) similaires sont caractérisés par une carte où les valeurs 
de corrélations sont distribuées de façon homogène (Figure 41A), et à l’inverse, ils sont 
différents si ces corrélations forment de larges aires blanches ou noires (Figure 41B). La 
localisation de ces aires indique la gamme angulaire où les deux courbes diffèrent de 
façon significative. 
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Figure 41 : Exemples de cartes de corrélation (CorMap) correspondant à des courbes de 
diffusion similaires (A) ou différentes (B) où une déviation importante est observée dans la 
gamme angulaire s’étalant de 0 à environ 2 nm-1. D’après Franke et al., (2015).  

 

Au moins 29 acquisitions ont été moyennées pour chaque ectodomaine des syndécans 
après l’élimination des courbes non superposables d’après le test CorMap. Les quelques 
points différant de l’approximation de Guinier (i.e. équation 4) aux petits angles ont été 
supprimés puis la courbe résultante a été soumis au programme SHANUM (Konarev & 
Svergun, 2015). Cet outil a été développé afin de définir la gamme angulaire où les 
données de diffusion contiennent de l’information structurale afin de s’affranchir 
notamment des données bruitées collectées aux grands angles, dépourvues 
d’information structurale. Il en résulte une courbe de diffusion définitive utilisée pour les 
futures analyses. Les données de diffusion ont été déconvoluées avec EOM. La séquence 
en acides aminés des protéines recombinantes a été utilisée afin de générer deux pools 
initiaux contenant 10 000 conformères ayant une distribution de leurs angles dihédraux 
cohérente avec des conformations plus ou moins compactes annotées respectivement 
comme pré-globule fondu (PMG) ou random coil (RC) dans ce manuscrit. Le nombre 
d’harmoniques a été laissé par défaut (15) et 100 cycles ont été réalisés par l’algorithme 
génétique. 
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III.7.5 Spectrométrie de masse en conditions natives et mobilité ionique 

a) Rappels sur l’ionisation par électronébulisation 

Des expériences d’ESI-MS (electospray ionization – mass spectrometry) et de mobilité 
ionique (ESI-IM-MS ou IM-MS) ont été réalisées sur les ectodomaines des syndécans 
exprimés en système procaryote afin de caractériser leur hétérogénéité 
conformationnelle. Tout comme l’APCI (ionisation chimique à pression atmosphérique) 
et la CSI (cold spray ionization), l’ionisation par électronébulisation (ESI) permet l’analyse 
d’échantillon liquide à pression atmosphérique, mais possède cependant la gamme de 
masse analysable la plus étendue (jusqu’à environ 250 kDa). Cette source d’ionisation est 
commune aux appareils d’ESI-MS classique et de mobilité ionique utilisés dans nos 
expériences. Une source nano-ESI permet d’utiliser un plus faible volume d’échantillon 
(Figure 42A) où la solution de protéine est placée dans une aiguille avec un filament en 
nickel et rapprochée de l’entrée du spectromètre (Figure 42B).  

 
Figure 42 : Source Nano-ESI d’un spectromètre de masse à mobilité ionique. A) Vue 
générale de la source Nano-ESI du spectromètre à mobilité ionique utilisée pour nos 
expériences. On distingue l’aiguille dans laquelle se trouve la solution de protéine. B) 
Agrandissement de l’aiguille contenant l’échantillon où on observe le filament en nickel. A droite 
se trouve l’orifice d’entrée du spectromètre. Photographies prises avec l’aimable accord de 
Fabien Chirot, responsable de l’appareil de mobilité ionique (Institut des Sciences Analytiques).  
 

Sous l’effet d’un champ électrique (3 – 5 kV avec une source ESI, et environ 800 V avec 
une source Nano-ESI), la solution à analyser va se déformer à l’extrémité de l’aiguille, 
formant un cône de Taylor. Des gouttes vont être formées et les protéines qui y sont 
présentes vont s’ioniser en capturant des protons du solvant (Figure 43). Le solvant 
s’évapore progressivement jusqu’à que la limite de Rayleigh soit atteinte engendrant 
une explosion Coulombienne. Il en résulte des gouttelettes chargées où les molécules de 
solvant résiduelles vont être éliminées grâce à un gaz de séchage, typiquement du 
diazote, ce qui mène à la formation d’analytes chargés et désolvatés (Figure 43).  
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Ce type d’ionisation mène à la génération d’ions multichargés. Le solvant doit être 
volatile et ne pas perturber la structure tertiaire ou quaternaire des protéines. On parle 
alors de mode natif. Une solution d’acétate d’ammonium 50 mM pH 7,4 est la plus 
souvent utilisée lors de ces expériences.  
 

 
Figure 43 : Mécanisme d’ionisation des protéines par électronébulisation (ESI). Figure 
extraite de Banerjee & Mazumdar (2012). 

 

b) Acquisition des données d’ESI-MS native 

L’objectif des expériences d’ESI-MS en conditions natives est d’obtenir la distribution des 
états de charges (CSD) des protéines analysées, c’est-à-dire un graphique représentant 
l’intensité de chaque ion en fonction de son rapport masse sur charge (m/z). Dans le cas 
des protéines intrinsèquement non structurées, le degré d’ionisation par 
électronébulisation est corrélé à la surface des conformères présents en solution au 
moment de l’analyse. Les conformations les plus étendues acquerront davantage de 
charges que des conformations plus compactes (Testa et al., 2013, Schramm et al., 2019).  

La distribution des états de charges des protéines globulaires est généralement 
restreinte et unimodale. A l’inverse, celle des protéines intrinsèquement non structurées 
est multimodale où plusieurs enveloppes peuvent être détectées, correspondant à la 
présence de sous-populations de conformations. La distribution des états de charge 
peut être déconvoluée afin de définir l’abondance relative de chaque sous-population en 
représentant l’intensité de chaque état de charge z en fonction de l’état de charge, I(z) = 
f(z). Des courbes Gaussiennes sont ensuite ajustées sous chaque population observées 
dans cette nouvelle représentation (Dobo & Kaltashov, 2001, Santambrogio et al., 2018) 
(Figure 44). 
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Figure 44 : Déconvolution de la distribution des états de charges obtenue par ESI-MS. La 
déconvolution des CSDs est réalisée en modifiant la représentation de I(m/z) = f(m/z) (à gauche) 
en I(z) = f(z) puis en ajustant des courbes Gaussiennes sous chaque population observée dans 
cette nouvelle représentation (à droite). Adaptée de Santambrogio et al., (2018).  
 
Cette représentation permet également de déterminer la proportion (Pi en pourcentage) 
de chaque sous-population détectée en calculant le rapport de l’aire d’une courbe 
Gaussienne pour une population (Ai) sur l’aire totale, c’est-à-dire la somme des aires des 
courbes Gaussiennes ajustées (équation 9) : 
 

     (Equation 9) 

 
La déconvolution de la distribution des états de charge permet d’évaluer l’hétérogénéité 
conformationnelle des protéines intrinsèquement non structurée mais uniquement de 
façon relative en observant par exemple qu’une population est plus chargée qu’une 
autre ce qui reflète des conformations plus étendues. Un moyen d’obtenir des valeurs 
numériques caractérisant le degré de compaction de ces populations est de calculer la 
surface accessible au solvant (SASA) exprimée en Å2. Le calcul de cette valeur est basé 
sur la charge moyenne acquise par les conformations (zav), l’intensité de chaque état de 
charge z et des équations empiriques issus de jeux de données. La charge moyenne en 
prenant en compte la totalité du CSD ou d’une population précise est calculée selon 
l’équation suivante (équation 10) : 

  (Equation 10) 

où A et B représentent l’état de charge sélectionné le plus petit et le plus grand, 
respectivement, et Ii et Itot sont les intensités d’un état de charge i donné et la somme 
des intensités des états de charges de la gamme sélectionnée, respectivement.  
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La valeur de SASA peut être calculée sur la totalité de la gamme des états de charge afin 
d’obtenir une valeur de moyenne de SASA (SASAav) reflétant l’ensemble des 
conformations adoptées par une protéine intrinsèquement non structurée (Li et al., 
2016) selon l’équations suivante (équation 11) : 

          (Equation 11) 

La valeur de SASA peut également être calculée uniquement pour les conformations les 
plus étendues (SASAext) en sélectionnant les états de charge appartenant à la population 
la plus ionisée (Testa et al., 2011) selon l’équation suivante (équation 12) : 

       (Equation 12) 

Les expériences de spectrométrie de masse en conditions natives ont été effectuées sur 
un spectromètre Impact II (Bruker) équipé avec une source ESI Apollo II (Bruker) au 
Centre Commun de Spectrométrie de Masse de l’Institut (ICBMS, UMR5246) par 
Alexandra Berlioz-Barbier, responsable de la plateforme (Figure 45). 

 

Figure 45 : Spectromètre de masse utilisé lors des expériences 
d’ESI-MS en conditions natives. L’ionisation des protéines a été 
réalisée par électronébulisation (ESI classique). Les rapports m/z ont 
été calculés grâce à un analyseur à temps de vol (TOF) visible sur la 
gauche (la cheminée bleue). L’analyse peut être couplée à une HPLC 
(à droite) du moment que le tampon reste volatil. Photographie prise 
avec l’aimable accord d’Alexandra Berlioz-Barbier, responsable du 
centre Commun de Spectrométrie de Masse de l’Institut (ICBMS, 
UMR5246) 

 

 

Le tampon HBS a préalablement été échangé contre une solution d’acétate d’ammonium 
50 mM pH 7,4 par chromatographie d’exclusion stérique (Superdex S200 Increase 
10/300 GL, GE Healthcare) puis les fractions d’élutions contenant les ectodomaines des 
syndécans exprimés en système procaryote ont été concentrées comme décrit 
précédemment. 200 μl d’ED-1 (600 μg/ml), ED-2 (590 μg/ml), ED-3 (420 μg/ml), et ED-4 
(180 μg/ml) ont été infusés à un débit de 10 μl/min par un pousse-seringue. Ce 
spectromètre est équipé d’un analyseur quadripolaire et d’un analyseur à temps de vol 
(TOF) en série.  
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Dans ces expériences, l’analyseur quadripolaire n’a été utilisé que pour guider et 
focaliser les analytes après leur ionisation étant donné qu’aucune étape de sélection ne 
doit être appliquée. Le TOF a en revanche permis de calculer les rapports masse sur 
charge (m/z) afin d’obtenir la distribution des états de charges des ectodomaines des 
syndécans. Les paramètres de l’instrument ont été fixés comme suit : température de la 
source ESI : 200 °C, tension du capillaire : 3 kV, pression du gaz de nébulisation : 41 Psi, 
fréquence d’acquisition : 2 Hz. L’ensemble des expériences a été réalisé dans des 
conditions expérimentales identiques afin de pouvoir comparer les ectodomaines des 
syndécans entre eux. Le CSD des protéines a été déconvolué en ajustant des courbes 
Gaussiennes comme décrit précédemment avec le logiciel Origin (OriginLab) avec le 
minimum de courbes possible et jusqu’à ce que la qualité de l’ajustement atteigne au 
moins R2 = 0,99. L’abondance relative des sous-populations détectées et la valeur de 
SASAav et de SASAext ont été calculées comme décrit précédemment (équations 9 – 12).  
 

c) Acquisition des données de mobilité ionique 

Ces expériences ont été réalisées en collaboration avec Fabien Chirot (Institut des 
Sciences Analytiques - ILM, Villeurbanne) et Luke MacAleese (Institut Lumière Matière - 
ISA, Villeurbanne) avec l’aide de Mathilde Bouakil (ILM) et d’Aurélien Le Fèvre (ISA) sur 
un spectromètre à mobilité ionique au sein de l’ISA (Simon et al., 2015). L’équipement 
nécessaire aux expériences de mobilité ionique est assez similaire à celui utilisé lors des 
expériences d’ESI-MS. Dans nos expériences, le spectromètre (Maxis Impact, Bruker) se 
composait notamment d’une source Nano-ESI (voir Figure 42), de deux analyseurs 
(quadripolaire et à temps de vol) et d’un détecteur. Deux tubes de dérive de 79 cm de 
long chacun étaient positionnés en série entre la source et l’analyseur quadripolaire et 
contenaient de l’hélium à une pression d’environ 4 Torr (≈ 500 Pa). Une cinquantaine de 
microlitres d’ectodomaines des syndécans exprimés en système procaryote et dilués à 
une concentration de 10 μM dans une solution d’acétate d’ammonium 50 mM pH 7,4 
ont été placés dans l’aiguille de la source Nano-ESI.  

Après leur nébulisation, les protéines ionisées et désolvatées sont guidées dans le 
premier tube de dérive par un champ électrique appliqué au niveau de l’entrée du 
premier tube (funnel A – FA, Figure 46). La tension appliquée sur le FA est modulable et 
est fixée à la valeur la plus faible possible (20 V) afin de limiter l’énergie cinétique des 
ions et d’éviter ainsi des forces de collisions trop importantes entre les protéines et les 
atomes d’hélium (FA20). Elle peut être augmentée pour favoriser au contraire ces 
collisions, provoquant le dépliement des protéines, on parle alors d’activation.  
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La totalité des ions est ensuite piégée juste avant le second tube, ce-dernier permettant 
de mesurer leur temps de dérive. Les ions sont relâchés au même moment du piège et 
les protéines voyagent ensuite grâce à l’application d’un champ électrique à travers ce 
second tube (Figure 46). Leur temps de dérive est dépendant de leur charge et de leur 
conformation du fait de leur collision avec les atomes d’hélium. Les protéines ayant des 
conformations compactes ont une probabilité plus faible de collisionner que celles ayant 
des conformations plus étendues. D’un point de vue statistique, une molécule d’analyte 
collisionne avec un seul atome d’hélium à la fois. 

 

Figure 46 : Schéma général montrant les principales caractéristiques du spectromètre à 
mobilité ionique utilisé dans nos expériences. A) Après leur ionisation (source Nano-ESI), le 
mélange d’ions peut être transféré sans activation (FA20), piégé puis transféré jusqu’au 
deuxième tube où leur temps de dérive est mesuré. B) Les ions peuvent également être activés 
ce qui engendre des conformations plus étendues (flèche rouge), piégés, puis transférés de la 
même façon jusqu’au second tube de dérive. 
 

 
On peut ainsi obtenir la distribution des temps d’arrivée (ATD) de l’ion analysé, c’est-à-
dire l’intensité de l’ion en fonction de son temps de dérive (en ms), où sa distribution 
suit une loi gaussienne dont la courbe est plus ou moins large selon l’hétérogénéité 
conformationnelle des espèces portant la même charge et selon l’ampleur de sa 
diffusion dans le tube de dérive. Afin de prendre en compte les paramètres d’ionisation 
et de conformations de chaque analyte, la valeur de la section efficace de collision (CCS, 
Ω) a été calculée pour chaque état de charge (z) selon l’équation suivante (équation 13) : 
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  (Equation 13) 

 
où K est la mobilité de l’ion dans le tube, e la charge élémentaire, N le nombre d’atomes 
d’hélium dans le tube, m et M la masse de l’hélium et de l’ion, respectivement, kB la 
constante de Boltzmann et T la température dans le tube. La mobilité K de l’ion est le 
seul paramètre inconnu dans le calcul de la CCS, et est définit comme (équation 14) : 
 

    (Equation 14) 

 
où t est le temps total entre l’injection des ions dans le tube de dérive et leur détection, 
et t0 le temps de dérive des ions entre la sortie du tube de dérive et le détecteur. L 
représente la longueur du tube de dérive et E le champ électrique appliqué dans le tube. 
Cette équation est du type y = ax + b. En modulant uniquement la valeur du champ 
électrique E, il est alors possible de déterminer la valeur de la mobilité K de l’ion en 
traçant la représentation linéaire : 

 

 
où la valeur de K est déduite du coefficient directeur de la droite. Dans nos expériences, 
5 tensions différentes ont été appliquées (250, 350, 400, 450 et 550 V) afin de déterminer 
précisément la valeur des sections efficaces de collision de chaque ion. Afin d’éviter des 
biais expérimentaux liés à l’accumulation d’énergie, l’application des différentes tensions 
dans le tube n’a pas été croissante mais aléatoire.  

Les mesures de stabilité des conformations les plus compactes ont été réalisées 
dans les mêmes conditions que les expériences précédentes, et 6 valeurs d’activation 
(FA) ont été appliquées (20, 50, 80, 120, 150 et 190 V). La tension dans le tube 2 a été 
fixée à 550 V et n’a pas été modulée, en conséquence les CCS n’ont pas été calculées 
dans cette série d’expériences. La stabilité conformationnelle des conformations les plus 
compactes a été déterminée en calculant la variation (en %) du temps de dérive mesuré 
à FA190 (td190) par rapport à celle à FA20 (td20) selon (équation 15) : 
 

   (Equation 15) 

La variation de temps de dérive est inversement proportionnelle à la stabilité d’une 
conformation.  
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III.8 Etude des interactions biomoléculaires 

III.8.1 Interférométrie de biocouche 

a) Rappels théoriques 

L’interférométrie de biocouche (BLI) est une technique de détection et de caractérisation 
des interactions biomoléculaires en temps réel et sans marquage où l’un des partenaires 
est immobilisé à la surface d’un biocapteur (ligand) et l’autre est en solution (analyte, 
Shah & Duncan, 2014). La technique est basée sur le phénomène d’interférométrie, où 
une source lumineuse (lumière blanche) est divisée en un premier faisceau illuminant 
une couche biocompatible à l’extrémité du biocapteur sur laquelle est immobilisé le 
ligand, et un second faisceau illuminant une référence interne (Figure 47). Les deux 
faisceaux sont réfléchis et interfèrent de façon constructive ou destructive à différentes 
longueurs d’onde et le motif d’interférence est détecté par une caméra CCD (charge 
coupled device). Lorsque l’analyte interagit avec le ligand, le motif d’interférence du 
faisceau réfléchi est décalé vers des longueurs d’ondes plus importantes (blue shift) du 
fait de l’augmentation de l’épaisseur du trajet optique. Ce décalage (shift) est enregistré 
au cours du temps et est présenté sous forme d’un sensorgramme (Figure 47). 
 

 
 
Figure 47 : Principe de l’interférométrie de biocouche. En absence de variation d’épaisseur à 
la surface du capteur, le phénomène d’interférence ne se produit pas (A), mais les ondes 
interfèrent lorsque l’épaisseur du trajet optique varie, comme dans lors de l’interaction entre un 
ligand (bleu) et un analyte (rouge) (B). Ce décalage de longueur d’onde (Δλ) est mesuré et tracé 
en fonction du temps afin d’obtenir un sensorgramme (C). Flèche jaune : lumière incidente, 
ondes violette et grise : faisceaux réfléchis. 
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Seules les molécules interagissant avec la surface du biocapteur provoquent une 
modification du motif d’interférence. Une modification conformationnelle importante du 
ligand à la surface du biocapteur peut également altérer l’épaisseur de la biocouche et 
provoquer une variation du motif d’interférence, induisant une modification du décalage 
de longueur d’onde (shift) enregistré. L’utilisation de la BLI permet de suivre les 
interactions en temps réel et d’en déduire les constantes cinétiques d’association (ka, en 
M-1.s-1) et de dissociation (kd, en s-1) à partir desquelles est calculée la constante 
d’équilibre de dissociation (KD, en M) reflétant l’affinité de l’analyte envers son ligand. La 
détermination avec précision de ces paramètres nécessitent d’une part l’utilisation de 
différentes concentrations en analyte et d’autre part qu’au moins 10 % des complexes se 
dissocient lors de la phase de dissociation. Dans le cas contraire, il est possible d’extraire 
la valeur de kobs (en s-1) qui est une constante de vitesse observée reflétant le 
phénomène dynamique d’association - dissociation lors de la formation du complexe. 
C’est une constante de vitesse reflétant les changements de vitesse d’association en 
fonction de la diminution de la concentration en ligand libre (Wilson et al., 2010). La 
valeur de kobs ne peut être déduite que de la phase d’association. 
 

b) Crible des partenaires extracellulaires des ectodomaines des syndécans 

Les expériences d’interférométrie de biocouche ont été réalisées sur un système Octet 
RED96 (FortéBio, Molecular Devices). Les protéines criblées ont été immobilisées de 
façon covalente par couplage amine sur un biocapteur AR2G (Amine Reactive Second-
Generation, FortéBio, Molecular Devices) en ajustant le pH de la solution des ligands (pH 
< pHi) afin de favoriser leur immobilisation (Tableau VII). Le couplage amine implique la 
formation d’esters de N-hydroxysulfosuccinimide (s-NHS) réagissant d’une part avec les 
fonctions carboxyliques présentes à la surface du capteur et d’autre part avec les 
fonctions amines primaires présentes dans le ligand à immobiliser. Le biocapteur AR2G a 
été activé de façon identique pour chaque protéine criblée et cette étape a été réalisée 
dans une plaque 96 puits noir avec 200 μl de solution. Le biocapteur a été équilibré au 
moins 10 minutes dans de l’eau distillée afin d’éliminer le saccharose utilisé pour son 
stockage. Il a ensuite été trempé dans de l’eau distillé pendant 60 s, puis dans une 
solution contenant du s-NHS 20 mM et du 1-Ethyl-3-(3-dimethylaminopropyl) 
carbodiimide (EDC) 40 mM dilués dans de l’eau distillée pendant 300 s. Le capteur a 
ensuite été trempé dans la solution de protéine criblée pendant 300 s (Tableau VII) puis 
les groupements activés n’ayant pas réagi ont été neutralisés dans une solution 
d’éthanolamine 1 M pH 8,5 diluée en eau distillée pendant 300 s.  
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Enfin, les capteurs activés ont été trempés successivement dans deux puits contenant du 
tampon HBS-P20 0,05 % (v/v) pH 7,4 pendant 180 s chacun (le P20 étant un détergent), 
et stockés ainsi jusqu’aux expériences d’interactions réalisées moins d’une dizaine de 
minutes après l’immobilisation des protéines criblées. Toutes les protéines criblées sont 
d’origine humaine (Tableau VII). 

Ligands Référence 
Concentration 

(μg/ml) 
Tampon 

d’immobilisation 

α-synucléine 
SP480 

Boston Biochem 
100 

Acétate de sodium 10 mM 
pH 3,0 

Anastelline 
(Fragment C-terminal du 1er 

domaine FNIII de la fibronectine) 

F3542 
Sigma-Aldrich 

100 
Maléate de sodium 10 mM 

pH 6,2 

Collagène IV 
C7521 

Sigma-Aldrich 
250 

Maléate de sodium 10 mM 
pH 5,0 

Domaine NCI du collagène VIII 
Exprimé au 
laboratoire 

100 
Acétate de sodium 10 mM 

pH 4,0 

Ectodomaine du collagène XVII 
Exprimé au 
laboratoire 

250 
Maléate de sodium 10 mM 

pH 5,0 

Ectodomaine du collagène XXIII 
Exprimé au 
laboratoire 

100 
Maléate de sodium 10 mM 

pH 5,0 
Ectodomaine du récepteur à 

domaine discoïdine de type 1 / 
DDR-1 

2396-DR 
R&D Systems 

50 
Acétate de sodium 10 mM 

pH 5,0 

Ectodomaine du récepteur à 
domaine discoïdine de type 2 / 

DDR-2 

2538-DR 
R&D Systems 

20 
Acétate de sodium 10 mM 

pH 5,0 

Endostatine 
(Fragment C-terminal du 

collagène XVIII) 

Exprimée au 
laboratoire 

128 
Maléate de sodium 10 mM 

pH 6,2 

Fibronectine cellulaire 
F2518 

Sigma-Aldrich 
100 

Maléate de sodium 10 mM 
pH 6,2 

Facteur de croissance 
fibroblastique 2 / FGF-2 

C60240 
Promokine 

50 
Maléate de sodium 10 mM 

pH 6,2 
Leukocyte-associated 

immunoglobulin-like receptor 1 
LAIR-1 

2664-LR 
R&D Systems 

50,25 
Acétate de sodium 10 mM 

pH 4,0 

Lysyl oxidase like-2 
LOX-L2 

2639-A0 
R&D Systems 

257 
Acétate de sodium 10 mM 

pH 4,0 
 
Tableau VII (1/2) : Protéines immobilisées lors des cribles d’interactions réalisés par 
interférométrie de biocouche.  
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Ligands Référence 
Concentration 

(μg/ml) 
Tampon 

d’immobilisation 
Ectodomaine de MARCO / 
Macrophage receptor with 

collagenous structure 

7586-MA 
R&D Systems 

62,5 
Maléate de sodium 10 mM 

pH 6,2 

Ectodomaine de la Neuropiline 1 
/ NRP1 

Exprimé au 
laboratoire 

50 
Acétate de sodium 10 mM 

pH 5,0 
Propeptide de la lysyl oxydase 

PPLOX 
Exprimé au 
laboratoire 

100 
Maléate de sodium 10 mM 

pH 6,2 
Ectodommaine du Tumor 

endothelium marker 8 / TEM-8 
H00084168-P01 

Abnova 
17 HBS-P20 0,05 % (v/v) 

Facteur de Nécrose Tumorale 
alpha / TNF-α 

210-TA 
R&D Systems 

50 
Acétate de sodium 10 mM 

pH 5,0 
Facteur de croissance de 

l'endothélium vasculaire / VEGF 
V7259 

Sigma-Aldrich 
12,5 

Maléate de sodium 10 mM 
pH 6,2 

Ectodomaine du récepteur de 
type 2 au facteur de croissance 
de l'endothélium vasculaire / 

VEGFR-2 

357-KD 
R&D Systems 

250 
Maléate de sodium 10 mM 

pH 6,2 

Tableau VII (2/2) : Protéines immobilisées lors des cribles d’interactions réalisés par 
interférométrie de biocouche.  
 

Les expériences d’interaction ont été réalisées en trempant les capteurs sur lesquels ont 
été immobilisées les protéines cibles dans deux puits consécutifs contenant 200 μl de 
tampon HBS-P20 0,05 % (v/v) ph 7,4 pendant 60 s puis pendant 300 s dans 200 μl de 
solutions d’ectodomaines des syndécans exprimés en système procaryote purifiés. Les 
ectodomaines des syndécans ont systématiquement été utilisés en tant qu’analytes afin 
de conserver leur caractère flexible. Ils ont été dilués à une concentration de 500 nM 
dans le tampon HBS-P20 0,05 % (v/v). L’étape de dissociation a été effectuée pendant 
300 s dans le tampon HBS-P20 0,05 % (v/v). Puis le capteur a été stocké dans le même 
tampon. La totalité des expériences a été réalisée à 25 °C et sous agitation (1000 rpm). 

Un capteur de référence a systématiquement été activé dans les mêmes conditions que 
décrit précédemment mais en absence de ligand. Le sensorgramme de référence obtenu 
par immersion dans l’analyte a été soustrait à celui correspondant à l’expérience 
effectuée avec le ligand pour évaluer la fixation non spécifique de l’analyte à la surface 
du capteur.  
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c) Complexe entre l’anastelline et les ectodomaines des syndécans 

La totalité des expériences a été réalisée en immobilisant l’anastelline sur des capteurs 
AR2G et en utilisant les ectodomaines syndécans portant leurs chaînes de 
glycosaminoglycanes (d’origine commerciale), les ectodomaines des syndécans exprimés 
en système procaryote (sans chaînes de glycosaminoglycanes) ou les 
glycosaminoglycanes comme analytes (Tableau VIII). L’activation des capteurs AR2G a 
été réalisée dans les mêmes conditions que précédemment.  

Les capteurs activés ont été trempés pendant 300 s dans une solution d’anastelline 
(F3542, Sigma-Aldrich) diluée à une concentration de 100 μg/ml en tampon maléate de 
sodium 10 mM pH 6,2 puis dans deux puits contenant le tampon HBS-P20 0,05 % (v/v) 
pH 7,4 pendant 60 s chacun avant les étapes d’interactions (Tableau VIII). L’étape de 
dissociation a systématiquement été effectuée dans ce même tampon pendant 600 s. La 
totalité des expériences a été réalisée à 25 °C et sous agitation (1000 rpm).  

 

Analytes Référence 
Présence des 

GAGS 
Concentration 

(μM) 
Crible général des ectodomaines des syndécans portant leurs chaînes de GAGs (SDCs) ou 

non (EDs) et des GAGs seuls 
Ectodomaine du syndécan-1 + GAGs 

 SDC-1 
2780 

R&D Systems 
+ 0,3 

Ectodomaine du syndécan-2 + GAGs 
 SDC-2 

2965 
R&D Systems 

+ 0,3 

Ectodomaine du syndécan-3 + GAGs 
 SDC-3 

3539 
R&D Systems 

+ 0,3 

Ectodomaine du syndécan-4 + GAGs 
 SDC-4 

2918 
R&D Systems 

+ 0,3 

Héparane sulfate / HS 
(Muqueuse intestinale de porc) 

GAG-HS01 
Iduron 

+ 5 

Chondroïtine sulfate / CS 
(Cartilage bovin) 

C6737 
Sigma-Aldrich 

+ 5 

Ectodomaine du syndécan-1 
ED-1 

Exprimés au 
laboratoire 

- 5 

Ectodomaine du syndécan-2 
ED-2 

- 5 

Ectodomaine du syndécan-3 
ED-3 

- 5 

Ectodomaine du syndécan-4 
ED-4 

- 5 

Tableau VIII (1/2) : Conditions expérimentales des expériences d’interférométrie de 
biocouche. Le tampon HBS-P20 0,05 % (v/v) pH 7,4 a été utilisé pendant la phase d’association. 
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Analytes 
Concentration de 

l’analyte (μM) 
Tampon 

Phase d’association 
A) Influence de la force ionique 

ED-1 5 
HBS-P20 0,05 % (v/v) 

pH 7,4 + CHAPS 3 mM 

ED-1 5 
HBS-P20 0,05 % (v/v) 
(NaCl 0,15 M) pH 7,4 

ED-1 5 
HBS-P20 0,05 % (v/v) 
(NaCl 0,3 M) pH 7,4 

ED-1 5 
HBS-P20 0,05 % (v/v) 
(NaCl 0,6 M) pH 7,4 

ED-1 5 
HBS-P20 0,05 % (v/v) 
(NaCl 1,0 M) pH 7,4 

B) Influence du pH 

ED-1 5 
HBS-P20 0,05 % (v/v) 

pH 7,4 

ED-1 5 
Maléate de sodium 10 mM - P20 0,05 % (v/v) 

pH 6,2 

ED-1 5 
Acétate de sodium 10 mM - P20 0,05 % (v/v) 

pH 5,0 
C) Interaction entre un oligosaccharide d’héparine (dp8) et l’anastelline 

Dp8 d’héparine 
(Iduron, HO08) 

[ HexUA(2S) – GlcNS(6S)– 
(IdoUA(2S) – GlcNS(6S)x3 ] 

5 
HBS-P20 0,05 % (v/v) 

pH 7,4 

5 
Acétate de sodium 10 mM - P20 0,05 % (v/v) 

pH 5,0 
 
Tableau VIII (2/2) : Conditions expérimentales des expériences d’interférométrie de 
biocouche. Caractérisation de l’interaction entre l’anastelline avec A-B) l’ectodomaine du 
syndécan-1 (ED-1) et C) un octasaccharide d’héparine de degré de polymérisation 8 (dp8). ED-1 
a été exprimé en système procaryote et est dépourvu de chaînes de glycosaminoglycanes. 
HexUA(2S), GlcNS(6S) et IdoUA(2S) représentent un résidu d’acide hexuronique 2-
sulfaté, de glucose N- et 6-sulfaté ou d’acide iduronique 2-sulfaté, respectivement. 

 

La recherche du complexe ternaire entre l’anastelline, l’ectodomaine du syndécan-1 (ED-
1) et les chaînes d’héparane sulfate (HS – Iduron, HS-GAG01) ou de l’octasaccharide 
d’héparine (dp8 – Iduron, HO08) a été réalisée en immobilisant l’anastelline dans les 
mêmes conditions que précédemment. Les concentrations d’analytes (ED-1 et HS ou 
dp8), l’ordre des trempages ainsi que les détails des expériences sont résumées dans le 
Tableau IX. La totalité des expériences a été réalisée dans du tampon HBS-P20 0,05 % 
(v/v), à 25 °C et sous agitation (1000 rpm). 
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Trempage 1 
Chargement 
ED-1 (5μM) 

Trempage 2 
Ligne de base 

(Deux à la suite) 

Trempage 3 
Association 

HS ou dp8 (5 μM) 

Trempage 4 
Dissociation libre 

en tampon 
Complexe ternaire 

Anastelline – ED-1 – 
HS ou dp8 

900 s 

HBS-P20 0,05 % 
(v/v) 

480 s au total 

300 s 

HBS-P20 0,05 % 
(v/v) 
300 s 

Complexe binaire 
Anastelline – ED-1 

900 s 
HBS-P20 0,05 % 

(v/v), 300 s 
Complexe binaire 

Anastelline – HS ou 
dp8 

HBS-P20 0,05 % 
(v/v), 900 s 

300 s 

 
Tableau IX : Formation des complexes binaires et ternaires par BLI. Les trempages, 
numérotés de 1 à 4, des capteurs sur lesquels l’anastelline a été immobilisée ont été réalisés de 
façon séquentielle. Le temps de contact pour chaque étape est indiqué. La dissociation des 
chaînes d’héparane sulfate (HS) ou de l’octasaccharide d‘héparine (dp8) a été réalisée dans le 
même puits que la deuxième étape de ligne de base dans le tampon HBS-P20 0,05 % (v/v) du 
trempage 2. La totalité des expériences a été réalisée dans du tampon HBS-P20 0,05 % (v/v) y 
compris le tampon dans lequel les analytes ont été dilués. 

 

La saturation du ou des sites d’interaction des chaînes d’héparane sulfate sur 
l’anastelline a été réalisée en trempant une série de capteurs où a été immobilisée 
l’anastelline dans les mêmes conditions que précédemment. Puis les capteurs ont été 
trempés dans une solution d’ED-1 diluée à 5 μM en tampon HBS-P20 0,05 % (v/v) pH 7,4 
pendant 0 s (contrôle), 90, 300, 600, 1200 et 3 600 s. Deux lignes de bases ont été 
réalisées (360 s) en trempant les capteurs dans du tampon HBS-P20 0,05 % (v/v) puis les 
capteurs ont été trempés dans une solution d’octasaccharide d’héparine (dp8) pendant 
300 s avant que la dissociation soit effectuée en tampon comme décrit précédemment. 

 

d) Etude des interactions entre les globules rouges et le fibrinogène 

5 ml de sang d’un sujet sain ont été collectés dans des tubes EDTA, héparine et citrate 
puis centrifugés à température ambiante pendant 10 min à 500 x g. Le plasma a été 
éliminé et le culot de globules rouges a été resuspendu dans un tampon HEPES 10 mM, 
NaCl 133 mM, KCl 4,5 mM à pH 7,4 (tampon de course) puis la suspension a été lavée à 
température ambiante par trois cycles de 5 min de centrifugation à 500 x g. Le culot de 
globules rouges a ensuite été resuspendu dans le même tampon et la suspension a été 
laissée 10 minutes sur roue (10 rpm) à température ambiante.  
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Une partie de la suspension de globules rouges (hématocrite de 40 %) a été soumise à la 
digestion par la neuraminidase (N2876, Sigma-Aldrich) à une concentration de 400 
mU/ml pendant 60 min au bain-marie (37°C). Les globules ont ensuite été lavés par 
centrifugation comme décrit précédemment et le culot de globules rouges a été 
resuspendu dans le tampon de course à un hématocrite de 40 %. 

Les expériences de BLI ont été effectuées sur un système Octet RED96 (FortéBio, 
Molecular Devices). Les capteurs AR2G ont été activés de façon similaire au protocole 
précédent puis trempés dans une solution de poly-D-lysine (Corning) à une 
concentration de 100 μg/ml en présence de NaCl 1 M afin de l’immobiliser de façon 
covalente à la surface des capteurs. Les capteurs ont ensuite été trempés dans le tampon 
de course pendant 360 s puis la capture des globules rouges (traités ou non à la 
neuraminidase) s’est effectuée en immergeant les capteurs pendant 20 min dans une 
suspension de globules rouges (1x106 globules rouges / μl). Une ligne de base a été 
effectuée pendant 360 s dans le même tampon puis les capteurs ont été trempés 
pendant 180 s dans une solution de fibrinogène 100 μg/ml (F3879, Sigma-Aldrich) dans 
le même tampon et contenant du CaCl2 1 mM. Les complexes ont été dissociés en 
tampon seul pendant 300 s. La totalité des expériences a été réalisée à 25 °C et sous 
agitation (1000 rpm).  

 

III.8.2 Docking 

a) Docking d’un peptide de l’ectodomaine du syndécan-1 sur l’anastelline 

Les procédures de docking ont été effectuées sur le serveur spécialisé dans le docking 
protéine - peptide CABS-Dock (Kurcinski et al., 2015, Kurcinski et al., 2020). L’anastelline 
a été utilisée comme récepteur et la structure de la séquence de 26 résidus présents 
dans l’ectodomaine du syndécan-1 (54DITLSQQTPSTWKDTQLLTAIPTSPE79) a été générée 
de par le serveur à partir d’un jeu de conformations de peptides, puis utilisée comme 
ligand. La première structure résolue par résonance magnétique nucléaire de 
l’anastelline (PDB : 1Q38, 35 structures au total) a été modifiée de façon à ce que sa 
séquence en acides aminés soit identique à la séquence de la protéine commerciale 
(Figure 48). A l’extrémité N-terminale de la séquence de la protéine commerciale, les 
résidus 1MRGS4 ont été supprimés et un résidu de méthionine a été ajouté. Les résidus 
présents à l’extrémité C-terminale 78TPGSRSHHHHHH89 et contenant l’étiquette 6xHis 
ont été supprimés. La structure modifiée de l’anastelline a été utilisée comme récepteur 
et les paramètres du serveur CABS-Dock ont été laissés par défaut. 
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Com       ---MNAPQPSHISKYILRWRPKNSVGRWKEATIPGHLNSYTIKGLKPGVVYEGQLISIQQ 57 
1Q38      MRGSNAPQPSHISKYILRWRPKNSVGRWKEATIPGHLNSYTIKGLKPGVVYEGQLISIQQ 60 
              ******************************************************** 
 
Com       YGHQEVTRFDFTTTSTS------------ 74 
1Q38      YGHQEVTRFDFTTTSTSTPGSRSHHHHHH 89 
          *****************  

 
Figure 48 : Alignement de la séquence de l’anastelline commerciale (Com) et de la 
séquence utilisée pour obtenir la structure tridimensionnelle de l’anastelline (PDB : 1Q38). 
L’alignement a été réalisé par Clustal Omega. 

 

b) Docking d’oligosaccharides d’héparine et d’héparane sulfate sur l’anastelline 

Ces expériences ont été réalisées par Martyna Maszota-Zieleniak et Sergey Samsonov 
(Université de Gdansk, Pologne). Le premier modèle de l’anastelline (parmi les 35 
structures, PDB : 1Q38) a été utilisé comme récepteur et 5 oligosaccharides de 
glycosaminoglycanes comme ligands (Tableau X). Les expériences de docking ont été 
réalisées avec Autodock 3 (Morris et al., 1998) où une grille cubique de 126 Å de côté 
contenant la totalité de la structure de l’anastelline a été utilisée.  

100 cycles de l’algorithme génétique Lamarckien ont été réalisés (taille de la population 
initiale : 300, 105 générations, 9995 x 105 calculs d’énergie). Les 50 poses les plus 
énergétiquement favorables ont été regroupées en clusters par l’algorithme DBSCAN 
(Ester et al., 1996). Concernant les simulations par dynamique moléculaire, 5 structures 
représentatives des clusters ont été sélectionnées. Les simulations ont été effectuées 
avec le programme AMBER16 avec le champs de force ff14SB (Maier et al., 2015) pour la 
protéine et GLYCAM06 (Kirchner et al. 2008) pour les oligosaccharides dans le modèle de 
boîte d’eau TIP3P (Jorgensen et al. 1983). Les structures initiales ont été neutralisées par 
des contres ions. Le protocole de dynamique moléculaire a été divisé en 4 étapes. 7500 
étapes de minimisation d’énergie ont d’abord été réalisées afin de supprimer les clashes 
stériques. Puis, le système a été chauffé jusqu’à 300 K pendant 10 ps puis les simulations 
ont été réalisées avec une température et une pression constante jusqu’à que la densité 
se stabilise autours de 1 g/ml. Après trois étapes d’équilibration du système, 25 ns de 
simulations ont été réalisées à pression et température constantes. Le programme 
CPPTRAJ présent dans la suite AMBER17 (Wang et al., 2006) a finalement été utilisé pour 
l’analyse des trajectoires. Le programme AMBER16 a été utilisé pour l’analyse 
énergétique des trajectoires et pour déterminer la participation énergétique de chaque 
résidu d’acides aminés dans l’interaction avec les oligosaccharides.  
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Noms des 
oligosaccharides 

Séquence des 
oligosaccharides 

Source / création des 
oligosaccharides 

Oligosaccharides d’héparine 

HE dp4 [ GlcNS(6S)-IdoA(2S) ] x 2 
Samsonov et al., 2015 

Sattelle et al., 2013 HE dp6 [ GlcNS(6S)-IdoA(2S) ] x 3 

HE dp8 [ GlcNS(6S)-IdoA(2S) ] x 4 
 

Oligosaccharides d’héparane sulfate 

HSNA (dp4) GlcNAc-GlcUA-GlcNAc-IdoUA GLYCAM web server 
http://glycam.org HSNS (dp4) GlcNS(6S)-GlcUA-GlcNS(6S)-IdoUA(2S) 

Tableau X : Ligands utilisés lors des expériences de docking et de dynamique moléculaire.   

 

c) Docking d’un oligosaccharide et de l’acide N-acétylneuraminique sur le 
fibrinogène 

Les expériences de docking ont été réalisées localement avec la suite AutoDock Vina 
(version 4.2.6, Trott & Olson, 2010). Les atomes d’hydrogène des groupements polaires 
des résidus du fibrinogène (PDB : 3GHG) ont été ajoutés et les molécules d’eau ont été 
supprimées. Les structures de l’acide N-acétylneuraminique (NANA) et de la O-
glycosylation de la glycophorine A (O-GPA) ont été créés par l’outil CarbohydrateBuilder 
(Glycam.org, Complex Carbohydrate Research Center, The University of Georgia, USA) 
selon la séquence suivante (Aoki, 2017) : 

où les résidus Neu5Ac, Gal et GalNAc correspondent aux résidus de N-
acétylneuraminique, de galactose et de N-acétylgalactosamine, respectivement.  
Le fibrinogène étant un homodimère très étendu (≈ 45 nm de long), un seul monomère 
(composé de trois chaînes, α,β,γ) et l’interface entre les deux monomères ont été utilisés 
durant ces expériences. Le monomère a été divisé en 5 grilles (cubes de 90 Å de côté, 
espacement de 1 Å) où les grilles se chevauchaient sur environ la moitié de leur 
longueur. 40 modèles ont été générés par grille (200 au total) avec une exhaustivité de 
32. 

Neu5Ac α 2 3 Gal β 1 3 

GalNAc α 
3 

6 
Neu5Ac α 

6
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III.8.3 Détermination du site d’interaction entre l’anastelline et 
l’ectodomaine du syndécan-1 par spectrométrie de masse en tandem 

L’anastelline et l’ectodomaine du syndécan-1 exprimé en système procaryote ont été 
réticulés par du 3,3´-dithiobis(sulfosuccinimidylpropionate), DTSSP, puis les complexes 
obtenus ont été analysés par spectrométrie de masse en tandem (MS/MS) sur la 
plateforme Protein Science Facility (Institut de Biologie et Chimie des Protéines, Lyon). 

L’ectodomaine du syndécan-1 (ED-1), dilué à une concentration de 20 μM (environ 540 
μg/ml), et l’anastelline (F3542, Sigma-Aldrich), diluée à une concentration de 60 μM 
(environ 504 μg/ml), ont été incubés à température ambiante pendant 30 min en 
tampon HBS en présence de DTSSP 4 mM (21578, Pierce), dont la solution mère (20 mM) 
a été préparée extemporanément. La neutralisation du DTSSP a été effectuée par du 
Tris-HCl pH 7,4 à une concentration finale de 300 mM pendant 15 min à température 
ambiante et les complexes réticulés ont été conservés à - 20 °C avant leur analyse. Les 
analyses par spectrométrie de masse ont été effectuées sur des complexes avec et sans 
étapes de réduction par du Tris(2-carboxyethyl)phosphine), TCEP, 5 mM et d’alkylation 
par l’iodoacétamide 10 mM. Les analyses ont été précédées d’une digestion des 
complexes par la chymotrypsine (pendant 5 h à 25°C) puis la trypsine (toute la nuit à 
37°C) et l’échantillon a été dessalé sur microcolonne C18 (Pierce).  

1 μl de l’échantillon digéré a été injecté sur un spectromètre de masse Q Exactive HF 
(Thermo Scientific) suivant un gradient de 60 min en mode TOP20 HCD (les 20 ions les 
plus intenses sont automatiquement sélectionnés pour analyse par MS-MS). Les fichiers 
de données ont ensuite été traités avec deux approches. L’identification des peptides a 
été réalisée par Proteome Discoverer 2.4 en utilisant le moteur de recherche SEQUEST 
HT et en restreignant la recherche à la banque de données contenant les deux 
séquences d’ED-1 et de l’anastelline.  

Les modifications potentielles induites par le DTSSP ont été prises en compte : une 
différence de masse de +174 Da est détectée si la liaison est inter- ou intra-protéines, de 
+192 Da si l’agent réticulant est hydrolysé à une extrémité (dead end) et de +145 Da 
après réduction du pont disulfure du DTSSP et alkylation par l’iodoacétamide. La 
validation des peptides identifiés a été faite par une approche « Fixed Value » basée sur 
les scores SEQUEST. La recherche des sites d’interactions a été réalisée grâce deux 
logiciels dédiés (MeroX, v2.0 et pLink, v2.3.9). 
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III.8.4 Turbidimétrie 

L’anastelline (Sigma, F3542) a été incubée à une concentration de 60 μM avec 
l’ectodomaine du syndécan-1 (20 μM) pendant 112 h à 37°C sous agitation (environ 200 
rpm) dans du tampon HBS (pH 7,4) ou d’acétate de sodium 10 mM (pH 5,0). Les mesures 
de turbidimétrie ont été effectuées au bout de 65, 72 et 112 h d’incubation sur un 
spectrophotomètre Cary 60 UV-VIS (Agilent Technologies) équipé d’un adaptateur ayant 
un trajet optique de 1 mm. Les mesures ont été effectuées sur la gamme 700 – 200 nm à 
température ambiante. 

 
III.8.5 Fluorimétrie 

Les expériences de fluorimétrie ont été réalisées sur un spectrofluorimètre Jasco FP-8500 
selon le protocole décrit par Nilsson (2004). 9 spectres ont tout d’abord été enregistrés 
sur 1 ml de solution de thioflavine T 50 μM (Sigma, T3516) en PBS filtré sur membrane 
d’acétate de cellulose 0,2 μm, puis moyennés. 30 μl d’échantillons d’ED-1, d’anastelline 
ou du complexe incubés à 37°C à pH 5,0 ont été ensuite directement ajoutés à la cuve 
contenant la solution de thioflavine T et 9 spectres ont de nouveau été enregistrés puis 
moyennés. La longueur d’onde d’excitation a été fixée à 440 nm (bande passante de 5 
nm) et l’émission de fluorescence a été enregistrée sur la gamme 460 – 600 nm (bande 
passante de 10 nm) avec un pas de 0,2 nm. Les mesures ont été effectuées dans une 
cuve de 1 cm de trajet optique à température ambiante. 
 

 
III.9 Digestion des glycosaminoglycanes et des acides sialiques à la surface des 
globules rouges 

Les échantillons de sang ont été collectés à partir de sujets sains (génotype AA) et de 
patients atteints de drépanocytose (génotype SS) dans des tubes EDTA. Le 
consentement individuel de chaque donneur a été obtenu et le protocole a été 
approuvé par le comité d’éthique des Hospices Civils de Lyon – CPP Est (L14-127) en 
accord avec les directives de la déclaration d’Helsinki. Les globules rouges ont été lavés 
par 3 séries de centrifugation à 4°C pendant 10 minutes à 500 x g en tampon phosphate 
salin pH 7,2 (PBS, Sigma-Aldrich, D8537). Le culot de globules rouges a ensuite été 
resuspendu et les cellules ont été incubées en PBS pendant 60 minutes à 37°C au bain-
marie et à un hématocrite de 40 %, en présence de différentes concentrations d’enzymes 
(Tableau XI). 
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Détails des 
enzymes utilisées 

Concentrations finales 
(mU/ml) 

Héparinase III 
Sigma-Aldrich (H8891) 

Source : Flavobacterium heparinum 

67,5 
150 
300 
400 

Chondroïtinase ABC 
Sigma-Aldrich (C2905) 

Source : Proteus vulgaris 

50 
250 
500 

Hyaluronidase 
Sigma-Aldrich (H3631) 
Source : Testicule bovin 

100 
250 
500 

Neuraminidase 
Sigma-Aldrich (N2876) 

Source : Clostridium perfringens 

400 
600 

 
Tableau XI : Détails des enzymes utilisées dans les expériences d’hydrolyse des 
constituants du glycocalyx des globules rouges sains et drépanocytaires.  
 
Après la digestion enzymatique, les globules rouges ont été centrifugés à température 
ambiante pendant 5 minutes à 500 x g et le surnageant a été recueilli. Les cellules ont 
ensuite été lavées en PBS par 2 séries de centrifugation dans les mêmes conditions. Les 
globules rouges ont été resuspendus à un hématocrite final de 40 % soit dans leur 
plasma autologue, ce qui permet de mesurer leur agrégation, soit dans une solution de 
dextran 3 % (m/v) en PBS (Sigma-Aldrich, 31390) de poids moléculaire moyen de 70 kDa. 
La resuspension des globules rouges dans une solution de dextran permet de mesurer 
leur agrégabilité, c’est-à-dire leur capacité intrinsèque à s’agréger. Enfin, la suspension a 
été oxygénée pendant 10 minutes comme recommandé (Baskurt et al., 2009) avant les 
différentes séries de mesures. 
 
 
III.10 Mesures rhéologiques effectuées sur les globules rouges  

III.10.1 Mesure de la déformabilité des globules rouges (ektacytométrie) 

Les mesures de déformabilité ont uniquement été réalisées sur les globules rouges 
resuspendus dans leur plasma autologue avec l’ektacytomètre LORRCA MaxSis (Laser-
assisted Optical Rotational Cell Analyser, Mechatronics, Pays-Bas) à 37°C.  
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L’appareil se compose de deux cylindres concentriques (système Couette) séparés 
d’environ 300 μm (entrefer) où la suspension de globules rouges a été déposée. La mise 
en mouvement du cylindre interne permet de soumettre les globules rouges à des forces 
de cisaillement selon l’équation suivante : 

 

Il n’est cependant pas possible de déposer la suspension de globule rouge telle quelle, 
car cela induirait une vitesse de rotation trop importante du fait de la faible viscosité du 
sang (entre 4,8 et 5,3 cP pour des vitesses de cisaillement supérieure à 200 s-1). 7 μl de 
suspension de globules rouges ont alors été mélangés avec une solution de 
polyvinylpyrrolidone de viscosité plus importante (27 cP à 37°C). La vitesse de rotation 
étant connue, il est alors possible d’imposer aux globules rouges des forces de 
cisaillement déterminées. Un laser de longueur d’onde de 670 nm est ensuite émis du 
cylindre externe et cible une caméra CCD devant laquelle l’échantillon circule. Le rayon 
est diffracté par les globules rouges de l’échantillon. Le spectre de diffraction enregistré 
par la caméra CCD, est retransmis sur l’écran d’ordinateur et est de forme ellipitique sur 
lequel le logiciel adapte une ellipse théorique de dimensions connues (en pixels). Pour 
une même force de cisaillement, au moins 50 spectres sont mesurés et 50 ellipses 
adaptées afin de mesurer la déformabilité moyenne des globules rouges, exprimée en 
indice d’élongation, EI : 

 

A et B étant les axes majeur et mineur, respectivement, de l’ellipse théorique. La 
résultante est un graphique représentant l’évolution de l’indice d’élongation en fonction 
des forces de cisaillement appliquées. 
 

 
III.10.2 Mesure de l’agrégation  et de l’agrégabilité des globules rouges 

La mesure de l’agrégation est effectuée en plasma et reflète la tendance qu’ont les 
globules rouges à interagir ensemble pour former des rouleaux. L’agrégation peut être 
provoquée par des facteurs plasmatiques. L’agrégabilité, en revanche, caractérise la 
capacité intrinsèque des globules rouges à former des agrégats, et n’est donc pas due à 
des facteurs externes. 
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Ces mesures ont été effectuées avec l’appareil Myrenne (GmbH, Allemagne). 10 μl de 
globules rouges, préalablement resuspendus soit dans leur plasma autologue soit dans 
une solution de dextran 3% (m/v) de 70 kDa, ont été déposés entre le cône présent dans 
l’appareil et une lame de microscope. Le cône est en rotation, imposant ainsi à 
l’échantillon une vitesse de cisaillement déterminée (600 s-1) pendant 10 secondes, ce 
qui désagrège de potentiels agrégats de globules rouges. Puis un rayon lumineux émis 
par une diode électroluminescente infrarouge traverse le système, d’environ 1,5 mm 
d’épaisseur. L’intensité lumineuse est enregistrée et sa valeur dépendra du nombre et de 
la taille des agrégats formés pendant une période de 5 secondes une fois le cisaillement 
stoppé. Deux programmes existent : soit le signal est enregistré alors que le cône n’est 
plus en rotation pendant la mesure (fonction M) et l’agrégation/agrégabilité sera donc 
mesurée en stase, soit le signal est enregistré alors que le cône tourne encore et à faible 
vitesse (fonction M1), ce qui permet de mesurer l’agrégation/agrégabilité des globules 
rouges à faible vitesse de cisaillement (3 s-1). La fonction M1 donne des valeurs 
généralement plus importantes que l’indice M étant donné que la faible rotation du 
cône potentialise la rencontre des globules rouges et donc l’agrégation/agrégabilité. La 
transmittance de la lumière est mesurée et exprimée sous forme d’une valeur 
adimensionnelle en unité arbitraire. Plus la valeur est élevée, plus 
l’agrégation/agrégabilité est importante. 
 

III.10.3 Analyses statistiques 

La déformabilité et l’agrégation/agrégabilité des sangs prélevés de sujets sains ou de 
patients drépanocytaires sans digestion enzymatique ont été comparées avec le test de 
Mann-Whitney. 

L’effet des digestions enzymatiques sur les propriétés rhéologiques des globules rouges 
a été évalué en utilisant l’analyse de la variance (ANOVA) de Friedman pour mesures 
répétées suivie du test post hoc de Dunn. Une p-value < 0,05 a été considérée comme 
statistiquement significative et la légende suivante a été utilisée : * p < 0,05; ** p < 0,01; 
*** p < 0,001; **** p < 0,0001.  
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IV.1  

 

CARACTÉRISATION STRUCTURALE  

DES ECTODOMAINES DES SYNDÉCANS 

SANS GAGS  
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IV.1.1 Expression et purification des ectodomaines de syndécans sans GAGs 

Après les étapes de transformation et de mise en culture des clones, l’expression des 
ectodomaines de syndécans sous forme recombinante (EDs) a été suivie par 
électrophorèse sur gel de polyacrylamide en conditions dénaturantes et réductrices 
(SDS-PAGE) avant et après induction par l’IPTG (Figure 49).  
 

 
Figure 49 : Analyse par électrophorèse en conditions dénaturantes et réductrices de 
l’expression en système procaryote des ectodomaines des syndécans. 5 μl de culture d’E. coli 
BL21 (DE3) non induite (-) ou induite par l’IPTG 1 mM pendant 3 h (+) ont été dilués dans 15 μl 
de tampon de charge réducteur (β-mercaptoéthanol 5 % (v/v)) puis la totalité a été déposée sur 
gel de polyacrylamide 15 %. 5 μl de marqueurs de masses moléculaires Spectra Low Range 
(26628, ThermoFisher pour ED-1, -2 et -4) ou PageRuler (26616, ThermoFisher pour ED-3) ont 
été déposés. Les protéines ont été colorées par du bleu de Coomassie InstantBlue (ISB1L, Sigma-
Aldrich). Les masses moléculaires sont en kDa. 
 
 

L’analyse par électrophorèse montre que les ectodomaines des syndécans sont exprimés 
et que 3 heures d’induction sont nécessaires. Cependant, les masses moléculaires 
apparentes des ectodomaines des syndécans diffèrent des masses théoriques calculées à 
partir de la séquence en acides aminés. ED-1 migre à une masse moléculaire d’environ 
40 kDa, ED-2 et ED-4 à environ 25 kDa et ED-3 n’a pas suffisamment migré dans le gel 
afin de déterminer sa masse moléculaire apparente précisément, mais semble être aux 
alentours de 100 kDa.  
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Les masses moléculaires théoriques attendues sont de 27,2, 17,2, 38,8 et 18,0 kDa pour 
ED-1 à ED-4, respectivement. Les culots de bactéries ont ensuite été lysés 
mécaniquement et les lysats ont été clarifiés par centrifugation avant d’être purifiés par 
chromatographie d’affinité sur une résine Ni-NTA en tampon HEPES salin (HBS) (Figure 
50). L’élution des EDs a été effectuée par compétition en effectuant 3 paliers successifs 
avec des concentrations d’imidazole de 100, 300 et 500 mM. Les ectodomaines des 
syndécans ont été retenus sur la résine Ni-NTA, bien que l’interaction avec la résine ne 
soit pas optimale car une faible quantité d’ectodomaine de syndécans est présente dans 
les fractions de lavage par l’imidazole 10 et 20 mM. Les 4 ectodomaines ont été élués 
par l’imidazole 100 mM et en plus faible quantité à la concentration de 300 mM. 

 
Figure 50 : Purification par chromatographie d’affinité Ni-NTA des 4 ectodomaines de 
syndécans. Entre 5 et 10 μl de solution initiale (Si), de fraction non retenue (FNR) ou de lavage 
en HBS seul (HBS) ou en présence d’imidazole 10 ou 20 mM (10 mM, 20 mM) et 15 μl de 
fractions éluées par 100, 300 ou 500 mM d’imidazole ont été déposés sur un gel de 
polyacrylamide 15 % (ED-1, -2 et -4) ou 8 % (ED-3). 5 μl de marqueurs de masses moléculaires 
PageRuler (26616, ThermoFisher pour ED-1, -3 et -4) et Spectra Low Range (26628, ThermoFisher 
pour ED-2) ont été déposés en conditions non réductrices. Les protéines ont été colorées par du 
bleu de Coomassie InstantBlue (ISB1L, Sigma-Aldrich). 
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Cette première purification permet l’élimination de la majorité des contaminants sur un 
support ayant une grande capacité de fixation des protéines possédant une étiquette 
poly-histidines. L’analyse par SDS-PAGE en conditions non réductrices montre la 
présence de deux bandes pour ED-4, migrant à environ 28 et 64 kDa, soit un rapport 
d’environ 2, suggérant une dimérisation médiée par un pont disulfure. L’utilisation d’un 
gel 8 % en polyacrylamide a également permis d’estimer la masse moléculaire apparente 
d’ED-3 à environ 89 kDa (Figure 50). 
 
Une seconde étape de purification a été réalisée sur une résine portant un anticorps 
anti-FLAG pour éliminer les contaminants dans les fractions éluées lors de la purification 
sur résine Ni-NTA. Etant donné que la capacité de la résine anti-FLAG est de l’ordre de 
0,6 à 1 mg de protéine par ml de résine (contre 20 à 50 mg/ml pour les résines Ni-NTA), 
les éluats issus de la purification Ni-NTA ont été dilués entre 4 et 8 fois en tampon afin 
de ne pas saturer la résine anti-FLAG. L’avantage de l’utilisation de cette résine réside 
dans la haute spécificité de l’anticorps couplé à l’agarose vis-à-vis du peptide FLAG 
présent à l’extrémité C-terminale des EDs recombinants. Les 4 ectodomaines ont été 
élués par compétition avec une solution de peptide FLAG à 200 μg/ml en tampon HBS. 
(Figure 51). 
 

 
 
Figure 51 : Purification par chromatographie d’affinité anti-FLAG des 4 ectodomaines de 
syndécans pré-purifiés par chromatographie d’affinité Ni-NTA. 15 μl d’ED pré-purifié (Eluat 
Ni-NTA), de fraction non retenue (FNR), de lavage en HBS (HBS), d’éluat (Elution) et du lavage 
par une solution de glycine 100 mM pH 3,5 (glycine) ont été déposés sur gel 15 % (ED-1, -2 et -
4) ou 8 % (ED-3). Les protéines ont été colorées par du bleu de Coomassie InstantBlue (ISB1L, 
Sigma-Aldrich). 
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Les EDs ayant subi deux étapes de purification par chromatographie d’affinité sont purs 
d’après l’analyse par électrophorèse. Afin d’éliminer le peptide FLAG présent dans les 
éluats et d’éliminer de potentiels agrégats, une troisième étape de purification est 
effectuée par chromatographie d’exclusion stérique. Les éluats issus de la purification sur 
la résine anti-FLAG sont tout d’abord concentrés par centrifugation jusqu’à obtenir 500 
μl de solution, puis cette solution est injectée sur une colonne semi-préparative de 24 ml 
dont le support est de l’agarose réticulé et du dextran (Figure 52). Cette colonne 
possède un domaine de fractionnement s’étendant de 10 à 600 kDa. 
 

 
Figure 52 : Purification par chromatographie d’exclusion stérique des 4 ectodomaines de 
syndécan préalablement purifiés par chromatographies d’affinité. 500 μl de solution d’EDs 
pré-purifiés par chromatographies d’affinité sur des résines Ni-NTA puis anti-FLAG ont été 
injectés sur une colonne d’exclusion stérique (Superdex S200 Increase 10/300 GL, GE Healthcare) 
équilibrée en tampon HBS à 10°C et à un débit de 0,5 ml/min. Les volumes approximatifs 
d’élution des 4 EDs sont indiqués (* : élution du peptide FLAG). L’élution d’ED-4 a été suivie à 
230 nm du fait de sa trop faible absorbance à 280 nm. U.A. : unité arbitraire. 
 
 
Les fractions contenant les EDs de syndécans ont été ensuite concentrées par 
centrifugation. Puis les rétentats ont été centrifugés à 4°C pendant 20 minutes à 18 000 x 
g avant d’être stockés à -20°C. Concernant ED-4, les éluats contenant le monomère et le 
dimère ont été regroupés et concentrés ensemble. 
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Les EDs de syndécans ont été analysés par SDS-PAGE et Western blot avec un anticorps 
anti-FLAG (Figures 53A et 53B). Etant donné qu’ED-4 est le seul ectodomaine possédant 
un résidu de cystéine dans sa séquence, une dimérisation médiée par un pont disulfure 
est envisagée. Afin de valider cette hypothèse, un aliquot d’ED-4 purifié a été analysé par 
SDS-PAGE en conditions réductrices (Figure 53C), ce qui a provoqué une diminution de 
l’intensité de la bande ayant une masse d’environ 63 kDa et une augmentation de celle 
ayant une masse de 28 kDa, confirmant la dimérisation d’ED-4 par un pont disulfure. 
 

 
Figure 53 : Analyse par SDS-PAGE et Western blot des 4 ectodomaines de syndécans 
purifiés. 2 μg de protéines ont été déposés sur gel de polyacrylamide 15 %. Les protéines ont 
été colorées par du bleu de Coomassie A) ou transférées sur membrane de PVDF et détectées 
avec un anticorps anti-FLAG (B). C) 2 μg d’ED-4 ont été incubés ou non avec du DTT 2 mM (± 
DTT) puis déposés sur gel de polyacrylamide 15 % et colorées par du bleu de Coomassie. 

 

 

Afin de vérifier leur identité, le séquençage des protéines a été réalisé par spectrométrie 
de masse en tandem précédée d’une séparation par chromatographie en phase inverse 
(Plateforme Protein Science Facility, Institut de Biologie et Chimie des Protéines, Lyon). 
Le taux de couverture des séquences atteignait 76 %, 22 %, 43 % et 81 % pour ED-1 à 
ED-4, respectivement, permettant de confirmer l’identité des protéines, bien que le taux 
de couverture d’ED-2 soit assez faible (Annexe 1). 

 

 



 

146 
 

IV.1.2 Détermination de la masse moléculaire des ectodomaines de syndécans 

Les masses moléculaires apparentes observées en électrophorèse en conditions 
dénaturantes sont environ 1,5 à 2 fois plus importantes que celles calculées à partir de la 
séquence des ectodomaines de syndécans. Ce phénomène de migration anormale peut 
être causé par une présence importante de désordre intrinsèque ce qui affecte leur 
mobilité électrophorétique (Uversky, 2010). Afin de déterminer leur masse réelle, les 4 
protéines ont été analysées par diffusion de la lumière laser multi-angles (MALLS) et 
spectrométrie de masse en conditions natives (ESI-MS). 
 

a) Diffusion de la lumière laser multi-angles couplée à la chromatographie 
d’exclusion stérique (SEC-MALLS) 

La masse moléculaire des protéines exprimées en système procaryote a été mesurée en 
solution par diffusion de la lumière laser multi-angles. Les techniques de diffusion de la 
lumière étant extrêmement sensibles aux particules de haut poids moléculaire (agrégats, 
poussières), l’analyse s’est effectuée après passage des ectodomaines des syndécans sur 
une colonne de chromatographie d’exclusion stérique en amont de l’appareillage (SEC-
MALLS). Les résultats des expériences de SEC-MALLS sont présentés dans la Figure 54. 
 
Les masses moléculaires des ectodomaines des syndécans 1 - 3 mesurées par SEC-
MALLS sont de 27,5, 16,6, et 38,6 kDa, respectivement, en accord avec les masses 
calculées à partir des séquences en acides aminés (27,2, 17,2 et 38,8 kDa, 
respectivement). La masse du monomère d’ED-4 mesurée en SEC-MALLS est de 18,0 kDa 
et identique à celle calculée (18,0 kDa). En revanche, la masse mesurée du dimère 
présumé par SEC-MALLS est d’environ 32,6 kDa, la masse théorique étant de 35,9 kDa 
(Tableau XII). 
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Figure 54 : Calcul de la masse moléculaire des ectodomaines des syndécans par SEC-
MALLS. Pour chaque ectodomaines de syndécans (EDs), le chromatogramme (en noir) et la 
valeur de la masse moléculaire (en couleur) sont présentés. Les masses moléculaires obtenues 
après analyse sont indiquées (± erreur). 

 

b) Spectrométrie de masse en conditions natives (ESI-MS) 

La masse moléculaire des ectodomaines des syndécans a également été mesurée par 
spectrométrie de masse en conditions natives. Le terme de conditions natives regroupe 
toutes les conditions expérimentales permettant de conserver d’une part l’intégrité de la 
protéine et d’autre part sa structure tridimensionnelle. Il est toutefois nécessaire que le 
tampon utilisé soit volatil. Dans cette série d’expériences, le tampon HBS a été échangé 
contre une solution d’acétate d’ammonium 50 mM (pH 7,4). Les protéines sont en phase 
gazeuse mais les mesures effectuées en ESI-MS sont beaucoup plus précises (Figure 55).  

Les masses moléculaires des ectodomaines des syndécans calculées par ESI-MS sont en 
accord avec les calculs théoriques et les mesures de SEC-MALLS avec cependant un 
léger écart de masse d’environ 132 Da pour ED-1, ED-2 et ED-4. Cette masse correspond 
exactement à celle d’un résidu de méthionine engageant sa fonction carboxylique dans 
une liaison peptidique. Il est alors très probable qu’ED-1, ED-2 et ED-4 aient perdu leur 
résidu de méthionine N-terminal. Concernant ED-3, l’écart de masse est de moins de 5 
Da, suggérant que ce résidu de méthionine est toujours présent (Tableau XII). 
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Figure 55 : Spectre de masse des ectodomaines des syndécans obtenus en conditions 
natives. Les masses moléculaires obtenues après analyse sont indiquées. 
 

L’ensemble des analyses et prédictions subséquentes nécessitant la séquence en acides 
aminés des ectodomaines des syndécans-1, -2 et -4 sera donc effectué en tenant 
compte de la perte de leur résidu de méthionine en position N-terminale. Le bilan des 
mesures de masses moléculaires est présenté dans le Tableau XII. 
 

 
Masse 

théorique 
Masse calculée 
(SEC-MALLS) 

Masse calculée 
(ESI-MS) 

Ecart de masse 
(Da) 

ED-1 27 161 27 480 ± 0,06 27 029,35 + 131,65 

ED-2 17 215 16 640 ± 0,05 17 083,08 + 131,92 

ED-3 38 831 38 800 ± 0,5 38 835,98 - 4,98 

ED-4 
17 959 
35 918 

18 000 ± 0,06 
32 620 ± 0,03 

17 827,38 
35 654,13 

+ 131,62 
+ 263,87 

 
Tableau XII : Bilan des mesures de la masse moléculaire (Da) des ectodomaines des 
syndécans (EDs). L’écart de masse correspond à la différence entre la masse théorique (calculée 
à partir de la séquence) et la masse mesurée par ESI-MS. 
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IV.1.3 Structures secondaires et désordre intrinsèque des ectodomaines des 
syndécans 

Des expériences de dichroïsme circulaire ont été menées afin de déterminer la 
proportion en structures secondaires et en désordre intrinsèque des ectodomaines des 
syndécans (Figure 56). Le tampon HBS a préalablement été échangé par du tampon 
phosphate de potassium 10 mM (pH 7,4) par chromatographie d’exclusion stérique et 
les fractions d’élutions ont été concentrées par centrifugation. 
 

 
Figure 56 : Composition en structures secondaires et pourcentage de désordre intrinsèque 
des EDs de syndécans. A) Spectres de dichroïsme circulaire des 4 EDs de syndécans. MRE : 
Ellipticité moyenne par résidu. B) Déconvolution des spectres réalisé avec l’algorithme CDSSTR 
et le jeu de données « 7 » de Dichroweb. C) Détermination de la nature du désordre intrinsèque 
des EDs. ED-1 : bleu, ED-2 : orange, ED-3 : vert, ED-4 : violet. Le jeu de données expérimentales 
(gris) de protéines adoptant des conformations de pré-globules fondus (PMG) ou très étendues 
(Coil) est celui d’Uversky (2002).  
 
 
La présence d’un minimum à 199 nm sur les spectres de dichroïsme circulaire montre la 
présence de désordre intrinsèque dans les 4 ectodomaines de syndécans (Figure 56A). 
Ces spectres ont été déconvolués en utilisant un jeu de données comprenant 5 protéines 
chimiquement dénaturées proches des protéines intrinsèquement non structurées (jeu 
de données « 7 »).  
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D’après cette déconvolution, ED-1 et ED-3 sont les plus désordonnés (69 %) alors que les 
deux ectodomaines les plus petits, ED-2 et ED-4 sont les moins désordonnés (52 % et 44 
%, respectivement). Les structures secondaires résiduelles sont essentiellement 
composées de brins β, qui sont majoritairement retrouvés dans ED-2 et ED-4 (26 % et 33 
%, respectivement) et il y en a 16 % et 17 % dans ED-1 et ED-3, respectivement (Figure 
56B).  
 
Comme décrit précédemment, la famille des protéines désordonnées se subdivise en 
deux groupes majeurs, définis selon leur contenance en structures secondaires 
résiduelles et ainsi leur degré de compaction. Les protéines intrinsèquement non 
structurés dites Coil sont plus étendues et possèdent ainsi moins de structures 
secondaires résiduelles que les protéines à l’état de pré-globule fondu (PMG). Les 
travaux d’Uversky (2002) ont permis de démontrer qu’il était possible de différencier ces 
deux groupes à partir des résultats expérimentaux obtenus par dichroïsme circulaire, en 
traçant la valeur de l’ellipticité moyenne par résidu à 222 nm (caractéristique des hélices 
α) en fonction de celle à 200 nm (caractéristique du désordre intrinsèque). Cette 
approche montre qu’ED-1 et ED-3 appartiennent au groupe des IDPs dites coils alors 
qu’ED-4 se retrouve plutôt dans le groupe des IDPs plus compactes (PMG). En revanche, 
ED-2 se situe à l’interface entre la famille des coils et des globules pré-fondus (Figure 
56C). 
 
Des mesures de dichroïsme circulaire ont ensuite été réalisées en présence de 
concentrations croissantes de trifluoroéthanol (TFE) qui favorise la formation des hélices 
α (Culik et al., 2014). Le chlorure de guanidinium (ClGu) est un agent chaotrope qui 
déstabilise les hélices α et les brins β, mais favorise la formation de structure très 
étendue, notamment les hélices de type polyproline II (Kelly et al., 2001, Chemes et al., 
2012). L’utilisation de ces deux composés permet donc d’évaluer le degré de plasticité 
structurale des ectodomaines, à savoir leur capacité à former des hélices α ou 
polyproline II. Les 4 ectodomaines de syndécans ont d’abord été incubés en absence ou 
en présence de TFE (10 – 60 %, v/v) et les spectres ont été analysés de la même façon 
que précédemment (Figure 57).  
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Figure 57 : Spectres de dichroïsme circulaire des EDs en présence de concentrations 
croissantes de trifluoroéthanol. Les ectodomaines des syndécans (EDs) ont été incubés sans 
(courbe noire en pointillé) ou avec des concentrations croissantes de TFE (10 - 60% v/v) (du plus 
clair au plus foncé). 
 
 
L’incubation des EDs en présence de TFE provoque une diminution de l’intensité du 
signal à 200 nm ainsi qu’une apparition progressive de deux minima de plus en plus 
négatifs à 204 nm (ED-1) et 207 nm (ED-2 - 4), valeurs proches de celles caractérisant les 
hélices α (208 et 222 nm) (Figure 57). Ces observations mènent à la conclusion que les 4 
ectodomaines possèdent la capacité de former des hélices α en présence de TFE. D’après 
la déconvolution des spectres, environ un tiers de la séquence d’ED-3 (34 %), un quart 
d’ED-2 (23 %) et environ 15 % d’ED-1 et d’ED-4 forment des hélices α après l’ajout de 60 
% (v/v) de TFE. Ces transitions sont accompagnées d’une perte de désordre pour ED-1 (- 
22 %) et ED-3 (- 29 %), alors que les hélices α se forment majoritairement aux dépens 
des brins β pour ED-2 (- 9 %) et ED-4 (- 11 %) (Figure 58A). La formation d’hélices α 
semble être un processus coopératif pour ED-3 (Figure 58B). 
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Figure 58 : Evolution de la composition en structures secondaires des 4 EDs en présence de 
TFE. A) Variations en structures secondaires des 4 EDs en présence de trifluoroéthanol (60 % 
v/v). Les variations les plus importantes sont en gras (= : pas de variation). B) Evolution de la 
proportion en hélices α au sein des EDs en fonction de la concentration en TFE.  

 
Une autre série d’expériences a été réalisée en présence de chlorure de guanidinium afin 
de promouvoir la formation d’hélices polyproline II (Figure 59). Bien que les 
ectodomaines des syndécans soient enrichis en résidu de proline, leur présence n’est 
toutefois pas obligatoire dans la formation de ce type de structure. Les hélices 
polyproline II sont difficilement visibles sur des spectres de dichroïsme circulaire et sont 
caractérisées par un minimum à 198 nm, donc un signal semblable au désordre, ainsi 
qu’un maximum de très faible intensité à 218 nm. Comme indiqué ci-dessus, le chlorure 
de guanidinium déstabilise les structures secondaires existantes afin de faciliter 
l’observation des hélices polyproline II dont il favorise l’apparition (Chemes et al., 2012). 
Les 4 ectodomaines ont été incubés en présence de ClGu 3 et 5 M, et les spectres ont 
été enregistrés sur une gamme spectrale réduite étant donné que les ions chlorures 
absorbent très fortement aux longueurs d’ondes inférieures à 215 nm.  
 
Une augmentation de l’intensité du signal est détectée en présence de chlorure de 
guanidinium de 215 à environ 235 nm ce qui peut suggérer la formation d’hélices de 
type polyproline II (Figure 59). En revanche, le signal demeure négatif et les variations 
par rapport aux spectres obtenus en absence de chlorure de guanidinium restent faibles. 
Les algorithmes de déconvolution ne permettent pas de calculer le pourcentage d’hélice 
de type polyproline II mais les 4 ectodomaines de syndécans ne peuvent 
vraisemblablement pas, ou très peu, former d’hélice de type polyproline II.  
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Figure 59 : Spectres de dichroïsme circulaire des EDs en présence de chlorure de 
guanidinium. Les ectodomaines des syndécans (EDs) ont été incubés sans (courbe noire) ou 
avec du chlorure de guanidinium 3 et 5 M (du plus clair au plus foncé). 
 

Finalement, une dernière série d’expériences de dichroïsme circulaire a été réalisée en 
incubant les EDs en présence de deux chaperones chimiques, l’oxyde de triméthylamine 
(TMAO), qui stabilise les conformations intermédiaires de repliement (Jethva & 
Udgaonkar, 2018), ainsi que le 4-phénylbutyrate (4-PBA), un osmolyte hydrophobe qui 
limite ainsi l’exposition de régions apolaires des protéines non ou mal repliées, 
diminuant ainsi leur agrégation. Les ectodomaines ont été incubés soit en présence de 
TMAO 0,5 M soit en présence de 4-PBA à une concentration finale de 100 μM et les 
spectres enregistrés dans les mêmes conditions que précédemment (Figure 60). 
 
L’incubation avec du 4-PBA n’a pas significativement affecté les spectres des 
ectodomaines de syndécans qui restent ainsi majoritairement intrinsèquement non 
structurés. Cette observation est en accord avec le fait que le 4-PBA interagit de façon 
privilégiée avec les domaines hydrophobes des protéines et que par définition, les 
protéines intrinsèquement non structurées en sont dépourvues. En revanche, l’ajout du 
TMAO engendre une diminution de la quantité de désordre intrinsèque comme en 
atteste la diminution du minimum à 200 nm. Cette diminution est accompagnée d’un 
léger décalage du spectre vers des longueurs d’ondes plus importantes, entre 204 et 206 
nm, ainsi que d’un maximum positif entre 194 et 196 nm. En conséquence, le TMAO 
semble diminuer la quantité de désordre intrinsèque (Figure 60). 
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Figure 60 : Spectres de dichroïsme circulaire des EDs en présence de chaperonnes 
chimiques. Les ectodomaines des syndécans ont été incubés sans (courbe noire) ou en présence 
de TMAO 0,5 M (vert) ou de 4-PBA 100 μM (bleu). 
 

La présence et la localisation des structures secondaires et des régions 
intrinsèquement non structurées dans les ectodomaines des syndécans ont été prédites 
in sillico en utilisant respectivement le métaprédicteur metaPrDOS et le prédicteur 
PSIPRED 4.0. La présence de régions pouvant se structurer au contact d’un partenaire 
(MoRFs) a été prédite en utilisant le prédicteur MoRFchibi System (Figure 61). En accord 
avec les expériences de dichroïsme circulaire et des prédictions effectuées sur les 
séquences des syndécans entiers (Leonova & Galzitskaya, 2015), les ectodomaines de 
syndécans sont prédits comme étant majoritairement non structurés.  

Peu de structures secondaires sont prédites : les hélices α sont situées principalement 
aux extrémités N- et C-terminales des ectodomaines des syndécans alors que les brins β 
sont distribués de façon homogène le long de la séquence d’ED-2 et d’ED-3 et plutôt du 
côté C-terminal d’ED-1 et d’ED-4. Les sites d’attachements des glycosaminoglycanes 
sont principalement retrouvés dans des régions prédites comme désordonnées. Seules 
de courts MoRFs sont prédits principalement aux extrémités N- et C-terminales d’ED-1 
et ED-3. En revanche, ED-2 et ED-4 possèdent des MoRFs sur presque la totalité de leur 
séquence (Figure 61). Une similarité est observée dans les prédictions d’une part entre 
ED-1 et ED-3, et d’autre part entre ED-2 et ED-4, tant autant de la prédiction du désordre 
que de celle des MoRFs. Ceci est cohérent avec l’homologie de séquence des couples 
SDC-1 / SDC-3 d’une part et SDC-2 / SDC-4 d’autre part (Chakravarti & Adams, 2006). 
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Figure 61 : Prédiction des proportions en structures secondaires, en désordre intrinsèque 
et des MoRFs au sein des EDs des syndécans. La propension de désordre des résidus d’acides 
aminés est représentée par une courbe colorée (valeur > 0,5). La prédiction des MoRFs est sous 
forme d’aire colorée en rose. La prédiction et la position des hélices α et des brins β est 
représentée par des zones colorées en rouge et bleu, respectivement. Les positions des sites 
d’attachement des chaînes d’héparane sulfate (triangles noirs) et de chondroïtine sulfate (cercles 
noirs) sont indiquées. 

 

 

IV.1.4 Détermination des paramètres hydrodynamiques des ectodomaines 
des syndécans 

La mesure du rayon hydrodynamique (Rh) des protéines est un moyen de déterminer la 
forme globale d’une protéine ainsi que son taux de compaction. Les paramètres 
hydrodynamiques des ectodomaines des syndécans ont été déterminés 
expérimentalement par diffusion dynamique de la lumière couplée (SEC-DLS) ou non 
(DLS) à une colonne de chromatographie d’exclusion stérique et par chromatographie 
d’exclusion stérique à l’aide de protéines standards dont le rayon hydrodynamique est 
connu. 
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a) Calcul du rayon hydrodynamique par chromatographie d’exclusion stérique 

L’utilisation des colonnes de chromatographie d’exclusion stérique permet une 
détermination de la masse moléculaire apparente et du rayon hydrodynamique des 
protéines étudiées (Figure 62 et Tableau XIII). L’inconvénient majeur réside dans le fait 
que le calcul de la masse est dépendant du degré de compaction des standards utilisés 
pour la calibration de la colonne. Dans cette expérience, 6 protéines globulaires ont été 
utilisées pour sa calibration. Ces résultats sont décrits dans la Figure 62 et le Tableau 
XIII.  

 
La masse moléculaire apparente a été déterminée à partir des standards globulaires en 
traçant le logarithme de la masse moléculaire (MM) en fonction du volume d’élution. La 
masse moléculaire apparente calculée à partir de la calibration de la colonne de 
chromatographie d’exclusion stérique est bien supérieure à la masse réelle mesurée par 
ESI-MS, ce qui est attendu du fait de l’enrichissement en désordre intrinsèque des EDs, 
menant à un volume hydrodynamique plus important qu’une protéine globulaire ayant 
le même nombre de résidus d’acides aminés. Dans nos expériences cette différence est 
d’autant plus marquée que la protéine possède une masse moléculaire élevée (d’environ 
4 à 6 fois). 
 
Le rayon hydrodynamique a été déterminé en utilisant le coefficient de distribution (Kd) 
calculé pour cette colonne au lieu du coefficient de partition (Kav), ce-dernier étant 
dépendant du volume approximatif de la colonne indiqué pas le fournisseur (24 ml). A 
l’inverse, le Kd dépend des paramètres propres à la colonne (volume mort et volume 
total) qui ont été déterminés expérimentalement. D’après ces expériences, ED-3 possède 
le rayon hydrodynamique le plus élevé (64,4 Å), celui d’ED-1 est de 46,3 Å alors que les 
Rh d’ED-2 (31,3 Å) et la forme monomérique d’ED-4 (33,6 Å) sont équivalents, en accord 
avec leur masse moléculaire réelle. Le dimère d’ED-4 a un volume d’élution compris 
entre celui d’ED-1 et d’ED-3, et il en est de même pour son rayon hydrodynamique (48,7 
Å) (Tableau XIII). 
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Figure 62 : Détermination de la masse moléculaire apparente et du rayon hydrodynamique 
des ectodomaines des syndécans par chromatographie d’exclusion stérique. A) 
Détermination de la masse moléculaire apparente des EDs des syndécans. L’axe des abscisses 
représente le domaine de fractionnement de la colonne (Superdex S200 10/300 Increase, GE 
Healthcare), de 7,99 ml (volume mort) à 20,61 ml (volume total). B) Calcul du rayon 
hydrodynamique. Pour les deux graphes, 6 protéines globulaires ont été injectées lors de la 
calibration (●), un point est masqué par les données d’ED-2 et d'ED-4 monomère. La légende est 
commune aux deux graphiques et pour chaque graphe et le coefficient de détermination R2 est 
indiqué. 

 

Ectodomaines 
des syndécans 

Masse moléculaire 
calculée 

ESI-MS (Da) 

Masse moléculaire 
apparente 
SEC (Da) 

Rapport : masse 
apparente/réelle 

Rh 
SEC (Å) 

ED-1 27 029,4 133 256 4,9 41,8 

ED-2 17 083,1 64 963 3,8 31,3 

ED-3 38 836,0 245 550 6,3 53,5 

ED-4 
monomère 

17 827,4 77 684 4,4 33,6 

ED-4 dimère 35 654,1 193 285 5,4 48,6 

 
Tableau XIII : Détermination de la masse moléculaire apparente et du rayon 
hydrodynamique (Rh) des ectodomaines des syndécans par chromatographie d’exclusion 
stérique. Le rapport masse apparente/réelle correspond au rapport de la masse moléculaire 
apparente calculée par chromatographie d’exclusion stérique (SEC) et de celle calculée en 
spectrométrie de masse (ESI-MS) 
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b) Calcul du rayon hydrodynamique par diffusion dynamique de la lumière 

Les rayons hydrodynamiques ont été également mesurés par diffusion dynamique de la 
lumière (DLS). D’après la loi de Stokes-Einstein, le coefficient de diffusion (D) d’une 
particule dans une solution de viscosité (η) connue et à une température (T) donnée 
dépend directement de son rayon hydrodynamique (Rh), selon l’équation suivante :  
 

  

 
où k est la constante de Boltzmann. Dans cette équation, le rayon hydrodynamique 
correspond à celui d’une sphère qui diffuserait de la même manière que la molécule 
étudiée. Ainsi pour une masse moléculaire donnée, une protéine désordonnée possède 
un rayon hydrodynamique plus important que celui d’une protéine globulaire. Les 
ectodomaines des syndécans purifiés ont été directement analysés dans des cuves lors 
des mesures. Afin d’obtenir des données concernant uniquement la forme monomérique 
d’ED-4, un agent réducteur (DTT) a été ajouté à la solution (Figure 63). 

Les corrélogrammes enregistrés lors des différentes mesures ne sont pas superposés. De 
plus, ceux d’ED-2 et d’ED-3 présentent deux points d’inflexion et celui d’ED-4 est stable 
pendant un temps important, caractéristiques d’une solution très polydisperse, dominée 
par des espèces de grandes tailles comme des agrégats ou des poussières. L’intensité de 
diffusion en DLS étant proportionnelle au carré de la masse des particules en solution (et 
du diamètre de la particule élevé à la puissance 6 dans le cadre de la diffusion de 
Rayleigh), une faible quantité d’agrégat peut dominer la distribution des intensités de 
diffusion. Une espèce de faible diamètre hydrodynamique (Dh) est cependant 
systématiquement retrouvée pour chaque ectodomaine des syndécans dans la 
distribution des intensités diffusées (Figure 63). 
 
Cette distribution est ensuite transformée en distribution en volume par l’application de 
la théorie de Mie, valable pour des particules dont la taille est supérieure au dixième de 
la longueur d’onde de l’onde électromagnétique illuminant l’échantillon. Alors que la 
distribution en intensité traite de la quantité absolue de lumière diffusée par les 
particules de différentes tailles, la distribution en volume indique au combien une 
particule d’une certaine taille diffuse ainsi que sa proportion vis-à-vis des autres 
particules présentes dans l’échantillon. 
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Figure 63 : Détermination du diamètre hydrodynamique des ectodomaines des syndécans 
par diffusion dynamique de la lumière. Corrélogrammes associés aux différentes mesures 
réalisées sur le même échantillon qui ont été utilisés pour déterminer les distributions en 
intensité et en volume par l’application de la théorie de Mie. Les distributions en volume ont été 
moyennées avec n = 7 (ED-1), 11 (ED-2), 18 (ED-3), 5 (ED-4) et 6 (ED-4 + DTT), afin de 
déterminer le diamètre hydrodynamique (Dh) des ectodomaines des syndécans (EDs). ED-4 a 
également été analysé en présence de DTT afin d’obtenir le diamètre hydrodynamique de sa 
forme monomérique. 
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Pour chaque ectodomaines de syndécans, un seul pic centré sur son diamètre 
hydrodynamique (Dh) est observé dans la distribution en volume. En moyennant 
plusieurs spectres, il a été possible de déduire le diamètre hydrodynamique des EDs des 
syndécans, et donc leur rayon hydrodynamique, qui est de 40,7 ± 7,2 Å, 31,8 ± 2,3 Å et 
59,4 ± 6,7 Å pour ED-1, -2 et -3, et de 47,8 ± 14,3 Å et 23,0 ± 5,4 Å pour la forme 
dimérique et monomérique de ED-4, respectivement (Tableau XIV).  
 

c) Calcul du rayon hydrodynamique par diffusion dynamique de la lumière 
couplée à la chromatographie d’exclusion stérique 

Comme indiqué précédemment, la mauvaise superposition des corrélogrammes et leurs 
formes suggèrent une solution polydisperse et entraîne ainsi une estimation du rayon 
hydrodynamique peu précise, caractérisée par des écart-types importants. Des mesures 
de DLS couplées à une colonne d’exclusion stérique (SEC-DLS) ont donc été effectuées 
(Figure 64). Les spectres UV des fractions éluées indiquent la présence d’une faible 
quantité de contaminants ou d’agrégats ayant une masse moléculaire supérieure à celle 
des ectodomaines des syndécans et ces espèces ont été efficacement séparées par la 
colonne d’exclusion stérique. De ce fait, les corrélogrammes et leurs ajustements 
respectifs sont de meilleure qualité, excepté pour la forme monomérique d’ED-4 où le 
signal n’était pas assez intense mais dont il a été possible d’extraire une valeur de rayon 
hydrodynamique de 21,6 ± 4 Å.  
 
Ces mesures ont permis de déterminer les Rh d’ED-1 (44,9 ± 0,8 Å), ED-2 (34,1 ± 0,7 Å), 
ED-3 (50,1 ± 1,3 Å) et de la forme dimérique d’ED-4 (45,4 ± 1,2 Å). La valeur des écarts-
types sont nettement inférieurs lorsque les valeurs de Rh sont calculées sur des fractions 
homogènes (Tableau XIV). 
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Figure 64 : Détermination du rayon hydrodynamique des ectodomaines des syndécans par 
diffusion dynamique de la lumière couplée à la chromatographie d’exclusion stérique. Le 
chromatogramme de l’analyse par chromatographie d’exclusion stérique des ectodomaines des 
syndécans ainsi que les corrélogrammes sont présentés. R2 : coefficient de détermination. 
 
 

 
Rayons hydrodynamiques (Å ± écart-type) 

SEC DLS SEC-DLS 

ED-1 41,8 40,7 ± 7,2 44,9 ± 0,8 

ED-2 31,3 31,8 ± 2,3 34,1 ± 0,7 

ED-3 53,5 59,4 ± 6,7 50,1 ± 1,3 

ED-4 monomère 33,6 23,0 ± 5,4 21,6 ± 4,0 

ED-4 dimère 48,6 47,8 ± 14,3 45,4 ± 1,2 

 
Tableau XIV : Rayons hydrodynamiques des ectodomaines des syndécans calculées par 
chromatographie d’exclusion stérique (SEC), par diffusion dynamique de la lumière 
couplée (SEC-DLS) ou non (DLS) à une étape de chromatographie d’exclusion stérique. 
 
 
Le rayon hydrodynamique d’une protéine peut également être calculé selon des 
équations empiriques déterminées à partir d’un jeu de données expérimental et décrites 
dans les travaux d’Uversky (2002). Selon ces équations, rappelées dans la section 
Matériel & Méthodes, le Rh est directement proportionnel d’une part à la forme globale 
de la protéine et d’autre part à sa masse moléculaire. 
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Quatre équations reflètent le degré de compaction d’une protéine. L’état natif (N) 
correspond à une protéine globulaire parfaitement repliée alors que l’état de globule 
fondu (MG) s’apparente à une protéine peu compacte dont les éléments de structures 
secondaires sont formés. Les états de pré-globule fondu (PMG) et de coil (C) reflètent 
une protéine intrinsèquement non structurée possédant respectivement plus ou moins 
de repliements locaux. Ces rayons hydrodynamiques théoriques peuvent être utilisés 
pour comparer les valeurs de rayon hydrodynamique expérimentales à des valeurs de Rh 
théoriques correspondant à l’un des degrés de compaction décrits ci-dessus. Les Rh 
théoriques des 4 ectodomaines des syndécans sont présentés dans le Tableau XV. 

 

Ectodomaines 
des syndécans 

Rh (Å) 
SEC-DLS 

Rh théoriques (Å ± écart type) 

N MG PMG C 

ED-1 44,9 ± 0,8 24,0 ± 3,5 29,3 ± 16,8 36,3 ± 12,5 43,6 ± 9,5 

ED-2 34,1 ± 0,7 20,4 ± 2,9 25,0 ± 14,1 30,2 ± 10,2 34,7 ± 7,4 

ED-3 50,1 ± 1,3 27,3 ± 4,1 33,1 ± 19,3 42,1 ± 14,8 52,1 ± 11,6 

ED-4 (monomère) 21,6 ± 4,0 20,7 ± 3,0 25,4 ± 14,3 30,7 ± 10,4 35,5 ± 7,6 

ED-4 (dimère) 45,4 ± 1,2 26,5 ± 3,9 32,2 ± 18,7 40,7 ± 14,2 50,0 ± 11,0 

 
Tableau XV : Comparaison des valeurs de rayon hydrodynamiques mesurés en SEC-DLS et 
calculés selon des équations empiriques pour chaque degré de compaction. Pour le calcul 
du Rh du dimère d’ED-4 dans des conformations étendues (PMG et coil), l’utilisation des 
équations implique une dimérisation par une extrémité de la protéine et donc une très courte 
zone de chevauchement des monomères. Pour chaque ectodomaines les valeurs les plus 
proches des valeurs expérimentales sont en gras. 
 

La comparaison des Rh expérimentaux (déterminés par SEC-DLS) et théoriques montre 
que les conformations globales d’ED-1, ED-2, ED-3 sont très étendues, compatibles avec 
des coils. En revanche, le Rh expérimental de la forme monomérique d’ED-4 montre une 
compaction similaire de celle des protéines globulaires (Tableau XV). A l’inverse, le 
rayon hydrodynamique expérimental de sa forme dimérique est compris entre le Rh d’un 
état de pré-globule fondu et de celui d’un coil. La valeur expérimentale du rayon 
hydrodynamique de la forme dimérique d’ED-4 est 2,1 fois plus importante que celle de 
la forme monomérique ce qui suggère une conformation étendue des deux monomères 
formant le dimère. 
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L’ensemble de ces expériences montrent que les 4 ectodomaines des syndécans sont 
intrinsèquement non structurés. Les prédictions in silico et les expériences de dichroïsme 
circulaire indiquent un enrichissement en désordre qui peut être modulé en présence 
d’osmolytes (TFE, TMAO), mettant en avant leur plasticité structurale. Les propriétés 
hydrodynamiques d’ED-1, -2 et -3 indiquent un faible degré de compaction et le dimère 
d’ED-4 semble adopter une conformation étendue. Afin de poursuivre la caractérisation 
de cette famille de protéines intrinsèquement non structurées, différentes techniques 
ont été utilisées (SAXS, ESI-(IM)-MS) pour définir la nature du désordre intrinsèque et 
définir l’espace conformationnel exploré par ces protéines. 
 
 

IV.1.5 Analyses structurales des ectodomaines des syndécans 

a) Nature du désordre intrinsèque 

Comme rappelé précédemment, le désordre intrinsèque des protéines peut être classé 
selon leur degré de compaction, bien qu’il puisse être considéré comme un continuum 
(Uversky, 2013, Uversky, 2019). Le but de ces expériences a été de déterminer si les 
ectodomaines de syndécan se comportaient soit comme des pré-globules fondus (PMG), 
qui possèdent des structures secondaires résiduelles, soit comme des coils, caractérisés 
par des conformations très étendues.  

Pour cela, des expériences de diffusion des rayons X aux petits angles (SAXS) ont été 
réalisées. Le SAXS est l’une des techniques les plus adaptées à l’étude structurale des 
protéines intrinsèquement non structurées et l’’analyse des intensités de diffusion 
permet de définir leurs paramètres structuraux à savoir leur rayon de gyration (Rg) et 
leur dimension maximale (Dmax). La manière dont les intensités de diffusion décroissent 
reflète directement leur degré de compaction. Finalement, étant donné qu’une unique 
structure n’est pas à même de représenter la diversité conformationnelle de ce type de 
protéine, aucune modélisation ab initio n’a été menée. En revanche, les intensités de 
diffusion peuvent être déconvoluées par des algorithmes adaptés afin de déterminer 
l’espace conformationnel de ces protéines. La difficulté majeure réside dans la 
préparation d’un échantillon de protéine pur et monodisperse, s’approchant le plus 
possible d’une solution idéale, sans interaction ni répulsion des protéines en solution. Ce 
prérequis est d’autant plus important pour les protéines intrinsèquement non 
structurées. 
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Afin de s’approcher au mieux de ces conditions sine qua non, les 4 ectodomaines des 
syndécans ayant préalablement subi 3 étapes de purifications ont été injectés sur une 
colonne d’exclusion stérique de 3 ml en amont de l’illumination aux rayons X lors des 
expériences de SAXS, afin d’éviter notamment la participation de potentiels agrégats aux 
intensités de diffusion collectées (Figure 65). Une colonne de 24 ml aurait également pu 
être utilisée, mais aurait dilué de façon trop importante les échantillons, menant à des 
signaux bruités, notamment aux grands angles. Malgré les précédentes étapes de 
purification, différentes espèces en quantité très minoritaire sont éluées avant les 
ectodomaines solubles comme le montrent les différents chromatogrammes (Figure 
65A). C’est notamment le cas pour ED-3, où la diffusion des rayons X de ces espèces 
vient perturber celle de la protéine soluble, résultant ainsi une estimation peu fiable du 
rayon de gyration (Figure 65B). Les deux formes monomérique et dimérique d’ED-4 
possèdent des volumes d’élution proches sur cette colonne menant à un problème 
similaire. Le traitement des données le plus simple aurait été de sélectionner différentes 
acquisitions et les moyenner lorsqu’une seule et unique espèce est retrouvée, 
généralement en sélectionnant des acquisitions au milieu et la fin des fractions éluées. 
Cependant, le but est d’obtenir des données les moins bruitées et ce, sur une couverture 
angulaire la plus grande afin d’extraire le maximum d’information structurale sur les 
ectodomaines des syndécans.  

Les intensités de diffusion ont ainsi été déconvoluées en utilisant le module US-SOMO 
HPLC-SAXS (Brookes et al., 2016). Comme décrit dans la partie Matériel & Méthodes, les 
intensités de diffusion I(s) = f(s) ont été converties en intensité diffusée en fonction du 
temps, I(t) = f(t) pour chaque angle. Il en résulte un graphique similaire à celui d’un 
chromatogramme, c’est-à-dire une intensité en fonction du temps. Pour des raisons de 
clarté, seules les données pour un unique angle sont représentées dans la Figure 65C. 

Dans le cas de la transformation en I(t) = f(t), les intensités de diffusion sont suivies en 
fonction du temps et pour chaque angle, et sont directement proportionnelles à la 
quantité mais aussi à la taille de l’espèce moléculaire. Ainsi les grosses particules qui 
contaminent la solution d’ED-3 ont une forte influence même si elles sont très 
minoritaires. Elles contribuent ainsi grandement aux intensités diffusées par la forme 
soluble d’ED-3. C’est dans cette optique que la déconvolution des intensités de diffusion 
est la plus utile et pertinente. En ajustant des courbes Gaussiennes, on peut extraire 
uniquement les intensités diffusées par une seule espèce (Figure 65C). C’est le cas ici 
pour la solution d’ED-2 qui contient un petit fragment de dégradation, celle d’ED-3 qui 
est contaminée par deux espèces de plus grande taille, et enfin celle d’ED-4 qui contient 
les intensités diffusées des formes monomérique et dimérique.   



 

165 
 

 
Figure 65 : Déconvolution des intensités de diffusion collectées pour les ectodomaines des 
syndécans lors des expériences de SEC-SAXS. A) Chromatogramme enregistré lors de la 
chromatographie d’exclusion stérique. B) Intensité de diffusion et estimation du rayon de 
gyration en fonction des acquisitions séquentielles. C) Déconvolution des intensités de diffusion 
en fonction du temps par US-SOMO. Les données issues d’un unique angle sont représentées 
pour des raisons de clarté (entre 0,01 et 0,02 Å-1). Les courbes colorées correspondent aux 
formes solubles et monomériques des EDs. Les formes monomérique et dimérique d’ED-4 sont 
en violet et rouge, respectivement. La qualité de l’ajustement est représentée par le χ2. 
 

Au moins une quarantaine d’acquisitions issues de cette déconvolution ont ensuite 
sélectionnées et comparées entre elles par un test de corrélation, le CorMap (Franke et 
al., 2015). A l’inverse du χ2 qui évalue la similarité entre deux courbes de façon globale, 
le test CorMap est très sensible aux différences locales et est ainsi très restrictif. Environ 
30 acquisitions ont été sélectionnées puis moyennées. Cette courbe de diffusion 
moyennée a ensuite été soumise au programme SHANUM (Konarev & Svergun, 2015) 
qui détermine la gamme angulaire contenant toutes les informations structurales de la 
protéine, et élimine notamment des données trop bruitées et inutilisables, typiquement 
aux grands angles. Les quelques points aux très petits angles qui diffèrent de 
l’approximation de Guinier ont été supprimés conduisant à une courbe de diffusion 
finale qui sera utilisée pour l’analyse. 
 



 

166 
 

Afin de montrer l’utilité de ce processus, les données acquises pour ED-3 présentée ci-
dessous ont été analysées de différentes manières (Figure 66). Le 1er traitement (I) a été 
effectué en sélectionnant la totalité des acquisitions issues de l’élution d’ED-3, le 2ème (II) 
en sélectionnant manuellement des acquisitions spécifiques à une seule espèce en 
utilisant le programme CHROMIXS (Panjkovich & Svergun, 2017) et le 3ème (III) en 
utilisant la courbe de diffusion automatiquement traitée et générée par le programme 
Foxtrot de la ligne de lumière Swing (Synchrotron SOLEIL). Dans cet exemple, le 
programme a automatiquement sélectionné le contaminant élué en amont d’ED-3, du 
fait de sa forte diffusion. La courbe représentant les données traitées par US-SOMO (IV), 
comparées entre elles par CorMap et moyennées (avant le traitement par SHANUM et 
l’élimination de quelques points aux petits angles) est également représentée (Figure 
66).  

La première différence repose sur l’estimation du rayon de gyration qui diffère d’au 
moins 5 Å. Le deuxième point est que la totalité de la courbe est affectée selon la 
méthode, ce qui est particulièrement visible aux grands angles (0,3 – 0,5 Å-1). Ces 
analyses simples montrent l’utilité de la déconvolution effectuée par US-SOMO dans le 
but d’obtenir des paramètres structuraux fiables. 

Figure 66 : Rayon de gyration calculé par différentes méthodes d’analyse des données de 
SEC-SAXS. Les intensités collectées pour ED-3 ont été traitées en sélectionnant arbitrairement 
toutes (noir, I) ou certaines (vert, II) acquisitions d’ED-3. La courbe générée par Foxtrot est en 
orange (III) et la courbe finale traitée comme détaillé ci-dessus est en bleu (IV). Insert : 
Agrandissement de la région de Guinier. Les rayons de gyration ont été déterminés par AutoRg 
(Primus) avec s.Rg < 1,3. Les techniques sont indiquées en chiffres romains (I à IV) et rappelées 
dans le corps du texte.  



 

167 
 

Les courbes finales pour chaque ectodomaines des syndécans ainsi que pour les deux 
formes d’ED-4 sont présentées dans la Figure 67A. L’analyse des intensités de diffusion 
aux petits angles selon l’approximation de Guinier a permis de déterminer le rayon de 
gyration d’ED-1 (53,3 ± 0,30 Å), d’ED-2 (42,9 ± 0,33 Å), d’ED-3 (65,0 ± 0,62 Å), de la 
forme monomérique d’ED-4 (41,53 ± 0,67 Å) ainsi que de sa forme dimérique (59,25 ± 
2,27 Å), ce-dernier étant compris entre celui d’ED-1 et d’ED-3 (Figure 67B et Tableau 
XVI). ED-2 et la forme monomérique d’ED-4 possèdent des Rg similaires, ce qui est 
cohérent avec leur nombre d’acides aminés très proches (154 et 163 résidus, 
respectivement), ce qui montre qu’ils ont une forme globale similaire. 

Figure 67 : Détermination du rayon de gyration des 4 ectodomaines des syndécans. A) 
Courbes de diffusions obtenues lors des expériences de SEC-SAXS et après traitement des 
données. B) Détermination du Rg aux petits angles selon l’approximation de Guinier. La qualité 
des régressions linéaires est indiquée par le coefficient de détermination R2 ainsi que par les 
valeurs résiduelles respectives. 
 

La dimension maximale des protéines (Dmax) a été déduite de la fonction de distribution 
de paires P(r) (Figure 68). Ces dimensions sont proportionnelles au nombre de résidus 
des 4 EDs. ED-3 possède le Dmax le plus élevé (300 Å) qui est supérieur à celui d’ED-1 
(230 Å). Comme attendu, ED-2 et la forme monomérique d’ED-4 possèdent des Dmax 
très similaires (185 et 180 Å, respectivement). Enfin, le dimère d’ED-4 possède un Dmax 
de 240 Å, compris entre celui d’ED-1 et d’ED-3, confortant l’hypothèse d’une 
conformation étendue proposée à l’issue de l’analyse des données hydrodynamiques 
des ectodomaines des syndécans (Tableau XVI).  
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Ces valeurs de Dmax reflètent la conformation la plus étendue des ectodomaines des 
syndécans au moment de l’analyse mais dépendent également de l’abondance des 
différentes conformations. Une population de conformation en faible abondance sera 
ainsi difficilement observable. Il est donc plus raisonnable de considérer que ces Dmax 
reflètent les dimensions de la population la plus abondante des conformations étendues 
mais n’empêche pas la présence de conformations beaucoup étendues ou au contraire 
plus compactes. Il est intéressant de constater une forte similitude dans les fonctions de 
distribution de paires d’ED-2 et de la forme monomérique d’ED-4. 

Figure 68 : Détermination des dimensions maximales des ectodomaines des syndécans à 
partir de la fonction de distribution de paires P(r). Les P(r) ont été calculées par GNOM. La 
qualité des P(r) a systématiquement été évaluée avec le test CorMap. ED-1, -2 et -3 sont en bleu, 
orange et vert, respectivement, alors que les formes monomériques et dimériques d’ED-4 sont 
en violet et rouge, respectivement. 

 
Les valeurs des rayons de gyration ont ensuite été comparées à celles des Rg théoriques 
calculés pour des protéines globulaires, des états de pré-globules fondus (PMG) ou bien 
extrêmement étendus (random coil). Ces calculs reposent sur l’équation de Flory reliant 
la valeur du rayon de gyration théorique au nombre de résidus d’acides aminés ainsi 
qu’au degré de compaction (voir la section Matériel & Méthodes). Les rayons de 
gyration expérimentaux sont très proches de ceux calculés pour des protéines ayant une 
conformation très étendue (random coil) (Tableau XVI). Ces observations sont 
confortées par le calcul du facteur de forme (ou shape factor) qui est le rapport de la 
valeur du rayon de gyration et de celle du rayon hydrodynamique, mesurée 
précédemment par SEC-DLS. Ce rapport est égal à environ 0,778 pour une sphère 
parfaite et augmente graduellement avec l’allongement du polymère, jusqu’à une valeur 
d’environ 2,36 pour une forme en bâton rigide (Brewer & Striegel, 2011).  
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La valeur de ce facteur pour les ectodomaines des syndécans est supérieure à l’unité et 
est compris entre 1,19 (ED-1) et 1,92 pour la forme monomérique d’ED-4, confortant 
l’idée de conformations étendues pour ces protéines. 
 

 ED-1 ED-2 ED-3 
ED-4 

(monomère) 
ED-4 

(dimère) 

Rg (Å) 
(± erreur) 

53,30 ± 0,3 42,90 ± 0,33 65,00 ± 0,62 41,53 ± 0,67 59,25 ± 2,27 

 

Rg théoriques (Å, équation de Flory) 
Protéine 

globulaire 
18,5 15,9 20,5 16,1 19,7 

PMG 
(± erreur) 

46,3 ± 0,6 35,2 ± 0,4 55,9 ± 0,8 36,3 ± 0,5 52,1 ± 0,7 

Random coil 
(± erreur) 

54,2 ± 11,8 39,6 ± 7,8 67,4  ± 15,7 40,9 ± 8,2 62,2 ± 14,1 

 

Forme globale 
Shape factor 

Rg/Rh 
1,19 1,26 1,30 1,92 1,31 

 
Tableau XVI : Rg expérimentaux (SEC-SAXS) et théoriques des ectodomaines des 
syndécans calculés à partir de l’équation de Flory. La forme globale des protéines a été 
évaluée à partir du facteur de forme Rg/Rh, la valeur des rayons hydrodynamiques ayant été 
mesurée par SEC-DLS. 

 

b) Flexibilité des ectodomaines des syndécans 

Le degré de compaction et la flexibilité d’une protéine peuvent être également appréciés 
sur la représentation normalisée de Kratky . Une protéine 
globulaire présente une courbe en cloche dont le maximum atteint environ 1,1 à s.Rg = 

. Cette forme de courbe caractéristique s’estompe graduellement avec la diminution 
du degré de compaction. Elle atteint un plateau aux alentours de 2-3 pour des protéines 
flexibles comme des protéines globulaires dénaturées ainsi que les protéines 
intrinsèquement non structurées, et forme une courbe quasi-linéaire dans le cas de 
conformation en bâton rigide (voir section Matériel & Méthodes). 
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Les représentations normalisées de Kratky des 4 ectodomaines des syndécans sont très 
semblables. Les courbes croissent graduellement et s’infléchissent jusqu’à former un 
plateau aux alentours de 2 caractérisant les protéines intrinsèquement non structurées et 
flexibles (Figure 69A). Le dimère d’ED-4 conserve les mêmes caractéristiques que la 
forme monomérique puisque les courbes semblent être superposables bien que les 
données du dimère soient plus bruitées (Figure 69B). Comme attendu pour ce type de 
protéines, les intensités de diffusions décroissent en s-2 comme en atteste la présence 
d’un plateau dans la représentation de Kratky-Debye, alors que des courbes 
représentant des niveaux de compaction plus élevés tendent à décroître en s-3 pour les 
protéines multidomaines, ou s-4 pour les protéines globulaires (Figure 69C). 

 
Figure 69 : Evaluation du degré de compaction et de la flexibilité des 4 ectodomaines des 
syndécans déterminés par SEC-SAXS. Comparaison des représentations normalisées de Kratky 
des 4 EDs (A) et des formes monomérique et dimérique d’ED-4 (B). C) Représentation de 
Kratky-Debye. Légende : ED-1 (bleu), ED-2 (orange), ED-3 (vert), ED-4 monomère (violet), ED-4 
dimère (rouge). 
 
 
Le calcul de l’exposant de Porod permet de déterminer avec précision la façon dont les 
intensités de diffusion décroissent. Comme observé précédemment dans la 
représentation de Kratky-Debye, ces exposants sont proches de 2 et sont égaux à 1,7 
pour ED-1, ED-3 et la forme monomérique d’ED-4, 1,8 pour ED-2 et 1,9 pour la forme 
dimérique d’ED-4. Une fois de plus, ces valeurs sont directement reliées à la forme 
globale de la protéine étant donné que la valeur de l’inverse de l’exposant de Porod doit 
être proche, sinon égale, au facteur exponentiel (ou exposant ν) retrouvé dans l’équation 
de Flory. L’inverse de l’exposant de Porod pour les ectodomaines des syndécans est 
compris entre 0,526 et 0,588 soit des valeurs très proches de l’exposant de Flory pour 
des conformations extrêmement étendues (0,598). 
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c) Conformations préférentielles adoptées par les ectodomaines des syndécans 

Etant donné que les ectodomaines des syndécans sont des protéines intrinsèquement 
non structurées et sont très flexibles, il est difficile d’utiliser les outils courant de 
modélisation 3D qui réduiraient l’hétérogénéité des conformations à une unique 
structure moyenne. Cependant, il est possible d’étudier l’espace conformationnel de ces 
protéines par déconvolution des données de SEC-SAXS en utilisant notamment l’outil 
Ensemble Optimization Method (EOM, Bernado et al., 2007, Tria et al., 2015). 

Trois étapes clés régissent le calcul réalisé par EOM. Dans un premier temps, un large 
pool de conformations, typiquement 10 000, est créé à partir de la séquence en acides 
aminés de la protéine afin de définir l’espace conformationnel qui lui est théoriquement 
offert et ce, sans restriction. Il est possible de générer différents pool initiaux dont les 
distributions des angles dihédraux sont cohérentes avec des conformations retrouvées 
dans les protéines intrinsèquement non structurées ou de générer des conformations 
beaucoup plus étendues de type random coil. Des conformations compactes peuvent 
également être générées artificiellement. Une courbe de diffusion théorique est ensuite 
calculée par CRYSOL (Svergun et al., 1995) pour chaque conformation présente dans le 
pool. Enfin, une sous-sélection de conformations issues du pool (appelé ensemble) est 
sélectionnée de telle sorte que les intensités de diffusion résultantes de cet ensemble 
soient identiques aux données de diffusion expérimentales (voir section Matériel & 
Méthodes). L’analyse des distributions du rayon de gyration et du Dmax de cet ensemble 
sélectionné par rapport à celles du pool initial de conformations permet d’évaluer 
l’espace conformationnel de la protéine étudiée ainsi que sa flexibilité. Les paramètres 
Rflex (0 – 100 %), qui caractérise un système flexible, et Rσ qui permet notamment 
d’évaluer la qualité de la déconvolution, sont déduits.  

Deux pools initiaux composés de conformations étendues (random coil, RC) et un pool 
de conformations plus compactes (PMG) ont été générés lors de la déconvolution 
(Tableau XVII et Figure 70). La courbe de diffusion théorique résultante de l’ensemble 
sélectionné pour ces deux modèles a été comparée à la courbe de diffusion 
expérimentale de chaque ectodomaines des syndécans par le test CorMap. Une valeur 
de CorMap inférieure à 0,01 indique un mauvais ajustement entre les deux jeux de 
données comparés.  

Le modèle PMG, qui contient des conformations plus compactes que le modèle RC, 
dévie systématiquement de la courbe expérimentale, notamment aux grands angles (> 4 
Å-1) comme en attestent les valeurs résiduelles (Tableau XVII et Figures 70A et 70B).  
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A l’inverse et pour chacun des EDs, le modèle Random coil reproduit parfaitement la 
courbe de diffusion dans toute la gamme angulaire. C’est donc ce modèle qui a été 
utilisé pour la suite de l’analyse de la déconvolution par EOM. 
 

 ED-1 ED-2 ED-3 
ED-4 

(monomère) 

Modèle pré-globule fondu (PMG) 
χ2 

CorMap (p-value) 
0,904 
0,0002 

0,947 
0,000 

0,765 
0,008 

0,636 
0,004 

Modèle random-coil (RC) 
χ2 

CorMap (p-value) 
0,616 
0,224 

0,632 
0,227 

0,663 
0,0645 

0,597 
0,0618 

Rflex ensemble (%) 
Rflex pool (%) 

Rσ 

82,71 
84,31 
0,92 

86,17 
85,60 
2,47 

81,18 
84,59 
0,85 

84,02 
83,69 
1,01 

 
Tableau XVII : Déconvolution des données de SEC-SAXS collectées pour les ectodomaines 
des syndécans par EOM avec les modèles PMG et RC. Pour chaque modèle, la qualité de 
l’ajustement est indiquée (χ2 et la p-value  issus du test CorMap) entre la courbe expérimentale 
et la courbe théorique de l’ensemble sélectionné, soit du pool de conformères très étendus 
(Random-coil) ou plus compacts (pré-globule fondu). Les paramètres Rflex et Rσ sont issus du 
modèle Random coil. 
 
 
Le paramètre Rσ permet d’évaluer la qualité de la déconvolution. Si la valeur de Rflex de 
l’ensemble sélectionné est inférieure au Rflex du pool, Rσ doit être inférieur à 1 et 
réciproquement, ce qui est le cas pour chacune des déconvolutions. Pour chaque 
ectodomaine, le paramètre Rflex, qui est directement proportionnel à l’entropie du 
système, est très élevé (81 – 86 %) montrant l’aspect très flexible et l’hétérogénéité 
conformationnelle de ces protéines. Il est également relativement similaire à celui du 
pool initial ce qui est cohérent avec la nature très étendue des conformations de type 
random coil.  
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Figure 70 : Déconvolution des données de SEC-SAXS des ectodomaines des syndécans par 
EOM. A) Ajustements de la courbe de diffusion théorique pour des conformations très étendues 
(random coil, trait noir plein) et plus compactes (pré-globule fondu, trait noir en pointillé) aux 
données de diffusion expérimentales (en couleur). B) Valeurs résiduelles des modèles random 
coil (en couleur) et pré-globule fondu PMG (noir). Les résiduels ont été lissés pour ces deux 
modèles pour plus de clarté (courbes en gras), la légende des couleurs restant identique. 
 

Les distributions des ensembles sélectionnés pour chacun des EDs sont décalées vers 
des valeurs plus importantes que celles du pool (Figures 71A et 71B). Les distributions 
d’ED-1 et d’ED-3 sont assez homogènes et centrées sur des valeurs de rayon de gyration 
de 56 et 70 Å, respectivement, similaires à celles observées lors de l’analyse des données 
de SEC-SAXS (53,3 et 65,0 Å, respectivement). Les valeurs de Dmax sont environ centrées 
respectivement sur 193 et 225 Å, ce qui est en revanche bien inférieur aux valeurs 
précédemment déduites de la fonction de distribution de paires (230 et 300 Å, 
respectivement). Cette différence n’est pas inattendue étant donné que si une 
population de conformations possède une valeur de Dmax très élevée mais en quantité 
extrêmement minoritaire, elle ne sera pas visible sur la P(r). C’est pourquoi certaines 
conformations atteignent des dimensions maximales d’environ 299 et 337 Å pour ED-1 
et ED-3, lors de la déconvolution par EOM (Tableau XVIII). 

Concernant ED-2 et la forme monomérique d’ED-4, les distributions des paramètres sont 
plus complexes. La population majoritaire d’ED-2 possède un rayon de gyration 
d’environ 45 Å, proche de celui observé précédemment de 43 Å, alors qu’ED-4 possède 
deux populations peu définies centrées sur environ 40 et 49 Å, différentes de la valeur 
précédemment observée de 42 Å pour la seconde population. Les distributions du Dmax 
sont centrées sur environ 157 Å pour ED-2 et environ sur 146 et 201 Å pour ED-4 
(Tableau XVIII). 



 

174 
 

Figure 71 : Distributions des valeurs de rayons de gyration et de Dmax des 4 EDs obtenues 
par la déconvolution effectuée par EOM avec un modèle random coil. Distribution des 
rayons de gyration (A) et des Dmax (B) des ensembles (courbes vertes et rouges, 
respectivement) et des pools respectifs (courbe bleue pleine) pour chaque EDs. La ligne verticale 
noire en pointillés indique la moyenne des valeurs de Rg et Dmax du pool. 
 

Les gammes de Rg et de Dmax explorées par les conformères présents dans les 
ensembles sélectionnés par EOM sont assez étendues. Les rayons de gyration varient 
d’un facteur 2,6 à 3,0 et il en est de même pour les Dmax (de 3 à 3,6). D’une façon 
générale, on peut ainsi considérer que la taille globale des conformères des 4 
ectodomaines des syndécans varie du simple au triple. Cette observation confirme d’une 
part l’aspect très flexible de ces protéines et d’autre part, elle suggère fortement que ces 
protéines ont la capacité intrinsèque à adopter des populations compactes ou 
extrêmement étendues.  

Les valeurs du rayon de gyration des conformères les plus compacts, qui sont d’environ 
30 Å pour ED-1, 40 Å pour ED-3 et 25 Å pour ED-2 et la forme monomérique d’ED-4, 
restent cependant 1,3 à 2 fois plus importantes que celles calculées avec l’équation de 
Flory pour des protéines globulaires ayant le même nombre de résidus d’acides aminés 
que les EDs. Aussi, les valeurs de Rg issus d’EOM des populations les plus étendues sont 
nettement plus importantes que celles calculées avec cette même équation. 
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 ED-1 ED-2 ED-3 ED-4 (monomère) 

Rayon de gyration (Å) 
Expérimental 

(± erreur) 
53,30 ± 0,3 42,90 ± 0,33 65,00 ± 0,62 41,53 ± 0,67 

Distribution (EOM) 
Population 
majoritaire 

56 45 70 40 et 49 

Ensemble 
sélectionné 

30 - 96 25 - 69 40 - 103 25 - 66 

Moyenne 
pondérée 

59,0 44,7 71,2 44,2 

 

Dimension maximale (Å) 
Expérimental 

P(r) 
230 185 300 180 

Distribution (EOM) 
Population 
majoritaire 

193 157 225 146 - 201 

Ensemble 
sélectionné 

83 - 299 67 - 222 113 - 337 69 - 216 

Moyenne 
pondérée 

191,0 145,7 227,8 142,7 

 
Tableau XVIII : Détails des distributions de rayon de gyration et de la taille maximale des 
particules (Dmax) issues de la déconvolution par EOM avec un modèle random coil. Les 
valeurs des paramètres structuraux de l’ensemble sélectionné représentent la gamme de Rg ou 
de Dmax où la fréquence d’apparition des conformations est non nulle. La moyenne des 
paramètres structuraux est pondérée par la fréquence d’apparition d’un conformère donné. Les 
valeurs expérimentales du Rg et du Dmax sont indiquées à titre de comparaison. 
 
 
A titre d’illustration, un petit nombre de conformères représentant l’espace 
conformationnel des EDs des syndécans a été modélisé par EOM. L’addition des 
intensités de diffusion théoriques de 5 conformères pour ED-1 et ED-3, 6 pour ED-2 et 9 
pour la forme monomérique d’ED-4 dans une proportion donnée reproduit ainsi les 
données expérimentales (Figure 72). 
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Figure 72 : Modèles générés par EOM. Les paramètres Rg et Dmax ainsi que l’abondance 
relative de chaque conformère sont indiqués. 
 
 
Les résultats des expériences de SEC-SAXS indiquent que les ectodomaines des 
syndécans ont des caractéristiques similaires à celles des polymères très étendus et la 
déconvolution réalisée par EOM montre qu’ils pourraient adopter des conformations 
plus compactes ou très étendues dont la taille varie d’un facteur 3. Ces populations sont 
difficilement détectables en SAXS du fait de leur faible abondance. L’objectif des 
expériences suivantes a donc été de vérifier la présence de ces populations et de 
déterminer approximativement l’abondance relative de chaque sous-population de 
conformations. Des expériences de spectrométrie de masse (ESI-MS) en conditions 
natives ont été réalisées dans ce but. Comme rappelé précédemment, le terme de 
conditions natives regroupe des conditions dans lesquelles les protéines ne se 
fragmentent pas et conservent leur structure intacte ainsi que leurs interactions non 
covalentes (on parle d’ionisation douce). Il est également nécessaire que le tampon ne 
dénature par la protéine et soit volatil (Santambrogio et al., 2018). 
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Dans ces expériences, le tampon HBS a été échangé contre une solution d’acétate 
d’ammonium 50 mM pH 7,4 par chromatographie d’exclusion stérique puis les protéines 
ont été transférées en phase gazeuse par électronébulisation. Leur degré d’ionisation est 
directement relié à leur structure tridimensionnelle, notamment leur surface, et n’est pas 
dépendant de la nature des résidus d’acides aminés exposés à leur surface (Kaltashov & 
Mohimen, 2005). Pour les protéines intrinsèquement non structurées, une conformation 
étendue acquerra donc davantage de charges qu’une conformation plus compacte 
(Figure 73). 

 
Figure 73 : Principe de l’utilisation de l’ESI-MS dans le cadre d’une protéine désordonnée. 
Le degré d’ionisation est inversement proportionnel au degré de compaction de la protéine 
étudiée ce qui permet de discriminer d’éventuelles sous-populations de conformations. 
 
 
Le résultat de ces expériences est représenté sous forme d’une distribution des états de 
charge (CSD) c’est-à-dire un graphique représentant l’intensité de chaque ion détecté en 
fonction de son rapport masse sur charge (m/z). Une distribution unimodale est 
observée pour une protéine globulaire étant donné que l’ensemble des conformations 
qu’elle peut adopter est restreint. En revanche, l’hétérogénéité de cette distribution 
augmente avec la présence de désordre intrinsèque, menant à des distributions bi- ou 
multimodales. L’analyse du CSD permet ainsi de détecter la présence de sous-
populations de conformations qui diffèrent par leur état de compaction (Testa et al., 
2011, Testa et al., 2013, Schramm et al., 2019). 
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Une distribution multimodale a systématiquement été détectée pour chacun des 4 
ectodomaines des syndécans ce qui est cohérent avec leur enrichissement en désordre 
intrinsèque (Figure 74A). Trois populations d’abondances relatives différentes ont été 
détectées sur la distribution des états de charge suggérant que les ectodomaines des 
syndécans peuvent adopter des conformations préférentielles. Une population d’ions 
très chargés, reflétant des conformations étendues, est majoritaire pour ED-1 (centrée 
sur 31+), ED-2 (centrée sur 18+) et la forme monomérique d’ED-4 (centrée sur 19+). Les 
conformations les plus étendues pour ED-3 (centrées sur 40+) ne sont en revanche pas 
les plus abondantes. Une faible abondance d’ions peu chargés a également été détectée, 
reflétant des conformations compactes, centrée sur 11+ pour ED-1 et 7+ pour ED-2. 
Concernant ED-4, une plus large gamme de faibles états de charge s’étale de 7+ à 
environ 11+. ED-3 possède en revanche la proportion de conformations compactes la 
plus élevée, centrée sur 15+ (Figure 74A). Une troisième population possédant des états 
d’ionisation intermédiaires a été observée. Cette population d’abondance moyenne est 
centrée à 13+ pour ED-1 et est majoritaire pour ED-3, centrée sur 27+. ED-2 et la forme 
monomérique d’ED-4 partagent une population intermédiaire d’intensité moyenne aux 
alentours de 13+. 
 
Ces différentes populations ont été quantifiées par déconvolution des CSDs. Elle a été 
réalisée en représentant l’intensité normalisée en fonction du nombre de charges 
(Figure 74B). Sous chaque population, une courbe Gaussienne a été ajustée et son aire a 
été calculée. Le rapport de l’aire d’une population par l’aire totale de l’ensemble des 
populations donne ainsi une estimation des proportions relatives de chaque population 
(voir section Matériel & Méthodes). Les conformations les plus étendues sont les plus 
abondantes pour ED-1 (≈ 86 %), ED-2 (≈ 70 %) et ED-4 (≈ 85 %). En revanche, cette 
population ne représente qu’environ 21 % pour ED-3, dont le CSD est dominé par une 
population intermédiaire représentant environ 62 % des conformations totales. Les 
populations les plus compactes sont en revanche minoritaires pour ED-1 et ED-2 (2 – 4 
%), et légèrement plus importante pour ED-4 (≈ 8 %). Une proportion plus importante 
de conformations compactes est en revanche détectée pour ED-3 (≈ 14 %).  
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Figure 74 : Analyses des ectodomaines des syndécans par ESI-MS en conditions natives. A) 
Distribution des états de charge (CSD) des 4 EDs. Les populations sont colorées en bleu 
(conformations étendues), vert (conformations intermédiaires) et orange (conformations 
compactes). Les états de charge sur lesquels sont centrées ces populations sont indiqués. B) 
Déconvolution des CSDs. Les proportions (%) de chaque population colorées comme en A) sont 
indiquées. 
 

Pour ED-4, le CSD est peuplé de pics intermédiaires intenses et le calcul de leur charge à 
partir de la masse de la protéine et du rapport m/z mène à des espèces possédant des 
demi-charges. Cette observation trahit la présence de dimère, ce qui est attendu pour 
ED-4. Des pics intermédiaires de faible intensité sont également détectés pour ED-3 et le 
dimère possède entre 33 et 73 charges. L’état de charge 45+ possède l’intensité la plus 
élevé et correspond à environ 10 % de l’intensité de l’état de charge 27+ du monomère. 
Une observation similaire est réalisée pour ED-1, mais l’intensité des pics intermédiaires 
s’étendant de 29+ à environ 49+ est très faible, où l’état de charge 45+ ne représente 
que 3 % de l’intensité de l’état de charge 31+ de la forme monomérique. 

A partir des états de charges détectés ainsi que de leur intensité, il est possible d’estimer 
la surface accessible au solvant (SASA) des ectodomaines des syndécans. Cette surface, 
exprimée en Å2, est directement proportionnelle à la charge moyenne acquise durant le 
processus d’ionisation (zav). La valeur de SASA peut être déduite de la totalité de la 
distribution des états de charge afin d’obtenir une valeur moyenne (SASAav) (Li et al., 
2015).  
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Il est également possible de calculer la charge moyenne acquise par les conformations 
les plus étendues ou les plus compactes afin de déterminer leur valeur de SASA (SASAext 
et SASAcpt, respectivement) (Testa et al., 2011 ; Kaltashov & Mohimen, 2001). Afin de 
comparer les ectodomaines des syndécans entre eux, la valeur moyenne de SASA a été 
normalisée par leur masse moléculaire respective (Tableau XIX). 
 

 ED-1 ED-2 ED-3 
ED-4 

(monomère) 

Charge moyenne 
(zav) 

29,62+ 16,93+ 28,68+ 18,57+ 

SASA moyenne 
(Å2) 

29 653,0 16 074,2 28 624,4 17 780,2 

SASA normalisé 
(Å2/Da) 

1,10 0,94 0,74 1,00 

Tableau XIX : Valeur moyenne de la surface accessible au solvant (SASAav) des 
ectodomaines des syndécans. Les valeurs de SASAav ont été normalisées par la masse 
moléculaire (en Da) des protéines. Les valeurs ont été calculées à partir de l’équation déterminée 
par Li et al., (2015). 

La charge moyenne acquise par ED-2 (16,93+) est similaire à celle de la forme 
monomérique d’ED-4 (18,57+) ce qui est cohérent avec leur nombre de résidus d’acides 
aminés. Les valeurs de leur SASA calculées sur l’ensemble du CSD sont alors proches (≈ 
16 070 et 17 780 Å2, respectivement) et les valeurs de leurs SASA normalisés sont 
similaires (0,94 et 1,00 Å2/Da respectivement). La charge moyenne acquise par ED-1 est 
également similaire à celle d’ED-3 (29,62+ et 28,68+, respectivement) ce qui est une 
conséquence de l’enrichissement en conformations intermédiaires détectées dans le CSD 
d’ED-3, ces dernières étant moins chargées que les conformations les plus étendues. Le 
calcul de leur SASAav mène à des valeurs proches (≈ 29 650 et 28 620 Å2, 
respectivement). ED-3 possède cependant environ 30 % de résidus supplémentaires par 
rapport à ED-1 ce qui mène à un SASAav normalisé plus faible pour ED-3 (0,8 Å2/Da) par 
rapport à ED-1 (1,10 Å2/Da) (Tableau XIX). En moyenne, ED-3 adopte ainsi des 
conformations plus compactes que celles d’ED-1 en phase gazeuse. Cette observation 
est cohérente avec la proportion importante de conformations compactes et 
intermédiaires détectées pour ED-3 lors des expériences d’ESI-MS. Afin de déterminer la 
surface accessible au solvant des conformations les plus étendues, les conformations 
ayant acquises le plus de charges ont été sélectionnées et la charge moyenne de cette 
population a été calculée dans le but de calculer SASAext (Tableau XX).  
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 ED-1 ED-2 ED-3 
ED-4 

(monomère) 

Charge moyenne 
(zav) 

31,00+ 19,18+ 40,71+ 19,72+ 

SASAext 
(Å2) 

31 103,9 18 268,6 42 071,3 18 843,5 

SASAext normalisé 
(Å2/Da) 

1,15 1,07 1,08 1,06 

 
Tableau XX : Valeur de la surface accessible au solvant des conformations les plus étendues 
(SASAext) des ectodomaines des syndécans. Les valeurs de SASAext ont été normalisées par la 
masse moléculaire (en Da) des protéines. Les valeurs ont été calculées à partir de Testa et al., 
(2011). 
 

La charge moyenne acquise pour les conformations étendues des ectodomaines des 
syndécans est proportionnelle à leur taille et est égale à environ 19+ pour ED-2 et ED-4, 
31+ pour ED-1 et 41+ pour ED-3. La valeur de SASAext calculée est similaire pour ED-2 et 
ED-4 (≈ 18 270 et 18 843 Å2, respectivement) et est plus importante pour ED-3 (≈ 42 070 
Å2) que pour ED-1 (≈ 31 104 Å2). Cela suggère qu’ED-3 conserve sa capacité à adopter 
des conformations très étendues bien qu’il puisse adopter des conformations plus 
compactes.  

L’analyse de la distribution des états de charge ne permet pas d’évaluer le degré de 
compaction des conformations les plus compactes. En effet, le degré d’ionisation de 
chaque population permet déterminer relativement l’état de compaction des différentes 
conformations les unes par rapport aux autres, mais pas de manière absolue. Il est 
cependant possible de quantifier approximativement le degré de compaction des 
conformations les plus compactes en comparant les états d’ionisation de protéines 
globulaires possédant le même nombre de résidus d’acides aminés que les 
ectodomaines des syndécans.  

Comme rappelé précédemment, la quantité de charge acquise dépend uniquement de la 
surface accessible. Ainsi, deux protéines de même taille et de degré de compaction 
similaire acquerront le même nombre de charges pendant le processus d’ionisation. Les 
valeurs de la charge moyenne et de SASA d’une vingtaine de protéines globulaires ont 
été déterminées expérimentalement (Kaltashov & Mohimen, 2001). Ce jeu de données 
inclut des protéines possédant le même nombre de résidus d’acides aminés, ou un 
nombre très proche, que les ectodomaines des syndécans. 
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Dans un premier temps, le jeu de données expérimentales obtenues par Kaltashov & 
Mohimen (2001) sur des protéines globulaires a été tracé afin de déterminer la relation 
proportionnelle entre la charge moyenne des conformations et la valeur de SASA 
(Figure 75). La valeur de la charge moyenne des conformations compactes des EDs des 
syndécans a ensuite été calculée et comparée à celle des protéines globulaires (Tableau 
XXI). Si ces valeurs sont très proches, alors leurs conformations le sont également. Enfin, 
la valeur de SASA pour les conformations compactes (SASAcpt) des ectodomaines des 
syndécans a été calculée à partir de l’équation de la courbe (Figure 75). 
 

 
Figure 75 : Relation entre la charge moyenne et les valeurs de SASA pour des protéines 
globulaires. Le jeu de données est issu de Kaltashov & Mohimen (2001). La qualité de la 
régression linéaire (R2) et l’équation de la droite sont indiquées sur le graphique ainsi que les 
valeurs résiduelles. 
 

La régression linéaire effectuée sur le jeu de données expérimentales montre une 
parfaite corrélation entre la charge moyenne et la valeur de SASA pour des 
conformations globulaires. Parmi le jeu de données, l’anhydrase carbonique 1, la 
myoglobine, l’ovalbumine et la β-lactoglobuline A possèdent un nombre de résidus en 
acides aminés identique ou très proche de celui des 4 EDs des syndécans (Tableau XXI). 
Le degré d’ionisation de ces protéines globulaires est similaire (à ± 1 charge pour ED-2 
et ED-4 et ± 2 charges pour ED-1 et ED-3) à celui des conformations compactes des EDs 
des syndécans.  
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Cette observation suggère que les conformations les plus compactes des ectodomaines 
des syndécans correspondent à des conformations repliées, proches de celles des 
protéines globulaires. La valeur normalisée de SASAcpt est proche pour les 4 EDs des 
syndécans suggérant que l’état de compaction de cette population plus compacte est 
similaire pour les quatre ectodomaines des syndécans.  
 

  ED-1 ED-2 ED-3 
ED-4 

(monomère) 

Charge 
moyenne 

EDs 11,69 7,81 15,24 8,35 

Protéine 
globulaire 

10,54 8,70 13,89 8,65 

Différence + 1,15 - 0,89 + 1,35 - 0,30 

SASAcpt 
(Å2) 

EDs 12 912,8 7 090,0 19 178,1 7 832,4 

Protéine 
globulaire 

10 997 8 017 15 586 8 321 

SASAcpt normalisé des EDs 
(Å2/Da) 

0,48 0,42 0,49 0,44 

Nombre de 
résidus 
d’acides 
aminés 

EDs 260 154 373 163 

Protéine 
globulaire 

260 
(Anhydrase 

carbonique 1) 

153 
(Myoglobine) 

386 
(Ovalbumine) 

163 
(β-lacto- 

globuline A) 

 
Tableau XXI : Détermination du degré de compaction des conformations les plus 
compactes des ectodomaines des syndécans (EDs) à partir des données d’ESI-MS. Le jeu de 
données expérimentales est issu de Kaltashov & Mohimen (2001). 
 
 
A titre d’illustration, la Figure 76 présente les structures tridimensionnelles des protéines 
globulaires possédant un nombre de résidus similaires et des valeurs de SASA proches 
de celles des EDs des syndécans, et les conformères les plus étendus proposés par EOM. 
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Figure 76 : Illustration du degré de compaction des conformations compactes des 
ectodomaines des syndécans. Le conformère issu d’EOM ayant le Dmax le plus élevé est 
représenté à côté d’une protéine globulaire possédant une valeur de SASA similaire à celle des 
EDs. ED-1 est comparé à l’anhydrase carbonique 1 (PDB : 2CAB), ED-2 à la myoglobine (PDB : 
1WLA), ED-3 à l’ovalbumine (PDB : 1OVA) et ED-4 à la β-lactoglobuline A (PDB : 1BSY).  
 
 

d) Espace conformationnel et stabilité des ectodomaines des syndécans 

Les expériences de SEC-SAXS et d’ESI-MS ont mis en évidence le caractère très flexible 
des ectodomaines des syndécans ce qui leur permet d’adopter des conformations très 
étendues de type random coil et certaines plus compactes. Ces résultats indiquent que 
les ectodomaines des syndécans possèdent un espace conformationnel étendu mais ils 
ne permettent pas d’en déterminer ses limites. Les conformations les plus compactes et 
les plus étendues sont séparées par une population intermédiaire de faible abondance 
pour ED-1, ED-2 et ED-4 et majoritaire pour ED-3. La présence de cette population et la 
flexibilité des EDs permet de suggérer qu’il existe un équilibre en faveur des 
conformations étendues. 

L’objectif des expériences suivantes a été de déterminer d’une part les limites de l’espace 
conformationnel des EDs des syndécans et d’autre part d’étudier la stabilité de leurs 
conformations les plus compactes afin de proposer un modèle général permettant de 
décrire la totalité des conformations des syndécans. 

Des expériences de mobilité ionique (ESI-IM-MS) ont été réalisées en collaboration avec 
Fabien Chirot (Institut des Sciences Analytiques, Villeurbanne) et Luke MacAleese 
(Institut Lumière Matière, Villeurbanne) avec l’aide de Mathilde Bouakil (ILM) et 
d’Aurélien Le Fèvre (ISA).  
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Le spectromètre de masse utilisé est composé d’une source nano-ESI qui permet de 
transférer les protéines en phase gazeuse dans des conditions très douces, et d’un 
analyseur à temps de vol permettant de mesurer les rapports masse/charge de chaque 
ion. Un tube contenant de l’hélium est placé en aval de la source Nano-ESI. Après avoir 
été transférées en phase gazeuse, les protéines vont plus ou moins collisionner contre 
les atomes d’hélium, augmentant ainsi leur temps de dérive (ou drift time) vers le 
détecteur. Le temps de dérive dans le tube dépend d’une part de la conformation de la 
protéine et d’autre part de sa charge. Plus une protéine adoptera une conformation 
étendue, plus la probabilité qu’elle collisionne avec l’hélium sera importante ce qui 
allongera son temps de dérive. Une espèce plus chargée aura un temps de dérive plus 
court qu’une autre espèce moins chargée possédant la même conformation étant donné 
qu’elle sera plus sensible au champ électrique. Ces deux paramètres sont regroupés dans 
le calcul de la section efficace de collision (ou collisional cross section, CCS) qui reflète la 
géométrie globale d’une conformation. 

Après le transfert en phase gazeuse, il est nécessaire d’induire un champ électrique afin 
de faire voyager les ions dans le tube de dérive. Une faible tension de 20 V (FA20, pour 
force d’activation) a été appliquée afin que les collisions avec les atomes d’hélium 
n’engendrent pas de modifications importantes de leurs conformations (Figure 77).  

Une gamme de section efficace de collision (CCS) s’étalant de 2102 à 6384 Å2 a été 
observée pour ED-1 (260 résidus d’acides aminés), de 1676 à 4522 Å2 pour ED-2 (154 
résidus) et de 3261 à 9823 Å2 pour ED-3 (373 résidus), ce qui est cohérent avec leur 
nombre de résidus d’acides aminés. Les états de charges correspondant à la forme 
monomérique d’ED-4 ont été difficilement observables où seuls les ions portant de 9 à 
11 charges ont été détectés. Afin d’obtenir des données propres au monomère, le résidu 
de cystéine impliqué dans sa dimérisation a été muté pour un résidu d’alanine (ED-4 
C150A). ED-4 C150A (163 résidus d’acides aminés) possède une gamme de CCS allant de 
1466 à 3920 Å2 alors que le dimère (326 résidus) possède une gamme de CCS environ 
deux fois plus importante, comprise entre 3351 et 8028 Å2. La valeur des CCS augmente 
avec l’état de charge mais pas de façon linéaire suggérant la présence de plusieurs 
populations de conformations, les états de charge les plus faibles représentant les 
conformations les plus compactes et réciproquement (Figure 77).  
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Figure 77 : Distribution des sections efficaces de collision (CCS) des ectodomaines des 
syndécans (EDs) et du mutant ED-4 C150A lors des expériences de mobilité ionique. Les 
valeurs des CCS ont été mesurées avec une force d’activation de 20 V en faisant varier la tension 
du tube de dérive de 250 à 550 V. Les graphes sont à la même échelle afin de faciliter leur 
comparaison. 

 
Le mutant ED-4 C150A a permis d’obtenir les données propres à la forme monomérique 
d’ED-4. Ces données seront utilisées pour les futures analyses. L’étendue de l’espace 
conformationnel des ectodomaines des syndécans a été évaluée en calculant les limites 
théoriques des CCS des EDs et en la comparant aux valeurs expérimentales (Figure 78). 
Les limites théoriques de la distribution des CCS ont été calculées en supposant que les 
conformations les plus compactes des ectodomaines des syndécans étaient globulaires 
et sphériques, et que les plus étendues étaient similaires à des conformation en bâton 
rigide (Beveridge et al., 2014).  
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Les 4 ectodomaines des syndécans explorent plus de la moitié de leur espace 
conformationnel théorique (Figure 78). La couverture des CCS expérimentales par 
rapport aux limites théoriques est similaire pour ED-1 et ED-3 (72 et 75 % 
respectivement). La gamme de CCS observée expérimentalement pour ces deux 
protéines est plus ou moins centrée par rapport aux limites théoriques, confortant les 
précédentes observations suggérant que les EDs ont la capacité d’adopter des 
conformations très étendues (valeurs de CCS élevées) ou plus compactes (valeurs de CCS 
faibles). ED-2 possède la couverture la plus élevée (81 %) et atteint la limite théorique 
maximale (4547 Å2) avec une valeur de CCS expérimentale de 4522 Å2. La forme 
monomérique d’ED-4, étudiée avec le mutant ED-4 C150A, explore une gamme de 
conformations plus réduite qu’ED-2 (67 %). Elle est similaire à la forme dimérique d’ED-4 
(64 %) ce qui suggère que le dimère d’ED-4 conserve une flexibilité importante, en 
accord avec les observations réalisées en SEC-SAXS.  

Figure 78 : Espace conformationnel des ectodomaines des syndécans d’après les 
expériences de mobilité ionique. Boîtes blanches et bleues superposées : limites théoriques et 
expérimentales, respectivement, des sections efficaces de collision (CCS). Le pourcentage exploré 
par les ectodomaines des syndécans (EDs) est indiqué. 
 
 

Afin de visualiser les différents degrés de compaction sur la distribution des CCS 
expérimentales, la même classification des états de charge réalisée lors des analyses 
d’ESI-MS native a été appliquée pour les ectodomaines des syndécans (Figure 79).  
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Dans cette représentation, une rupture de linéarité est observée dans la gamme de CCS 
correspondant au passage des conformations intermédiaires aux conformations 
étendues pour ED-1 (entre 25 et 26+) et qui est plus marquée pour ED-3 (entre 39 et 
40+) mais pas pour ED-2 et ED-4 C150A où une linéarité dans l’évolution des valeurs de 
CCS est observée entre ces deux populations de conformations. Ces observations 
suggèrent que les conformations d’ED-2 et de la forme monomérique d’ED-4 gagnent 
de façon graduelle une part de plus en plus importante de désordre intrinsèque, alors 
que la rupture de linéarité observée pour ED-1 et ED-3 montre la formation d’une 
population étendue et distincte des conformations intermédiaires (Figure 79). 

 
Figure 79 : Distribution des sections efficaces de collision (CCS) des ectodomaines des 
syndécans (EDs) et du mutant ED-4 C150A. Les états de charges ont été classifiés de la même 
façon que lors de l’analyse ESI-MS native où les conformations les plus compactes sont en 
orange, les conformations intermédiaires sont en vert et les plus étendues sont en bleu. La 
rupture dans la linéarité des valeurs de CCS entre les conformations compactes et intermédiaires 
est indiquée par une étoile (*) et par un dièse (#) pour la rupture observée entre les 
conformations intermédiaires et étendues. 
 
 
Une rupture de linéarité des valeurs de CCS est également observée pour les faibles 
états de charge entre les conformations compactes et les conformations intermédiaires 
pour ED-1 (13 – 15+), ED-2 (8 – 13+) et ED-4 C150A (6 – 12+) et dans une moindre 
mesure pour ED-3 (14 – 18+).  
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A l’inverse de ce qui a été observé lors du passage des conformations intermédiaires à 
étendues, deux populations coexistantes ont été détectées à ces états de charge menant 
au calcul de deux valeurs de CCS (Figure 79). La présence d’une large gamme d’états de 
charge pour ED-4 C150A (6 – 12+) possédant deux populations coexistantes est 
également en accord avec les mesures d’ESI-MS native où une gamme étendue propre 
aux conformations compactes a été observée (de 6 à 11+, voir Figure 74).  

L’observation de deux populations dans la distribution des temps d’arrivée (ATD) des 
ions suggère que les populations compactes et les populations intermédiaires coexistent 
dans une certaine phase de transition entre ces deux types de populations, mais pas 
entre les populations intermédiaires et les plus étendues (Figure 80). L’ATD de ces états 
de charge montrent une inversion graduelle entre l’espèce possédant le temps de dérive 
le plus faible, donc la plus compacte, et celle arrivant plus tardivement ayant donc une 
conformation plus étendue, excepté pour ED-4 C150A (Figure 80). Cette inversion se fait 
donc aux dépens des conformations compactes et en faveur des conformations 
intermédiaires pour ED-1, ED-2 et ED-3. Concernant ED-4 C150A, le temps d’arrivée plus 
court des ions 9 et 11+ par rapport au 7+ est probablement causé par leur sensibilité 
plus importante au champ électrique. En revanche, les ions 9 et 11+ ont un temps 
d’arrivée similaire (≈ 28 ms) indiquant que la conformation portant 11 charges est plus 
étendue que celle en portant 9 ce qui augmente son temps de dérive. 

 
Figure 80 : Distribution des temps d’arrivée (ATD) des états de charges où deux 
populations de conformations ont été détectées lors des expériences de mobilité ionique. 
Pour des raisons de clarté, seuls trois états de charges par ectodomaines des syndécans (EDs) 
sont présentés. Les distributions globales ont été obtenues à une tension dans le tube de dérive 
de 550 V pour ED-1 et ED-3 et de 450 V pour ED-2 et ED-4 C150A.  
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Ces premières expériences de mobilité ionique ont permis de conforter les précédentes 
observations réalisées en ESI-MS native sur la présence de plusieurs sous-populations 
adoptées par les EDs. La distribution des CCS d’ED-2 et de la forme monomérique d’ED-
4 (i.e. ED-4 C150A) suggère que les conformations intermédiaires s’enrichissent 
progressivement en désordre intrinsèque comme en atteste l’évolution linéaire des 
valeurs de CCS avec l’augmentation de l’état de charge. Pour ED-2 et ED-4 C150A, les 
populations étendues et intermédiaires pourraient être ainsi regroupées sous unique 
population majeure. La distribution des CCS d’ED-1 et d’ED-3 manifeste une rupture de 
linéarité qui est plus marquée pour ED-3, ce qui suggère la formation d’une population 
très étendue conformationnellement distincte de la population intermédiaire.  

Ces mesures ont également permis d’évaluer l’espace conformationnel des EDs des 
syndécans en se basant sur un modèle simple, dont les limites sont basées sur le calcul 
de la CCS d’une protéine en conformation compacte (sphérique) ou très étendue (bâton 
rigide).  

Une phase de transition est observée entre les conformations les plus compactes et les 
conformations intermédiaires pour les quatre ectodomaines des syndécans. Elle est 
caractérisée par la coexistence de deux populations dont les valeurs des CCS ont été 
calculées. La présence de deux populations pour un même état de charge peut 
également être la conséquence de deux mécanismes d’ionisation différents pour une 
même conformation (Beveridge et al., 2015). En effet, les protéines globulaires et les 
conformations compactes des protéines désordonnées suivent généralement le 
mécanisme CRM (charge residue mechanism) alors que les protéines étendues suivent le 
mécanisme CEM (chain ejection mechanism). Un ensemble de conformations ayant le 
même état de charge et possédant à la fois une région globulaire et une région 
désordonnée pourra suivre l’un de ses deux mécanismes, ce qui mène à la formation 
d’états de charge intermédiaires comprenant plusieurs conformations ayant le même 
état de charge (Figure 81). 
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Figure 81 : Mécanisme d’ionisation pendant l’étape d’électronébulisation des protéines 
selon leur degré de compaction. Les protéines globulaires (ici FGF-2, PDB : 2FGF) suivent le 
mécanisme CRM et les protéines intrinsèquement désordonnées (ici IB5, d’après Boze et al., 
2010) suivent davantage le mécanisme CEM. Les protéines ou les conformations ont un degré de 
compaction intermédiaire peuvent suivre l’un des deux mécanismes menant à l’apparition de 
deux conformations, et donc le calcul de deux valeurs de CCS pour un unique état de charge (la 
protéine Abpa, PDB : 2MXX, est donnée à titre d’illustration). 

 

Le but des expériences suivantes a été de déterminer par des expériences de mobilité 
ionique la stabilité globale des conformations les plus compactes des quatre EDs des 
syndécans. Les états de charges les plus faibles des quatre EDs, reflétant leurs 
conformations les plus compactes, ont été activés, c’est-à-dire que des énergies 
croissantes ont été appliquées en modulant l’intensité du champ électrique (i.e. la force 
d’activation) à l’entrée du tube de dérive. Six valeurs de force d’activation ont été 
appliquées, de 20 V (peu ou pas d’activation) à 190 V (FA20 – 190).  

La force des collisions entre les protéines et les atomes d’hélium augmente avec la force 
d’activation ce qui déstabilise les conformations et tend à les déplier. L’évolution du 
degré de compaction des différentes conformations pour chaque état de charge a été 
étudiée avec leur temps de dérive. Des états de charge propres à la phase de transition 
et aux conformations intermédiaires ont également été sélectionnés dans le même but 
(Tableau XXII). 
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ED-1 ED-2 ED-3 ED-4 C150A 

Conformations 

Compactes 
(Figure 82) 

9+  –  11+ 7+ 12+  –  13+ 7+ 

Phase de transition 
(Figure 83) 

13+  –  15+ 8+  –  10+ 16+  –  19+ 10+  –  13+ 

Intermédiaires 
(Figure 84) 

16+  –  17+ 11+ 20+  –  33+ 14  –  15+ 

Tableau XXII : Etats de charges sélectionnés pour l’analyse de la stabilité 
conformationnelle des conformations les plus compactes, de celles retrouvées dans la 
phase de transition (entre les conformations compactes et intermédiaires) et des 
conformations intermédiaires des ectodomaines des syndécans.  

Figure 82 : Activation des états de charges correspondant aux conformations les plus 
compactes des ectodomaines des syndécans. Les faibles états de charge des EDs ont été 
sélectionnés et soumis à des forces d’activation de 20 (courbe noire en pointillés noirs), 50, 80, 
120, 150 (nuances de couleur) et 190 V (courbe noire pleine). Les intensités ont été normalisées. 
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Le temps de dérive de l’ion 9+ d’ED-1 n’a pas été significativement affecté par 
l’activation de FA20 à FA150 mais est sensiblement augmenté à FA190 alors que celui 
des ions 10 et 11+ est augmenté dès l’application d’une force d’activation de 120 V et 
de 80 V, respectivement. D’une façon globale, plus l’état de charge est petit, plus 
l’énergie d’activation à appliquer pour observer des variations de temps de dérive doit 
être importante (Figure 82). L’activation des faibles états de charges 12+ et 13+ d’ED-3 
mène également à une variation importante du temps de dérive dès l’application d’une 
FA de 120 V et 80 V, respectivement.  

A l’inverse, le faible état de charge (7+) d’ED-2 et d’ED-4 C150A est difficilement 
activable. Le temps de dérive de l’ion 7+ d’ED-2 est légèrement augmenté lors de 
l’application des FA 50 V à 150 V et significativement accru à FA 190V. Une deuxième 
population possédant un temps de dérive plus faible (25 ms) est observée lors des FA 
120 – 190 V, ce qui peut indiquer une fragmentation d’ED-2. Des observations similaires 
ont été réalisées pour l’ion 7+ d’ED-4 C150A où une variation de temps de dérive n’a été 
observée qu’à FA 190V (Figure 82). En accord avec les précédentes observations, une 
seconde population possédant un temps de dérive d’environ 28 ms et dont l’abondance 
décroit avec l’augmentation de la FA est également détectée. Ces observations 
suggèrent que la forme monomérique d’ED-4 possède deux conformations compactes 
distinctes, la première dont le temps de dérive est le plus faible (environ 25 ms) étant 
facilement activable, mais pas la deuxième dont le temps de dérive est d’environ 33 ms 
et qui n’est pas activable. La présence de deux types de conformations compactes pour 
ED-4 est en accord avec la large gamme de faibles états de charge détectés lors des 
expériences d’ESI-MS native (voir Figure 74). 

Cette première série d’expérience montre que les conformations les plus compactes 
d’ED-2 et de la forme monomérique d’ED-4 sont très stables et qu’une énergie 
importante est donc nécessaire afin de les déplier. Cela suggère que, dans ces 
conditions, le passage des conformations compactes à intermédiaires n’est pas favorisé. 
A l’inverse, cette transition semble être favorisée pour ED-1 et ED-3 où les états de 
charges les plus faibles sont facilement activables et sont donc plus instables. 
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La même série d’expérience a été réalisée sur les états de charges correspondant à la 
phase de transition entre les conformations compactes et intermédiaires des 
ectodomaines des syndécans (Tableau XXII et Figure 83). Pour les 4 EDs des syndécans, 
chaque état de charge possède deux populations de conformations dans les conditions 
les plus douces (FA20) où une inversion en termes d’abondance a été observée avec la 
quantité de charge caractérisant cette phase de transition. Comme décrit 
précédemment, ce phénomène peut également être une conséquence de l’existence 
deux mécanismes d’ionisation. Une faible activation (FA50 - 80) a été suffisante pour 
activer les conformations appartenant à cette phase où une augmentation du temps de 
dérive a été observée. Un équilibre partiel en termes d’abondance entre les 
conformations compactes et les conformations intermédiaires a été observé pour ED-1 
(14+), ED-2 (9+), ED-3 (18+) et ED-4 C150A (entre 12 et 13+) (Figure 83).  

Pour ED-1, ED-2 et ED-3, cet étage de charge est exactement situé à l’interface entre les 
conformations compactes et intermédiaires définies lors des expériences d’ESI-MS native 
alors que pour la forme monomérique d’ED-4, cette interface a été située à l’état de 
charge 11+ (voir Figure 74). 

A partir d’une force d’activation de 120 V, le temps de dérive varie de moins en moins, et 
plus l’état de charge augmente, moins l’énergie d’activation nécessaire pour déstabiliser 
les conformations compactes est importante (Figure 83). Ces observations suggèrent 
que les conformations retrouvées dans cette phase de transition sont instables et que, 
passé cette phase, les conformations sont déjà très étendues. 
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Figure 83 : Activations des états de charges correspondant aux conformations de la phase 
de transition entre les conformations compactes et les conformations intermédiaires des 
ectodomaines des syndécans. Les états de charge présents dans la phase de transition des EDs 
ont été sélectionnés et soumis à des forces d’activation de 20 (pointillés noirs), 50, 80, 120, 150 
(nuances de couleur) et 190 V (noir). Les intensités ont été normalisées. 
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Finalement, les mêmes expériences ont été menées sur des états de charges plus 
importants afin de caractériser les conformations intermédiaires entre les conformations 
les plus compactes et les plus étendues (Figure 84). Dans des conditions douces (FA20), 
une unique population de conformations intermédiaires est présente pour ED-1, ED-3 et 
ED-4 C150A alors qu’ED-2 possède toujours deux populations et en abondance 
équivalente, similaire à l’état de charge 9+. D’une façon globale, les caractéristiques 
observées sur les états de charge présents dans la phase de transition sont retrouvées. 
Pour ED-1, ED-3 et ED-4 C150A, le temps de dérive évolue dès l’application d’une force 
d’activation de 50 V suggérant des conformations instables. Cependant, les variations 
sont beaucoup plus faibles lorsque des FA plus importantes sont appliquées ce qui 
indique que les conformations sont déjà étendues et qu’il est difficile de les étendre 
davantage. L’application de forces d’activation élevées (FA150 – 190 V) mène à une 
fragmentation des protéines, ce qui se traduit par la formation d’espèces possédant un 
temps de dérive plus court, notamment pour ED-3 et ED-4 C150A (Figure 84).  

Pour ED-2, les mêmes caractéristiques que celles observées sur la phase de transition 
sont retrouvées où les conformations sont facilement activables. Une FA de 50 V a été 
suffisante pour totalement perdre les conformations les plus compactes laissant une 
unique population de conformations (Figure 84). 
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Figure 84 : Activations des états de charge correspondant aux conformations 
intermédiaires des ectodomaines des syndécans. Les états de charge caractérisant les 
conformations intermédiaires des EDs ont été sélectionnés et soumis à des forces d’activation de 
20 (pointillés noirs), 50, 80, 120, 150 (couleurs) et 190 V (noir). Les intensités ont été normalisées. 
L’ensemble des états de charge n’est pas représenté pour des raisons de clarté. 
 

L’ensemble de ces expériences a également été réalisée sur la forme dimérique d’ED-4 
(Figure 85). Afin de ne pas utiliser de données comprenant la participation de sa forme 
monomérique, seuls des états de charge impairs ont été sélectionnés. L’état de charge 
13+ a été sélectionné afin d’étudier les conformations les plus compactes du dimère 
alors que les gammes d’états de charge 15 – 19+ et 21 – 27+ ont été sélectionnées afin 
d’étudier ses conformations présentes dans la phase de transition et ses conformations 
intermédiaires, respectivement.  
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Il a été délicat d’obtenir des signaux d’intensité suffisante pour les conformations les 
plus compactes du dimère d’ED-4 comme en témoignent les courbes bruitées de la 
distribution des temps d’arrivée de l’état de charge 13+ (Figure 85). En conditions 
douces (FA20), une espèce possédant un temps de dérive d’environ 28 ms est 
majoritaire avec une espèce de faible abondance (36 ms) et de conformation plus 
étendue. Contrairement aux formes monomériques des EDs des syndécans, cet état de 
charge est facilement activable puisqu’une augmentation du temps de dérive est 
observée dès l’application d’une force d’activation de 80 V. La faible abondance de cette 
population et son instabilité suggèrent que la formation de conformations compactes de 
dimère d’ED-4 n’est pas favorisée. 

La phase de transition (15 – 19+) comprend également deux populations dont 
l’interversion s’effectue graduellement et où les deux populations seraient en abondance 
équivalentes à environ 16+. A la fin de cette phase, une seule population est détectée. 
L’activation de ces états de charge permet la transition des conformations les plus 
compactes en conformations intermédiaires puisqu’une seule espèce persiste dès une FA 
de 120 V pour l’état de charge 15+ et 80 V pour 17+ (Figure 85).  

Dans des conditions douces (FA20), une nouvelle transition est observée dans la 
distribution des temps d’arrivée des états de charges intermédiaires (21 – 27+), 
s’effectuant entre les états de charge 23+ et 27+. Cette transition semble être déjà 
visible lors de l’activation à 190 V de l’état de charge 21+ mais l’absence du calcul de 
CCS ne permet pas de vérifier cette observation. Les activations appliquées sur les états 
de charges 23 – 27+ montrent la disparition progressive de l’espèce possédant le temps 
de dérive le plus faible aux dépens de celle possédant un temps de dérive plus 
important, donc une conformation globale plus étendue (Figure 85). Cette transition 
serait vraisemblablement celle s’effectuant entre les conformations intermédiaires et les 
conformations les plus étendues.  
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Figure 85 : Activations des états de charges correspondant aux conformations compactes, 
aux conformations présentes dans la phase de transitions et aux conformations 
intermédiaires adoptées par la forme dimérique de l’ectodomaine du syndécan-4. Les états 
de charge caractérisant les conformations compactes et intermédiaires ainsi que ceux présents 
dans la phase de transition ont été sélectionnés et soumis à des forces d’activation de 20 
(pointillés noirs), 50, 80, 120, 150 (couleurs) et 190 V (noir). Les intensités ont été normalisées.  
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A des fins de comparaison et pour les analyses suivantes, la stabilité globale des 
différentes conformations a été définie comme étant la variation du temps de dérive (en 
%) mesurée sur les distributions globales lorsque l’activation a été la plus importante 
(190 V) par rapport à celle appliquée à 20 V (variations FA190 vs FA20). Une importante 
variation est donc corrélée à une faible stabilité conformationnelle et réciproquement. 
Elle est représentée en fonction des états de charge ce qui permet de les comparer au 
degré de compaction des différentes conformations définies précédemment (Figure 
86A). La représentation des valeurs expérimentales du temps de dérive en fonction de la 
force d’activation, et ce pour chaque état de charge et pour chaque EDs, est présentée 
en Annexe 2, ainsi qu’une représentation 3D de l’état de charge en fonction de la 
section efficace de collision qui résume à la fois l’étendue de l’espace conformationnel 
des EDs des syndécans, les différentes populations observées ainsi que de 
l’hétérogénéité de chaque état de charge (Annexe 3). 

Les courbes de stabilité des 4 EDs ont une forme similaire en cloche (Figure 86A). D’une 
façon générale, ces observations suggèrent que les conformations les plus compactes 
(i.e. les faibles états de charge) sont les plus stables étant donné leur faible variation de 
temps de dérive. Cette stabilité est accrue pour ED-2 et ED-4 C150A qui restent peu (15 
%) ou insensibles à l’activation (1,2 %), respectivement. A l’inverse, les conformations 
compactes d’ED-1 et d’ED-3 sont plus facilement déstabilisées (≈ 30 % de variation). La 
variation du temps de dérive augmente graduellement jusqu’à atteindre un maximum à 
l’état de charge 13+, 9+, 17+ et 10+ pour ED-1 – 4 (C150A). Ces états de charge sont les 
plus facilement activables suggérant que ces conformations sont très instables. Au-delà 
de ce maximum, la variation du temps de dérive diminue (et donc la stabilité croît) ce qui 
peut être expliqué par le fait que les conformations sont déjà étendues et que leur 
activation mène alors qu’à de faibles variations du temps de dérive.  

Les états de charges correspondant aux conformations les moins stables coïncident à ± 
1 charge avec la frontière estimée en ESI-MS native entre les conformations les plus 
compactes et les conformations intermédiaires (Figure 86A, voir Figure 74). Cette 
observation suggère que la transition entre ces deux conformations est favorisée en 
faveur des conformations les plus étendues.  
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Figure 86 : Bilan des mesures d’activation des états de charges des différentes 
conformations adoptées par les ectodomaines des syndécans. A) Variation (%) du temps de 
dérive lorsque l’activation a été appliquée à 190 V par rapport à celle appliquée à 20 V pour 
chaque état de charge. Lorsque deux populations sont présentes pour un même état de charge, 
les données concernant la population majoritaire ont été sélectionnées. Le point représenté par 
un carré (■) correspond à l’état de charge dont les conformations sont les plus instables. Les 
aires colorées en orange, vert et bleu correspondent aux conformations compactes, 
intermédiaires et étendues, respectivement. B) Evolution de la largeur à mi-hauteur (FWHM, full 
width at half maximum) des populations observées sur les distributions globales en fonction de 
l’état de charge.  

 

La largeur à mi-hauteur (FWHM) de chaque état de charge observé sur les distributions 
globales a également été mesurée et représentée en fonction de l’état de charge (Figure 
86B). La mesure de la FWHM permet d’évaluer l’hétérogénéité de chaque ensemble de 
conformation. Plus cette valeur est élevée (et donc le pic large), plus la population 
contient un nombre important conformations différentes et réciproquement. 

Les courbes sont assez similaires à celles observées précédemment et présentent une 
région où la FWHM est assez faible pour les faibles états de charges, avant de 
rapidement croître puis de diminuer à nouveau. Cela suggère que les conformations 
compactes et intermédiaires possèdent quantité de conformations restreinte. A l’inverse, 
les conformations appartenant à la phase de transition possèdent une valeur de FWHM 
élevée, indiquant une polydispersité accrue et reflétant la coexistence des plusieurs 
populations de conformations en accord avec les précédentes observations.  
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Les données obtenues sur la forme dimérique d’ED-4 ont été représentées de la même 
façon (Figure 87). La courbe représentant la variation du temps de dérive de chaque 
conformation montre deux maxima à 15+ et 23+ alors qu’un seul n’avait été observé 
pour la forme monomérique d’ED-4 (Figure 87A). Les variations du temps de dérive 
calculées sur les faibles états de charge (13 et 15+) sont très importantes (45 – 50 %) 
suggérant que les conformations compactes du dimère d’ED-4 ne sont pas stables et 
donc que leur formation n’est pas favorisée. Cette observation est confortée par le fait 
que l’état de charge le moins stable ne se situe pas à la frontière entre les conformations 
compactes et intermédiaires mais bien avant. On retrouve cependant la présence d’un 
deuxième maximum (23+) précédant une zone où les temps de dérive varient de moins 
en moins (de 26+ à 29+) suggérant que les conformations étendues du dimère sont très 
favorisées. Ces conclusions sont confortées par le calcul de la FWMH sur les distributions 
globales des conformations (Figure 87B). L’état de charge reflétant les conformations 
compactes (13+) possède une FWHM d’environ 3 ms indiquant un nombre restreint de 
conformations que peut adopter le dimère, à l’inverse des états de charges plus élevées 
où la FWHM est plus importante (5 – 8 ms) reflétant une plus grande hétérogénéité 
conformationnelle. 

Figure 87 : Bilan des mesures d’activation des états des charges correspondant aux 
conformations adoptées par la forme dimérique d’ED-4. A) Variation (%) du temps de dérive 
lorsque l’activation a été appliquée à 190 V par rapport à celle appliquée à 20 V pour chaque 
état de charge. Lorsque deux populations étaient présentes pour un même état de charge, les 
données concernant la population majoritaire ont été sélectionnées. Le point représenté par un 
carré (■) correspond à l’état de charge dont les conformations sont les plus instables. Les aires 
colorées en orange, vert et bleu correspondent aux conformations compactes, intermédiaires et 
étendues, respectivement, basé sur la distribution des états de charge de la forme monomérique. 
B) Evolution de la largeur à mi-hauteur (FWHM) des populations observées sur les distributions 
globales en fonction de l’état de charge. 
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e) Mécanisme de dimérisation d’ED-4 

Deux variants d’épissage du syndécan-4 ont été décrits (Xing et al., 2003). La première 
isoforme partage les mêmes caractéristiques que les autres syndécans et est composée 
d’un domaine cytosolique, transmembranaire et d’un ectodomaine qui peut être libéré 
par le processus de shedding. La seconde isoforme est en revanche directement 
exprimée sous forme d’un ectodomaine soluble, possédant la même séquence en acides 
aminés que l’ectodomaine de l’isoforme-1 auxquels s’ajoutent quatre résidus 
hydrophobes (VLAG) qui sont également retrouvés dans le domaine transmembranaire 
de l’isoforme-1, et quatre résidus supplémentaires (CPEH) propres à la seconde isoforme 
(Figure 88). 

 
Figure 88 : Comparaison de l’organisation des deux isoformes du syndécan-4. L’isoforme-1 
possède un domaine cytosolique (vert), transmembranaire (jaune) et un ectodomaine (bleu), où 
les sites d’attachement des glycosaminoglycanes sont indiqués (lignes verticales). L’isoforme-2 
(ED-4) conserve la séquence de l’isoforme-1, de quatre de ses résidus transmembranaires (VLAG) 
auxquels s’ajoutent quatre résidus qui lui sont propres (CPEH, en violet). Le résidu de cystéine 
présent uniquement dans l’isoforme-2 est indiqué par un triangle noir. 
 
 
La présence d’un résidu de cystéine suggère que la dimérisation pourrait être médiée 
par un pont disulfure. L’analyse d’ED-4 en condition réductrice par SDS-PAGE ainsi que 
par chromatographie d’exclusion stérique a provoqué une diminution très importante de 
la quantité de dimère, montrant le rôle majeur de cet unique résidu de cystéine dans le 
mécanisme de dimérisation (Figure 89).  
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Figure 89 : La formation d’un pont disulfure permet la dimérisation d’ED-4. A) 2 μg d’ED-4 
ont été incubés pendant 20 minutes à température ambiante avec ou sans dithiothréitol (± DTT) 
puis analysés par SDS-PAGE (gel ayant une concentration en acrylamide de 15 %). Les protéines 
ont été colorées par du bleu de Coomassie. B) 100 μl d’ED-4 à 1 mg/ml ± DTT ont été injectés 
sur colonne de chromatographie d’exclusion stérique (Superdex S200 Increase 10/300 GL, GE 
Healthcare) équilibrée en HBS (- DTT) ou en HBS + DTT 2 mM (+ DTT). 
 
Afin de vérifier cette observation, le résidu de cystéine 150 a été muté pour un résidu 
d’alanine (ED-4 C150A). ED-4 C150A a été exprimé en système procaryote et purifié par 
chromatographie d’affinité Ni-NTA puis anti-FLAG (Figure 90).  

 
Figure 90 : Purification du mutant ED-4 C150A par chromatographies d’affinité. Analyses 
par SDS-PAGE des purifications par chromatographies d’affinité sur résine Ni-NTA (A), et résine 
anti-FLAG (B) du mutant ED-4 C150A. 15 μl de solution initiale (Si), de fraction non retenue 
(FNR), de lavages par de l’HBS et par de l’imidazole 10 et 20 mM (HBS, 10 mM, 20 mM), de 
fractions éluées par de l’imidazole 100, 300 et 500 mM (100, 300, 500 mM) et de lavage glycine 
(Glycine) ont été déposés sur gel ayant une concentration en acrylamide de 15 %. Les protéines 
ont été colorées par du bleu de Coomassie.  
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Les fractions éluées de la purification anti-FLAG ont été concentrées et injectées sur une 
colonne de chromatographie d’exclusion stérique, de façon similaire aux autres 
ectodomaines des syndécans (Figure 91). L’espèce majoritaire a été éluée à 13,2 ml et 
son analyse par SDS-PAGE a indiqué une masse moléculaire apparente d’environ 28 kDa, 
identique à la masse moléculaire de la forme monomérique d’ED-4 non muté. 

Figure 91 : Purification du mutant ED-4 C150A par chromatographie d’exclusion stérique. 
A) Chromatogramme de la purification par chromatographie d’exclusion stérique (Superdex 
S200 Increase 10/300 GL, GE Healthcare). Les différentes espèces éluées sont annotées de I à IV. 
Flag : élution du peptide FLAG. B) 10 μl des fractions éluées de la purification par 
chromatographie d’exclusion stérique (pics I à IV) ont été analysés par SDS-PAGE (gel de 
polyacrylamide 15 %). Les protéines ont été colorées par le bleu de Coomassie. 

 

Des analyses biophysiques ont également été réalisées sur ED-4 C150A dans le but de 
comparer les formes monomériques sauvage et mutée d’ED-4. Des expériences de SEC-
SAXS ont permis de déterminer le rayon de gyration du mutant (44,5 ± 0,26 Å), valeur 
similaire à celle de la forme monomérique d’ED-4 sauvage (41,53 Å 0,67 Å) (Figure 92). 
La représentation normalisée de Kratky et de Kratky-Debye montrent que le mutant ED-
4 C150A est une protéine désordonnée et flexible. Bien que les intensités de diffusion 
soient très similaires à celles de la forme monomérique d’ED-4, elles semblent 
cependant légèrement diverger aux grands angles, ne décroissant pas strictement en s-2 
mais plutôt entre s-2 et s-1, ce qui peut suggérer la présence de régions très étendues 
(Figures 92F et 92G).  
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La déconvolution de ces données par EOM a permis d’attribuer une conformation très 
étendue de type random coil à ED-4 C150A plutôt qu’une conformation en pré-globule 
fondu (Figure 92D). Cependant, le test CorMap a permis d’identifier une déviation 
statistiquement significative aux grands angles entre les intensités de diffusion 
expérimentales et la courbe théorique générée par EOM (p-value = 6,2.10-5 < au seuil de 
0,01). Les résultats de la déconvolution n’ont donc pas été analysés davantage. 

Figure 92 : Analyse par SEC-SAXS du mutant ED-4 C150A. A) Chromatogramme du mutant 
ED-4 C150A injecté sur une colonne Superdex S200 Increase 5/150 GL (3ml). B) Intensités de 
diffusion (noir) et estimation du rayon de gyration en fonction des acquisitions (vert). C) 
Déconvolution des intensités de diffusion en fonction du temps par US-SOMO. Vert : ED-4 
C150A, gris : espèce de taille plus importante. Les données issues d’un angle unique sont 
représentées pour des raisons de clarté. La qualité de l’ajustement est indiquée (χ2). D) Courbe 
de diffusion finale, avec les ajustements d’EOM pour un modèle random coil (courbe pleine) et 
pré-globule fondu (pointillé). E) Détermination du rayon de gyration selon l’approximation de 
Guinier. La qualité de l’ajustement est indiquée (χ2). F-G) Représentations normalisées de Kratky 
et de Kratky-Debye, respectivement. ED-4 C150A : vert, monomère d’ED-4 sauvage : violet. 
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Le rayon hydrodynamique d’ED-4 C150A a été estimé à 35,7 ± 0,8 Å par SEC-DLS 
(Figure 93). Cette valeur est supérieure à celle mesurée par SEC-DLS sur la forme 
monomérique d’ED-4 (21,6 ± 4,0 Å), bien que les signaux de cette dernière mesure 
soient bruités. La valeur du rayon hydrodynamique d’ED-4 C150A déterminée par 
chromatographie d’exclusion stérique est de 35,8 Å, quasiment identique à celle 
mesurée par SEC-DLS. Ces observations suggèreraient que la forme monomérique d’ED-
4 possède un rayon hydrodynamique d’environ 36 Å au lieu d’environ 22 Å  menant à un 
rapport Rg/Rh de 1,16 au lieu de 1,92, ce qui reste cohérent avec une conformation 
étendue. 

Figure 93 : Mesure du rayon hydrodynamique du mutant ED-4 C150A par SEC-DLS. A) 
Chromatogramme du mutant ED-4 C150A sur une colonne Superdex S200 5/150 GL (3ml). B) 
Corrélogramme obtenus lors des expériences de SEC-DLS. La qualité de l’ajustement (courbe 
rouge) est indiquée par le coefficient de détermination (R2). 
 

Des expériences d’ESI-MS en conditions natives ont également été effectuées sur le 
mutant afin de comparer la distribution des états de charge avec celle de la forme 
sauvage (Figure 94). La distribution des états de charge d’ED-4 C150A est très similaire à 
celle de la forme sauvage, indiquant que les deux protéines explorent le même espace 
conformationnel, composé de conformations étendues, intermédiaires et compactes 
(Figure 94A). Des pics de m/z intermédiaires sont visibles sur la distribution des états de 
charge d’ED-4 sauvage, ce qui reflète la présence du dimère. Ces pics sont de faible 
intensité étant donné que l’analyse a été effectuée sur un échantillon dont la majeure 
partie d’ED-4 était sous forme monomérique. En revanche, lorsqu’ED-4 C150A est 
analysé, ces pics sont absents ce qui est en accord avec le mécanisme de dimérisation 
médié par un pont disulfure (Figure 94A). La déconvolution des CSDs montre également 
que, de façon globale, les proportions des différentes populations de conformations 
sont similaires dans les formes sauvage et mutée (Figure 94B).  



 

208 
 

Les aires calculées pour chacune des conformations de la forme sauvage et du mutant 
sont du même ordre de grandeur, les conformations les plus étendues étant les plus 
abondantes (75 et 85 %, respectivement) et les conformations compactes les moins 
représentées (8 et 10 %).  

Figure 94 : Comparaison de la distribution des états de charge d’ED-4 et du mutant C150A. 
A) Distribution des états de charge (CSD). Les différentes populations sont colorées en bleu 
(étendues), vert (intermédiaires) et orange (compactes). Les états de charge sur lesquels sont 
centrées ces populations sont indiqués. B) Déconvolution des CSDs. Les proportions (%) de 
chaque population de conformations sont indiquées ainsi que les valeurs résiduelles. La légende 
est la même qu’en A). 
 

L’analyse ESI-MS du mutant C150A a cependant révélé qu’une seconde espèce 
moléculaire en quantité très minoritaire (  1 %) était présente (Figure 95A). Cette 
espèce possède une masse d’environ 35 593 Da, soit deux fois celle d’ED-4 C150A, 
mesurée également dans cette expérience (environ 17 796 Da, masse très proche de la 
masse théorique calculée à partir de la séquence en acides aminés, 17 790 Da), ce qui 
suggérerait que le mutant d’ED-4 conserve une faible capacité à dimériser. 
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Afin de vérifier l’identité de cette espèce de plus haute masse moléculaire, les fractions 
d’élution en sortie de colonne de chromatographie d’exclusion stérique ont été 
regroupées et concentrées. Puis un échantillon du rétentat a été réinjecté sur la même 
colonne afin de favoriser la détection du dimère (Figure 95B). D’après le 
chromatogramme correspondant, une nouvelle espèce en très faible quantité se forme 
et est retrouvée à un volume d’élution d’environ 10,9 ml. L’analyse par Western blot avec 
un anticorps anti-FLAG a montré qu’il s’agissait bien d’ED-4 C150A et non pas d’un 
contaminant (Figure 95C). Sa masse estimée sur gel est d’environ 57 kDa, soit environ 
deux fois la masse estimée sur gel du monomère d’ED-4 C150A (  28 kDa). Une très 
faible quantité de dimère est également détectée par Western blot dans la fraction 
d’élution correspondant à la forme monomérique (pic II sur les Figures 95B et 95C). 

 
Figure 95 : Détection d’une faible quantité de dimère d’ED-4 C150A. A) Analyse par 
spectrométrie de masse en conditions natives (ESI-MS) d’ED-4 C150A purifié. B) 100 μl d’ED-4 
C150A à 1 mg/ml ont été injectés sur une colonne Superdex S200 Increase 10/300 GL, GE 
Healthcare. Deux espèces sont détectées (I et II). Insert : Agrandissement du chromatogramme 
centré sur le dimère d’ED-4 C150A. C) 15 μl des fractions éluées I et II issues de la purification 
par chromatographie d’exclusion stérique effectuée en B) ont été analysés par Western blot avec 
un anticorps anti-FLAG avec une détection par chimiluminescence. 
 

La forme dimérique, bien qu’étant en quantité très faible, est résistante au SDS étant 
donné qu’elle est détectée lors de l’analyse par Western blot (Figure 95C). Seules des 
interactions fortement hydrophobes pourraient a priori être à l’origine de la conservation 
du dimère lors des analyses par électrophorèse. Comme décrit précédemment, les 
résidus présents à l’extrémité C-terminale de l’isoforme-2 d’ED-4 sont majoritairement 
hydrophobes (VLAGCPEH), puisqu’ils sont retrouvés en partie dans le domaine 
transmembranaire de l’isoforme-1 (voir Figure 88).  
 



 

210 
 

La dimérisation d’ED-4 pourrait alors être médiée dans un premier temps par des 
interactions hydrophobes entre les deux monomères avant qu’ils soient covalemment 
liés par un pont disulfure dans la forme sauvage d’ED-4, ce qui expliquerait la faible 
abondance de dimère chez le mutant dépourvu de résidu de cystéine. Des expériences 
de réticulation sur le mutant ED-4 C150A ont alors été réalisées afin de déterminer la 
capacité du mutant C150A à multimériser. La réticulation d’ED-4 C150A a été réalisée en 
présence de glutaraldéhyde pendant 10 minutes à température ambiante (Figure 96). 
Les conditions ont été suffisamment douces pour éviter la formation d’agrégats comme 
en témoigne l’absence d’espèces éluées dans le volume mort de la colonne d’exclusion 
stérique (8 ml). Deux espèces se forment aux dépens de la forme monomérique (13,2 ml, 
masse moléculaire apparente 92,5 kDa), et sont éluées à environ 10,4 (322 kDa) et 11,5 
ml (197 kDa), la 1ère étant relativement proche du volume d’élution du dimère non 
réticulé (10,9 ml, 257 kDa). Cette première expérience montre que le mutant C150A peut 
former des multimères.  

 
 
Figure 96 : Réticulation d’ED-4 C150A par le 
glutaraldéhyde (GA). 100 μl d’ED-4 C150A (1 
mg/ml) non réticulé (vert) ou réticulé par du 
glutaraldéhyde 20 mM (noir) ont été injectés 
sur une colonne de chromatographie 
d’exclusion stérique (Superdex S200 Increase 
10/300 GL, GE Healthcare). Les volumes 
d’élution du mutant avec (noir) ou sans 
glutaraldéhyde (vert) sont indiqués. Le volume 
mort de la colonne (≤ 8 ml) est représenté 
comme une aire grisée. 
 
 
 

Une deuxième série d’expériences de réticulation a été réalisée en utilisant le 3,3'-
dithiobis(sulfosuccinimidylpropionate), DTSSP, qui possède un pont disulfure (Figure 
97A). Si les monomères interagissent par des interactions hydrophobes pour initier la 
dimérisation, la réduction des oligomères réticulés ne devrait pas mener à la seule 
apparition d’une bande correspondant à celle du monomère, mais aussi à celle du 
dimère, puisque les deux chaînes restent liées par des interactions hydrophobes. 
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L’analyse du chromatogramme d’ED-4 C150A réticulé par le DTSSP montre la formation 
de trois espèces éluées respectivement à 9,2, 10,1 et 11,2 ml (pics I à III), la majorité 
restant non réticulée (pic IV) et la dernière espèce éluée dans le volume total de la 
colonne correspondant DTSSP (pic V) (Figure 97B). Ces espèces ont été analysées par 
Western blot avec un anticorps anti-FLAG (Figure 97C). Ils migrent avec une masse 
moléculaire apparente de 170 kDa (pic I), 130 kDa (pic II), 57 kDa (pic III) et 28 kDa (pic 
IV), soit des rapports de masse de 2 (pic III), 4,6 (pic II) et 6 fois (I) celle du monomère. 
Ces fractions d’élution ont ensuite été réduites par du DTT et analysées suivant le même 
protocole (Figure 97D). Excepté pour la fraction correspondant au monomère (IV), deux 
bandes sont systématiquement retrouvées, migrant à la masse moléculaire attendue 
pour la forme dimérique d’une part et la forme monomérique d’autre part (environ 57 et 
28 kDa, respectivement). Cette observation suggère que les monomères interagissent via 
des interactions hydrophobes. 

 
 
Figure 97 : Réticulation d’ED-4 C150A par le DTSSP. A) Structure du DTSSP. B) ED-4 C150A (1 
mg/ml) a été incubé pendant 30 min à 10°C avec du DTSSP, puis 100 μl ont été injectés sur une 
colonne de chromatographie d’exclusion stérique (Superdex S200 Increase 10/300 GE 
Healthcare). 15 μl d’éluats, notés I à IV, ont ensuite été analysés par Western blot avec un 
anticorps anti-FLAG soit (C) sans réduction (- DTT) soit (D) après réduction par du DTT 50 mM 
pendant 20 minutes à température ambiante. Les bandes immunoréactives ont été détectées par 
chimiluminescence. La bande immunoréactive présente dans la fraction V est vraisemblablement 
une erreur de manipulation. 
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Une autre série d’expériences a été conduite sur la forme sauvage d’ED-4 dans les 
mêmes conditions (Figure 98). La réticulation d’ED-4 sauvage mène à une faible 
formation de deux espèces (pics I et II élués respectivement à 9,5 et 10 ml) ayant des 
volumes hydrodynamiques supérieurs à ceux du dimère et du monomère (pics III et IV, 
respectivement), l’espèce V correspondant au DTSSP (Figure 98A). Les espèces 
réticulées (I et II) semblent se former aux dépens du dimère (III) mais pas aux dépends 
du monomère (IV). Cette observation pourrait indiquer un mécanisme de formation 
d’oligomères nécessitant au préalable la formation d’un dimère. Ces espèces possèdent 
des volumes d’élutions semblables aux espèces éluées lors de la dernière étape de 
purification d’ED-4 par chromatographie d’exclusion stérique (Figure 98B). Cependant, il 
est également possible que ces oligomères se forment artificiellement lors de l’étape de 
concentration des protéines.  

Figure 98 : Réticulation d’ED-4 sauvage par le DTSSP. A) 100 μl d’ED-4 sauvage (1 mg/ml) 
non réticulé (bleu) ou réticulé par du DTSSP (noir) ont été injectés sur une colonne de 
chromatographie d’exclusion stérique (Superdex S200 Increase 10/300 GL). B) Chromatogramme 
de la dernière étape de purification d’ED-4 par chromatographie d’exclusion stérique effectuée 
sur la même colonne. Ag : agrégats. C-D) Analyse par Western blot avec un anticorps anti-FLAG 
des fractions réticulées par le DTSSP. 15 μl d’éluats issus de la colonne Superdex S200 Increase 
10/300 GL de A), notés I à V, ont été analysés soit (C) sans réduction (- DTT) soit (D) après 
réduction par du DTT 50 mM pendant 20 minutes à température ambiante. Les protéines ont été 
révélées par chimiluminescence.  
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Comme observé pour ED-4 C150A, la réduction des espèces issues de la réticulation de 
la forme sauvage d’ED-4 conduit à la disparition des bandes de masses moléculaires les 
plus élevées et à l’apparition d’une bande correspondant à la forme monomérique. 
Cependant, seul le dimère (pic III) conserve à la fois une bande correspondant au 
monomère et au dimère. L’absence d’une bande correspondant au dimère lors de la 
réduction des espèces à hautes masses moléculaires (pics I et II) est probablement due à 
une trop faible quantité de protéine déposée rendant ainsi leur détection difficile (Figure 
98D). 
 

Ces expériences montrent qu’en absence du résidu de cystéine, le mutant 
conserve sa capacité à dimériser mais en très faible quantité. Cette faible abondance de 
dimère peut être causée par des interactions hydrophobes à l’extrémité C-terminale de 
la protéine mais elles ne permettent pas de stabiliser le dimère en absence d’un pont 
disulfure. La valeur du rayon de gyration du dimère de la forme sauvage (59,25 ± 2,27 Å) 
est bien supérieure à celui du monomère (41,53 ± 0,67 Å) et est similaire au Rg 
théorique calculé pour une protéine possédant deux fois plus de résidus (62,2 ± 14,1 Å). 
De plus, le rayon hydrodynamique du dimère est plus important que celui du monomère 
de la forme sauvage d’ED-4 (45,4 ± 1,2 contre 21,6 ± 4,0 Å ou 35,7 ± 0,8 Å selon les 
méthodes d’analyse). Ces mesures suggèrent que les deux monomères au sein du 
dimère adoptent une conformation dans laquelle les deux monomères interagissent par 
leur extrémité C-terminale plutôt qu’un arrangement latéral. Afin de vérifier cette 
hypothèse, des expériences de mobilité ionique ont été réalisées sur la forme sauvage 
d’ED-4 (Figure 99). 

Si l’on considère un dimère formé par l’arrangement latéral des deux monomères, la 
surface du dimère est inférieure au double de la surface d’un monomère seul car une 
zone d’interaction importante existe entre les deux monomères. La surface étant proche 
de celle d’un monomère et la quantité de charges étant doublée, une telle conformation 
devrait avoir un temps de dérive inférieur à celui de la forme monomérique (Figures 
99A et 99B). A l’inverse, une conformation où les deux monomères interagissent par 
l’une de leur extrémité possède une surface environ deux fois plus importante que celle 
d’un monomère seul. Dans ce cas, le dimère devrait être davantage ralenti par des 
collisions au sein du tube de dérive et ainsi avoir un temps de dérive supérieur à celui du 
monomère. 

Lors de ces expériences, deux populations possédant des temps de dérive d’environ 25 
et 32 ms sont effectivement retrouvées sur la distribution globale du fait de la présence 
des formes monomérique et dimérique d’ED-4 (Figure 99C).  
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La déconvolution de ces espèces a montré que le premier pic (25 ms) pouvait être 
attribué à la forme monomérique d’ED-4 alors que le second pic (32 ms) correspond à sa 
forme dimérique (Figures 99D et 99E). La forme monomérique possède un temps de 
dérive inférieur à celui du dimère, ce-dernier étant davantage ralenti par ses collisions 
dans le tube de dérive. Cette observation montre que les deux monomères d’ED-4 
s’assemblent de façon étendue au sein du dimère, en accord avec les expériences de 
SEC-SAXS et de SEC-DLS. 

Figure 99 : Détermination de l’arrangement des monomères au sein du dimère d’ED-4 par 
mobilité ionique. A-B) Schémas de la distribution globale théorique des formes monomérique 
(M, orange) et dimérique (D, bleu) pour des conformations compactes (sphère) ou étendues 
(bâton). C) Distribution globale obtenue expérimentalement pour la forme sauvage d’ED-4. D-E) 
Déconvolution des spectres de masse des deux espèces observées en C). Certains états de 
charge sont mentionnés. La légende des couleurs est commune à l’ensemble de la figure.  
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Il est probable que les interactions non covalentes entre les deux monomères 
permettent de les positionner spécifiquement. La seconde étape reposerait sur la 
stabilisation du dimère par la formation d’un pont disulfure. Ce mécanisme de 
dimérisation d’ED-4 est schématisé dans la figure ci-dessous (Figure 100). 

Figure 100 : Mécanisme de dimérisation proposé pour ED-4. Les deux monomères d’ED-4 
(étape 1) peuvent s’associer uniquement de façon étendue (étapes 2a/2b) via des résidus 
hydrophobes présents à leur extrémité C-terminale (en jaune). Le dimère est ensuite stabilisé par 
la formation d’un pont disulfure (étape 3). 

 
La structure tridimensionnelle des 40 résidus C-terminaux d’ED-4 (Lys116 - 

His155) a ensuite été prédite étant donné que ces résidus ne sont pas prédits comme 
désordonnés par metaPrDOS (voir Figure 61). La prédiction de la structure 3D a été 
réalisée en utilisant le serveur UNRES (Czaplewski et al., 2018), sans inclure l’étiquette 
FLAG, présente à cette extrémité dans la protéine recombinante (Figure 101). Cinq 
structures ont été modélisées ayant une probabilité respective de 0,595, 0,215, 0,099, 
0,080 et 0,011. Le modèle ayant la meilleure probabilité (0,595) a été utilisé pour les 
analyses suivantes. Le peptide adopte de façon majoritaire une structuration en hélice α. 
Une première hélice α de 17 résidus (Val119 – Val135) est délimitée par des résidus de 
proline 118 et de glycine 137. La seconde hélice α, plus courte (Ile140 – Val146), précède 
la séquence propre à ED-4 (VLAGCPEH) qui est enrichie en résidus hydrophobes et qui 
possède le résidu de cystéine (Figure 101A).  

Sur l’ensemble du peptide, les résidus hydrophobes sont majoritairement représentés 
par les résidus de valine (≈ 39 % des résidus hydrophobes). Les résidus hydrophobes 
forment une face plutôt apolaire qui pourrait favoriser l’établissement d’interactions 
hydrophobes au sein du dimère, comme en atteste le potentiel électrostatique neutre 
(Figure 101B). L’autre face est cependant enrichie en résidus acides, notamment en 
glutamates, qui représentent 17,5 % des résidus du peptide. 
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Figure 101 : Prédiction de la structure tridimensionnelle de l’extrémité C-terminale d’ED-4. 
A) Structure 3D prédite par UNRES (Czaplewski et al., 2018) des 40 derniers résidus d’ED-4 
(116KRISPVEESEDVSNKVSMSSTVQGSNIFERTEVLAGCPEH155). Les résidus de valine, les résidus 
flanquant les deux hélices α ainsi que les extrémités N- et C-terminales sont annotés. B) 
Potentiel électrostatique (bleu : basique, rouge : acide) du peptide et localisation des résidus 
hydrophobes (orange) sur la structure prédite. C) Agrandissement de la seconde hélice portant 
les résidus de phénylalanine, d’arginine et de glutamate situés en amont du résidu de cystéine 
(en vert). 
 

Concernant la plus courte hélice présente en amont du résidu de cystéine et formée par 
les résidus 140IFERTEV146, deux mécanismes supplémentaires pourraient favoriser la 
formation du dimère en solution. Le premier repose sur l’établissement d’interactions de 
type π-π du fait de la présence d’un résidu de phénylalanine, présent à proximité du 
résidu de cystéine. Au sein du domaine transmembranaire des syndécans, certains 
résidus de phénylalanine favorisent d’ailleurs la formation d’homo et d’hétérodimères de 
syndécans (Kwon et al., 2016). Le second repose sur la présence des résidus de 
glutamate et d’arginine et donc sur une potentielle formation de ponts salins entre les 
monomères, notamment du fait de leur orientation (Figure 101C).  

Afin de mimer la structure du dimère, le modèle prédit par UNRES des 40 derniers 
résidus d’ED-4 a été docké sur lui-même en utilisant UNRES-Dock (Czaplewski et al., 
2018) où aucune contrainte n’a été imposée (Figure 102).  
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Cinq poses de l’extrémité C-terminale d’ED-4 interagissant avec lui-même ont été 
générées par UNRES-Dock et possèdent une probabilité de 0,373, 0,261, 0,251 et 0,102. 
La pose ayant la meilleure probabilité (0,373) a été utilisée pour les analyses suivantes 
(Figure 102). Les deux monomères forment une structure globale en ‘V’ en interagissent 
via l’hélice α la plus courte (140IFERTEV146) et par des interactions hydrophobes 
impliquant les résidus d’isoleucine 140, de valine 146 et de leucine 147. La formation de 
liaisons hydrogène entre le résidu d’arginine 143 du premier monomère avec le résidu 
de thréonine 144 du second pourrait également stabiliser le dimère (Figures 102A et 
102B). Dans cette configuration, les résidus de cystéine restent éloignés (environ 11 Å) 
alors que la distance séparant les carbones α de deux résidus de cystéine formant un 
pont disulfure est en moyenne de 5,63 Å (Schmidt et al., 2006). La flexibilité de cette 
région pourrait cependant leur permettre de se retrouver à une distance suffisamment 
proche pour pouvoir en former un.  

 

Figure 102 : Docking de l’extrémité C-terminale d’ED-4 sur elle-même. A) Pose la plus 
probable calculée par UNRES-Dock de la région C-terminale d’ED-4 (40 résidus d’acides aminés) 
sur elle-même. Les extrémités N- et C-terminales des peptides sont indiquées. B) 
Agrandissement de la zone d’interaction entre les deux peptides. Vert : résidus hydrophobes, 
beige : résidus formant des liaisons hydrogène (Arg143 et Thr144), rouge : résidus de cystéine 150 
(non annotés). Sphères : résidus de glycine 137. C) Agrandissement de la boucle présente entre 
les deux hélices α. Les résidus soulignés sont ceux impliqués dans la formation de deux liaisons 
hydrogène (pointillés jaunes).  
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Le segment 134TVQGSN139 séparant les deux hélices α forme une petite boucle stabilisée 
par deux liaisons hydrogène impliquant les résidus de thréonine 134 et d’asparagine 139 
d’une part, et les résidus de glutamine 136 et de sérine 138 d’autre part (Figure 102C). 
Cette boucle semble essentielle afin de placer les deux chaînes de façon opposée 
entraînant une organisation étendue des deux monomères au sein du dimère d’ED-4.  

La formation d’une région repliée aussi longue (environ 40 résidus sur 163, soit près de 
25 % de la séquence d’ED-4) implique la compaction, du moins partielle, d’ED-4, ce qui 
impacterait son rayon de gyration. Afin de vérifier si la formation d’une telle structure 
était compatible avec les données expérimentales de SEC-SAXS, la totalité de la 
séquence d’ED-4 a été modélisée. Le but n’est pas de proposer une structure figée qui 
réduirait l’hétérogénéité conformationnelle d’ED-4 mais de vérifier que le rayon de 
gyration d’une telle structure soit du même ordre de grandeur que celui calculé 
expérimentalement pour la forme dimérique d’ED-4. Les données de SEC-SAXS sont 
utilisées en tant que contraintes. Ainsi, si le rayon de gyration du dimère d’ED-4 
possédant son extrémité C-terminale repliée est trop faible par rapport au rayon de 
gyration expérimental, les segments manquants (i.e. le reste de la chaîne non modélisée 
précédemment) devraient être extrêmement étendus pour combler la différence de 
rayon de gyration entre la valeur expérimentale et la valeur obtenue sur le dimère d’ED-
4 possédant son extrémité C-terminale repliée.  

La modélisation de la totalité d’ED-4 sous forme dimérique a été réalisée avec BUNCH 
(Petoukov & Svergun, 2005) en utilisant les données de SEC-SAXS collectées pour sa 
forme dimérique ainsi que le modèle de son extrémité C-terminale sous forme 
monomérique et en contraignant les résidus de glycine 149, de cystéine 150 et de 
proline 151 à se situer à moins de 6 Å de leur homologue dans la deuxième chaîne afin 
de mimer leur rapprochement qui serait normalement causé par la présence du pont 
disulfure. Seules les intensités aux petits angles ont été utilisées par BUNCH dans la 
modélisation (jusqu’à ≈ 0,16 Å-1) mais l’ajustement entre les données expérimentale et le 
modèle est bon d’après la valeur du χ2 (0,66) (Figure 103).  

 

Figure 103 : Ajustement des intensités de 
diffusion théoriques du modèle calculé par 
BUNCH pour la totalité de la séquence d’ED-
4 sous forme dimérique sur les données 
expérimentales. Données expérimentales : 
noir, ajustement : rouge. 
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Concernant l’extrémité repliée, la contrainte de distance imposée aux résidus de glycine 
149, de cystéine 150 et de proline 151 a permis le rapprochement entre les deux 
monomères et dans une orientation similaire à la pose précédemment obtenue par 
docking moléculaire. Le reste de la chaîne adopte une conformation aléatoire et n’est 
pas étirée, ce qui suggère qu’un degré de compaction similaire pourrait effectivement 
être retrouvé pour le dimère d’ED-4 (Figure 104).  

 
Figure 104 : Modélisation de la totalité de la séquence d’ED-4 sous forme dimérique. 
Modèle calculé par BUNCH (Petoukov & Svergun, 2005) de la totalité de la séquence d’ED-4 
sous forme dimérique. Noir (lignes) : domaine replié dont la structure a été modélisée 
précédemment par docking. Beige : reste de la chaîne où chaque résidu est représenté comme 
une sphère centrée sur son carbone α. Le reste de la chaîne comprend les étiquettes 6xHis et 
FLAG aux extrémités N- et C-terminales, respectivement. Les résidus de glycine 149, de cystéine 
150 et de proline 151 contraints à se rapprocher à moins de 6 Å sont en rouge et les résidus 
fictifs (dummy residues) portant théoriquement les chaînes de glycosaminoglycanes (absentes 
dans les expériences de SEC-SAXS) sont en vert (sérines 39, 61 et 63).  
 

 

Un second moyen de vérifier si une telle conformation globale est cohérente avec nos 
données expérimentales a été de calculer la valeur de la section efficace de collision 
théorique avec IMPACT (Marklund et al., 2015). Le squelette peptidique et les chaînes 
latérales ont d’abord été reconstruits avec SABBAC (Maupetit et al., 2006) puis l’énergie 
du système a été minimisée, au cas où des clashs stériques seraient apparus lors de 
l’ajout des chaînes latérales.  
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IMPACT propose deux valeurs de CCS pour le modèle tout atome de la forme dimérique 
d’ED-4 selon deux méthodes de calcul, et ces valeurs sont égales à environ 6 300 Å2 
pour la méthode la plus complexe (dite de trajectoire) et environ 4 850 Å2 pour la 
méthode la plus simple, dite de projection (Figure 105). Ces valeurs calculées sont dans 
la gamme de CCS mesurées expérimentalement lors des expériences de mobilité ionique 
(de 3 351 à 8 828 Å2). La valeur la plus faible (4 850 Å2) et la plus élevée (6 300 Å2) 
correspondraient à une espèce chargée respectivement 20 et 27 fois. A noter également 
que deux valeurs de CCS avaient été mesurées expérimentalement pour l’état de charge 
27+, ce qui pouvait suggérer soit la coexistence de deux populations, soit l’existence de 
deux phénomènes d’ionisation distincts (Figure 105).  

Les états de charge 20 et 27+ correspondent à des conformations plutôt compactes et 
intermédiaires, respectivement, en accord avec le repliement partiel de la protéine à son 
extrémité C-terminale.  

 

Figure 105 : CCS calculées pour le modèle du 
dimère d’ED-4 au sein de la distribution des CCS 
expérimentales. Les valeurs de CCS ont été 
calculées par IMPACT et la gamme les séparant est 
colorée en bleu.  

 

 

 

 

 

 

 

 

Le modèle proposé par BUNCH ainsi que le calcul théorique de la section efficace de 
collision montrent ainsi qu’une conformation possédant un domaine replié est 
compatible avec les données expérimentales obtenues par SEC-SAXS et par mobilité 
ionique. Ce modèle ne représente pas en revanche l’hétérogénéité conformationnelle du 
dimère du syndécan-4. 

  



 

221 
 

IV.1.6 Discussion 

Ces travaux représentent la première caractérisation biophysique des ectodomaines des 
syndécans, à l’exception de la résolution de la structure cristallographique d’un 
octapeptide de l’ectodomaine du syndécan-1 humain en complexe avec un de ses 
partenaires (Briggs & Hohenester, 2018) et de prédictions in silico de désordre 
intrinsèque (Leonova & Galzitskaya, 2015). L’analyse des ectodomaines des syndécans a 
permis de montrer qu’ils étaient intrinsèquement non structurés et qu’ils possèdent une 
grande hétérogénéité conformationnelle composée majoritairement de conformations 
très étendues. 

L’ensemble de ces travaux a permis de caractériser l’isoforme 2 du syndécan-4 (ED-4), 
dont l’unique preuve d’existence réside dans l’analyse du transcriptome de l’utérus, du 
cœur fœtal et dans certains cancers de la peau (Xing et al., 2003). Elle est la seule à 
posséder un résidu de cystéine dans sa séquence ce qui lui permet de dimériser via un 
pont disulfure. Seule l’isoforme-2 du sydécan-4 de l’Homme possède un résidu de 
cystéine, la séquence de ses homologues dans d’autres espèces étant soit raccourcie au 
résidu de glycine le précédent, soit de taille plus importante mais où ce résidu est 
substitué par un autre résidu d’acide aminé. L’analyse de son mécanisme de dimérisation 
par différentes techniques suggère l’implication de résidus hydrophobes présents à son 
extrémité C-terminale. Les deux monomères s’assemblent en conformation étendue ce 
qui permet de conserver un très faible degré de compaction et une très grande 
flexibilité. Son extrémité C-terminale est prédite comme structurée et la prédiction de sa 
structure tridimensionnelle montre un repliement en hélices α ce qui est en accord avec 
des simulations par dynamique moléculaire où l’ectodomaine du syndécan-4 se repliait 
partiellement en hélice α tout en gardant une part importante de désordre intrinsèque 
(Cruz-Chu et al., 2014). La proportion en hélice α mesurée expérimentalement par 
dichroïsme circulaire devrait en revanche être bien plus importante puisqu’environ 40 
résidus sur 163 (soit environ 25 % des résidus) sont repliés en hélice α dans la structure 
prédite. Cette séquence est cependant prédite comme pouvant se replier (MoRFs) ce qui 
expliquerait ces résultats. Le shedding du syndécan-4 est causé par les métalloprotéases 
MMP-7 et MT1-MMP dont le clivage protéolytique s’effectue entre les résidus 
d’asparagine 139 et d’isoleucine 140 (Manon-Jensen et al., 2013). Ces résidus sont 
retrouvés dans le court segment non replié séparant les deux hélices α présentes dans la 
structure 3D prédite, ce qui est cohérent avec sa sensibilité aux protéases.  
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En revanche, le clivage opéré entre les résidus de sérine 130 et de méthionine 131 par la 
MT1-MMP se situe dans la plus longue hélice α (Val119 – Val135), ce qui suggère que 
l’extrémité C-terminale d’ED-4 n’est pas systématiquement repliée, ce qui conforte 
l’existence d’une séquence MoRF à cette extrémité, d’autant plus que les résidus de 
sérine 130 et de méthionine 131 possèdent une propension prédite de désordre 
d’environ 0,49 c’est-à-dire à la limite du seuil ordre / désordre (0,5). Ce dimère soluble 
pourrait servir de leurre et d’antagoniste dans le milieu extracellulaire du fait de la 
conservation de ses interactions avec ses partenaires, notamment grâce à ses chaînes de 
glycosaminoglycanes. A l’inverse, il pourrait avoir un rôle de réservoir où il concentrerait 
des facteurs de croissance dans l’espace péricellulaire. 

Les analyses de diffusion de la lumière aux petits angles ont mis en évidence le caractère 
très flexible des EDs ce qui leur permet d’adopter de façon préférentielle des 
conformations très étendues, de type random coil. Cette flexibilité leur offre également 
une plasticité structurale où la formation d’hélice α est induite par l’incubation avec du 
trifluoroéthanol malgré le fait que les EDs soient enrichi en résidu de proline (entre 6 et 
13 %). L’alignement des séquences d’ED-1 et d’ED-3 d’une part et d’ED-2 et d’ED-4 
d’autre part met d’ailleurs en évidence la conservation de certains résidus de proline. Ces 
résidus conservés chez ED-2 et ED-4 semblent encadrer des régions prédites comme 
étant désordonnées (Figure 106). Ces régions pourraient ainsi définir des domaines 
d’interaction et subir une transition désordre – ordre lors de leur interaction avec leurs 
partenaires, en accord avec les prédictions des MoRFs.  

Figure 106 : Prédiction du désordre intrinsèque de l’ectodomaine du syndécan-2 (ED-2) et 
de l’isoforme-2 du syndécan-4 (ED-4) et localisation de leurs résidus de proline. La courbe 
en couleur représente la prédiction de désordre (seuil : 0,5, ligne noire). Les résidus de proline 
conservés après alignement entre les deux séquences sont représentés par des points noirs et 
encadrent des régions (en couleur, délimitées par des lignes verticales en pointillé) prédites 
comme non structurées. Les autres résidus de proline sont représentés par des cercles.  
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L’analyse de la distribution des états de charge obtenus lors des expériences de 
spectrométrie de masse a permis de définir trois populations de conformations globales 
possédant différents degrés de compaction. En accord avec la déconvolution des 
données de SAXS par EOM, les populations de conformations les plus étendues sont 
majoritaires pour ED-1, -2 et -4 ce qui est vraisemblablement la conséquence de leur 
déplétion en résidus hydrophobes et de leur enrichissement en résidus de proline (6 – 9 
%), en résidus acides (16 – 23 %) et en résidus polaires, notamment de sérine et de 
thréonine (28 – 34 %), ces derniers favorisant leur interaction avec les solvants aqueux. A 
l’inverse, les conformations intermédiaires d’ED-3 dominent la distribution des états de 
charges en ESI-MS. Pour ED-3, l’inadéquation entre les expériences de SAXS dont 
l’analyse était en faveur de la présence de conformations très étendues et celles d’ESI-
MS où les conformations intermédiaires étaient majoritaires pourrait être expliquée par 
l’absence de solvant aqueux lors des expériences de spectrométrie de masse. Aussi, les 
interaction hydrophobes sont conservées en phase gazeuse (Frański et al., 2008 ; 
Barylyuk et al., 2011). Elles pourraient ainsi être la cause de la forte abondance des 
populations intermédiaires chez ED-3, dont la séquence est enrichie en résidus apolaires 
(≈ 44 %) contre 31 à 35 % pour les autres EDs. A l’inverse, la présence d’un domaine de 
type mucine enrichi en résidus polaires, notamment de thréonine, favoriserait son 
interaction avec le solvant et donc le dépliement de la chaîne en solution. 

L’observation d’une telle hétérogénéité conformationnelle coexistante est un 
phénomène commun chez les protéines désordonnées et est facilement observable lors 
d’expériences de spectrométrie de masse ou de résonance magnétique nucléaire (Salvi 
et al., 2017, Mitra, 2019, Santambrogio et al., 2019). Certaines protéines désordonnées 
ont la capacité à se replier dans des conformations similaires à celles des protéines 
globulaires et de conserver une conformation compacte lorsqu’elles sont non 
structurées comme la photoactive yellow protein (PYP, Düx et al., 1998, Ramachandran 
et al., 2011) (Figure 107). Cela a également déjà été observé pour des protéines ou des 
domaines repliés comme le domaine FNIII10 de la fibronectine (Gee et al., 2013).  



 

224 
 

Figure 107 : Structures de la photoactive yellow protein résolues par RMN. Les protéines 
sont colorées de leur extrémité N- (bleu) à C-terminale (rouge). Le chromophore (acide p-
coumarique) est en beige en représentation sphère. Les codes PDB sont indiqués. 

 
Etant donné que les syndécans font la jonction entre la matrice extracellulaire et la 
membrane plasmique des cellules et qu’ils sont notamment impliqués dans des 
mécanisme de mécanotransduction (Jiang et al., 2019, Elfenbein & Simons, 2013), des 
forces extérieures, comme le stress mécanique ou des forces de cisaillement, pourraient 
induire la perte de leurs structures secondaires menant à des conformations plus 
étendues et exposant certaines régions d’interaction avec les intégrines avec lesquelles 
ils interagissent (Roper et al., 2012). 

Lors des expériences de mobilité ionique, une rupture de linéarité des valeurs de CCS est 
observée lors de la transition des conformations les plus compactes vers les 
conformations intermédiaires pour les quatre ectodomaines des syndécans. Dans ce cas, 
deux populations ont été observées dans la distribution globale des temps de dérive 
suggérant la coexistence des populations compactes et des populations intermédiaires, 
ces-dernières gagnants graduellement en abondance. La coexistence de plusieurs 
populations pour un même état de charge peut également être la conséquence de deux 
mécanismes d’ionisation pour une même conformation générant des conformères 
ionisés plus ou moins étendus (Beveridge et al., 2015). D’après les mesures effectuées en 
mobilité ionique, la transition des conformations compactes qui sont quasi globulaires 
vers des conformations intermédiaires est favorisée pour ED-1 et ED-3 mais pas pour 
ED-2 et ED-4 où les conformations les plus compactes étaient très stables. Cette stabilité 
apparente peut être la conséquence d’une proportion environ deux fois plus importante 
en brins β dans ED-2 et ED-4 par rapport à celle retrouvée dans ED-1 et ED-3.  
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De précédentes expériences ont mis en évidence la capacité de l’ectodomaine du 
syndécan-3 à dimériser via des interactions électrostatiques grâce aux résidus 381ERKE384 
présents à son extrémité C-terminale, au niveau juxtamembranaire (Asundi & Carey, 
1995). Dans nos expériences, une très faible quantité de dimère a été détectée lors des 
expériences de spectrométrie de masse. Une espèce moléculaire est également éluée à 
un volume d’élution supérieur à celui de la forme monomérique d’ED-3 par 
chromatographie d’exclusion stérique. Lors des expériences de SEC-SAXS, cette espèce 
était également visible sur le chromatogramme et diffusait de façon assez importante 
nécessitant la déconvolution des intensités de diffusion par US-SOMO. Bien que très 
préliminaire, l’analyse de ces données a montré que le dimère d’ED-3 possèderait un 
rayon de gyration de 84 Å et un Dmax identique à la forme monomérique de 300 Å. Il 
possède une conformation plus compacte comme en atteste la représentation de Kratky 
normalisée et celle de Sibyls (Annexe 4). Cette observation est cohérente avec le 
repliement partiel observé lors de la modélisation d’un dimère de syndécan-3 où les 
deux monomères s’assemblent latéralement (Kirsch et al., 2002). Cet assemblage ne 
modifie pas significativement son volume hydrodynamique entraînant son élution à un 
volume proche de celui de la forme monomérique lors de son analyse par 
chromatographie d’exclusion stérique. L’ectodomaine du syndécan-1 possède une 
séquence homologue (248DRKE251) ce qui pourrait également provoquer sa dimérisation, 
mais aucune formation significative de dimère n’a été détectée dans nos expériences de 
spectrométrie de masse. 

L’ensemble des résultats de nos expériences visant à caractériser la partie protéique des 
ectodomaines des syndécans est résumé dans la Figure 108.  
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Figure 108 : Bilan des analyses biophysiques des ectodomaines des syndécans humains. Les 
EDs sont regroupés par deux (ED-1 / ED-3 et ED-2 / ED-4 monomérique) du fait de leur 
ressemblance. Pour chaque EDs, la valeur du Dmax et du rayon de gyration (Rg) déterminées par 
SEC-SAXS et du rayon hydrodynamique (Rh) déterminée par SEC-DLS est indiquée. La 
composition en structures secondaires (notamment en brins β) et en désordre a été déterminée 
par dichroïsme circulaire. Les conformations représentées sont issues de l’analyse EOM reflétant 
les conformations étendues, intermédiaires et compactes. Les barres horizontales colorées en 
dégradé de rouge (ED-1 et -3) ou de bleu (ED-2 / ED-4 monomère) indiquent l’abondance 
relative de chaque conformation (forte : couleur intense, faible : blanc). La transition d’une 
conformation à l’autre est indiquée par une flèche pleine (données expérimentales) ou en 
pointillés (transition non étudiée). La flèche verticale rouge indique la dimérisation d’ED-4.  

 
 
 
  



 

227 
 

IV.1.7 Perspectives 

L’ensemble des paramètres mesurés par les différentes méthodes utilisées dans ces 
travaux (proportion en structures secondaires, rayons de gyration et hydrodynamique, 
taille maximale et distribution des sections efficaces de collision, stabilité 
conformationnelle, flexibilité) pourrait être utilisé en tant que contraintes afin de générer 
un ensemble de structures tridimensionnelles par modélisation et simulations par 
dynamique moléculaire. Il serait également intéressant de comparer l’ensemble de ces 
résultats par l’utilisation de technique à haute résolution comme la résonance 
magnétique nucléaire, du moins pour les ectodomaines les plus petits. Il serait 
intéressant de mimer le phénomène d’encombrement stérique retrouvé in vivo en 
présence de polymères comme le polyéthylène glycol ou le dextran afin d’étudier leur 
influence sur les différentes conformations des syndécans.  

La formation des conformations les plus compactes ou très étendues joue certainement 
un rôle dans la signalisation médiée par les syndécans étant donné leur fonction majeure 
de corécepteurs. Il est cependant difficile d’envisager de figer de telles conformations in 
vivo afin d’étudier leur fonction. Des expériences visant à déterminer si les ectodomaines 
des syndécans peuvent subir le phénomène de transition de phase liquide – liquide 
peuvent également être envisagées. 

Afin de trancher sur les conformations les plus abondantes adoptées par l’ectodomaine 
du syndécan-3, des expériences de microscopie à force atomique pourraient être 
envisagées afin d’appliquer des forces d’extensions progressives sur la protéine et de 
potentiellement détecter des régions partiellement repliées, ou des expériences de 
transfert d'énergie par résonance de type Förster (FRET). Finalement, le rôle du dimère 
formé par l’isoforme-2 du syndécan-4 (ED-4) pourrait être élucidé par la comparaison de 
son répertoire d’interaction avec celui de sa forme monomérique. 

Une partie des travaux portants sur la caractérisation structurale des ectodomaines des 
syndécans a été soumise pour publication sous la forme présentée ci-après. De 
nouvelles modélisations de l’extrémité C-terminale d’ED-4 sous forme dimérique sont 
également en cours en collaboration avec le Pr. Adam Liwo (Université de Gdansk, 
Pologne). Ces modèles, plus pertinents, seront ajoutés au manuscrit afin d’apporter des 
éléments structuraux expliquant la conformation étendue du dimère d’ED-4. 
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ABSTRACT  
Syndecans are membrane proteoglycans regulating extracellular matrix assembly, cell adhesion 
and signaling, involved in many diseases such as cancer. Their ectodomains can be shed from the 
cell surface, and act in the extracellular matrix as paracrine and autocrine effectors or as 
competitors of full-length syndecans. We report here the first biophysical characterization of the 
ectodomains of the 4 human syndecans (ED-1-4). Their size, shape, flexibility, compactness and 
ability to undergo disorder-to-order transition were determined using circular dichroism, dynamic 
light scattering, and small-angle X-ray scattering. We found that although the four ectodomains 
contain -strands they are enriched in intrinsic disorder, and behave like random-coil intrinsically 
disordered proteins (IDPs). They adopt distinct conformation ensembles identified by 
electrospray ionization- and ion mobility-mass spectrometry, including compact conformations, 
which are more abundant in the ectodomain of syndecan-3. In addition, ED-4 forms head-to-tail, 
disulfide-bonded, dimers. 
 
 The four mammalian syndecans (SDC-1 - 4) are membrane proteoglycans, which regulate 
numerous biological processes including cell signaling1,2, cell adhesion, migration, and 
interactions with their microenvironment3, host-pathogen interactions4, tumorigenesis2, 
angiogenesis5, lipid metabolism6, growth factor recruitment and presentation to their receptors7, 
extracellular matrix assembly8,9, and tissue regeneration10. The four syndecans  exert their 
functions via  a large interaction network we recently drafted, which comprises 347 partners11.  
The syndecans are made of an ectodomain (ED), a transmembrane domain and a cytosolic 
domain containing a variable region flanked by two constant regions. Glycosaminoglycan (GAG) 
chains are covalently attached to the ectodomains of syndecans through conserved serine-glycine 
motifs. All syndecans contain heparan sulfate chains at their N-terminus, but SDC-1 and -3 also 
carry chondroitin sulfate chains in the juxtamembrane region1,2. Their shedding by various 
proteinases leads to the release of their soluble ectodomains in the extracellular milieu, where 
they can act as paracrine or autocrine effectors and competitive inhibitors of cell surface 
proteoglycans12,13. These ectodomains play a role in wound repair and modulate the behavior of 
cancer cells and their microenvironment1.  Shed syndecan-2 inhibits angiogenesis14, and enhances 
tumorigenic activities of cancer cells15 whereas shed syndecan-1 translocates to the nucleus of 
cells delivering growth factors and inhibiting histone acetylation16. It is also involved in 
chemotherapy resistance via the epidermal growth factor receptor in cancer17, and inhibits early 
stages of liver fibrogenesis by binding to transforming growth factor β1 and interfering with its 
action18. Shed syndecan-4 promotes immune cell recruitment, extracellular matrix remodeling 
and mitigates cardiac dysfunction in response to lipopolysaccharide19. Shed syndecan-1 is 
elevated under inflammatory conditions, and the shedding of syndecan-4 is also associated with 
inflammation20. 
 Very few structures are available for syndecans as recently reviewed11. The structures of 
the transmembrane domain of SDC-221 and SDC-4 (PDB 1EJQ, unpublished data) and of the 
cytoplasmic domain of SDC-1 and -4 alone22,23 or in complex with other proteins24,25 have been 
determined but no structural data are available for the ectodomains of syndecans, which have 
been predicted to lack any ordered structure26.  
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We report here the extensive characterization of the recombinant ectodomains of the four human 
syndecans (ED 1-4) expressed in E. coli. The natural isoform 2 of SDC-4, lacking the 
transmembrane and cytosolic domains, and mimicking the proteolytic ectodomain shedding27, 
was used to study the ectodomain of SDC-4, and is referred to as ED-4 throughout this study.  
Their secondary structure, shape, size (maximum dimension, radius of gyration and 
hydrodynamic radius), and flexibility were determined by circular dichroism (CD), dynamic light 
scattering (DLS), and size exclusion chromatography - small angle X-ray scattering (SEC-
SAXS). Their conformational space was determined by native mass spectrometry (ESI-MS) and 
ion-mobility mass spectrometry (ESI-IM-MS), which gives insights into the conformational 
heterogeneity of disordered proteins28. 
 
 
RESULTS 
Expression and purification of the ectodomains of the four human syndecans  
 The ectodomains of the four human syndecans were expressed under a recombinant form 
in E. coli with a 6xHis tag at the N-terminus and a FLAG tag at the C-terminus as described in 
the online Methods section (Supplementary Table S1). The ectodomains were purified by two 
affinity chromatography steps using Ni-NTA agarose and anti-FLAG agarose for CD 
experiments. An additional step of purification by size exclusion chromatography (SEC) was 
carried out for SAXS, MALLS, DLS, ESI-MS and ESI-IM-MS experiments. The ED-1-4 
expressed as recombinant proteins in E. coli do not bear their GAG chains but some syndecan 
partners bind not their protein cores and not to their GAG chains11, and recombinant syndecan 
EDs expressed in bacteria have been shown to be biologically active (e.g. by supporting cell 
adhesion)29. 
 A single band was detected by SDS-PAGE (Figure 1A) and Western blot (Figure 1B) for 
ED-1, ED-2 and ED-3. In contrast, two major bands migrating with an apparent molecular weight 
of 28 kDa and 63 kDa were observed for ED-4 (Figure 1A and 1B). The reduction of ED-4 by 
dithiothreitol (DTT) led to a marked decrease in the 63-kDa band, and an increase in the 28-kDa 
band suggesting that the dimerization may occur via disulfide bonding. The unique cysteine 
residue of syndecan-4 was mutated into alanine (C150A), and the mutant migrated as a single 
band confirming that the dimer contains a disulfide bond (Figure 1C). The apparent molecular 
weight of the syndecan EDs calculated by SDS-PAGE and size-exclusion chromatography were 
higher than their theoretical ones (Supplementary Table S2). This is consistent with the 
presence of intrinsic disorder predicted using metaPrDOS (Supplementary Figure S1). This 
aberrant migration has been previously observed but has been attributed to the high proline 
content of the ectodomains30. The molecular masses of the ectodomains determined by ESI-MS 
and SEC-MALLS (Supplementary Figure S2) were in agreement with the theoretical ones, with 
ED-1, ED-2 and ED-3 being monomers, and ED-4 existing as both a monomer and a dimer 
(Supplementary Table S2).  It is known that full-length syndecans dimerize via a conserved 
GxxxG motif located in their transmembrane domains leading to the formation of SDS-resistant 
homo- and hetero-oligomers31, but this is the first report that the ectodomain of syndecan-4 is 
able to covalently dimerize. 
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Figure 1: SDS-PAGE and Western blot analysis of the recombinant ectodomains of human 
syndecans. 2 μg of proteins purified by affinity chromatography and gel filtration were analyzed 
in non-reducing conditions by SDS-PAGE and stained by Coomassie blue (A), and by Western 
blot with an anti-FLAG antibody and chemiluminescence detection (B). The wild-type 
ectodomain of syndecan-4 (± 2 mM DTT), and the C150A mutant were analyzed by SDS-PAGE 
(C). 
 
 
The ectodomains of syndecans contain -strands and are enriched in intrinsic disorder  
 The ectodomains were analyzed by circular dichroism to determine their amount of 
secondary structure and intrinsic disorder by the deconvolution of the spectra as described in the 
online Methods section (Figure 2A). ED-1 and ED-3 were the most disordered (69 % of random 
coil for both), whereas ED-2 and ED-4 contained 52 % and 44 % of random coil respectively 
(Figure 2B). The content in -helix of the four ectodomains was very low (<3 %), but they 
contained a significant amount of -strands, which were found in higher amount in ED-2 and 
ED-4 (26 % and 33 % respectively) than in ED-1 and ED-3 (16 % and 17 % respectively) 
(Figure 2B). According to the secondary structure prediction using PSIPRED 4.0, -strands were 
located in the C-terminal half of ED-1 and ED-4, and scattered along the sequence of ED-2 and 
ED-3 (Supplementary Figure S1A). 
 To determine if the ectodomains were able to undergo a disorder-to-order transition, the 
Molecular Recognition Features (MoRFs), short disordered sequences able to undergo this 
transition upon binding to a partner, were identified computationally as described in the online 
Methods section. Two major MoRFs were predicted at the N- and C-termini of ED-1 and ED-3 
and a short one in their central part (Supplementary Figure S1). In contrast, almost the entire 
sequence of ED-2 was predicted to contain MoRFs, except at the N- and C-termini, and three 
major MoRFs were predicted in ED-4 (Supplementary Figure S1). To check experimentally if 
the ectodomains were able to undergo a disorder-to-order transition, CD experiments were 
performed in presence of increased concentrations of 2,2,2-trifluoroethanol (TFE) (Figure 2C). 
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The increase in α-helix, in ED-1 and ED-3 (+15 and +31 % respectively according to the 
deconvolution of CD spectra) in presence of 60 % TFE was associated with a decrease in 
disorder (-22% and -29 % respectively), suggesting that both ED-1 and ED-3 might undergo a 
disorder-to-order transition. In contrast, the increase in α-helix in ED-2 and ED-4 (+21% and +12 
% respectively) was associated with a decrease in β-strands (-9% and -11 % respectively) and a 
low or negligible decrease in disorder (-6% and -2 %, respectively). The shape of the curve 
suggests that the formation of -helix in syndecan-3 could be a cooperative process 
(Supplementary Figure S3). 
 CD spectra of the ectodomains were collected in presence of 3 M and 5 M guanidinium 
chloride, which destabilizes folded proteins but stabilizes polyproline II helix32. A small increase 
in signal in the 220-230 nm region was observed for the four ectodomains in presence of 
guanidinium chloride suggesting that they were not able to form a significant amount of 
polyproline II helix (Supplementary Figure S1B). CD spectra were also collected in presence of 
two chemical chaperones in order to determine if they were able to stabilize or favor any 
conformation of the ectodomains. The stabilizing osmolyte chaperone trimethylamine N-oxide, 
which shifts the folding–unfolding equilibrium toward the folded state, induced changes in the 
CD signal, which could be related to a decrease in disorder. The hydrophobic chaperone 4-
phenylbutyric acid, which prevents aggregation, did not induce significant changes 
(Supplementary Figure S1C). 
 

 
Figure 2: Circular dichroism experiments. A) CD spectra of the syndecan ectodomains (MRE: 
mean residue molar ellipticity), B) Percentage of secondary structures and random coil calculated 
from the deconvolution of CD spectra using Dichroweb as described in the online Methods. C) 
CD spectra of the syndecan ectodomains recorded in presence of increased concentrations of 
trifluoroethanol (TFE) from 0 % (black dotted line) to 60 % v/v (the darkest color). 
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Size and shape of the syndecan ectodomains  
 The four syndecan ectodomains were analyzed by small-angle X-ray scattering (SEC-
SAXS) (Figure 3 and Supplementary Figure S4). ED-2 and the monomeric form of ED-4 had a 
radius of gyration (Rg) of 42.9 ± 0.33 Å and 41.53 ± 0.67 Å respectively, and a maximum 
intramolecular distance Dmax of 185 Å and 180 Å, respectively (Table 1 and Supplementary 
Figure S5). ED-3 had the largest Rg (65.0 ± 0.62 Å) and Dmax (300 Å) whereas the Rg of ED-1 
was 52.7 ± 1.43 Å, and its Dmax was 230 Å. The Rg and Dmax of the ED-4 dimer were far 
larger than those of the ED-4 monomer (Table 1 and Supplementary Figure S5). The Dmax 
values of the syndecan ectodomains ranged from 180 to 300 Å, indicating that they are extended 
proteins. The shape of the normalized Kratky-plots of the four EDs (Figure 3C) were consistent 
with those of intrinsically disordered proteins33,  and the dimer of ED-4 was disordered too 
(Figure 3D). The flexibility of the ectodomains was then assessed by the calculation of the Porod 
exponents and by the Kratky-Debye plots. The Porod exponents of syndecan EDs were similar, 
being 1.7 for ED-1, ED-3 and the monomer of ED-4, 1.8 for ED-2, and 1.9 for the dimer of ED-4 
indicating that the ectodomains and the dimer of ED-4 are flexible since the Porod exponent has a 
value of 2 for fully flexible systems34. This was reflected in the plateau observed in the Kratky-
Debye plots (Figure 3E). The syndecan ectodomains are thus disordered, flexible, and extended 
proteins. 

 
Figure 3: SEC-SAXS analysis of the syndecan ectodomains. A) SEC-SAXS scattering 
intensities after signal deconvolution and treatment. B) Determination of the radius of gyration 
according to the Guinier approximation at low angle with residual plots and coefficient of 
determination (R2). Normalized Kratky plots of C) the four syndecan ectodomains (EDs), and D) 
the monomeric and dimeric forms of the ectodomain of syndecan-4, E) Scaled Kratky-Debye 
plots of the syndecan ectodomains (blue: ED-1, orange: ED-2, green: ED-3, purple: ED-4 
monomer, red: ED-4 dimer). 
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 Then we determined if the ectodomains behaved like random coil (RC), or pre-molten 
globule (PMG) disordered proteins35 using several approaches. The theoretical Rg values of the 
ectodomains were calculated using the Flory’s equation for a globular protein and for PMG and 
RC protein models containing the same number of amino acid residues than the ectodomains, and 
compared to the experimental values.  Experimental Rg values of ED-1-4 were higher than the 
theoretical values calculated for both the globular protein and the PMG protein model but close to 
those calculated for the RC protein model (Table 1). The hydrodynamic radius (Rh) of the 
ectodomains, determined by size-exclusion chromatography-dynamic light scattering (SEC-
DLS), ranged from 21.6 Å (ED-4) to 50.1 Å (ED-3) (Table 1). The Rh of the ED-4 dimer was 
two-fold larger than that of the monomer. The Rg/Rh ratio of the ectodomains, that provides 
information about a protein shape and compactness, ranged from 1.19 (ED-1) to 1.92 (ED-4 
monomer). These values were far higher than the value reported for globular proteins (0.778) but 
close to those reported for prolate ellipsoids (1.36 - 2.24)36 (Table 1) 
 

 ED-1 ED-2 ED-3 
ED-4 

(monomer) 
ED-4 

(dimer) 
SAXS 

Rg (Å) 
Guinier 

approximation 
Mean ± error) 

53.30 ± 0.3 42.90 ± 0.33 65.00 ± 0.62 41.53 ± 0.67 59.25 ± 2.27 

Dmax (Å) 
(Pair function 
distribution) 

230 185 300 180 240 

 
Theoretical Rg calculated using Flory’s equation 

Folded protein 18.5 15.9 20.5 16.1 19.7 
Pre Molten 

Globule 
(Mean ± error) 

46.3 ± 0.6 35.2 ± 0.4 55.9 ± 0.8 36.3 ± 0.5 52.1 ± 0.7 

Random coil 
(Mean ± error) 

54.2 ± 11.8 39.6 ± 7.8 67.4  ± 15.7 40.9 ± 8.2 62.2 ± 14.1 

 
Hydrodynamic properties (SEC-DLS) 

Rh (Å) 
(Mean ± error) 

44.9 ± 0.8 34.1 ± 0.7 50.1 ± 1.3 21.6 ± 4.0 45.4 ± 1.2 

Shape factor 
Rg/Rh 

1.19 1.26 1.30 1.92 1.31 

 
Table 1: Size, shape and compactness of the syndecan ectodomains. The radii of gyration 
were calculated experimentally from SEC-SAXS data by Guinier approximation and theoretically 
using Flory’s equation (see online Methods section). Their hydrodynamic radii (Rh) were 
determined by SEC-DLS, and the shape factors (Rg/Rh) were calculated using experimental Rg 
values. 
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 SAXS scattering intensities were analyzed using the Ensemble Optimization Method 
(EOM) in order to confirm their behavior as random coil IDPs, and to explore their 
conformational landscape. Two different pools of conformers covering the available 
conformational space of PMG and RC protein models were generated. Both pools fitted SAXS 
data in the low and median angles regions but the PMG model failed to correctly fit SAXS data at 
high angle (> 4 Å) values (Figure 4A, 4B and Table 2). The random coil model was thus used 
for further analysis, and for the calculation of the Rflex and Rσ parameters. The values of Rflex 
for the selected ensembles of the four ectodomains (81 - 86 %) were very close to those of the 
pools of random coil conformers (84 - 86 %) (Table 2) confirming that the four ectodomains 
behave as random coil IDPs in solution. The distributions of Rg and Dmax of the selected 
ensembles fitting experimental SAXS data were shifted to higher values than those of the random 
coil ensemble. The distributions of Rg and Dmax of the selected ensembles were roughly 
centered on Rg 56 Å and Dmax 193 Å for ED-1 and on Rg 70 Å and Dmax 225 Å for ED-
3. The multimodal distribution of both Rg and Dmax for ED-2 and ED-4 might indicate the 
existence of several subpopulations of conformations for these two ectodomains (Figure 4C and 
4D). Selected models of these conformation ensembles of ED1-4 are presented in 
Supplementary Figure S6.  

Figure 4: Ensemble Optimization Method analysis of SAXS data. A) Random-coil (RC, black 
solid line) and pre-molten globule (PMG) models (black dotted line) fitting to SAXS 
experimental data (colored curves). B) Residual plot from PMG (black) and RC models (colored) 
fits. Smoothed curves are represented as thick lines, with the same color legend as in A. C-D) 
The Rg and Dmax distributions from EOM analysis: the blue line shows the distribution of the 
initial pool of random coil conformers, the green and red lines represent the Rg and Dmax 
distributions of the selected ensembles of conformers that fit the SAXS data. The dotted vertical 
black line represents the average Rg and Dmax of the random coil initial pool. 
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EOM analysis ED-1 ED-2 ED-3 ED-4 (monomer) 
Pre-molten globule (PMG) model 

Reduced χ2 
CorMap p-value 

0.904 
0.0002 

0.947 
0.000 

0.765 
0.008 

0.636 
0.004 

Random-coil (RC) model 
Reduced χ2 

CorMap p-value 
0.616 
0.224 

0.632 
0.227 

0.663 
0.0645 

0.597 
0.0618 

Rflex ensemble (%) 
Rflex pool (%) 

Rσ 

82.71 
84.31 
0.92 

86.17 
85.60 
2.47 

81.18 
84.59 
0.85 

84.02 
83.69 
1.01 

 
Table 2: Ensemble Optimization Method (EOM) analysis of SAXS data. Fitting assessment 
between the experimental and theoretical scattering intensities generated by EOM for the pre-
molten globule and the random coil ensembles. The CorMap test is a goodness-of-fit test51. 
 
 
The conformational space of the syndecan ectodomains 
 Electrospray ionization-mass spectrometry (ESI-MS) in native conditions provides 
information on the variable degrees of compactness of IDPs. The charge state distributions 
(CSDs) determined by ESI-MS are related to the global compactness of proteins upon their 
transfer from solution to gas phase, the lowest charge states corresponding to the most compact 
conformations37. The CSDs of the four ectodomains were trimodal, showing that the ectodomains 
of syndecans could adopt preferential conformations (Figure 5A). Gaussian functions were fitted 
to the envelopes of the CSDs to determine the relative proportions of the three major 
conformation ensembles. The most compact conformations (i.e. the lowest charge states) were 
the minor ones for all the ectodomains. They represented 2 % for ED-1, 4% for ED-2, 8% for 
ED-4, and 14 % for ED-3. The most extended conformations (i.e. the highest charge states) were 
the most abundant for ED-1 (86 %), ED-2 (70 %) and ED-4 (85 %) but accounted for only 24 % 
for ED-3, in which the population with intermediate charge states predominated (Figure 5B). 
ED-1, -2 and -4 primarily adopted fully extended conformations in gaseous phase, whereas ED-3 
existed as partially extended conformations with a low but significant contribution of more 
compact states.  
 The average solvent-accessible surface area (SASA) of the ectodomains and the SASA of 
their most extended and most compact conformations were calculated (Supplementary Table 
S3). The average SASA values of ED-2 and of the monomer of ED-4 were in the same range 
(16074 Å2 and 17780 Å2 respectively), as were those of ED-1 and ED-3 (29 653 Å2 and 28624 Å2 
respectively) although the sequence of ED-3 is 30 % longer than ED-1. The average SASA 
values being related to the extent of protein ionization, this is consistent with the fact that ED-3 
might adopt more compact conformations than ED-1 as mentioned above. However, the SASA 
values of the extended conformations of the ectodomains were directly proportional to their size, 
ranging from 18269 Å and 18844 Å for ED-2 and the monomer of ED-4, respectively, to 31104 
Å and 42071 Å for ED-1 and ED-3, respectively. 
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Figure 5: Analysis of the syndecan ectodomains by native ESI-MS. A) Charge state 
distribution (CSD) of the syndecan ectodomains (EDs). Blue: extended conformations, green: 
intermediate conformations, orange: more compact conformations, B) Deconvolution of the 
CSDs by Gaussian fitting, and their respective residual plots. 
 
 
 The average charges of the most compact conformations of the ectodomains were very 
close (± 1 proton) to that reported for globular proteins with a similar number of amino acids 
residues38. They were thus calculated using this globular protein data set38. The SASA of the 
most compact conformation of ED-1 (260 residues) was 12913 Å2 compared to 10 997 A² for 
carbonic anhydrase I (PDB: 2CAB, 260 residues), 7204 Å2 for ED-2 (154 residues) compared to 
8 017 A² for myoglobin (PDB: 1WLA, 153 residues), 19178 Å2 for ED-3 (373 residues) 
compared to 15 586 A² for ovalbumin (PDB: 1OVA, 386 residues), and 7832 Å2 for ED-4 (163 
residues) compared to 8 321 A² for β-lactoglobulin A (PDB: 1BSY, 162 residues). The SASA 
values of the most compact conformations of ED1-4 were in the same range that those calculated 
for globular proteins with a similar number of amino acid residues, suggesting that the syndecan 
ectodomains are able to adopt compact conformations resembling those of globular proteins. 
 
 Ion-mobility mass spectrometry (ESI-IM-MS) experiments were performed to get further 
insights on the conformational heterogeneity of the syndecan ectodomains. The C150A mutant of 
ED-4, unable to dimerize, was used as the monomeric form of ED-4. The dimer of ED-4 was 
studied by selecting charge states with odd values of wild-type ED-4. The collision cross section 
(CCS) distributions of the different ectodomains increased as a function of charge state as 
expected due to Coulomb repulsion (Figure 6A). The boundaries of the accessible CCS space of 
the ectodomains were roughly estimated using a simple model based on the volume of the protein 
amino acids arranged in a spherical (the most compact) or cylindrical (the most extended) 
configuration39. ED-1 explored roughly the half of its accessible CCS space (54 %) whereas ED-
2, -3 and monomeric ED-4 (C150A) explored most 73 %, 70 % and 68 %, of their CCS space 
respectively) (Figure 6A).  
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This, in combination with the broad range of charge states detected, is in agreement with the fact 
that all ectodomain are highly flexible, and exist in elongated conformations. The predominance 
of high charge states with relatively large CCS values suggests these elongated structures 
represent a majority of the sampled conformational space although low charge states with low 
CCS values (Figure 6A) indicates the existence of a compact conformational ensemble. 
 A transition from a compact conformational ensemble to a more extended one occurred in 
all ectodomains as the charge state z increased, yielding a bimodal CCS distribution. Beveridge et 
al.40 proposed that such transition may be related to the fact that compact and elongated 
conformations follow distinct desolvation mechanisms in electrospray ionization process. The 
transition between the compact and extended states should occur when the radius of an ion of 
charge state z reaches the maximum size of a solvent droplet bearing a charge z, the so-called 
Rayleigh limit. This transition occurred at z = 8-13 for ED-2 and ED-4, at z = 11-15 for ED-1, 
and at z = 16-18 for ED-3. The charge state where the transition in the CCS distributions arose 
for each ED corresponded to 80 to 85 % of the corresponding Rayleigh limit estimated according 
to 41. No transition was observed in the CCS distribution of the dimer of ED-4. These results are 
consistent with the existence of two different conformational ensembles of the syndecan 
ectodomains, each following a single but different desolvation mechanism, and a transitional 
state where both desolvation mechanisms occur40. 
 

 
Figure 6: Ion mobility-mass spectrometry (ESI-IM-MS) experiments. A) Normalized CCS 
distributions of the syndecans ectodomains (EDs) as a function of charge state. The dashed lines 
indicate the limits of the CCS space as estimated in each case from the model of Beveridge et 
al.39. B) Global distribution of ED-4, containing both the monomeric (orange) and dimeric (blue) 
forms. Their respective extracted charge state distributions are indicated in (C). 
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 Two peaks can be distinguished in the global ESI-IM-MS arrival time distribution 
recorded for ED-4 (Figure 6B). The mass spectrum extracted for the first peak at a drift time of 
25 ms displays a charge state distribution consistent with 9-11 positive charges and the mass of 
ED-4 monomer. Conversely, the mass spectrum extracted for the second at a drift time of 32 ms 
rather corresponds to 18-23 positive charges, in agreement with the mass of ED-4 dimer (Figure 
6C). The drift time of a molecular ion being proportional to the ratio of its CCS to its charge z, 
and the drift time of the dimer being higher than that of the monomer with a half charge, this 
indicates that the CCS of the ED-4 dimer is at least twice that of the monomer. This is consistent 
with a head-to-tail association of two ED-4 monomers retaining a relatively extended 
conformation. This is supported by the values of the hydrodynamic radius for the monomer and 
the dimer of ED-4 (21 Å and 45 Å respectively), and of their radius of gyration (41.5 Å and 59.2 
Å respectively).  
 
 
DISCUSSION 
 We report here the first characterization of size, shape, secondary structure, and 
conformational landscape of the ectodomains of the four human syndecans, that play major roles 
as paracrine or autocrine effectors or as competitors of full-length syndecans and are involved in 
diseases such as angiogenesis, cancer and fibrosis. We have shown that they are enriched in 
intrinsic disorder, providing experimental support to in silico predictions26. The juxtamembrane 
region of the four syndecan ectodomains are predicted to be highly disordered, which is 
consistent with this region being highly sensitive to proteolytic cleavage, including the ED 
shedding sites11,13.  Further cleavage sites by metalloproteinases exist along the sequence of ED-
1, ED-2, and ED-411. The NxIP motif, required for cell adhesion, and found in the sequence of 
human ED-2 and ED-4, is also intrinsically disordered. The ectodomains contain from 15% 
(ED-1 and ED-3) to 30 % (ED2 and ED-4) of β-strands, but few, if any  helices. However, 
they are able to form  helices in presence of trifluoroethanol. This is in agreement with the 
partial folding into α-helix of the ectodomain of syndecan-4 during molecular dynamic 
simulations carried out at the glycocalyx level42. 
 
 Full-length syndecans form homo-and heterodimers31 but our study is the first one to 
report that the isoform-2 of syndecan-4 (ED-4) dimerizes via a disulfide bridge mediated by a 
unique cysteine residue located at its C-terminus. Indeed, the mutation of this cysteine residue 
into alanine (C150A) nearly abolishes the dimerization process. The dimer of ED-4 remains fully 
disordered and flexible as shown by SAXS and MS experiments. Ion-mobility MS data suggests 
that ED-4 dimerizes in a head-to-tail fashion, which is consistent with the values of the radius of 
gyration and of the hydrodynamic radius calculated for the dimer. No dimer of ED-1 and ED-2 
has been detected, and minute amount of a dimer of ED-3 has been identified during ESI-MS 
experiments, which is consistent with the self-association of syndecan 3 mediated by a motif in 
the transmembrane domain and the ectodomain flanking region43. It should be noted that the 
ectodomains 1, 2 and 3 do not contain any cysteine residue. 
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 SEC-SAXS data show that the syndecan ectodomains are highly flexible and extended in 
solution, and behave like random coils rather than pre-molten globule IDPs. The four 
ectodomains display three major ensembles of conformations with various degrees of 
compactness in the gas phase as shown by ESI-MS and ESI-IM-MS. ED-1 explores a reduced 
part of its conformational space (54 %) compared to the three other ectodomains ( 70%), 
suggesting that it might adopt a restricted number of conformations. The most compact 
conformations are the less abundant for the four EDs. The most extended conformations 
represent 70%-85% of the conformations for ED-2, ED-1 and the monomeric form of ED-4. In 
contrast, ED-3 exists mostly as partially extended conformations with a low but significant 
contribution of more compact states, although it contains the same amount of disorder but is 
longer than ED-1. ED-3 is able to form more compact conformations than the other ectodomains 
as shown by its SASA and the intensity of low and intermediate charge states by ESI-MS.  In 
contrast to the other EDs, ED-3 contains a "mucin-like" region of ED-3 (amino acid residues 
115-302), enriched in threonine, serine, and proline residues, and putatively carrying O-linked 
oligosaccharides. This domain is predicted to be intrinsically disordered as expected according to 
its amino acid composition. However, it domain contains several short hydrophobic sequences, 
which might favor compact conformations of ED-3 in combination with additional hydrophobic 
sequences located at the N-terminus of ED-3.  
 The maximum intramolecular distance measured by SEC-SAXS for the ectodomains 
varies from  180 Å (ED-4 and ED-2) to 300 Å (ED-3) with an intermediate value for ED-1 (230 
Å). The ectodomains of syndecans 1, 2, and 4 have a size similar to extended, ligand-bound 
integrins such as integrin IIb 3, which extends to 18-20 nm in length upon binding to fibrin for 
example44. The conformations of the ectodomains may be modulated upon binding to their 347 
syndecan partners11. Some of their partners interact directly with the syndecan ectodomains, and 
their docking to the core protein ectodomain might stabilize particular conformations of the 
ectodomains. This will be investigated by studying complexes formed by the syndecan EDs and 
their ligands. On the other hand, the disorder of syndecan EDs might lead to the formation of 
fuzzy complexes with their partners. This may be the case for the highly disordered synstatin 
sequences of human ED-1, namely residues 93-120, which form a ternary complex with insulin-
like growth factor-1 receptor and v 3 integrin29, and residues 210-240, which form a ternary 
complex with vascular endothelial growth factor receptor 2 and 4 1 integrin45. Mechanical 
forces could also regulate the conformations of the syndecan ectodomains because conditional 
disorder may be initiated by such forces35, and because the syndecans, which link the 
extracellular matrix to the actin cytoskeleton, act as mechanosensors as reported for syndecan 4 
in cardiac fibroblasts46, and for syndecans 1 and 4 in the endothelial glycocalyx42,47. The 
glycosaminoglycan chains covalently attached to the syndecan ectodomains can also modulate 
their conformational space, and this regulation process might be fine-tuned by the number, length 
or number/type of sulfate groups which vary depending on the cell type, and the 
physiopathological context. The mutual impact of syndecan-1 protein core and its GAG chains is 
difficult to analyze48. Ongoing experiments with the EDs expressed in eukaryotic cells and 
bearing their GAG chains will provide new insights on the influence of GAG chains, which are 
themselves flexible, on the conformations and flexibility of syndecan EDs.  
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The ultimate goal will be to determine how ligand binding to the protein core and/or the GAG 
chains of the syndecan ectodomains influence dimerization of the transmembrane domain, and 
cell signaling. Another crucial challenge will be to determine if the conformational ensembles of 
the syndecan ectodomains we have identified by SAXS and MS are all biologically active 
whatever the biological context, if only some of them are able to fulfill biological functions, or if 
the different conformational ensembles are associated with specific functions in a particular 
context. The study of cell-matrix interactions, and cell signaling in presence of the chemical 
chaperone trimethylamine N-oxide, which induces a decrease in disorder in the syndecan 
ectodomains, should provide new insights into the biological role of syndecan conformations. 
 
 
ON LINE METHODS 
 
Expression of the recombinant ectodomains of human syndecans 
 The constructs for human ectodomains of syndecans (ED-1 to 3), the isoform 2 of 
syndecan-4 (ED-4), and the ED-4 C150A mutant were synthetized and subcloned in the pET-15b 
vector by GenScript (https://www.genscript.com). They were then expressed as recombinant 
proteins containing an N-terminal 6xHis tag and a C-terminal FLAG tag in Escherichia coli 
BL21 (DE3) cells (Supplementary Table S1) and purified by two affinity chromatography steps 
followed by size exclusion chromatography for some experiments as detailed below.  
 Escherichia coli BL21 (DE3) cells were transformed with 80 ng of plasmid, and colonies 
were grown at 37°C on ampicillin-containing LB-agar plates. Cells were suspended in LB broth 
Lennox (Sigma-Aldrich, L3022) with ampicillin 100 μg/ml until the absorbance at 600 nm 
reached 0.6 - 0.8. The expression of the EDs was induced by 1 mM isopropyl-β-D-
thiogalactopyranoside for 4 h at 37 °C. After centrifugation at 6 000 х g for 10 min, 4°C, the 
pellets were resuspended in 10 mM HEPES, 150 mM NaCl pH 7.4 (HEPES buffered saline - 
HBS) containing 2.5 mM MgCl2, 2.5 mM CaCl2, 100 μg/ml DNAse I (Sigma, D5025), 1 mM 
CHAPS (Roche), and a protease inhibitors cocktail (Complete EDTA-free, Roche) and lysed for 
8 x 30 s with 100 μm-diameter glass beads in a bead beater (BioSpec). The lysates were then 
centrifuged twice at 10 000 x g for 10 min and the supernatant was loaded on Ni-NTA agarose 
resin (Qiagen). The purification steps were carried out at 4°C with a flow rate of 20 ml/h. After 
washing with HBS containing 10 mM and 20 mM imidazole, the recombinant syndecan EDs 
were eluted with 100 and 300 mM imidazole in HBS. Eluates were loaded on anti-FLAG M2 
agarose resin (Sigma-Aldrich, A2220) and the ectodomains were eluted by the FLAG peptide at 
200 μg/ml in HBS. The purified ectodomains were then concentrated with Amicon devices 
(MWCO 10 kDa). For SEC-SAXS, SEC-MALLS, SEC-DLS, ESI-MS and ESI-IM-MS 
experiments, the ectodomains were further purified by size exclusion chromatography on a 
Superdex S200 Increase 10/300 GL column (GE Healthcare) at 10°C, with a flow rate of 0.5 
ml/min. The eluted fractions were concentrated in Amicon devices (MWCO 10 kDa), centrifuged 
20 min at 18 000 x g and stored at -20°C until use. 
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SDS-PAGE and Western blot 
 The purified ectodomains were analyzed by SDS-PAGE on a 15 % acrylamide gel and 
stained overnight with InstantBlue (ISB1L, Sigma-Aldrich). For Western blotting, proteins were 
transferred on a polyvinylidene fluoride membrane (IPVH20200, Millipore) for 2 h at 250 mA 
and the membrane was saturated with phosphate buffered saline (PBS, 137 mM NaCl, 2.7 mM 
KCl, 11.9 mM phosphate, Biosolve) containing 5 % (w/v) fat milk and 0.05 % (v/v) Tween-20 for 
90 min at 37°C. The membrane was incubated overnight at 4°C with a monoclonal anti-FLAG 
antibody (F3165, Sigma-Aldrich, 76 ng/ml in blocking buffer), washed 4 times with the blocking 
solution and incubated with a secondary antibody conjugated to horseradish peroxidase (40 
ng/ml, 172-1011, Bio-Rad) for 1 h at room temperature. Finally, the membrane was washed twice 
in PBS containing 0.05 % (v/v) Tween-20, and twice in PBS alone. The immunoreactive bands 
were detected by chemiluminescence with the Amersham ECL Prime kit (GE Healthcare), and 
the signal recorded with a ChemiDoc XRS+ system (Biorad) after 5 to 60 s of exposure. 
 
Circular dichroism (CD) 
 Far-UV CD spectra were recorded in a quartz cuvette at 20°C with a path length of 0.1 cm 
in a Chirascan spectrometer (Applied Photophysics, SFR BioSciences UMS3444/US8, Protein 
Science Facility, Lyon, France), from 260 to 190 nm with a step of 0.5 nm, a response time of 1 s 
and a bandwidth of 0.5 nm. The purified ectodomains were diluted in 10 mM potassium 
phosphate pH 7.5 at 150 μg/ml for ED-1 and ED-4 and 100 μg/ml for ED-2 and ED-3. Five 
spectra were collected and averaged for each sample and the buffer signal was subtracted. CD 
signal was recorded in millidegrees (mdeg) and converted to mean residue molar ellipticity per 
residue (deg.cm2.dmol-1.residue-1). Some experiments were carried out in presence of increasing 
concentrations (10, 20, 30, 45 and 60 % (v/v)) of trifluoroethanol (TFE). Spectra were 
deconvolved using the Dichroweb server (http://dichroweb.cryst.bbk.ac.uk), and the CDSSTR 
algorithm with the set 7 as a reference set containing five chemically denatured proteins49. 
 
Size Exclusion Chromatography - Small Angle X-ray Scattering (SEC-SAXS)  
Scattering intensities were collected at SOLEIL (SWING beamline, Gif-sur-Yvette, France) with 
the scattering intensity I as a function of the modulus of the scattering vector s with

 where θ is the half of the scattering angle and λ the X-ray wavelength (Table 3). 
The calibration was made with water and the protein samples were centrifuged at 18 000 x g for 
20 min at 4°C before injection on the size exclusion chromatography column. The concentrations 
of the ectodomains were determined by the measurement of absorbance at 280 nm using the 
theoretical molar extinction coefficient calculated by ProtParam 
(https://web.expasy.org/protparam/protpar-ref.html). Data reduction and frames subtraction were 
done manually with the beamline software FOXTROT. Buffer blank frames were taken in the 
dead volume of the column. 
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Data acquisition 
Instrument SWING beamline (SOLEIL, France) 
Detector Dectris EIGER 4M 

Wavelength (Å) 
Energy (keV) 

1.03324 
12 

Sample to detector distance 
(m) 2.0 

s-range (Å-1) 0.0041 – 0.5597 
 

SEC-SAXS experiments 
 ED-1 ED-2 ED-3 ED-4 

Column Superdex S200 Increase 5/150 GL (GE Healthcare) 
Injection volume (μl) 50 
Protein concentration 

(mg.ml-1) 7.7 5.0 14.6 8.3 

Flow rate (ml.min-1) 0.2 
Temperature (°C) 20 

Exposure Continuous: 1 frame/s (990 ms exposure and 10 ms dead time) 
Buffer HBS (10 mM HEPES, 150 mM NaCl pH 7.4) 

smin (Å -1) 0.0114020 0.00821002 0.00961379 0.00912193 

I(0) (cm-1) 0.0430 
± 1.8 x10-4 

0.02892 
± 0.94 x10-4 

0.04588 
± 3.24 x10-4 

0.02070 
± 1.42 x10-4 

Guinier analysis 
smax.Rg / number of points 1.29 / 23 0.998 / 34 1.28 / 24 0.985 / 33 

 
Table 3: Experimental setup for the collection of SEC-SAXS scattering intensities. 
 
Gaussian decompositions were made with the UltraScan solution modeler (US-SOMO) HPLC-
SAXS module50 after conversion from buffer-subtracted I(s) vs s chromatograms to I(t) vs t (t, 
time). Scattering curves corresponding to the syndecan EDs were then back-converted to I(s) vs s 
curves. These frames (at least 29) were averaged with PRIMUSqt to create the final scattering 
data file after curves comparison with the CorMap test implemented in the program51. Data points 
differing from the Guinier fitting at low angles were deleted and the useful data range was 
determined with SHANUM51. The radius of gyration was estimated at low angles according to 
the Guinier approximation using the equation with s.Rg < 1.0 or 
1.3 depending of the number of points.  
The theoretical radius of gyration (Rg) was calculated with the Flory’s equation  
where N is the number of amino acid residues, R0 a constant and ν an exponential scaling factor. 
R0 = 2.54 ± 0.01 and ν = 0.522 ± 0.01 for intrinsically disordered proteins, R0 = 1.927 ± 0.27 and 
ν = 0.598 ± 0.028 for more extended proteins such as chemically denatured proteins52, while R0 = 
√(3/5) x 4.75 and ν = 0.29 for folded proteins53. The flexibility of the proteins was assessed with 
the dimensionless Kratky plot  and the Krakty-Debye plot 

.  
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Ensemble Optimization Method (EOM) 
Intrinsically disordered proteins do not adopt a single conformation in solution and each of the 
conformations contribute to the collected scattering intensities. This ensemble of conformation is 
described according to the following equation: 

 

where νk and Ik(s) are the volume fraction and the scattering intensity of the k-th conformers 
respectively54. SEC-SAXS data were processed with the Ensemble Optimization Method (EOM 
2.0)55, which computes a large pool of possible conformations from protein sequence in order to 
cover its conformational space. Gaussian distributions of Rg and Dmax of the generated 
conformers were automatically calculated as well as their respective theoretical scattering profile 
using CRYSOL51. A genetic algorithm was run to select an ensemble of conformations which best 
fits the experimental scattering intensities. The best ensemble of conformations was described as 
a distribution of their radii of gyration (Rg) and their maximum particle size (Dmax). The 
flexibility was evaluated by Rflex (100 % corresponding to the highest flexibility), with the pool 
representing a reference for flexibility55. Rσ corresponds to the ratio of the standard deviations 
for the distributions of the selected ensemble and of the pool respectively55. Two pools of 10,000 
conformers corresponding to the pre-molten globule and random-coil models were generated 
with specific dihedral angle distribution55. The number of harmonics was set to 15 and 100 cycles 
were performed on the generated pool by the genetic algorithm. EOM fitting to the experimental 
scattering intensities was assessed with the CorMap test implemented in PRIMUSqt 51. 
 
Multi Angle Laser Light Scattering and Dynamic Light Scattering 
SEC-MALLS-DLS experiments were carried out at SOLEIL (SWING beamline, Gif-sur-Yvette, 
France) with a Wyatt Dawn Heleos light scattering instrument equipped with an Optilab rEX 
refractometer and a spectrophotometer for molecular mass measurements. The hydrodynamic 
radii (Rh) were measured with a Wyatt QELS+. For ED-1 and ED-2, the measurements were 
carried out on line after X-ray exposure and injection on a Superdex S200 Increase 5/150 GL 
column (GE Healthcare) as described above. 50 μl of ED-3 (6.5 mg/ml) and ED-4 (5.2 mg/ml) 
were injected on a Superdex S200 Increase 10/300 GL column (GE Healthcare) at a flow rate of 
0.5 ml/min and at 20°C in HBS. Data analysis was carried out with the Astra software and default 
parameters (refractive index: 1.331, viscosity: 0.992 cP). 
 
Native electrospray ionization mass spectrometry (ESI-MS) 
ESI-MS experiments were carried out in pseudo-native conditions, i.e. by minimizing potential 
sources of denaturation in solution and during the desolvation/ionization process56. A Superdex 
S200 Increase 10/300 GL column (GE Healthcare) was used to exchange proteins buffer from 
HBS to 50 mM ammonium acetate pH 7.4 and then the ectodomain solutions were concentrated 
as described above to 600, 590, 420 and 180 μg/ml for ED-1, ED-2, ED-3 and ED-4, 
respectively. 200 μl of syndecans EDs in 50 mM ammonium acetate pH 7.4 were directly 
injected at a flow rate of 10 μl/min in an Impact II mass spectrometer (Bruker) equipped with an 
Apollo II ionization source (Bruker, ICBMS UMR5246, Villeurbanne, France).  
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The instrument parameters were set as follows: ESI-source temperature 200°C, capillary voltage 
3 kV, nebulization gas pressure 41 Psi allowing the detection of species between 500 and 3,100 
Da, and acquisition frequency 2 Hz. The average solvent-accessible surface areas (SASA) were 
calculated according to Li et al.57. Briefly, the average charge zav was calculated according to: 

 

where A and B are the lowest and highest charge states of the distribution respectively. I and Itot 
are the peak intensity at a given charge state, and the sum of the intensities of the charge state 
distribution of the conformers respectively. zav is directly proportional to SASA for extended 
conformers according to: 58. SASA from globular 
proteins were extracted from38, and calculated for the syndecan EDs according to 

. ESI-MS data were deconvolved as described in37 using 
Origin software (OriginLab). I(m/z) vs m/z graphs were transformed into I(z) vs z and intensities 
were normalized. Gaussian fitting was performed until the fit reached at least R2 = 0.99. 
 
Electrospray ionization - ion mobility - mass spectrometry (ESI-IM-MS) 
 In ion mobility - mass spectrometry, electrosprayed ions are driven by a weak electric field 
through a cell filled with a buffer gas. Ions with higher charge state generally fly faster. 
Moreover, the velocity of the ions is affected by the strength of their interaction with the buffer 
gas, depending of their collision cross section (CCS). Since helium was used as a buffer gas, this 
CCS is, in good approximation, a measure of the geometrical area of an ion. Ions with a compact 
structure are less prone to collision with the gas, and then travel faster through the cell. Ion 
populations can then be separated as a function of the compactness of their structure in an arrival 
time distribution. The arrival time distributions were converted into CCS distributions to ease the 
comparison between different charge states. Due to Coulomb repulsion between charges, CCS 
generally increases with charge state. Ion mobility-mass spectrometry experiments were 
performed using a home-built dual-drift tube instrument previously described in details59. IM-MS 
separation was achieved by injecting ion bunches in a 79-cm long drift tube filled with 4 Torr 
helium at room temperature. The drift voltage across the tube varied from 200 to 600 V. Mass 
spectra were recorded as a function of the arrival time of the ions using a time-of-flight mass 
spectrometer (Maxis Impact Bruker, Bremen, Germany). This allowed the extraction of either 
arrival time distributions (ATDs) for ions at the mass-to-charge ratios (m/z) of interest, or of mass 
spectra for species within a selected arrival time range. CCS values were derived from drift time 
measurements at different drift voltages, based on the Mason-Schamp relation60. 
 
 
 
 
 
 
 
 



 

246 
 

ACKNOWLEDGEMENTS 
This work was supported by a grant from the Fondation pour la Recherche Médicale 
n°DBI20141231336 to SRB, and by an ANR grant n°17-CE29-0013-01 to ALF and FC. SEC-
SAXS experiments were carried out on the BM29 BioSAXS beamline (ESRF, Grenoble, France, 
MX-1841 and MX-1920), and SWING beamline (SOLEIL, Université Paris-Saclay, France, 
project 20170906). We thank Martha Brennich (BM29, ESRF) and Aurélien Thureau (SWING, 
Soleil) for their skillful assistance and for their kind and expert suggestions on SAXS data 
processing, and Cy Jeffries (EMBL, Hamburg, Germany) for sharing with us his expertise in 
SAXS theory. We are also grateful to Alexandra Berlioz-Barbier (ICBMS, UMR 5246, 
Villeurbanne, France) for her help in native ESI-MS experiments. We thank John Couchman 
(University of Copenhagen, Denmark) for sharing with us his expertise of syndecans, and for 
stimulating discussions. We thank Lionel Ballut (UMR 5086, Lyon, France), Philippe Dugourd 
and Luke MacAleese (Institut Lumière Matière, UMR 5306, Villeurbanne, France) for their 
critical reading of the manuscript. 
 
AUTHOR CONTRIBUTION 
FG expressed, purified and analyzed the ectodomains of syndecans by SDS-PAGE and Western 
blot, performed, analyzed and interpreted CD, SEC-SAXS, and SEC-MALLS-DLS experiments, 
analyzed and interpreted native ESI-MS experiments and drafted the manuscript and the figures. 
MB and ALF performed ESI-IM-MS experiments, interpreted the results, and drafted the 
corresponding sections of the manuscript. AEM contributed to the first SAXS experiments. FC 
interpreted ESI-IM-MS data, and wrote the corresponding sections of the manuscript. FG and BD 
designed the wild type and mutant syndecan constructs and set up the experimental conditions of 
their expression in bacteria. SRB designed and supervised the study, analyzed and interpreted the 
data, and wrote the manuscript. All the authors revised the manuscript. 
 
Supplementary information available as a .pdf file. 
 
 
REFERENCES  
1. Couchman, J. R., Gopal, S., Lim, H. C., Nørgaard, S. & Multhaupt, H. A. B. Fell-Muir Lecture: Syndecans: from 

peripheral coreceptors to mainstream regulators of cell behaviour. Int J Exp Pathol 96, 1–10 (2015). 
2. Afratis, N. A. et al. Syndecans - key regulators of cell signaling and biological functions. FEBS J. 284, 27–41 

(2017). 
3. Mitsou, I., Multhaupt, H. A. B. & Couchman, J. R. Proteoglycans, ion channels and cell-matrix adhesion. 

Biochem. J. 474, 1965–1979 (2017). 
4. Bartlett, A. H. & Park, P. W. Proteoglycans in host-pathogen interactions: molecular mechanisms and 

therapeutic implications. Expert Rev Mol Med 12, e5 (2010). 
5. De Rossi, G. & Whiteford, J. R. Syndecans in angiogenesis and endothelial cell biology. Biochem. Soc. Trans. 42, 

1643–1646 (2014). 
6. Leonova, E. I. & Galzitskaya, O. V. Role of Syndecans in Lipid Metabolism and Human Diseases. Adv. Exp. Med. 

Biol. 855, 241–258 (2015). 
7. Kwon, M.-J., Jang, B., Yi, J. Y., Han, I.-O. & Oh, E. S. Syndecans play dual roles as cell adhesion receptors and 

docking receptors. FEBS Lett. 586, 2207–2211 (2012). 
8. Klass, C. M., Couchman, J. R. & Woods, A. Control of extracellular matrix assembly by syndecan-2 

proteoglycan. J. Cell. Sci. 113 ( Pt 3), 493–506 (2000). 



 

247 
 

9. Yang, N. & Friedl, A. Syndecan-1-Induced ECM Fiber Alignment Requires Integrin αvβ3 and Syndecan-1 
Ectodomain and Heparan Sulfate Chains. PLoS ONE 11, e0150132 (2016). 

10. Chung, H., Multhaupt, H. A. B., Oh, E.-S. & Couchman, J. R. Minireview: Syndecans and their crucial roles during 
tissue regeneration. FEBS Lett. 590, 2408–2417 (2016). 

11. Gondelaud, F. & Ricard-Blum, S. Structures and interactions of syndecans. FEBS J. 286, 2994–3007 (2019). 
12. Asundi, V. K., Erdman, R., Stahl, R. C. & Carey, D. J. Matrix metalloproteinase-dependent shedding of syndecan-

3, a transmembrane heparan sulfate proteoglycan, in Schwann cells. J. Neurosci. Res. 73, 593–602 (2003). 
13. Manon-Jensen, T., Itoh, Y. & Couchman, J. R. Proteoglycans in health and disease: the multiple roles of 

syndecan shedding. FEBS J. 277, 3876–3889 (2010). 
14. De Rossi, G. et al. Shed syndecan-2 inhibits angiogenesis. J. Cell. Sci. 127, 4788–4799 (2014). 
15. Choi, S. et al. Shed syndecan-2 enhances tumorigenic activities of colon cancer cells. Oncotarget 6, 3874–3886 

(2015). 
16. Stewart, M. D., Ramani, V. C. & Sanderson, R. D. Shed syndecan-1 translocates to the nucleus of cells delivering 

growth factors and inhibiting histone acetylation: a novel mechanism of tumor-host cross-talk. J. Biol. Chem. 
290, 941–949 (2015). 

17. Wang, X. et al. Shed Syndecan-1 is involved in chemotherapy resistance via the EGFR pathway in colorectal 
cancer. Br. J. Cancer 111, 1965–1976 (2014). 

18. Regős, E. et al. Syndecan-1 inhibits early stages of liver fibrogenesis by interfering with TGFβ1 action and 
upregulating MMP14. Matrix Biol. 68–69, 474–489 (2018). 

19. Strand, M. E. et al. Shedding of syndecan-4 promotes immune cell recruitment and mitigates cardiac 
dysfunction after lipopolysaccharide challenge in mice. J. Mol. Cell. Cardiol. 88, 133–144 (2015). 

20. Gopal, S. Syndecans in Inflammation at a Glance. Front Immunol 11, 227 (2020). 
21. Li, Q., Ng, H. Q. & Kang, C. Secondary structure and topology of the transmembrane domain of Syndecan-2 in 

detergent micelles. FEBS Lett. 593, 554–561 (2019). 
22. Lee, D., Oh, E. S., Woods, A., Couchman, J. R. & Lee, W. Solution structure of a syndecan-4 cytoplasmic domain 

and its interaction with phosphatidylinositol 4,5-bisphosphate. J. Biol. Chem. 273, 13022–13029 (1998). 
23. Shin, J. et al. Solution structure of the dimeric cytoplasmic domain of syndecan-4. Biochemistry 40, 8471–8478 

(2001). 
24. Liu, X., Shepherd, T. R., Murray, A. M., Xu, Z. & Fuentes, E. J. The structure of the Tiam1 PDZ domain/ phospho-

syndecan1 complex reveals a ligand conformation that modulates protein dynamics. Structure 21, 342–354 
(2013). 

25. Kang, B. S., Cooper, D. R., Devedjiev, Y., Derewenda, U. & Derewenda, Z. S. Molecular roots of degenerate 
specificity in syntenin’s PDZ2 domain: reassessment of the PDZ recognition paradigm. Structure 11, 845–853 
(2003). 

26. Leonova, E. I. & Galzitskaya, O. V. Cell communication using intrinsically disordered proteins: what can 
syndecans say? J. Biomol. Struct. Dyn. 33, 1037–1050 (2015). 

27. Xing, Y., Xu, Q. & Lee, C. Widespread production of novel soluble protein isoforms by alternative splicing 
removal of transmembrane anchoring domains. FEBS Lett. 555, 572–578 (2003). 

28. Stuchfield, D. & Barran, P. Unique insights to intrinsically disordered proteins provided by ion mobility mass 
spectrometry. Curr Opin Chem Biol 42, 177–185 (2018). 

29. Rapraeger, A. C. Synstatin: a selective inhibitor of the syndecan-1-coupled IGF1R-αvβ3 integrin complex in 
tumorigenesis and angiogenesis. FEBS J. 280, 2207–2215 (2013). 

30. Park, P. W. Isolation and functional analysis of syndecans. Methods Cell Biol. 143, 317–333 (2018). 
31. Choi, Y. et al. Trans-regulation of Syndecan Functions by Hetero-oligomerization. J. Biol. Chem. 290, 16943–

16953 (2015). 
32. Chemes, L. B., Alonso, L. G., Noval, M. G. & de Prat-Gay, G. Circular dichroism techniques for the analysis of 

intrinsically disordered proteins and domains. Methods Mol. Biol. 895, 387–404 (2012). 
33. Burger, V. M., Arenas, D. J. & Stultz, C. M. A Structure-free Method for Quantifying Conformational Flexibility 

in proteins. Sci Rep 6, 29040 (2016). 
34. Brosey, C. A. & Tainer, J. A. Evolving SAXS versatility: solution X-ray scattering for macromolecular architecture, 

functional landscapes, and integrative structural biology. Curr. Opin. Struct. Biol. 58, 197–213 (2019). 
35. Uversky, V. N. Intrinsically Disordered Proteins and Their “Mysterious” (Meta)Physics. Front. Phys. 7, (2019). 
36. Brewer, A. K. & Striegel, A. M. Characterizing the size, shape, and compactness of a polydisperse prolate 

ellipsoidal particle via quadruple-detector hydrodynamic chromatography. Analyst 136, 515–519 (2011). 



 

248 
 

37. Santambrogio, C., Natalello, A., Brocca, S., Ponzini, E. & Grandori, R. Conformational Characterization and 
Classification of Intrinsically Disordered Proteins by Native Mass Spectrometry and Charge-State Distribution 
Analysis. Proteomics 19, e1800060 (2019). 

38. Kaltashov, I. A. & Mohimen, A. Estimates of protein surface areas in solution by electrospray ionization mass 
spectrometry. Anal. Chem. 77, 5370–5379 (2005). 

39. Beveridge, R. et al. A mass-spectrometry-based framework to define the extent of disorder in proteins. Anal. 
Chem. 86, 10979–10991 (2014). 

40. Beveridge, R. et al. Relating gas phase to solution conformations: Lessons from disordered proteins. 
Proteomics 15, 2872–2883 (2015). 

41. Mora,  null et al. Electrochemical processes in electrospray ionization mass spectrometry. J Mass Spectrom 35, 
939–952 (2000). 

42. Jiang, X. Z., Luo, K. H. & Ventikos, Y. Principal mode of Syndecan-4 mechanotransduction for the endothelial 
glycocalyx is a scissor-like dimer motion. Acta Physiol (Oxf) 228, e13376 (2020). 

43. Asundi, V. K. & Carey, D. J. Self-association of N-syndecan (syndecan-3) core protein is mediated by a novel 
structural motif in the transmembrane domain and ectodomain flanking region. J. Biol. Chem. 270, 26404–
26410 (1995). 

44. Dai, A. et al. The Structure of a Full-length Membrane-embedded Integrin Bound to a Physiological Ligand. J. 
Biol. Chem. 290, 27168–27175 (2015). 

45. Jung, O. et al. Heparanase-induced shedding of syndecan-1/CD138 in myeloma and endothelial cells activates 
VEGFR2 and an invasive phenotype: prevention by novel synstatins. Oncogenesis 5, e202 (2016). 

46. Samarel, A. M. Syndecan-4: a component of the mechanosensory apparatus of cardiac fibroblasts. J. Mol. Cell. 
Cardiol. 56, 19–21 (2013). 

47. Voyvodic, P. L. et al. Loss of syndecan-1 induces a pro-inflammatory phenotype in endothelial cells with a 
dysregulated response to atheroprotective flow. J. Biol. Chem. 289, 9547–9559 (2014). 

48. Eriksson, A. S. & Spillmann, D. The mutual impact of syndecan-1 and its glycosaminoglycan chains--a 
multivariable puzzle. J. Histochem. Cytochem. 60, 936–942 (2012). 

49. Whitmore, L. & Wallace, B. A. Protein secondary structure analyses from circular dichroism spectroscopy: 
methods and reference databases. Biopolymers 89, 392–400 (2008). 

50. Brookes, E., Vachette, P., Rocco, M. & Pérez, J. US-SOMO HPLC-SAXS module: dealing with capillary fouling and 
extraction of pure component patterns from poorly resolved SEC-SAXS data. J Appl Crystallogr 49, 1827–1841 
(2016). 

51. Franke, D. et al. ATSAS 2.8: a comprehensive data analysis suite for small-angle scattering from 
macromolecular solutions. J Appl Crystallogr 50, 1212–1225 (2017). 

52. Bernadó, P. & Svergun, D. I. Structural analysis of intrinsically disordered proteins by small-angle X-ray 
scattering. Mol Biosyst 8, 151–167 (2012). 

53. Receveur-Brechot, V. & Durand, D. How random are intrinsically disordered proteins? A small angle scattering 
perspective. Curr. Protein Pept. Sci. 13, 55–75 (2012). 

54. Kikhney, A. G. & Svergun, D. I. A practical guide to small angle X-ray scattering (SAXS) of flexible and 
intrinsically disordered proteins. FEBS Lett. 589, 2570–2577 (2015). 

55. Tria, G., Mertens, H. D. T., Kachala, M. & Svergun, D. I. Advanced ensemble modelling of flexible 
macromolecules using X-ray solution scattering. IUCrJ 2, 207–217 (2015). 

56. Leney, A. C. & Heck, A. J. R. Native Mass Spectrometry: What is in the Name? J. Am. Soc. Mass Spectrom. 28, 
5–13 (2017). 

57. Li, J. et al. Conformational effects in protein electrospray-ionization mass spectrometry. Mass Spectrom Rev 
35, 111–122 (2016). 

58. Testa, L. et al. Electrospray ionization-mass spectrometry conformational analysis of isolated domains of an 
intrinsically disordered protein. Biotechnol J 6, 96–100 (2011). 

59. Simon, A.-L. et al. Tandem ion mobility spectrometry coupled to laser excitation. Rev Sci Instrum 86, 094101 
(2015). 

60. Revercomb, H. E. & Mason, E. A. Theory of plasma chromatography/gaseous electrophoresis.  Review. Anal. 
Chem. 47, 970–983 (1975). 

 
 

 



 

249 
 

SUPPLEMENTARY TABLES AND FIGURES 

 

Recombinant 
protein 

UniProt KB 
Accession number 

Residues 

(UniProt KB) 
Number of amino acid 
residues including tags 

ED-1 P18827 23 - 254 260 

ED-2 P34741 19 - 144 154 

ED-3 O75056 47 - 387 373 

ED-4 P31431-2 19 - 153 163 

ED-4 C150A - 19 - 153 163 

 

Supplementary Table S1: Characteristics of the recombinant ectodomains (EDs) of human 
syndecans expressed with a 6xHis tag at the N-terminus, and a FLAG tag at the C-terminus. 
 

 

Syndecans 
ectodomains 

Molecular weight of tagged recombinant EDs (Da) 

Theoretical SDS-PAGE SEC ESI-MS SEC-MALLS 

ED-1 27 030 42 300 172 000 27 029.4 27 480 ± 60 

ED-2 17 083 27 700 72 000 17 083.1 16 640 ± 50 

ED-3 38 831 89 000 389 000 38 836.0 38 800 ± 500 

ED-4 17 828 
27 500 

63 300 

78 000 

195 000 

17 827.4 

35 654.1 

18 000 ± 60 

32 620 ± 30 

ED-4 
C150A 

17 790 27 300 91 000 17 795.6 17 592 ± 50 

 

Supplementary Table S2: Apparent molecular weights of the recombinant tagged ectodomains 
of human syndecans calculated by SDS-PAGE and size-exclusion chromatography using 
globular proteins as standards, and molecular masses determined by ESI-MS and SEC-MALLS. 
The proteins were expressed with a N-terminal 6xHis tag and a C-terminal FLAG tag. 
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Conformations 
Solvent-accessible surface area (SASA) (Å2) 

ED-1 ED-2 ED-3 ED-4 

Average 29 653.0 16 074.2 28 624.4 17 780.2 

Extended 31 103.9 18 268.6 42 071.3 18 843.5 

Compact 12 912.8 7 090.0 19 178.1 7 832.4 

 

Supplementary Table S3: Solvent-accessible surface area (SASA) of the syndecan ectodomains 
calculated from native ESI-MS experiments. The average SASA was calculated using the entire 
charge state distribution whereas the extended and compact SASAs were calculated for the most 
and less charged envelopes, respectively. ED-4 SASAs refer to its monomeric form. 
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Supplementary Figure S1. Intrinsic disorder, molecular recognition features (MoRFs) and 
secondary structures of the four ectodomains of human syndecans. A) The disorder 
propensity of the tagged recombinant ectodomains was predicted with the metaPrDOS predictor 
(Ishida & Kinoshita, 2008, Bioinformatics 24:1344-8) (false positive rate: 5%, propensity cut-off: 
0.5). The disordered residues are displayed as a curve, and the disorder cut-off (0.5) is visualized 
by black dotted line. Molecular recognition features, represented as pink areas, were predicted 
with MoRFchibi SYSTEM based on the propensity of amino acid residues to undergo a disorder-
to-order transition upon binding to a globular protein (Malhis et al., 2016 Nucleic Acids Res 44: 
W488-93). The secondary structure was predicted using PSIPRED 4.0 with default parameters 
(Buchan and Jones, 2019 Nucleic Acids Res. 47: W402-W407). Red and blue rectangles: 
predicted α-helix and β-sheets respectively. Heparan sulfate and chondroitin sulfate chains 
attachment sites on the ectodomains are represented as black triangles and circles respectively. 
The amino acid residues are numbered using the sequence of the recombinant syndecan 
ectodomains, including the 6 Histidine tag at the N-terminus, and the FLAG tag at the C-
terminus. B) Circular dichroism (CD) spectra of the syndecan ectodomains in absence (black 
line) and in presence of 3 and 5 M (the darkest color) guanidinium chloride. The spectra were 
recorded between 260 and 215 nm in presence of guanidinium chloride because of the high 
absorbance of chloride ions. C) CD spectra of the syndecan ectodomains without (black spectra) 
or with 0.5 M trimethylamine N-oxide (green spectra) or 100 μM 4-phenylbutyric acid (blue 
spectra) in 10 mM potassium phosphate pH 7.4. The deconvolution of CD spectra using 
Dichroweb (Whitmore and Wallace, 2008 Biopolymers 89: 392-400) was performed as described 
in the online Methods section. 
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Supplementary Figure S2: Molecular mass determination of the syndecan ectodomains by 
SEC-MALLS and ESI-MS. A) Analysis of the four ectodomains of syndecans (EDs) by SEC-
MALLS. UV spectra (black lines) and molecular masse estimation (colored curves) are 
represented. B) ESI-MS spectra of the four syndecan ectodomains. Measured masses (Da) are 
indicated for both techniques. 

 

Supplementary Figure S3: Formation of -helix in the ectodomains of syndecans (ED) in 
presence of increasing concentrations of trifluoroethanol (TFE). The respective proportions 
of α-helix were extracted from the deconvolution of CD spectra as detailed in the online Methods 
section. A sigmoidal fitting was performed for each dataset (goodness-of-fit (R2) ≥ 0.99 for ED-1, 
ED-2 and ED-3 and 0.97 for ED-4).  
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Supplementary Figure S4: SEC-SAXS data processing. A) SEC elution profiles of the four 
ectodomains of syndecans (EDs). B) I(0)/Rg as a function of the recorded frames. Black dots: 
I(0) intensities, colored diamonds: estimation of the radius of gyration. C) Deconvolution of the 
scattering intensities using the US-SOMO HPLC SAXS module (Brookes et al., 2016, J Appl 
Crystallogr. 49:1827-41). The colored Gaussian curves correspond to the monomeric form of the 
ectodomains. Molecular species of ED-4 eluted at around 2 min correspond to the dimeric form 
of this ectodomain. 

 

 

 

 

 

 

 

 

Supplementary Figure S5: Pair-distance distribution function P(r) calculated from SAXS 
intensities using GNOM implemented in the ATSAS package. Curves were normalized and 
adjusted until obtaining a smooth decay to zero. The quality of P(r) was assessed with the 
CorMap test. ED-1: blue, ED2: orange, ED-3: green, ED-4: purple. The curves obtained for ED-2 
and ED-4 are similar, and appear to be superimposed. 
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Supplementary Figure S6: Models composing the best selected ensemble from EOM 
deconvolution using random-coil parameters. The radius of gyration (Rg), the maximum 
particle size (Dmax) and the relative abundance (%) for each conformer ensemble are indicated 
for the 4 syndecan ectodomains (EDs). 
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IV.2  

 

CARACTÉRISATION STRUCTURALE DES 

ECTODOMAINES DES SYNDÉCANS AVEC GAGS 
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IV.2.1 Purification des ectodomaines portant leurs chaînes de GAGs  

Les ectodomaines des syndécans humains ont été exprimés en cellules embryonnaires 
de rein humain (HEK 293). Ils possèdent une étiquette 6xHis et une étiquette FLAG à 
leurs extrémités N- et C-terminales, respectivement. Etant donné la présence des chaînes 
de glycosaminoglycanes, la première étape de purification a été effectuée sur une résine 
échangeuse d’anions (DEAE). Les premiers essais de purifications ont été réalisés sur les 
ectodomaines les plus petits, c’est-à-dire ED-2 et ED-4 (nommés respectivement ED-2PG 
et ED-4PG) avec un protocole similaire à celui détaillé par Park (2018). De l’urée a été 
dissoute dans le milieu récolté à une concentration finale de 5 M ainsi que de l’acétate 
de sodium 100 mM et le pH de la solution a été ajusté à 4,5. Le milieu a été purifié par 
chromatographie échangeuse d’anions puis le tampon a été échangé contre du tampon 
HBS pH 7,4. ED-2PG et ED-4PG ont été élués par différents paliers contenant des 
concentrations croissantes de 0,5 à 2 M NaCl en HBS (Figure 109). 

L’analyse par électrophorèse des fractions obtenues au cours de la purification d’ED-2PG 
montre la présence de bandes diffuses majoritairement dans les fractions éluées par du 
NaCl 1,0 et 1,5 M (Figure 109A). L’analyse des fractions issus de la purification d’ED-4PG 
montre que les molécules éluées de la résine échangeuse d’anions sont concentrées 
dans la fraction éluée par du NaCl 1,0 M (Figure 109B). 

L’analyse par Western blot montre qu’ED-2PG est sécrété par les cellules HEK293 et qu’il 
est capturé par la résine échangeuse d’anions car il n’est pas détecté dans la fraction non 
retenue (Figure 109C). ED-2PG est élué par du NaCl 0,5 M et migre sous forme de 
bandes diffuses dont la masse moléculaire apparente varie de 55 à 250 kDa. ED-2PG est 
également élué par du NaCl 1,0 M et migre sous la forme d’une bande diffuse d’environ 
250 kDa (Figure 109C).  

En ce qui concerne ED-4PG, l’analyse par Western blot montre la présence d’une seule 
bande migrant avec une masse moléculaire apparente de 55 kDa dans le milieu de 
culture, dans la fraction non retenue et dans le premier lavage (Figure 109D). L’essentiel 
du matériel est élué par du NaCl 1,0 M sous forme d’une bande diffuse dont la masse 
moléculaire varie de 100 à 250 kDa. Une partie des molécules est également éluée par 
du NaCl 0,5 M (Figure 109D).  
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Figure 109 : Purification par chromatographie échangeuse d’anions de l’ectodomaine du 
syndécan-2 et -4 portant leurs chaînes de glycosaminoglycanes. Analyse par électrophorèse 
en conditions dénaturantes des fractions issues de la purification d’ED-2PG (A) et d’ED-4PG (B). 
Si : solution initiale, FNR : fraction non retenue, lavage en acétate de sodium 100 mM pH 4,5 (L1) 
puis en HBS (L2), 0,5 – 2 M : fractions éluées par 4 concentrations de NaCl (0,5, 1,0, 1,5 et 2 M). 
Les protéines ont été colorées par du nitrate d’argent. Analyse par Western blot avec un 
anticorps anti-FLAG des fractions issues de la purification d’ED-2PG (C) et d’ED-4PG (D). Les 
bandes immunoréactives ont été détectées par chimiluminescence. 200 μl de chaque fraction 
ont été précipités par l’acétone et la totalité du précipité dissous dans le tampon de charge a été 
déposé sur un gel de polyacrylamide 8 %. 5 μl de marqueurs de masse moléculaire ont été 
déposés (PageRuler Plus, 26619, ThermoFisher).  
 
 

Une seconde étape de purification a été réalisée par chromatographie d’affinité sur 
résine anti-FLAG pour la fraction éluée par le NaCl 0,5 M pour ED-2PG, et par le NaCl 1,0 
M pour ED-4PG (Figure 110). 
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Figure 110 : Purification par chromatographie d’affinité sur résine anti-FLAG de 
l’ectodomaine du syndécan-2 et -4 portant leurs chaînes de glycosaminoglycanes. Analyse 
par électrophorèse en conditions dénaturantes des fractions issues de la purification d’ED-2PG 
(A) et d’ED-4PG (B). Si : solution initiale, FNR : fraction non retenue, HBS : lavage par du tampon 
HBS, E1-5 : fractions éluées lors de l’incubation avec du peptide FLAG, Glycine : lavage par une 
solution de glycine 100 mM pH 3,5. Les protéines ont été colorées par du nitrate d’argent. 
Analyse par Western blot avec un anticorps anti-FLAG des fractions issues de la purification 
d’ED-2PG (C) et d’ED-4PG (D). Les bandes immunoréactives ont été détectées par 
chimiluminescence. 200 μl de de chaque fraction ont été précipités par l’acétone et la totalité du 
précipité dissous dans le tampon de charge a été déposé sur un gel de polyacrylamide 8 %. 5 μl 
de marqueurs de masse moléculaire ont été déposés (PageRuler Plus, 26619, ThermoFisher). 
 
 
L’analyse par électrophorèse suivie d’une coloration au nitrate d’argent montre qu’ils 
sont majoritairement élués dans les fractions 2 et 3 pour ED-2PG, et 3 et 4 pour ED-4PG. 
L’analyse par Western blot confirme ces résultats et montre que la deuxième et la 
cinquième fraction contiennent une quantité non négligeable d’ED-4PG (Figures 110C 
et 110D).  
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Une espèce de masse moléculaire apparente d’environ 250 kDa et migrant comme une 
bande définie est présente majoritairement dans la fraction éluée par la glycine et en 
faible quantité dans les fractions d’élution d’ED-2PG et d’ED-4PG (Figures 110A et 
110B). Elle est reconnue par l’anticorps anti-FLAG uniquement pour ED-4PG  dans la 
fraction éluée par la glycine lors de la purification d’ED-4PG (Figure 110D). 

Le même protocole a été suivi pour l’expression et la purification de l’ectodomaine du 
syndécan-3 (ED-3PG). ED-3PG a dans un premier temps été purifié par chromatographie 
échangeuse d’anions (Figure 111A). La totalité d’ED-3PG est éluée à une concentration 
en NaCl de 1,0 M. Cette fraction a été ensuite purifiée par chromatographie d’affinité sur 
une résine anti-FLAG (Figures 111B et 111C). ED-3PG est élué sous forme d’une bande 
diffuse reconnue par l’anticorps anti-FLAG et de masse moléculaire apparente d’au 
moins 150  kDa. Trois espèces ayant une masse moléculaire d’environ 110, 130 et 155 
kDa sont majoritairement éluées lors de la régénération de la résine anti-FLAG (lavage 
glycine) et une faible quantité est également retrouvé co-éluée avec ED-3PG. 

 
Figure 111 : Purification de l’ectodomaine du syndécan-3 portant ses chaînes de 
glycosaminoglycanes. A) Analyse par Western blot avec un anticorps anti-FLAG des fractions 
issues de la purification d’ED-3 PG par chromatographie échangeuse d’anions. Si : solution 
initiale, FNR : fraction non retenue, lavage en acétate de sodium 100 mM pH 4,5 (L1) puis en HBS 
(L2), 0,5 – 2 M : fractions éluées par 4 paliers successifs contenant des concentrations croissance 
de NaCl (0,5 - 2 M). Les bandes immunoréactives ont été détectées par chimiluminescence. 
Analyse par électrophorèse en conditions dénaturantes suivie d’une coloration au nitrate 
d’argent (B) et par Western blot avec un anticorps anti-FLAG (C) des fractions issues de la 
purification d’ED-3 PG par chromatographie d’affinité sur résine anti-FLAG. Si : solution initiale, 
FNR : fraction non retenue, HBS : lavage par du tampon HBS, Elution : fraction éluée lors de 
l’incubation avec du peptide FLAG, Glycine : lavage par une solution de glycine 100 mM pH 3,5. 
Pour chaque analyse, 200 μl de chaque fraction ont été précipités par l’acétone et la totalité du 
précipité dissous dans du tampon de charge a été déposé sur un gel de polyacrylamide 5 %. 
Piste de droite : marqueurs de masse moléculaire (kDa). 
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Les fractions d’élutions ont été concentrées par centrifugation et l’absorbance du 
rétentat a été mesurée par spectrophotométrie afin de déterminer les concentrations 
d’ED-2, -3 et -4PG (Figure 112). La fraction concentrée d’ED-2PG et d’ED-4PG absorbe 
fortement à 260 nm (Figure 112A). Une forte absorbance à 260 nm trahit la présence 
d’acides nucléiques qui ont pu être co-purifiés notamment lors de leur passage sur la 
résine échangeuse d’anions. La concentration d’ED-2PG et d’ED-4PG n’a ainsi pas pu être 
déterminée précisément. La fraction concentrée d’ED-3PG n’est apparemment pas 
contaminé par des acides nucléiques et sa concentration a pu être estimée à 124 μM 
(Figure 112B). 

Figure 112 : Détermination par spectrophotométrie de la concentration des ectodomaines 
des syndécans avec GAGs. Spectres d’absorbance du rétentat après concentration d’ED-2PG 
(orange) et d’ED-4PG (violet) (A) et d’ED-3PG (B). L’agrandissement montre la longueur d’onde 
maximale d’absorbance entre 250 et 300 nm. Les valeurs d’absorbance ont été enregistrées avec 
un trajet optique de 1 mm dans du tampon HBS contenant du NaCl 0,3 M. 

 

 
IV.2.2 Analyses par SEC-SAXS des ectodomaines des syndécans avec GAGs  

ED-2, -3 et -4PG ont été analysés par diffusion des rayons X aux petits angles couplée à 
la chromatographie d’exclusion stérique ainsi qu’à un appareil de diffusion de la lumière 
laser multi-angles équipé d’un appareil de diffusion dynamique de la lumière 
(expériences de SEC-SAXS-MALLS-DLS sur la ligne de lumière SWING, Synchrotron 
SOLEIL). Dans un premiers temps, une colonne BioSec 5-1000 (Agilent) de 5 ml, 
disponible sur la ligne de lumière SWING, a été utilisée pour analyser ED-2PG et ED-4PG. 
Cette colonne possède une gamme de fractionnement s’étendant de 50 à 750 kDa pour 
une protéine globulaire. L’identification des EDs des syndécans portant leurs chaînes de 
GAGs parmi les autres espèces moléculaires s’est faite en suivant leur élution par 
spectrophotométrie à 214 nm (Figure 113). 
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Figure 113 : Suivi de l’élution des espèces moléculaires présentes dans l’échantillon d’ED-
2PG par spectrophotométrie lors des expériences de SEC-SAXS. Colonne BioSec 5-1000. 

 
L’analyse de l’échantillon d’ED-2PG par chromatographie d’exclusion stérique montre 
une importante hétérogénéité. Une espèce est éluée à environ 9,5 min et absorbe à 260 
nm alors qu’ED-2PG est distinguable par sa forte absorbance à 214 nm du fait de la 
présence des chaînes de glycosaminoglycanes (Figure 113). Le graphique représentant 
l’intensité de diffusion et l’estimation du rayon de gyration en fonction des acquisitions 
montre également que la solution n’est pas homogène (Figure 114A). Plusieurs espèces 
ayant des volumes hydrodynamiques plus importants sont éluées avant ED-2PG et 
possèdent un rayon de gyration d’environ 200 Å. Les intensités de diffusion ont alors été 
déconvoluées par le module US-SOMO bien que les différentes espèces soient peu 
séparées lors de la chromatographie d’exclusion stérique (Figure 114B). Les intensités 
de diffusion propres à ED-2PG ont pu être extraites (Figure 114C). ED-2PG possède un 
rayon de gyration de 127,17 ± 1,29 Å bien que la gamme linéaire dans la représentation 
de Guinier soit limitée à seulement 10 points ce qui limite la précision de la mesure. La 
distance maximale (Dmax) d’ED-2PG a été déduite de la fonction de distribution de 
paires et est égale à environ 350 Å, ce qui correspond au double du Dmax de la protéine 
seule, estimé à 185 Å (Figures 114D et 114E).  

La représentation normalisée de Kratky d’ED-2PG est caractéristique d’un système 
flexible ce qui est cohérent avec la présence de désordre intrinsèque et des chaînes de 
glycosaminoglycanes (Figure 114F). Les intensités décroissent environ en s-2 et 
l’exposant de Porod est égal à 1,7, en accord avec un système flexible. 

Concernant ED-4PG, le graphique représentant l’intensité de diffusion et l’estimation du 
rayon de gyration en fonction des acquisitions montre que les différentes espèces ne 
sont pas suffisamment séparées (Figure 115). Les intensités de diffusion n’ont donc pas 
été déconvoluées. 
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Figure 114 : Analyse par diffusion des rayons X aux petits angles couplée à la 
chromatographie d’exclusion stérique d’ED-2PG. A) Intensité de diffusion et estimation du 
rayon de gyration en fonction des acquisitions. B) Déconvolution des intensités de diffusion en 
fonction du temps par US-SOMO. Les données issues d’un unique angle sont représentées pour 
des raisons de clarté. La courbe en orange correspond à ED-2PG. La qualité de l’ajustement est 
indiquée par le χ2. C) Intensités de diffusion finales. D) Estimation du rayon de gyration selon 
l’approximation de Guinier. E) Fonction de distribution de paires, P(r). F) Représentation 
normalisée de Kratky pour ED-2PG et d’ED-2 (sans chaînes de glycosaminoglycanes). 
 
 

 
Figure 115 : Analyse par diffusion des 
rayons X aux petits angles couplée à la 
chromatographie d’exclusion stérique 
d’ED-4PG. Le graphique montre l’intensité de 
diffusion et l’estimation du rayon de gyration 
en fonction des acquisitions. Colonne BioSec 
5-1000. 
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Une seconde colonne de chromatographie d’exclusion stérique (Biosec 3-300 de 5 ml, 
Agilent) ayant une gramme de fractionnement plus importante (5 kDa et 1 250 kDa) a 
été utilisée afin de séparer les ectodomaines des syndécans 3 et 4 (ED-3PG et ED-4PG) 
des contaminants de plus haute masse moléculaire. Les différentes espèces présentes 
dans la solution d’ED-4PG restent peu séparées mais suffisamment pour qu’une 
déconvolution par US-SOMO puisse être réalisée (Figures 116A et 116B) et qu’une 
courbe de diffusion propre à ED4PG soit extraite (Figure 116C). 
 

 
Figure 116 : Analyse par diffusion des rayons X aux petits angles couplée à la 
chromatographie d’exclusion stérique d’ED-4PG. A) Intensité de diffusion et estimation du 
rayon de gyration en fonction des acquisitions. B) Déconvolution des intensités de diffusion en 
fonction du temps par US-SOMO. Les données issues d’un unique angle sont représentées pour 
des raisons de clarté. La courbe en violet correspond à ED-4PG. La qualité de l’ajustement est 
représentée par le χ2. C) Intensités de diffusion finales. D) Estimation du rayon de gyration selon 
l’approximation de Guinier. E) Fonction de distribution de paires P(r). F) Représentation 
normalisée de Kratky pour ED-4PG et la forme monomérique d’ED-4 exprimé en système 
procaryote. 
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ED-4PG possède un rayon de gyration de 83,59 ± 2,4 Å (Figure 116D) et un Dmax 
d’environ 230 Å d’après la fonction de distribution de paires (Figure 116E). La 
représentation normalisée de Kratky montre un système flexible comme pour ED-2PG 
(Figure 116F) et plus flexible que la forme monomérique d’ED-4 dépourvu de ses 
chaînes de glycosaminoglycanes comme en atteste la valeur de l’exposant de Porod qui 
est d’environ 1,3 et celui de la protéine seule précédemment estimée à 1,7.  

ED-4PG a ensuite été incubé en présence de DTT 2 mM pendant 30 min et à 
température ambiante avant son analyse afin de vérifier s’il avait la capacité à dimériser. 
Le chromatogramme ne montre pas de différence avec celui d’ED-4PG en conditions 
non réductrices (Figure 117A) et son rayon de gyration n’a pas été affecté (Figure 
117B) ce qui suggère qu’ED-4PG ne dimérise pas dans ces conditions. 
 

 
Figure 117 : Analyse d’ED-4PG1 par SEC-SAXS en conditions réductrices. A) 
Chromatogramme de la séparation par chromatographie d’exclusion stérique en conditions non 
réductrices (-DTT) ou réductrices (+DTT). B) Intensité de diffusion et estimation du rayon de 
gyration en fonction des acquisitions d’ED-4PG réduit. 
 
 
ED-2PG et ED-4PG n’ont pas été séparés de manière optimale des contaminants par 
chromatographie d’exclusion stérique ce qui n’a pas permis de mesurer leur masse 
moléculaire et leur rayon hydrodynamique d’autant plus que des phénomènes de 
dilution et de ré-homogénéisation des espèces peuvent se produire entre le capillaire 
exposé aux rayons X et l’appareil de MALLS.  
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L’ectodomaine du syndécan-3 portant ses chaînes de GAGs, ED-3PG, a été analysé dans 
les mêmes conditions (Figure 118). D’après les précédentes analyses par 
spectrophotométrie, ED-3PG ne semblait pas être contaminé par de potentiels acides 
nucléiques et l’analyse par électrophorèse montrait la présence d’une faible quantité de 
contaminants ayant une masse moléculaire apparente d’environ 155 kDa (cf. Figures 
111B et 111C). La représentation de l’intensité de diffusion à angle zéro et l’estimation 
du Rg en fonction des acquisitions montre cependant la présence de plusieurs espèces 
coéluées (Figure 118). Le rayon de gyration estimé est cependant stable sur presque la 
totalité des acquisitions et est d’environ 85 Å. Etant donné la polydispersité de 
l’échantillon, les intensités de diffusion n’ont pas été déconvoluées. Cette polydispersité 
pourrait être la conséquence de la présence de différentes chaînes de 
glycosaminoglycanes (héparane sulfate et chondroïtine sulfate) qui ne sont pas 
nécessairement de même longueur ou de même taux de sulfatation. 
 

 
Figure 118 : Analyse par diffusion des rayons X aux petits angles couplée à la 
chromatographie d’exclusion stérique d’ED-3PG. Le graphique montre l’intensité de diffusion 
et l’estimation du rayon de gyration en fonction des acquisitions.  

 
Les espèces présentes dans l’échantillon d’ED-3PG possèdent un rayon de gyration 
similaire, excepté pour la première espèce éluée entre environ la 40ème et la 50ème 
acquisition selon l’estimation du Rg (Figure 118). La détermination de la masse 
moléculaire par MALLS et du rayon hydrodynamique par DLS a été effectuée en ne 
prenant en compte que la seconde partie des pics afin de s’abstenir de la contribution 
de la première espèce éluée (Figure 119).  
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Le contaminant est élué au bout d’environ 6 min et diffuse relativement peu (Figure 
119A). La masse moléculaire d’ED-3PG estimée par SEC-MALLS est comprise entre 95 et 
100 kDa, bien supérieure à celle de la protéine seule (38,8 kDa) (Figure 119B). Cette 
observation suggère que la masse moléculaire des chaînes de glycosaminoglycanes est 
d’environ 60 kDa. Son rayon hydrodynamique a été calculé au sommet du pic le plus 
intense (7,442 min) ainsi qu’au niveau du dernier pic différenciable (8,111 min) pour ne 
pas inclure la contribution du contaminant. Les corrélogrammes associés montrent la 
présence d’une unique espèce ayant un rayon hydrodynamique de 94,2 ± 2,0 Å et de 
90,9 ± 1,9 Å pour les temps d’élution d’environ 7,4 et 8,1 min, respectivement, c’est-à-
dire près de deux fois plus que la protéine seule dont le Rh a été estimé à 50,1 Å 
(Figures 119B et 119C). L’espèce contaminante possède une masse moléculaire 
d’environ 1 million de dalton.  

Figure 119 : Détermination de la masse moléculaire et du rayon hydrodynamique d’ED-
3PG. A) Expérience de SEC-MALLS. Les intensités diffusées à 90° sont représentées par une 
courbe noire et la différence de l’indice de réfraction est en pointillés. B) Analyse d’ED-3PG par 
SEC-DLS. Deux valeurs du rayon hydrodynamique ont été calculées aux temps d’élution de 7,442 
et 8,111 min (cercles verts). kcps : milliers de coups par seconde (i.e. nombre moyen de photons 
détectés). C) Corrélogrammes des mesures par SEC-DLS réalisées en B) aux temps 7,442 et 8,111 
min. La qualité des ajustements est indiquée (R2). 
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Ces expériences préliminaires montrent que les ectodomaines des syndécans portant 
leurs chaînes de glycosaminoglycanes sont bien plus volumineux que la partie protéique 
seule (Tableau XXIII), notamment pour ED-2PG dont le rayon de gyration (127 Å) est 
triplé par rapport à la partie protéique seule (43 Å) et son Dmax est quasiment doublé 
(350 et 185 Å, respectivement). Le rayon de gyration d’ED-4PG correspond au double de 
la forme monomérique d’ED-4 (83,6 et 41,5 Å, respectivement) et est supérieur à celui de 
sa forme dimérique (59,3 Å) mais son Dmax est en revanche similaire à celui du dimère 
d’ED-4 sans chaînes de GAGs (230 et 240 Å, respectivement). Le rayon de gyration d’ED-
3PG est également plus important que sa partie protéique seule mais la différence est 
plus faible que pour ED-2PG et ED-4PG. 
 

 ED-2 ED-2PG ED-3 ED-3PG ED-4 ED-4PG 

Masse moléculaire 
apparente (kDa) 

28 55 - 250 89 150 - >250 
28 
63 

100 - 250 

Rayon de gyration 
(Å) 

42,9 127 65,0 ≈ 85 
41,5 
59,3 

83,6 

Dmax 
(Å) 

185 350 300 ND 180 
240 

230 

Masse moléculaire 
(SEC-MALLS, kDa) 

16,6 ND 38,8 ≈ 100 
18,0 
32,6 

ND 

Rayon 
Hydrodynamique 

(Å) 
34,1 ND 50,1 ≈ 92,5 

21,6 
45,4 

ND 

Tableau XXIII : Résumé des résultats obtenus sur les ectodomaines des syndécans portant 
leurs chaînes de GAGs ainsi que leur comparaison aux paramètres des protéines seules. La 
masse moléculaire apparente a été déterminée par électrophorèse sur gel de polyacrylamide. 
ND : non déterminé.  

 

Le rayon hydrodynamique d’ED-3PG est presque deux fois plus important que celui de 
l’ectodomaine du syndécan-3 sans chaînes de GAGs (92,5 et 50,1 Å, respectivement) 
menant à un rapport Rg/Rh d’environ 0,9 ce qui caractérise une conformation générale 
en ellipsoïde oblate à l’inverse de la protéine seule dont la conformation est plutôt 
prolate (Figure 120).  
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Figure 120 : Représentation schématique de la conformation générale de l’ectodomaine du 
syndécan-3 portant ou non ses chaînes de GAGs. Selon la présence des chaînes de 
glycosaminoglycanes (traits noirs), l’ectodomaine du syndécan-3 (vert) adopte une conformation 
en sphéroïde oblate (+ GAG) ou prolate (protéine seule). 

 

 

IV.2.3 Discussion et Perspectives 

Les ectodomaines des syndécans portant leurs chaînes de glycosaminoglycanes ont été 
exprimés en système eucaryote et leur purification sur résine échangeuse d’anions a 
permis d’en isoler la grande majorité. La purification par chromatographie d’affinité sur 
résine anti-FLAG n’a en revanche pas permis d’éliminer la totalité des contaminants. Une 
espèce en particulier absorbe intensément à 260 nm et possède une masse moléculaire 
d’environ 1 MDa suggérant une contamination par des acides nucléiques qui ont pu être 
purifiés lors de l’étape de chromatographie échangeuse d’anions, mais ils n’auraient pas 
dû en revanche être retenus par la résine anti-FLAG. Ce contaminant pourra être identifié 
sur gel d’agarose suivie d’une révélation au bromure d’éthidium ou lors de digestion par 
la désoxyribonucléase ou la ribonucléase qui devrait provoquer sa disparition s’il s’agit 
d’acides nucléiques. Dans le cas où cette espèce serait une protéine, son identification 
pourra être réalisée par spectrométrie de masse en tandem à partir d’une bande isolée 
d’un gel d’électrophorèse. Ces hypothèses ont été vérifiées récemment. Pour cela, un 
échantillon d’ED-2PG absorbant fortement à 260 nm a été incubé en présence de DNAse 
I ou de RNAse A puis analysé par électrophorèse sur gel d’agarose (Figure ci-après). 
Cette expérience montre qu’ED-2PG est fortement contaminé par de l’ADN et ces 
résultats permettront de préparer des échantillons purs lors de prochaines expériences. 
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Digestion d’un échantillon d’ED-2PG par la 
DNAse I et la RNAse A. 30 μl d’un échantillon 
d’ED-2PG ont été incubés seul (ED-2PG) ou en 
présence de 100 μg/ml de DNAse I (+ DNAse I, 
Sigma, D5025) ou de RNAse A (+ RNAse A, 
Sigma, R6513) pendant une heure à 37°C puis 
analysés par électrophorèse sur gel d’agarose 0,5 
%. Les acides nucléiques ont été révélés par le 
bromure d’éthidium. Piste de droite : marqueurs 
de masses moléculaires (en paires de bases, 
Lambda DNA/EcoRI+HindIII Marker 3, SM0191, 
ThermoFisher). 

La contamination par de l’ADN ou de l’ARN a fréquemment été observée lors de la 
purification de glycosaminoglycanes ou de protéoglycanes de différents tissus (Lyon & 
Gallagher, 1991, van Gemst et al., 2016). En revanche, les protocoles d’extraction utilisés 
par les auteurs nécessitaient la lyse des cellules, ce qui n’est pas le cas dans nos 
expériences où les protéoglycanes sont sécrétés dans le milieu de culture.  

L’incubation des échantillons de protéoglycanes ou de glycosaminoglycanes pré-purifiés 
avec des nucléases permet cependant d’éliminer la totalité des acides nucléiques. Lyon 
& Gallagher (1991) ont également montrés que les protéoglycanes pouvaient être 
purifiés des acides nucléiques par ajout d’acide trichloroacétique où les protéoglycanes 
restaient solubles. La présence de ce contaminant a généré des difficultés à analyser les 
ectodomaines par SAXS étant donné que leurs volumes d’élution étaient proches lors de 
la séparation par chromatographie d’exclusion stérique. La seconde colonne utilisée 
(BioSec 3-300, Agilent) a mené à une meilleure séparation mais qui ne restait cependant 
pas optimale. L’ensemble des résultats obtenus lors des expériences de SEC-SAXS-
MALLS-DLS doivent ainsi être vérifiés sur des échantillons plus homogènes. 

La masse apparente moyenne des ectodomaines portant leurs chaînes de 
glycosaminoglycanes a été estimée sur gel de polyacrylamide et varie de 55 à 250 kDa 
pour ED-2PG, de 130 à plus de 250 kDa pour ED-3PG et de 100 à 250 kDa pour ED-4PG. 
L’analyse par électrophorèse de l’ectodomaine de l’isoforme-1 du syndécans-4 exprimé 
en cellules de glande mammaire de souris mène également à l’apparition d’une bande 
diffuse de 37 à 250 kDa ce qui est très similaire à nos observations (Park, 2018). D’après 
ces premières analyses, ED-2PG possède le rayon de gyration le plus important des trois 
ectodomaines étudiées.  
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Cela est inattendu étant donné que sa taille est similaire à celle d’ED-4PG. La taille 
maximale d’ED-2PG (Dmax) est également bien supérieure à celle d’ED-4PG (350 et 230 
Å, respectivement). L’analyse d’ED-4PG en conditions réductrices suggère qu’il ne 
dimérise pas dans ces conditions. L’encombrement stérique généré par les chaînes de 
GAGs pourrait défavoriser l’interaction entre les extrémités C-terminales d’ED-4PG et 
donc empêcher la formation du pont disulfure bien que les chaînes de GAGs soient 
greffées à  son extrémité N-terminale. 

L’ectodomaine du syndécan-3 portant ses chaînes de GAGs est également plus 
volumineux que la protéine seule, ce qui est attendu. Son rayon de gyration est 30 % 
plus important mais son Dmax n’a pas pu être calculé étant donné que les intensités de 
diffusion n’ont pas été déconvoluées. L’analyse par SEC-MALLS-DLS à cependant permis 
d’estimer sa masse moléculaire valant environ 100 kDa ce qui suggère que la masse des 
chaînes de GAGs représente environ 60 kDa. Etant donné que le syndécan-3 peut porter 
jusqu’à 6 chaînes, cela correspondrait à une masse moyenne de 10 kDa par chaîne soit 
une trentaine de répétition de l’unité disaccharidique, ce qui est relativement peu par 
rapport aux 50 – 150 unités généralement admises (Bülow & Hobert, 2006).  

L’ectodomaine du syndécan-1 portant ses chaînes de GAGs (ED-1PG) a également été 
exprimé et purifié dans les mêmes conditions que les autres ectodomaines, mais aucune 
analyse biophysique n’a été effectuée jusqu’à présent en raison d’une trop grande 
quantité de contaminant. 
 
Lors de futures expériences de SAXS, le débit de passage de l’échantillon dans le 
capillaire illuminé par les rayons X pourrait être modulé. Des analyses en absence de flux 
ou à débit élevé pourraient donner des résultats différents, notamment sur la taille 
maximale des particules. Cela permettrait de calculer des paramètres sur la taille des 
syndécans soumis à des forces de cisaillement faibles voire nulles, comme ceux exposés 
à la surface des cellules telles que les fibroblastes, ou élevées, comme ceux exposés à la 
surface des cellules endothéliales.  
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IV.3 

 

INTERACTIONS DES SYNDÉCANS  
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IV.3.1 Le réseau d’interactions des syndécans  

a) Construction de l’interactome des syndécans 

L’interactome des syndécans a été construit d’une part par la curation manuelle de la 
littérature scientifique, dont font partie les données de deux précédentes revues (Roper 
et al., 2012 ; Stepp et al., 2015), et d’autre part, par l’interrogation des bases de données 
IntAct (Orchard et al., 2014, www.ebi.ac.uk/intact), MatrixDB (Clerc et al., 2019, 
http://matrixdb.univ-lyon1.fr) et Adhesome (www.adhesome.org/) qui regroupe 
uniquement les interactions protéines-protéines des complexes d’adhésion focale dans 
les cellules de mammifères, et du jeu de données Bioplex 2.0  (Huttlin et al., 2017, 
https://bioplex.hms.harvard.edu) qui sont des données d’interaction obtenues par 
chromatographie d’affinité couplée à la spectrométrie de masse. Cette méthode conduit 
à la purification de complexes mais ne permet pas de déterminer si les interactions 
existant entre les protéines constituant les complexes sont directes ou indirectes. 

Selon les données expérimentales disponibles dans la littérature, des informations 
portant sur le site de fixation des partenaires sur les syndécans ont été ajoutées, 
notamment s’il s’agissait d’interactions avec leur partie protéique, et si possible le 
domaine précis, ou si l’interaction s’effectuait via les chaînes d’héparane et / ou de 
chondroïtine sulfate portées par l’ectodomaine des syndécans. L’interactome des 
syndécans et son analyse ont été publiés sous forme de revue dans FEBS journal 
(Gondelaud & Ricard-Blum, 2019). Il s’agit de la première version exhaustive de 
l’interactome des syndécans (Figure 121). Au total, 351 partenaires des syndécans ont 
été identifiés, dont la grande majorité interagissent avec leurs chaînes de GAGs (71 %, 67 
%, 91 % et 68 % des partenaires pour les syndécans-1 à -4, respectivement). 131 
partenaires ont été décrits pour le SDC-1 et 103 pour le SDC-2, pour lequel la majorité a 
été détectée par méthode haut-débit. Le SDC-4 possède 84 partenaires et le SDC-3 
seulement 33. Les rares partenaires extracellulaires interagissant avec la partie protéique 
des syndécans sont des récepteurs membranaires comme les intégrines αvβ3, α4β1 ou 
α6β4 ou par exemple les récepteurs IGF1-R ou VEGFR-2, ainsi que des enzymes les 
clivant, comme les métalloprotéases matricielles. 

Parmi les 351 partenaires, seules 14 protéines interagissent avec les quatre syndécans ce 
qui constitue leur interactome consensus, associé aux fonctions communes des 
syndécans. Il est constitué de protéines kinases, de protéines impliquées dans 
l’organisation du cytosquelette et du transport vésiculaire ainsi que du facteur de 
croissance fibroblastique 2 et de la glycoprotéine gp120 qui est exposée à la surface du 
virus de l’immunodéficience humaine.  
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De plus, 12 des 14 protéines constituant l’interactome consensus sont intracellulaires ce 
qui est cohérent avec la diversité des fonctions extracellulaires des quatre syndécans et 
la conservation de leurs fonctions intracellulaires (Figure 121). Les syndécans -1 et -4 
sont les plus étudiés et ont donc un nombre de partenaires élevé par rapport au nombre 
de partenaires du syndécan-3 (33) qui est en plus exprimé dans un nombre réduit de 
type cellulaire. 

 

 
 
Figure 121 : Interactome des syndécans. Les syndécans (SDCs) sont représentés en tant que 
losanges verts et leurs partenaires (ellipses) sont colorés en fonction de leur site de fixation sur 
les SDCs (chaînes de glycosaminoglycanes : jaune, partie protéique : bleu, site hybride : violet, 
absence de données : blanc). Les partenaires du jeu de données Bioplex 2.0 et de la base de 
données Adhesome sont en gris avec des liens rouges. Les interactions directes sont 
représentées par des liens noirs. D’après Gondelaud & Ricard-Blum, (2019). 
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b) Analyse d’enrichissement de l’interactome 

L’analyse d’enrichissement de l’interactome des syndécans a été effectué en utilisant 
l’outils FunRich (Functional Enrichment analysis tool, Pathan et al., 2015). Cette analyse a 
permis de mettre en évidence certaines fonctions biologiques ou voies de signalisation 
associées à l'interactome. L’analyse des fonctions biologiques des partenaires des 
syndécans a mis en avant leur implication dans des voies ou processus biologiques liés 
directement à ces protéoglycanes puisque 74, 65, 81 et 76 % des partenaires des SDCs -
1 à -4 y sont associés.  

Presque la moitié (43 %) des protéines interagissant avec le syndécan-1 sont impliquées 
dans la communication cellulaire ou la transduction du signal et 77 % d’entre elles sont 
impliquées dans des processus cellulaires médiés par les intégrines αvβ3, αvβ5, α3β1, 
α4β1 et α6β4. Enfin 43 % de ses partenaires sont associés aux exosomes. 

Il ne ressort en revanche pas de caractéristique notable de l’analyse des partenaires 
spécifiques du syndécan-2, bien que 25 % d’entre eux soient associés aux lysosomes.  

La plupart (75 %) des partenaires spécifiques du syndécan-3 sont extracellulaires et 25 % 
sont présents dans les membranes basales. 67 % de ses partenaires sont impliqués, au 
même titre que le syndécan-1, dans la communication cellulaire ou la transduction du 
signal. 58 % de ses partenaires sont retrouvés impliqués dans le guidage axonal, le 
syndécan-3 étant principalement exprimé dans le système nerveux.  

71 % des partenaires du syndecan-4 sont impliqués dans des processus cellulaires 
médiés par les intégrines α3β1 et α6β4. 39 % et 45 % des partenaires du syndécan-4 
sont impliqués dans la communication cellulaire et la transduction du signal, 
respectivement. Enfin, 42 % sont extracellulaires et 39 % sont associés aux exosomes. 

D’une façon générale, il ressort de ces analyses d’enrichissement des fonctions propres à 
des récepteurs et des corécepteurs, notamment celles de transduction du signal et 
d’interactions avec des intégrines, ce qui est attendu. Les annotations disponibles sur les 
partenaires des syndécans ont cependant montré que 68 % des partenaires du SDC-1 
appartiennent aux voies de signalisation dans lesquelles interviennent les membres de la 
famille des glypicans et qu’environ 20 % de ces partenaires sont impliqués dans le 
métabolisme du fait de son interaction avec divers enzymes qui y sont associées comme 
l’AMP désaminase-2, qui intervient dans le métabolisme des nucléotides puriques, 
l’hydroxyméthylglutaryl-CoA synthase qui est impliquée dans la biosynthèse du 
cholestérol ou encore la xylosyltransférase-1 qui catalyse le transfert d’un résidu de 
xylose sur un résidu de sérine, nécessaire à la fixation d’une chaîne de GAG. 
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Le SDC-2 serait également impliqué dans la voie des nectines, qui sont ces protéines 
engagées dans l’adhésion cellulaire (43 % de ses partenaires). Bien que cette proportion 
soit importante, cette voie partage avec de nombreuses autres les partenaires du 
syndécan-2 comme la voie de régulation de l’apoptose mTOR (44 %), ou du suppresseur 
de tumeur Lkb1 (46 %). Les nouvelles pistes proposées pour le syndécan-3 sont biaisées 
par le peu de partenaires (seulement 11) propres à ce protéoglycane. On notera 
cependant qu’il interagit spécifiquement avec les arrestines et IKBKB (Inhibitor of nuclear 
factor kappa-B kinase subunit β) qui sont impliquées dans des voies régulées par les 
récepteurs de type Toll et donc dans l’immunité. Au même titre que le syndécan-1, les 
partenaires du syndécan-4 sont impliqués dans le métabolisme (environ 22 %) et environ 
15 % dans la croissance cellulaire. 
 

c) Les ectodomaines de syndécan, sources de matricryptines ? 

Les syndécans-1 et -4 ont la capacité de former des complexes ternaires en s’associant 
généralement avec une intégrine et le récepteur d’un facteur de croissance à la surface 
cellulaire. Ce mécanisme ne nécessite pas la présence des chaînes de GAGs et seul 
l’ectodomaine est requis indiquant une interaction directe protéine - protéine entre les 
syndécans et leurs partenaires. Comme rappelé précédemment, l’interaction du 
syndécan-1 avec l’intégrine αvβ3 ou αvβ5 ainsi que le récepteur IGF1R (insulin-like 
growth factor-1 receptor) a été retrouvé à la surface des cellules épithéliales malignes ou 
durant des processus d’angiogenèse à la surface des cellules endothéliales (Rapraeger, 
2013). La séquence minimale d’interaction au sein de l’ectodomaine du syndécan-1 a été 
identifiée et se compose des résidus de 93 à 120. Le syndécan-1 forme également un 
complexe ternaire avec l’intégrine α3β1 et le récepteur HER2 (human epidermal growth 
factor receptor 2). La formation de ce complexe stimule la mobilité et la survie de 
cellules de carcinomes. Le syndécan-1 interagit avec ses partenaires via les résidus 210 – 
240. Ce même site interagit avec l’intégrine α4β1 (également appelé VLA-4, pour very 
late antigen-4) et VEGFR-2 (Vascular endothelial growth factor receptor 2) lorsque 
l’ectodomaine du syndécan-1 est libéré par le processus de shedding.  
 
Des mécanismes similaires ont été retrouvés pour le syndécan-4, qui interagit avec 
l’intégrine α3β1 et EGFR (Epidermal growth factor receptor) via la séquence 87 – 131 
(Jung et al, 2016), mais aussi avec l’intégrine α5β1 et CD90 (ou glycoprotéine Thy-1 qui 
est impliquée dans la synaptogenèse) dont la séquence d’interaction n’a pas été 
identifiée (Fiore et al., 2014).  
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Les fonctions biologiques et mécanismes cellulaires sous-jacents à la formation des 
complexes ternaires formés par le syndécan-1 et le syndécan-4 peuvent être inhibés par 
compétition par un peptide, nommé synstatine, mimant les régions des syndécans 
interagissant avec les autres membres du complexe. 

Les synstatines pourraient être libérées par les métalloprotéases susceptibles de 
catalyser l'hydrolyse de liaisons peptidiques dans l'ectodomaine des syndécans. Le 
peptide 93 – 120 de l’ectodomaine du syndécan-1 pourrait être libéré par l’action des 
MMPs -2, -7 et -9 et de la MT1-MMP à son extrémité N-terminale  (Gly 82 – Leu 83) et 
de la thrombine à son extrémité C-terminale (Arg 126 – Glu 127) (Figure 122). Le 
peptide 210 – 240 pourrait être libéré à son extrémité C-terminale (Gly 245 – Leu 246) 
par l’action de différentes sheddases : les MMPs -3, -7 et -9, la MT1-MMP et la MT3-
MMP, mais aucun site n’a en revanche été décrit pour l’extrémité N-terminale du 
peptide. Le peptide 123 – 140 de l’ectodomaine du syndécan-2 est flanqué par des sites 
Asp 122 – Pro 123 et Ser 138 – Leu 139 aux extrémités N- et C-terminales, 
respectivement, qui sont reconnus par la MT1-MMP (Figure 122). Enfin, les sites de 
clivages des MMPs -2, -7 et -9 (Lys 105 – Leu 106) et de la MT1-MMP (Asn 139 – Ile 140) 
couvrent partiellement le peptide 87 – 131 de l’ectodomaine du syndécan-4.   

 
Figure 122 : Sites de clivage retrouvés à proximité des peptides de synstatine. 
Ectodomaine : bleu. Domaine transmembranaire : jaune, domaine cytosolique conservé et 
variable : vert et bleu, respectivement. Rouge : synstatine. Chaînes d’héparane et de chondroïtine 
sulfate : lignes ondulées noires et grises, respectivement. 
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Supplementary Table 1 

Gondelaud and Ricard-Blum, Structures and interactions of syndecans 

LIST OF SYNDECANS 1-4 PARTNERS 

SDC 
species Partners Gene name Label on 

Figure 4 
Binding domain 

on SDCs 

Reference 
(PMID or 

DOI) 
SYNDECAN-1 

RAT α3(β1) integrin ITGA3 α3(β1) ED: core protein 26350464 

MOUSE α4(β1)  integrin ITGA4 α4(β1 ) ED: core protein 26926788 

HUMAN αvβ3 integrin ITGAV, 
ITGB3 αvβ3 ED: core protein 19255147 

HUMAN β1 subunit ITGB1 β1 CD: core protein 18957427 

HUMAN (α6)β4 integrin ITGB4 (α6)β4 CD: core protein 20181947 

HUMAN (αv)β5 integrin ITGB5 (αv)β5 ED: core protein 19255147 

HUMAN 
A Disintegrin and 

metalloproteinase domain-
containing protein 17 

ADAM17 ADAM17 ED 19875451 

HUMAN 
A disintegrin and 

metalloproteinase with 
thrombospondin motifs 4 

ADAMTS4 ADAMTS4 ED: HS and CS 14701864 

HUMAN Neuroblast differentiation-
associated protein AHNAK AHNAK AHNAK - 26186194 

HUMAN AMP deaminase 2 AMPD2 AMPD2 - 26186194 
HUMAN Apolipoprotein E APOE APOE ED: HS 16945147 

HUMAN 
Armadillo repeat protein 

deleted in velo-cardio-facial 
syndrome 

ARVCF ARVCF - 26186194 

HUMAN Basigin BSG BSG ED: HS 17267519 
HUMAN Baculovirus - BV ED: HS 23926339 

HUMAN CASK* CASK CASK CD: core protein 9660869 

HUMAN Eotaxin CCL11 CCL11 ED: HS 15843578 
MOUSE CCL-17 CCL17 CCL17 ED: HS 15843578 
HUMAN CCL-2 CCL2 CCL2 ED: HS 29310785 

MOUSE CCL-5 CCL5 CCL5 ED: HS 

https://doi.
org/10.109
3/glycob/c

wg083 

MOUSE CCL-7 CCL7 CCL7 ED: HS 15843578 
HUMAN Cyclin-Y CCNY CCNY - 26186194 
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MOUSE Cortactin * CTTN CTTN CD: core protein 9553134 

RAT Tetraspanin-28 CD81 CD81 ED: HS 27930836 

HUMAN Collagen I COL1A1, 
COL1A2 Col I ED: HS 3159726 

MOUSE Collagen III (chicken) COL3A1 Col III ED: HS 3159726 

MOUSE Collagen V COL5A1, 
COL5A2 Col V ED: HS 3159726 

HUMAN Casein kinase I isoform 
gamma-2 CSNK1G2 CSNK1G2 - 26186194 

HUMAN Casein kinase I isoform 
gamma-3 CSNK1G3 CSNK1G3 - 26186194 

HUMAN Cystathionine gamma-lyase CTH CTH - 26186194 

MOUSE β-catenin CTNNB1 CTNNB1 CD: core protein 19255147 

MOUSE Cathepsin-G CTSG CTSG ED: HS 9565572 

MOUSE Growth-regulated alpha 
protein CXCL1 CXCL1 ED: HS 12464176 

HUMAN Cysteine and histidine-rich 
protein 1 CYHR1 CYHR1 - 26186194 

HUMAN 
Dehydrogenase/reductase 
SDR family member 2, 

mitochondrial 
DHRS2 DHRS2 - 26186194 

HUMAN 
Endonuclease/exonuclease/p
hosphatase family domain-

containing protein 1 
EEPD1 EEPD1 - 26186194 

HUMAN Protein EFR3 homolog A EFR3A EFR3A - 26186194 
RAT Elastase ELANE ELANE ED: HS 9565572 

HUMAN Ephrin type-A receptor 2 EPHA2 EPHA2 - 26186194 

MOUSE Receptor tyrosine-protein 
kinase erbB-2 ERBB2 ERBB2 ED: core protein 26350464 

HUMAN Thrombin F2 F2 ED: core protein 23384311 

MONKE
Y 

Glycosaminoglycan 
xylosylkinase FAM20B FAM20B - 25331875 

HUMAN 
FERM, ARHGEF and 

pleckstrin domain-containing 
protein 1 

FARP1 FARP1 - 26186194 

HUMAN F-box only protein 46 FBXO46 FBXO46 - 26186194 
MOUSE Fibroblast growth factor 2 FGF2 FGF2 ED: HS 9462693 
MOUSE Fibroblast growth factor 7 FGF7 FGF7 ED: HS 29310785 

RAT Fibroblast growth factor 
receptor 1 FGFR1 FGFR1 ED: HS 11431373 

RAT Fibroblast growth factor 
receptor 2 FGFR2 FGFR2 ED: HS 11431373 

HUMAN Fibrinogen FGA,FGB,F
GG Fibrinogen - 29905671 

HUMAN Flotillin-1 FLOT1 FLOT1 - 29162604 
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HUMAN Fascin FSCN1 FSCN1 CD: core protein 11257118 

HUMAN Alpha-ketoglutarate-
dependent dioxygenase FTO FTO FTO - 26186194 

HUMAN Fyn FYN FYN CD: core protein 9553134 

HUMAN Synectin * GIPC1 GIPC1 CD: core protein 19581409 

HUMAN Glucocorticoid modulatory 
element-binding protein 1 GMEB1 GMEB1 - 26186194 

HUMAN Glucocorticoid modulatory 
element-binding protein 2 GMEB2 GMEB2 - 26186194 

HUMAN Guanine nucleotide-binding 
protein G(z) subunit alpha GNAZ GNAZ - 26186194 

HUMAN Guanine nucleotide-binding 
protein subunit beta-4 GNB4 GNB4 - 26186194 

HUMAN Surface protein gp120 gp120 GP120 ED: HS 16157597 
HUMAN Hepatitis C virus - HCV ED: HS 23576506 
HUMAN Hepatocyte growth factor HGF HGF ED: HS 11830493 

HUMAN Hydroxymethylglutaryl-CoA 
synthase, HMGCS1 HMGCS1 - 26186194 

MOUSE Papillomavirus 11 - HPV11 ED: HS 14645569 
HUMAN Papillomavirus 16 - HPV16 ED: HS 26289843 
HUMAN GTPase HRas HRAS HRAS 26186194 
HUMAN Interferon-β IFNB1 IFNB1 ED: HS 29310785 

HUMAN Insulin-like growth factor 1 
receptor IGF1R IGF1R ED: core protein 20971705 

RAT Interleukin-34 IL34 IL34 ED: CS 25662098 
HUMAN Interleukin-8 IL8 IL8 ED: HS 12902511 

HUMAN Immune inhibitor A 
metalloprotease InhA INHA ED: core protein 16926147 

MOUSE Lacritin LACRT LACRT ED: HS & CS & 
core protein 

16982797 
23504321 

HUMAN Laminin a1 chain LAMA1 LAMA1 ED: HS 9786856 
MOUSE Laminin a2 chain LAMA2 LAMA2 ED: HS 9786856 
HUMAN Laminin α3 LG45 Domain LAMA3 LAMA3 ED: HS 22351752 

HUMAN Midkine MDK MDK ED: HS & CS 15226297 

HUMAN Macrophage migration 
inhibitory factor MIF MIF - 26852939 

HUMAN Matrix metalloproteinase-14 MMP14 MMP14 ED: core protein 12904296 

HUMAN Matrix metalloproteinase-16 MMP16 MMP16 ED: core protein 12904296 

HUMAN Matrix metalloproteinase-2 MMP2 MMP2 ED: core protein 23384311 
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HUMAN Matrix metalloproteinase-3 MMP3 MMP3 ED: core protein 23384311 

RAT Matrix metalloproteinase-7 MMP7 MMP7 ED: core protein 12464176 

HUMAN Matrix metalloproteinase-9 MMP9 MMP9 ED: core protein 16513763 

MOUSE Myeloid cell nuclear 
differentiation antigen MNDA MNDA - 25665578 

HUMAN Neural cell adhesion 
molecule 1 NCAM1 NCAM1 - 26186194 

MOUSE Neurofibromin NF1 NF1 TMD & CD: 
core protein 11356864 

HUMAN Nrp599 Nrp599 NRP599 ED: core protein 16926147 

HUMAN Occludin OCLN OCLN - 26186194 
HUMAN Opa Opa OPA ED: HS 11207564 
MOUSE pORF2 ORF2 ORF2 ED: HS 19812150 
HUMAN VAR2CSA p154varB P154VARB ED: CS 27556547 

HUMAN Poly [ADP-ribose] 
polymerase 2 PARP2 PARP2 - 26186194 

MOUSE Procollagen C-endopeptidase 
enhancer 1 PCOLCE PCOLCE ED: HS 25286301 

HUMAN PDGF-AA PDGFA, 
PDGFA PDGF-AA ED: HS 29310785 

HUMAN Platelet endothelial cell 
adhesion molecule PECAM1 PECAM1 ED: HS 24497640 

HUMAN Plasmin PLG PLG ED: core protein 23384311 

HUMAN PR domain zinc finger 
protein 10 PRDM10 PRDM10 - 26186194 

HUMAN 
Protein PRRC1 

(Proline-rich and coiled-coil-
containing protein 1) 

PRRC1 PRRC1 - 26186194 

HUMAN Pleiotrophin PTN PTN ED: HS & CS 15226297 

HUMAN Receptor-type tyrosine-
protein phosphatase gamma PTPRG PTPRG - 26186194 

RAT Pyrin and HIN domain-
containing protein 1 PYHIN1 PYHIN1 - 25665578 

MOUSE Rab5 RAB5A RAB5A CD: core protein 18957427 

HUMAN Ras-related protein Rap-2a RAP2A RAP2A - 26186194 
HUMAN Raftlin RFTN1 RFTN1 - 26186194 
HUMAN Ras-related protein R-Ras2 RRAS RRAS - 26186194 
HUMAN R-spondin-1 RSPO1 RSPO1 ED: HS 29212806 

HUMAN Syndecan-1 SDC1 SDC1 TMD: core 
protein 18093920 
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HUMAN Syndecan-2 SDC2 SDC2 TMD: core 
protein 18093920 

HUMAN Syndecan-3 SDC3 SDC3 TMD: core 
protein 18093920 

HUMAN Syndecan-4 SDC4 SDC4 TMD: core 
protein 18093920 

MOUSE Syntenin-1 SDCBP SDCBP CD: core protein 9391086 

RAT Syntenin-2 SDCBP2 SDCBP2 CD: core protein 10911369 

HUMAN c-Src SRC SRC CD: core protein 9553134 

HUMAN Syntaxin-4 STX4 STX4 ED: HS 27463539 

HUMAN Signal transducer and 
activator of transcription 3 STAT3 STAT3 - 19282476 

HUMAN Transforming growth factor 
beta-1 TGFB1 TGFB1 - 29454902 

MOUSE Thrombospondin-1 THBS1 THBS1 ED: HS 11257118 

HUMAN 
T-lymphoma invasion and 
metastasis-inducing protein 

1* 
TIAM1 TIAM1 CD: core protein 20361982 

MOUSE Tenascin-C TNC TNC ED: HS 1708391 

HUMAN 
Tumor necrosis factor 
receptor superfamily 

member 13B 

TNFRSF13
B 

TNFRSF13
B ED: HS 16357320 

HUMAN Tumor necrosis factor ligand 
superfamily member 13 TNFSF13 TNFSF13 ED: HS 16357320 

HUMAN E3 ubiquitin-protein ligase 
Topors TOPORS TOPORS CD: core protein 22912899 

HUMAN Synbindin * TRAPPC4 TRAPPC4 CD: core protein 11018053 

HUMAN Short transient receptor 
potential channel 4 TRPC4 TRPC4 - 26391658 

HUMAN α-tubulin * TUBA TUBA CD: core protein 9553134 

HUMAN β-tubulin * TUBB TUBB CD: core protein 9553134 

HUMAN Vang-like protein 1 VANGL1 VANGL1 - 26186194 

HUMAN Vascular endothelial growth 
factor receptor 2 VEGFR2 VEGFR2 ED: core protein 26926788 

HUMAN Vitronectin VTN VTN ED: HS 14681059 
HUMAN Wnts WNT WNT ED: HS 29212806 

MOUSE Xylotransferase-1 XYLT1 XYLT1 ED: core protein 29681470 

HUMAN y2325 y2325 Y2325 - 20711500 

RAT Zinc metalloprotease ZmpC zmpc ZMPC ED: core protein 17098735 
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SYNDECAN-2 

HUMAN (α6)β4 integrin ITGB4 (α6)β4 CD: core protein 20181947 

HUMAN AMP deaminase 2 AMPD2 AMPD2 - 26186194 
MOUSE Amyloid-β protein 42 APP APP ED: HS 21460438 

HUMAN Large proline-rich protein 
BAG6 BAG6 BAG6 - 21988832 

HUMAN Transcription elongation 
factor, mitochondrial C17ORF42 C17ORF42 - 26186194 

HUMAN CaM kinase-like vesicle-
associated protein CAMKV CAMKV - 26186194 

HUMAN Cullin-associated NEDD8-
dissociated protein 2 CAND2 CAND2 - 26186194 

HUMAN CASK CASK CASK CD: core protein 9660869 

RAT Caveolin-2 CAV2 CAV2 CD: core protein 25623282 

RAT Cortactin * CTTN CTTN CD: core protein 9553134 

HUMAN Cytoskeleton-associated 
protein 5 CKAP5 CKAP5 - 26186194 

HUMAN Granulocyte-macrophage 
colony-stimulating factor CSF2 CSF2 ED: HS 10734053 

HUMAN Casein kinase II subunit 
alpha' CSNK2A2 CSNK2A2 - 23455922 

MOUSE Cytochrome P450 2C18 CYP2C18 CYP2C18 - 21988832 
RAT Survival-promoting peptide DCD DCD ED: GAG 18599487 

HUMAN 
Dehydrogenase/reductase 
SDR family member 2, 

mitochondrial 
DHRS2 DHRS2 - 26186194 

HUMAN Protein dopey-2 DOPEY2 DOPEY2 - 26186194 
HUMAN Ephrin-B2a EFNB2 EFNB2 - 26186194 

HUMAN Ephrin type-B receptor 2 EPHB2 EPHB2 CD: core protein 11580899 

HUMAN Exocyst complex component 
3 EXOC3 EXOC3 - 26186194 

HUMAN Ezrin EZR EZR CD: core protein 12860416 

HUMAN 
FERM, ARHGEF and 

pleckstrin domain-containing 
protein 1 

FARP1 FARP1 - 26186194 

HUMAN Fibroblast growth factor 1 FGF1 FGF1 - 26186194 
HUMAN Fibroblast growth factor 2 FGF2 FGF2 ED: HS 20382221 

HUMAN Fibroblast growth factor 
receptor 2 FGFR2 FGFR2 - 26186194 

HUMAN Fibroblast growth factor 
receptor 3 FGFR3 FGFR3 - 26186194 

HUMAN Fibroblast growth factor 
receptor-like 1 FGFRL1 FGFRL1 - 26186194 
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MOUSE Fyn * FYN FYN ED: core protein 9553134 

HUMAN Synectin * GIPC1 GIPC1 CD: core protein 19581409 

HUMAN Glucocorticoid modulatory 
element-binding protein 1 GMEB1 GMEB1 - 26186194 

HUMAN Glucocorticoid modulatory 
element-binding protein 2 GMEB2 GMEB2 - 26186194 

HUMAN Surface protein gp120 gp120 GP120 ED: HS 16157597 

HUMAN G-protein coupled receptor 
183 GPR183 GPR183 - 26186194 

HUMAN Melatonin-related receptor GPR50 GPR50 - 26186194 

HUMAN General transcription factor 
3C polypeptide 1 GTF3C1 GTF3C1 - 26186194 

HUMAN General transcription factor 
3C polypeptide 2 GTF3C2 GTF3C2 - 26186194 

HUMAN General transcription factor 
3C polypeptide 3 GTF3C3 GTF3C3 - 26186194 

HUMAN Trifunctional enzyme 
subunit alpha, mitochondrial HADHA HADHA - 26186194 

HUMAN Trifunctional enzyme 
subunit beta, mitochondrial HADHB HADHB - 26186194 

HUMAN HEAT repeat-containing 
protein 6 HEATR6 HEATR6 - 26186194 

HUMAN Histone H2A type 1 HIST1H2A
G 

HIST1H2A
G - 26186194 

HUMAN Hepatitis C virus - HCV ED: HS 23576506 
HUMAN Herpes simplex virus - HSV ED: HS 17553929 
HUMAN Interleukin-8 IL8 IL8 ED: HS 14527339 
HUMAN Kelch-like protein 7 KLHL7 KLHL7 26186194 
HUMAN Laminin α3 chain LAMA3 LAMA3 ED: HS 22351752 
HUMAN L.eishmania braziliensis - LEIBR - 24478075 
HUMAN Endothelial lipase LIPG LIPG - 26186194 

HUMAN Methyltransferase-like 
protein 8 METTL8 METTL8 - 26186194 

HUMAN Matrix metalloproteinase-14 MMP14 MMP14 ED: core protein 28972070 

HUMAN Matrix metalloproteinase-2 MMP2 MMP2 ED: core protein 23384311 

HUMAN Matrix metalloproteinase-7 MMP7 MMP7 ED: core protein 22227189 

HUMAN Matrix metalloproteinase-9 MMP9 MMP9 ED: core protein 23384311 

HUMAN mtlA mtlA MTLA - 20711500 
HUMAN MYB MYB MYB - 20195357 
HUMAN Neurobeachin-like protein 1 NBEAL1 NBEAL1 - 26186194 

HUMAN Condensin-2 complex 
subunit H2 NCAPH2 NCAPH2 - 26186194 
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HUMAN Neurofibromin NF1 NF1 TMD & CD: 
core protein 11356864 

HUMAN Oxysterol-binding protein-
related protein 8 OSBPL8 OSBPL8 - 26186194 

HUMAN Poly [ADP-ribose] 
polymerase 2 PARP2 PARP2 - 26186194 

HUMAN Procollagen C-endopeptidase 
enhancer 1 PCOLCE PCOLCE ED: HS 25286301 

HUMAN 3-phosphoinositide-
dependent protein kinase 1 PDPK1 PDPK1 - 26186194 

HUMAN Phosphatidylinositol 4-
kinase alpha PI4KA PI4KA - 26186194 

HUMAN Calcineurin PPP3CC PPP3CC CD: core protein 22164265 

HUMAN PR domain zinc finger 
protein 10 PRDM10 PRDM10 - 26186194 

MOUSE Receptor-type tyrosine-
protein phosphatase eta PTPRJ PTPRJ ED: core protein 25179601 

HUMAN Pyrin and HIN domain-
containing protein 1 PYHIN1 PYHIN1 - 25665578 

HUMAN Ras GTPase-activating 
protein 1 RASA1 RASA1 - 22471946 

MOUSE 
Receptor-interacting 

serine/threonine-protein 
kinase 4 

RIPK4 RIPK4 - 26972000 

HUMAN E3 ubiquitin-protein ligase 
RNF213 RNF213 RNF213 - 26186194 

HUMAN Protein S100-A13 S100A13 S100A13 - 26186194 

HUMAN Sterile alpha and TIR motif-
containing protein 1 SARM1 SARM1 CD: core protein 21555464 

HUMAN Syndecan-1 SDC1 SDC1 TMD: core 
protein 18093920 

HUMAN Syndecan-2 SDC2 SDC2 TMD: core 
protein 18093920 

HUMAN Syndecan-3 SDC3 SDC3 TMD: core 
protein 18093920 

HUMAN Syndecan-4 SDC4 SDC4 TMD: core 
protein 18093920 

HUMAN Syntenin SDCBP SDCBP CD: core protein 9391086 

HUMAN Semaphorin-3C SEMA3C SEMA3C - 26186194 
MOUSE α1-antitrypsin SERPINA1 SERPINA1 - 21988832 

HUMAN Cationic amino acid 
transporter 3 SLC7A3 SLC7A3 - 26186194 

HUMAN Structural maintenance of 
chromosomes protein 2 SMC2 SMC2 - 26186194 

HUMAN Sorting nexin-18 SNX18 SNX18 - 26186194 
HUMAN Sorting nexin-33 SNX33 SNX33 - 26186194 
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HUMAN c-Src * SRC SRC CD: core protein 9553134 

HUMAN Extracellular sulfatase Sulf-1 SULF1 SULF1 - 26186194 
HUMAN Extracellular sulfatase Sulf-2 SULF2 SULF2 - 26186194 

HUMAN Transforming growth factor 
beta-1 TGFB1 TGFB1 ED: core protein 14976204 

 
Transforming growth factor 

beta receptor type 3 TGFBR3 TGFBR3 - 14976204 

HUMAN 
T-lymphoma invasion and 
metastasis-inducing protein 

1* 
TIAM1 TIAM1 CD: core protein 20361982 

HUMAN Transmembrane protein 11, 
mitochondrial TMEM11 TMEM11 - 26186194 

HUMAN Transmembrane protein 186 TMEM186 TMEM186 - 26186194 
HUMAN Transmembrane protein 192 TMEM192 TMEM192 - 26186194 

HUMAN 
Tumor necrosis factor 
receptor superfamily 

member 13B 

TNFRSF13
B 

TNFRSF13
B ED: HS 16357320 

HUMAN Synbindin * TRAPPC4 TRAPPC4 CD: core protein 11018053 

RAT α-tubulin * TUBA TUBA CD: core protein 9553134 

HUMAN β-tubulin * TUBB TUBB CD: core protein 9553134 

HUMAN Vang-like protein 1 VANGL1 VANGL1 - 26186194 
HUMAN Vang-like protein 2 VANGL2 VANGL2 - 26186194 

RAT vIRF vIRF-1 VIRF1 - 25544563 
RAT Vitronectin VTN VTN ED: HS 14681059 

HUMAN DNA repair protein 
complementing XP-C cells XPC XPC - 26186194 

HUMAN Zinc finger protein 460 ZNF460 ZNF460 - 26186194 
HUMAN Zinc finger protein 92 ZNF92 ZNF92 - 26186194 

SYNDECAN-3 

HUMAN (α6)β4 integrin ITGB4 (α6)β4 CD: core protein 20181947 

CHICKE
N β-arrestin-1 ARRB1 ARRB1 CD: core protein 17620599 

RAT β-arrestin-2 ARRB2 ARRB2 CD: core protein 17620599 

RAT Artemin ARTN ARTN ED: HS 21200028 

RAT Bone morphogenetic protein 
2 BMP2 BMP2 ED: HS 16226436 

RAT CASK* CASK CASK CD: core protein 9660869 
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HUMAN Cortactin * CTTN CTTN CD: core protein 9553134 

RAT collagen V α4 chain COL5A4 COL5A4 ED: HS 11751872 
MOUSE Survival-promoting peptide DCD DCD ED: GAG 18599487 
HUMAN Ephrin-B2a EFNB2 EFNB2 - 26186194 
HUMAN Fibroblast growth factor 2 FGF2 FGF2 ED: HS 8344959 

RAT Fyn * FYN FYN ED: core protein 9553134 

RAT Glial cell line-derived 
neurotrophic factor GDNF GDNF ED: HS 21200028 

HUMAN Synectin * GIPC1 GIPC1 CD: core protein 19581409 

HUMAN Surface protein gp120 gp120 GP120 ED: HS 18040049 

HUMAN Inhibitor of nuclear factor 
kappa-B kinase subunit beta IKBKB IKBKB - AfCS 

31405 
HUMAN Interleukin-8 IL8 IL8 ED: HS 16052590 

HUMAN Laminin-111 
LAMA1, 
LAMB1, 
LAMC1 

LN-111 ED: HS 9949192 

HUMAN Neurofibromin NF1 NF1 TMD & CD: 
core protein 11356864 

RAT Neurturin NRTN NRTN ED: HS 21200028 

HUMAN Syndecan-1 SDC1 SDC1 TMD: core 
protein 18093920 

HUMAN Syndecan-2 SDC2 SDC2 TMD: core 
protein 18093920 

HUMAN Syndecan-3 SDC3 SDC3 TMD: core 
protein 18093920 

HUMAN Syndecan-4 SDC4 SDC4 TMD: core 
protein 18093920 

HUMAN Syntenin SDCBP SDCBP CD: core protein 9391086 

HUMAN Semaphorin-5A SEMA5A SEMA5A - 15603739 

RAT c-Src * SRC SRC CD: core protein 9553134 

RAT Tissue factor pathway 
inhibitor TFPI TFPI ED: core protein 25617766 

RAT Thrombospondin-1 THBS1 THBS1 ED: HS 9949192 

HUMAN T-lymphoma invasion and 
metastasis-inducing protein 1 TIAM1 TIAM1 CD: core protein 20361982 

RAT Synbindin * TRAPPC4 TRAPPC4 CD: core protein 11018053 

HUMAN α-tubulin * TUBA TUBA CD: core protein 9553134 
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HUMAN β-tubulin * TUBB TUBB CD: core protein 9553134 

SYNDECAN-4 

RAT α3(β1) integrin ITGA3 α3(β1) ED: core protein 26350464 

RAT (α6)β4 integrin ITGB4 (α6)β4 CD: core protein 26350464 

HUMAN α-actinin ACTN1 ACTN1 CD: core protein 12493766 

HUMAN 
A Disintegrin and 

metalloproteinase domain-
containing protein 12 

ADAM12 ADAM12 ED: HS 10831617 

HUMAN 
A Disintegrin and 

metalloproteinase domain-
containing protein 17 

ADAM17 ADAM17 - 19875451 

HUMAN 
A disintegrin and 

metalloproteinase with 
thrombospondin motifs 1 

ADAMTS1 ADAMTS1 ED: core protein 18775505 

HUMAN 
A disintegrin and 

metalloproteinase with 
thrombospondin motifs 4 

ADAMTS4 ADAMTS4 ED: core protein 18775505 

HUMAN 
A disintegrin and 

metalloproteinase with 
thrombospondin motifs 5 

ADAMTS5 ADAMTS5 - 19684582 

HUMAN Apolipoprotein E APOE APOE ED: HS 24751902 
HUMAN Amyloid-β protein 42 APP APP ED: HS 28106549 

HUMAN CASK* CASK CASK CD: core protein 9660869 

HUMAN CCL-5 CCL5 CCL5 ED: HS 

https://doi.
org/10.109
3/glycob/c

wg083 

RAT Cortactin * CTTN CTTN CD: core protein 9553134 

RAT Stromal cell-derived factor 1 CXCL12 CXCL12 ED: HS 16513763 
HUMAN Drebrin DBN1 DBN1 26496610 

HUMAN Dynamin II DNM2 DNM2 CD: core protein 15694365 

HUMAN Ephrin-B2a EFNB2 EFNB2 - 26186194 

HUMAN Epidermal growth factor 
receptor EGFR EGFR ED: core protein 26350464 

HUMAN Autotaxin-β ENPP2 ENPP2 ED: core protein 30237860 

HUMAN Ezrin EZR EZR - 10704377 

RAT Thrombin F2 F2 ED: core protein 23384311 
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HUMAN Glycosaminoglycan 
xylosylkinase FAM20B FAM20B - 25331875 

HUMAN Fibroblast growth factor 1 FGF1 FGF1 - 26186194 
MOUSE Fibroblast growth factor 2 FGF2 FGF2 ED: HS 15226297 

RAT Fibronectin FN1 FN1 ED: HS 10640397 

HUMAN Fyn FYN FYN ED: core protein 9553134 

HUMAN Synectin * GIPC1 GIPC1 CD: core protein 19581409 

HUMAN Surface protein gp120 gp120 GP120 ED: HS 16157597 

HUMAN G-protein coupled receptor 
183 GPR183 GPR183 - 26186194 

MOUSE HBHA hbhA HBHA ED: HS 27279134 
HUMAN Hepatitis C virus - HCV ED: HS 24751902 

HUMAN High mobility group protein 
HMGI-C HMGA2 HMGA2 - 26045162 

HUMAN Papillomavirus 11 - HPV11 ED: HS 14645569 
HUMAN Papillomavirus 16 - HPV16 ED: HS 14645569 
HUMAN Laminin α3 chain LAMA3 LAMA3 ED: HS 22351752 

MOUSE LIM domain and actin-
binding protein 1 LIMA1 LIMA1 - 26496610 

HUMAN Latent-transforming growth 
factor beta-binding protein 2 LTBP2 LTBP2 ED: HS 20382221 

HUMAN Midkine MDK MDK ED: HS & CS 15226297 

HUMAN Matrix metalloproteinase-3 MMP13 MMP13 - 20073988 

HUMAN Matrix metalloproteinase-14 MMP14 MMP14 ED: core protein 23384311 

HUMAN Matrix metalloproteinase-2 MMP2 MMP2 ED: core protein 23384311 

HUMAN Matrix metalloproteinase-3 MMP3 MMP3 ED: core protein 23384311 

MOUSE Matrix metalloproteinase-7 MMP7 MMP7 ED: core protein 23384311 

HUMAN Matrix metalloproteinase-9 MMP9 MMP9 ED: core protein 16513763 

HUMAN Myostatin MSTN MSTN ED: HS 

https://doi.
org/10.101
6/j.nmd.20
09.06.026 

MOUSE Neurofibromin NF1 NF1 TMD & CD: 
core protein 11356864 

HUMAN Syndesmos NUDT16L1 NUDT16L1 CD: core protein 10633082 

HUMAN Opa Opa OPA ED: HS 11207564 
HUMAN Procollagen C-endopeptidase PCOLCE PCOLCE ED: HS 25286301 
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enhancer 1 

HUMAN Platelet endothelial cell 
adhesion molecule PECAM1 PECAM1 ED: HS 24497640 

HUMAN Phosphatidylinositol 4,5-
bisphosphate  PIP2 CD: core protein 16310216 

HUMAN 
Pleckstrin homology 

domain-containing family A 
member 7 

PLEKHA7 PLEKHA7 - 28877994 

MOUSE Plasmin PLG PLG ED: core protein 23384311 

RAT Calcineurin PPP3CC PPP3CC CD: core protein 22164265 

HUMAN Protein kinase C alpha type PRKCA PRKCA CD: core protein 16310216 

HUMAN Protein kinase C delta type PRKCD PRKCD CD: core protein 11916978 

HUMAN Pleiotrophin PTN PTN ED: HS & CS 15226297 

HUMAN Paxillin PXN PXN - 11805099 

HUMAN Rho-related GTP-binding 
protein RhoG RHOG RHOG CD: core protein 19581409 

HUMAN 
Receptor-interacting 

serine/threonine-protein 
kinase 4 

RIPK4 RIPK4 - 26972000 

HUMAN R-spondin-3 RSPO3 RSPO3 ED: HS 21397842 

HUMAN Syndecan-1 SDC1 SDC1 TMD: core 
protein 18093920 

HUMAN Syndecan-2 SDC2 SDC2 TMD: core 
protein 18093920 

HUMAN Syndecan-3 SDC3 SDC3 TMD: core 
protein 18093920 

HUMAN Syndecan-4 SDC4 SDC4 TMD: core 
protein 18093920 

CHICKE
N Syntenin SDCBP SDCBP CD: core protein 9391086 

MOUSE 
Small glutamine-rich 

tetratricopeptide repeat-
containing protein alpha 

SGTA SGTA - 25416956 

HUMAN c-Src * SRC SRC CD: core protein 9553134 

MOUSE T-cell acute lymphocytic 
leukemia protein 1 TAL1 TAL1 - 19346495 

HUMAN 
TRAF family member-
associated NF-kappa-B 

activator 
TANK TANK - 21988832 

HUMAN Transforming growth factor 
beta-1-induced transcript 1 TGFB1I1 TGFB1I1 - 11805099 
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protein 

HUMAN Transforming growth factor 
beta-3 proprotein TGFB3 TGFB3 - 21988832 

HUMAN Transglutaminase-2 TGM2 TGM2 ED: HS 19398782 

HUMAN Thy-1 membrane 
glycoprotein THY1 THY1 - 25216363 

HUMAN T-lymphoma invasion and 
metastasis-inducing protein 1 TIAM1 TIAM1 CD: core protein 20361982 

HUMAN Tenascin-C TNC TNC ED: HS 17901052 

HUMAN 
Tumor necrosis factor 
receptor superfamily 

member 13B 

TNFRSF13
B 

TNFRSF13
B ED: HS 16357320 

HUMAN Synbindin* TRAPPC4 TRAPPC4 CD: core protein 11018053 

MOUSE Short transient receptor 
potential channel 4 TRPC4 TRPC4 - 26391658 

HUMAN Short transient receptor 
potential channel 7 TRPC7 TRPC7 - 26391658 

HUMAN α-tubulin * TUBA TUBA CD: core protein 9553134 

HUMAN β-tubulin * TUBB TUBB CD: core protein 9553134 

HUMAN Polyubiquitin-C UBC UBC - 22871113 
HUMAN Vitronectin VTN VTN ED: HS 14681059 

 

Supplementary Table 1: List of the partners of syndecans (SDCs) identified by manual 
curation of the literature, by querying two interaction databases, MatrixDB (Launay et al., 2015, 
Clerc et al., in press) and IntAct database (Orchard et al., 2014), the large-scale Bioplex 2.0 
interaction dataset (Huttlin et al., 2015, Schweppe et al., 2018) and the adhesome 
(http://www.adhesome.org/). AfCS: Yeast 2-Hybrid: Interaction Data (http://www.signaling-
gateway.org/data/Y2H/cgi-bin/y2h_int.cgi?id=31405, source used for the interaction between 
syndecan-3 and the inhibitor of kappaB kinase beta (IKBKB). CD: cytoplasmic domain, CS: 
chondroitin sulfate, ED: ectodomain, GAG: glycosaminoglycan, HS: heparan sulfate, TMD: 
transmembrane domain. *Binding sequences found in the four syndecans. For integrins: the 
subunits encoded by the genes in brackets have not been experimentally demonstrated to be 
directly involved in syndecan binding, but have been mentioned by the authors in the 
publications. (-: undetermined binding site). 
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Supplementary Table 2 

Gondelaud and Ricard-Blum, Structures and interactions of syndecans 

SYNDECAN SPECIFIC PARTNERS 

SDC-1 SPECIFIC PARTNERS: 74 
Gene names
AHNAK 
ARVCF 
BSG 
BV 
CCL11 
CCL17 
CCL2 
CCL7 
CCNY 
CD81 
COL1A1, COL1A2 
COL3A1 
COL5A1, COL5A2 
CSNK1G2 
CSNK1G3 
CTH 
CTNNB1 
CTSG 
CXCL1 

CYHR1 
EEPD1 
EFR3A 
ELANE 
EPHA2 
ERBB2 
FBXO46 
FGA, FGB, FGG 
FGF7 
FGFR1 
FLOT1 
FSCN1 
FTO 
GNAZ 
GNB4 
HGF 
HMGCS1 
HRAS 
IFNB1 

IGF1R 
IL34 
INHA 
ITGA4, (ITGB1) 
(ITGAV), ITGB3 
(ITGAV), ITGB5 
ITGB1 
LACRT 
LAMA1 
LAMA2 
MIF 
MMP16 
MNDA 
NCAM1 
NRP599 
OCLN 
ORF2 
P154VARB 
PDGF-AA 

PRRC1 
PTPRG 
RAB5A 
RAP2A 
RFTN1 
RRAS 
RSPO1 
SDCBP2 
STX4 
STAT3 
TNFSF13 
TOPORS 
VEGFR2 
WNT 
XYLT1 
Y2325 
ZMPC 

 

SDC-2 SPECIFIC PARTNERS: 56 
Gene names
BAG6 
C17ORF42 
CAMKV 
CAND2 
CAV2 
CKAP5 
CSF2 
CSNK2A2 
CYP2C18 
DOPEY2 
EPHB2 
EXOC3 
FGFR3 
FGFRL1 

GPR50 
GTF3C1 
GTF3C2 
GTF3C3 
HADHA 
HADHB 
HEATR6 
HIST1H2AG 
HSV 
KLHL7 
LEIBR 
LIPG 
METTL8 
MTLA 

MYB 
NBEAL1 
NCAPH2 
OSBPL8 
PDPK1 
PI4KA 
PTPRJ 
RASA1 
RNF213 
S100A13 
SARM1 
SEMA3C 
SERPINA1 
SLC7A3 

SMC2 
SNX18 
SNX33 
SULF1 
SULF2 
TGFBR3 
TMEM11 
TMEM186 
TMEM192 
VANGL2 
VIRF1 
XPC 
ZNF460 
ZNF92 

 
 
SDC-3 SPECIFIC PARTNERS: 11 
Gene names
ARRB1 
ARRB2 

ARTN 
BMP2 

COL5A4 
GDNF 
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IKBKB 
LAMA1, LAMB1, LAMC1 

NRTN 
SEMA5A 

TFPI 

 
 
SDC-4 SPECIFIC PARTNERS: 33 
Gene names
ACTN1 
ADAM12 
ADAMTS1 
ADAMTS5 
CXCL12 
DBN1 
DNM2 
EGFR 
ENPP2 

FN1 
HBHA 
HMGA2 
LIMA1 
LTBP2 
MMP13 
MSTN 
NUDT16L1 
PIP2 

PLEKHA7 
PRKCA 
PRKCD 
PXN 
RHOG 
RSPO3 
SGTA 
TAL1 
TANK 

TGFB1I1 
TGFB3 
TGM2 
THY1 
TRPC7 
UBC 

 

 
 

SYNDECAN COMMON PARTNERS 
 
SDC1 and SDC2:  11 
Gene names
AMPD2 
DHRS2 
FARP1 

FGFR2 
GMEB1 
GMEB2 

PARP2 
PRDM10 
PYHIN1 

TGFB1 
VANGL1 

 
SDC1 and SDC3: 1 
Gene name 
THBS1 
 
SDC1 and SDC4: 17 
Gene names
ADAM17 
ADAMTS4 
APOE 
CCL5 
F2 

FAM20B 
HPV11 
HPV16 
ITGA3, (ITGB1) 
MDK 

MMP3 
OPA 
PECAM1 
PLG 
PTN 

TNC 
TRPC4 

 
 
SDC2 and SDC3: 1  
Gene name 
DCD 

SDC2 and SDC4: 6 
Gene names
APP 
EZR 

FGF1 
GPR183 

PPP3CC 
RIPK4 
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SDC1 and SDC2 and SDC3: 1  
Gene name 
IL8 
 

SDC1 and SDC2 and SDC4: 9 
Gene names
HCV  
LAMA3 
MMP14 

MMP2 
MMP7 
MMP9 

PCOLCE 
TNFRSF13B 
VTN 

 

SDC2 and SDC3 and SDC4: 1  
Gene name 
EFNB2 
 
SDC1 and SDC2 and SDC3 and SDC4: 18 
Gene names
CASK 
CTTN 
FGF2 
FYN 
GIPC1 

GP120 
(ITGA6), ITGB4 
NF1 
SDC1 
SDC2 

SDC3 
SDC4 
SDCBP 
SRC 
TIAM1 

TRAPPC4 
TUBA 
TUBB 

 

 

Supplementary Table 2: List of partners specific to each syndecans and of their shared partners. For 
integrins: the subunits encoded by the genes in brackets have not been experimentally demonstrated to be 
directly involved in syndecan binding, but have been mentioned by the authors in the publications. 
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IV.3.2 Identification de partenaires des ectodomaines des syndécans par 
interférométrie de biocouche 

La grande majorité des partenaires physiologiques des syndécans interagissent avec 
leurs chaînes d’héparane sulfate. Seules quelques protéines interagissent directement 
avec leur partie protéique, majoritairement sur leur domaine cytosolique. Les syndécans 
peuvent être clivés au niveau juxtamembranaire et les chaînes d’héparane sulfate 
dégradées par l’héparanase, libérant ainsi dans l’espace extracellulaire leur ectodomaine 
déglycosylé. La recherche de nouveaux partenaires a donc été effectuée en utilisant les 
ectodomaines des syndécans dépourvus de leurs chaînes de GAGs (Tableau XXIV). Ces 
expériences ont été réalisées par interférométrie de biocouche où les ectodomaines des 
syndécans ont été utilisés en tant qu’analytes afin de conserver leur flexibilité. Seuls deux 
nouveaux partenaires ont été identifiés, le facteur fibroblastique 2 (FGF-2) et l’anastelline. 
 

Catégorie Nom Espèce 

Facteurs de 
croissance 

Fibroblast Growth Factor 2 
Vascular endothelial growth factor 

Tumor Necrosis Factor 
Humain 

Récepteurs 

Discoidin domain-containing receptor 1 
Discoidin domain-containing receptor 2 

Macrophage receptor MARCO 
Leukocyte-associated immunoglobulin-like receptor 1 

Anthrax toxin receptor 1 

Humain 

Protéines 
matricielles 
ou associés 

Collagène IV 
Collagène XVII 
Collagène XXIII 

Domaine NCI du collagène VIII 
Fibronectine cellulaire 

Fibronectine plasmatique 
Neuropiline-1 

Humain 

 
Tableau XXIV (1/2) : Partenaires criblés lors des expériences d’interférométrie de 
biocouche avec les ectodomaines des syndécans dépourvus de leurs chaînes de 
glycosaminoglycanes. 
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Catégorie Nom Espèce 

Enzymes ou 
associé 

Lysyl oxidase-like 2 
Propeptide de la lysyl oxydase 

Humain 

Matricryptines 
Anastelline 
Endostatine 

Humain 

Autres 
molécules 

extracellulaires 
α-synucleine Humain 

 
Tableau XXIV (2/2) : Partenaires criblés lors des expériences d’interférométrie de 
biocouche avec les ectodomaines des syndécans dépourvus de leurs chaînes de 
glycosaminoglycanes. 
 
 
a) Interaction entre les ectodomaines des syndécans et le FGF-2 

Le facteur de croissance fibroblastique 2 (FGF-2) fait partie de l’interactome 
consensus des 4 syndécans, et interagit avec ces-derniers via leurs chaines d’héparanes 
sulfate. En particulier, les N-sulfatations des résidus de glucosamine et les 2-O-
sulfatations des résidus d’acide iduronique des chaînes d’HS sont des prérequis à 
l’interaction HS - FGF-2 (van Wijk & van Kuppevelt, 2014). Cette interaction n’est 
également possible que si la chaîne d’HS est longue d’au moins 5 résidus. En l’absence 
de ces oligosaccharides, FGF-2 perd sa capacité à interagir et à activer son récepteur 
FGFR-1 (Ashikari-Hada et al., 2009).  
 
Cependant, le rôle de la partie protéique de l’ectodomaine des syndécans dans cette 
interaction n’a pas été étudié. Pour cela, le FGF-2 a été immobilisé par couplage amine 
et les ectodomaines dépourvus de leurs chaînes de GAGs ont été utilisés en tant 
qu’analyte (Figure 123). Une interaction a été détectée pour les 4 ectodomaines des 
syndécans. Le shift maximal observé en fin d’étape d’association est le plus important 
pour ED-1 (0,18 nm) et en moindre mesure pour ED-3 (0,06 nm). En revanche, ED-2 ou 
ED-4 n’interagissent que faiblement avec le FGF-2 (0,01 nm). 
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Figure 123 : Expériences d’interactions entre FGF-2 et les EDs des syndécans sans GAGs. Les 
sensorgrammes lissés pour chaque ectodomaines de syndécans (EDs) sont présentés. Le FGF-2 a 
été immobilisé et les EDs sont en solution à une concentration de 500 nM (ED-1 : bleu, ED-2 : 
orange, ED-3 : vert, ED-4 : violet). Les courbes verticales en pointillé séparent les différentes 
étapes de l’expérience. 
 

Ces complexes sont très stables étant donné qu’aucune dissociation n’est observée. Une 
unique concentration en analyte a été utilisée dans ces expériences rendant délicat le 
calcul des constantes cinétiques. Cependant, il est possible d’extraire la valeur de kobs 
(exprimée en s-1) qui est une constante de vitesse observée caractérisant l’interaction 
entre les deux partenaires. C’est un paramètre général reflétant le phénomène 
dynamique d’association - dissociation lors de la formation du complexe. La valeur de 
kobs peut être déduite de la phase d’association uniquement, ce qui permet d’éviter la 
problématique de quasi-absence de dissociation du complexe observée dans nos 
expériences (Figure 123). Le modèle le plus simple pouvant décrire ces données a été 
utilisé, où un seul site d’interaction existe (modèle 1 : 1) (Figures 124A et 124B). Il décrit 
parfaitement les sensorgrammes expérimentaux comme en atteste les valeurs de χ2 
(0,0002) et R2 (1,0) pour chacun des deux ectodomaines. La valeur de kobs est légèrement 
plus élevée pour ED-1 (4,7.10-3 s-1) que pour ED-3 (4,3.10-3 s-1). 

Ces expériences montrent que, malgré l’absence des chaînes d’héparane sulfate qui sont 
des sites d’interaction privilégiés de FGF-2, les ectodomaines des syndécans 1 et 3 
notamment ont toujours la capacité d’interagir avec le FGF-2. Ces interactions peuvent 
vraisemblablement être médiées par des interactions électrostatiques étant donné que le 
FGF-2 est une protéine très basique (d’où son nom de facteur de croissance 
fibroblastique basique) possédant un point isoélectrique d’environ 11,2, les 
ectodomaines de syndécan possédant quant à eux des points isoélectriques assez acides 
compris entre 4,4 et 4,7. 
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Figure 124 : Détermination de la constante kobs lors de l’interaction entre le facteur de 
croissance fibroblastique-2 et l’ectodomaine du syndécan-1 et du syndécan-3. A) Les 
sensorgrammes pour l’ectodomaine du syndécan-1 (ED-1, bleu) et du syndécan-3 (ED-3, vert) 
sont présentés avec leur ajustement respectif (en rouge) réalisé sur la phase d’association. B) 
Résiduels des ajustements avec un modèle 1 : 1. 
 
 

b) Interaction entre les syndécans et l’anastelline 

L’anastelline (FNIII1c) est une matricryptine, c’est-à-dire un fragment bioactif de 8,4 kDa 
possédant des propriétés anti-angiogéniques, anti-tumorales et anti-métastatiques (Cho 
et al., 2015, Ricard-Blum & Vallet, 2017). Elle est issue de l’extrémité C-terminale du 
premier domaine de type fibronectine III (FNIII) de la fibronectine, une protéine 
dimérique d’environ 440 kDa synthétisée sous une forme soluble et libérée dans le 
plasma ou bien sous une forme insoluble déposée dans la matrice extracellulaire. 
L’anastelline est une protéine riche en feuillets β mais est cependant dépourvue de deux 
brins β présents normalement à l’extrémité N-terminale du domaine FNIII (Briknarová et 
al., 2003). L’anastelline interagit avec elle-même et avec des domaines FNIII1-2, FNIII3 et 
FNIII11 de la fibronectine, ce qui mène à la formation d’agrégats insolubles de 
fibronectine appelée superfibronectine (Ohashi et al., 2009). L’interaction entre 
l’anastelline et la fibronectine nécessite un dépliement partiel du module FNIII présent 
dans la fibronectine intacte sur laquelle l’anastelline interagit. Puis, elle acquiert ses deux 
brins N-terminaux (brins β A et B) aux dépends du domaine FNIII par un mécanisme 
d’échange de brins (Ohashi et al., 2009, Stine et al, 2017) (Figure 125). 
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Figure 125 : Mécanisme d’interaction entre l’anastelline et le domaine FNIII3 de la 
fibronectine. L’anastelline (ANA, jaune) interagit avec le domaine FNIII3 (bleu) lorsqu’il est 
partiellement désordonné. Cette interaction est accompagnée d’un mécanisme d’échange de 
brins β (domain swapping) afin de reconstituer un module FNIII intact. Les structures PDB de 
l’anastelline seule (1Q38) ou en complexe avec un fragment du 1er domaine FNIII de la 
fibronectine (5J6Z) sont présentées. D’après Stine et al. (2017). 
 
L’anastelline interagit également avec le fibrinogène dont elle provoque l’agrégation, ce 
qui mène à la formation de superfibrinogène. Le superfibrinogène possède des activités 
anti-tumorales et anti-angiogéniques, c’est-à-dire des propriétés similaires à l’anastelline 
seule (Yi & Ruoslahti, 2001). Un deuxième fragment issu du dixième module FNIII de la 
fibronectine mène également à la formation de superfibronectine (Gee et al., 2013). Il a 
également été montré que des cellules en culture adhèrent et s’étalent sur l’anastelline, 
et que ce mécanisme est dépendant d’intégrines et de protéoglycanes à héparane 
sulfate (Mercurius & Morla, 2001). De ce fait, les syndécans pourraient être des 
partenaires de l’anastelline. 
 

1. COMPLEXE ANASTELLINE – CHAINES D’HEPARANE SULFATE      

Les chaînes d’héparane sulfate et l’héparine avaient déjà été proposées comme 
partenaires de l’anastelline qui est une protéine basique ayant un point isoélectrique de 
9,9 (Briknarová et al., 2003) et cette hypothèse a été vérifiée (Gui et al., 2006). Nous 
avons effectivement retrouvé expérimentalement cette interaction en immobilisant 
l’anastelline sur un capteur et en le mettant en contact avec une solution contenant des 
chaînes d’héparane sulfate de muqueuse intestinale porcine ou de chondroïtine sulfate 
de cartilage bovin (Figure 126).  
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Une faible dissociation des complexes est observée lors de la phase de dissociation. Les 
complexes semblent être sables bien que le sensorgramme correspondant aux chaînes 
de CS a une forme inhabituelle. Etant donné que le signal observé en BLI est dépendant 
de l’épaisseur fixée à la surface du capteur, la forme de la courbe pourrait indiquer 1) 
une modification de la conformation des chaînes de CS, qui se déposeraient à la surface 
de l’anastelline, 2) une dissociation des chaînes de CS après avoir interagit avec 
l’anastelline, ou 3) un changement de conformation de l’anastelline. 
 

Figure 126 : Interaction entre l’anastelline 
et les chaînes d’héparane et de 
chondroïtine sulfate. Sensorgrammes 
obtenus par contact entre l’anastelline 
immobilisée et des chaînes d’héparane sulfate 
(HS) ou de chondroïtine sulfate (CS) à une 
concentration de 5 μM. Les sensorgrammes 
contrôles ont été soustraits. 

 
 

Les résidus d’acides aminés de l’anastelline responsables de son interaction avec 
l’héparine ont été déterminés de façon indirecte (Gui et al., 2006). Les auteurs de l’étude 
ont utilisé des peptides d’anastelline de 18 résidus et ont observé leurs effets sur la 
croissance cellulaire, qui est un processus régulé entre autres par l’interaction de la 
fibronectine avec les chaînes d’héparane sulfate portées par des protéoglycanes. Ils ont 
déduit que l’héparine interagissait avec l’anastelline par les résidus basiques Arg644, 
Arg646 et Lys648 ainsi que par le résidu de Trp645 (selon la numérotation UniProt KB de la 
fibronectine, P02751) présents à sa surface. Afin de vérifier ces observations indirectes et 
de déterminer le ou les sites d’interactions de l’héparine sur l’anastelline, des expériences 
de docking ont été réalisées en collaboration avec Martyna Maszota-Zieleniak et Sergey 
Samsonov (Université de Gdansk, Pologne). 

L’anastelline a été utilisée comme récepteur sans spécifier de site d’interaction et 5 
oligosaccharides d’héparine ou d’héparane sulfate ayant des degrés de polymérisation 
(dp) et de sulfatation différents ont été utilisés (Tableau XXV et Figure 127). Les trois 
oligosaccharides d’héparine varient uniquement en taille (dp4, dp6 et dp8) et deux dp4 
d’héparane sulfate ont été utilisés, le premier étant non sulfaté (HSNA) et le second très 
sulfaté (HSNS) reflétant les régions appauvries (domaine NA) ou enrichies en sulfatation 
(domaine NS) retrouvées le long des chaînes d’héparane sulfate (Couchman, 2010). 
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Noms des 
oligosaccharides 

Séquence des 
oligosaccharides 

Degré de 
sulfatation 

Oligosaccharides d’héparine 

HE dp4 [ GlcNS(6S)-IdoA(2S) ] x 2 6 

HE dp6 [ GlcNS(6S)-IdoA(2S) ] x 3 9 

HE dp8 [ GlcNS(6S)-IdoA(2S) ] x 4 12 
 

Oligosaccharides d’héparane sulfate 

HSNA (dp4) GlcNAc-GlcUA-GlcNAc-IdoUA 0 

HSNS (dp4) GlcNS(6S)-GlcUA-GlcNS(6S)-IdoUA(2S) 5 

Tableau XXV : Caractéristiques des oligosaccharides utilisés comme ligands dans les 
expériences de docking avec l’anastelline. GlcNS(6S) : glucose N- et 6-sulfaté, IdoA(2S) : acide 
iduronique 2-sulfaté, GlcNAc : N-acétylglucosamine, GlcUA : acide glucuronique, IdoUA : acide 
iduronique. 

Figure 127 : Structure des 5 oligosaccharides d’héparine (HE) ou d’héparane sulfate 
(HSNA, HSNS) utilisés lors des expériences de docking.  

Le potentiel électrostatique de l’anastelline est fortement positif notamment sur une de 
ses faces qui regroupe plusieurs résidus d’acides aminés basiques (Figure 128A). Au 
total, 300 poses ont été générées et les 50 plus favorables (Figure 128B) ont été 
regroupées par clusters selon leurs énergies d’interaction (Figure 128C). Les 5 
oligosaccharides utilisés dans ces expériences interagissent avec la face basique de 
l’anastelline. La distribution des poses des oligosaccharides d’héparine est cependant 
plus étendue que celle des tétrasaccharides d’héparane sulfate, notamment par rapport 
à celle de HSNS (Figure 128B). Le regroupement des 50 meilleures poses mène à la 
formation de deux clusters pour chacun des oligosaccharides, excepté pour le dp6 
d’héparine (Figure 128C).  
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Il permet de mettre de nouveau en évidence une distribution plus étendue des poses 
pour les oligosaccharides d’héparine que pour ceux d’héparane sulfate ce qui suggère 
une plus grande spécificité d’interaction entre les oligosaccharides d’héparane sulfate 
avec l’anastelline, notamment pour le plus sulfaté (HSNS). Pour chacun des clusters, 5 
structures représentatives ont été sélectionnées et une simulation par dynamique 
moléculaire de 25 ns a été effectuée (Figure 128D). Les complexes sont très stables 
étant donné qu’aucune dissociation entre les oligosaccharides et l’anastelline n’a été 
observée pendant la simulation. Les valeurs d’énergie d’interaction ont été déduites 
(Tableau XXVI).  

Le dp4 d’héparane sulfate non sulfaté (HSNA) possède l’énergie d’interaction la plus 
faible (- 17,9 ± 3,7 kcal.mol-1) alors que celle du dp4 d’héparane sulfate très sulfaté 
(HSNS) est similaire à celle du dp4 d’héparine (- 46,3 ± 14,0 et - 44,9 ± 13,7 kcal.mol-1, 
respectivement). Cela suggère que la sulfatation présente sur l’acide iduronique du dp4 
d’héparine n’est pas requise pour l’interaction avec l’anastelline. Plus le degré de 
polymérisation de l’oligosaccharide d’héparine est élevé, plus l’interaction avec 
l’anastelline est favorisée. La différence d’énergie d’interaction du dp4 et du dp6 est 
faible (environ - 45 et - 49 kcal.mol-1, respectivement) mais plus importante entre le dp6 
et le dp8 (environ - 49 et - 66 kcal.mol-1, respectivement). D’une manière générale, plus 
l’oligosaccharide est chargé, plus l’interaction est favorisée (Tableau XXVI). 

Oligosaccharides 
ΔG moyen ± écart-type 

/ cluster (kcal.mol-1) 
ΔG moyen ± écart-type 

(kcal.mol-1) 
Degré de 

sulfatation 

Oligosaccharides d’héparine 

HE dp4 
Cluster 1 : - 52,9 ± 13,2 

- 44,9 ± 13,7 6 
Cluster 2 : - 37,0 ± 9,7 

HE dp6 Cluster 1 : - 49,3 ± 15,3 - 49,3 ± 15,3 9 

HE dp8 
Cluster 1 : - 73,2 ± 17,3 

- 66,4 ± 14,9 12 
Cluster 2 : - 59,6 ± 9,1 

Oligosaccharides d’héparane sulfate 

HSNA dp4 
Cluster 1 : - 18,2 ± 4,9 

- 17,9 ± 3,7 0 
Cluster 2 : - 17,6 ± 2,7 

HSNS dp4 
Cluster 1 : - 40,8 ± 13,9 

- 46,3 ± 14,0 5 
Cluster 2 : - 51,8 ± 13,2 

Tableau XXVI : Analyse des simulations par dynamique moléculaire de 5 poses 
représentatives pour chacun des oligosaccharides. Les valeurs indiquent l’énergie libre 
d’interaction (ΔG) entre les oligosaccharides et l’anastelline. Le degré de sulfation des 
oligosaccharides est indiqué. 
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Figure 128 : Docking des oligosaccharides d’héparine et d’héparane sulfate sur 
l’anastelline. A) Potentiel électrostatique de surface de l’anastelline (positif : bleu, négatif : 
rouge). B) 50 meilleures poses des oligosaccharides (cyan) sur l’anastelline (Ana, vert). C) 
Regroupement (clustering) des 50 meilleures poses en clusters (cluster 1 : cyan, cluster 2 : bleu 
foncé) sur l’anastelline. D) Poses des oligosaccharides sur l’anastelline après simulations par 
dynamique moléculaire (md). La légende est identique à C). HE : oligosaccharides d’héparine, 
HSNS et HSNA : oligosaccharides d’héparane sulfate sulfatés ou non, dp : degré de 
polymérisation. Travaux de Martyna Maszota-Zieleniak et Sergey Samsonov (Université de 
Gdansk, Pologne). 

B C D 

A 
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Il a également été possible de déterminer la participation de chaque résidu d’acides 
aminés de l’anastelline dans l’interaction avec les oligosaccharides d’héparine (Tableau 
XXVII) et d’héparane sulfate (Tableau XXVIII). Les résidus d’arginine 646, 653 et 694 
sont systématiquement retrouvés pour les 5 complexes et sont les plus impliqués dans 
l’interaction, comme en témoigne leur énergie libre d’interaction.   

 
Oligosaccharides 

d’héparine 
Résidus d’acides aminés de 

l’anastelline 
ΔG 

(kcal.mol-1) 

HE dp4 

K640 -0,7 
R644 -5,5 
R646 -6,2 
K648 -3,4 
R653 -10,2 
W654 -4,4 
K655 -4,0 
K672 -1,4 
R694 -4,6 

HE dp6 

R646 -10,8 

K648 -3,5 

R653 -10,8 

W654 -4,8 

R694 -7,8 

HE dp8 

R644 -4,7 
R646 -11,5 
K648 -6,1 
R653 -8,1 
K669 -7,1 
K672 -5,7 
R694 -8,4 

Tableau XXVII : Décomposition de l’énergie libre d’interaction par résidus d’acides aminés 
de l’anastelline dans son interaction avec les oligosaccharides d’héparine. Les résidus en 
gras sont ceux retrouvés dans tous les complexes. Les numéros des résidus d’acides aminés 
correspondent à la numérotation UniProt KB de la fibronectine.  
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Oligosaccharides 
d’héparane sulfate 

Résidus d’acides aminés de 
l’anastelline 

ΔG 
(kcal.mol-1) 

HSNA dp4 

R646 -1,9 
P647 -1,1 
R653 -1,9 
W654 -1,6 
K655 -2,1 
K669 -1,1 
G670 -0,7 
L671 -1,1 
K672 -1,5 
R694 -1,7 

HSNS dp6 

R644 -5,3 
R646 -6,6 
K648 -1,5 
R653 -7,7 
W654 -3,9 
R694 -6,1 

Tableau XXVIII : Décomposition de l’énergie libre d’interaction par résidus d’acides aminés 
de l’anastelline dans son interaction avec les oligosaccharides d’héparane sulfate. Les 
résidus en gras sont ceux retrouvés dans tous les complexes. Les numéros des résidus d’acides 
aminés correspondent à la numérotation UniProt KB de la fibronectine.  

 

L’analyse des résidus d’acides aminés de l’anastelline interagissant avec les 
oligosaccharides montre que les résidus de lysine 648 et de tryptophane 654 sont 
également représentés et en moindre mesure les résidus d’arginine 644 et de lysine 672 
(Figure 129). Excepté le résidu de tryptophane, les résidus apolaires (Pro 647, Gly 670 et 
Leu 671) sont uniquement impliqués dans l’interaction avec le dp4 d’héparane sulfate 
non sulfaté (HSNA). L’ensemble de ces résidus diffère partiellement des précédentes 
observations (Gui et al., 2006). En effet, seuls les résidus d’arginine 644 et 646 ainsi que 
de lysine 648 avaient été identifiés (Figure 129). Le résidu de tryptophane 645 n’est en 
revanche pas retrouvé à l’inverse du résidu de tryptophane 654 dans nos expériences.  
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Figure 129 : Fréquence d’apparition des résidus d’acides aminés de l’anastelline 
interagissant avec les oligosaccharides. Les résidus d’acides aminés en bleu son 
systématiquement retrouvés dans les expériences de docking avec les 5 oligosaccharides (100 
%), ceux en vert le sont fréquemment (80 %) et les autres sont en gris. Les résidus hachurés sont 
uniquement retrouvés dans l’interaction avec le dp4 d’héparane sulfate non sulfaté (HSNA). Les 
résidus où les bords sont en rouge sont ceux retrouvés aussi bien dans nos expériences de 
docking que dans les travaux de Gui et al., (2006).  
 

Les résidus d’acides aminés de l’anastelline étant impliqués dans l’interaction avec les 
oligosaccharides sont situés à son extrémité N-terminale, notamment dans le premier et 
deuxième brin β, à l’exception du résidu d’arginine 694 (Figure 130). L’ensemble des 
résidus forment cependant une face très basique responsable de l’interaction avec les 
oligosaccharides d’héparine et d’héparane sulfate. 

 
Figure 130 : Localisation des résidus 
d‘acides aminés de l’anastelline 
impliqués dans l’interaction avec les 
oligosaccharides d’héparine et 
d’héparane sulfate. Les résidus en bleu, 
vert et gris sont ceux retrouvés 
respectivement dans 100, 80 et 60 % des 
expériences de docking avec les 
différents oligosaccharides.  
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2. COMPLEXES ANASTELLINE – SYNDECANS 

Les syndécans ont été proposés comme corécepteurs de l’anastelline mais aucune 
preuve expérimentale n’a été apportée (Gui et al., 2006). Afin de vérifier cette hypothèse, 
des expériences d’interactions ont été réalisées par BLI. L’anastelline a été immobilisée 
de façon covalente et les ectodomaines des syndécans-1 à -4 humains portant leurs 
chaînes de glycosaminoglycanes d’origine commerciale (R&D sytems) ont été utilisés en 
tant qu’analytes (Figure 131). Le capteur où a été immobilisé l’anastelline a également 
été mis en contact avec les ectodomaines des syndécans dépourvus de leurs chaînes de 
GAGs (Figure 131). 

Figure 131 : Détection de l’interaction entre l’anastelline et les syndécans. Sensorgrammes 
obtenus par contact entre l’anastelline immobilisée et les syndécans portant (ED-PG) ou non (ED) 
leurs chaînes de glycosaminoglycanes à une concentration de 300 nM et 5 μM, respectivement. 
ED-4PG correspond à l’isoforme 1 du SDC-4 et ne contient pas de pont disulfure à l’inverse de 
l’isoforme 2 (ED-4). Les sensorgrammes des expériences contrôles ont été soustraits. 

 
Ces expériences montrent que l’anastelline interagit avec les quatre syndécans portant 
leurs chaînes de GAGs, notamment le syndécan-4. D’une façon similaire aux interactions 
entre les EDs et le FGF-2 réalisées précédemment, les complexes sont très stables 
puisque quasiment aucune dissociation n’est observée en tampon. La même série 
d’expériences réalisée en utilisant les ectodomaines des syndécans sans GAGs montre les 
mêmes résultats. La partie protéique des 4 ectodomaines des syndécans a la capacité 
d’interagir avec l’anastelline et forme des complexes stables, notamment pour ED-1 et 
ED-3, alors qu’une très faible dissociation est observée pour ED-2 et ED-4 (Figure 131).  
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La fibronectine, contenant le domaine FNIII1 à l’origine de l’anastelline, a également été 
immobilisée et le capteur a été mis en contact avec les ectodomaines des syndécans 
sans GAGs mais aucune interaction n’a été détectée (Figure 132). Cette observation 
permet de suggérer qu’un site cryptique est masqué dans la fibronectine intacte et se 
retrouve exposé lors de la libération de l’anastelline. 
 

Figure 132 : La fibronectine n’interagit pas 
avec les ectodomaines des syndécans sans 
leurs chaînes de glycosaminoglycanes. 
Sensorgrammes obtenus par contact entre la 
fibronectine immobilisée et les syndécans 
dépourvus de leurs chaînes de 
glycosaminoglycanes à une concentration de 
5 μM, respectivement. Les sensorgrammes 
des expériences contrôles ont été soustraits. 
 

 

L’utilisation d’une unique concentration en analyte dans ces expériences et l’absence de 
dissociation empêchent le calcul des constantes cinétiques et de la constante d’équilibre 
de dissociation. Seule la valeur de kobs a été déduite de la phase d’association. Trois 
modèles ont été utilisés dans l’analyse de la phase d’association des partenaires. Le plus 
simple d’entre eux, le modèle 1 : 1, définit un unique site d’interaction à la surface du 
ligand (anastelline) et de l’analyte (EDs ± GAGs). Le modèle 2 : 1 (ou ligand hétérogène) 
suppose l’existence de deux sites distincts sur le ligand et d’un seul sur l’analyte. Le 
modèle 1 : 2 (ou analyte bivalent) définit à l’inverse l’existence de deux sites d’interaction 
sur l’analyte (Tableau XXIX). 
 
Le modèle de ligand hétérogène décrit le mieux l’interaction entre l’anastelline et les 
syndécans portant ou non leurs chaînes de GAGs. Cette observation suppose l’existence 
de deux sites distincts sur l’anastelline et d’un seul sur les ectodomaines des syndécans. 
Concernant ED-1, les valeurs de kobs pour ces deux sites sont identiques, suggérant ainsi 
qu’il n’existe pas de site préférentiel sur l’anastelline, à l’inverse des autres ectodomaines 
des syndécans. Les sensorgrammes possédant les meilleurs ajustements sont présentés 
dans la Figure 133. 

 
 



 

323 
 

 Modèles utilisés pour la détermination de kobs (s-1) 

Analytes 
Simple 

1 : 1 
Ligand hétérogène 

2 : 1 
Analyte bivalent 

1 : 2 

Ectodomaines des syndécans portant leurs chaînes de GAGs (protéoglycanes) 

ED-1 PG 9,4.10-3 (0,451/0,81) 1,7.10-3 / 9,0.10-2 (0,004/1,00) 1,4.10-3 (0,883/0,85) 

ED-2 PG 1,8.10-2 (0,311/0,54) 2,2.10-3 / 2,5.10-1 (0,002/1,00) 4,6.10-3 (0,567/0,65) 

ED-3 PG 4,7.10-3 (0,339/0,94) 9,6.10-2 / 1,6.10-3 (0,009/1,00) 9,4.10-4 (0,419/0,96) 

ED-4 PG 4,6.10-3 (0,148/1,00) 3,9.10-1 / 4,0.10-3 (0,039/1,00) 9,8.10-4 (0,618/0,99) 

Ectodomaines des syndécans sans GAGs (protéines seules) 

ED-1 5,3.10-3 (0,016/1,00) 5,3.10-3 / 5,3.10-3 (0,016/1,00) 2,0.10-3 (0,021/1,00) 

ED-2 5,2.10-3 (0,106/0,93) 1,5.10-1 / 1,8.10-3 (0,003/1,00) 3,2.10-3 (0,094/0,95) 

ED-3 1,0.10-2 (1,057/0,87) 3,2.10-1 / 4,5.10-3 (0,027/1,00) 8,2.10-3 (0,412/0,96) 

ED-4 4,4.10-2 (1,231/0,38) 8,2.10-1 / 4,5.10-3 (0,019/0,99) 2,3.10-1 (0,297/0,86) 

Tableau XXIX : Valeurs de la constante kobs lors de la formation des complexes anastelline – 
ectodomaines des syndécans portant ou non leurs chaînes de GAGs. Le biocapteur sur lequel 
a été immobilisée l’anastelline a été trempé dans des solutions d’ectodomaines des syndécans 
portant leurs chaînes de glycosaminoglycanes (ED-PG) ou non (ED). Les valeurs de kobs sont 
indiquées pour les trois modèles testés ainsi que la qualité des ajustements (χ2 / R2) où les plus 
pertinents sont en gras. 

Figure 133 : Détermination de la constante kobs lors de la formation des complexes 
anastelline – ectodomaines des syndécans portant ou non leurs chaînes de GAGs. Le 
modèle de ligand hétérogène représente le mieux les sensorgrammes de l’interaction entre 
l’anastelline et les ectodomaines des syndécans portant leurs chaînes de glycosaminoglycanes 
(A) ainsi que ceux de l’interaction entre l’anastelline et les ectodomaines des syndécans sans 
GAGs (B). Les courbes expérimentales (courbes colorées), les ajustements (en rouge) et les 
résiduels respectifs sont présentés. 



 

324 
 

3. CARACTERISATION DE L’INTERACTION ENTRE L’ANASTELLINE ET L’ECTODOMAINE DU SYNDECAN-1 

L’objectif des expériences suivantes a été de déterminer quels facteurs étaient 
déterminants dans la stabilité de l’interaction entre l’ectodomaine du syndécan-1 
dépourvu de ses chaînes de GAGs et l’anastelline. L’anastelline interagit avec la 
fibronectine d’une part via des liaisons hydrogènes impliquées dans la formation de 
feuillets β, mais aussi par des interactions hydrophobes. Ces dernières sont induites par 
l’exposition du cœur hydrophobe de l’anastelline, causée par la perte de deux brins-β le 
masquant dans le module FNIII originel. Ces interactions permettent la polymérisation 
de la fibronectine en superfibronectine. La formation de ces agrégats est cependant 
inhibée lorsque l’anastelline est incubée en présence de CHAPS, un détergent, qui vient 
masquer le cœur hydrophobe de l’anastelline (Briknarová et al., 2003).  

Afin de déterminer quels types d’interactions régissent la formation du complexe ED-1 – 
anastelline, une série d’expériences de BLI a été menée en immobilisant l’anastelline et 
en la mettant en contact avec ED-1 soit en présence de CHAPS, soit en présence de 
concentrations croissantes en NaCl, afin de déterminer respectivement si des 
interactions hydrophobes ou ioniques / hydrogènes étaient à l’origine de la formation 
du complexe (Figure 134). Le CHAPS n’a pas significativement altéré l’interaction entre 
l’anastelline et ED-1 (Figure 134A). En revanche, lorsque les expériences sont réalisées 
en présence de NaCl (de 0,15 M à 1 M dans la solution d’ED-1), une diminution 
graduelle de l’interaction est observée (Figure 134B). Environ un quart (23 %) du signal 
est perdu en présence de NaCl 0,3 M et plus de deux-tiers (71 %) en présence de NaCl 
0,6 M. L’interaction reste cependant détectable en présence d’une concentration de 1 M 
en NaCl bien que 89 % du signal ait été perdu.  

Figure 134 : Sensorgrammes enregistrés par BLI correspondant à l’interaction entre ED-1 et 
l’anastelline en présence de CHAPS ou de concentrations croissantes de NaCl. L’anastelline a 
été immobilisée et ED-1 (5 μM) a été utilisé en tant qu’analyte (A) en présence (trait plein) ou en 
absence (pointillé) de CHAPS 3 mM ou (B) en présence de concentrations croissantes en NaCl. 
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Ces observations suggèrent que l’interaction entre l’anastelline et ED-1 est très 
certainement médiée par des interactions électrostatiques et / ou des liaisons 
hydrogènes. Il est intéressant également de noter que la forme globale des 
sensorgrammes diffère selon les différentes expériences. Par exemple, la phase 
d’association d’ED-1 est quasi-linéaire en présence de NaCl 150 mM (Figure 134B) en 
comparaison de cette même phase lors de la première série d’expériences (voir Figure 
131). Les shifts observés diffèrent également. Il semblerait que le lot d’anastelline 
commerciale influe sur l’interaction entre l’anastelline et ED-1. 

Des séries d’expériences de BLI ont été réalisées en suivant le même protocole mais en 
trempant le capteur où a été immobilisée l’anastelline dans des solutions d’ED-1 à 
différents pH (pH 7,4, 6,2 ou 5,0). L’étape de dissociation a été réalisée dans un tampon à 
pH 7,4 (Figure 135). Les pH acides favorisent fortement l’interaction entre l’anastelline et 
ED-1 d’un facteur environ 2 à pH 6,2 et 4 à pH 5,0 d’après les valeurs des shifts (Figure 
135A). En revanche, les complexes se formant à pH acide se dissocient partiellement à 
pH 7,4, alors que le complexe formé à pH 7,4 reste très stable comme observé 
précédemment. Le modèle du ligand hétérogène décrit le mieux l’interaction entre 
l’anastelline et l’ectodomaine du syndécan-1 quel que soit le pH de la solution d’ED-1 
(Figure 135B et Tableau XXX).  

Figure 135 : Influence du pH sur l’interaction entre l’anastelline et l’ectodomaine du 
syndécan-1 dépourvu de ses chaînes de GAGs. A) Sensorgrammes obtenus avec de 
l’anastelline immobilisée mise en contact avec une solution d’ectodomaine de syndécan-1 
dépourvu de chaînes de GAGs (5 μM) dont le pH a été ajusté à 7,4, 6,2, ou 5,0. La phase de 
dissociation a été effectuée à pH 7,4. B) Détermination des paramètres cinétiques avec un 
modèle 2 : 1 (ligand hétérogène). Les ajustements sont en rouge et les données résiduelles sont 
en nuances de bleu, identique à (A).  
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pH de la 
solution d’ED-1 

Modèles et ajustements (χ2 / R2) 

Simple 
1 : 1 

Ligand hétérogène 
2 : 1 

Analyte bivalent 
1 : 2 

pH 7,4 0,021 / 0,993 0,002 / 0,999 0,004 / 0,999 

pH 6,2 0,985 / 0,870 0,006 / 0,999 0,647 / 0,921 

pH 5,0 8,701 / 0,315 0,127 / 0,990 4,355 / 0,796 

 
Tableau XXX : Qualité de l’ajustement des modèles lors de la formation du complexe 
anastelline – ectodomaine du syndécan-1 à différents pH. La qualité des ajustements (χ2 / R2) 
est indiquée pour chaque modèle et pour chaque condition expérimentale. Seule la phase 
d’association a été prise en compte lors de l’évaluation de la qualité des ajustements pour les 
trois modèles lorsqu’aucune dissociation du complexe anastelline – ectodomaine du syndécan-1 
(ED-1) n’a été observée (expérience à pH 7,4). La totalité du sensorgramme a été utilisé pour les 
autres conditions expérimentales étant donné que le complexe se dissocie partiellement. Le 
modèle ayant le meilleur ajustement est en gras. 

 

Etant donné que le complexe se dissocie partiellement à pH acide, il a été possible 
d’extraire des paramètres cinétiques (Figure 135B et Tableau XXXI). Bien que ces 
résultats semblent refléter l’allure des sensorgrammes, ces valeurs restent 
approximatives étant donné qu’une seule concentration en analyte a été utilisée dans 
ces expériences qui n’ont été réalisées qu’une seule fois. 

 Paramètres cinétiques 

pH kobs (s-1) ka (M-1.s-1) kd (s-1) KD (M) 

7,4 1,6.10-2 - - - 

6,2 
4,7.10-3 

1,3 
9,0 

2,5.105 
4,7.10-3 
4,7.10-3 

5,2.10-6 
1,9.10-8 

5,0 
1,6.10-3 
6,3.10-1 

ND 
1,3.105 

1,3.10-1 
5,3.10-3 

ND 
4,2.10-8 

 
Tableau XXXI : Détermination des paramètres cinétiques de l’interaction entre l’anastelline 
et l’ectodomaine du syndécan-1. Le modèle du ligand hétérogène (2 : 1) a été utilisé. ND : 
valeur non déterminée. Les valeurs non calculables sont indiquées par des ʺ-ʺ. ka et kd : 
constantes cinétiques d’association et de dissociation, respectivement. KD : constante d’équilibre 
de dissociation. 
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La comparaison des kobs entre les différentes conditions montre que la formation du 
complexe anastelline – ED-1 est favorisée à pH acide (4,7.10-3 s-1 / 1,3 s-1 et 1,6.10-3 s-1 / 
6,3.10-1 s-1 à pH 6,2 et 5,0 respectivement, contre 1,6.10-2 s-1 à pH 7,4). La détermination 
des valeurs de constantes cinétiques d’association (ka) et de dissociation (kd) a permis de 
calculer la constante d’équilibre de dissociation (KD) reflétant l’affinité des deux 
partenaires, mais uniquement pour l’un des deux sites de l’anastelline car une valeur de 
ka n’a pas pu être calculée lors de l’analyse. L’affinité est élevée et est environ deux fois 
plus importante à pH 6,2 qu’a pH 5,0 (19 et 42 nM, respectivement).  

Bien que la valeur des paramètres cinétiques de la formation du complexe soit 
approximative du fait de l’utilisation d’une seule concentration en analyte, un mécanisme 
d’interaction est proposé. La diminution du pH pourrait provoquer l’apparition d’un 
second site d’interaction sur l’anastelline. A pH 6,2, l’étape d’association présente une 
phase très rapide puis une seconde phase plus lente (qui pourrait caractériser la fixation 
d’ED-1 sur un 2ème site). A pH 5,0, deux sites sont observables sur le sensorgramme par 
la présence de deux phases d’association. ED-1 s’associe très rapidement avec 
l’anastelline et pourrait saturer alors le premier site puis interagir avec un second site. Le 
modèle 2 : 1 reflète alors parfaitement ce phénomène (voir Figure 135). 

L’étape de dissociation des complexes formés aux pH acides s’effectue à pH 7,4 où une 
dissociation du complexe est observée. Cette dissociation pourrait être causée par la 
perte partielle du second site d’interaction, qui s’était formé à pH acide. Néanmoins, les 
sensorgrammes associés aux expériences réalisées aux pH acides ne regagnent pas la 
ligne de base, ce qui indique que tous les complexes ne se dissocient pas. 

Comme rappelé précédemment, l’anastelline est une protéine très basique à l’inverse 
d’ED-1. Une explication probable serait donc l’apparition d’un nouveau patch basique 
sur l’anastelline, formant ainsi un second site favorable à l’interaction avec ED-1, qui est 
une protéine acide. Seule la fonction imidazole portée par les résidus d’histidine possède 
un pKa compris entre 5,0 et 7,4 (pKa 6,0), ce qui indique qu’à pH 6,2, environ 50 % des 
fonctions sont sous forme imidazolium, donc chargées positivement, et environ 91 % à 
pH 5,0. La formation d’un nouveau patch positif causée par la diminution du pH pourrait 
être une explication cohérente avec les observations expérimentales. Ce mécanisme 
proposé est présenté en Figure 136.  

 

 



 

328 
 

Figure 136 : Mécanisme d’interaction proposé entre l’anastelline et l’ectodomaine du 
syndécan-1. A pH 7,4, l’anastelline (orange) présente principalement un unique site d’interaction 
(rouge) pour ED-1 (trait bleu) et un potentiel second site comportant un ou plusieurs résidus 
d’histidine non chargé (H0). A pH 6,2, environ 50 % des résidus d’histidine sont chargés (H0/+) 
créant un patch basique favorisant l’interaction avec ED-1 (trait en pointillé). A pH acide, les 
résidus d’histidine sont chargés (H+), favorisant l’interaction entre l’anastelline et ED-1. 
 

Une modification conformationnelle à pH acide de l’anastelline ou de l’ectodomaine du 
syndécan-1 pourrait également favoriser la formation du complexe. Afin de vérifier cette 
possibilité, des expériences de dichroïsme circulaire ont été réalisées (Figure 137). ED-1 
reste intrinsèquement non structuré quel que soit le pH (Figure 137A). Concernant 
l’anastelline, les pics à 200 et à 215 nm gagnent graduellement en intensité et sont 
caractéristiques des brins β (Figure 137B). La déconvolution des spectres des 
expériences menées sur l’anastelline a confirmé cette observation, où l’anastelline gagne 
une très faible proportion de brin β (4 %, soit moins de 4 résidus) à pH 5,0 au profit du 
désordre intrinsèque (- 7 %, soit environ 5 résidus, Figure 137C).  

Figure 137 : Expériences de dichroïsme circulaire sur l’ectodomaine du syndécan-1 et 
l’anastelline à différents pH. Spectres soustraits, moyennés et lissés de l’ectodomaine du 
syndécan-1 (A) et de l’anastelline (B) aux pH 7,4, 6,2 et 5,0. MRE : ellipticité moyenne par 
résidus. La pointe de flèche en B) est située à 215 nm. C) Proportion en structures secondaires 
(%) après déconvolution des spectres enregistrés sur l’anastelline par Dichroweb avec 
l’algorithme CDSSTR et le jeu de données 7.  
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Les expériences suivantes ont été réalisées dans le but d’apporter des éléments 
soutenant l’hypothèse de la formation d’un second site basique à la surface de 
l’anastelline, notamment par la protonation de ses résidus d’histidine. Afin de visualiser 
leur localisation à la surface de l’anastelline, sa structure tridimensionnelle (PDB : 1Q38, 
Briknarová et al., 2003) a été modifiée afin de concorder avec la séquence de la protéine 
recombinante disponible commercialement et utilisée dans nos expériences (voir section 
Matériel & Méthodes). 

Cette-dernière ne possédant pas d’étiquette, ces modifications ont principalement porté 
sur l’élimination de l’étiquette 6xHis présente à son extrémité C-terminale. Les sites 
d’interaction des oligosaccharides d’héparine et d’héparane sulfate précédemment 
observés lors des expériences de docking sont également représentés et le potentiel 
électrostatique de la protéine a été généré en utilisant la structure telle quelle, ou en 
protonant les résidus d’histidine afin de mimer ses charges à pH 5 (Figure 138).  

 

Figure 138 : Localisation des résidus d’histidine et du site de fixation des oligosaccharides 
d’héparine et d’héparane sulfate sur la structure 3D de l’anastelline. A) Structure 3D de 
l’anastelline possédant la même séquence que la protéine commerciale. Les résidus d’histidine et 
le site d’interaction à l’héparine sont en en vert et bleu, respectivement. B) Potentiel 
électrostatique de surface de l’anastelline mimant un pH de 7,4 ou C) un pH de 5,0. La 
numérotation des résidus d’histidine correspond à celle de la fibronectine entière (UniProt : 
P02751). 



 

330 
 

La séquence de l’anastelline comporte trois résidus d’histidine (637, 662 et 689). Deux 
d’entre eux (637 et 662) sont localisés dans des régions flexibles (extrémité N-terminale 
et région désordonnée, respectivement), mais sont retrouvés à proximité (Figure 138A). 
D’après le potentiel électrostatique de l’anastelline mimé pour un pH de 5, la 
protonation de ces deux résidus pourrait entraîner la formation d’un nouveau patch 
basique qui n’est pas présent à pH neutre (Figures 138B et 138C). Le résidu d’His689 est 
en revanche situé à proximité du site de fixation des oligosaccharides d’héparine et 
d’héparane sulfate. La protonation de ce résidu, mais aussi des résidus d’histidine 632 et 
667, pourrait favoriser l’interaction entre l’anastelline et l’héparine.  

La formation du complexe entre des chaînes d’HS ou ED-1 et l’anastelline semble mettre 
en jeu dans les deux cas des interactions électrostatiques. De ce fait, l’apparition d’une 
nouvelle région basique à la surface de l’anastelline devrait également promouvoir la 
formation de complexes entre l’anastelline et des oligosaccharides sulfatés. Cette 
hypothèse a été testée par BLI en immobilisant l’anastelline et la mettant en contact avec 
une solution d’octasaccharide d’héparine (dp8) dont le pH a été ajusté à 7,4 ou 5,0, puis 
en laissant le complexe se dissocier à pH 7,4 (Figure 139).  

Figure 139 : Rôle du pH dans l’interaction entre l’anastelline et l’héparine. Sensorgrammes 
obtenus lorsque l’anastelline immobilisée sur un capteur a été trempée dans une solution 
d’octasaccharide d’héparine (séquence [ HexUA(2S) – GlcNS(6S)– (IdoUA(2S) – GlcNS(6S)x3 ] où 
HexUA(2S), GlcNS(6S) et IdoUA(2S) représentent un résidu d’acide hexuronique 2-sulfaté, de 
glucose N- et 6-sulfaté ou d’acide iduronique 2-sulfaté, respectivement). La solution 
d’octasaccharide d’héparine a été diluée à une concentration de 5 μM à pH 7,4 (noir) ou pH 5,0 
(bleu). La phase de dissociation a été effectuée à pH 7,4. 
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Les résultats de cette expérience sont assez analogues à ceux obtenus entre l’anastelline 
et ED-1 à différents pH. La valeur du signal observé à pH 5,0 est augmentée d’un facteur 
3 par rapport à pH 7,4. Le complexe se dissocie d’avantage à pH 5,0 où le signal diminue 
à des valeurs semblables à celles obtenues lorsque l’expérience est réalisée à pH 7,4 
(Figure 139). Cette observation pourrait être la conséquence de la protonation des 
résidus d’histidine ce qui favoriserait l’interaction de l’octasaccharide d’héparine avec 
l’anastelline. 

Dans le but de localiser le ou les sites d’interaction de l’ectodomaine du 
syndécan-1 et de l’anastelline, des expériences de spectrométrie de masse en tandem 
ont été réalisées. ED-1 et l’anastelline ont été covalemment réticulés par le 3,3´-
dithiobis(sulfosuccinimidylpropionate), DTSSP, qui est un agent réticulant possédant 
deux fonctions sulfo-NHS susceptibles de réagir avec les fonctions amines primaires. Il 
contient également un pont disulfure qui peut être réduit. Trois conditions de 
réticulation ont préalablement été testées où ED-1 (20 μM) et l’anastelline (60 μM) ont 
été incubés à température ambiante pendant 30 min en présence de DTSSP 2, 4 et 8 
mM. L’analyse de ces expériences de réticulations a été effectuée par électrophorèse en 
conditions dénaturantes avec ou sans réduction préalable avec du DTSSP (Figure 140).  

En absence de DTT, environ 3 espèces distinguables ayant une masse moléculaire 
comprise entre 55 et 70 kDa sont détectées ainsi qu’une espèce migrant très peu dans le 
gel de séparation lorsque les protéines ont été incubées en présence de DTSSP 2 et 4 
mM uniquement. Ces espèces ne correspondent pas aux formes solubles d’ED-1, dont la 
masse moléculaire apparente sur gel est d’environ 40 kDa et de l’anastelline, dont la 
masse moléculaire est de 8,4 kDa. Ces protéines sont visibles dans le front de migration 
du gel. La réduction des espèces a mené à la disparition de l’espèce de haute masse 
moléculaire et seules deux bandes sont observées entre 55 et 70 kDa quel que soit les 
conditions de réticulation (Figure 140). Cela suggère que l’espèce de haute masse 
moléculaire et celle de masse moléculaire apparente d’environ 70 kDa sont des produits 
de la réticulation par le DTSSP. 

Une nouvelle expérience dont la réticulation a été effectuée en présence de DTSSP 4 mM 
a été réalisée pour l’analyse par spectrométrie de masse afin de favoriser la détection 
des peptides réticulés. 
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Figure 140 : Analyse par électrophorèse des expériences de réticulation de l’ectodomaine 
du syndécan-1 et de l’anastelline par le DTSSP. ED-1 (20 μM) et l’anastelline (60 μM) ont été 
incubés pendant 30 min à température ambiante en présence de 2, 4 ou 8 mM de DTSSP 
(volume réactionnel : 25 μl). La réticulation a été stoppée par l’ajout de Tris-HCl pH 7,4 0,3 M. 15 
μl de tampon de charge non réducteur concentré 4 fois ont été ajoutés puis la solution (60 μl au 
total) a été divisée en deux et du DTT à une concentration finale de 50 mM a été ajouté dans 
l’une d’entre elles (+ DTT) et la solution a été incubée 10 min à température ambiante. La 
seconde solution a été laissée telle quelle (- DTT). 20 μl de chaque solution ont été déposés sur 
gel de polyacrylamide 7 % et les protéines ont été colorées toute la nuit par de l’InstantBlue.  

 
Lors de l’analyse de spectrométrie de masse, les protéines réticulées ont été digérées par 
la chymotrypsine puis par la trypsine, afin de détecter des peptides d’ED-1 et 
d’anastelline réticulés. Les modifications engendrées par la réticulation par le DTSSP 
provoquent un écart de masse de + 174 Da dans le cas d’une liaison inter- ou 
intramoléculaire. Deux peptides modifiés ont été détectés lors de cette expérience. Le 
peptide 66KDTQLL71 d’ED-1 est réticulé avec le peptide 655KEATIPGHL663 de l’anastelline 
par leur résidu de lysine en position N-terminale. Le même peptide d’ED-1 est retrouvé 
réticulé soit avec le peptide 667TIKGLKPGVVY677 de l’anastelline, soit avec le peptide 
672KPGVVY677, selon le résidu de lysine impliqué dans la réticulation. Il n’est en revanche 
pas possible de quantifier les peptides réticulés. Afin de réduire le DTSSP et de 
l’empêcher de s’oxyder à nouveau, la même expérience a été réalisée après incubation 
des protéines réticulées par un agent réducteur (TCEP) suivie d’une alkylation par 
l’iodoacétamide. La réticulation par le DTSSP puis sa réduction et son alkylation 
induisent un écart de masse de + 145 Da. Les résidus de lysine 655, 669 et 672 de 
l’anastelline ont été systématiquement retrouvés modifiés avec cet écart de masse, 
confortant ainsi les résultats précédemment obtenus.  
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La séquence d’ED-1 est largement retrouvée pendant son séquençage (77 % et 83 % de 
couverture en condition non réductrice et réductrice, respectivement). En revanche, le 
résidu de lysine 66 d’ED-1 ne l’est jamais, ce qui peut également supporter l’implication 
du peptide dans l’interaction avec l’anastelline. Ces analyses sont présentées en Annexe 
5. Le peptide de l’ectodomaine du syndécan-1 est localisé à son l’extrémité N-terminale 
de l’ectodomaine (Figure 141A). Les deux peptides d’anastelline sont retrouvés à 
proximité l’un de l’autre sur sa structure tridimensionnelle (Figure 141B). Cette 
observation conforte les analyses des expériences de BLI où le modèle de ligand 
hétérogène était le plus approprié pour décrire l’allure des sensorgrammes. 

Le premier peptide (655KEATIPGHL663) est retrouvé au sein d’un brin-β dans la structure 
3D de l’anastelline. Ce peptide contient un résidu d’histidine (His662) dont l’existence 
avait été suggérée précédemment. Le second (667TIKGLKPGVVY677) se retrouve en 
revanche dans une région désordonnée de l’anastelline qui se replie en brin β lorsqu’elle 
est en interaction avec le domaine FNIII3 de la fibronectine (Figures 141B et 141C). Un 
mécanisme d’interaction entre ED-1 et l’anastelline pourrait impliquer un mécanisme de 
domain swapping, d’autant plus qu’ED-1 contient environ 16 % de brin β, comme l’ont 
indiqué les précédentes expériences de dichroïsme circulaire.  

Figure 141 : Localisation des peptides d’anastelline réticulés avec le peptide KDTQLL de 
l’ectodomaine du syndécan-1. A) Localisation du peptide d’ED-1 réticulé (en rouge) sur 
l’ectodomaine entier (en bleu). Les chaînes de glycosaminoglycanes, absentes dans nos analyses, 
sont représentées par des traits verticaux. B) Structure 3D de l’anastelline (PDB : 1Q38) où sont 
indiquées la localisation et la séquence des peptides réticulés détectés par spectrométrie de 
masse. C) Structure 3D de l’anastelline en complexe avec un fragment du domaine FNIII3 de la 
fibronectine (PDB : 5J6Z). La légende est identique à B) et le fragment de FNIII3 est en bleu.  
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Les expériences de BLI en présence de concentrations croissantes de NaCl ont permis de 
conclure que des interactions électrostatiques et / ou des liaisons hydrogène étaient 
responsables de l’interaction entre ED-1 et l’anastelline. Si l’interaction est médiée par 
des liaisons électrostatiques entre des résidus basiques de l’anastelline d’une part et 
acides d’ED-1 d’autre part, il serait nécessaire que des résidus acides (glutamate ou 
aspartate) soient présents à proximité du peptide 66KDTQLL71 d’ED-1. Cette séquence 
possède le résidu d’aspartate 67, mais en revanche, les résidus acides les plus proches 
dans sa séquence sont les résidus d’aspartate 54 et de glutamate 79. Autrement dit, 
seuls 3 résidus acides sont présents sur une séquence de 26 résidus. En revanche, seul le 
résidu de lysine 66 est basique ce qui mène à un point isoélectrique théorique de 4,0 
pour cette séquence de 26 résidus. 

Des expériences de docking ont été réalisées entre l’anastelline, dont l’état de 
protonation est cohérent avec celui retrouvé à pH neutre, et un peptide d’ED-1 de 26 
résidus d’acides aminés contenant le site détecté par spectrométrie de masse 
(66KDTQLL71) et les résidus acides Asp 54 et de Glu 79 aux extrémités N- et C-terminales. 
9 poses ont été générées par le serveur CABS-Dock (Kurcinski et al., 2019), utilisé pour le 
docking protéine - peptide (Figure 142).  

Parmi les 9 solutions, 8 interagissent avec l’anastelline dans un sillon entouré des deux 
peptides identifiés comme réticulés par spectrométrie de masse (Figure 142A). 6 poses 
sont superposables et interagissent en plus avec le site basique identifié dans 
l’interaction avec les oligosaccharides d’héparine ou d’héparane sulfate, et finalement 5 
des 6 poses sont orientées de la même façon, c’est-à-dire que l’extrémité N-terminale 
du peptide d’ED-1 interagit dans le sillon formé par les deux peptides identifiés par 
spectrométrie de masse alors que leur extrémité C-terminale est à proximité des résidus 
interagissant avec les oligosaccharides d’héparine ou d’héparane sulfate (Figure 142B).  

L’extrémité C-terminale de ces 5 poses est à proximité du résidu d’arginine 653 et des 
trois résidus de lysine 655, 669 et 672 qui ont été identifiés comme étant modifiés par le 
DTSSP dans les expériences de spectrométrie de masse (Figure 142B). Le résidu de 
lysine 66 du peptide réticulé d’ED-1 (66KDTQLL71) n’est pas retrouvé à proximité des 
résidus de lysine 655, 669 et 672 de l’anastelline mais est cependant à une distance 
comprise entre 12,5 et 15 Å de ces résidus ce qui est similaire à la taille du bras espaceur 
du DTSSP utilisé dans les expériences de spectrométrie de masse (12 Å).  
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Figure 142 : Docking du peptide de l’ectodomaine du syndécan-1 sur l’anastelline. A) 
Superposition des 9 poses du peptide (vert) sur l’anastelline (orange). Les peptides d’anastelline 
détectés par spectrométrie de masse sont en rouge sur la structure et sont détaillés où les 
résidus de lysine réticulés sont soulignés. Les 7 résidus retrouvés le plus fréquemment dans le 
docking des oligosaccharides avec l’anastelline sont indiqués sur la structure et colorés en bleu. 
B) Visualisation des 5 poses juxtaposables (vert) à la surface de l’anastelline dont le potentiel 
électrostatique a été simulé par APBS. Les deux zones basiques sont agrandies, les résidus 
basiques sont annotés et les résidus de lysine réticulés sont soulignés. Violet : résidu de lysine 
640 non réticulé retrouvé à proximité des poses du peptide d’ED-1.   

 

Les trois autres poses non superposables, dont celle étant la plus probable selon le 
serveur CABS-Dock, ont la caractéristique commune de se retrouver dans une poche 
contenant les résidus d’histidine 637 et 662, le résidu 662 étant dans un des peptides 
d’anastelline. Deux des trois poses sont retrouvées à proximité du site d’interaction avec 
les oligosaccharides d’héparine ou d’héparane sulfate précédemment déterminé (Figure 
143). 



 

336 
 

Ces expériences de docking sont compatibles avec le fait qu’ED-1 soit d’une part à 
proximité des peptides d’anastelline détectés en spectrométrie de masse (8 poses / 9) 
ainsi que du site basique d’interaction des oligosaccharides d’héparine ou d’héparane 
sulfate déterminé précédemment (8 poses / 9), et d’autre part que certaines poses (3 / 9) 
soient à proximité des résidus d’histidine dont la protonation favoriserait l’interaction 
d’ED-1 sur ce site. En revanche, le résidu de lysine 66 réticulé dans le peptide d’ED-1 est 
à proximité du résidu de lysine 640 de l’anastelline qui n’a pas été retrouvé réticulé dans 
les expériences de spectrométrie de masse.  

Figure 143 : Docking du peptide de l’ectodomaine du syndécan-1 sur l’anastelline avec 
CABS-Dock. Les 3 poses non superposables du peptide d’ED-1 (vert) sur l’anastelline (orange) 
sont représentées. Rouge : localisation et la séquence des peptides d’anastelline détectés par 
spectrométrie de masse où les résidus de lysine réticulés sont soulignés. Les 3 résidus 
interagissant avec les oligosaccharides d’héparine ou d’héparane sulfate sont en bleu foncé 
et les deux résidus d’histidine composant la poche sont en bleu cyan. 

 

4. COMPLEXE TERNAIRE ANASTELLINE – ED-1 – HEPARANE SULFATE 

Les expériences de docking d’oligosaccharides d’héparine et d’héparane sulfate sur 
l’anastelline ont permis d’identifier au moins 7 résidus basiques impliqués dans la 
formation de ces complexes. Un certain nombre de ces résidus est également retrouvé à 
proximité du peptide d’ED-1 qui a été utilisé dans les expériences de docking avec 
l’anastelline. Ces observations suggèrent que les chaînes d’héparane sulfate portées par 
l’ectodomaine du syndécan-1 ainsi que sa partie protéique pourraient être en 
compétition dans leur interaction avec l’anastelline.  
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Il est probable que les chaînes d’héparane sulfate et de chondroïtine sulfate soient 
privilégiées dans l’interaction avec l’anastelline étant donné d’une part leur volume et 
leur charge, et d’autre part le fait qu’elles masquent probablement la partie protéique 
des syndécans.  

Afin de vérifier cette éventualité, des expériences de BLI ont été réalisées à pH 7,4 en 
mettant un contact de façon séquentielle un capteur où a été immobilisé l’anastelline 
d’abord dans une solution d’ED-1 puis dans une solution de chaînes d’héparane sulfate. 
Une solution d’octasaccharide d’héparine (dp8) a également été utilisée dans le cas où 
les chaînes d’héparane sulfate provoquaient un encombrement stérique trop important 
(Figure 144). Une interaction est comme attendue détectée dans les expériences 
contrôles, lorsque le capteur où a été immobilisée l’anastelline est mis en contact avec 
du tampon (sans ED-1) puis dans les solutions d’oligosaccharides (HS, courbe rouge ou 
dp8, courbe bleu foncé sur la Figure 144A) ou lorsqu’il est uniquement mis en contact 
avec ED-1 (courbe noire sur la Figure 144A). L’intensité du signal est en revanche 
quasiment nulle lorsque le complexe anastelline – ED-1 est préformé puis trempé dans 
une solution de HS ou de dp8 (Figure 144B). Ces observations suggèrent que les 
oligosaccharides et ED-1 sont en compétition pour l’interaction avec l’anastelline.  
 

 
Figure 144 : Recherche du complexe ternaire anastelline – ectodomaine du syndécan-1 – 
oligosaccharide par interférométrie de biocouche. A) Sensorgrammes de l’interaction entre 
l’anastelline, l’ectodomaine du syndécan-1 (ED-1, 5 μM) et les chaînes d’héparane sulfate (HS) ou 
d’octasaccharide d’héparine (dp8, 5 μM chacun). L’anastelline a été immobilisée puis mise en 
contact de façon séquentielle dans ED-1 seul (noir), dans ED-1 puis HS (orange), dans ED-1 puis 
dp8 (bleu clair), dans HS seul (rouge) ou dans dp8 seul (bleu foncé). Les aires colorées en bleu ou 
en vert réfèrent aux étapes de mise en contact avec ED-1 ou des oligosaccharides, 
respectivement. B) Sensorgrammes de la même expérience alignés à l’étape d’association des 
oligosaccharides sur les capteurs ayant été préalablement trempés (+ ED-1) ou non (ø ED-1) 
dans une solution d’ED-1. La légende est indiquée et est commune aux deux figures.  
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Une série d’expériences similaires a été réalisée en mettant en contact un capteur sur 
lequel a été immobilisé l’anastelline avec une solution d’ED-1 pendant des durées 
variables, de 0 s à 1 h, puis dans une solution d’octasaccharide d’héparine (Figure 145). 
L’intensité du signal lorsque l’anastelline est mise en contact avec du tampon (sans ED-1) 
puis avec l’octasaccharide d’héparine est assez faible (0,055 nm) ce qui est probablement 
causé par sa petite taille. Lorsque l’anastelline est mise en contact avec ED-1 pendant 90 
à 3600 s, l’intensité du signal lors de la phase d’association avec l’octasaccharide diminue 
graduellement jusqu’à atteindre un plateau d’intensité égale à environ 0,035 nm (Figure 
145B). La fixation simultanée d’oligosaccharides et d’ED-1 sur l’anastelline semble ainsi 
être délicate étant donné leur probable fixation sur le même site à la surface de 
l’anastelline ou sur des sites très proches. Cette cofixation n’est cependant pas à exclure. 
 

Figure 145 : Variation de l’intensité du signal pendant l’étape d’association du dp8 
d’héparine sur le complexe préformé anastelline – ED-1. A) Quantité d’ED-1 fixée sur 
l’anastelline. Le capteur où a été immobilisée l’anastelline a été mis en contact pendant des 
durées variables (0 à 3600 s) avec ED-1 (5 μM) avant d’être trempé en tampon HBS P20 0,05 % 
(v/v) pendant 480 s puis (B) dans une solution d’octasaccharide d’héparine (dp8, 5 μM) pendant 
600 s.  

 

5. AGREGATION DU COMPLEXE ANASTELLINE – ECTODOMAINE DU SYNDECAN-1 

L’interaction de l’anastelline avec la fibronectine et le fibrinogène mène à leur agrégation 
respectivement en superfibronectine et en superfibrinogène (Yi & Ruoslahti, 2001, 
Ohashi et al., 2009, Stine et al, 2017). Afin de vérifier si un phénomène similaire avait lieu 
lors de son interaction avec l’ectodomaine du syndécan-1, des expériences de 
turbidimétrie ont été réalisées.  
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L’anastelline et ED-1 ont été incubés à 37°C à pH 7,4 et à pH 5,0 et l’absorbance a été 
mesurée après 65, 72 et 112 heures d’incubation (Figure 146A). Une importante 
augmentation de l’absorbance a été observée dans la gamme de longueur d’onde de 
300 à 400 nm lorsque le complexe est incubé à pH 5,0 et en moindre mesure à pH 7,4 
(Figure 146A). La longueur d’onde maximale est de 330 nm qui est typique de la 
formation d’agrégats (Malher et al., 2008). Afin de vérifier si l’anastelline et ED-1 avait la 
propriété de former des fibrilles amyloïdes, le complexe précédemment incubé pendant 
112 h à pH 5,0 a été analysé par fluorimétrie en présence de thioflavine T, une sonde 
spécifique des fibrilles amyloïdes (Nilsson, 2004, Xue et al., 2016). Une augmentation de 
l’intensité de fluorescence des protéines incubées seules ou en complexe a été observée 
dans la gamme 480 - 500 nm en comparaison de la thioflavine seule, ce qui indique une 
probable formation de fibrilles amyloïdes (Figure 146B). Cependant, cette augmentation 
d’intensité de fluorescence est assez faible ce qui peut suggérer que la majorité des 
agrégats formés sont amorphes dans ces conditions. Un tel signal peut refléter 
davantage un enrichissement en brins β plutôt que la formation de fibrilles amyloïdes 
(Jozawa et al., 2016).  

 

 

Figure 146 : Agrégation de l’ectodomaine du syndécan-1 et de l’anastelline. A) Spectres 
UV-visible résultants de l’incubation d’ED-1 avec l’anastelline à pH 7,4 (bleu) et à pH 5,0 (orange). 
La zone en pointillés est agrandie. B) Spectres de fluorescence du complexe ED-1 – anastelline 
(vert), de l’anastelline seule (orange) ou d’ED-1 seul (bleu) incubé pendant 112 h à pH 5,0. La 
thioflavine T (ThT) seule est en pointillés noirs. U.A. : unité arbitraire. 
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IV.3.3 Discussion et Perspectives 

Les syndécans sont exprimés à la surface de tous les types cellulaires, à l’exception des 
érythrocytes, et sont impliqués dans de très nombreuses fonctions biologiques (Manon-
Jensen et al., 2010). Leur interactome comprend au moins 347 partenaires mais il existe 
un biais d’interprétation dans l’analyse de l’interactome des syndécans étant donné le 
nombre limité de partenaires décrits pour le syndécan-3. Il s’agit également du seul 
syndécan dont aucun complexe ternaire n’a été décrit. Malgré leur large interactome, les 
modèles murins dont l’expression des syndécans a été abolie ne montrent pas de 
troubles du développement et sont viables et aucune mutation engendrant des 
pathologies chez l’Homme n’est à ce jour connue (Couchman et al., 2015). La 
conservation des fonctions associées aux syndécans malgré l’abolition de l’un de ses 
membres est certainement une conséquence du fait que la grande majorité de leurs 
partenaires interagissent avec leurs chaînes de glycosaminoglycanes, les autres membres 
de la famille des syndécans ou d’autres protéoglycanes pouvant alors prendre le relai.  

Cependant, certaines fonctions sont propres à chaque membre de la famille des 
syndécans. Le syndécan-1 est majoritairement exprimé dans les cellules épithéliales et 
est ainsi impliqué dans le processus de cicatrisation (Elenius et al., 2004) alors que le 
syndécan-2 est majoritairement exprimé dans les cellules mésenchymateuses, 
notamment les fibroblastes, et est impliqué dans la réorganisation du cytosquelette 
d’actine (Mytilinaiou et al., 2017). Le syndécan-3 est en revanche majoritairement 
exprimé dans le système nerveux et régule le guidage axonal (Kantor et al., 2004). Le 
syndécan-4 est plus largement exprimé et régule notamment la formation des adhésions 
focales (Afratis et al., 2017). La spécificité fonctionnelle des syndécans est 
vraisemblablement dictée par les modifications post-synthétiques des chaînes de 
glycosaminoglycanes qu’ils portent sur leur ectodomaine selon le type cellulaire, 
engendrant des fonctions différentes (Karamanos et al., 2018). Le domaine cytosolique 
de syndécans est conservé ce qui leur permet d’interagir de façon consensus avec 14 
protéines dont 12 intracellulaires. Il en résulte des fonctions communes dans 
l’organisation du cytosquelette d’actine, le transport vésiculaire et dans divers voies de 
signalisation (Gondelaud & Ricard-Blum, 2019). Seules deux protéines extracellulaires 
sont présentes dans l’interactome consensus des quatre syndécans, le FGF-2 et la 
glycoprotéine virale gp120, qui interagissent via les chaînes de GAGs des quatre 
syndécans. D’après nos expériences, le FGF-2 interagit également avec la partie 
protéique de l’ectodomaine des syndécans -1 et -3 et en moindre mesure avec celui du 
syndécan-2 et du syndécan-4 ce qui signifie qu’il peut interagir à la fois avec les chaînes 
de GAGs et la partie protéique des SDCs. 
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Les constantes cinétiques d’association et de dissociation n’ont pas été déterminées car 
les complexes restent très stables suggérant que les syndécans pourraient avoir le rôle 
de réservoir de FGF-2 à la surface cellulaire. Un gradient d’affinité pourrait apparaître 
entre la partie protéique et les chaînes de GAGs portées par les syndécans.  

A ce titre, le pistage d’une seule molécule de FGF-2 modifié par une nanoparticule d’or 
dans la matrice péricellulaire de fibroblastes en culture avait montré qu’il passait la 
majorité de son temps dans des régions restreintes mais pouvait facilement diffuser, 
notamment grâce aux chaînes d’héparane sulfate (Duchesne et al., 2012). La partie 
protéique des syndécans pourrait ainsi être en partie responsable de la capture et la 
rétention des molécules de FGF-2 à la surface cellulaire, du moins si la présence des 
chaînes de GAGs ne perturbe pas cette interaction. 

Nos expériences d’interférométrie de biocouche ont également permis d’ajouter une 
nouveau partenaire consensus aux quatre syndécans, l’anastelline, qui est un fragment 
de la fibronectine. L’anastelline interagit avec les chaînes d’héparane sulfate des 
syndécans, comme cela avait été proposé plus tôt (Mercurius & Morla, 2001), mais aussi 
avec leurs chaînes de chondroïtine sulfate. Il est généralement admis que seuls les 
syndécans -1 et -3 portent des chaînes de CS et de façon juxtamembranaire (Couchman, 
2010), cependant il semblerait que certaines chaînes d’HS peuvent être substituées par 
des chaînes de CS pour le syndécan-4 (Deepa et al., 2004), ce qui pourrait expliquer la 
valeur importante du signal observée dans nos expériences entre l’anastelline et 
l’ectodomaine du syndécan-4 portant ses chaînes de GAGs. Les expériences de docking 
d’oligosaccharides d’héparine et d’héparane sulfate ont permis de déterminer 
précisément leur site d’interaction à la surface de l’anastelline. Ces expériences ont 
également révélées une plus grande spécificité des tétrasaccharides d’héparane sulfate 
très sulfaté (HSNS) par rapport aux tétrasaccharides d’héparine ou d’héparane sulfate 
non sulfatés (HSNA). 

Ces premières séries d’expérience ont ainsi permis d’identifier le (co)-récepteur de 
l’anastelline à la surface des cellules dont la formation du complexe favorise l’adhésion 
cellulaire (Mercurius & Morla, 2001). De façon similaire au FGF-2, l’anastelline interagit 
avec les chaînes de GAGs mais aussi avec la partie protéique des syndécans. Les 
complexes entre l’anastelline et les EDs sont très stables et les interactions 
électrostatiques et / ou hydrogènes semblent en être responsables. 

Les expériences de BLI ont également montré que cette interaction était favorisée aux 
pHs acides et l’hypothèse la plus probable serait la formation d’une poche basique à la 
surface de l’anastelline du fait de la protonation des résidus d’histidine s’y trouvant.  
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La valeur de pKa théorique pour les résidus d’histidine 637 et 662 est de 6,17 et 6,45, 
respectivement (au lieu de 6,0 pour l’histidine libre), d’après le serveur DelPhiPKa (Pahari 
et al., 2018), ce qui indique qu’une faible diminution du pH serait à même de pouvoir 
protoner ces résidus et donc de former un nouveau site basique. La formation d’un 
nouveau site d’interaction est cohérente avec la forme générale des sensorgrammes 
obtenus dans des conditions acides ainsi que leur analyse avec le modèle du ligand 
hétérogène. Dans des conditions physiologiques où le pH est environ neutre, 
l’interaction avec l’anastelline promeut l’adhésion cellulaire. Favoriser la formation de ce 
complexe dans les microenvironnements tumoraux où le pH est plus acide (Kato et al., 
2013) pourrait être une réponse cellulaire au phénotype invasif de certains types de 
cancers. Cependant, le shedding des syndécans y est également augmenté (Ramani et 
al., 2013) limitant ainsi les effets anti-invasifs de la formation de ce complexe. 

Les syndécans solubles (i.e. ayant subi le processus de shedding) pourraient servir de 
vecteur de l’anastelline. A pH acide, l’interaction entre les deux partenaires est 
importante et le relargage de l’anastelline pourrait alors être effectué dans des 
environnements dont le pH est moins acide. Des interactions dépendantes du pH et 
régulées par des résidus d’histidine ont déjà été observées (Watanabe et al., 2019). C’est 
par exemple le cas de la protéine TSG-6 (Tumor necrosis factor-inducible gene 6 protein) 
dont l’interaction avec l’acide hyaluronique est favorisée à pH acide (pH 5,7) du fait de la 
protonation de deux résidus d’histidine, dont un à proximité du site d’interaction entre 
les deux partenaires (Blundell et al., 2006). Un exemple de transport et de relargage de 
protéine dépendant du pH est celui de l’isomérase des ponts disulfures ERp44, présente 
dans des compartiments en aval du réticulum endoplasmique, dont le compartiment 
intermédiaire (ERGIC, pour Endoplasmic Reticulum-Golgi Intermediate Compartment) et 
le cis-Golgi dans lequel règne un pH légèrement acide (pH 6,7). ERp44 y adopte une 
conformation ouverte dans laquelle 5 résidus d’histidine protonés favorisent son 
interaction avec différentes protéines. ERp44 est une sorte de point de contrôle, 
rapatriant certaines protéines immatures, comme des immunoglobulines M, vers le 
réticulum endoplasmique où le pH y est presque neutre (pH 7,2), ce qui entraîne la 
déprotonation des résidus d’histidine, menant au relargage des protéines avec lesquelles 
elle interagit (Watanabe et al., 2019).  

La poche contenant des résidus d’histidine au sein de l’anastelline se retrouve à 
proximité d’un des peptides détectés par spectrométrie de masse. Ce-dernier contient 
également un résidu d’histidine qui pourrait avoir un rôle à jouer dans cette interaction. 
Un moyen de vérifier ces observations serait de modifier sélectivement les résidus 
d’histidine afin d’annuler leur charge à pH acide, comme avec du 4-hydroxynonenal.  
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Il serait également envisageable de générer des mutants de l’anastelline sur ces résidus. 
Dans le cas d’une implication de ces résidus d’histidine, les sensorgrammes obtenus à 
pH acide devraient être similaires à ceux enregistrés à pH 7,4 du fait de l’abolition de la 
création de ce nouveau site basique. 

La formation d’un complexe ternaire entre l’anastelline, l’ectodomaine du syndécan-1 et 
les chaînes d’héparane sulfate ne semble pas être favorisé comme en attestent les 
expériences de BLI. La fonction biologique de l’interaction entre l’anastelline et les 
syndécans semble être connue, où la formation du complexe favorise l’adhésion 
cellulaire (Mercurius & Morla, 2001). En revanche, nos expériences montrent une 
interaction directe entre l’anastelline et la partie protéique d’ED-1 dont la fonction reste 
à déterminer. Cependant, les expériences préliminaires de turbidimétrie et de 
fluorimétrie sur le complexe anastelline – ED-1 ont montré la formation d’agrégats, 
notamment à pH 5,0 où le complexe pourrait former des fibrilles de type β-amyloïde. 
Ces observations pourraient être expliquées par la formation du néosite basique sur 
l’anastelline. L’anastelline pourrait interagir avec ED-1 via deux sites différents, favorisant 
la polymérisation du complexe. Les conditions optimales de la formation de ces fibrilles 
restent cependant à déterminer étant donné la faible augmentation d’intensité de 
fluorescence observée par rapport à la thioflavine T seule. Cependant, la formation des 
fibrilles amyloïdes est potentialisée à pH acide ce qui concorde avec nos expériences 
préliminaires (Su & Chang, 2001). La présence des glycosaminoglycanes sur ED-1 
pourrait être un facteur limitant son agrégation (amyloïde ou amorphe), ou ils pourraient 
au contraire la favoriser, ce qui a déjà été observé. En effet, l’héparine a déjà été utilisée 
afin de promouvoir la formation de fibrilles in vitro (Iannuzzi et al., 2015, Quittot et al., 
2017). 

 Finalement, il serait possible d’ajouter le cholestérol à l’interactome consensus 
des syndécans. En effet, le motif GXXXG présent dans leur domaine transmembranaire 
est également retrouvé dans celui de la protéine précurseur amyloïde et participe à son 
interaction avec le cholestérol (Barett et al., 2012). Certaines séquences consensus 
d’interaction avec le cholestérol ont été décrites (Fantini & Barrantes, 2013) et sont 
retrouvées au sein du domaine transmembranaire des syndécans. Ces observations vont 
de pair avec leur localisation préférentielle dans les radeaux lipidiques (Woods & 
Couchman, 2001, Tkachenko & Simons, 2002, Couchman, 2003) qui sont des 
microdomaines enrichis en cholestérol et en sphingolipides (Kusumi et al., 2020). 
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IV.4.1 Introduction 

Le glycocalyx est une fine couche de glycoconjugués et de polysaccharides recouvrant la 
surface des cellules eucaryotes. Le glycocalyx des cellules endothéliales est de loin le 
plus étudié. Il est situé au niveau de leur pôle apical et sa structure est apparentée à un 
gel contribuant à environ 2 % du volume plasmatique (Kundra & Goswami, 2019). Son 
épaisseur est directement corrélée à la taille du vaisseau sanguin et est estimée à 
environ 1 μm dans les veinules, 2 à 3 μm dans les petites artères et de 4,5 μm à 11 μm 
dans la carotide ou l’aorte (Reitsma et al., 2007, Ebong et al., 2011,Yen et al., 2012). Il est 
cependant important de noter que l’estimation de son épaisseur dépend de la technique 
utilisée pour sa visualisation (Ebong et al., 2011). Il est majoritairement composé de 
protéoglycanes qui portent de façon covalente sur leur partie protéique une ou plusieurs 
chaînes de glycosaminoglycanes. Six GAGs ont été décrits chez les mammifères et 
diffèrent par leur unité disaccharidique, leurs modifications post-synthétique ou encore 
leur taille (Karamanos et al., 2018). Au sein du glycocalyx, les chaînes d’héparane sulfate 
et de chondroïtine sulfate sont les plus abondantes (Gao & Lipowsky, 2010). En effet, la 
taille du glycocalyx présent à la surface des veinules est réduite de 43 % après digestion 
des chaînes d’HS et de 34 % après digestion des chaînes de CS. En revanche, les chaînes 
de dermatane sulfate ou de kératane sulfate sont beaucoup moins représentées. L’acide 
hyaluronique peut être piégé dans le glycocalyx notamment par le biais de ses 
récepteurs que sont HARE (Hyaluronan receptor for endocytosis), LYVE-1 (Lymphatic 
vessel endothelial receptor 1), RHAMM (Receptor for hyaluronan mediated motility), la 
layiline ou bien le plus caractérisé d’entre eux, CD44 (Tarbell et al., 2014). L’épaisseur du 
glycocalyx des veinules est diminuée de 12 % après digestion de l’acide hyaluronique. 

Au total, environ 90 % de l’épaisseur du glycocalyx est due à la présence des chaînes de 
GAGs (Tarbell et al., 2014). Comme décrit précédemment, les chaînes d’héparane sulfate 
présentent une distribution des groupements sulfates hétérogène, où les régions 
hypersulfatées sont des sites privilégiés d’interaction avec des protéines sériques comme 
l’albumine, diverses enzymes, des cytokines ou encore des facteurs de croissances 
(Kundra & Goswami, 2019). On retrouve également des glycoprotéines membranaires, 
en particulier les intégrines, notamment αvβ3, des sélectines E et P ainsi que des 
membres de la superfamille des immunoglobulines (ICAM-1 et -2, PECAM-1) (Reitsma et 
al., 2007). 
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Les composants du glycocalyx forment un réseau tridimensionnel dynamique et 
structuré (Figure 147). L’analyse par microscopie électronique du glycocalyx des cellules 
endothéliales de mésentère de grenouille a montré que ses composants s’assemblent en 
fibres d’environ 10 à 12 nm de diamètre où se forment périodiquement des clusters 
séparés de 20 nm. Cette structure forme une maille quasi-hexagonale espacée de 100 
nm au niveau de la membrane et est ancrée au cytosquelette d’actine sous-jacent 
(Squire et al., 2002). Plus récemment, le glycocalyx de cellules endothéliales provenant 
du cerveau de souris a été étudié par microscopie optique à super-résolution (Fan et al., 
2019). En accord avec les précédentes observations, les chaînes d’HS sont presque 
perpendiculaires par rapport à la surface de la cellule (adoptant un angle de 78 à 85° par 
rapport à la surface de la cellule) alors que l’acide hyaluronique reste en surface et forme 
un réseau hexagonal. 

 

 

 

 

 

 

 
Figure 147 : Ultrastructure du glycocalyx endothélial. A) Micrographie du glycocalyx 
endothélial de capillaire de mésentère de grenouille (Adapté de Squire et al., 2002). La barre 
d’échelle n’a pas été indiquée. B) Modèle créé à partir des micrographies d’une vue latérale du 
glycocalyx. Violet : composants du glycocalyx, vert : regroupement périodique de molécules sur 
le glycocalyx. C) Modèle d’une vue luminale du glycocalyx, assemblé en maille hexagonale. Violet 
: regroupement de protéines sur la membrane, gris : composants du glycocalyx. Les schémas ne 
sont pas à l’échelle. 

Une fonction particulièrement importante du glycocalyx endothélial réside dans la 
mécanoréception des contraintes de cisaillement provoquées par l’écoulement du sang, 
et leur transmission au cytosquelette. Cette fonction est principalement achevée par les 
chaînes d’HS portées par le glypican-1 et par l’acide hyaluronique, mais pas par les 
chaînes de CS (Thi et al., 2004, Zeng et al., 2018). La présence de cette structure dense et 
très électronégative à la surface des cellules endothéliales permet de limiter les 
interactions avec d’autres types cellulaires ou fragments circulants comme les 
érythrocytes, les leucocytes ou les plaquettes.  

A B 
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Il joue un rôle de filtre, restant perméable aux molécules de masse moléculaire inférieure 
à environ 70 kDa (Alphonsus & Rodseth, 2014, Yilmaz et al., 2019). Plusieurs conditions 
physiopathologiques mènent à la dégradation du glycocalyx. L’hyperglycémie provoque 
la réduction de près de 50 % de son épaisseur (Nieuwdorp et al., 2006). Il est également 
dégradé dans des conditions d’inflammation, de sepsis ou encore chez les patients 
présentant des troubles cardiovasculaires (Tarbell  & Cancer, 2016, Yilmaz et al., 2019). 
Aussi, le shedding des différents constituants du glycocalyx entraîne l’exposition de 
récepteurs d’adhérence vasculaires aux leucocytes, leur permettant d’interagir avec 
l’endothélium (Lipowsky, 2012). A l’inverse, l’exposition de cellules endothéliales à des 
forces de cisaillement importantes augmente l’épaisseur du glycocalyx (Gouverneur et 
al., 2006, Zeng & Tarbell, 2014, Liu et al., 2016). 

Le glycocalyx des globules rouges de sujets sains est en revanche très fin, sa taille variant 
de 1,7 à 10 nm, soit 1000 fois plus fin que celui recouvrant l’endothélium vasculaire 
(Kahane et al., 1978, Donath & Pastushenko, 1979, Linss et al., 1991) (Figure 148). La 
purification des glycanes d’érythrocytes humains et leur immunomarquage avec un 
anticorps monoclonal anti-HS a mis en évidence la présence d’une faible quantité de 
chaînes d’héparane sulfate à la surface des globules rouges (environ 2 000 par cellules), 
valeur très faible en comparaison de la quantité d’autres molécules comme la protéine 
Bande 3 ou la Glycophorine A (GPA, environ 106 molécules par cellule). Ces chaînes 
d’héparane sulfate sont en outre des sites de fixation au pathogène Plasmodium 
falciparum sur les érythrocytes (Vogt et al., 2004). L’extraction des GAGs de globules 
rouges de rat a permis de mettre en évidence la présence de chaînes de chondroïtine et 
de dermatane sulfate, majoritairement sous forme 4-O sulfatées dans le glycocalyx des 
globules rouges. Ils sont présents à une concentration de 0,5 μg pour 1010 érythrocytes 
soit environ 1011 copies par cellules (Srikanth et al., 2012). Ce type de sulfatation est 
d’ailleurs diminué dans le cas de régime hypercholestérolémiant (Kiran et al., 2015). 
Enfin, la présence du récepteur CD44 à la surface des globules rouges permet de 
suggérer la présence d’acide hyaluronique à leur surface et ainsi l’établissement 
d’interactions érythrocyte-érythrocyte ou érythrocyte-endothélium (Kerfoot et al., 2008). 
La particularité du glycocalyx des globules rouges réside dans leur caractère 
extrêmement anionique, du fait de la présence d’un nombre important d’acides sialiques 
présents à leur surface, dont l’écrasante majorité est représentée par l’acide N-
acétylneuraminique (Neu5Ac – Bulai et al., 2003). 75 % des acides sialiques du globule 
rouge sont d’ailleurs portés par chacune des 16 O-glycosylations et de l’unique N-
glycosylation de la glycophorine A (Aoki, 2017), protéine membranaire très abondante 
dont le nombre varie de 96.103 et 1.106 par cellules (Burton & Bruce, 2011, Bryk & 
Wisniewsk, 2017). 
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Figure 148 : Visualisation du glycocalyx du globule rouge par microscopie électronique. 
L’épaisseur du glycocalyx est estimée à 1,4 nm et les filaments d’oligosaccharides ont un 
diamètre évalué entre 12 et 25 Å. Cette visualisation est la seule disponible à ce jour. La barre 
d’échelle n’a pas été indiquée. D’après Roseman, (2001). 

 

Environ 270 millions de molécules d’hémoglobines sont présentes dans chaque globule 
rouge (D’Alessandro et al., 2017). L’hémoglobine (HbA) est une protéine 
hétérotétramérique composée de deux chaînes d’α-globine et deux chaînes de β-
globine portant chacune un groupement héminique permettant la fixation du dioxygène. 
Plusieurs hémoglobinopathies ont été décrites, notamment les thalassémies et la 
drépanocytose. Cette dernière, appelée anémie falciforme, est une pathologie causée 
par la mutation d’un seul nucléotide dans le gène codant pour la β-globine, substituant 
le résidu de glutamate 6 par un résidu de valine (Glu6Val) provoquant l’apparition de 
l’hémoglobine S (HbS) (Figure 149).  

Dans des conditions de faible oxygénation, l’exposition de ce résidu de valine et son 
interaction avec les résidus de phénylalanine 85 et de leucine 88 présents dans la chaîne-
β d’une molécule d’hémoglobine voisine mène à la polymérisation de l’HbS dans le 
cytoplasme des globules rouges. Il en résulte la formation de longues fibres d’HbS qui 
déforment le globule rouge en forme de faucille, d’où le nom de la pathologie (Connes 
et al., 2016) (Figure 149). Cette modification structurale fragilise le globule rouge et 
entraîne une perte de sa déformabilité, propriété fondamentale de ce type cellulaire 
pour la réalisation de ses fonctions. Ces modifications provoquent l’apparition fréquente 
d’évènements vaso-occlusifs et d’anémie hémolytique sévère chez le patient 
drépanocytaire (Ballas et al., 2010, Connes et al., 2016).  

Actuellement, seuls des traitements périodiques par l’hydroxyurée, des transfusions 
sanguines et dans les cas les plus graves la greffe de moelle osseuse, permettent 
l’amélioration des conditions de vie des patients. Chez les patients drépanocytaires, 
l’épaisseur du glycocalyx endothélial est d’ailleurs réduit (van Beers et al., 2008). 
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Figure 149 : Structure de l’hémoglobine S et la conséquence de sa polymérisation sur le 
phénotype du globule rouge. A) Structure cristallographique de deux molécules 
d’hémoglobine S en interaction (PDB : 2HBS). Les chaînes α et β sont en bleu et orange, 
respectivement. Rouge : groupements héminiques. B) Agrandissement de la zone d’interaction 
entre deux molécules d’HbS où l’on distingue le résidu de valine 6 d’une première molécule en 
interaction avec le patch hydrophobe formé par les résidus de phénylalanine 85 et de leucine 88 
portés par l’une des deux chaînes β de la molécule d’HbS voisine. Les résidus de valine 6, 
phénylalanine 85 et leucine 88 sont en vert. Visualisation par microscopie électronique à 
transmission de globules rouges drépanocytaires oxygénés (C) et désoxygénées (D). L’échelle 
est commune aux deux images. Les micrographies sont issues d’Abay et al., (2019). 
 

IV.4.2 Buts de l’étude 

Le but de notre étude a été de déterminer le ou les rôles des chaînes de 
glycosaminoglycanes sur les propriétés rhéologiques des globules rouges. La capacité 
que les globules rouges ont à se déformer (i.e. leur déformabilité), leur propension à 
s’agréger en plasma (i.e. leur agrégation) ou en dextran (i.e. leur agrégabilité) ont été 
mesurées sur des globules rouges traités par des enzymes dépolymérisant les chaînes de 
GAGs et libérant les acides sialiques, et comparées à celles des globules rouges non 
traités. L’agrégabilité représente la propriété intrinsèque des globules rouges à 
s’agréger, alors que leur agrégation est liée à la présence de facteurs externes, 
notamment des facteurs plasmatiques ou cellulaires.  

Ces deux paramètres ont été mesurés en stase (fonction M) ou à faible vitesse de 
cisaillement (M1) comme décrit dans la section Matériel & Méthodes. Ces expériences 
ont été réalisées sur des globules rouges de sujets sains ainsi que sur des globules 
rouges de patients drépanocytaires afin de comparer les rôles respectifs des GAGs et des 
acides sialiques sur leurs propriétés rhéologiques.  
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Ce travail a été effectué en collaboration avec le Professeur Philippe Connes et son 
équipe (Laboratoire Interuniversitaire de Biologie de la Motricité – LIBM, EA7424, 
Université Lyon 1). 

 
IV.4.3 Résultats 

Les propriétés rhéologiques des globules rouges ont été mesurées avant leur incubation 
avec des enzymes dégradant leurs glycosaminoglycanes et leurs acides sialiques afin de 
mettre en évidence des différences dans leur déformabilité ainsi que dans leur 
agrégation et leur agrégabilité. Comme observé précédemment (Connes et al., 2016), la 
déformabilité des globules rouges sains est significativement plus élevée que celles des 
drépanocytaire (Figure 150A). Leur agrégation (mesurée en plasma) et leur agrégabilité 
(mesurée en dextran) sont inférieures à celles des globules rouges drépanocytaires, 
excepté lorsque la mesure d’agrégation est réalisée en stase (Figure 150B).  

De plus, les différences d’agrégabilité (+ 43,1 % et + 21,3 % pour les fonctions M et M1 
en dextran) entre les globules rouges drépanocytaires et sains sont plus importantes que 
les différences de leur agrégation (+ 14,6 % et + 14,5 % pour les fonctions M et M1 en 
plasma autologue). Cette observation permet de suggérer que des facteurs intrinsèques 
aux globules rouges drépanocytaires, plutôt que des facteurs externes, sont 
principalement responsables de leur capacité à interagir avec d’autres globules rouges. 

 

Figure 150 : Propriétés rhéologiques des globules rouges sains et drépanocytaires non 
traités. A) Mesure de la déformabilité des globules rouges sains (bleu, n = 24) et 
drépanocytaires (rouge, n = 24). B) Agrégation (en plasma) et Agrégabilité (en dextran) des 
globules rouges sains (bleu, n = 23) et drépanocytaires (rouge, n = 23), mesurées en stase 
(fonction M) ou à faible vitesse de cisaillement (fonction M1). 
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L’incubation des globules rouges sains et drépanocytaires pendant 60 minutes avec de 
l’héparinase III, qui dépolymérise spécifiquement les chaînes d’HS en clivant la liaison 1-4 
entre un résidu de glucosamine N-sulfaté ou N-acétylé et l’acide glucuronique, n’a pas 
provoqué de variations significatives de la déformabilité ou de l’agrégation / agrégabilité 
des globules rouges (Figure 151A). Pour des raisons de clarté, seules les valeurs 
obtenues en absence et en présence de la concentration en enzyme la plus élevée (450 
mU/ml) sont présentées. Les valeurs obtenues en présence des autres concentrations en 
enzymes (67,5, 150 et 300 mU/ml) sont présentées en Annexe 6. Aucune modification 
de l’agrégabilité ou de l’agrégation des globules rouges sains ou drépanocytaires n’a été 
observée (Figures 151B et 151C).  

 

Figure 151 : Propriétés rhéologiques des globules rouges sains et drépanocytaires traités 
par l’héparinase III. A) Déformabilité des globules rouges sains (bleu, n = 8) et drépanocytaires 
(rouge, n = 8). Les courbes noires en pointillé représentent les valeurs obtenues avant traitement 
par l’héparinase III pour chacun des deux groupes. Agrégation (en plasma) et agrégabilité (en 
dextran) des globules rouges sains (B, n = 8) et drépanocytaires (C, n = 6).   
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Le traitement des globules rouges pendant 60 minutes en présence de chondroïtinase 
ABC, qui dépolymérise les chaînes de chondroïtine sulfate de type A et C et les chaînes 
de dermatane sulfate (également appelée chondroïtine sulfate B), n’a pas induit de 
variations significatives des paramètres rhéologiques des globules rouges sains et 
drépanocytaires (Figure 152). Comme pour le traitement à l’héparinase III, seules les 
valeurs obtenues en absence et en présence de la concentration en enzyme la plus 
élevée (500 mU/ml) sont présentées. Les valeurs obtenues en présence des autres 
concentrations en enzymes (50 et 250 mU/ml) sont présentées en Annexe 7. 

 
Figure 152 : Propriétés rhéologiques des globules rouges sains et drépanocytaires traités 
par la chondroïtinase ABC. A) Déformabilité des globules rouges sains (bleu, n = 8) et 
drépanocytaires (rouge, n = 6). Les courbes noires en pointillés représentent les valeurs obtenues 
avant traitement par la chondroïtinase ABC pour chacun des deux groupes. Agrégation (en 
plasma) et agrégabilité (en dextran) des globules rouges sains (B, n = 7) et drépanocytaires (C, n 
= 6).   
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La digestion de l’acide hyaluronique pendant 60 minutes n’a pas significativement 
affecté la déformabilité des globules rouges sains, bien que les p-values soient proches 
du seuil de significativité dans la faible gamme de force de cisaillement (0,05 < p < 1 
pour des forces de cisaillement de 0,95 à 9,49 Pa). La déformabilité des globules rouges 
drépanocytaires n’a, en revanche, pas du tout été affectée (Figure 153A). Seules les 
valeurs obtenues en absence et en présence de la concentration en enzyme la plus 
élevée (500 mU/ml) sont présentées. Les valeurs obtenues en présence des autres 
concentrations en hyaluronidase (100 et 250 mU/ml) sont présentées en Annexe 8. 

Cependant, une augmentation significative de l’agrégabilité (mesurée en dextran) est 
détectée en stase pour les globules rouges sains (fonction M, + 22 %) et à faible vitesse 
de cisaillement (fonction M1, + 12,5 %) pour les globules rouges drépanocytaires 
(Figures 153B et 153C). En revanche, la digestion de l’acide hyaluronique n’a aucun effet 
sur l’agrégation mesurée en plasma des deux types de globules rouges. 

 

 

Figure 153 : Propriétés rhéologiques des globules rouges sains et drépanocytaires traités 
par la hyaluronidase. A) Déformabilité des globules rouges sains (bleu, n = 6) et 
drépanocytaires (rouge, n = 7). Les courbes noires en pointillés représentent les valeurs obtenues 
avant traitement par la hyaluronidase pour chacun des deux groupes. Agrégation (en plasma) et 
agrégabilité (en dextran) des globules rouges sains (B, n = 5) et drépanocytaires (C, n = 7).   
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Une diminution faible mais significative (- 3,8 %) de la déformabilité des globules rouges 
sains est observée dans une gamme de force de cisaillement allant de 5,33 à 30 Pa après 
leur traitement pendant 60 minutes par la neuraminidase à une concentration de 600 
mU/ml (Figure 154A).  

Au contraire, la digestion des acides sialiques n’a pas affecté la déformabilité des 
globules rouges drépanocytaires dans cette gamme, mais à des forces de cisaillement 
plus faibles (de 0,95 à 5,33 Pa) avec la même concentration en enzyme (+ 25,3 % à 0,95 
Pa). De plus, l’incubation des globules rouges drépanocytaires à une plus faible 
concentration enzymatique (400 mU/ml) a également induit une augmentation de la 
déformabilité dans la même gamme de force de cisaillement. Les globules rouges sains 
n’ont pas été affectés avec cette même concentration (Figures 154B et 154C).  

Figure 154 : Déformabilité des globules rouges sains et drépanocytaires traités par la 
neuraminidase. A) Mesures de déformabilité des globules rouges sains (bleu, n = 7) et 
drépanocytaires (rouge, n = 6) traités par la neuraminidase et non traités (courbes noires en 
pointillés pour les deux groupes). Concentration en neuraminidase de 400 (couleur claire) et 600 
mU/ml (couleur foncée). Variation de la déformabilité des globules rouges sains à 30 Pa (B) et 
des globules rouges drépanocytaires à 0,95 Pa (C).  
 

L’agrégabilité des globules rouges sains et drépanocytaires augmente significativement 
en stase (fonction M, + 81 % et + 89 %, respectivement) et à faible force de cisaillement 
(+ 107 % et + 93 %, respectivement) lorsqu’ils sont resuspendus en dextran après leur 
incubation pendant 60 minutes avec la neuraminidase à une concentration de 400 
mU/ml (Figure 155). Les mêmes variations ont été observées avec une concentration de 
600 mU/ml mais une lyse partielle des globules rouges a été observée à cette 
concentration. 
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Figure 155 : Effets de la digestion des acides sialiques par la neuraminidase sur 
l’agrégabilité (en dextran) des globules rouges sains et drépanocytaires. Mesures 
d’agrégabilité des globules rouges sains (A et B, n = 7) et drépanocytaires (C et D, n = 6) en 
stase (fonction M) et  faible vitesse de cisaillement (fonction M1) après leur traitement par la 
neuraminidase (400 mU/ml) pendant 60 minutes. 

Lorsque les globules rouges, sains ou drépanocytaires, sont resuspendus dans leur 
plasma autologue, leur agrégation diminue significativement en stase (Figures 156A et 
156C) mais pas à faible vitesse de cisaillement (Figures 156B et 156D). L’ampleur de la 
diminution de leur agrégation est similaire pour les globules rouges sains (- 51 %) ou 
drépanocytaires (- 62 %). Etant donné que la digestion des acides sialiques augmente 
l’agrégabilité mais diminue l’agrégation des globules rouges, il est possible qu’un facteur 
plasmatique susceptible d’interagir avec les acides sialiques soit impliqué. 

Figure 156 : Effets de la digestion des acides sialiques par la neuraminidase sur 
l’agrégation (en plasma) des globules rouges sains et drépanocytaires. Mesures 
d’agrégabilité des globules rouges sains (A et B, n = 7) et drépanocytaires (C et D, n = 6) en 
stase (fonction M) et  faible vitesse de cisaillement (fonction M1) après leur traitement par la 
neuraminidase (400 mU/ml) pendant 60 minutes. 
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De précédentes études ont montré que le fibrinogène est présent à la surface des 
globules rouges (Carvalho et al. 2011) et qu’il induit leur agrégation (Simmonds et al., 
2013, Guedes et al., 2019). L’analyse par microscopie à force atomique de globules 
rouges capturés sur poly-L-lysine et traités à la neuraminidase a mis en évidence une 
diminution du nombre d’interactions détectées avec le fibrinogène par rapport à des 
globules rouges non traités (Carvalho et al. 2011). Il a été montré que le fibrinogène 
interagit moins avec les globules rouges âgés, qui présentent une quantité d’acide 
sialique à leur surface moins importante que celle des globules rouges nouvellement 
formés (Bratosin et al., 1995, Jakubowska-Solarska & Solski, 2000). Ces observations 
suggèrent que le fibrinogène pourrait interagir avec les globules rouges via les acides 
sialiques exposés à leur surface.  

Nous avons donc effectués des expériences d’interférométrie de biocouche afin de 
déterminer si le fibrinogène interagissait avec les acides sialiques présents à la surface 
des globules rouges. Etant donné que le fibrinogène interagit avec l’héparine 
(Fredenburgh et al., 2013), dont la structure est similaire à celles des chaînes d’héparane 
sulfate et avec le zinc et le calcium (Marguerie et al., 1979, Marx, 1988), les globules 
rouges ont été collectés en tubes EDTA, héparine et citrate, afin d’observer d’éventuelles 
variations d’interactions lors des expériences. Les globules rouges sains, traités ou non à 
la neuraminidase, ont été capturés sur un capteur où de la poly-D-lysine avait été 
préalablement immobilisée de façon covalente. Le fibrinogène a ensuite été mis en 
contact avec le capteur (Figure 157).  

Les globules rouges ont été efficacement capturés à la surface du capteur modifié par la 
poly-D-lysine. Un shift plus important est cependant détecté lors de l’immobilisation des 
globules rouges traités à la neuraminidase par rapport aux non traités (Figure 157 et 
Tableau XXXII). Pour plus de lisibilité, les courbes ont été alignées lors du début de la 
phase d’association (Figure 158). 

Quelle que soit la méthode de collecte des globules rouges effectuée, les globules 
rouges non traités à la neuraminidase interagissent en plus grande quantité avec le 
fibrinogène que les globules rouges traités. Cependant, la méthode de collecte semble 
influencer l’interaction où des shifts plus importants ont été mesurés lorsque le sang a 
été collecté en tube héparine 

 



 

358 
 

Figure  157 : Sensorgrammes obtenus lors des expériences d’interférométrie de biocouche. 
Des globules rouges ont été collectés en tube EDTA (bleu), héparine (vert) ou citrate (orange) et 
ont été traités ou non à la neuraminidase. Ils ont ensuite été capturés sur un capteur sur lequel a 
été préalablement immobilisée de la poly-D-lysine, puis mis en contact avec une solution de 
fibrinogène (100 μg/ml). Etapes : 1) activation des fonctions acides carboxyliques du capteur par 
une solution de s-NHS - EDC, 2) Immobilisation de la poly-D-lysine, 3) Blocage des groupements 
résiduels activés par une solution d’éthanolamine 1 M pH 8,5, 4) lavage par du tampon HBS, 5) 
Capture des globules rouges, 6) et 7) ligne de base en tampon HBS, 8) Mise en contact avec le 
fibrinogène, 9) Dissociation en tampon HBS. Les courbes sont alignées au temps zéro. 

 

Figure  158 : Sensorgrammes alignés obtenus lors des expériences d’interférométrie de 
biocouche. Les courbes sont alignées au début de la phase d’association. La ligne grise en 
pointillés indique la fin de la phase d’association et le début de la phase de dissociation. 
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Etant donné que la quantité de globules rouges capturés à la surface des capteurs varie 
entre les différentes expériences, une normalisation a été effectuée. La valeur du shift 
correspondant à la fixation du fibrinogène sur les globules rouges a été normalisée en la 
divisant par la valeur du shift correspondant à la capture des globules rouges sur le 
capteur. (Tableau XXXII). Les valeurs d’interaction normalisées des globules rouges non 
traités ont ensuite été divisées par celles de globules rouges traités à des fins de 
comparaison. Si la valeur est supérieure à l’unité, alors on peut déduire que le 
fibrinogène interagit davantage avec les globules rouges non traités. Cette valeur est 
supérieure à 1 dans nos expériences (de 2,9 à 4,5) indiquant la fixation d’une plus grande 
quantité de fibrinogène sur les globules rouges non traités. Les globules rouges traités 
conservent leur capacité à interagir avec le fibrinogène quelle que soit les conditions de 
prélèvement, indiquant que l’interaction globule rouge – fibrinogène n’est pas 
uniquement dépendante des acides sialiques. Il est cependant important de noter que 
les shifts observés en BLI ne sont pas directement proportionnels au nombre de cellules 
capturées et qu’il peut donc exister un biais dans l’analyse. 

 

Collecte du sang / 
Traitement à la 
neuraminidase 

Shift (nm) Rapport des shifts 
normalisés : 
Non traités / 

traités 

Capture des 
globules 
rouges 

Fixation du 
fibrinogène 

Fixation du 
fibrinogène 
normalisée 

EDTA / Non traités 0,39 0,19 0,49 
2,9 

EDTA / Traités 0,83 0,14 0,17 

Héparine / Non traités 0,36 0,26 0,72 
4,5 

Héparine / Traités 0,92 0,15 0,16 

Citrate / Non traités 0,37 0,19 0,51 
3,9 

Citrate / Traités 0,80 0,10 0,13 

 
Tableau XXXII : Résultats des expériences d’interférométrie de biocouche. Les shifts (nm) 
correspondent aux valeurs obtenues à la fin de l’étape de capture des globules rouges sur les 
capteurs modifiés par la poly-D-lysine et de l’étape d’interaction avec le fibrinogène, 
respectivement. Les shifts correspondant à la fixation du fibrinogène ont été normalisés par le 
shift correspondant à la capture des globules rouges. Le rapport  globules rouges non 
traités/traités correspond au shift normalisé des globules rouges non traités sur celui des traités. 
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Afin d’apporter des preuves supplémentaires de l’interaction entre le fibrinogène et les 
acides sialiques, des expériences de docking ont été réalisées. Elles permettront 
également de localiser le ou les sites d’interactions privilégiés entre ces deux molécules. 
L’acide N-acétylneuraminique (NANA) est l’acide sialique le plus commun à la surface 
des globules rouges (Bulai et al., 2013). Comme rappelé précédemment, environ 75 % 
des acides sialiques sont attachés à la glycophorine A (Aoki et al., 2017). Chacune des 16 
O-glycosylations de la GPA (O-GPA) contiennent deux résidus de NANA à leur extrémité 
(Figures 159A et 159B), alors qu’un seul résidu de NANA est porté par l’unique N-
glycosylation de la GPA. Ainsi, seule la O-glycosylation de la GPA a été utilisée (Figure 
159) en tant que ligand pour les expériences de docking. Ces expériences ont également 
été réalisées en utilisant uniquement NANA et sont présentées en Annexe 9. Le 
fibrinogène est un dimère de trimère très étendu d’environ 45 nm de longueur. Etant 
donné sa taille, seul un monomère composé de trois chaînes (α, β, γ) a été utilisé en tant 
que récepteur dans nos expériences de docking. Il a été divisé en 5 zones chevauchantes 
incluant l’interface entre les deux monomères. 

La O-glycosylation de la GPA ou le résidu de NANA seul interagissent de façon 
prépondérante avec 7 sites à la surface du fibrinogène humain (Figure 159C). Leur 
énergie d’interaction varie de - 6,2 à -8,5 kcal/mol pour la O-GPA, et de - 4,4 à - 6,2 
kcal/mol pour le résidu de NANA. NANA, seul ou présent dans la O-GPA, interagit 
principalement avec ces 7 sites mais 4 d’entre eux regroupent 187 des 200 poses (93,5 
%) pour la O-GPA, et 160 des 200 poses (80 %) pour NANA seul (Figure 159D et 
Annexe 9). Deux sites possèdent les énergies d’interaction les plus favorables. Le 
premier, dont l’énergie d’interaction est de - 8,3 kcal/mol (site 1), est situé à l’interface 
des deux monomères du fibrinogène, dans une poche formée par les extrémités N-
terminales des chaînes α et β (Figure 159E). Le second (site 2) est dans une poche sur le 
domaine coiled-coil, formée par l’interruption de l’hélice de la chaîne γ. La O-
glycosylation de la GPA se retrouve enroulée autour de l’hélice formée par la chaîne α et 
maintenue par les chaînes β et γ. La meilleure pose possède une énergie d’interaction de 
- 8,5 kcal/mol, correspondant à une valeur calculée de constante d’équilibre de 
dissociation (KD) de 1,0 μM (Figure 159F). Cette valeur de KD calculée est très proche de 
la valeur expérimentale de l’interaction entre les globules rouges et le fibrinogène (1,3 
μM, Lominadze & Dean, 2002).  

Les sites 2 et 3 sont localisés sur les parties globulaires du fibrinogène, formées par les 
chaînes β et γ. Le troisième site est proche des glycosylations propres au fibrinogène 
(Figure 159G). Le quatrième site est localisé entre les chaînes β et γ à la jonction des 
têtes globulaires des deux chaînes et de la région coiled-coil (Figure 159H).  



 

361 
 

Les énergies d’interaction les plus favorables sont similaires (-7,2 et - 7,5 kcal/mol, 
respectivement). Les résidus situés à moins de 5 Å de la O-glycosylation de la GPA sont 
listés dans l’Annexe 10. On retrouve particulièrement dans le site 2 les résidus Gly96 et 
Asp97 appartenant à la séquence 95RGD97, qui est une séquence reconnue par certaines 
intégrines, suggérant leur implication dans l’interaction entre les globules rouges et le 
fibrinogène. Cette hypothèse a été proposée (Carvalho et al., 2011, Lominadze & Dean, 
2002). D’autant plus que la sous-unité d’intégrine β3 est sialylée (Chiodelli et al., 2012). 

 

Figure 159 : Docking entre la O-GPA 
et le fibrinogène humain. (A-B) 
Structures de la O-glycosylation (O-GPA) 
de la glycophorine A. C) Superposition 
des 200 poses calculées par AutoDock 
Vina (rouge) de la O-GPA sur le 
monomère de fibrinogène (chaînes α : 
grise, β : bleue, γ : orange). Ion calcium : 
sphère verte. D) Seules les 5 meilleures 
poses ayant les énergies les plus faibles 
pour chaque zone testée sont 
représentées mettant en avant 4 sites 
préférentiels d’interaction. La légende 
est identique à C). E-H) Agrandissement 
des 4 sites préférentiels. La meilleure 
solution pour chacun des 4 sites est en 
vert avec les deux résidus de NANA en 
jaune. La couleur des chaînes est la 
même qu’en C) et D). La flèche en G) 
pointe la glycosylation du fibrinogène. 
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IV.4.4 Discussion 

Les globules rouges drépanocytaires sont caractérisés par une déformabilité réduite par 
rapport à celle des globules rouges sains et forment également des agrégats plus 
robustes (Connes et al., 2016). Notre étude est la première à montrer que l’agrégation et 
l’agrégabilité des globules rouges drépanocytaires sont supérieures à celles des globules 
rouges sains, et que des facteurs cellulaires et plasmatiques peuvent être impliqués dans 
ces processus. L’agrégation anormale des globules rouges participe à la 
physiopathologie de la drépanocytose (Lamarre et al., 2012, Lapouméroulie et al., 2019). 
Cependant, le rôle du glycocalyx dans les propriétés rhéologiques des globules rouges 
drépanocytaires n’a pas été étudié. Le but de cette étude a été de déterminer et de 
comparer le rôle de ses composants dans la déformabilité, l’agrégation et l’agrégabilité 
des globules rouges sains et drépanocytaires. Les principaux résultats du rôle du 
glycocalyx de globules rouges dans la modulation de leurs propriétés rhéologiques sont 
résumés dans la table suivante (Tableau XXXIII). 

 

Enzymes 
Globules rouges sains Globules rouges drépanocytaires 

Déformabilité Agrégation Agrégabilité Déformabilité Agrégation Agrégabilité 

Héparinase III       

Chondroïtinase 
ABC 

      

Hyaluronidase ( )  
 (*) 

+ 22,0 % 
  

 (*) 
+ 12,5 % 

Neuraminidase 
 (*) 

- 3,8 % 
à 30 Pa 

 (*) 
- 51,2 % 

 (*) 
M : + 80,5 % 

M1 : + 107,3 % 

 (*) 
+ 25,3 % 
à 0,95 Pa 

 (*) 
- 61,9 % 

 (*) 
M : + 88,9 % 
M1 : + 93,1 % 

 

Tableau XXXIII : Effets des digestions enzymatiques sur la déformabilité, l’agrégation et 
l’agrégabilité des globules rouges sains et drépanocytaires. Le seuil de significativité est 
indiqué par une étoile (*). Le symbole ( ) indique une augmentation non significative sur le plan 
statistique et les vaguelettes ( ) indiquent l’absence d’effets. Les fonctions M et M1 indiquent 
que les mesures d’agrégation / agrégabilité ont été réalisées en stase où à faible vitesse de 
cisaillement, respectivement. 
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La digestion enzymatique des chaînes d’héparane sulfate et de chondroïtine sulfate n’a 
pas affecté de façon significative les propriétés rhéologiques des globules rouges. La 
digestion de l’acide hyaluronique a cependant augmenté l’agrégabilité des globules 
rouges sains (en stase) et drépanocytaires (à faible vitesse de cisaillement). L’acide 
hyaluronique est une très grosse molécule dont la taille étendue peut atteindre 25 μm 
(Toole, 2004). Son volume hydrodynamique peut donc créer un réseau tridimensionnel 
de taille importante à la surface des globules rouges, de façon similaire au réseau qu’il 
forme à la surface des cellules endothéliales. Sa digestion favoriserait l’accessibilité du 
dextran à la surface des globules rouges, provoquant une agrégation accrue. Ces 
résultats sont en accord avec de précédentes expériences où des mesures rhéologiques 
ont été effectuées sur des globules rouges incubés avec de l’acide hyaluronique 
exogène, ce qui a conduit à une diminution de la déformabilité et l’agrégabilité des 
globules rouges (Luquita et al., 2010). L’absence d’effets majeurs des GAGs sur les 
propriétés rhéologiques des globules rouges peut s’expliquer par leur faible quantité à la 
surface des cellules. En effet, le glycocalyx des globules rouges est environ 1 000 fois 
plus fin que celui des cellules endothéliales, estimé entre 1,7 et 10 nm (Kahane et al., 
1978, Donath & Pastushenko, 1979, Linss et al., 1991). 

En revanche, la digestion des acides sialiques provoque des modifications importantes 
des paramètres rhéologiques. L’augmentation de l’agrégabilité des globules rouges 
après le traitement à la neuraminidase concorde avec le fait que les acides sialiques 
exercent un puissant effet antiagrégant causé par leur répulsion électrostatique, ce qui a 
déjà été montré (Jan & Chien, 1973). L’accessibilité du dextran à la membrane des 
globules rouges est accrue, provoquant leur agrégation (Lee et al., 2018). Après 
traitement, les globules rouges drépanocytaires s’agrègent davantage que les globules 
rouges sains en dextran. Il a été montré que les globules rouges drépanocytaires 
possédaient une quantité réduite d’acide sialique à leur surface comparé aux sains 
(Aminoff et al., 1980). Ainsi, dans les mêmes conditions et après traitement par la 
neuraminidase, une quantité plus faible d’acide sialique à la surface des globules rouges 
drépanocytaires pourrait subsister par rapport aux globules rouges sains, permettant 
ainsi une meilleure accessibilité du dextran à la surface des globules rouges 
drépanocytaires. 

En revanche, l’agrégation est diminuée pour les deux types de globules rouges 
resuspendus en plasma après digestion des acides sialiques. Cette observation est en 
accord avec une précédente étude réalisée sur des sangs sains (Nash et al., 1987).  
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Cela suggère le rôle d’un facteur plasmatique pouvant interagir avec les acides sialiques 
des globules rouges. Les expériences de BLI ont révélées que l’interaction entre les 
globules rouges sains et le fibrinogène est réduite après traitement par la 
neuraminidase.  

Bien que l’interaction entre le fibrinogène et les globules rouges ait déjà été rapportée, 
le mécanisme moléculaire de cette interaction est inconnu. CD47 (Oliveira et al., 2012) ou 
des intégrines RGD-dépendantes (Carvalho et al., 2011, Lominadze & Dean, 2002) ont 
été proposés en tant que récepteurs à la surface des globules rouges. Nous avons 
montré par docking que l’acide N-acétylneuraminique, seul ou a sein des O-
glycosylations de la glycophorine A, se fixe sur le fibrinogène, notamment sur quatre 
sites préférentiels. L’un des deux sites les plus favorables contient les résidus 96 à 207 de 
la chaîne α du fibrinogène, les résidus 135 à 139 de la chaîne β et les résidus 67 à 80 de 
la chaîne γ. Le deuxième site le plus favorable contient les résidus Gly96 et Asp97 à moins 
de 5 Å de l’acide sialique. Ces résidus sont intégrés dans la séquence 95RGD97, soutenant 
l’hypothèse de l’implication d’une intégrine, et plus particulièrement de la sous-unité β3 
d’intégrine précédemment proposé (Carvalho et al., 2018). De plus, l’utilisation du 
peptide antagoniste RGDS inhibe l’interaction du fibrinogène à la surface des globules 
rouges (Lominadze & Dean, 2002) et la sous-unité β3 est sialylée à la surface des cellules 
endothéliales (Chiodelli et al., 2012). Il est ainsi possible de suggérer que de cette sous-
unité sialylée présente à la surface des globules rouges interagit avec le fibrinogène, de 
la même manière que pourrait le faire la glycophorine A. L’énergie d’interaction (- 8,5 
kcal/mol) de ce site correspond une affinité de 1,0 μM, ce qui est similaire à la valeur 
expérimentale reportée de l’interaction entre fibrinogène et globules rouges (1,3 μM, 
Lominadze & Dean, 2002).  

La digestion des acides sialiques affecte également la déformabilité des globules rouges 
sains et drépanocytaires. La déformabilité des globules rouges sains a diminué dans des 
conditions de force de cisaillement moyennes à élevées (5,33 à 30 Pa), ce qui concorde 
avec des résultats précédemment obtenus (Yang et al., 2014). Il a été montré qu’une 
réduction de la déformabilité au-dessus de 3 Pa est corrélée à un rapport surface / 
volume diminué, une perte de la flexibilité membranaire ou une augmentation de la 
viscosité interne (Renoux et al, 2019). Au contraire, la déformabilité des globules rouges 
drépanocytaires augmente après le traitement par la neuraminidase mais seulement à de 
faibles forces de cisaillement (0,95 à 5,33 Pa). Une faible concentration en neuraminidase 
est suffisante pour affectée leur déformabilité alors qu’aucun effet n’est détecté pour les 
globules rouges sains. 
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IV.4.5 Perspectives 

Cette étude est la première à montrer que l’agrégation et l’agrégabilité sont plus 
importantes chez les globules rouges drépanocytaires que chez les globules rouges 
sains, et que des facteurs plasmatiques y sont impliqués. Les GAGs ne jouent pas de rôle 
majeur dans ces propriétés rhéologiques bien que l’acide hyaluronique exerce un faible 
effet antiagrégant. Une faible augmentation de la déformabilité des globules rouges 
sains est cependant observable lorsqu’il est digéré. Augmenter le nombre d’expériences 
serait un moyen de trancher sur la question du rôle de l’acide hyaluronique dans la 
déformabilité des globules rouges, d’autant plus qu’un de ces récepteurs, CD44, est 
directement lié au cytosquelette via les protéines de la famille ERM (ezrine, radixine, 
moésine) (Thorne et al., 2004). 

La structure et la composition du glycocalyx des globules rouges n’ont été que 
peu étudiées. Une unique observation par microscopie électronique est à ce jour 
disponible (Roseman, 2004, voir section Introduction), ainsi qu’une détection des chaînes 
d’héparane sulfate par immunofluorescence (Vogt et al., 2004). Aucune information 
concernant la composition et les dimensions du glycocalyx des globules rouges 
drépanocytaires n’est disponible. Il est cependant possible que la taille de leur glycocalyx 
soit réduit étant donné qu’il possède une quantité d’acide sialique moins importante à 
leur surface (Aminoff et al., 1980), mais aussi parce que la taille du glycocalyx endothélial 
et celui des globules rouges sont corrélées, et il a été montré que le volume du 
glycocalyx des cellules endothéliales de patients drépanocytaires est réduit (van Beers et 
al, 2008). L’utilisation de techniques plus récentes, comme la microscopie optique à 
super-résolution, pourrait permettre de déterminer plus précisément la taille du 
glycocalyx des globules rouges sains et drépanocytaires. Nous avons effectués des essais 
de visualisation par microscopie confocale du glycocalyx de globules rouges sains en les 
incubant avec la lectine de Maackia amurensis (M2757, CliniSciences) conjuguée à une 
sonde fluorescente (isothiocyanate de fluorescéine, FITC) qui reconnait les acides 
sialiques. Ces essais ont été peu concluants étant donné d’une part des faibles intensités 
de florescence et d’autre part de la déformation des globules rouges en échinocytes, 
c’est-à-dire des hématies présentant de nombreux spicules à leur surface (Figure 160). 
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Figure 160 : Observation du glycocalyx de globules rouges sains par microscopie 
confocale. Le sang a été prélevé en tube EDTA et lavé dans les mêmes conditions que décrites 
précédemment et le culot de globule rouge a ensuite été resuspendu dans du PBS (hématocrite 
≈ 50 %). Une suspension de globules rouges (500 cellules / μl) a été incubée dans l’obscurité 
pendant 20 min sous agitation (400 rpm) et à 37°C en présence de la lectine de Maackia 
amurensis  (200 μg/ml), puis lavée trois fois dans les mêmes conditions. Environ 10 μl ont été 
déposés sur une lame de verre et observés (A) par microscopie confocale (λexcitation : 492 nm, 
λémission : 517 nm) et simultanément par (B) microscopie optique avec un zoom optique X40. Le 
diamètre d’un globule rouge est d’environ 7 μm. 

 

Le glycocalyx endothélial joue un rôle de mécanorécepteur. Cette fonction est 
notamment réalisée par les chaînes d’héparane sulfate portées par le glypican-1 (Thi et 
al., 2004, Zeng et al., 2018). Les forces appliquées sur l’endothélium mènent à la 
production et à la libération de monoxyde d’azote (NO) par les cellules endothéliales et 
la digestion des chaînes d’héparane sulfate, du hyaluronane ou des acides sialiques 
inhibe la production par la NO synthase (Pahakis et al., 2007). Le monoxyde d’azote joue 
un rôle crucial dans la maintenance de l’homéostasie vasculaire (Tousoulis et al., 2012). 
La NO synthase est également présente dans les globules rouges et son inhibition mène 
à une diminution de leur déformabilité (Bor-Kucukatay et al., 2003, Cortese-Krott & 
Kelm, 2014). Cependant, la digestion des chaînes d’héparane sulfate et de l’acide 
hyaluronique n’a pas provoqué de variation significative de la déformabilité dans nos 
expériences ce qui suggère que ces molécules ne sont probablement pas impliquées 
dans le phénomène de mécanoréception chez les globules rouges.  

A l’inverse, chez les globules rouges sains, la digestion des acides sialiques entraîne une 
diminution de la déformabilité, qui s’effectue à partir d’une valeur seuil de 5,33 Pa dans 
nos expériences. Un mécanisme semblable aux cellules endothéliales pourrait donc 
exister pour les globules rouges sains.  
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Les acides sialiques présents à leur surface pourraient jouer un rôle de 
mécanorécepteurs, provoquant une augmentation de la synthèse de NO par les globules 
rouges et menant à une déformabilité accrue de ces cellules, notamment dans des 
conditions de forces de cisaillement importantes. D’ailleurs, une production de NO est 
accrue par les globules rouges subissant des forces de cisaillement (Ulker et al., 2011). 
Afin de confirmer cette hypothèse, il pourrait être envisagé de doser la quantité de NO 
présente dans des globules rouges soumis à des forces de cisaillement et dont les acides 
sialiques auraient été préalablement digérés. Etant donné qu’ils sont majoritairement 
portés par la glycophorine A, les globules rouges n’exprimant pas cette protéine 
devraient avoir une déformabilité plus faible si cette hypothèse est valable. 
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Les syndécans sont des protéoglycanes transmembranaires, excepté pour 
l’isoforme 2 du syndécan-4, et subissent le processus de shedding qui est favorisé 
lorsque les chaînes de glycosaminoglycanes sont digérées par l’héparanase. Les 
ectodomaines déglycosylés sont biologiquement actifs car ils conservent leur séquence 
médiant l’adhésion cellulaire qui a été décrite dans les quatre ectodomaines (McFall & 
Rapraeger, 1998, Whiteford et al., 2008, De Rossi et al., 2014, Jung et al., 2016). Nos 
travaux ont principalement porté sur les ectodomaines des syndécans exprimés sous 
forme recombinante sans leurs chaînes de glycosaminoglycanes. La partie protéique des 
ectodomaines conservent néanmoins certains rôles biologiques. L’inhibition de la 
différenciation des ostéoclastes par les quatre syndécans est conservée en absence des 
chaînes de GAGs mais de façon moins efficace qu’en leur présence (Kim et al., 2018). En 
absence des chaînes de GAGs, l’ectodomaine du syndécan-1 interagit avec les intégrines 
αvβ3, α3β1 et α4β1 qu’il active (Beauvais & Rapraeger, 2010, Jung et al., 2016). 
L’ectodomaine du sydécan-4 interagit également les intégrines α3β1 et α5β1 et les 
active (Fiore et al., 2014, Wang et al., 2015) et l’ectodomaine du syndécan-2 conserve 
son interaction avec le récepteur CD148 (Receptor-type tyrosine-protein phosphatase 
eta) (De Rossi et al., 2014). L’élimination des chaînes de GAGs de l’ectodomaine du 
syndécan-1 lui permet d’interagir avec la lacritine. Cette interaction se produit 
uniquement lorsque ses chaînes d’héparane sulfate ont été dégradées (Zhang et al., 
2012). La présence des chaînes de GAGs modulent ainsi les fonctions biologiques des 
syndécans, ce qui est cohérent avec la modulation des fonctions d’autres protéines 
désordonnées par des modifications post-traductionnelles (Bah & Forman-Kay, 2016, 
Darling & Uversky, 2018).  

 
Caractérisation biophysique de la partie protéique des ectodomaines des 
syndécans humains 

Les études structurales des syndécans étaient jusqu’à présent limitées à celles portant 
sur leur domaine cytosolique et plus particulièrement celui du syndécan-4 grâce aux 
nombreux travaux du Pr. J. Couchman et de ses collaborateurs (Lee et al., 1998, Shin et 
al., 2001, Whiteford et al., 2008, Choi et al., 2016). Seule la structure du domaine 
transmembranaire du syndécan-2 a été résolue par résonance magnétique nucléaire (Li 
et al., 2019) mais les données structurales des ectodomaine des syndécans, qui 
représente la grande majorité de leur séquence, étaient limitées à la structure d’un 
octapeptide de l’ectodomaine du syndécan-1 cocristallisé avec un partenaire protéique 
où le peptide de syndécan n’est pas structuré (Briggs & Hohenester, 2018), ainsi qu’à la 
prédiction in silico du désordre intrinsèque (Leonova & Galzitskaya, 2015).  
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Afin d’étudier les ectodomaines des syndécans, nous les avons dans un premier temps 
exprimé sous forme recombinante sans leurs chaînes de glycosaminoglycanes en 
utilisant un système d’expression procaryote. 

En accord avec les prédictions de désordre de Leonova & Galzitskaya (2015), l’ensemble 
de nos expériences montre que les ectodomaines des syndécans dépourvus de leurs 
chaînes de glycosaminoglycanes sont des protéines intrinsèquement non structurées et 
qu’ils possèdent des brins β dont la proportion est plus importante dans les deux plus 
petits ectodomaines (-2 et -4) que chez les plus grands (-1 et -3). 

Les techniques de diffusion de la lumière (SEC-SAXS et SEC-DLS) ont mis en évidence 
leur nature très étendue de type random coil et leur flexibilité. En accord avec ces 
observations, les expériences de spectrométrie de masse en conditions natives et les 
expériences de mobilité ionique ont montré que les conformations les plus abondantes 
sont les plus étendues pour l’ectodomaine du syndécan-1, -2 et -4 mais pas pour 
l’ectodomaine du syndécan-3 dont les conformations plus compactes sont plus 
abondantes. Cette inadéquation observée avec les résultats obtenus par SEC-SAXS où le 
rayon de gyration d’ED-3 est important et cohérent avec des conformations très 
étendues peut s’expliquer par le fait que les mesures de SEC-SAXS sont effectuées en 
solution et celles de spectrométrie de masse en phase gazeuse. Les conformations très 
étendues sont favorisées par de très nombreuses interactions s’effectuant entre le 
solvant aqueux et les résidus d’acides aminés polaires comme c’est le cas lors des 
expériences de SEC-SAXS. L’absence de solvant aqueux a pu provoquer une compaction 
partielle de l’ectodomaine du syndécan-3, ce qui a pu être favorisé par des interactions 
hydrophobes, ces dernières étant conservées en phase gazeuse (Frański et al., 2008, 
Barylyuk et al., 2011), d’autant plus qu’il est enrichi en résidus hydrophobes par rapport à 
l’ectodomaine des autres syndécans. 

Chez les quatre ectodomaines, la mesure de la surface accessible au solvant a révélé que 
leurs conformations les plus compactes étaient proches de conformations globulaires. 
Cette observation a été globalement vérifiée par la mesure de leurs sections efficaces de 
collision par mobilité ionique et leurs comparaisons à des valeurs théoriques calculées 
pour des conformations globulaires (sphère) ou très allongées (bâton). L’absence de 
calcul des valeurs de CCS plus faibles peut être la conséquence d’une proportion très 
faible de conformations compactes rendant leur détection délicate. Les valeurs de CCS 
expérimentales les plus faibles, reflétant les conformations les plus compactes, restent 
ainsi supérieures à celles d’une sphère parfaite. Cette observation a cependant été faite 
sur des protéines désordonnées et sur des protéines globulaires, le modèle étant trop 
restrictif (Stuchfield & Barran, 2018).  
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Néanmoins, les ectodomaines des syndécans semblent pouvoir se replier dans des 
conformations proches de celles des protéines globulaires bien que la formation des 
conformations étendues soit favorisée. Ces conformations compactes pourraient être 
enrichies en brins β étant donné qu’ils ont été détectés par dichroïsme circulaire. Cela 
pourrait être la cause de la plus grande stabilité des conformations compactes d’ED-2 et 
d’ED-4 observée lors de l’activation des faibles états de charge effectuée en mobilité 
ionique par rapport à la stabilité d’ED-1 et d’ED-3. Le rôle biologique des conformations 
les plus compactes pourra être étudié en trouvant des conditions expérimentales 
favorisant leur compaction, comme par exemple l’ajout d’osmolytes à de fortes 
concentrations ou des polymères. Le repliement de protéines ou de régions 
désordonnées dans ces conditions n’est cependant pas systématique (Fonin et al., 2018). 
Certaines IDRs / IDPs se replient, du moins partiellement, en présence d’osmolytes et 
sont foldable, certaines sont insensibles (non-foldable) et d’autres gagnent au contraire 
davantage de désordre intrinsèque (unfoldable) (Fonin et al., 2018).  

L’hétérogénéité conformationnelle, la dynamique et la présence de structures 
secondaires pourront être étudiées par résonance magnétique nucléaire (Salvi et al., 
2017). Des expériences de RMN pourront également être réalisées dans des conditions 
mimant l’environnement cellulaire, comme l’encombrement stérique, en présence de 
polymères comme le dextran ou de polyéthylène glycol (Adamski et al., 2019). Des 
expériences de diffusion de la lumière (DLS et SAXS) et de dichroïsme circulaire pourront 
être réalisées dans les mêmes conditions expérimentales afin de détecter des 
modifications du degré de compaction des ectodomaines des syndécans et leur 
potentiel enrichissement en structures secondaires. 

Les données expérimentales acquises au cours de mes travaux pourront être utilisées 
comme contraintes pour la modélisation d’ensembles conformationnels dans des 
simulations par dynamique moléculaire. Nous avons utilisé le serveur UNRES (Czaplewski 
et al., 2018) en utilisant comme contraintes les données de SAXS afin de construire des 
modèles gros grains des syndécans et pour étudier leur comportement par dynamique 
moléculaire comme cela a été effectué pour une autre protéine désordonnée étudiée au 
laboratoire, le propeptide de la lysyl oxydase (Vallet et al., 2018). Cependant, il n'a pas 
été possible d'obtenir des modèles des syndécans pour l'instant mais nous collaborons 
avec le laboratoire d'Adam Liwo (Université de Gdansk, Pologne) qui a développé le 
programme.  
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Des simulations identiques à celles effectuées sur le syndécan-4 entier pourraient 
également être envisagées (Cruz-Chu et al., 2014) mais en utilisant la structure du 
domaine transmembranaire du syndécan-2 qui a récemment été résolue (Li et al., 2019) 
à la place de celui de la glycophorine A utilisé pour la modélisation du syndécan-4 entier 
par Cruz-Chu et al. (2014). 

 
Caractérisation biophysique des ectodomaines des syndécans humains portant 
leurs chaînes de glycosaminoglycanes 

Nous avons ensuite exprimé et purifié les ectodomaines des syndécans -2, -3 et -
4 en système eucaryote afin que les chaînes de glycosaminoglycanes soient synthétisées 
et attachées à la partie protéique des ectodomaines. L’étude structurale des 
ectodomaines des syndécans portant leurs chaînes de glycosaminoglycanes a été plus 
complexe, d’abord parce qu’il s’agit d’un système très polydisperse ce qui est causé 
d’une part par la nature désordonnée des syndécans et d’autre part par la présence des 
chaînes de glycosaminoglycanes dont la nature, la taille et la composition en 
modifications post-synthétiques peuvent varier d’une chaîne à l’autre au sein d’un même 
syndécan. Plusieurs espèces moléculaires ont effectivement été observées lors de 
l’analyse de l’ectodomaine du syndécan-3 par SEC-SAXS, chacune possédant un rayon 
de gyration similaire. L’analyse des ectodomaines des syndécans -2 et -4 purifiés a 
montré qu’ils étaient contaminés a priori par des acides nucléiques qui sont des 
contaminants fréquents des glycosaminoglycanes ou des protéoglycanes purifiés (Lyon 
& Gallagher, 1991, van Gemst et al., 2016). La digestion des acides nucléiques par des 
nucléases devraient permettre d’obtenir des protéoglycanes purifiés. 

La caractérisation des ectodomaines portant leurs chaînes de GAGs et d’une façon 
générale des molécules hybrides lors des expériences de SAXS ou de DLS est limitée à 
des mesures globales comme celles de leur rayon de gyration et de leur taille maximale 
dans le cas d’expériences de SAXS, ou de de leur rayon hydrodynamique lors 
d’expériences de DLS. Dans nos expériences de SEC-MALLS, la masse moléculaire des 
chaînes de GAGs calculée pour ED-3 est d’environ 60 kDa soit environ le double de la 
masse moléculaire de la protéine seule (38 kDa) alors que d’une manière générale, les 
chaînes d’héparane sulfate ont une masse moléculaire comprise entre 30 et 50 kDa 
(Shriver et al., 2012, Meneghetti et al., 2015). Dans un tel système, il n’est par exemple 
pas possible de déconvoluer les intensités de diffusion collectées lors d’expériences de 
SAXS avec les outils existants.  
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En revanche, il serait intéressant d’effectuer des mesures de dichroïsme circulaire afin de 
déterminer si les chaînes de glycosaminoglycanes ont un rôle sur la composition en 
structures secondaires dans les ectodomaines des syndécans. La mesure de la flexibilité 
de la partie protéique en SAXS est également biaisée étant donné que les chaînes de 
glycosaminoglycanes composent une grande partie de la masse moléculaire et du 
volume des ectodomaines des syndécans. Nos données préliminaires montrent que 
l'ectodomaine portant des chaînes de GAGs est plus flexible que l'ectodomaine seul mais 
il n’est pas possible de déterminer si la flexibilité de la partie protéique des 
ectodomaines des syndécans a été affectée.  

Il serait possible de caractériser la dynamique des ectodomaines des syndécans par 
transfert d'énergie par résonance de type Förster (FRET) (Schramm et al., 2019). Des 
fluorophores doivent pour cela être covalemment fixés aux extrémités N- et C-
terminales des ectodomaines des syndécans, l’efficacité du transfert d’énergie entre les 
deux fluorophores étant directement reliée à la distance moyenne qui les sépare. Cette 
approche permettra d'estimer le degré d'extension des conformations des syndécans. 
Ces expériences pourraient être réalisées en présence ou en absence des chaînes de 
glycosaminoglycanes afin de comparer directement l’effet des GAGs sur la dynamique 
de la partie protéine des ectodomaines des syndécans. 

 
Interactions des syndécans          

Les protéines intrinsèquement non structurées sont caractérisées par leur large 
interactome grâce à leur plasticité structurale leur offrant la capacité d’interagir avec un 
grand nombre de protéines (Ekman et al., 2006, Haynes et al., 2006 Uversky et al., 2008). 
L’analyse de l’interactome des syndécans a montré que la très grande majorité de leurs 
partenaires extracellulaire interagissait avec leurs chaînes de glycosaminoglycanes, 
principalement celles d’héparane sulfate et que leur interactome consensus se réduisait 
majoritairement à des protéines intracellulaires (Gondelaud & Ricard-Blum, 2019). Outre 
certaines métalloprotéases, les rares protéines interagissant directement avec la partie 
protéique des ectodomaines sont majoritairement des récepteurs de facteurs de 
croissance ou des intégrines avec lesquels ils forment des complexes ternaires (Beauvais 
& Rapraeger, 2010, Fiore et al., 2014, Wang et al., 2015, Jung et al., 2016). Leur flexibilité 
structurale peut également être la cause de la formation de tels complexes où les 
syndécans pourraient localement se replier, notamment les ectodomaines des 
syndécans-2 et -4 dont la quasi-totalité de la séquence a été prédite comme MoRFs.  
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Peu d'études d'interactions ont été réalisées avec l'ectodomaine des syndécans 
dépourvus de chaînes de GAGs, il serait intéressant d'identifier des interactions 
supplémentaires des ectodomaines des syndécans avec les protéines du matrisome 
cœur ou celles qui sont affiliées au matrisome en utilisant une méthode de criblage à 
haut débit. Il a également été décrit que le syndécan-4 favorisait la réticulation des 
collagènes par la lysyl oxydase (Herum et al., 2015). Il serait ainsi intéressant de 
rechercher l’interaction entre le syndécan-4 et la lysyl oxydase par interférométrie de 
biocouche. 

La séquence 210-240 de l’ectodomaine du syndécan-1 peut former un complexe 
ternaire soit avec l’intégrine α3β1 et le récepteur du facteur de croissance épidermique 2 
(HER2), soit avec l’intégrine α4β1 et le récepteur du facteur de croissance de 
l’endothélium vasculaire 2 (VEGFR-2). La structure adoptée par cette séquence n’est pas 
connue mais il est possible qu’elle se replie de manière différente selon le complexe 
dans lequel elle est impliquée, et qu’elle soit une séquence caméléon.  

Ces séquences sont généralement enrichies en résidus hydrophobes ou aromatiques 
comme les résidus de valine, d’isoleucine, de tyrosine et de phénylalanine ainsi qu’en 
résidus de glycine (Habchi et al., 2014, Bahramali et al., 2016) ce qui est globalement le 
cas pour la séquence 210-240 d’ED-1 puisque les résidus de valine sont les plus 
abondants (13 %), que 2 des 3 résidus de phénylalanine de son ectodomaine y sont 
présents et qu’elle est enrichie en résidus d’alanine (10 %).  

La cocristallisation de ce fragment en présence des domaines repliés du récepteur et de 
l’intégrine avec lesquels il interagit serait un moyen de déterminer s'il se replie au 
contact de ces partenaires d’autant plus que 19 des 31 résidus de cette séquence sont 
prédits comme MoRF d’après les prédictions réalisées avec MoRFchibi SYSTEM (Malhis 
et al., 2016). De manière similaire, 9 des 28 résidus de la séquence 93 – 120 responsable 
de l’interaction de l’ectodomaine du syndécan-1 avec l’intégrine αvβ3 et IGF1R sont 
prédits comme MoRF. Les séquences 123 – 140 et 87 – 131 présentes respectivement 
dans l’ectodomaine du syndécan-2 et -4 sont également prédites comme MoRFs et sont 
engagés dans la formation de complexes (voir Figure 122) (De Rossi et al., 2014, Wang et 
al., 2015). La séquence 87NHIP90 du syndécan-4, responsable de l’adhésion cellulaire, se 
situe dans une région dont la prédiction de désordre est ambigüe et est proche du seuil 
désordre / ordre, tout comme la séquence 95NKIP98 retrouvée dans l’ectodomaine du 
syndécan-2. De plus, ces deux séquences sont prédites comme MoRF ce qui suggère 
qu’elles pourraient se replier lorsqu’elles sont en complexe. 
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Le faible nombre de protéines décrites interagissant directement avec la partie 
protéique des ectodomaines des syndécans peut vraisemblablement être expliqué par le 
fait que plusieurs de leurs fonctions biologiques en tant que corécepteurs sont dues à 
leurs chaînes de GAGs. Nos expériences ont cependant permis d’identifier deux 
nouveaux partenaires de la partie protéique de l’ectodomaine des quatre syndécans, le 
facteur de croissance fibroblastique 2 et l’anastelline, un fragment bioactif de la 
fibronectine. La formation de ces complexes présente le point commun d’être 
extrêmement stable d’après les expériences d’interférométrie de biocouche. 

L’interaction du FGF-2 avec les chaînes d’héparane sulfate des syndécans a été décrite et 
elle est nécessaire pour activer le récepteur FGFR-1 (Wu et al., 2001, Afratis et al., 2017). 
L’interaction directe de FGF-2 avec l’ectodomaine des syndécans et plus particulièrement 
avec ED-1 et ED-3 pourrait concentrer le FGF-2 même en l’absence des chaînes de GAGs 
leur permettant de jouer le rôle d’effecteur, qui est une fonction nécessitant une 
interaction permanente entre une protéine désordonnée et son partenaire (van der Lee 
et al., 2014).  

Il a également été décrit que le syndécan-4 était responsable de l’internalisation du FGF-
2 et de FGFR-1 dans des cellules endothéliales de rat (Elfenbein et al., 2012) ce qui 
nécessite vraisemblablement la formation d’un complexe stable. Dans ces conditions, le 
syndécan-4 pourrait ainsi jouer le rôle d’effecteur et de piégeur pour internaliser FGF-2 
et FGFR-1, bien que le rôle de piégeur caractérise davantage l’interaction stable entre 
une protéine désordonnée et un petit ligand (van der Lee et al., 2014). 

Dans nos expériences d’interférométrie de biocouche, l’anastelline forme des complexes 
très stables avec les chaînes d’héparane sulfate, de chondroïtine sulfate et la partie 
protéique des syndécans. Les simulations par dynamique moléculaire effectuées sur les 
complexes formés par l'anastelline et des tétrasaccharides d’héparane sulfate ou 
d’héparine ont confirmé que les complexes étaient très stables puisqu’aucune 
dissociation n’a été observée. Les ectodomaines des syndécans et particulièrement ED-1, 
-3 et -4, pourraient également jouer le rôle d’effecteur ou de piégeur en capturant 
l’anastelline présente dans l’espace extracellulaire. 

Mercurius & Morla (2003) ont observé une diminution de l’adhésion cellulaire de 25 à 40 
% lorsque les cellules musculaires lisses d’aorte de rat étaient traités par de l’héparinase 
qui digère les chaînes d’héparane sulfate, mais pas lorsque les cellules étaient traités par 
de la chondroïtinase, qui digère les chaînes de chondroïtine sulfate. La partie protéique 
des ectodomaines des syndécans pourrait contribuer à l’adhésion cellulaire ce qui 
expliquerait l’adhésion cellulaire résiduelle.  
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Le rôle des chaînes de chondroïtine sulfate reste cependant à déterminer. Dans nos 
expériences préliminaires, l’anastelline et l’ectodomaine du syndécan-1 s’agrègent 
lorsqu’ils sont en complexe. L’agrégation d’autres protéines par l’anastelline comme la 
fibronectine ou le fibrinogène a été décrite menant à la formation de superfibronectine, 
qui ressemble aux fibrilles de fibronectine matricielle se formant de manière 
physiologique et qui possèdent des propriétés d'adhésion plus importantes que celles 
de la fibronectine (Morla et al., 1994), et de superfibrinogène qui possède des activités 
anti-tumorales et anti-angiogéniques (Ohashi et al., 2009, Yi & Ruoslahti, 2001). Nos 
premières observations sur la formation d’agrégats d’ectodomaine du syndécan-1 en 
présence d’anastelline et les mesures effectuées par interférométrie de biocouche 
suggèrent que l’anastelline pourrait également polymériser les ectodomaines des 
syndécans dont l’existence physiologique reste à démontrer.  

Les expériences d’interférométrie de biocouche ont également montré que l’interaction 
entre l’ectodomaine du syndécan-1 et l’anastelline était favorisée à pH acide, 
probablement par la formation d’une nouvelle région basique à la surface de 
l’anastelline causée par la protonation de ses résidus d’histidine.  

ED-1 pourrait capturer l’anastelline dans des environnements légèrement acides et la 
relarguer lorsque le pH est légèrement plus alcalin. Des interactions dépendantes du pH 
ont déjà été observées. C’est le cas de l’isomérase des ponts disulfures ERp44 qui est 
impliquée dans la voie de sécrétion des protéines. La protéine ERp44 joue le rôle de 
navette en interagissant avec des protéines comme l’adiponectine au niveau du cis-
Golgi, où le pH est légèrement acide, et en les libérant dans le réticulum endoplasmique, 
où le pH est quasiment neutre. Cette fonction est réalisée par des changements 
conformationnels dépendants du pH impliquant la protonation / déprotonation de cinq 
résidus d’histidine (Watanabe et al., 2017).  

L’hypothèse de la formation de la région basique sur l’anastelline pourra être vérifiée 
notamment par la génération de mutants sur les résidus d’histidine concernés. Il serait 
également intéressant de déterminer si les ectodomaines des syndécans seuls ou en 
complexe avec l’anastelline forment des fibrilles β-amyloïde, notamment ED-3 qui est 
presque exclusivement exprimé dans les tissus neuronaux (Afratis et al., 2017). Le cas 
échant, il serait également intéressant de comparer les cinétiques de fibrillogenèse des 
ectodomaines des syndécans -1 et -3 d’une part et des ectodomaines des syndécans -2 
et -4 d’autre part. En effet, la présence d’une proportion plus importante de brins β dans 
ces deux derniers pourrait favoriser la formation de fibrilles par rapport aux 
ectodomaines des syndécans -1 et -3.   
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Dimérisation des ectodomaines des syndécans 

Nos expériences ont permis d’observer pour la première fois la formation de dimères 
covalents formés par l’isoforme 2 du syndécan-4 qui est un variant d’épissage 
présentant la particularité de posséder un unique résidu de cystéine. L’analyse du dimère 
par SEC-SAXS, SEC-DLS et mobilité ionique a montré que les monomères se disposaient 
de façon étendue et que le dimère était très flexible. L’ectodomaine du syndécan-3 
dimérise également (Asundi & Carey, 1995) et le dimère a été détecté en faible quantité 
dans nos expériences de spectrométrie de masse. Les observations préliminaires 
effectuées à partir des données de SEC-SAXS suggèrent que les deux monomères d’ED-3 
s’associent latéralement provoquant leur repliement partiel, ce qui est visible par la 
forme de la courbe dans la représentation normalisée de Kratky et par la diminution des 
intensités de diffusion en s-3 plutôt qu’en s-2 (Annexe 4). Ce repliement partiel est en 
accord avec un modèle du dimère précédemment établi et qui implique la formation de 
deux régions globulaires séparées par une région très étendue (Kirsch et al., 2002). Dans 
leur modèle du syndécan-3 entier sous forme dimérique, la séquence ERKE nécessaire à 
sa dimérisation se trouverait entre le domaine transmembranaire et le domaine 
globulaire G2 (voir Figure 21). L’ectodomaine du syndécan-1 possèderait également la 
possibilité de dimériser mais le dimère n’a été observé qu’en très faible abondance dans 
nos expériences ce qui n'a pas permis de le caractériser. Le mécanisme de dimérisation 
des ectodomaines des syndécans -1 et -3 n'implique pas la formation de ponts 
disulfures contrairement à celui de l'isoforme-2 du syndécan-4 (ED-4).  
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Annexes du chapitre IV.1  
Caractérisation structurale des ectodomaines des syndécans sans GAGs 

 

 

Annexe 1 : Séquençage des ectodomaines des syndécans humains recombinants exprimés 
en système procaryote par spectrométrie de masse en tandem (MS-MS). Les peptides 
identifiés sont en rouge et la séquence des étiquettes 6xHis et FLAG est en italique. 
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Annexe 2 : Expériences de mobilité ionique visant à déterminer la stabilité des 
conformations compactes et intermédiaires des ectodomaines des syndécans (EDs). Pour 
chaque protéine, les valeurs expérimentales brutes du temps de dérive de chaque état de charge 
sont présentées (gauche) ainsi que la variation du temps de dérive à 190 V par rapport à celui 
mesurée à 20 V reflétant la stabilité des conformations (droite). La légende est commune à tous 
les graphes. 
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Annexe 3 : Distribution des sections efficaces de collision (CCS) des ectodomaines des 
syndécans 1-3 et du mutant ED-4 C150A. Représentation de la CCS pour chaque état de 
charge (largeur des bandes) et de leur intensité (dégradé de rouge). ED-4 C150A a été utilisé afin 
de mimer la forme monomérique d’ED-4. Les lignes verticales en pointillés indiquent les limites 
théoriques de leur CCS d’après Beveridge et al., (2014). 
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Annexe 4 : Analyse par SEC-SAXS du dimère de l’ectodomaine du syndécan-3. A) Intensités 
de diffusion du dimère d’ED-3 après déconvolution par US-SOMO. B) Calcul du rayon de 
gyration selon l’approximation de Guinier, la qualité de l’ajustement est annotée (R2). 
Comparaison de la représentation normalisée de Kratky (C) et de Sibyls (D) entre la forme 
monomérique (noir) et dimérique (vert).  
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Annexe du Chapitre IV.3  
Interactions des syndécans 

 
Annexe 5 : Identification du site d’interaction entre l’ectodomaine du syndécan-1 et 
l’anastelline par spectrométrie de masse en tandem. Le peptide d’ED-1 (KDTQLL) est retrouvé 
réticulé avec l’anastelline sur A) le site KEATIPGHL et / ou B-C) le site TIKGLKPGVVY ou 
GLKPGVVY selon le résidu de lysine impliqué dans la réticulation, respectivement. 
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Annexes du Chapitre IV.4 
Rôle des glycosaminoglycanes et des acides sialiques présents à la surface des 
globules rouges sains et drépanocytaires dans leurs propriétés rhéologiques 

 
GLOBULES ROUGES SAINS (n=8) 

Forces de 
cisaillement (Pa) 

Contrôle 67,5 mU/ml 150 mU/ml 300 mU/ml 450 mU/ml 

0,30 0,04 ± 0,01 0,05 ± 0,01 0,04 ± 0,01 0,04 ± 0,01 0,04 ± 0,01 

0,53 0,12 ± 0,01 0,12 ± 0,01 0,12 ± 0,01 0,12 ± 0,02 0,12 ± 0,02 

0,95 0,23 ± 0,01 0,23 ± 0,02 0,23 ± 0,01 0,23 ± 0,01 0,23 ± 0,01 

1,69 0,32 ± 0,01 0,32 ± 0,01 0,32 ± 0,01 0,32 ± 0,01 0,32 ± 0,01 

3,00 0,41 ± 0,01 0,41 ± 0,01 0,41 ± 0,01 0,41 ± 0,01 0,41 ± 0,01 

5,33 0,49 ± 0,01 0,49 ± 0,01 0,49 ± 0,01 0,49 ± 0,01 0,49 ± 0,01 

9,49 0,54 ± 0,01 0,54 ± 0,01 0,54 ± 0,01 0,54 ± 0,01 0,54 ± 0,01 

16,87 0,58 ± 0,01 0,58 ± 0,01 0,58 ± 0,01 0,58 ± 0,01 0,58 ± 0,01 

30,00 0,61 ± 0,01 0,61 ± 0,01 0,61 ± 0,01 0,61 ± 0,01 0,61 ± 0,01 

 
GLOBULES ROUGES DREPANOCYTAIRES (n=8) 

Forces de 
cisaillement (Pa) 

Contrôle 67,5 mU/ml 150 mU/ml 300 mU/ml 450 mU/ml 

0,30 0,10 ± 0,07 0,10 ± 0,08 0,10 ± 0,08 0,09 ± 0,07 0,10 ± 0,08 

0,53 0,07 ± 0,02 0,08 ± 0,02 0,08 ± 0,02 0,07 ± 0,02 0,07 ± 0,02 

0,95 0,10 ± 0,04 0,10 ± 0,04 0,09 ± 0,04 0,10 ± 0,04 0,09 ± 0,04 

1,69 0,15 ± 0,05 0,15 ± 0,05 0,15 ± 0,06 0,15 ± 0,05 0,15 ± 0,05 

3,00 0,21 ± 0,07 0,21 ± 0,06 0,21 ± 0,07 0,21 ± 0,07 0,21 ± 0,06 

5,33 0,28 ± 0,07 0,27 ± 0,07 0,27 ± 0,08 0,28 ± 0,07 0,28 ± 0,07 

9,49 0,34 ± 0,08 0,33 ± 0,08 0,33 ± 0,09 0,33 ± 0,08 0,33 ± 0,08 

16,87 0,38 ± 0,09 0,37 ± 0,08 0,37  ± 0,09 0,37 ± 0,09 0,37 ± 0,08 

30,00 0,41 ± 0,09 0,40 ± 0,09 0,40 ± 0,09 0,41 ± 0,09 0,41 ± 0,09 

 
Annexe 6 : Indice d’élongation (± écart type) des globules rouges sains et drépanocytaires 
traités par l’héparinase III.  

 



 

420 
 

GLOBULES ROUGES SAINS (n=8) 

Forces de 
cisaillement (Pa) 

Contrôle 50 mU/ml 250 mU/ml 500 mU/ml 

0,30 0,03 ± 0,02 0,03 ± 0,02 0,031 ± 0,02 0,03 ± 0,02 

0,53 0,11 ± 0,03 0,10 ± 0,02 0,11 ± 0,02 0,10 ± 0,03 

0,95 0,22 ± 0,02 0,21 ± 0,01 0,21 ± 0,02 0,21 ± 0,02 

1,69 0,31 ± 0,02 0,31 ± 0,01 0,31 ± 0,02 0,31 ± 0,02 

3,00 0,41 ± 0,01 0,41 ± 0,01 0,41 ± 0,01 0,41 ± 0,01 

5,33 0,49 ± 0,01 0,49 ± 0,01 0,49 ± 0,01 0,49 ± 0,01 

9,49 0,55 ± 0,01 0,55 ± 0,01 0,55 ± 0,01 0,54 ± 0,02 

16,87 0,58 ± 0,01 0,58 ± 0,01 0,58 ± 0,01 0,58 ± 0,02 

30,00 0,60 ± 0,01 0,60 ± 0,01 0,60 ± 0,01 0,60 ± 0,01 

 

GLOBULES ROUGES DREPANOCYTAIRES (n=6) 

Forces de 
cisaillement (Pa) 

Contrôle 50 mU/ml 250 mU/ml 500 mU/ml 

0,30 0,05 ± 0,03 0,07 ± 0,05 0,05 ± 0,04 0,08 ± 0,07 

0,53 0,05 ± 0,03 0,05 ± 0,03 0,06 ± 0,03 0,06 ± 0,03 

0,95 0,01  ± 0,04 0,01 ± 0,05 0,10 ± 0,04 0,1 ± 0,04 

1,69 0,16 ± 0,05 0,16 ± 0,05 0,17 ± 0,06 0,17 ± 0,06 

3,00 0,23 ± 0,05 0,23 ± 0,07 0,23 ± 0,07 0,24 ± 0,06 

5,33 0,30 ± 0,06 0,3  ± 0,07 0,31 ± 0,07 0,31 ± 0,07 

9,49 0,37 ± 0,03 0,3 ± 0,08 0,37 ± 0,08 0,37 ± 0,07 

16,87 0,41 ± 0,07 0,41 ± 0,08 0,41 ± 0,08 0,42 ± 0,08 

30,00 0,45 ± 0,07 0,44 ± 0,09 0,45 ± 0,08 0,45 ± 0,08 

 
 

Annexe 7 : Indice d’élongation (± écart type) des globules rouges sains et drépanocytaires 
traités par la chondroïtinase ABC. 
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GLOBULES ROUGES SAINS (n=6) 

Forces de 
cisaillement (Pa) 

Contrôle 100 mU/ml 250 mU/ml 500 mU/ml 

0,30 0,10 ± 0,01 0,09 ± 0,02 0,10 ± 0,01 0,10 ± 0,03 

0,53 0,13 ± 0,02 0,12 ± 0,02 0,13 ± 0,02 0,14 ± 0,02 

0,95 0,19 ± 0,03 0,20 ± 0,02 0,19 ± 0,02 0,21 ± 0,02 

1,69 0,29 ± 0,03 0,30 ± 0,02 0,29 ± 0,02 0,31 ± 0,02 

3,00 0,38 ± 0,03 0,38 ± 0,02 0,39 ± 0,02 0,4 ± 0,01 

5,33 0,46 ± 0,02 0,46 ± 0,01 0,46 ± 0,01 0,47 ± 0,01 

9,49 0,52 ± 0,02 0,52 ± 0,01 0,52 ± 0,01 0,53 ± 0,01 

16,87 0,56 ± 0,02 0,56 ± 0,01 0,56 ± 0,01 0,57 ± 0,01 

30,00 0,59 ± 0,01 0,59 ± 0,01 0,59 ± 0,01 0,60 ± 0,01 

 

GLOBULES ROUGES DREPANOCYTAIRES (n=7) 

Forces de 
cisaillement (Pa) 

Contrôle 100 mU/ml 250 mU/ml 500 mU/ml 

0,30 0,0745 ± 0,05 0,10 ± 0,06 0,07 ± 0,05 0,08 ± 0,04 

0,53 0,06 ± 0,03 0,07 ± 0,02 0,07 ± 0,02 0,08 ± 0,03 

0,95 0,10 ± 0,04 0,10 ± 0,04 0,09 ± 0,03 0,10 ± 0,04 

1,69 0,16 ± 0,06 0,16 ± 0,05 0,16 ± 0,05 0,16 ± 0,06 

3,00 0,23 ± 0,07 0,23 ± 0,07 0,23 ± 0,06 0,23 ± 0,07 

5,33 0,30 ± 0,08 0,30 ± 0,07 0,30 ± 0,07 0,30 ± 0,08 

9,49 0,36 ± 0,08 0,37 ± 0,07 0,36 ± 0,08 0,36 ± 0,08 

16,87 0,41 ± 0,08 0,42 ± 0,07 0,41 ± 0,08 0,41 ± 0,08 

30,00 0,45 ± 0,08 0,46 ± 0,06 0,45 ± 0,07 0,45 ± 0,08 

 
Annexe 8 : Indice d’élongation (± écart type) des globules rouges sains et drépanocytaires 
traités par la hyaluronidase. 
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Annexe 9 : Expériences de docking entre le fibrinogène et l’acide N-acétylneuraminique 
seul (NANA). A) Superposition des 200 poses (rouge) de NANA sur le monomère de 
fibrinogène (chaînes α : grise, β : bleue, γ : orange). Ion calcium : sphère verte. B) Seules les 5 
meilleures poses ayant les énergies les plus faibles pour chaque zone testée sont représentées 
mettant en avant 4 sites préférentiels d’interaction. La légende est identique à A). C-F) 
Agrandissement sur les 4 sites préférentiels de la meilleure solution. NANA : vert. La couleur des 
chaînes est la même qu’en A) et B). 

 
 
 
 

A 

B 

C D 
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Sites Résidus 

Gamme des 
énergies 

d’interaction 
(kcal/mol) 

Site 1 

Chaîne α : 
Chaîne G : A27C28K29W33S47R50 

Chaîne J: A27C28K29D30S31W33S47C49R50 
Chaîne β : 

Chain H: D61P70V74C76 
Chain K: K58A59P60D61L66P70D71L72G73V74C76 

- 6,4 / - 8,3 

Site 2 

Chaîne α : 
Chaîne J: G96D97F98S100A101N102R104D105N106I205M207 

Chaîne β : 
Chaîne K: W125Q129Q131V132K133N135E136V138V139 

Chaîne γ : 
Chaîne L : T67Y68N69P70D71E72S73M78I79D80 

- 6,2 / - 8,5 

Site 3 

Chaîne β : 
Chaîne K: Q359L360M361N364E397T423W424G430T431D432M438S443W444 

NAG NDG NDG GAL SIA 
Chaîne T: G1H2R3P4 

- 6,2 / - 7,2 

Site 4 

Chaîne β : 
Chaîne K: L226K234P235Y236R237R264D267P268Q271G272F273G274N275V276K298 

Chaîne γ : 
Chaîne L: Q136E137P138C139D141V143Q144I145D147F168 

- 6,3 / - 7,5 

 
 

Annexe 10 : Résidus du fibrinogène présents à moins de 5 Å de la O-glycosylation de la 
glycophorine A. La meilleure solution a été utilisée afin de déterminer les résidus les plus 
proches. La nomenclature est la même que celle présente dans la structure tridimensionnelle du 
fibrinogène (PDB : 3GHG). NAG : N-acétyl-D-glucosamine, NDG : 2-(acétylamino)-2-deoxy-α-D-
glucopyranose, GAL : β-D-galactose, SIA : acide sialique. Les gammes d’énergies d’interaction 
indiquent la meilleure et la pire énergie pour chaque site. 
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SUMMARY 

Characterization of an intrinsically disordered proteins family, the syndecans 

Syndecans are a family of four transmembrane proteoglycans which are expressed at the 
cell surface of virtually all cell types and involved in many biological functions. Their 
ectodomains can be shed from the cell surface and they have not been structurally 
characterized so far. Using several biophysical approaches, we found that the core 
protein of the human syndecans ectodomains is enriched in intrinsic disorder and 
contains a small proportion of β-strands. Syndecans ectodomains behave like random 
coil proteins and are highly extended and flexible, allowing them to adopt compact 
conformations. Additionally, we have identified two novel partners by biolayer 
interferometry, the fibroblast growth factor 2 and anastellin, a bioactive fragment of 
fibronectin, and we have characterized the complexes. 

Moreover, we have constructed and analyzed the interaction network of syndecans. Their 
interactome revealed that they interact with more than 347 partners, mainly thanks to 
their heparan sulfate chains and we defined their consensus interactome.  

Finally, a second research axis dealt with the role of the glycosaminoglycans and the 
sialic acids present at the surface of red blood cells in their rheological properties. We 
found that sialic acid are implicated in the aggregation and the deformability of healthy 
and sickle red blood cells. Particularly, we highlighted the role of fibrinogen in their 
aggregation. 

 

 

 

 

 

 

 

 

Key Words: syndecans, intrinsic disorder, biophysics, biomolecular interactions.



 

 

RÉSUMÉ DES TRAVAUX 

Les syndécans sont une famille de quatre protéoglycanes transmembranaires exprimés 
de façon quasi-ubiquitaire à la surface cellulaire où ils possèdent un nombre très 
important de fonctions biologiques. Leurs ectodomaines peuvent être libérés dans 
l’espace extracellulaire et aucune caractérisation biophysique et structurale n’a été 
effectuée jusqu’à présent. Nous avons montré à l’aide de différentes méthodes 
biophysiques que la partie protéique des ectodomaines des syndécans humains contient 
une faible proportion de brins β et est enrichie en désordre intrinsèque. Les 
ectodomaines se comportent comme des random coils ayant des conformations très 
étendues et très flexibles, susceptibles d’adopter des conformations compactes. Leur 
espace conformationnel pourrait être modulé par leurs interactions avec d’autres 
protéines et nous avons identifié par interférométrie de biocouche deux nouveaux 
partenaires des ectodomaines des syndécans, le facteur de croissance fibroblastique 2 et 
l’anastelline, et nous avons caractérisé les complexes formés.  

Nous avons ensuite construit et analysé l’interactome des syndécans ce qui a permis de 
recenser 347 partenaires avec lesquels ils interagissent majoritairement via leurs chaînes 
d’héparane sulfate, et de définir leur interactome consensus.  

Un second axe de recherche portant sur le rôle des glycosaminoglycanes et des acides 
sialiques situés à la surface des globules rouges sur leurs propriétés rhéologiques a 
montré le rôle des acides sialiques dans la déformabilité et l’agrégation des globules 
rouges de sujets sains et de patients atteints de drépanocytose. Nos expériences 
montrent également le rôle du fibrinogène dans l’agrégation des globules rouges.  

 

 

 

 

 

 

 

Mots – Clefs : syndécans, désordre intrinsèque, biophysique, interactions 
biomoléculaires. 
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