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Résumé  

Les Héparanes Sulfate se lient à un large éventail de protéines de signalisation, 

modulant ainsi leur disponibilité, leur stabilité et leur structure. Ces interactions se 

produisent par l'intermédiaire de motifs de sulfatation spécifiques, présents dans le 

polysaccharide. La structure de ces polysaccharides peut, toutefois, être régulée par 

différentes enzymes, dont les sulfatases extracellulaires de la famille Sulf. Les Sulfs 

catalysent l'élimination sélective des groupements 6-O-sulfatés, participant à la 

reconnaissance de nombreuses protéines, et sont, de ce fait, impliquées dans de 

nombreux processus physiopathologiques, comme le cancer. Ces enzymes se composent 

d’un domaine catalytique (CAT) contenant le site actif et d’un domaine basique 

hydrophile (HD) responsable de la liaison aux HS. Malgré un intérêt croissant pour cette 

famille d’enzymes, la structure des Sulfs reste inconnue. Dans ce contexte, ce projet a 

visé à réaliser une étude structurale de la protéine humaine HSulf-2 en utilisant une 

approche de biologie structurale intégrative combinant cristallographie, microscopie 

électronique et RMN.  

HSulf-2 étant une protéine de haut poids moléculaire (~ 118 kDa), une stratégie de 

marquage isotopique spécifique des acides aminés portant un ou plusieurs groupements 

méthyles (marquage 13CH3) a été utilisée pour étudier HSulf-2 par RMN. A ce jour, il 

n’existe cependant pas de milieux de culture commercial pour réaliser ce type de 

marquage isotopique spécifique de protéines exprimées en cellules mammifères, 

système requis pour produire une protéine HSulf-2 active. Un des premiers objectifs de 

cette thèse a donc été de développer ce type de milieu et d’en optimiser la composition 

et les conditions d’utilisation afin de permettre un marquage 13C spécifique des acides 

aminés portant des méthyles. Ce milieu a été validé en réalisant le marquage et 

l’acquisition de spectres 2D d’une protéine modèle : Hsp90 N-terminal. Il a été constaté 

que le milieu développé entrainait une perte de rendement protéique d’environ 20 à 25 

% (comparé au milieu de culture standard des cellules HEK 293), corrélé à une croissance 

cellulaire réduite. 

Ce milieu a, par la suite, été utilisé pour exprimer le variant protéique HSulf-2 ΔHD 

(correspondant au domaine catalytique de l’enzyme), mais les spectres obtenus dans 

différentes conditions n’ont pas pu être exploités. L’hypothèse retenue est que l’enzyme 
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HSulf-2 présente une trop grande flexibilité et/ou une trop faible structuration pour 

générer des spectres RMN exploitables. 

En parallèle de ces analyses, des expériences en cryo-microscopie électronique ont 

permis l’acquisition de deux jeux de données et la production de deux modèles 

structuraux résolus entre 4 Å et 7 Å. Bien que ces modèles n’autorisent pas un calcul de 

la structure, ils permettent tout de même d’identifier l’organisation tridimensionnelle 

d’un certain nombre de structures secondaires, dont certaines pourraient être calculées, 

et sont représentatifs de la protéine d’intérêt. De plus, grâce à l’ensemble des analyses 

structurales réalisées et aux nombreux poins clés résolus, une nouvelle stratégie en deux 

étapes a pu être dessinée pour la caractérisation de HSulf-2 par cette méthode. 

Enfin, des essais de cristallogenèse ont été réalisés sur trois constructions de la protéine 

cible, HSulf-2 ΔSG, HSulf-2 ΔHD et HSulf-2 ΔHDc, pour lesquelles la chaîne de GAG 

présente sur le domaine HD (HSulf-2 ΔSG), ou des régions non structurées (HSulf-2 ΔHD 

et HSulf-2 ΔHDc), ont été tronquées. Ces tests ont révélé des cristaux non-exploitables 

ou aucun cristal, mais la qualité prometteuse des échantillons, et les concentrations 

atteintes, laissent imaginer de nombreux tests supplémentaires et optimisations. 

Ces travaux ont fourni des informations sur la structuration de HSulf-2, ont permis 

d’identifier quelles méthodes d’analyse structurale seront les plus appropriées pour 

l’étude de cette enzyme, et quels points d’optimisation devront être étudiés pour 

obtenir une structure haute résolution de l’enzyme. Cette thèse a, par ailleurs, permis 

de développer une nouvelle stratégie de marquage pour les protéines exprimées en 

cellules de mammifère HEK 293. Ce milieu nécessite encore quelques optimisations, 

notamment dans l’incorporation de résidus deutérés, afin d'accroître la résolution des 

spectres acquis. Il ouvre néanmoins des perspectives importantes pour l’étude par RMN 

de protéines complexes exprimées en système mammifère. 
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Abstract 

Heparan Sulfate binds to a wide variety of signaling proteins, modulating their 

availability, stability and structure. These interactions are carried out through 

saccharide motifs of specific sulfation patterns, present within the polysaccharide. The 

structure of the polysaccharide can be regulated by different enzymes, including 

extracellular sulfatases of the Sulf family. Sulfs catalyze the selective removal of 6-O-

sulfaté groups, participating in the recognition of many proteins, and are thereby 

involved in many pathophysiological processes, such as cancer. These enzymes feature a 

catalytic domain (CAT) containing the active site, and a basic hydrophilic (HD) domain 

responsible for binding to HS. Despite growing interest for this family of enzymes, the 

structure of Sulfs remains unknown. In this context, this project aimed to determine the 

structure of the human protein HSulf-2, using an integrative structural biology approach 

combining crystallography, electron microscopy and NMR. 

HSulf-2 is a high molecular weight protein (~ 118 kDa); thus, a 13CH3 methyl specific 

isotopic labeling strategy was used to study this enzyme by NMR. To date, there is no 

commercial media for specific isotopic labeling of proteins expressed in mammalian 

cells, a system required to produce an active HSulf-2 protein. So, one of the first 

objectives of this thesis was to develop this type of medium and to optimize its 

composition in order to allow a specific 13C labeling of methyl amino acids. This medium 

was validated by the labeling and the acquisition of 2D spectra of a model protein: 

Hsp90 N-terminal. The new medium was found to cause a loss of protein yield of 

approximately 20 to 25% (compared to standard culture medium for HEK 293 cells), 

correlated to a reduced cell growth.  

This medium was then used to express the protein variant HSulf-2 ΔHD (corresponding to 

the CAT domain of the enzyme), but the resulting spectra obtained in different 

conditions could not be exploited. The hypothesis proposed is that the enzyme HSulf-2 

exhibits too much flexibility and/or too little structuration to generate exploitable NMR 

spectra. 

In parallel to these analyzes, cryo-electron microscopy experiments enabled the 

acquisition of two data sets and the production of two structural models resolved 

between 4 Å and 7 Å. Although these models do not allow a calculation of the structure, 
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they make possible to identify the three-dimensional organization of a certain number of 

secondary structures, some of which could be calculated, and are representative of the 

protein. In addition, thanks to all the structural analysis and the many key points 

resolved, a new two-step strategy could be designed for the characterization of HSulf-2 

by this method. 

Finally, crystallogenesis assays were conducted on three constructs of the target protein, 

HSulf-2 ΔSG, HSulf-2 ΔHD and HSulf-2 ΔHDc, for which the GAG chain present on the HD 

domain (HSulf-2 ΔSG), or unstructured regions (HSulf-2 ΔHD and HSulf-2 ΔHDc), were 

truncated. These tests revealed non-exploitable crystals or no crystals, but the quality 

of the samples and the concentrations reached suggest many additional tests and 

optimizations. 

This work provided informations on the structuration of HSulf-2, made it possible to 

identify which methods of structural biology will be the most appropriate for the study 

of this enzyme, and which points of optimization should be studied to obtain a high 

resolution structure of the enzyme. During this thesis, we also proposed a new labeling 

strategy for proteins expressed in mammalian cells. Even if this medium still requires 

some optimizations, in particular for the incorporation of deuterated residues in order 

to increase the resolution of the acquired spectra. It definitively opens new perspectives 

for NMR studies of proteins expressed in mammalian expression system. 

8



9



10



Table des matières  

Résumé                      5. 

Abstract                      7.  

Table des figures                    15. 

Table des abréviations et acronymes                19. 

Introduction                             21.        

I. Les glycosaminoglycanes, leur structure et leur fonction            23. 

I.1. Les Protéoglycanes                      23. 

 I.1.1. Classification et structure des PGs              24. 

 I.1.2. Classification et structure des GAGs              30. 

I.2. Biosynthèse des HS/HP                 38. 

 I.2.1. Initiation                  38. 

 I.2.2. Elongation                   40. 

 I.2.3. Maturation des HS/HP                 41. 

  I.2.3.1. NDSTs                  42. 

  I.2.3.2. Epimérase                 43. 

  I.2.3.3. 2-O-sulfotransférase                45. 

  I.2.3.4. 3-O-sulfotransférases               45. 

  I.2.3.5. 6-O-sulfotransférases                47. 

 I.2.4. Le concept de gagosome                 50. 

I.3. Processus de régulation post-synthétique des HS               52. 

 I.3.1. « Shedding »                   52. 

 I.3.2. Héparanase                  53. 

I.4. Les interactions protéines/HS                 54. 

 I.4.1. Les facteurs de croissance et la 6-O-sulfatation             57. 

 I.4.2. Les chimiokines, les morphogènes et la 6-O-sulfatation           58. 

 I.4.3. Les autres ligands                  59. 

11



II. Les sulfatases et les Sulfs                  61. 

II.1. Les sulfatases                    61. 

 II.1.1. Généralités sur les sulfatases                61. 

 II.1.2. Sulfs : la découverte d’une enzyme de régulation              64. 

  II.1.2.1. Sulfs : organisation des domaines             65. 

  II.1.2.2. Sulfs : modifications post-traductionnelles            67. 

  II.1.2.3. Sulfs : catalyseurs de la 6-O-désulfatation             69. 

  II.1.2.4. Sulfs : régulateurs de l’interaction HS/Ligand            71. 

  II.1.2.5. Régulation des Sulfs                73. 

  II.1.2.6. Sulfs et cancer                74. 

  II.1.2.7. Sulfs et autres pathologies              77. 

  II.1.2.8. HSulf-1 et HSulf-2 : récapitulatif des différences           79. 

II.2. Caractérisation structurale des sulfatases               81. 

II.3. Récents progrès dans la caractérisation structurale et fonctionnelle de HSulf-2 

 II.3.1. Informations structurales sur HSulf-2                       83. 

 II.3.2. Rôle biologique de la chaîne de CS               86. 

III. RMN et marquage isotopique des protéines de haute masse moléculaire en   

     système eucaryote                            89. 

III.1. Historique de la RMN et du marquage isotopique              90. 

III.2. Acides aminés portant des groupements méthyles et leur méthode de marquage  

        isotopique en bactérie                    94. 

 III.2.1. Les voies métaboliques irréversibles               95. 

 III.2.2. Les voies métaboliques réversibles et intermédiaires            99. 

 III.2.3. Le marquage combinatoire              100. 

III.3. Marquage isotopique en cellules eucaryotes : stratégies de marquage et  

        formulation des milieux                101. 

 III.3.1. Les différents systèmes d’expression et leurs avantages          101. 

 III.3.2. Le métabolisme de biosynthèse des acides aminés                      105. 

 III.3.3. Formulation des milieux de marquage                  106. 

12

83.



  III.3.3.1. Les sources d'acides aminés à considérer pour un marquage   

       isotopique               106. 

  III.3.3.2. Les stratégies de marquage en cellules eucaryotes  

       supérieures              108. 

  III.3.3.3. La deutération              113. 

 III.3.4. Marquage spécifique 13CH3 des acides aminés portant un groupement 

            méthyle en cellules d’insectes et de mammifères          114. 

  III.3.4.1. Marquage 13CH3 par ajout en excès des acides aminés  

       portant un groupement méthyle            114. 

  III.3.4.2. Marquage 13CH3 par remplacement des acides aminés  

       portant un groupement méthyle            115. 

IV. Objectifs de la thèse                119. 

V. Matériels et méthodes                 123. 

V.1. Expression et purification de la protéine HSulf-2             123. 

 V.1.1. Expression et purification de la protéine HSulf-2 ΔSG                         125. 

 V.1.2. Purification de la protéine HSulf-2 ΔSG clivée à la trypsine                 

 V.1.3. Test d'activité de la protéine HSulf-2 ΔSG et HSulf-2 ΔSG trypsinée        

 V.1.4. Expression, purification de l’enzyme « Peptide N-glycosidase F »  

          (PNGase F) et traitement de la protéine HSulf-2           128. 

V.2. Développement du milieu de marquage spécifique des 13CH3-acides aminés         129. 

 V.2.1. Composition du mélange réactionnel d’acides aminés           129. 

 V.2.2. Protocole d’expression et de purification de la protéine Hsp90  

  N-terminal                      136. 

 V.2.3. Mesure du taux d’incorporation des 13CH3-acides aminés          140. 

 V.2.4. Application du milieu de marquage spécifique à la protéine  

  HSulf-2                                    145. 

V.3. Etudes structurales de la protéine HSulf-2 par cryo-EM             146. 

VI. Résultats                   151. 

VI.1. Essais cristallographiques : les stratégies d’optimisation                    151. 

13

127.

128.



 VI.1.1. Essais cristallographiques : HSulf-2 ΔSG                     151. 

 VI.1.2. Essais cristallographiques : HSulf-2 ΔHDc            157. 

 VI.1.3. Essais cristallographiques : HSulf-2 ΔHD            160. 

VI.2. Développement de nouveaux milieux de culture pour l’étude par RMN de protéines  

        exprimées en cellules HEK 293                       164. 

 VI.2.1. Développement du milieu de marquage spécifique           164. 

 VI.2.2. Validation des rendements d’expression de la protéine Hsp90 N-terminal  

            dans le milieu de culture développé                   169. 

 VI.2.3. Mesure des taux d’incorporation des 13CH3-acides aminés           176. 

 VI.2.4. Développement du milieu de culture uniformément marqué 15N         187. 

 VI.2.5. Application du milieu de marquage spécifique à la protéine HSulf-2 :   

            marquage de HSulf-2 ΔHD et HSulf-2 ΔHDc                  189. 

VI.3. Etudes structurales de la protéine HSulf-2 par cryo-EM           198. 

VII. Discussions et perspectives                      213.  

VII.1. Développement d’un milieu de marquage spécifique et uniforme pour des  

         protéines exprimées en cellules de mammifère            213. 

VII.2. Etudes structurales de la protéine HSulf-2               219. 

VIII. Annexes                 233. 

IX. Remerciements                 245. 

X. Bibliographie                  249. 

14



Table des figures 

Figure 1 : Classification des PGs au regard de leur localisation                   25. 

Figure 2 : Structure et composition des GAGs               31. 

Figure 3 : Structure de l’HS                 33. 

Figure 4 : Biosynthèse de HP/HS                 39. 

Figure 5 : Gagosome                  50. 

Figure 6 : Structure 4-méthylumbelliferyl sulfate                62. 

Figure 7 : Représentation schématique des Sulfs              66. 

Figure 8 : Modèle de l'activité processive de HSulf et de la régulation des propriétés de  

      liaison aux HS                  71. 

Figure 9 : Interprétation générique du site actif de la sulfatase représentant les résidus  

       hautement conservés retrouvés dans les structures résolues           82. 

Figure 10 : PTMs identifiées et modèle structural hypothétique de HSulf-2              85. 

Figure 11 : Représentation schématique des régions de résonance des acides aminés  

        portant un groupement méthyle sur un spectre RMN 2D            93. 

Figure 12 : Représentation des principales réactions des voies métaboliques d'E. coli   96. 

Figure 13 : Composition en acides aminés des extraits de levure et d’algue        110. 

Figure 14 : Aperçu des voies métaboliques des acides aminés non essentiels issus de la  

        glycolyse                 111. 

Figure 15 : Constructions de la protéine HSulf-2             124. 

Figure 16 : Purification de HSulf-2 ΔSG               153. 

Figure 17 : Purification de HSulf-2 ΔSG traitée par la trypsine           155. 

Figure 18 : Tests de cristallogenèse de la protéine HSulf-2 ΔSG trypsinée en présence de  

        Sulfocalix-[4]-arène                 156. 

Figure 19 : Purification de HSulf-2 ΔHDc              158. 

Figure 20 : Amas protéique obtenu pour la protéine HSulf-2 ΔHDc           159. 

Figure 21 : Purification de la PNGase F, vérification de son activité et traitement de la  

        protéine HSulf-2 ΔHD                161. 

Figure 22 : Purification de la protéine HSulf-2 ΔHD             162. 

Figure 23 : Deux amas protéiques obtenus pour la protéine HSulf-2 ΔHD          163. 

Figure 24 : Western blot du test d’expression de la protéine Hsp90 N-terminal avec une  

        quantité variable en acides aminés                      166. 

Figure 25 : Western blot du test d’optimisation de la croissance cellulaire et de  

15



        l’expression de la protéine Hsp90 N-terminal            167. 

Figure 26 : Western blot du test d’optimisation de la croissance cellulaire et de  

        l’expression de la protéine Hsp90 N-terminal            169. 

Figure 27 : Purification de la protéine Hsp90 N-terminal (non marquée) à partir du milieu 

        de marquage développé                     170. 

Figure 28 : Purification de la protéine Hsp90 N-terminal (non marquée) à partir du milieu 

        de culture standard (FreeStyle 293)                 171. 

Figure 29 : Spectre RMN 2D de la protéine Hsp90 N-terminal marquée 13CH3-Met/-Ileδ1/ 

        -ValproS/-Thr/-Ala                173. 

Figure 30 : Superposition des spectres 2D de la protéine Hsp90 N-terminal         175. 

Figure 31 : Courbes d’incorporation des résidus 13CH3-Ileδ1, ValproS et Thr          177. 

Figure 32 : Comparaison des taux d’incorporation des 13CH3-Ala (relatifs au 13CH3-Met)  

        mesurés d’après différentes conditions              178. 

Figure 33 : Spectre RMN 2D de l’optimisation de l’incorporation des 13CH3-Ala         179. 

Figure 34 : Spectres ESI-TOF de la protéine Hsp90 N-terminal           183. 

Figure 35 : Spectre RMN 2D de la protéine Hsp90 N-terminal           186. 

Figure 36 : Marquage uniforme 15N de la protéine Hsp90 N-terminal          188. 

Figure 37 : Spectre 2D de la protéine HSulf-2 ΔHD marquée            190. 

Figure 38 : Spectre 2D de la protéine SNAP-HSulf-2 ΔHD trypsinée et marquée         192. 

Figure 39 : Spectre 2D de la protéine SNAP-HSulf-2 ΔHDc marquée           195. 

Figure 40 : Purification et spectre 2D de la protéine HSulf-1 ΔHD marquée         197. 

Figure 41 : Classification 2D de la protéine HSulf-2 ΔSG            200. 

Figure 42 : Modèle structural de la protéine HSulf-2 ΔSG            202. 

Figure 43 : Densités correspondantes aux N-glycosylations de HSulf-2 ΔSG         203. 

Figure 44 : Classification 2D de la proteine HSulf-2 ΔSG            204. 

Figure 45 : Modèle structural de la protéine HSulf-2 ΔSG            206. 

Figure 46 : Deux approches de réticulation de la protéine HSulf-2 ΔSG          208. 

Figure 47 : Grilles de microscopie électronique en colorations négatives de HSulf-2 ΔSG  

        avec différents ratios d’HP               210. 

Figure 48 : Classes 2D de la protéine HSulf-2 ΔSG             224. 

— 

16



Tableau 1 : Comparaison des caractéristiques de l’HP et de l’HS            32. 

Tableau 2 : Positions et fonctions proposées des acides aminés et des cations métalliques  

        dans le site actif                 81. 

Tableau 3 : Données de CD de HSulf-2                84. 

Tableau 4 : Caractéristiques des plaques de cristallogenèse           127. 

Tableau 5 : Composition du mélange réactionnel et comparaison avec des milieux dont la  

        composition en acides aminés est connue            131. 

Tableau 6 : Composition des mélanges réactionnels d’acide aminé            132. 

Tableau 7 : Optimisation de la concentration en acides aminés                    134. 

Tableau 8 : Composition du milieu d’expression             136. 

Tableau 9 : Composition du milieu de marquage spécifique            138. 

Tableau 10 : Composition du milieu de marquage uniforme            139. 

Tableau 11 : Composition des milieux de marquage spécifique pour l’établissement des  

          courbes d’incorporation des 13CH3-Ile, Val et Thr          141. 

Tableau 12 : Composition des milieux de marquage spécifique pour le calcul du taux  

          d’incorporation de chaque acide aminé marqué          144. 

— 

Annexe 1 : Séquence en acide aminé de la protéine HSulf-2            236. 

Annexe 2 : Optimisation de la croissance cellulaire et des rendements protéiques par  

        ajout de vitamines et de glucose              237. 

Annexe 3 : Optimisation de la croissance cellulaire et des rendements protéiques par  

        ajout d’extrait de levure               238.  

Annexe 4 : Composition des milieux de marquage spécifique pour l’établissement de la  

        courbe d’incorporation de la 13CH3-Ala             239. 

Annexe 5 : Spectres ESI-TOF de la protéine Hsp90 N-terminal marquée sur les Ile  

        et Thr                  240. 

Annexe 6 : Séquence en acide aminé de la protéine Hsp90 N-terminal et masses  

        ajoutées par le marquage de la protéine Hsp90 N-terminal               241. 

17



18



Table des abréviations et acronymes 

4MUS : 4-

méthylumbelliferyl sulfate 

ADAMs : « A Desintegrin 

And Metalloprotease » 

AHAS : Acéto-hydroxy-

acide synthase 

AKT : « Sérine/threonine-

protein kinase » 

ARS : Arylsulfatase  

ARSB : N-

acétylgalactosamine-4-O-

sulfatase 

AT : Anti-thrombine 

AvtA : Transaminase 

Alanine-valine 

BACE : « Beta-siteAPP 

cleaving enzyme » 

BCAT : Aminotransférase 

BMP4 : Protéine 

morphogénique osseuse 4  

CD : Dichroïsme circulaire 

CHO : « Chinese Hamster 

Ovary » 

CN : Coloration Négative 

CS : Chondroïtine sulfate  

D2O : Deutérium 

DHAD : Dihydroxyacid 

déshydrogénase 

DS : Dermatane Sulfate 

EDC : 1-Ethyl-3-[3-

diméthylaminopropyl]-

carbodiimide 

hydrochloride 

EGF(R) : (Récepteur) 

Facteur de croissance 

épidermique 

ELISA : « Enzyme Linked 

ImmunoSorbent Assay »  

ERK : « Extracellular 

signal-regulated kinases » 

EXT : Extostosine 

Fab : « Fragment antigen-

binding » 

FACS : « Fluorescence 

activated cell sorting » 

FGF(R) : (Récepteur) 

Facteurs de croissance des 

fibroblastes  

FGH : Hydrate de FGly 

FGly : Formylglycine  

FIV : Fécondation in vitro 

Fz : Frizzled 

G6S : Glucosamine-6-

sulfatase 

GAG : Glycosaminoglycane  

Gal : Galactose  

GalNAc : N-acétyl 

galactosamine  

GDNF : « Glial cell-derived 

neurotrophic factor » 

GlcA : Acide glucuronique 

GlcNAc : N-acétyl 

glucosamine 

GPCR : Récepteur couplé 

aux protéines G 

GPI : Glycosyl-

phosphatidyl-inositol 
2H : Proton deutéré 

HA : Hyaluronate 

HAS : Hyaluronate 

Synthase 

HAT : Histone acétyl 

transférase 

HB-EGF : « Heparin 

binding Epidermal Growth 

Factor » 

HCC : Hépatocellulaire 

HDAC : Histone 

désacétylase 

HEK : « Human Embryonic 

Kidney » 

HGF : « Hepatocyte 

Growth Factor » 

HH : « Hedgehog » 

HMW-HA : HA de haut 

poids moléculaire 

HP : Héparine 

Hpa2 : Héparanase II 

HRP : Horseradish 

Peroxidase  

HS : Héparane sulfate 

HSBP : « HS-binding 

proteins » 

Hsp90 N-terminal : Heat 

shock protein 90 N-

terminal 

HSPE : Héparanase 

HSV : Virus de l'herpès 

simplex  

IdoA : Acide iduronique  

KARI : Kétol-acid 

réductoisomérase 

KBL : 2-amino-3-

kétobutyrate ligase 

KS : Kératane Sulfate 

LDS : Lithium dodecyl 

sulfate  
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LMW-HA : HA de bas poids 

moléculaire 

LRR : Régions répétées 

riches en leucine 

ESI-TOF : Ionisation par 

électronébuliseur - temps 

de vol 

MAPK : « Mitogen-

activated protein 

kinases »  

MBP : « Maltose binding 

protein » 

MEC : Matrice Extra-

Cellulaire 

MEF : Fibroblastes 

embryonnaires 

MLD : Leucodystrophie 

métochromatique 

MMP : Métalloprotéinases 

matricielles 

MS : Spectrométrie de 

masse 

MSD : « Multiple sulfatase 

deficiency » 

NDST : N-désacétyl 

sulfotransférase  

NHS : N-

hydroxysuccinimide 

NOE : Effet Overhauser 

nucléaire 

OST : O-sulfotransférase 

PAPS : 

3’phosphoadenosine 5’-

phosphosulfate  

PEG : Polyéthylène glycol 

PEI : Polyéthylèneimine 

PDGF(R) : « Platelet 

Derived Growth Factor 

(Receptor)» 

PG : Protéoglycanes  

PI3 : Phosphoinositide-3-

kinase 

PNGase F :  « Peptide : N-

glycosidase F » 

PTM : Modification post-

traductionnelle 

RCC : Carcinome rénal 

RE : Réticulum 

endoplasmique 

RMN : Résonance 

magnétique nucléaire 

RTK : Récepteurs tyrosine 

kinase 

SAIL : « Stereo-Array 

Isotope Labelling » 

SAM : Adénosyl-L-

méthionine 

SAXS : Diffusion des rayons 

X aux petits angles 

SCCHN : Carcinome 

épidermoïde 

SCID : Déficit immunitaire 

combiné sévère 

SDS-PAGE : Electrophorèse 

en gel de polyacrylamide 

contenant du 

dodécysulfate de sodium  

SEC-MALS : 

Chromatographie 

d’exclusion couplée avec 

la mesure de la diffusion 

de la lumière sous 

multiples angles 

Sf : Spodoptera frugiperda 

SHH : « Sonic Hedgehog »  

SLRP : Petits 

protéoglycanes riches en 

leucine 

SOFAST-HMQC : « Selective 

Optimized Flip Angle Short 

Transient Heteronuclear »  

Single Quantum 

Coherence » 

SP : Sulfopropyl 

SST : Sodium Silico 

Tungstate  

SUMF1 : « Sulfatase 

modifying factor 1 » 

τc : Temps de corrélation 

TCEP : Tris(2-

carboxyethyl)phosphine 

TD : Thréonine 

désaminase 

TDH : Thréonine 

déshydrogénase 

TEV : Virus de la gravure 

du tabac 

TGFβ : « Transforming 

growth factor beta » 

VEGF(R) : (Récepteur) 

Facteur de croissance 

endothélial vasculaire 

Wnt : « Wingless type »  

Xyl : Xylose  

XylT : Xylosyltransférases 

YE : Extrait de levure 
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I. Les glycosaminoglycanes, leur structure et leur fonction 

 

I.1. Les Protéoglycanes 

 La communication cellulaire est la pierre angulaire de la croissance des 

organismes pluricellulaires. Cette communication est réalisée par de nombreuses 

protéines, tels que les facteurs de croissance, les cytokines, les chimiokines. Cependant, 

afin d’atteindre leurs récepteurs cellulaires, ces protéines doivent diffuser au travers de 

la matrice extra-cellulaire (MEC) et/ou le glycocalyx, présent à la surface des cellules. 

Or, ces deux structures extracellulaires sont composées en grande partie par des 

protéoglycanes (PG). Ces derniers jouent, entre autres, un rôle central dans l'activité et 

la régulation de la diffusion de la plupart des protéines de signalisation. 

Les PGs sont des glycoprotéines ubiquitaires, composés d’un noyau protéique sur lequel 

est associé, de manière covalente, une ou plusieurs chaînes de glycosaminoglycanes 

(GAG). Chez les mammifères, les noyaux protéiques sont synthétisés à partir d’une 

cinquantaine de gènes, y compris des variants résultant d'un épissage alternatif. Notons 

également que ce noyau protéique est connu pour aider à la localisation du PG, mais 

aussi dans la transduction du signal au travers de la membrane cellulaire (Alexopoulou et 

al., 2007). Les GAGs peuvent être de différents types (tels que la chondroïtine sulfate 

(CS), la dermatane sulfate (DS), la kératane sulfate (KS), l'héparine (HP), l’héparane 

sulfate (HS) et le hyaluronate (HA, GAG particulier car non associé à une protéine)), et 

permettent d’induire des fonctions biologiques grâce à leur capacité à interagir avec 

une large variété de protéines de signalisation. Cela contrôle leur biodisponibilité, 

l'accès à leurs récepteurs, le stockage et leur protection contre la protéolyse. En 

revanche, il est important de souligner que les fonctions biologiques peuvent être 

également déclenchées grâce à l’interaction d’un ligand avec le noyau protéique du PG, 

et ce dans le but de stabiliser la cohésion cellule-matrice (Whitelock et al., 2008). 

Ainsi, les PGs sont impliqués dans de nombreux processus biologiques importants, tels 

que la prolifération cellulaire, la différenciation, la migration, l'adhésion, la chimio-

attraction, l'inflammation, les réponses immunitaires, le contrôle de l'angiogenèse et de 

la coagulation (Sarrazin et al., 2011 ; Iozzo et Schaefer, 2015). Les PGs peuvent 

également fournir des sites de fixation pour une variété de micro-organismes 
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pathogènes, tels que les parasites (Toxoplasma gondii…), les bactéries (Pseudomonas 

aeruginosa, Streptococcus pneumoniae …) et les virus (VIH, Zika, HSV, hépatite C …) 

(Bartlett et Park, 2010 ; Shao et al., 2012 ; Iozzo et Schaefer, 2015 ; Karamanos et al., 

2018). 

 I.1.1. Classification et structure des PGs  

 Les propriétés fonctionnelles des PGs et leur classification dépendent de leur 

noyau protéique, de la nature de leurs chaînes de GAGs (HSPGs, CSPGs, DSPGs…), ainsi 

que de leur localisation (extracellulaires, membanaires ou intracellulaires) (Figure 1).  

 Les PGs matriciels correspondent, généralement, à des protéines modulaires 

porteuses de chaînes d’HS ou de CS/DS. Cette famille est divisée en trois groupes.  

Le premier groupe correspond aux Hyalectanes qui contiennent une famille distincte de 

PGs présentant des similitudes structurelles aux niveaux génomique et protéique. Cette 

famille est composée de quatre gènes distincts, à savoir l’agrécane, le versicane, le 

neurocane et le brevicane (Iozzo et Murdoch, 1996). Ces PGs partagent une 

caractéristique commune qui est leur structure à trois domaines. En effet, ils possèdent 

des domaines globulaires aux extrémités N- et C-terminale par lesquels ils lient divers 

composants de la MEC, y compris les HA via le domaine N-terminal et les lectines via la 

région C-terminale, formant de grands complexes supramoléculaires (Iozzo, 1998 ; 

Karamanos et al., 2018). Ces PGs peuvent également dépasser les 1 MDa, et dans le cas 

des agrécanes peuvent porter jusqu'à une centaine de GAGs (CS et KS) sur la région 

centrale du PG (Iozzo, 1998). Les hyalectanes présentent des différences structurales 

significatives et une distribution spécifique aux tissus. En effet, l’agrécane se trouve 

principalement dans le cartilage, mais aussi dans les réseaux périneuronaux du cerveau. 

Le versicane est quant à lui présent principalement dans les MEC interstitielles, et les 

brevicane et neurocane sont exprimés dans le cerveau et contiennent un noyau 

protéique portant une à sept chaînes de CS (Iozzo et Schaefer, 2015 ; Theocharis et al., 

2017 ; Karamanos et al., 2018). 
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Figure 1 : Classification des PGs au regard de leur localisation (Figure du manuscrit de thèse de 
Rana El Masri, HAL Id : tel-03507533, version 1).



Le deuxième groupe rassemble les petits protéoglycanes riches en leucine (SLRP) 

comprenant 18 membres répartis en cinq classes (Neill et al., 2015). Suivant 

l’appartenance à l’une de ces cinq classes, les SLRP peuvent porter à la fois des chaînes 

de CS et DS, ou bien seulement des chaînes de CS, DS et KS. Ces PGs sont impliqués dans 

de nombreuses fonctions biologiques, comme la stabilisation des fibres de collagène 

(Iozzo, 1998), la croissance tumorale ou le contrôle de l’angiogenèse (Grant et al., 

2002). La décorine, appartenant à la classe I des SLRP, est composée de deux régions : 

une région N-terminale portant une chaîne CS ou DS et une région centrale concave 

contenant 12 régions répétées riches en leucine (LRR). La partie C-terminale de la 

protéine semble avoir un rôle critique, étant donné qu'une décorine tronquée 

(dépourvue des 33 acides aminés C-terminaux) a été identifiée chez des patients 

atteints de dystrophie cornéenne stromale congénitale (Bredrup et al., 2005). De 

surcroît, la décorine est impliquée dans l'intégrité structurelle de nombreux organes et 

régule les processus physiologiques et pathologiques, grâce à son interaction avec de 

nombreuses protéines de signalisation (Gubbiotti et al., 2016). Notons également que la 

décorine peut interagir via certaines de ses régions centrales LRR spécifiques au 

collagène de type I et aux récepteurs tyrosine kinase (RTK) comme le récepteur 2 du 

facteur de croissance endothélial vasculaire (VEGFR2) et le récepteur du facteur de 

croissance épidermique (EGFR). Ces interactions entraînent l'activation de plusieurs 

voies de signalisation induisant une autophagie dans les cellules endothéliales, 

épithéliales et gliomales, et la mitophagie dans les cellules cancéreuses (Buraschi et al., 

2019).  

 

Enfin, le troisième groupe de PGs matriciels correspond à la famille SPOCK. Elle 

comprend trois HSPGs qui se lient au calcium et sont appelés Testicans (Iozzo et 

Schaefer, 2015). 

 Les HSPGs (perlécane, agrine, collagènes XVIII et XV) peuvent également être 

associés à la matrice péricellulaire via les intégrines ou d'autres récepteurs, jouant ainsi 

un rôle important dans le maintien de la membrane basale en interagissant les uns avec 

les autres, ainsi qu’avec d’autres constituants de cette membrane basale, tels que les 

laminines, le collagène de type IV et le nidogène (Iozzo et Schaefer, 2015). Le perlécane 

et l'agrine contiennent un assortiment de modules protéiques et portent jusqu'à trois 

chaînes de HS/CS (perlécane) ou jusqu'à trois HS (agrine). Le collagène de type XVIII 
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possède jusqu'à trois chaînes de HS, tandis que le collagène de type XV porte des chaînes 

de CS (Karamanos et al., 2018). 

Le perlécane est localisé au niveau de la membrane vasculaire basale et des espaces 

péricellulaires (Arikawa-Hirasawa et al., 2022). Cet HSPG a une architecture modulaire 

qui facilite une multitude de processus de régulation, incluant l'adhésion cellulaire, la 

formation de cartilage articulaire, l’ossification, l’arthrose, l’endocytose, l’assemblage 

ganglionnaire périphérique, le développement cardiovasculaire, entre autres processus 

physiologiques et pathologiques (Karamanos et al., 2018). Deux maladies humaines liées 

au perlecan ont été signalées. L'une d'elles est la dysplasie dyssegmentaire de type 

Silverman-Handmaker, résultant de la perte complète de la fonction du gène HSPG2 qui 

code pour la protéine (perlecan). L'autre est le syndrome de Schwartz-Jampel résultant 

de la perte partielle de la fonction du gène HSPG2. Le perlécane est également un 

intervenant fondamental de l'angiogenèse développementale et cancéreuse, où il peut 

exercer une double fonction en tant que facteur pro-angiogénique et anti-angiogénique 

(Gubbiotti et al., 2017 ; Pozzi et al., 2017 ; Theocharis et al., 2017), ainsi que dans la 

régulation autophagique (Poluzzi et al., 2014 ; Ning et al., 2015). De ce fait, le 

perlécane s’avère être une cible thérapeutique d’intérêt (Arikawa-Hirasawa et al., 

2022). L’agrine, quant à elle, joue un rôle important au niveau des jonctions 

neuromusculaires en permettant le rassemblement des récepteurs à l’acétylcholine et la 

formation de l’appareil post-synaptique (Bezakova et Ruegg, 2003). 

 Les PGs membranaires sont des HSPGs regroupés dans deux grandes familles : les 

syndécans et les glypicans. Les syndécans sont des protéoglycanes transmembranaires 

via leur noyau protéique. Les glypicans sont associés à la membrane via une ancre 

glycosyl-phosphatidyl-inositol (GPI). 

Les quatre syndécans de mammifères sont des PGs membranaires qui régulent de 

nombreux processus biologiques. Ils comprennent un ectodomaine allant de 20 à 40 kDa, 

un domaine transmembranaire et un domaine cytosolique composé d’une région variable 

et de deux régions constantes. Les ectodomaines ne partagent entre eux que 10 à 20 % 

d’homologie de séquence. En revanche, les deux autres domaines sont bien conservés 

entre les syndécans (Iozzo et Schaefer, 2015). Toutefois, malgré cette faible homologie 

des ectodomaines, certaines séquences restent très conservées. C’est le cas des 
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séquences impliquées dans l’attachement des chaînes de GAGs, qui sont liées de 

manière covalente à leur noyau protéique par des motifs conservés de sérine-glycine. 

Ainsi, les quatre syndécans portent des chaînes d’HS à leur extrémité N-terminale, et 

pour les syndécans-1 et 3, des chaînes de CS dans la région juxtamembranaire 

(Couchman et al., 2015 ; Afratis et al., 2017a). 

Comme introduit précédemment, les syndécans interviennent dans de nombreux 

processus biologiques via un large réseau d’interaction qui comprend 347 partenaires 

(Gondelaud et al., 2019). Ce large réseau d’interaction permet d’impliquer ces 

syndécans, entre autres, dans la signalisation cellulaire (Couchman et al., 2015 ; Afratis 

et al., 2017a), l'angiogenèse (De Rossi et al., 2014), le recrutement et la présentation 

des facteurs de croissance à leurs récepteurs (Kwon et al., 2012) et l'assemblage de la 

matrice extracellulaire (Yang et al., 2016). Par ailleurs, leur rôle a été souligné dans 

plusieurs processus pathologiques comme la tumorigenèse (Afratis et al., 2017a), les 

interactions hôte-pathogène (Bartlett et Park, 2010), les maladies neurodégénératives 

(Hudak et al., 2019 ; Letoha et al., 2019) et l'inflammation (Gopal, 2020).  

Malgré la variété et l'importance de leurs rôles biologiques, très peu d’informations 

structurales sont disponibles pour les syndécans (Gondelaud et al., 2019) ; ce qui est un 

frein dans l’étude de leurs mécanismes d'action moléculaire. En effet, bien que les 

structures du domaine transmembranaire des syndécans-2 et -4 et du domaine 

cytoplasmique des syndécans-1 et -4 (seuls ou en complexe avec d'autres protéines) 

aient été résolues (Gondelaud et al., 2019), aucune donnée structurale n’est disponible 

pour les ectodomaines des syndécans. Il est vrai que ces domaines se comportent comme 

des protéines intrinsèquement désordonnées et adoptent plusieurs ensembles de 

conformation en solution (Leonova et al., 2015 ; Gondelaud et al., 2021). Or, sans ces 

informations, la compréhension des processus biologiques dont les ectodomaines sont à 

l’origine est limitée, notamment l’action des ectodomaines solubles libérés par des 

protéases : des métalloprotéinases matricielles (MMP) et des membres de la famille  des 

«  A Disintegrin And Metalloprotease  » (ADAMs) dans le milieu extracellulaire, où ils 

peuvent agir comme effecteurs paracrines ou autocrines et inhibiteurs compétitifs des 

PGs de la surface cellulaire (Asundi et al., 2003 ; Manon-Jensen et al., 2010). En effet, 

les ectodomaines jouent un rôle dans la cicatrisation des plaies et modulent le 

comportement des cellules cancéreuses et leur micro-environnement (Couchman et al., 

2015). Par exemple, l’ectodomaine S2 soluble inhibe l'angiogenèse (De Rossi et al., 2014) 
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et améliore les activités tumorigènes des cellules cancéreuses (Choi et al., 2015), tandis 

que l’ectodomaine S4 soluble favorise le recrutement des cellules immunitaires, le 

remodelage de la matrice extracellulaire et atténue les dysfonctionnements cardiaques 

en réponse aux lipoglycans (Strand et al., 2015). 

Néanmoins, une étude récente a pu caractériser leurs paysages conformationnels et 

démontré que les ectodomaines des quatre syndécans humains acquièrent différentes 

conformations en fonction des contextes moléculaire et cellulaire (des conformations de 

type globulaire à des conformations étendues) qui seraient ou non biologiquement 

actives. En effet, les séquences des syndicats impliquées dans lq formation de 

complexes ternaires avec les intégristes ne sont pas accessibles dans toutes les 

conformations. En revanche, en conformation étendue, les ectodomaines des syndicats 

ont une taille relativement similaire à celle des récepteurs de surface cellulaire 

auxquels ils se lient comme les intégrines (Gondelaud et al., 2021). 

La deuxième famille, les Glypicans, est composée de six membres très conservés (plus 

de 90 % d’homologie entre les espèces) et comportent tous un noyau protéique 

entièrement extracellulaire relié à la membrane plasmique par un ancrage de type GPI. 

Les glypicans sont des HSPGs stricts (Gallagher et al., 1996 ; De Cat et al., 2001), à 

l’exception des Glypican-5 également porteur de chaînes de CS/DS (Saunders et al., 

1997). L’action de protéases («  furin-like convertase  ») ou bien de lipases (Notum, 

pouvant cliver l’ancre GPI) peuvent conduire, respectivement, à la libération de 

l’ectodomaine ou à la libération du noyau protéique (Filmus et Capurro, 2014). Ainsi, ces 

HSPG sont impliqués dans de nombreuses voies de signalisation, tels que « Hedgehog » 

(HH), «  Wingless type  » (Wnt) et les facteurs de croissance des fibroblastes (FGF) 

(Capurro et al., 2005, 2008). 

 La serglycine est un PG intracellulaire important, avec un rôle établi dans 

l'adressage des protéines dans les granules sécrétoires et/ou la direction de la sécrétion 

de ces molécules vers la matrice extracellulaire.  

La serglycine est principalement exprimée par les cellules d'origine hématopoïétique 

(Kolset et Pejler, 2011), mais son expression a également été confirmée dans les cellules 

endothéliales (Schick et al., 2001 ; Meen et al., 2011), les cellules acineuses 

pancréatiques (Biederbick et al., 2003) et les cellules cancéreuses nasopharyngées 

agressives (Li et al., 2011). Fait intéressant, bien que la serglycine soit considérée 
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comme un PG intracellulaire, elle est également sécrétée dans la matrice extracellulaire 

par les cellules tumorales affectant les propriétés cellulaires, la signalisation 

oncogénique et la charge des exosomes (Manou et al., 2020). 

La serglycine a un noyau protéique court avec un domaine caractéristique riche en 

répétitions sérine/glycine sur lequel jusqu’à huit chaînes de GAGs peuvent être 

attachées (Kolset et al., 2008). Ce PG peut, ainsi, porter soit des chaînes de CS, de DS, 

d’HS et d’HP selon le type de cellules (Kolset et al., 2004 ; Kolset et Pejler, 2011). Fait 

intéressant, la serglycine peut également exister sous forme de PG hybride portant 

simultanément différents types de GAGs (Lidholt et al., 1995). 

Lorsqu’elle est exprimée dans les tissus conjonctifs, la serglycine est riche en HP 

hautement sulfatés (Yurt et al., 1977). Les chaînes d’HP portées par la serglycine dans 

les granules de sécrétion des mastocytes sont en complexe avec des protéases qui 

peuvent être libérées lors de réactions inflammatoires (Kolset et al., 2008 ; Pejler et 

al., 2009). La serglycine est également présente dans d'autres granules de cellules 

inflammatoires, telles que les lymphocytes et les monocytes, entre autres, mais elles 

sont associées dans ce cas à des chaînes de CS (Kolset et Gallagher, 1990). Ce PG est 

également présent dans d’autres cellules, telles que les macrophages, les neutrophiles, 

les lymphocytes T cytotoxiques et les plaquettes (Kolset et al., 2004). Enfin, comme 

souligné précédemment, la serglycine est également présente dans les cellules du 

myélome. Dans ces cellules, la serglycine favorise l'adhésion des cellules myélomateuses 

au collagène de type I et est impliquée dans la progression du myélome via l'inhibition 

de la minéralisation osseuse (Theocharis et al., 2006 ; Skliris et al., 2013). 

 I.1.2. Classification et structure des GAGs 

 Les GAGs sont des polysaccharides complexes, linéaires et hétérogènes. Ils sont 

tous constitués d’une répétition d'unités disaccharides comprenant un acide uronique et 

une hexosamine ; à l’exception des KS où l’acide uronique est remplacé par du galactose 

(Gal). L’acide uronique peut se présenter sous deux formes : l’acide iduronique (IdoA) ou 

bien l'acide glucuronique (GlcA). Pour l’hexosamine, il peut s'agir soit de N-acétyl 

glucosamine (GlcNAc), soit de N-acétyl galactosamine (GalNAc) (Figure 2). 
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La diversité structurale des GAGs est renforcée par différents degrés de modification des 

sous-unités disaccharidiques. En effet, les groupes hydroxyles en position C2 des acides 

uroniques et en position C3, C4 et C6 de l'hexosamine peuvent être O-sulfatés, et les 

glucosamines peuvent être présentes sous forme N-acétylée ou N-sulfatée (ou plus 

rarement N-non substituée). Ainsi, la nature des sucres et les types de liaisons 

glycosidiques permettent de définir les différents membres de la famille des GAGs. 
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Figure 2 : Structure et composition des GAGs (Figure adaptée du manuscrit de thèse de Rana El 
Masri, HAL Id : tel-03507533, version 1).

1

2

3

4

5

6

13

5 2

64



Héparane sulfate et Héparine 

 L’HS est naturellement présent dans toutes les cellules et varie énormément en 

termes de degré de sulfatation et de longueur de chaîne selon son origine biologique. 

Les chaînes d’HS sont généralement constituées de 50 à 250 unités disaccharidiques (20 

à 100 kDa). En comparaison, l’HP se compose généralement de chaînes plus courtes et 

contient des domaines sulfatés (domaine S) plus grands et portant davantage de 

modification, ce qui donne lieu à de grandes portions de chaînes contenant des 

disaccharides entièrement sulfatés (trisulfatés) et modifiés (IdoA) (Tableau 1) (Sarrazin 

et al., 2011 ; Xu et Esko, 2014). 

L'unité disaccharidique de base des HS est constituée d’une répétition de GlcA (liaison β 

1–>4) et de GlcNAc (liaison α 1–>4). Au cours du processus de biosynthèse, les chaînes 

peuvent subir une série de modifications durant lesquelles les disaccharides subissent 

une dé-acétylation et une N-sulfatation des résidus glucosamines, une épimérisation du 

GlcA en IdoA, une O-sulfatation en position C6 (plus rarement en C3) de la glucosamine 

et en position C2 du résidu IdoA. Cependant, ces réactions de modification ne sont pas 

totales formant ainsi, des domaines S (± sulfatés et modifiés) entrecoupés de domaines 

NS dépourvus de tout ou partie de ces modifications, et des domaines de transitions 
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Tableau 1 : Comparaison des caractéristiques de l’HP et de l’HS (Figure : Xu et Esko, 2014).



intermédiaires NS/S entre ces deux types de domaines (Figure 3) (Maccarana et al., 1996 

; Murphy et al., 2004). Fait intéressant, bien que la plupart des cellules animales 

produisent des HS, la taille, la composition et la distribution des domaines S varient 

considérablement car l'assemblage de HS n'est pas codé génétiquement (Xu et Esko, 

2014). Ainsi, il est supposé que l'organisation et la spécificité des enzymes de 

biosynthèse, la disponibilité des précurseurs et le flux à travers l'appareil de Golgi 

déterminent la longueur de la chaîne, le degré de sulfatation et l’épimérisation ainsi 

que la taille et l'espacement des domaines sulfatés (Esko et al., 2002 ; Carlsson et al., 

2012 ; Kreuger et al., 2012). 

Des centaines de protéines ont développé la capacité d'interagir avec les HS, parfois 

avec une grande spécificité. Le réseau de «  HS-binding proteins  » (HSBP), appelé 

interactome héparane-sulfaté (Ori et al., 2011), comprend des protéines impliquées 

dans l'attachement cellulaire, la migration, l'invasion et la différenciation, la 

morphogenèse, l'organogenèse, la coagulation sanguine, le métabolisme des lipides, 

l'inflammation et les infections par différents agents pathogènes (Bishop et al., 2007 ; 

Ori et al., 2011 ; Afratis et al., 2017b ; Weiss et al., 2017 ; Lanzi et al., 2018 ; Chhabra 

et al., 2021). Tous ces processus impliquent une interaction physique des HSBP aux 

séquences saccharidiques spécifiques présentes au sein des chaînes d’HS. 

 

Plusieurs cartographies du réseau d’interaction des HP/HS (mais aussi des autres GAGs) 

avec des partenaires protéiques ont été produites au cours de ces dernières années. 

Ainsi, en 2011 et 2018, deux réseaux d'interaction HP/HS ont été construits, permettant 

de caractériser 435 et 262 protéines (de la MEC, des intégrines, des cytokines, des 

facteurs de croissance …) se liant aux HP/HS (Ori et al., 2011 ; Karamanos et al., 2018). 

En 2021, le premier réseau de l’interactome des six GAGs de mammifères a été 
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Figure 3 : Structure de l’HS. Les rectangles rouges représentent les domaines S, les traits noirs 
les domaines NS et les rectangles roses les domaines de transition NS/S.



construit. Il comprend 832 biomolécules (827 protéines et 5 GAGs) et 932 interactions 

protéine/GAG (Vallet et al., 2021). Il a été déterminé 580 partenaires pour les HP/HS, 

218 et 72 partenaires pour les KS et CS, respectivement, et 43 et 19 partenaires pour les 

HA et DS, respectivement. Ce réseau a été, toutefois, récemment mis à jour et élargi à 

4290 interactions dont 3464 interactions uniques protéine/GAG (Vallet et al., 2022), 

faisant apparaître l’importance des GAGs dans les voies métaboliques de nombreuses 

protéines et laissant imaginer de nouvelles voies de régulations. 

Acide hyaluronique 

 La structure des HA est la plus simple des GAGs : c’est une répétition d’unités 

GlcA-GlcNAc. Cependant, les HA se démarquent des autres GAGs car ils ne sont pas 

associés à un noyau protéique et ne sont pas sulfatés. De surcroît, la polymérisation des 

HA n’est pas réalisée, à l’instar d’autres GAGs, dans la lumière de l’appareil de Golgi, 

mais elle se produit sur la face interne de la membrane plasmique par trois différentes 

synthases HA (HAS) (Weigel et al., 1997).  

Suite à une lésion tissulaire ou à une tumorigenèse, l’élévation de l'activité de 

l’hyaluronidase peut provoquer une accumulation excessive d'HA de bas poids 

moléculaire (LMW-HA, 10–500 kDa), dérivant de la dégradation d’HA de haut poids 

moléculaire (HMW-HA, >500 kDa) (Jiang et al., 2007). Or, ces différents HA sont à 

l’origine de fonctions biologiques bien distinctes (Wolny et al., 2010 ; Yang et al., 2012).  

Par exemple, il a été démontré que les LMW-HA induisaient la prolifération des 

astrocytes, une étape majeure dans la réactivation gliale (Struve et al., 2005). Tandis 

que les HMW-HA supprimaient la formation de cicatrices gliales (Khaing et al., 2011), 

ainsi que diminuaient la production d'IL-1β, IL-6, TNFα et d'oxyde nitrique dans les 

cellules microgliales exposées au lipopolysaccharide (Austin et al., 2012). 

Egalement notons, des concentrations élevées de LMW-HA ont été détectées dans l'urine 

de patients atteints d'un cancer de la vessie (Lokeshwar et al., 1997) et dans la salive de 

patients atteints d'un carcinome épidermoïde de la tête et du cou à un stade élevé 

(Franzmann et al., 2003). Plus important encore, une étude a examiné les niveaux de 

fragment de hyaluronane, allant de 6 à 25 disaccharides, dans le liquide interstitiel des 

tumeurs colorectales, et a constaté que des niveaux élevés de LMW-HA étaient associés 

34



à l'invasion des vaisseaux lymphatiques par ces cellules tumorales et aux métastases des 

ganglions lymphatiques (Schmaus et al., 2014). 

Kératane Sulfate 

 Le KS est un type de GAG largement présent dans la MEC de certains tissus, tels 

que la cornée, les cartilages et les os. Le KS est composé d'un squelette poly-N-acétyl 

lactosamine sulfaté. Sa structure est formée par l'alternance d'unités β-galactose 

(liaisons : β1->3) et de N-acétyl-γ-glucosamine (liaison : β1->4), et organisée en blocs 

disaccharidiques répétés au sein d'une chaîne polysaccharidique (Funderburgh, 2002). 

Bien que les deux unités puissent être 6-O-sulfatées, cette modification se produit plus 

souvent au niveau des unités GlcNAc (Pomin et al., 2012). Le KS est le seul GAG qui ne 

porte pas de résidu acide (Funderburgh, 2002 ; Pomin et al., 2012) tel que l'acide 

glucuronique couramment observé dans les CS, DS, HA et HP/HS (Pomin, 2014), ou 

l'acide iduronique couramment observé dans le DS et l’HP/HS (Pomin, 2014). Au lieu de 

ces unités acides, la chaîne de KS a un sucre neutre (Gal) (Funderburgh, 2002 ; Pomin et 

al., 2012, 2014), et cette caractéristique donne au KS un potentiel moins acide en 

solution (du fait que la sulfatation soit le seul composant acide de sa structure). 

Il existe trois types de KS caractérisés par des sites d’attachement différents. Pour le 

KS-1, un GlcNAc forme une liaison N avec une asparagine du noyau protéique, et pour le 

KS-2, l'initiation se produit avec la formation d'une liaison O entre un GlcNAc et un 

résidu sérine/thréonine (Varki et al., 2008). Quant au KS-3, une liaison O est réalisée 

entre un mannose et une sérine (Caterson et Melrose, 2018).  

La biosynthèse du KS implique l'action séquentielle de deux transférases : la β-1,3-N-

acétylglucosaminyl transférase et la β-1,4-galactosyl transférase, et de deux 

sulfotransférases (maturation des chaînes) : la N-acétylglucosaminyl-6-sulfotransférase 

et la KS galactosyl sulfotransférase. Ainsi, KS-1 et -2 possèdent un mélange d'unités 

disaccharidiques non sulfatées (Gal-GlcNAc), monosulfatées (Gal-GlcNAc6S) et 

disulfatées (Gal6S-GlcNAc6S) dans leurs chaînes (Varki et al., 2008). Le KS-1 est plus 

fréquemment retrouvé au niveau du tissu cornéen alors que le KS-2 est davantage 

présent au niveau des cartilages (Funderburgh, 2002). 
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Enfin, les chaînes de KS peuvent présenter une structure de type «  capping  » à leur 

extrémité non réductrice qui les protège d’une dégradation par la kératanase I, la 

kératanase II, et l'endo-β-D-galactosidase (Caterson et Melrose, 2018). 

Les KSPGs peuvent être exclusifs (c’est le cas du kératocane, mimécane, lumicane, 

fibromoduline et ostéomoduline) ou hybrides, comme l’agrécane, qui est un à la fois un 

CSPG (catégorie à laquelle il est le plus souvent rattaché) et un KSPG (Funderburgh, 

2002 ; Varki et al., 2008 ; Pomin, 2014).  

Dans la cornée, la forte abondance de KSPGs est liée au maintien des niveaux 

d'hydratation de ce tissu pour le maintien de la transparence de ce dernier (Quantock et 

al., 2010). Dans le cas de changements structurels indésirables sur les chaînes de KS des 

PGs cornéens, ceci entraîne des dysfonctionnements visuels. C'est le cas de certains 

troubles visuels, comme la dystrophie maculaire cornéenne (pertes ou changements dans 

les profils de sulfatation) et le kératocône (dysfonctionnement dans la formation de la 

chaîne de KS) (Varki et al., 2008 ; Quantock et al., 2010). Dans des tissus comme dans la 

cornée et les cartilages, les KS sont également bien connus pour jouer un rôle dans le 

maintien de l'équilibre des propriétés d'hydratation du tissu, en particulier en tant que 

composant de l'agrécane qui est grandement efficace pour conférer une résistance au 

stress physique et aux charges sur le tissu. 

Outre la fonction principale des KS dans les tissus, ce type de GAG participe également à 

la biologie du développement et à la migration cellulaire (Funderburgh, 2000). Par 

exemple, les KSPGs contenant des KS constituent une barrière à la croissance des 

neurites in vitro (Olsson et al., 1996 ; Funderburgh, 2000). De plus, il a été rapporté que 

le KS interagissait aussi avec des protéines de signalisation telles que les «  sonic 

hedgehog  » (SHH), les FGFs, un certain nombre de kinases, et des protéines solubles 

impliquées dans le développement des tissus (Conrad et al., 2010 ; Weyers et al., 2013). 

Chondroïtine Sulfate et Dermatane Sulfate 

 Les CSPGs et DSPGs sont distribués de manière ubiquitaire dans la matrice 

extracellulaire, ainsi qu'à la surface des cellules (Rodén, 1980 ; Iozzo, 1998). Plus 

précisément, les CSPGs sont abondamment distribués dans le cartilage (Rodén, 1980), 
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tandis que les DSPGs sont principalement distribués dans la peau, l’aorte, et les 

vaisseaux sanguins (Fransson et al., 1993).  

Le squelette des CS est composé d'unités disaccharidiques répétées d'acide D-

glucuronique et de N-acétyl-D-galactosamine [-4GlcAβ1 -> 3GalNAcβ1-]. Quant au DS, ce 

dernier est un stéréoisomère de CS et se compose donc d'acide L-iduronique au lieu de 

GlcA et de GalNAc [-4IdoAα1 -> 3GalNAcβ1-]. Les chaînes de CS/DS présentent 

également des modifications, par sulfatation, au niveau de divers groupements 

hydroxyles (classification A, B, C, D et E suivant la combinaison des sulfatations présente 

sur les unités disaccharidiques, Djerbal et al., 2017). Ceci donne lieu à une diversité 

structurale importante, jouant ainsi un rôle dans une variété de processus biologiques, 

comme les interactions avec divers facteurs de croissance, cytokines et morphogènes, la 

prolifération cellulaire, la morphogenèse tissulaire et les infections par des virus 

(Sugahara et al., 2003 ; Sugahara et Mikami, 2007 ; Malavaki et al., 2008 ; Yamada et 

Sugahara, 2008 ; Malmström et al., 2012 ; Mizumoto et Sugahara, 2013 ; Thelin et al., 

2013 ; Mizumoto et al., 2015, 2017 ; Schaefer et al., 2017 ; Kosho et al., 2019). 

Diverses glycosyltransférases, épimérases, sulfotransférases et enzymes apparentées 

dans la biosynthèse de CS et DS ont été identifiées et caractérisées (Kusche-Gullberg et 

Kjellén, 2003 ; Mikami et Kitagawa, 2013 ; Mizumoto, 2018). En effet, des analyses 

fonctionnelles de CS et DS à l'aide d'organismes modèles ont révélé que ces deux GAGs 

sont indispensables au développement normal (Sugahara et Schwartz, 1979 ; Bernhardt 

et Schachner, 2000 ; Hwang et al., 2003 ; Mizuguchi et al., 2003 ; Sugahara et al., 2003 ; 

Takemae et al., 2003 ; Olson et al., 2006 ; Maccarana et al., 2009 ; Mizumoto et al., 

2009 ; Li et al., 2010 ; Tian et al., 2010 ; Watanabe et al., 2010 ; Wilson et al., 2012 ; 

Takemura et al., 2020). Ainsi, des souris déficientes en chondroïtine synthase 1 sont 

viables, mais présentent une chondrodysplasie, une progression de la bifurcation des 

doigts, une ossification endochondrale retardée et une densité osseuse réduite (Wilson 

et al., 2012). Par ailleurs, des souris déficientes en DS-épimérase 1 présentent une 

masse plus petite, une réduction des structures contenant de l'IdoA dans la peau, des 

fibrilles de collagène plus épaisses dans le derme et l'hypoderme, des queues pliées, une 

altération de la migration directionnelle des cellules musculaires lisses aortiques, et des 

anomalies de la paroi abdominale fœtale, de l'exencéphalie et de la colonne vertébrale 
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(pathologie spina bifida : anomalie de la fermeture du tube neural) (Maccarana et al., 

2009 ; Bartolini et al., 2013 ; Gustafsson et al., 2014). 

I.2. Biosynthèse des HS/HP 

 La biosynthèse des chaînes de HS/HP est un processus complexe impliquant de 

nombreux systèmes enzymatiques qui se déroulent dans le «  late  » réticulum 

endoplasmique (RE) et l'appareil de Golgi. Ce processus comporte trois grandes étapes 

(Figure 4). L’initiation consiste en l’assemblage d’un motif linker tétrasaccharidique sur 

le core protéique (core protéique préalablement synthétisé dans le RE puis transféré 

vers l'appareil de Golgi) permettant le futur attachement de la chaîne 

polysaccharidique. Puis, les étapes d’élongation et de maturation impliquent de 

nombreuses enzymes, telles que l’épimérase, les sulfotransférases et les 

glycosyltransférases. 

 I.2.1. Initiation 

 L'initiation de la synthèse des chaînes polysaccharidique est commune à tous les 

GAGs et commence par le transfert d’un xylose sur les résidus sérines du dipeptide 

spécifique sérine-glycine du core protéique (Figure 4A). Ce transfert a lieu dans le 

réticulum endoplasmique ou dans le compartiment cis de l’appareil de Golgi via deux 

xylosyltransférases (XylT-I et XylT-II) qui utilisent l’UDP-xylose comme donneur 

(Pönighaus et al., 2007). 

De plus, le processus de xylosylation n’implique pas tous les sites d'attachement 

potentiels de GAG. En effet, la nature des acides aminés situés autour du dipeptide 

sérine-glycine, ainsi que des modifications post-traductionnelles (PTMs) de la sérine 

comme la phosphorylation ou la glycosylation, peuvent bloquer le transfert du xylose et 

donc l’amorçage de la biosynthèse des chaînes (Silbert et Sugumaran, 1995). 

 Suite à la xylosylation de la protéine, il s'ensuit le transfert séquentiel de deux 

résidus galactose, successivement ajoutés par la Galactosyltransférase-I/b4-

Galactosyltransférase 7 et la Galactosyltransférase-II/b3-Galactosyltransférase 6, et 

enfin l'ajout d'un résidu GlcA par la Glucuronyltransférase-I, pour former le linker 

GlcAb1-3Gal-b1-3Gal-b1-4Xyl-bl-O-Ser (Marques et al., 2021). De plus, au cours de cet 

38



39

Figure 4 : Biosynthèse de HP/HS. (A) Initiation de la synthèse des HP/HS et CS/DS. La synthèse des 
GAGs est réalisée par l’ajout successif d’un xylose sur une sérine, de deux Gal, d’un GlcA et d’un 
GlcNAc ou GalNAc qui déterminera alors le type de GAG. (B) Allongement des HP/HS par l'action de 
EXTs. EXTL2 et EXTL3 peuvent ajouter le premier saccharide GlcNAc. L’ajout de GlcNAc et GlcA est 
catalysé par le complexe EXT1/EXT2. EXTL2 peut mettre fin à l'allongement des HS. (C) Maturation des 
HP/HS. Les chaînes HP/HS allongées subissent successivement la N-désacétylation/N-sulfatation de la 
glucosamine par les NDST, l'épimérisation de l’GlcA en IdoA par la C5 épimérase, la 2-O-sulfatation 
d'IdoA par la 2OST, la 6-O-sulfatation par la 6OSTs et enfin la 3-O-sulfatation par les 3OSTs. Les chaînes 
maturées peuvent ensuite être modifiées post-synthétiquement par l'action de protéases, 
d’héparanases et des Sulfs (Figure adaptée du manuscrit de thèse de Rana El Masri, HAL Id : 
tel-03507533, version 1).

Régulations post-synthétique



assemblage, une phosphorylation transitoire du résidu Xyl par la kinase FAM20B et une 

déphosphorylation par la 2-Phosphoxylose phosphatase ont également lieu, ce qui 

améliore l'activité de b3Gal-T6, favorisant davantage la maturation du linker (Koike et 

al., 2014 ; Wen et al., 2014). La nature des chaînes de GAGs synthétisées est 

dépendante du type de saccharide ajouté à la suite du GlcA du linker 

tétrasaccharidique. Ainsi, si un GlcNAc est ajouté, alors une chaîne de HS/HP est 

assemblée. Cependant, si c’est un GalNAc, alors une chaîne CS/DS sera initiée. 

Toutefois, il n’est pas encore bien défini si le core protéique influence la nature de la 

chaîne de GAG synthétisée. En effet, suivant les tissus, un même core protéique peut 

porter différents GAGs. La serglycine porte des chaînes d’HP dans les mastocytes, mais 

des chaînes de CS dans d'autres types de cellules (Prydz, 2015). De plus, si le dipeptide 

sérine-glycine est entouré d’acides aminés acides et/ou hydrophobes, alors ceci semble 

favoriser la synthèse de chaînes d’HS (Kokenyesi et al., 1994 ; Zhang et al., 1994). 

 I.2.2. Elongation 

 L’élongation des chaînes de HS/HP se poursuit par addition séquentielle de GlcA 

et de GlcNAc par les enzymes EXT1 et EXT2 (Figure 4B). En effet, dans l’appareil de 

Golgi, ces enzymes forment un complexe hétéro-oligomérique capable de polymériser 

les HS car présentant la double activité glucuronyl- et glucosaminyl-transférase (Esko et 

al., 2009). Toutefois, l’activité d'une seule enzyme n'est pas suffisante pour la bonne 

polymérisation de la chaîne, ces enzymes ne peuvent donc se substituer l’une à l’autre 

(McCormick et al., 2000 ; Wei et al., 2000). EXT2 semble également pouvoir interagir 

avec d'autres protéines impliquées dans la biosynthèse des GAGs comme l'enzyme de 

maturation N-désacétyl sulfotransférase 1 (NDST1). Cette interaction guide NDST1 vers 

l'extrémité non réductrice de la chaîne où elle exercera son activité (Busse et al., 2007 ; 

Presto et al., 2008). 

De nombreuses pathologies ont été associées aux nombreuses mutations des gènes EXTs. 

En effet, une analyse de la répartition des mutations sur les gènes EXT1 et EXT2 révèle 

que toutes les mutations sont distribuées presque au hasard sur les 6 premiers exons, 

tandis que les 5 derniers exons, contenant la région carboxyterminale conservée, 

abritent beaucoup moins de mutations (Wuyts et Van Hul, 2000). Par exemple, une 

mutation des gènes EXTs (perte ou réarrangement de la région 8q24 et 11p du 

chromosome) peut être à l’origine de la maladie des exostoses multiples, qui est une 
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maladie génétique caractérisée par la croissance de nombreuses tuméfactions osseuses 

(exostoses ou ostéochondromes) au niveau des métaphyses des os longs. 

 Plus récemment, des homologues aux enzymes EXT ont été identifiés : il s’agit 

des EXT-like (EXTL1, EXTL2 et EXTL3). EXTL2 et EXTL3 semblent être impliquées dans 

l'initiation de HS étant donné qu'elles peuvent toutes les deux ajouter la première 

GlcNAc au linker tétrasaccharidique. De plus, EXTL2 pourrait jouer un rôle dans la 

terminaison de l'élongation des HS car l’ajout d’un GlcNAc dans une région contenant un 

xylose phosphorylé empêche le transfert de saccharides (Nadanaka et al., 2013a). Pour 

finir, cette enzyme semblerait être, également, impliquée dans un autre système de 

régulation des HS. Ainsi, une expression nulle ou réduite d’EXTL2 entraîne 

respectivement davantage de chaînes d’HS produites (Nadanaka et al., 2013b), ou des 

chaînes d’HS plus longues (Katta et al., 2015). 

Une étude très récente, étudiant les mécanismes de régulation sous-jacents des voies de 

biosynthèse des HSPGs dans le contexte du cancer gastrique, a montré que des cellules 

cancéreuses gastriques dépourvues d’EXTL2 et EXTL3 présentaient une altération de 

leurs niveaux en HS et CS ainsi que des caractéristiques structurales des chaînes de 

GAGs, suggérant que les deux enzymes exerceraient un large rôle de régulateur dans les 

voies de biosynthèse des GAGs. Plus précisément, il a été observé que si EXTL3 est la clé 

pour initier la synthèse des HS, au détriment de la biosynthèse des CS, EXTL2 fonctionne 

comme un régulateur négatif de la biosynthèse des HS. Ainsi, les rôles cruciaux d'EXTL2 

et d'EXTL3 dans la modulation de l'expression des PGs et des profils de glycosylation 

aberrants affichés par les cellules cancéreuses, impacteraient le comportement malin 

des ces dernières (Marques et al., submitted). 

 I.2.3. Maturation des HS/HP 

 Lors de la dernière étape de la synthèse, les disaccharides HP/HS subissent des 

modifications réalisées par diverses enzymes (Figure 4C). La première de ces réactions 

est la N-désacétylation/N-sulfatation de la glucosamine, catalysée par les NDST (4 

isoformes). Celle-ci est suivie de l’action de la C5 épimerase et de la 2-O-

sulfotransférase (2OST) réalisant, respectivement, l’épimérisation de GlcA en un résidu 

IdoA et la 2-O-sulfatation de IdoA. Enfin, les groupements sulfates en position C6 et C3 

de la glucosamine sont ajoutés, respectivement, par les familles des 6-O-
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sulfotransférases (6OST, 3 isoformes) et des 3-O-sulfotransférases (3OST, 7 isoformes). 

Cette sulfatation des différentes positions est rendue possible par le transfert du 

groupement sulfate du substrat 3’phosphoadenosine 5’-phosphosulfate (PAPS). Le PAPS 

est synthétisé dans le cytosol puis transféré vers l'appareil de Golgi par la PAPS 

translocase. 

En termes de structure, l’ensemble des enzymes de biosynthèse des HS (à l'exception 

d’une isoforme 3OST) sont des protéines membranaires de type II, composées d'une 

courte queue cytoplasmique, d'un domaine transmembranaire hydrophobe et d'une 

région en tige portant le domaine catalytique. Notons toutefois que ces isoformes ne 

sont pas exprimées en même temps et présentent au contraire des profils d'expression 

différentiels (Li et Kusche-Gullberg, 2016). 

  I.2.3.1. NDSTs 

 Comme indiqué précédemment, les NDSTs interviennent dans les tous premiers 

processus de maturation des HS. En effet, sans leur activité les processus de maturation, 

comme l'épimérisation de GlcA en IdoA et les sulfatations 2-O et 3-O, sont diminués 

(Bame et al., 1991a, 1991b, 1994). Cependant, certains groupements 6-O-sulfatés 

peuvent être ajoutés malgré l’absence préalable d’activité NDSTs (Holmborn et al., 

2004). 

Les NDSTs représentent une famille de protéines membranaires de type II composée de 4 

isoformes chez les mammifères, partageant toute une grande similarité de séquences 

(Aikawa et Esko, 1999 ; Aikawa et al., 2001). Ces protéines catalysent l'élimination du 

groupement N-acétyl de la GlcNAc, suivie de l'ajout d'un groupement sulfate à la même 

place. Pour ce faire, deux sites catalytiques distincts fonctionnant en coopérativité sont 

nécessaires. Le premier site présent dans le domaine N-terminal permet l'activité N-

désacétylase, alors qu’un site dans le domaine C-terminal permet l'activité N-

sulfotransférase (Berninsone et Hirschberg, 1998). Notons que si la coopérativité des 

sites n’est pas optimale, comme avec l'inhibition de l'activité N-sulfotransférase, alors le 

taux de N-désacétylation diminue également (Dou et al., 2015). 
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Toutefois, des différences existent entre les isoformes. NDST1 et NDST2 sont fortement 

exprimées au stade embryonnaire et adulte, mais NDST2 est exprimée dans les 

mastocytes alors que NDST1 est plus largement distribuée. Quant à NDST3 et NDST4, 

elles sont principalement produites au cours du développement embryonnaire, bien que 

NDST3 puisse être trouvée dans le cerveau adulte. Des études in vivo réalisées sur des 

souris KO NDST1 et NDST3 ont mis en lumière des altérations physiologiques ou 

comportementales. En effet, l'inactivation de NDST1 génère une détresse respiratoire 

fatale (Fan et al., 2000), alors qu’une inhibition de NDST3 n'entraîne aucune létalité 

(Pallerla et al., 2008). Notons que dans le cas d’une réponse inflammatoire, une 

augmentation importante de l'expression de NDST1 a été identifiée (Adhikari et al., 

2008). Quant à NDST2, son inactivation n'est pas létale mais conduit à une réduction des 

mastocytes dans le tissu conjonctif et à une longueur de chaîne d’HS réduite (Forsberg 

et al., 1999 ; Deligny et al., 2016). 

Des études sur l’activité des différentes NDST ont également montré des différences 

significatives. En effet, NDST4 présente un très faible rapport d'activité désacétylase/

sulfotransférase (0,04), au contraire de NDST3 pour laquelle ce rapport est très élevé 

(10,5). Pour NDST1 et NDST2, ce rapport est relativement équilibré (Aikawa et al., 

2001). Ceci suggère donc l’existence d’une coopérativité entre isoformes, probablement 

plus importante que la coopérativité inter-domaine. Ainsi, certaines isoformes 

réaliseraient la désacétylation du GlcNAc, mais d’autres réaliseraient sa sulfatation. Un 

exemple bien documenté reste la préférence de l’action de NDST1. Cette enzyme 

conduit préférentiellement à la synthèse de chaînes d’HS relativement peu sulfatés et 

modifiés, ainsi qu’une participation importante dans la distribution des domaines S et NS 

le long de la chaîne de HS (Sheng et al., 2011). En revanche, la maturation des chaînes 

d’HP (très sulfatées) est préférentiellement réalisée par NDST2 (Forsberg et al., 1999 ; 

Deligny et al., 2016). 

  I.2.3.2. Epimérase 

 La conversion de GlcA en IdoA est réalisée par la C5-épimérase, et exercerait une 

influence importante sur la flexibilité des HS (le résidu IdoA pouvant adopter différentes 

conformations) ce qui faciliterait l'interaction des ligands aux HS. Cette réaction 

enzymatique, post activité NDST, consiste en l'élimination et la ré-addition du proton en 
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position C5 via un intermédiaire carbanion, avec une inversion du groupement carboxyle 

par rapport au plan formé par l’hétérocycle du pyranose (Lindahl et al., 1976). 

Contrairement à des systèmes solubles, dans un système cellulaire, cette réaction est 

irréversible et n’atteint pas un équilibre (Hagner-Mcwhirter et al., 2000, 2004). En 

effet, il est suggéré qu'une O-sulfatation supplémentaire favorise la génération d'IdoA, 

en bloquant la réversibilité de l’épimérisation. Ainsi, les résidus IdoA sont plus 

susceptibles d'être 2-O-sulfatés que les résidus GlcA. Il a également été montré que la 

C5 épimérase peut s'associer à la 2-O-sulfotransférase afin d'améliorer sa stabilité, son 

efficacité, et sa translocation vers l’appareil de Golgi (Pinhal et al., 2001 ; Préchoux et 

al., 2015). 

La structure cristallographique de l’épimérase humaine et du poisson zèbre a été résolue 

avec ou sans la présence d'un oligosaccharide comme ligand. Ainsi, elles ont été 

identifiées comme des protéines transmembranaires de type II présentant une 

organisation dimérique. De ces structures, il a pu être déterminé que chaque sous-unité 

présente une hélice α C-terminale comprenant trois tyrosines cruciales pour l’activité 

enzymatique. De plus, ces sous-unités sont chargées positivement, permettant ainsi 

l’interaction avec le ligand chargé négativement (Qin et al., 2015 ; Debarnot et al., 

2019). 

L’épimérase a été mise en évidence dans de nombreux processus physiologiques comme 

la lymphangiogenèse, le développement neuronal, la maturation des cellules B (Bülow et 

Hobert, 2004 ; Feyerabend et al., 2006 ; Reijmers et al., 2010, 2011). En effet, la 

mutation ciblée du gène murin de la C5-épimérase a pour résultat la mort néonatale de 

la souris, avec des anomalies rénales, pulmonaires et du développement squelettique. 

Les souris KO présentent des HS dépourvus de résidus IdoA, avec une diminution de la 2-

O-sulfatation et une augmentation des N- et 6-O-sulfatation (Li et al., 2003). Ce 

phénotype létal peut être dû à l'inhibition de l'interaction entre les HS et les protéines 

de signalisation étant donné que le résidu IdoA semble être un résidu important pour de 

nombreux sites d’interaction. 

De surcroît, il a été observé que le gène de l'épimérase peut agir comme un suppresseur 

de tumeur, car une régulation négative de l'enzyme a été signalée dans les cancers du 

sein et du poumon (Grigorieva et al., 2008, 2011). 
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  I.2.3.3. 2-O-sulfotransférase 

 La 2OST catalyse l’ajout de groupements sulfates en position C2 de l’acide 

uronique. Des études structurales ont permis l’identification de résidus de la 2OST 

impliqués dans la spécificité du substrat (PDB ID code : 3F5F ; Bethea et al., 2008). En 

effet, le groupement N-sulfaté du polysaccharide en synthèse est reconnu par trois 

acides aminés (deux arginines et une lysine) de la 2OST. A l’inverse, la 2OST n’établit pas 

de contact avec les groupements 6-O-sulfatés, ce qui suggère que l'activité 2OST se 

produit avant celle des 6OSTs (Liu et al., 2014). Toujours d’après les données 

structurales, il a également été démontré que deux histidines sont essentielles pour 

l'activité catalytique. De surcroît, la structure de la 2OST du poulet met en avant une 

enzyme trimérique qui serait essentiel pour son activité enzymatique.  

La sulfatation des résidus GlcA est très rare, sauf dans le cortex cérébral humain adulte 

et dans les fractions nucléaires des hépatocytes (Fedarko et Conrad, 1986 ; Lindahl et 

al., 1995). Au contraire, l’IdoA (2S) se trouve dans la plupart des motifs protéiques de 

liaison aux HS. Il intervient notamment dans la liaison à l'ATIII, au FGF2, à la lipoprotéine 

lipase, au HGF et aux facteurs de croissance dérivés des plaquettes (Maccarana et al., 

1993 ; Lyon et al., 1994 ; Kreuger et al., 2001 ; Jemth et al., 2002). 

En termes fonctionnels, le KO de la 2OST entraîne une mort néonatale, une agénèse 

rénale, un retard de développement embryonnaire chez la souris (Bullock et al., 1998), 

et une perturbation du développement du système nerveux chez C. elegans (Kinnunen et 

al., 2005). Toutefois, chez la drosophile, le KO de la 2OST est moins impactant, 

probablement dû au fait d’un effet compensatoire de la 6-O-sulfatation (Kamimura et 

al., 2006). Cet effet compensatoire a également été démontré dans les cellules 

endothéliales de souris (Axelsson et al., 2012). 

  I.2.3.4. 3-O-sulfotransférases 

 Lors des dernières étapes de la maturation des HS, l’addition de groupements 

sulfate en position C3 de la GlcNAc est réalisée par les 3OSTs (Thacker et al., 2013). 

Malgré le grand nombre d'isoenzymes 3OSTs, sept isoformes chez les mammifères 

(3OST1, 2, 3A, 3B, 4, 5 et 6) et huit chez le poisson zèbre (Cadwallader et Yost, 2006), la 
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sulfatation en position C3 est relativement rare par rapport à d'autres modifications (par 

exemple, la N-sulfatation des unités de glucosamine et la 2-O-sulfatation des acides 

iduroniques). En effet, bien que 10 % des glucosamines des HS sont 3-O-sulfatées dans 

les membranes de Reichert, cette modification touche ~ 1 % des glucosamines des HS 

des cellules endothéliales et n’est pas détectée dans les cellules ovariennes de hamster 

chinois (CHO) (Thacker et al., 2016).  

Les membres de la famille des 3OSTs sont des protéines transmembranaires, à 

l'exception de 3OST1 qui n'a pas de région transmembranaire. Pour cette dernière, sa 

localisation dans l’appareil de Golgi pourrait être due à des interactions avec d'autres 

protéines qui y résident (Liu et al., 1999). Ces enzymes agissent tardivement dans la 

voie de biosynthèse et dépendent donc d'une modification préalable par les autres 

sulfotransférases et l’épimérase (Shworak et al., 1996 ; Liu et al., 1999). Elles ont 

également des spécificités de substrat différentes, ce qui entraîne le positionnement 

des 3-O-sulfates dans différents contextes structuraux (au sein du polysaccharide) (Esko 

et al., 2002 ; Thacker et al., 2013). 

Malgré la description d’un très grand nombre de protéines interagissant avec les HS 

(Gómez Toledo et al., 2021 ; Vallet et al., 2021, 2022), seuls quelques ligands protéiques 

ont montré une prédilection pour les HS 3-O-sulfatés (Thacker et al., 2013). Par 

exemple, les 3OST1 et 3OST5 sont impliquées dans la formation de sites de fortes 

affinités pour l’anti-thrombine (AT) (Shworak et al., 1997 ; Xia et al., 2002 ; Chen et al., 

2005). Ainsi, la liaison de l'AT avec le motif pentasaccharidique 3-O-sulfaté de type [Glc 

(NS ou NAc) (6S), GlcA, GlcNS (3S ± 6S), IdoA (2S), GlcNS (6S)] induit un changement 

conformationnel et potentialise son activité inhibitrice, ce qui en fait un anti-coagulant 

puissant.  

Les 3OST2, -3A, -3B, -4, -5 et -6 peuvent créer le site de liaison de la glycoprotéine D et 

du virus de l'herpès Simplex 1, et il est supposé que leur action est également associée à 

d'autres fonctions (Thacker et al., 2013). D'autres ligands se sont révélés préférer les HS 

3-O-sulfatés, comme le FGF7, l'ectodomaine du récepteur FGF-(FGFR)1, la cyclophiline B 

et la stabiline (McKeehan et al., 1999 ; Deligny et al., 2010 ; Pempe et al., 2012). Des 

études récentes sur les cellules « kit+ progenitor » dans la glande salivaire indiquent que 

les interactions avec les motif 3-O-sulfatés stabilisent les complexes FGF10/FGFR2b 

(Patel et al., 2014), et des études génétiques chez le poisson zèbre suggèrent que la 
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protéine morphogénique osseuse 4 (BMP4) et le FGF8 préfèrent également les HS 3-O-

sulfatés (Neugebauer et al., 2013 ; Samson et al., 2013). Pour finir, la 3-O-sulfatation 

module divers processus développementaux et pathologiques, y compris la 

différenciation des cellules souches, la ciliogenèse, le ciblage neuronal et la progression 

tumorale, mais les protéines qui se lient aux séquences 3-O-sulfatées et qui participent 

à ces processus restent largement inconnues (Miyamoto et al., 2003 ; Hirano et al., 2012 

; Neugebauer et al., 2013 ; Samson et al., 2013 ; Tecle et al., 2013). Toutefois, une 

étude récente a développé une approche expérimentale pour étendre l’identification et 

la compréhension du « protéome 3-O-sulfaté » (Thacker et al., 2016). Ainsi, elle a pu 

caractériser de nouvelles protéines préférant les HS 3-O-sulfatés, comme la 

neuropiline-1, une protéine qui participe à la vasculogenèse et au guidage axonal 

(Kolodkin et al., 1997 ; Kawasaki et al., 1999), mais aussi valider l'importance de la 3-O-

sulfatation dans les interactions NRP1/HS dans divers tests de liaison, en montrant que 

l'effondrement du cône de croissance axonal induit par la sémaphorine-3a dépend de 

l'action de la 3OST2. 

En termes de structure, les structures hautes résolutions des sulfotransférases (3OST1, 

3OST3 et 3OST5) en présence de PAPS et d'oligosaccharides ont révélées la présence de 

deux domaines essentiels. Les domaines catalytiques de toutes les 3OST utilisent un 

résidu glutamate, conservé, comme base catalytique. Celui-ci est à l’origine de la liaison 

à l'accepteur et est essentiel à l’activité enzymatique (Edavettal et al., 2004). Le second 

domaine, hors du domaine catalytique, est appelé «the gate» et contient des résidus 

impliqués dans la spécificité du substrat. Fait intéressant, inverser ces résidus entre 

3OST1 et 3OST5 est suffisant pour convertir la spécificité de substrat d'une enzyme à 

l'autre (Moon et al., 2004, 2012 ; Xu et al., 2008). 

  I.2.3.5. 6-O-sulfotransférases  

 Les 6OSTs catalysent le transfert d'un groupement sulfate vers la position C6 des 

unités de glucosamine à partir d’un donneur PAPS. La 6OST1 fut initialement 

caractérisée à partir de cellules CHO (Habuchi et al., 1995), puis, grâce aux études 

d'homologie de séquence, les isoformes 6OST2 et 6OST3 ont été identifiées par la suite 

(Habuchi et al., 2000), ainsi qu’une forme tronquée de la 6OST2 contenant une délétion 

de 40 acides aminés, 6OST2-S (Habuchi et al., 2003). Suivant les organismes, les 6OST 
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peuvent présenter différentes isoformes, avec deux isoformes décrites chez le poulet, 

quatre chez le poisson zèbre et trois chez l'Homme et la souris, ainsi que des 

orthologues chez la Drosophile, le Xénope et C. elegans. Chez l'Homme, les isoformes 

6OST sont codées par trois gènes présents sur les chromosomes 2, X et 13 (Habuchi et 

al., 2003). A l’inverse des autres glucosaminyl-sulfotransférases, la 6OST1 n’affiche que 

51 % et 57 % d'identité de séquence avec 6OST2 et 6OST3 respectivement, tandis que la 

6OST2 et 6OST3 ne partagent que 50 % d’homologie (Habuchi et al., 2000). Cependant, 

la région centrale, contenant potentiellement la séquence de liaison au PAPS, est très 

conservée entre les trois isoformes (Habuchi, 2000). 

A l’instar de la majorité des sulfotransférases, les 6OSTs sont des protéines 

transmembranaires de type II qui résident dans l'appareil de Golgi. De la même manière, 

elles présentent une région N-terminale en tige indispensable à la formation des 

complexes oligomériques et au maintien de l'enzyme dans un état actif (Nagai et al., 

2004). Toutefois, contrairement à la plupart des autres enzymes de biosynthèse des HS, 

la 6OST3 peut également être trouvée dans l'environnement extracellulaire (Habuchi et 

al., 1995). En revanche, les mécanismes sous-jacents à cette sécrétion restent flous, 

mais impliquent la β-sécrétase comme enzyme de clivage du court domaine 

cytoplasmique hydrophobe de la 6OST3. En effet, l'inhibition de la β-sécrétase entraîne 

une accumulation de la 6OST3 dans l'appareil de Golgi et une augmentation de la 6-O-

sulfatation des HS. Par conséquent, il peut être suggéré que l'équilibre intracellulaire/

extracellulaire de la 6OST3 contribue à la régulation de la 6-O-sulfatation des HS. 

De manière assez surprenante, les études des 6OST n'ont pas révélé de différences 

majeures dans l'activité et les spécificités de substrats des différentes isoformes. Ainsi, 

elles peuvent toutes ajouter des groupements sulfates sur les unités GlcNAc et GlcNS, 

quelle que soit la nature de l'acide uronique adjacent (Smeds et al., 2003). Cependant, 

des études utilisant des oligosaccharides de structure bien définies ont révélé que la 

6OST1 agit préférentiellement sur les motifs [IdoA, GlcNS]. Quant à la 6OST2, celle-ci 

est plus active envers les substrats 2-O-sulfatés (Jemth et al., 2003). Enfin, la 6OST3 

présente une spécificité de substrat intermédiaire, entre la 6OST1 et la 6OST2.  

En revanche, les isoformes 6OST se distinguent par leur distribution spatio-temporelle 

(Habuchi et al., 2000, 2003 ; Sedita et al., 2004). Chez les souris adultes, la 6OST1 est 

principalement présente dans le foie mais modérément exprimée dans le cerveau, le 
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cœur, les reins et les poumons. Pour la 6OST2, son expression est spécifique au cerveau 

et à la rate. En revanche, son variant 6OST2-S, issu d’un épissage alternatif, est plus 

présent dans les ovaires, le placenta et le rein fœtal. Enfin, la 6OST3 est exprimée de 

manière ubiquitaire. Il convient également de noter que l’expression de ces isoformes 

varie considérablement au cours du développement. Ainsi, cette expression 

différentielle peut engendrer des HS différemment sulfatés, à l’origine de propriétés de 

liaison spécifiques pour certains ligands, et donc capables d’induire des processus de 

développement spécifiques. Dans l'ensemble, ces données indiquent clairement que la 6-

O-sulfatation est catalysée par des enzymes dont les activités se chevauchent et se 

complètent.  

La régulation de ces protéines n’est pas clairement définie, mais une étude a pu mettre 

en évidence une létalité élevée et des défauts de migration des cellules trachéales chez 

la drosophile où la dHS6ST est inhibée (Kamimura et al., 2001). En effet, le KO de 

certaines 6OST conduit à des défauts anatomiques. Chez la souris, le KO de la 6OST1 

conduit à un niveau élevé de létalité au cours des stades embryonnaires tardifs. Si 

toutefois les souris dépassent le stade embryonnaire, elles présentent des retards de 

croissance et des phénotypes morphologiques anormaux, tels qu’une altération de 

l'ossification, une réduction de la masse corporelle et une morphologie pulmonaire 

altérée entre autres malformations (Habuchi et al., 2007 ; Pratt et al., 2006). Malgré 

l’absence d’anomalie phénotypique pour le KO de la 6OST2, le double KO 6OST1/6OST2 

entraîne une mortalité totale des souris, plus précoce que celle observée chez les souris 

simple KO 6OST1 (Sugaya et al., 2008). 

Pour finir, l'analyse de la composition des HS de divers organes de souris KO a montré 

une réduction de la teneur en 6-O-sulfatation. Pour les souris KO 6OST1, la diminution 

de la 6-O-sulfatation est modérée sur tous les disaccharides contenant la 6-O-

sulfatation. Ceci étant, les unités disaccharidiques [IdoA (2S), GlcNS (6S)] se sont 

révélées être moins affectées. En revanche, l'analyse des HS de fibroblastes 

embryonnaires (MEF) de souris KO 6OST2 a montré une diminution marquée de la 6-O-

sulfatation, l’unité [IdoA (2S), GlcNS (6S)] étant la plus affectée. Enfin, le double KO 

6OST1/6OST2 a entraîné une perte quasi complète de 6-O-sulfatation des HS des MEF. 

Ces derniers présentent cependant une augmentation de 2-O-sulfatation, suggérant un 

possible effet compensatoire entre 6OST et 2OST (Do et al., 2006). Cependant, une 

analyse transcriptionnelle des souris KO 6OST1 n’a montré aucun mécanisme de 
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compensation entre 6OST. Par conséquent, les effets de compensation ou non entre OST 

et isoformes ne sont pas encore clairs et peuvent varier considérablement entre les 

tissus et les espèces. Toutefois, cela souligne clairement les liens étroits entre les 

différentes étapes de modification enzymatique pendant la biosynthèse des HS. 

 I.2.4. Le concept de gagosome  

 Au cours de la biosynthèse HS, la plupart des étapes d'assemblage et de 

maturation des polysaccharides sont contrôlées par des familles d’enzymes situées dans 

l'appareil de Golgi (Figure 5). Cependant, considérer toutes ces enzymes (avec un tel 
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Figure 5 : Gagosome. (A) Schéma 
illustrant le complexe de Golgi. Les 
vésicules recouvertes de COPII assurent 
le transport des protéines du RE vers 
les amas vésiculaires (ERGIC), qui 
fusionnent pour former le réseau cis-
Golgi (CGN). Le «  Golgi Stack  » est 
constitué de trois compartiments 
distincts  : cis-, medial- et trans-
cisternae. Le dernier élément de Golgi, 
faisant face à la membrane plasmique, 
est le réseau trans-Golgien (TGN). 
Certaines localisations enzymatiques 
sont représentées schématiquement 
par différentes couleurs et elles ont 
é t é s u g g é r é e s e n u t i l i s a n t 
l'immunocytochimie confocale et 
différents marqueurs de Golgi ou 
traitements médicamenteux de Golgi 
(nocodazole, briefeldine A). (B) 
Schéma de l’organisation des enzymes 
impliquées dans la biosynthèse des HS. 
Les protéines, pour lesquelles une 
structure de cristallographie aux 
rayons X a été rapportée, sont 
présentées en représentation de 
surface et les ligands liés en bâton. ID 
PDB (B4GalT7  : 4IRQ, GlcAT1  : 1V84, 
EXTL2  : 10N8, NST  : 1NST, 3OST  : 
3UAN, 6OST  : 5T0A, 2OST  : 4NDZ, C5-
EPI  : 6I01). Les flèches indiquent les 
interactions rapportées entre les 
protéines. GM représente la membrane 
de l’appareil de Golgi (Figure : Annaval 
et al., 2020).



nombre d’isoformes, des activités spécifiques, des préférences de substrat et une 

grande variété dans leur distribution tissulaire) comme des acteurs indépendants dans la 

biosynthèse du polysaccharide n’est pas l'hypothèse la plus vraisemblable. Au contraire, 

il est de plus en plus suggéré la présence de grands complexes regroupant toutes ou 

parties de ces enzymes, définissant ainsi le concept de gagosome. Ces derniers 

contrôleraient ainsi de manière coopérative l'élongation et la maturation des HS, selon 

les besoins des cellules, et permettraient de générer une grande diversité des motifs 

structuraux d’HS avec des fonctions précises. 

Ce concept n’est cependant, à ce jour, pas encore formellement démontré. En effet, les 

études se limitent à la caractérisation de paires d’enzymes de biosynthèse et non à des 

complexes plus larges. Néanmoins, l’hypothèse de l'existence du gagosome repose sur 

des bases solides. En effet, la surexpression de NDST1 et NDST2 dans les cellules Human 

Embryonic Kidney 293 (HEK 293) affecte différemment la sulfatation des HS, suggérant 

leur interaction avec d'autres enzymes de maturation (Pikas et al., 2000 ; Ledin et al., 

2006). De plus, une interaction entre NDST1 et EXT2 a été mise en évidence. Celle-ci 

permettrait de protéger NDST1 de la dégradation et pourrait la guider vers son site 

d'action dans l’appareil de Golgi. En effet, la surexpression de EXT2 déclenche 

l'expression de NDST1. Cependant, si EXT1 est surexprimée, alors la quantité de NDST1 

diminue. Ceci suggère donc une compétition dans l’interaction de ces deux protéines 

avec EXT2, entraînant de ce fait une dégradation des NDST1 non liées dans le RE (Presto 

et al., 2008).  

EXT1 et EXT2 forment un complexe hétéro-oligomère s'accumulant dans l’appareil de 

Golgi. Or, ce complexe présente une activité glycosyltransférase plus élevée que EXT1 

seul (McCormick et al., 2000).  

L'existence du gagosome a été suggérée par la synthèse des résidus IdoA (2S) mettant en 

lumière un lien entre l'ajout de groupements 2-O-sulfatés et l'épimérisation. Dans ce 

contexte, il a été démontré que la 2OST et la C5 épimérase interagissent physiquement 

avec une forte affinité, permettant ainsi la formation d’un complexe à l’origine d’une 

stabilité accrue de l’épimérase. Cette interaction serait également à l’origine de 

l’activité des enzymes et permettrait la translocation vers l’appareil de Golgi, ceci 

générant des domaines de plus en plus étendus de [GlcNS, IdoA (2S)]. Par conséquent, 

cette association d’enzymes pourrait assurer une maturation des HS plus efficace (Pinhal 

et al., 2001 ; Préchoux et al., 2015). 
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I.3. Processus de régulation post-synthétique des HS 

 Une fois la biosynthèse des HS réalisée, des protéines, comme les sheddases, 

l’héparanase et les 6-O-endosulfatases extracellulaires, viennent également réguler la 

structure des HS afin de générer davantage de diversités structurales et fonctionnelles 

(Rosen et Lemjabbar-Alaoui, 2010 ; Hammond et al., 2014 ; Vivès et al., 2014). Notons 

que, bien que les endosulfatases extracellulaires sont également à l’origine de 

régulation post-synthétique des HS, elles ne seront détaillées que dans la partie suivante 

(cf. II. p. 61). 

 I.3.1. « Shedding » 

 L'élimination protéolytique des éctodomaines des protéines membranaires 

(excrétion des ectodomaines) est une modification post-traductionnelle qui contrôle les 

niveaux et la fonction de centaines de protéines membranaires. Les protéases 

contributives, appelées sheddases, agissent comme des interrupteurs moléculaires 

importants dans des processus allant de la signalisation à l'adhésion cellulaire, et liées à 

des pathologies telles que l'inflammation et la maladie d’Alzheimer (Lichtenthaler et 

al., 2018). Alors que les protéases des familles ADAM et "beta-siteAPP cleaving 

enzyme" (BACE) sont largement considérées comme des sheddases, ces dernières 

années, d’autres protéases, y compris des protéases intramembranaires (certaines 

MMPs, « Meprin β ») et solubles (Légumaine (δ-secretase), Cathepsines S et L) semblent 

médier le processus de « Shedding » (Lichtenthaler et al., 2018). 

 

Des études portant sur syndécan-1, cible avérée des sheddases, ont montré une 

corrélation entre la présence de syndécan-1 solubles et la croissance tumorale (Yang et 

al., 2002). De plus, dû au fait que syndécan-1 ait été trouvé dans le noyau des cellules 

des myélomes et des mésothéliomes, il a été suggéré que les «  shed  » syndécan-1 

possèdent un récepteur non identifié permettant son transport vers le noyau où il peut 

jouer des fonctions spécifiques (Chen et Sanderson, 2009 ; Zong et al., 2009). En effet, 

il a été démontré qu’avec l’aide de l’héparanase, les HS présents dans le noyau peuvent 

modifier l'activité de l'ADN topoisomérase I et de l'histone acétyl transférase (Buczek-

Thomas et al., 2008 ; Chen et Sanderson, 2009). 
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 I.3.2. Héparanase 

 

 L’héparanase (HSPE) est une endoglycosidase qui clive les HS et participe donc à 

leur dégradation et au remodelage de la MEC. Elle clive les longues chaînes d’HS en 

fragments plus courts de 10 à 20 unités saccharidiques en ciblant les liaisons [GlcA-

GlcNS]. La récente structure cristallographique de l’HSPE (une endo-β-glucuronidase de 

la famille des glycoside hydrolase 79) en complexe avec un oligosaccharide d’HP a 

montré que l'héparanase reconnaît spécifiquement un trisaccharide portant des 

groupements N-sulfatés et 6-O-sulfatés (Wu et al., 2015). Ainsi, l’héparanase cible 

principalement les régions de transition, libérant de larges fragments de type domaine 

S. 

L’héparanase joue également un rôle important dans la régulation des PGs matriciels, 

car elle est capable de digérer à la fois les HSPGs extracellulaires et les HSPGs liés à la 

membrane. Ainsi, en déstabilisant la cohésion matricielle, elle facilite la migration 

cellulaire, l’invasion et la formation de nouveaux vaisseaux sanguins, et libère les 

cytokines et facteurs de croissance (VEGF, FGFs...) alors associés à la matrice. Cette 

dernière va ainsi pouvoir induire de nombreux processus biologiques, tels que la 

croissance tumorale et la métastatisation de ces dernières (Sanderson et al., 2004 ; 

Vlodavsky et al., 2006), de même que le remodelage de la matrice extracellulaire au 

niveau des sites inflammatoires (Ihrcke et al., 1998). De plus, et comme indiqué 

précédemment, l’héparanase catalyse également la libération de fragments d’HS 

capables de promouvoir l’activité de facteurs de croissance impliqués, notamment, dans 

la communication cellulaire ou l'autophagie (Vlodavsky et al., 2018).  

Une surexpression de l’héparanase a, aussi, pu être corrélée aux processus 

métastatiques de cancers et à la chimiorésistance, ainsi qu’à diverses pathologies 

comme la thrombose, l'athérosclérose, la fibrose et le diabète (Vlodavsky et al., 2018).  

Par conséquent, l’héparanase représente une cible thérapeutique potentielle dans les 

maladies citées. En effet, il a été démontré qu’une inhibition de l’héparanase 

pouvait  normaliser la structure vasculaire des tumeurs solides, empêchant la 

chimiorésistance et favorisant l'administration d'agents chimiothérapeutiques (Zhang et 

al., 2018). De ce fait, des médicaments anticancéreux (PG545, Pixatimod) inhibant 

l'héparanase ont été développés. Ces derniers imitent les HS et induisent l'apoptose des 

cellules de lymphome (Weissmann et al., 2018). 
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Une fois synthétisée, l'héparanase est d'abord adressée vers le RE grâce à son peptide 

signal, puis vers l'appareil de Golgi où elle est sécrétée sous une forme latente par des 

vésicules Golgiennes. Notons que chez l’Homme, l’héparanase présente six sites de 

glycosylation vraisemblablement impliqués dans la sécrétion de cette dernière, mais qui 

ne sont pas indispensables pour son activité (Simizu et al., 2004). 

Une fois sécrétée, l'héparanase interagit rapidement avec les HSPGs membranaires et 

induit leur internalisation par endocytose. Une fois internalisé, le core des PGs est 

digéré par protéolyse et les chaînes d’HS subissent l’action de glycosyl-hydrolases et de 

sulfatases. Cependant, l’héparanase n’est pas encore active à ce stade. En effet, ce 

n’est qu’après la conversion des vésicules endosomales en lysosomales que cette 

dernière devient active. Ainsi, les chaînes d’HS sont processées afin de générer des 

extrémités non réductrices supplémentaires pour l'activité des exoglycosidases 

lysosomales (Vlodavsky et al., 2018). 

Un homologue de l’héparanase, l'héparanase II (Hpa2), a été identifiée et pourrait jouer 

un rôle dans la régulation de l’enzyme. En effet, Hpa2 est capable de se lier aux HS, et 

ce avec une affinité plus élevée que l'héparanase, mais sans activer leur internalisation 

(McKenzie et al., 2000). Ainsi, en se liant aux HS, Hpa2 peut entrer en compétition avec 

l’héparanase et inhiber son activité endoglycosidase. Hpa2 peut également inhiber 

l'activité de l'héparanase en s'y liant directement (Levy-Adam et al., 2010). 

I.4. Les interactions protéines/HS 

 Grâce à cette fine régulation des HS par les enzymes de biosynthèse et de post-

synthèse, ces derniers présentent des caractéristiques structurales et une organisation 

moléculaire en domaines permettant la reconnaissance d’une large variété de protéines 

(Gallagher, 2015).  

Les interactions protéines/HS sont le plus souvent de nature électrostatique et réalisées 

entre un motif disaccharidique précis, situé dans les domaines S du polysaccharide, et 

des acides aminés basiques de la protéine (principalement les arginines et les lysines, et 

occasionnellement les histidines).  

Un modèle, relativement ancien, présente deux séquences consensus pouvant être 

impliquées dans la liaison à l’héparine (Cardin et Weintraub, 1989). Ces séquences sont 

X-B-B-X-B-X et X-B-B-B-X-X-B-X, où B est un résidu basique (arginine ou lysine) et X est 
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hydrophobe. Cette étude montre qu'outre la charge globale, la disposition des résidus 

basiques est importante pour l’interaction électrostatique. Ces sites de liaison peuvent 

être localisés dans des régions non structurées (cas des interférons et du VEGF) ou bien 

dans des boucles, comme pour le FGF et l’ATIII (Gallagher, 2015). Cependant, certaines 

chimiokines acides, telles que CCL3 et CCL4, se lient aux HS. Par ailleurs, il a été 

montré que les interactions de type électrostatique ne contribuaient qu’à 30 % de 

l’énergie nécessaire à la formation du complexe FGF-2/HS, le reste étant apporté par 

d’autres types de liaisons. Cela signifie donc que les interactions protéines/HS ne sont 

pas exclusivement basées sur des interactions de charges globales, mais impliquent 

également des liaisons de Van der Waals et hydrogène (Thompson et al., 1994 ; 

Proudfoot, 2006). 

 En plus des interactions électrostatiques, il a été établi que les interactions HS/

protéine impliquent des motifs saccharidiques avec des motifs de sulfatation définis, 

principalement situés dans les domaines S et enrichis en disaccharide trisulfaté 

[IdoA(2S), GlcNS(6S)] (Xu et Esko, 2014). Ainsi, les domaines S se distinguent par la 

conformation qu'ils adoptent. En effet, ils peuvent former une symétrie hélicoïdale 

double où les trois groupements sulfates sont sur des faces opposées de l'axe hélicoïdal. 

Cette conformation permet donc aux protéines de se lier aux deux côtés de la chaîne 

saccharidique. De plus, la plasticité du cycle iduronate d'IdoA(2S) peut modifier la 

localisation spatiale du groupe carboxyle et 2-O-sulfaté, ce qui entraîne diverses 

caractéristiques structurales avec différentes spécificités et affinités pour les ligands 

des HS (Gallagher, 2015). Quant à certains ligands dimériques, comme l’IL-8, il a été 

montré que l’interaction ne peut se faire que si la chaîne saccharidique présente deux 

domaines S séparés par un domaine de transition (ou NS) de taille définie. Dans ce cas, 

grâce à la flexibilité du domaine de transition, les deux interactions IL-8 monomère/

domaine S sont rendues possibles (Spillmann et al., 1998).  

Les sulfatations des HS ne semblent pas avoir le même degré d’importance dans les 

propriétés de spécificités de substrat. En effet, les N-sulfatation et le motif IdoA(2S) se 

trouvent dans la plupart des motifs des protéines de liaison aux HS (Maccarana et al., 

1993 ; Lyon et al., 1994 ; Kreuger et al., 2001 ; Jemth et al., 2002). Il ne peut donc 

constituer un facteur discriminant pour une interaction, et nécessite la présence 
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d’autres types de sulfatation, comme les motifs 6-O-sulfatés et 3-O-sulfatés qui sont 

moins abondants (ceci est particulièrement vrai pour le motif 3-O-sulfatés). 

L’identification de motifs saccharidiques spécifiques pour une interaction donnée 

demeure encore très difficile à réaliser. Pour l’interaction ATIII/HP aucune séquence 

consensus n’est définie, même si une très forte spécificité est observée pour les 

interactions impliquant des glucosamines 3-O-sulfatées. De la même manière, aucune 

séquence saccharidique consensus n’est définie pour la reconnaissance du FGF-2, bien 

que la présence de groupements 6-O-sulfatés soit indispensable pour l’activation de 

cette protéine (et une chaîne de HS formant un coude (Raman et al., 2003)). Toutefois, 

les interphases de 20 protéines de liaison à l'héparine ont été analysées à la recherche 

d'un motif structural conservé, et un motif, le motif CPC clip, a été défini faisant 

intervenir un résidu polaire et deux résidus cationiques. Il a été proposé que ce motif 

CPC clip fonctionnait comme une agrafe, et était un contributeur principal dans la 

fixation de l'héparine et d'autres GAGs sulfatés aux protéines de liaison (Torrent et al., 

2012).  

Le motif CPC clip est bien défini dans les structures cristallines de CCL5 et de CXCL12, 

et semble être préservé dans l'ensemble des familles de chimiokines CCL et CXCL. Ainsi, 

parce que le motif CPC clip s'est avéré décrire correctement les sites de liaison à 

l'héparine des chimiokines, alors ceci a permis l’obtention d’indices supplémentaires sur 

la caractérisation des motifs discontinus. Mais une limitation majeure dans 

l'identification des domaines de liaison aux GAGs réside dans le faible degré de 

conservation de la séquence ; et aux divers sites de reconnaissance qui peuvent exister 

au sein d’une protéine, par exemple les chimiokines sont connues pour oligomériser ces 

sites. Des limitations sont également observées du côté des GAG, où malgré la présence 

fréquente d'une préférence pour un GAG, d'autres GAGs sont également reconnus, 

engendrant un scénario de modèles à faible conservation et de spécificité limitée. 

En résumé, un ensemble important de preuves montre que les GAG sulfatés exercent 

leur influence en interagissant avec d'autres composants de la MEC, principalement des 

protéines, et que le degré de sulfatation des GAG, en particulier leur charge négative, 

est le principal moteur de ces interactions (Soares da Costa et al., 2017). Ainsi, la 

sulfatation peut influencer la communication entre GAGs et protéines : soit 

indirectement, par exemple en régulant le repliement des protéines via l'encombrement 
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stérique, l'exclusion ou le recrutement, soit directement, par le biais d'interactions 

électrostatiques souvent spécifiques à la séquence. 

 Pour la suite de cette thèse, l’angle d’étude se focalisera sur la 6-0-sulfatation 

des HS. Cette sulfatation est importante pour l’interaction de nombreuses protéines aux 

GAGs, et est la cible de régulation exercée par la famille d’endosulfatases Sulfs. 

 I.4.1. Les facteurs de croissance et la 6-O-sulfatation 

 Bien que les différentes sulfatations des HS interviennent dans divers processus 

biologiques, la contribution du groupement 6-O-sulfaté dans l'activité des HS a été 

clairement illustrée dans le modèle d'interaction FGF/HS (Gallagher, 2015 ; Li et al., 

2016). 

Les FGFs, représentant une large famille (23 facteurs de croissance), se lient aux HS. Ce 

sont grâce aux études réalisées sur FGF1 et FGF2 qu’il a été établi que les HS jouaient 

un rôle de co-récepteur indispensable à l’activité de ces facteurs de croissance 

(Rapraeger et al., 1991 ; Yayon et al., 1991). FGF1 et FGF2 nécessitent tous les deux des 

résidus GlcNS et IdoA (2S) pour se fixer aux HS (Maccarana et al., 1993 ; Faham et 

Hileman, 1996 ; DiGabriele et al., 1998). En ce qui concerne la 6-O-sulfatation, elle est 

essentielle pour une interaction optimale entre HS et FGF1 (Ishihara, 1994 ; Kreuger et 

al., 2001 ; Ashikari-Hada et al., 2004), mais n’est pas indispensable pour l’interaction 

avec FGF2. Cependant, l’induction de l'activité du FGF2 nécessite une interaction avec 

des oligosaccharides plus longs (10 à 12 unités de sucre) et présentant des groupements 

6-O-sulfatés (Pye et al., 1998 ; Sugaya et al., 2008). Ainsi, ces résultats ont mis en 

évidence la 6-O-sulfatation comme le déterminant essentiel pour discriminer les 

propriétés interactives des HS et leurs fonctions biologiques. Dans le cas du FGF2, en 

plus du motif d’interaction à la protéine, l’activité biologique nécessite une extension 

saccharidique et une 6-O-sulfatation définissant un site de liaison supplémentaire pour 

le récepteur FGF, et permettant ainsi la formation d’un complexe ternaire FGF/FGFR/HS 

capable de déclencher la signalisation cellulaire.  

  

Récemment, il a pu être mis en évidence qu’un positionnement spécifique de 

groupements 6-O-sulfatés sur des résidus glucosamines de l'extrémité réductrice d’un 

oligosaccharide d’héparine était critique pour l'activation de FGF2 (Seffouh et al., 
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2013). Ceci suggère donc que la présence, mais également la distribution de ces 

groupements, pouvaient contribuer aux activités biologiques des HS. 

Outre cet exemple, la 6-O-sulfatation des HS a été impliquée dans l’interaction et/ou 

l'activation d'autres FGFs, tels que FGF4, 7, 9, 10 et 18 (Ishihara, 1994 ; Ashikari-Hada et 

al., 2004 ; Patel et al., 2008 ; Sugaya et al., 2008 ; Xu et al., 2012), ainsi que d'autres 

facteurs de croissance, dont le « Platelet Derived Growth Factor » (PDGF) (Feyzi et al., 

1997), HGF (Lyon et al., 1994), GDN (Rickard et al., 2003 ; Ai et al., 2007), « Heparin 

binding Epidermal Growth Factor » (HB-EGF) (Cole et al., 2014) et VEGF (Ono et al., 

1999 ; Robinson et al., 2006 ; Ferreras et al., 2012). Il a également été rapporté que la 

6-0-sulfatation de HS module l'activité du « Transforming growth factor beta » (TGFβ). 

En effet, l’interaction avec les HS favorise l'activité de TGFβ1 et les groupements 6-O-

sulfatés sont des déterminants structuraux importants pour cette liaison (Yue et al., 

2008). Ceci est en accord avec une étude récente montrant qu'une diminution de la 6-O-

sulfatation des HS réduisait la réponse des fibroblastes primaires à TGFβ1 (Yue et al., 

2013 ; Lu et al., 2014). 

 I.4.2. Les chimiokines, les morphogènes et la 6-O-sulfatation 

 La 6-O-sulfatation participe également à l'interaction avec d'autres protéines de 

signalisation, telles que les morphogènes et les chimiokines. 

 Les morphogènes sont des protéines de signalisation jouant un rôle essentiel au 

cours du développement embryonnaire. A l’instar des FGFs, la 6-O-sulfatation des HS 

module l'activité de Wnt. En effet, cette 6-O-sulfatation peut agir comme un régulateur 

négatif de la signalisation Wnt, qui se lie avec une affinité élevée aux HS 6-O-sulfatés, 

empêchant de ce fait l’interaction avec son récepteur de surface cellulaire Frizzled (Fz) 

(Ai et al., 2003). Or, la 6-O-désulfatation catalysée par les Sulfs réduit cette affinité 

Wnt/HS, permettant ainsi la formation du complexe Wnt/Fz et l'induction de la réponse 

cellulaire (Ai et al., 2003). A l’inverse, il a également été montré que la 6-O-

désulfatation des HS par les Sulfs pourrait avoir un effet inhibiteur sur Wnt en facilitant 

sa libération et sa dégradation (Kleinschmit et al., 2010).  

58



 Les chimiokines sont de petites protéines impliquées dans le développement, 

l'inflammation et l'immunosurveillance (Zlotnik et Yoshie, 2012). Pour ces protéines, la 

6-O-sulfatation participe au mécanisme d’interaction aux HS. En effet, les HS peuvent 

séquestrer les chimiokines et les protéger du clivage enzymatique, ce qui augmente leur 

concentration locale dans la MEC pour former des gradients de chimiokine guidant les 

cellules migrantes, ceci permettant, par la suite, d’induire leur oligomérisation pour 

faciliter leur interaction avec leurs récepteurs (Sadir et al., 2004 ; Monneau et al., 

2016). Ainsi, la contribution de la 6-O-sulfatation a été démontrée pour CXCL12 (Sadir et 

al., 2001 ; Uchimura et al., 2006 ; Roy et al., 2014b), CXCL8 (Pichert et al., 2012) et 

CXCL4 (Pempe et al., 2012). Pour CXCL12 et CXCL8, une étude récente a montré que 

l'ajout d'un seul groupement 6-O-sulfaté à l'extrémité non réductrice d'un 

oligosaccharide d'héparine synthétique [IdoA (2S), GlcNS]6 modifiait les propriétés 

d’interaction de ces chimiokines au substrat (Jayson et al., 2015). De plus, il a été 

montré que les Sulfs diminuaient la capacité de l'héparine à se lier à la chimiokine 

CXCL12 in vitro (Uchimura et al., 2006). Enfin, la structure cristallographique de CCL5 

en complexe avec des disaccharides d'héparine a révélé des interactions électrostatiques 

entre un groupement 6-O-sulfaté et le résidu K45 de CCL5 (Shaw et al., 2004). 

 I.4.3. Les autres ligands 

 Un dernier exemple grandement étudié est l'interaction HS/ATIII qui aura permis 

de caractériser les propriétés anticoagulantes des HP (Petitou et al., 2003). L'interaction 

HP/ATIII nécessite un pentasaccharide présentant une 3-O-sulfatation de la glucosamine 

centrale, mais également une 6-O-sulfatation du résidu présent à l’extrémité non-

réductrice du motif. La fixation à ce pentasaccharide provoque l'activation de l'ATIII en 

modifiant sa conformation, conduisant à l'inhibition de la thrombine et d'autres membres 

impliqués dans la coagulation (notamment le facteur Xa) (Zhang et al., 2001). 

Pour finir, il a également été constaté que la 6-O-sulfatation est impliquée dans 

l’interaction avec différentes protéines, comme la L-sélectine (Wang et al., 2002 ; 

Zhang et al., 2012b), l'endostatine (Blackhall et al., 2003), mais aussi dans 

l'attachement du virus de l'hépatite E (Kalia et al., 2009). Enfin, une étude a suggéré son 

implication dans la maladie d'Alzheimer, car le 6-O-sulfatation participe à la liaison aux 

peptides β-amyloïdes (Lindahl et al., 1999). 
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II. Les sulfatases et les Sulfs 

II.1. Les sulfatases  

 Les 6OST, au cours de la biosynthèse, permettent la 6-O-sulfatation des HS. Or, il 

a pu être mis en évidence que ce groupement sulfaté était important pour de 

nombreuses voies physiopathologiques. Cependant, ce groupement 6-O-sulfaté est 

également la cible d’une régulation négative réalisée par des sulfatases extracellulaires 

de la famille unique des Sulfs. La désulfatation des HS par les Sulfs n’implique pas 

d’importante modification structurale du polysaccharide, mais, en ciblant 

spécifiquement les groupements 6-O-sulfatés présents au cœur des domaines S, elle a de 

grandes conséquences fonctionnelles. 

 II.1.1. Généralités sur les sulfatases 

 La famille des sulfatases comprend des enzymes, eucaryotes et procaryotes, 

catalysant l'hydrolyse des liaisons esters sulfates à partir de substrats sulfatés tels que 

les stéroïdes, les glycolipides et les PGs.  

Ces enzymes sont impliquées dans de nombreux processus physiologiques comme la 

régulation hormonale, la dégradation cellulaire et le contrôle des voies de signalisation. 

Les sulfatases ne partagent toutefois pas de fortes homologies de séquence (20 à 60 %). 

En revanche, elles présentent toutes, au sein de la région N-terminale, deux séquences 

hautement conservées importantes pour l’activité des sulfatases. La première séquence 

est un peptide de cinq acides aminés C/S-X-P-S/X-R qui commence par une cystéine. Ce 

résidu sera converti, au niveau post-traductionnel, en une formylglycine (FGly) 

essentielle pour l'activité enzymatique de par sa fonction aldéhyde (Dierks et al., 1999). 

Chez certains procaryotes, ce résidu peut aussi résulter de l'oxydation d'une sérine 

(Dierks et al., 1998a). La deuxième séquence, représentée par G-K-X-X-H, implique une 

lysine et une histidine importantes pour la catalyse des esters sulfatés (Waldow et al., 

1999). 

 

Chez les eucaryotes, le gène de la « sulfatase modifying factor 1 » (SUMF1) code pour 

une enzyme (du même nom) indispensable à la conversion de la cystéine en FGly. SUMF1 

a une importance toute particulière dans le développement de maladie telle que la 
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« multiple sulfatase deficiency » (MSD). En effet, une mutation du gène SUMF1 empêche 

la formation du résidu FGly et entraîne l'accumulation incontrôlée de composés sulfatés 

du fait de l'altération de l'activité de toutes les sulfatases (Schmidt et al., 1995). SUMF2, 

un paralogue de SUMF1, a été identifié (Cosma et al., 2003). Ce dernier présente la 

même activité que SUMF1, mais avec une efficacité moindre, ce qui suggérerait qu’il est 

responsable de la faible activité sulfatase trouvée chez les patients atteints de MSD. 

Chez les procaryotes, des gènes homologues de SUMF1 ont été trouvés. Chez ces 

organismes, les enzymes impliquées dans la conversion cystéine/FGly semblent être plus 

actives que chez les eucaryotes, car toutes les cystéines sont converties (Cosma et al., 

2003 ; Dierks et al., 2003). 

La structure cristallographique de certaines arylsulfatases (ARS) a été résolue pour 

certains organismes (cf. II.2. p. 81). Ces structures présentent une organisation 

similaire, avec une grande région N-terminale comprenant un feuillet β anti-parallèle 

(de 10 feuillets) entouré d'hélices α. La région C-terminale est, quant à elle, plus petite 

et contient à la fois des feuillets β anti-parallèles et des hélices α. Le site actif de 

l’enzyme, toujours très conservé, est présent au centre de la protéine dans une poche 

où se trouvent le résidu FGly et un ion métallique (Stressler et al., 2016). 

Notons que la nomination ARS est due à l'activité arylsulfatase des enzymes qui 

représente leur capacité à désulfater les composés aryles tels que le substrat 4-

méthylumbelliferyl sulfate (4MUS) (Figure 6). 
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Contrairement aux sulfatases procaryotes, les sulfatases eucaryotes subissent des 

modifications post-traductionnelles. En effet, elles sont d'abord glycosylées, puis 

sécrétées dans les différents compartiments cellulaires ou dans la MEC après la coupure 

du peptide signal. L'oxydation de la cystéine arrive tardivement lors de la phase de 

traduction après la translocation de la sulfatase vers le RE, et avant le repliement des 

protéines (Dierks et al., 1997, 1998b ; Fey et al., 2001). 

La localisation des sulfatases est corrélée à leur rôle biologique. En conséquence, elles 

peuvent être liées à la membrane dans l’appareil de Golgi et le RE ou bien être soluble 

dans le lysosome et la MEC. Les sulfatases procaryotes se retrouvent également sous une 

forme soluble dans le cytoplasme ou le périplasme et présentent une variété d'activités, 

comme des exosulfatases ciblant l'héparine (Raman et al., 2003 ; Myette et al., 2009a, 

2009b), ou bien des exosulfatases agissant sur les résidus GlcNAc 6-O-sulfatés des HS ou 

sur les N-acétyl galactosamines 6-O-sulfatés des CS/DS (Ulmer et al., 2014). En outre, il 

est notable de signaler que cette dernière étude a également identifié la première 

endosulfatase bactérienne. Cette enzyme élimine les groupements sulfates en position 

4-O- des disaccharides CS/DS. Cette activité endosulfatase rend cette enzyme unique et 

différente de la CS 4-O-sulfatase caractérisée chez P. vulgaris, qui n’est elle active que 

sur l'extrémité réductrice des oligosaccharides jusqu'aux hexasaccharides, ainsi que de la 

N-acétylgalactosamine-4-O-sulfatase (ARSB) qui est une exosulfatase éliminant les 

groupements sulfates présents uniquement sur l'extrémité non réductrice des GAGs 

(Ulmer et al., 2014). Il est également possible de noter que, par rapport aux 

endosulfatases eucaryotes, cette enzyme diffère et ce notamment en raison de 

l’absence du domaine HD présent chez les enzymes Sulfs. 

Les sulfatases lysosomales sont importantes pour la dégradation des GAGs et des 

glycolipides. Les sulfatases lysosomales agissent à pH acide. En effet, l’arylsulfatase A 

(ARSA) présente la capacité de désulfater des substrats comme les sulfatides, en 

particulier les sphingolipides (Roy, 1975). Le défaut de l'activité des ARSA entraîne 

l'accumulation de sulfatide et est à l'origine de la maladie génétique de la 

leucodystrophie métochromatique (MLD). D'autres sulfatases lysosomales telles que 

l’ARSB et la glucosamine-6-sulfatase (G6S) hydrolysent les esters de sulfate en position 4 

des résidus GalNAc trouvés dans les DS et CS (Matalon et al., 1974), et catabolisent les 

esters de sulfate en position 6 de GalNAc des DS/CS, ainsi que les groupements 6-O-
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sulfatés trouvés sur les résidus galactoses des KS (Bielicki et Hopwood, 1991), 

respectivement.  

Contrairement aux sulfatases lysosomales, les sulfatases liées au RE et à l’appareil de 

Golgi fonctionnent à un pH proche de la neutralité. Cette famille de sulfatases est 

composée des ARSC, ARSD, ARSF et ARSG pour les sulfatases du RE, et de l’ARSE pour la 

sulfatase de l’appareil de Golgi. Fait intéressant, aucune d'entre elle n'agit sur les GAGs. 

L’ARSC est un ARS majeur (aussi connu sous le nom de stéroïde sulfatase) qui est présent 

dans de nombreux tissus (Ballabio et al., 1987 ; Yen et al., 1987 ; Stein et al., 1989), y 

compris le placenta où sa fonction principale est de participer à la biosynthèse des 

œstrogènes (Kuss et al., 1994). Son activité a également été démontrée sur des 

substrats comme le sulfate d’idothyronine, retrouvé principalement lors du 

développement fœtal (Richard et al., 2001).  

Les sulfatases extracellulaires correspondent à la famille des enzymes appelées Sulfs qui 

se sont révélées importantes de par leurs rôles dans la régulation des propriétés 

structure/fonction des HS impliqués dans de nombreux processus de signalisation 

cellulaire. Contrairement aux autres exosulfatases, les Sulfs sont les seules enzymes 

eucaryotes qui présentent une activité endosulfatase, mais aussi les seules à afficher un 

domaine basique hydrophile supplémentaire appelé HD. En outre, exception faite des 

Sulfs dont la séquence contient plus de 800 acides aminés, toutes les sulfatases sont 

constituées de 500 à 600 acides aminés. 

 II.1.2. Sulfs : la découverte d’une enzyme de régulation  

 La première enzyme, QSulf-1, appartenant à la famille des Sulfs, a été 

découverte en 2001 chez la caille (Dhoot et al., 2001). Cette dernière a été classifiée 

comme enzyme de la famille des sulfatases de par l’homologie de sa région N-terminale 

avec les sulfatases lysosomales. De surcroît, QSulf-1 s’est révélée avoir de nombreux 

orthologues retrouvés chez la souris, le rat, le poussin, C. elegans, le poisson zèbre et 

chez l’Homme. Chez l’Homme, deux gènes distincts ont été découverts. Bien que 

présentant une organisation structurale commune (Morimoto-Tomita et al., 2002), ces 

derniers codent pour deux protéines distinctes : HSulf-1 et HSulf-2 (Morimoto-Tomita et 

al., 2002). 
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Les Sulfs sont sécrétées dans le milieu extracellulaire et présentent une activité 

arylsulfatase sur un substrat sulfaté fluorescent (4MUS), ainsi qu'une activité 

endosulfatase sur les chaînes d’HS/HP (Morimoto-Tomita et al., 2002). De plus, les Sulfs 

se sont révélées être impliquées dans la régulation de différentes voies de signalisation, 

la première découverte étant celle du morphogène Wnt. Pour finir, elles sont uniques de 

par leur organisation structurale, avec la présence d'un domaine HD dans la région C-

terminale. 

  II.1.2.1. Sulfs : organisation des domaines 

 Les Sulfs sont initialement synthétisées sous une forme immature contenant une 

séquence signal clivable de 22 et 24 acides aminés pour HSulf-1 et HSulf-2, 

respectivement. Une fois cette séquence clivée, la protéine forme un corps protéique de 

98 kDa qui va subir un clivage supplémentaire par une protéase, la furine (Tang et Rosen, 

2009). La furine est une protéase à sérine qui est présente et active dans plusieurs 

compartiments cellulaires comme le réseau trans-Golgien, la surface cellulaire et 

l’endosome. Cette dernière clive au niveau d'une séquence basique : –Arg–X–(Arg/Lys)–

Arg- où X représente un résidu quelconque. Or, deux sites de ce type existent chez les 

Sulfs (cf. p.68), conduisant à une protéine mature composée de deux sous-unités : une 

première de 59 kDa et une deuxième de 39 kDa, liées par un ou plusieurs ponts 

disulfures (cf. p. 84-85) (Frese et al., 2009 ; Tang et Rosen, 2009) (Figure 7). Ces deux 

sous-unités se composent de trois domaines : le domaine catalytique (CAT), le domaine 

basique/hydrophile (HD) et le domaine C-terminal.  
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• Le domaine CAT est composé de 392 et 391 acides aminés pour HSulf-1 et HSulf-2, 

respectivement. Ce domaine partage une forte homologie de séquence avec toutes les 

Sulfs (~ 80 %), mais également avec d’autres sulfatases. Il comprend le site actif de 

l'enzyme, les deux séquences signatures très conservées des sulfatases ainsi que le 

résidu FGly strictement conservé et essentiel pour l'activité arylsulfatase. Notons que 

ce résidu est en position 65 et 64 pour HSulf-1 et HSulf-2, respectivement. 

• Le domaine C-terminal composé de 130 à 148 résidus pour HSulf-1 et HSulf-2, 

respectivement, est défini comme étant une continuité du domaine CAT. Cette région 

présente une homologie de séquence avec la G6S et la GlcNAc transférase 

d'Arabidopsis thaliana, suggérant une implication de ce domaine dans la 

reconnaissance des motifs glucosamines (Morimoto-Tomita et al., 2002). 

• Le domaine HD, comme indiqué précédemment, est caractéristique des Sulfs en 

comparaison des autres sulfatases, mais aussi de toutes les autres protéines. Ce 

domaine est hydrophile et très basique : il comprend 327 acides aminés pour HSulf-1, 

dont 23 % de résidus basiques et 14 % de résidus acides, et 307 acides aminés pour 

HSulf-2, dont 21 % de résidus basiques et 13 % de résidus acides. En termes d'activité, 
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Figure 7 : Représentation schématique des Sulfs. Le domaine C-terminal sera nommé C-ter 
dans l’ensemble des figures du manuscrit. Le trait rouge représente le résidu FGly 
indispensable à l’activé arylsulfatase de la protéine (cf. p. 67). Le trait noire correspond aux 
ponts disulfures liant les deux sous unités de la protéine (cf. II.3.1. p. 81).



le domaine HD n’est pas impliqué dans l’activité arylsulfatase mais est responsable de 

la reconnaissance et de la liaison aux substrats HS. Ainsi, ce domaine est indispensable 

pour l'activité endosulfatase de l’enzyme, c'est-à-dire la capacité à catalyser la 

désulfatation des groupements 6-O-sulfatés des HS (Morimoto-Tomita et al., 2002 ; Ai 

et al., 2006 ; Frese et al., 2009 ; Tang et Rosen, 2009). Toutefois, le domaine HD 

présente peu d’homologie de séquences, tant entre les enzymes (43 % entre les 

domaines HD de HSulf-1 et HSulf-2) qu’avec les orthologues (souris, caille …), ce qui 

suggèrerait l’existence d’une spécificité de substrat propre à chaque protéine Sulf. 

Une fois Sulf sécrétée, elle exerce son activité sur les HS présents à la fois à la surface 

cellulaire et dans la MEC. Comme préalablement indiqué la fixation des Sulfs sur la 

surface cellulaire est due à l'interaction entre le domaine HD et les HS. En effet, il a été 

démontré par FACS que le traitement à l'héparinase de fibroblastes empêche la fixation 

du domaine HD de HSulf-1 à la surface cellulaire (Frese et al., 2009). Par ailleurs, la 

suppression du domaine HD de HSulf-1 entraîne la libération de l’enzyme dans le milieu 

extracellulaire.  

Toutefois, la reconnaissance et l’interaction HD/HS ne sont pas exclusives. En effet, un 

traitement à l'héparinase des cellules exprimant QSulf-1 s’est révélé insuffisant pour 

libérer l’enzyme dans le milieu extracellulaire (Dhoot et al., 2001). Une autre étude a 

également démontré que les Sulfs se lient préférentiellement à leurs substrats (HP ou 

HS), mais que HSulf-1 était capable de se lier faiblement aux CS/DS, principalement via 

son domaine CAT (Milz et al., 2013). 

  II.1.2.2. Sulfs : modifications post-traductionnelles  

 Comme mentionné précédemment, pour que la protéine Sulf devienne mature, 

celle-ci subit plusieurs modifications post-traductionnelles. 

Une première modification, commune à toutes les sulfatases et essentielle à l'activité 

arylsulfatase, est la conversion cystéine64/FGly. Le résidu FGly ainsi généré est 

indispensable à l’activité enzymatique. Le mécanisme détaillé de la désulfatation des HS 

par les Sulfs n’est pas clairement défini et se base à l’heure actuelle sur le mécanisme 

général de l’activé arylsulfatase des sulfatases. Dans ce cadre, deux mécanismes ont été 

suggérés : (1) le résidu FGly sert directement comme un électrophile formant ainsi un 
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diester de sulfate via un mécanisme d’addition-hydrolyse, (2) le résidu FGly agit comme 

un aldéhyde-hydrate par un mécanisme d'élimination de la trans estérification (Hanson 

et al., 2004). 

L’enzyme subit aussi un clivage à la furine, une endoprotéase cellulaire qui catalyse la 

maturation de nombreuses protéines sécrétées. Les Sulfs présentent deux sites 

consensus pour le clivage furine situés dans la région interne du domaine HD (Nagamine 

et al., 2010). Pour HSulf-2, le clivage se réalise après la dernière arginine du site R511-S-

I-R514 et correspond à la séquence cible la plus courante de la furine. La seconde 

séquence, R536-N-L-T-K-R541, voit également une coupure après la dernière arginine mais 

cette séquence semble être plus rarement ciblée. Le rôle de la furine dans la maturation 

de HSulf-2 n’est pas clair. En effet, la mutation du premier site bloque partiellement le 

clivage enzymatique, tandis que la mutation du second ne semble pas affecter ce 

clivage. Néanmoins, avec une mutation des deux sites, le clivage est complètement 

bloqué (Nagamine et al., 2010). De surcroît, l’analyse de la protéine en western blot a 

permis de mettre en évidence la présence de deux bandes à ~ 50 kDa, suggérant ainsi 

une action de la furine sur les deux sites du domaine HD (Tang et Rosen, 2009). 

Cependant, la protéine non clivée est également détectée dans le milieu extracellulaire 

et son activité, sa sécrétion, ou sa solubilité ne semblent pas affectées. En revanche, sa 

localisation à la surface cellulaire est modifiée, diminuant ainsi la signalisation Wnt 

(Tang et Rosen, 2009). Il a également été montré que la suppression du site de clivage 

de la furine n'affectait pas la transduction du signal FGF2 (Frese et al., 2009). Pour finir, 

l'absence du clivage de la furine pourrait augmenter la possibilité de la protéine à 

dimériser. Cela peut être dû à la sous-unité C-terminale qui aurait tendance à se 

dimériser, contrairement à la sous-unité N-terminale. Toutefois, de plus amples études 

seront nécessaires pour clarifier le rôle du clivage furine dans la maturation des Sulfs. 

Les Sulfs comportent enfin une dizaine de sites potentiels de N-glycosylation. Ces N-

glycosylations sont importantes pour les protéines car elles contribuent à leur stabilité, 

et elles interviendraient aussi dans la localisation et l'activité enzymatique, comme il l’a 

été montré pour QSulf-1 (Ambasta et al., 2007). Les sites potentiels de N-glycosylation 

sont situés principalement sur le domaine N-terminal, et la N-glycosylation représente 

environ 15 à 20 % de la masse moléculaire des protéines Sulfs. En effet, des analyses de 

chromatographie d’exclusion couplée avec la mesure de la diffusion de la lumière sous 
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multiples angles (SEC-MALS) et de spectrométrie de masse (MS) ont pu mettre en 

évidence environ 14 kDa et 19,61 kDa de N-glycosylations pour HSulf-1 et HSulf-2, 

respectivement (données non publiées, Rana El Masri, HAL Id : tel-03507533, version 1). 

De surcroît, grâce à des analyses de MS réalisées sur HSulf-2, certaines asparagines 

porteuses de N-glycans ont pu être déterminées sur le domaine CAT : N88, N108, N147, N174 

et N217 (Seffouh et al., 2019). Pour finir, de très récents travaux permettent de porter un 

tout nouveau regard sur la protéine HSulf-2. En effet, une étude du laboratoire à 

laquelle j’ai participé, a montré que la protéine HSulf-2 est en réalité un CSPG, car 

cette enzyme porte une chaîne polysaccharidique liée à son domaine HD (El Masri et al., 

2022). La présence de cette chaîne de GAG a pu être démontrée par un traitement de 

l’enzyme à la chondroïtinase ABC qui modifie radicalement ses propriétés 

hydrodynamiques (cf. II.3.2. p. 86). Les mêmes effets ont également été observés suite 

à la mutation des deux motifs dipeptidiques SG (S584G et S559G) présents au niveau du 

domaine HD de HSulf-2 qui constituent les sites d’ancrage des chaînes de GAGs sur les 

PGs (Esko et Zhang, 1996). De plus, des mutations uniques du premier et deuxième site 

SG ont permis de localiser la chaîne de CS (~ 25 kDa) sur le résidu S559G de l’enzyme (El 

Masri et al., 2022). 

 

La présence de cette chaîne sur HSulf-2 redéfinit entièrement notre compréhension de 

son activité biologique. Ainsi, les travaux de El Masri et al. montrent que cette chaîne 

de GAG régule l’activité de l’enzyme in vitro, mais également dans une modèle in vivo 

de progression tumorale (El Masri et al., 2022 et cf. II.3.2. p. 86). 

  II.1.2.3. Sulfs : catalyseurs de la 6-O-désulfatation 

 Les Sulfs catalysent la 6-O-désulfatation des unités disaccharides trisulfatées [UA 

(2S), GlcNS (6S)] situées au sein des domaines S. Il a également été observé que ces 

enzymes pouvaient cibler dans une moindre mesure les disaccharides disulfatés [UA, 

GlcNS (6S)] (Ai et al., 2003 ; Staples et al., 2011 ; Pempe et al., 2012 ; Seffouh et al., 

2013). En revanche, les Sulfs ne présentent aucune spécificité pour les disaccharides 

disulfatés contenant un GlcNAc ou des disacharides monosulfatés, ce qui suggère un 

besoin des groupements N-sulfatés. 
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Une fois l’interaction entre l’enzyme et le polysaccharide réalisée, des zones d’ombres 

persistent sur le processus de 6-O-désulfatation. Cependant, ce dernier peut être décrit 

de la manière suivante : le domaine HD permet de lier l’enzyme à l’HS avec une forte 

affinité. En effet, il s’est avéré que le domaine HD se lie à l'héparine avec un Kd dans la 

gamme du nanomolaire, conduisant à la formation de complexes enzyme-substrat 

stables (Seffouh et al., 2019). Notons que cette interaction s'est avérée plus complexe 

qu'un simple modèle de liaison 1:1. Ceci est en adéquation avec plusieurs études 

suggérant que la formation d’un tel complexe impliquerait plusieurs sites de liaison au 

sein du domaine HD (Frese et al., 2009 ; Milz et al., 2013).  

Une étude impliquant une analyse de l'interaction HSulf-1 HD/HS par «  Atomic Force 

Microscopy » a pu démontrer que cette liaison impliquait plusieurs sites d’interaction et 

était de type « catch-bond » (sous l’action de force allant de 10 à 18 pN), c’est à dire 

présentant une durée de vie de dissociation plus importante lorsqu'elle est soumise à des 

forces externes. Cette étude a également pu établir que le phénomène d'interaction 

était bien associé aux groupements 6-O-sulfatés, car d’autres substrats dépourvus de ces 

groupements présentaient un comportement de type «  slip » (pas de «  catch-bond ») 

sous toute la gamme de force (Harder et al., 2015).  

Une fois le complexe formé, la désulfatation débute de l'extrémité non-réductrice des 

domaines S et se dirige vers l'extrémité réductrice du domaine de manière processive 

(Seffouh et al., 2013) (Figure 8). Cela impliquerait que, pour présenter la première 

glucosamine 6-O-sulfatée au site actif, le domaine HD se lierait à un motif saccharidique 

en aval de cette première glucosamine. Pour la processivité de la réaction, plusieurs 

modèles ont été proposés et définissent les groupements 6-O-sulfatés comme des 

effecteurs allostériques induisant des états conformationnels de transition, permettant 

de toujours présenter un groupement 6-O-sulfaté au site catalytique sans complètement 

dissocier l’interaction Sulf/HS (Seffouh et al., 2013 ; Harder et al., 2015). Une fois 

l'extrémité réductrice du domaine S atteinte, et en absence de groupements 6-O-

sulfatés, l’affinité du domaine HD pour la chaîne de HS diminuerait drastiquement afin 

de libérer l’enzyme. Notons également que le domaine CAT présente des épitopes de 

liaison aux HS permettant des interactions supplémentaires de faibles affinités. Ceux-ci 

contribueraient à la bonne présentation du polysaccharide au site actif (Seffouh et al., 

2019). 
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  II.1.2.4. Sulfs : régulateurs de l’interaction HS/Ligand 

 Les motifs trisulfatés substrats des Sulfs ne représentent que ~ 5 à 10 % des 

disaccharides des HS. Ainsi, d’un point de vue structural, l’action des Sulfs n’a que peu 

d’influence. En revanche, du fait de la présence de ces motifs au sein des domaines S 

fonctionnels du polysaccharide, les Sulfs modifient considérablement les propriétés 

d’interactions des HS et par conséquence leur fonction. Certains ligands voient leur 

capacité à lier les HS régulée favorablement ou défavorablement. 

Les Sulfs inhibent une variété d’interaction comme les facteurs de croissance tels que 

FGF1 (Uchimura et al., 2006 ; Seffouh et al., 2013), FGF2 (Lai et al., 2003 ; Wang et al., 

2004 ; Li et al., 2005 ; Narita et al., 2006), HGF (Lai et al., 2004a ; Narita et al., 2006), 

HB-EGF (Lai et al., 2003 ; Dai et al., 2005), amphiréguline (Narita et al., 2007) ou TGFβ 
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Figure 8 : Modèle de l'activité processive de HSulf et de la régulation des propriétés de liaison 
aux HS. HSulf (vert) reconnaît et se lie, par son domaine HD, préférentiellement aux 6-O-
sulfates portés sur les disaccharides trisulfatés présents dans les domaines S (des HS) (A), ce 
qui permet au site catalytique (CAT-D) de l’enzyme d'être positionné en face du résidu 6-O-
sulfaté à l’extrémité non-réductrice du motif (B). Après désulfatation, l'enzyme progresse le 
long de la chaîne polysaccharidique pour accueillir d'autres groupements 6-O-sulfatés (C). Une 
fois l'extrémité réductrice du domaine S atteinte, l'absence de 6-O-sulfatés appropriés (car 
ceux présents sur la «  flanking » région (Flank) ou sur le domaine NS/S (NAc-dom.) sont de 
mauvais substrats pour l’enzyme), en aval de CAT-D, se traduit par une forte diminution de 
l'affinité du domaine HD pour le polysaccharide, ce qui engendre la dissociation du complexe. 
(Figure : Seffouh et al., 2013).



(Yue et al., 2008). Ici, la régulation négative est la conséquence d'une altération 

structurale des HS de la surface cellulaire agissant comme récepteur/co-récepteur pour 

ces facteurs de croissance. En effet, un exemple pertinent est celui du FGF-2. Pour le 

FGF-2, la 6-O-sulfatation du HS n'est pas requise pour la liaison, mais elle est nécessaire 

pour la formation d'un complexe ternaire FGF/FGFR/HS capable de déclencher la 

signalisation cellulaire. Ainsi, l'activité des Sulfs pourrait réguler l'activité du FGF-2 en 

catalysant l’élimination rapide des HS 6-O-sulfatés, permettant, de ce fait, l’interaction 

et la séquestration du facteur de croissance tout en inhibant la réponse cellulaire. 

  

L’action des Sulfs pourrait avoir des conséquences directes pour des protéines telles que 

les chimiokines dont l'activité dépend de la formation d’un gradient protéique stabilisé 

par des interactions avec les HS. En effet, l’inhibition de l'interaction des HS avec 

CXCL12 et CCL21 par HSulf-2 a été démontrée in vitro (Uchimura et al., 2006). De plus, 

étant donné que de nombreuses chimiokines nécessitent des groupements 6-O-sulfatés 

pour se lier efficacement aux HS, il peut être attendu que les Sulfs modulent d'autres 

interactions chimiokines/HS, avec des conséquences fonctionnelles également 

importantes sur le stockage des chimiokines, la protection contre la dégradation 

protéolytique ou l'oligomérisation (El Masri et al., 2020). 

Les Sulfs peuvent aussi induire des voies de signalisation comme la voie Wnt (Ai et al., 

2003). Comme expliqué précédemment, Wnt se lie avec une grande affinité aux HS 6-O-

sulfatés qui agissent comme un régulateur négatif du morphogène en empêchant l'accès 

à son récepteur de surface cellulaire Fz. Or, la modification des motifs de 6-O-

sulfatation des HS par les Sulfs entraîne une réduction de l'affinité de l’interaction HS/

Wnt, ce qui permet la formation d'un complexe fonctionnel HS/Wnt/Fz.  

Depuis, des mécanismes d'activation similaires ont été rapportés pour d'autres protéines 

se liants aux HS, notamment le GDNF (Langsdorf et al., 2011) et la BMP (Otsuki et al., 

2010). En revanche, une autre étude a également suggéré que la 6-O-désulfatation des 

HS, catalysée par Sulf, pourrait avoir un effet inhibiteur sur Wnt en facilitant sa 

libération et sa dégradation (Kleinschmit et al., 2010). Ces activités contradictoires 

illustrent clairement la complexité de la régulation des HS par les Sulfs. 

Grâce à leurs capacités à modifier les interactions HS/protéines, les Sulfs sont aussi 

fortement impliquées dans de nombreux processus physiopathologiques tels que le 
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développement, la régénération tissulaire/l'homéostasie et le cancer. En effet, 

l’importance des Sulfs au cours du développement a été mise en évidence dans des 

études, avec des rôles rapportés durant le développement neuronal (Danesin et al., 

2006 ; Ai et al., 2007 ; Kalus et al., 2009, 2015), le développement du squelette et du 

cartilage (Zhao et al., 2006 ; Holst et al., 2007), la formation de l'oreille interne 

(Freeman et al., 2015) et la dentinogenèse (Hayano et al., 2012). En effet, il a été 

montré que des souris double KO Sulf-1 et Sulf-2 présentent une mortalité néonatale 

élevée et de graves anomalies morphologiques, y compris des anomalies rénales, 

pulmonaires, squelettiques et/ou neuronales. Cependant, un KO unique Sulf-1 ou Sulf-2 

n’entraîne que des phénotypes relativement peu altérés, suggérant des fonctions 

chevauchantes/redondantes des deux enzymes au cours du développement (Lamanna et 

al., 2006).  

En revanche, des différences majeures entre Sulf-1 et Sulf-2 ont été rapportées dans le 

contexte du cancer. Sulf-1 a été principalement associée à des effets anti-oncogènes, 

tandis que Sulf-2 présente des activités pro-oncogènes (Rosen et al., 2010 ; Vivès et al., 

2014). Par conséquent, il n’est à ce jour pas encore clairement défini comment ces deux 

enzymes peuvent présenter des activités similaires in vitro, mais des propriétés 

antagonistes au cours du développement tumoral. Des différences dans les spécificités 

du substrat Sulf-1/Sulf-2, les niveaux d'expression et/ou la distribution tissulaire 

pourraient cependant expliquer ces propriétés antagonistes. 

  II.1.2.5. Régulation des Sulfs 

 Du fait de l’ implication des Sulfs dans de nombreux processus 

physiopathologiques, différents mécanismes permettent une régulation de leur 

expression. 

Des travaux ont tout d’abord mis en évidence un contrôle de l'expression des Sulfs par 

des cytokines. Ainsi, la cytokine TGFβ1 peut induire l’expression de Sulf-1 dans les 

fibroblastes pulmonaires, probablement car non identifiés, grâce à des suppresseurs de 

transcription nouvellement synthétisés. Ainsi, une fois Sulf-1 exprimée, l’enzyme peut 

agir comme un régulateur négatif de l'activité TGFβ1 (Yue et al., 2008), l'activité du 

TGFβ1 dépendant des groupements N-, 2-O- ou 6-O-sulfatés des HS (Lyon et al., 1997). 
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Des mécanismes épigénétiques semblent également jouer un rôle important dans le 

contrôle de l'expression de Sulf. En effet, il a été montré qu’une inhibition de l'ADN 

méthylase, dans le contexte d’un carcinome hépatocellulaire primaire, induisait 

l’expression de HSulf-1 alors que l'ARNm de HSulf-1 était initialement régulé à la baisse 

(Lai et al., 2004a ; Staub et al., 2007). De plus, une étude comparative de patients 

atteints du cancer du sein ou de l’estomac avec des sujets contrôles a suggéré que le 

promoteur de HSulf-1 subissait une hyperméthylation comme mécanisme de régulation 

négative de l'expression de l’enzyme dans ces tumeurs (Chen et al., 2009). Il est notable 

de signaler qu’un mécanisme de régulation similaire a été identifié dans 

l'adénocarcinome pulmonaire pour le promoteur de HSulf-2 (Wang et al., 2013). 

Enfin, les facteurs de transcription et les gènes suppresseurs de tumeurs sont également 

capables de réguler l'expression de Sulf. Grâce au profil d'expression génétique et à la 

prédiction du site de liaison du facteur de transcription, il a été démontré que le 

suppresseur de tumeur p53 active la transcription de Sulf-2 (Chau et al., 2009). En cas 

de dommage à l'ADN, le suppresseur de tumeur p53 répond en régulant directement la 

transcription de HSulf-2. Ainsi, quand HSulf-2 est inhibée, la sénescence des cellules due 

au stress diminue (Chau et al., 2009). De plus, il a été signalé, dans le cancer de 

l’ovaire, que la suppression de l'ARNm de HSulf-1 était médiée par le variant du facteur 

nucléaire hépatique 1 capable de se lier au promoteur de l’enzyme (Liu et al., 2009). 

  II.1.2.6. Sulfs et cancer 

 Les Sulfs ont été associées à une grande variété de cancer et semblent impliquées 

dans presque toutes les étapes de la maladie : la transformation tumorale (Rosen et 

Lemjabbar-Alaoui, 2010), la croissance, l'invasion et le développement métastatique (Li 

et al., 2005 ; Abiatari et al., 2006 ; Nawroth et al., 2007 ; Phillips et al., 2012 ; Khurana 

et al., 2012a, 2013a). Elles semblent aussi responsables de la sensibilité/résistance 

accrue des cellules tumorales aux médicaments (Lai et al., 2003 ; Moussay et al., 2010). 

Comme préalablement discuté, HSulf-1 et HSulf-2 présentent de manière générale des 

activités antagonistes, et HSulf-2 en particulier représente une cible thérapeutique 

d’intérêt pour certains cancers agressifs.  
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• Sulf-1 

 Dans le carcinome hépatocellulaire (HCC), Sulf-1 agit comme un suppresseur de 

tumeur. En effet, il a été démontré que la surexpression de Sulf-1 dans le cancer HCC 

murin entraînait une régulation négative de la mésothéline au niveau d'ARNm et de 

protéines dans les cellules HCC surexprimant HSulf-1. La mésothéline est une 

glycoprotéine de la surface cellulaire qui activerait la voie de signalisation de la 

prolifération des protéines « Mitogen-activated protein kinases » (MAPK), favorisant ainsi 

la croissance tumorale (Chang et al., 2009). Il a été suggéré que Sulf-1, en supprimant 

les groupements 6-O-sulfatés des HSPGs tels que les syndécans, inhibait la formation du 

complexe HS/Wnt-1 en empêchant de ce fait la libération et l'induction de mésothéline 

et donc du signal de prolifération. Ainsi, il a été observé, in vitro, une diminution de la 

prolifération, de la division, de la migration et de l'invasion cellulaires et, in vivo, une 

réduction de la progression tumorale et des métastases ganglionnaires (Mahmoud et al., 

2016). De plus, la ré-expression de HSulf-1 dans les cellules HCC HSulf-1 négatives et 

HCC xénogreffes diminue la phosphorylation des «  sérine/threonine-protein kinase  » 

(AKT) et des « extracellular signal-regulated kinases » (ERK), mais aussi inverse l'action 

des FGFs exogènes, régulant à la baisse leurs gènes cibles, la cycline et la survivin. Ceci 

entraîne l'inhibition de la prolifération cellulaire et l’induction de l’apoptose (Liu et al., 

2013 ; Xu et al., 2014). 

 

HSulf-1 a également été liée à la régulation de la voie de signalisation MAPK par le biais 

de mécanismes épigénétiques. En effet, chez la souris, la transfection de cellules HCC 

avec HSulf-1 induit l'acétylation de l'histone nucléaire H4 en modifiant l'équilibre entre 

les activités de l'histone désacétylase (HDAC) et de l'histone acétyl transférase (HAT). 

Ceci entraîne donc une régulation négative de la phosphoinositide-3-kinase (PI3) et de la 

MAPK kinase qui conduit à la réduction de la croissance tumorale et à l’apoptose. De 

surcroît, HSulf-1 a favorisé le rôle des inhibiteurs de HDAC pendant la croissance 

tumorale et l’angiogenèse, tant in vitro que in vivo (Lai et al., 2006). 

 

HSulf-1 a aussi été identifiée comme un gène régulé à la baisse dans plusieurs types de 

tumeurs, notamment les carcinomes de l'ovaire, du sein, et hépatocellulaires. La perte 

de HSulf-1 augmente les interactions entre les facteurs de croissance (comme FGF-2 et 

VEGF165) et les HS, conférant une résistance à l'apoptose induite par la chimiothérapie. 
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Cependant, une surexpression de HSulf-1 dans les lignées cellulaires MDA-MB-468 

(carcinome du sein) conduit à une prolifération réduite in vitro et à une charge tumorale 

réduite chez les souris in vivo. Une densité de vaisseaux réduite, une nécrose marquée 

et une apoptose, indiquant une inhibition de l’angiogenèse, ont été aussi constatées 

(Narita et al., 2006). 

De nombreux autres exemples existent. Le niveau d'ARNm de HSulf-1 est réduit dans le 

cancer du poumon (Zhang et al., 2012a), le cancer gastrique (Ma et al., 2011), le 

carcinome épidermoïde (SCCHN) (Lai et al., 2004b) et le cancer ovarien primaire (Lai et 

al., 2003). Cependant, grâce à une ré-expression de HSulf-1 au sein de ces cellules, des 

voies de régulation sont réduites ou supprimées. Pour exemple, la ré-expression de 

Sulf-1 dans les cellules SCCHN est à l’origine de la 6-O-désulfatation des HS permettant 

la diminution des voies de signalisation FGF2 et HFG (Lai et al., 2004b), ou la 

suppression des voies de signalisation HH (Ma et al., 2011) et Wnt/β-caténine (Li et al., 

2011) dans les cellules cancéreuses gastriques. Par conséquent, ces altérations 

permettent la diminution de la prolifération cellulaire et l’augmentation de l’apoptose.  

• Sulf-2  

 A l’instar de Sulf-1, Sulf-2 intervient dans de nombreux cancers. En effet, 

l'expression de HSulf-2 a été identifiée et étudiée chez des patients atteints de 

carcinome rénal (RCC). Il a été montré que le niveau d'ARNm de HSulf-2 était 

significativement plus élevé dans les tissus cancéreux que dans les tissus normaux. 

Cependant, au cours de l’avancement du cancer, l’expression de HSulf-2 devient moins 

importante dans les tissus cancéreux que dans les tissus normaux. L'augmentation de 

l'ARNm peut être due à une réaction excessive des tissus normaux contre le cancer afin 

de provoquer une inflammation et/ou le début du développement de métastases dans 

les tissus normaux. En effet, il a été démontré que de faibles niveaux d'expression de 

HSulf-2 dans les cellules RCC améliorent l'activation des voies de signalisation VEGF et 

FGF, in vitro, et permettent la croissance tumorale et métastatique (Kumagai et al., 

2016). 

Dans les tumeurs primaires du glioblastome humain (GBM), l’expression de Sulf-2 est 

élevée tandis que l'expression de Sulf-1 est inchangée. L’inhibition de l’expression de 

76



Sulf-2 par les cellules cancéreuses GBM conduit à une inhibition de la croissance 

tumorale qui peut être rétablie par la surexpression de Sulf-2 au sein de ces cellules 

(Johansson et al., 2005). De plus, une étude in vivo chez la souris a montré que la 

protéine Sulf-2 était fortement exprimée dans les gliomes invasifs, ce qui entrainait une 

croissance tumorale et une létalité plus importante. Ceci pourrait être dû à l’activation, 

par Sulf-2, de nombreux RTK dans les gliomes invasifs (Phillips et al., 2012). 

 

De plus, la protéine Sulf-2 active la signalisation Wnt dans les cellules tumorales de 

l'adénocarcinome pancréatique in vitro. Au contraire, une diminution de Sulf-2 inhibe la 

croissance tumorale in vivo. Ces données suggèrent donc que la protéine Sulf-2 favorise 

la croissance tumorale en induisant la signalisation de Wnt (Nawroth et al., 2007 ; 

Kumagai et al., 2016). 

 

Cependant, HSulf-2 semble avoir un comportement plus complexe et plus interactif avec 

son micro-environnement, que d’être « simplement » un des acteurs intervenant dans la 

croissance tumorale et métastatique dans de nombreux cancers. En effet, une étude a 

montré que la surexpression de HSulf-1 et HSulf-2 au sein de cellules de myélome chez 

des souris présentant un déficit immunitaire combiné sévère (SCID) conduisait à la 

répression de la croissance et la progression tumorale, suggérant donc une influence du 

micro-environnement tumoral sur les Sulfs. Ceci est d’autant plus vrai qu’in vitro, cet 

effet suppresseur n’a pas été observé (Dai et al., 2005). 

 

Pour finir, une étude faisant intervenir des patients atteints de cancer de l’œsophage a 

montré, grâce à des analyses immunohistochimiques, que le taux de survie était corrélé 

avec une expression élevée de la protéine Sulf-2. Ainsi, Sulf-2 pourrait être considérée 

comme une enzyme biomarqueur intéressante pour le diagnostic et la prévention de ce 

type de cancer agressif (Lui et al., 2012). 

  II.1.2.7. Sulfs et autres pathologies  

 Une augmentation de l'expression de Sulf-1 et Sulf-2 a également été signalée 

dans l’osteoarthrite. Dans l'arthrose, une activation anormale des chondrocytes et une 

dégradation du cartilage peuvent résulter de l’action des Sulfs sur les HS, modifiant ainsi 
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leur structure et propriété d’interaction et impactant de ce fait la voie de signalisation 

de nombreux facteurs de croissance.  

 

Sulf-2 a aussi été associée au diabète de type 2. En effet, l’enzyme inhibe l’interaction 

entre des lipoprotéines de très basse densité avec les HS des hépatocytes (Hassing et 

al., 2012). Plus récemment, le polymorphisme génétique de Sulf-1 a été associé à un 

échec de la fécondation in vitro (FIV) (Taghizadeh et al., 2015). Pour finir, il a été 

suggéré que les Sulfs avaient des effets protecteurs dans des conditions pathologiques 

telles que la maladie d'Alzheimer et l'amylose rénale. Dans ces maladies, l'accumulation 

de domaines S des HS dans les plaques β rénales et amyloïdes cérébrales favorise la 

formation de fibrilles amyloïdes toxiques. Le remodelage enzymatique des HS par les 

Sulfs peut donc empêcher cette accumulation (Kameyama et al., 2019). 

De plus, il s'est avéré que Sulf-1 contribue au développement du disque intervertébral et 

maintient son homéostasie (Otsuki et al., 2019). Toutefois, une autre étude a montré 

que Sulf-1 était également exprimée dans les cellules dégénératives du disque 

intervertébral (Tsai et al., 2015). Par conséquent, le lien entre développement et 

maintien de l’homéostasie avec la dégénérescence du cartilage reste à clarifier. Ces 

résultats contradictoires soulignent cependant parfaitement le rôle complexe des Sulfs 

suivant les nombreuses voies de régulation où elles interviennent.  

 

Pour finir, les Sulfs semblent être impliquées dans les mécanismes de réponse 

inflammatoire. En effet, il peut être rappelé que la 6-O-sulfatation est critique pour la 

liaison de nombreuses chimiokines et que les Sulfs peuvent donc réguler ces interactions 

comme cela a été démontré in vitro pour CXCL12 et CCL21 (Uchimura et al., 2006). La 

6-O-sulfatation des HS est également requise pour l’interaction avec la L-sélectine qui 

intervient dans les premiers événements de fixation à l'endothélium précédent la 

diapédèse des leucocytes (Wang et al., 2002), ainsi que l’interaction avec CXCL12 qui 

régit le trafic des leucocytes (Zhang et al., 2012b). Ceci suggère que les Sulfs pourraient 

agir comme des modulatrices de la migration et de l'adhésion des leucocytes pour 

activer l’endothélium. D’autres études font état de la régulation de l’expression et du 

rôle des Sulfs, comme la répression de Sulf-1 dans l’inflammation engendrée au cours 

d’une transplantation rénale (Celie et al., 2007). Sulf-2 a également été impliquée dans 

la fibrose pulmonaire idiopathique via une régulation de la signalisation TGFβ1 dans les 
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cellules épithéliales alvéolaires de type 2 (Yue et al., 2013). En effet, l’expression de 

Sulf-2 dans ces cellules jouerait un rôle important dans la protection contre les lésions 

pulmonaires épithéliales, l’inflammation, et la mortalité (Yue, 2017). 

  II.1.2.8. HSulf-1 et HSulf-2 : récapitulatif des différences 

 Les Sulfs sont encore des enzymes très mal caractérisées, tant dans leurs 

fonctions de régulation des différentes voies de signalisation dans lesquelles elles sont 

impliquées et des maladies qui peuvent y être associées, que dans les différences 

fonctionnelles et structurales entre les deux protéines de HSulf. Ainsi, des différences 

existent dans leurs modes d'expressions, leurs activités in vitro et leurs implications in 

vivo. 

 

En termes d’expression des enzymes, HSulf-1 est fortement exprimée dans les 

testicules, l'estomac, les muscles squelettiques, les poumons et les reins. Quant à 

HSulf-2, cette dernière est principalement exprimée dans les ovaires, les muscles 

squelettiques, l'estomac, le cerveau, l'utérus, le cœur, les reins et le placenta 

(Morimoto-Tomita et al., 2002). 

HSulf-1 et HSulf-2 partagent la même organisation moléculaire comprenant les deux 

domaines CAT et HD. Le domaine CAT présente des résidus strictement conservés dans le 

site actif, y compris la cystéine modifiée FGly. Néanmoins, une légère différence existe 

dans la conservation des épitopes de reconnaissance et d’interaction au substrat 

présents sur le domaine CAT. En effet, chacune des deux séquences voit un acide aminé 

modifié suivant l’enzyme considérée de HSulf, avec V155KEK et L377KKK pour HSulf-2 mais 

I155KEK et L377NKK pour HSulf-1. De plus, le domaine HD, responsable pour HSulf-1 et -2 

de l’interaction au substrat, n’est pas aussi conservé que le domaine CAT entre les deux 

HSulf. Mais, la différence majeure entre les deux enzymes reste l’absence, pour HSulf-1, 

de la chaîne de GAG présente sur le domaine HD de HSulf-2 (El Masri et al., 2022). Ces 

différences pourraient être à l’origine des activités antagonistes entre les deux informes 

car responsables de spécificités de substrats propres à chacune des enzymes. 

Il est vrai que des études indiquent que HSulf-1 et HSulf-2 ne ciblent pas la même 

population d’HS (Morimoto-Tomita et al., 2002 ; Lamanna et al., 2006 ; Milz et al., 

2013). HSulf-1 a tendance à se lier et à rester sur les HS présents sur la surface 
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cellulaire, tandis que HSulf-2 est plus rapidement libérée dans le compartiment 

extracellulaire et pourrait ainsi agir préférentiellement sur les HS de la MEC. 

 

In vitro, les deux enzymes ont toutes deux un mécanisme catalytique processif. Ainsi, 

l'analyse de l’activité in vitro de HSulf-1 et HSulf-2 montre que ces dernières peuvent 

catalyser la 6-O-désulfatation complète d'un oligosaccharide d'héparine, mais avec des 

efficacités différentes (Seffouh et al., 2013). Ceci suggère donc que le domaine HD agit 

comme un régulateur clé de l'activité enzymatique et des préférences de substrats entre 

HSulf-1 et HSulf-2, et ce probablement dû au fait que ce domaine est le moins conservé 

entre les Sulfs et que ce dernier est responsable de la reconnaissance et de l’interaction 

aux substrats. 

In vivo, des études sur des souris KO Sulf ont également fourni des indications sur ces 

différences entre les deux enzymes. En effet, des souris simple KO Sulf-1 ou Sulf-2 ne 

présentent aucune anomalie grave, alors que des souris double KO sont caractérisées par 

un phénotype marqué et une mortalité néonatale élevée (Holst et al., 2007 ; Lum et al., 

2007). Ainsi, il a été déterminé une certaine redondance fonctionnelle des enzymes 

Sulf-1 et Sulf-2 au cours du développement. Toutefois, cela est nuançable car une 

expression accrue de Sulf-1 pourrait compenser la perte de Sulf-2, alors que Sulf-2 ne 

pourrait pas complètement remplacer l’absence de Sulf-1 (Lamanna et al., 2006).  

Cependant, il a également été mis en évidence une non-redondance des fonctions Sulf-1 

et Sulf-2 au cours du développement du cerveau de la souris, car les deux enzymes 

contribuent différemment à la prolifération des neurites des neurones cérébelleux et 

hippocampiques, à la plasticité synaptique et à l'activité motrice (Kalus et al., 2009).  

Pour finir, et comme expliqué auparavant, des différences majeures entre les activités 

Sulf-1 et Sulf-2 ont également été signalées dans le cancer. 

Ces différences et similitudes entre les deux enzymes pourraient provenir des 

spécificités subtiles de substrat et/ou de leurs actions sur différentes populations d’HS. 

Sachant que les HS agissent comme des co-récepteurs des facteurs de croissance, ou 

sont impliqués dans la séquestration et le stockage de ces facteurs, chaque spécificité 

de substrat peut générer des activités et des fonctions radicalement différentes. 
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II.2. Caractérisation structurale des sulfatases 

 A ce jour, un certain nombre de sulfatases ont vu leur structure résolue, en 

complexe, ou non, avec leur substrat (Hwa et al., 1992 ; Sugahara et al., 1996 ; Bond et 

al., 1997 ; Lukatela et al., 1998 ; Boltes et al., 2001 ; Hernandez-Guzman et al., 2003 ; 

Mayette et al., 2003, 2009a, 2009b ; Ulmer et al., 2014 ; Wang et al., 2015, 2019 ; Ndeh 

et al., 2020 ; Luis et al., 2021). Les structures des ARS sont très similaires et révèlent un 

monomère globulaire, comprenant deux domaines (N- et C-terminal) avec une topologie 

mixte d’hélices α et de feuillets β. Toutefois, il est notable de signaler qu’ARSC présente 

un domaine transmembranaire unique auquel se rattache le domaine soluble 

(Hernandez-Guzman et al., 2003). 

Le domaine N-terminal est composé d’un grand feuillet β entouré de plusieurs hélices α, 

dont une grande hélice α exposée au solvant. Le domaine C-terminal, plus petit, 

contient plusieurs feuillets β antiparallèles, mais aussi différentes hélices α. Le site actif 

est, quand à lui, présent au sein d’une étroite fente de l'extrémité N-terminale du grand 

feuillet β, avec le résidu FGly situé au bas de cette dernière et bordé d'acides aminés 

chargés. 

Par ces études, des informations sur le site actif des sulfatases ont pu être mises en 

évidence : l’organisation spatiale des résidus catalytiques et la géométrie sont 

étroitement conservées, ce qui soutient la notion d'un mécanisme conservé pour 

l'hydrolyse des esters sulfates. De surcroît, le site actif est composé de 10 résidus 

polaires fortement interconnectés et d'un cation métallique divalent (Tableau 2). 
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Tableau 2 : Positions et fonctions proposées des acides aminés et des cations métalliques dans 
le site actif. PARS, HARSA, HARSB et HARSC sont des enzymes. Le tableau doit être mis en 
relation avec la figure 9 (cf. p. 82) afin de comprendre l’organisation du site actif et la fonction 
proposée pour chaque acide aminé (Figure : Hanson et al., 2004). 



Dans le cas de HARSA, une région de liaison à l’ion Mg2+ est coordonnée de manière 

octaédrique par les résidus AspA, AspB, AspC et AsnA (Waldow et al., 1999). Cependant, 

si l'un des résidus liant l’ion Mg2+ est muté, alors de sévères diminutions de l'activité 

catalytique et d’interaction au substrat sont observées, ce qui souligne le rôle central 

que joue le métal dans le clivage des esters sulfate (vraisemblablement en liant le 

substrat et en l'activant pour une attaque nucléophile) (Waldow et al., 1999). Pour 

HARSB, HARSC et PARS, la coordination heptavalente du cation Ca2+ est mediée par les 

résidus liant l’ion ainsi que le résidu FGly et un atome d'oxygène provenant du sulfate 

(ou de l'eau en son absence). 

De surcroît, dans la poche catalytique (Figure 9), plusieurs résidus chargés positivement, 

dont LysA et LysB, sont impliqués dans la liaison au sulfate anionique. Avec l'ion 

métallique divalent et HisB, ces résidus neutralisent probablement l'anion sulfate et 

retirent la densité électronique pour créer un centre de soufre éléctrophile. Egalement, 

ils positionnent le sulfate tétraédrique pour une attaque nucléophile par FGly (von 

Bülow et al., 2001). De plus, HisB et LysB sont impliqués dans la protonation de l'atome 

d'oxygène exocyclique.  
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Figure 9 : Interprétation générique du site actif de la sulfatase représentant les résidus 
hautement conservés retrouvés dans les structures résolues. Les principales interactions 
(liaisons hydrogènes) sont représentées par des lignes pointillées. La lettre M fait référence au 
cation métallique divalent, cf. Tableau 2, ligne 2, p. 81. (Figure : Hanson et al., 2004).



Quant au résidu catalytique FGly, celui-ci repose au fond de la poche sous forme 

d'hydrate de FGly (FGH). Le diol géminal remplit deux fonctions distinctes : FGH-Oɣ1, 

qui interagit avec le centre métallique et AspA, qui est orienté idéalement pour 

l'attaque nucléophile de l'atome de soufre du substrat. FGH-Oɣ2, qui est ancré par HisA, 

ArgA et LysA, pointe vers le centre de la poche et est impliqué dans l'élimination de 

l'intermédiaire enzyme-ester sulfate (Hanson et al., 2004). 

D’après différentes études publiées sur les sulfatases dont les Sulfs (Seffouh et al., 

2013 ; El Masri et al., 2017), la reconnaissance des substrats naturels se produit en 

dehors de la fente contenant les résidus conservés du site actif, et plus précisément 

dans la région C-terminale de l’enzyme. En effet, cette région est structuralement très 

diverse au sein de la famille des sulfatases, ce qui génère une spécificité dans la 

reconnaissance et l’interaction enzyme/substrat. C’est également le cas de HSulf avec 

son domaine HD. 

II.3. Récents progrès dans la caractérisation structurale et fonctionnelle de HSulf-2  

 Malgré un intérêt croissant, de nombreux aspects des Sulfs restent peu voire pas 

connus comme leurs structures, leurs mécanismes catalytiques et leurs spécificités de 

substrat. En termes de structure, quelques informations ont, tout de même, pu être 

mises en évidence. 

 II.3.1. Informations structurales sur HSulf-2  

 Pour rappel, la protéine HSulf-2 porte environ 20 kDa de N-glycosylations et il 

s’avérera que ces dernières sont indispensables pour le maintien de la protéine HSulf-2 

en solution (cf. p. 160-161).  

De précédentes analyses de dichroïsme circulaire (CD) ont pu établir que la protéine 

HSulf-2 ΔSG (sans chaîne de CS, car le site de fixation de la chaîne de CS (S559G) a été 

muté) était partiellement structurée (Tableau 3). En effet, d’après ces analyses, les 

domaines CAT-C-terminal sont majoritairement structurés alors que le domaine HD est 

largement non structuré.  
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Ceci étant, des analyses par MS (Figure 10A et cf. Annexe 1A p. 233) ont permis de 

mettre en évidence quatre ponts disulfures intra-domaine HD. Les acides aminés 

impliqués sont : C422 et C440, C431 et C452, C480 et C636, C482 et C638. Par conséquent, les 

deux ponts disulfure C422 et C440, C431 et C452 sont situés avant le clivage furine, ce qui 

n'entraîne, vraisemblablement, que peu d’influence sur la structuration du domaine HD 

et/ou de la protéine. En revanche, les deux autres ponts, reliant les deux parties du 

domaine HD clivé, devraient davantage influencer la structuration de ce domaine et de 

l’enzyme. Pour finir, ces analyses ont mis en évidence un dernier pont disulfure entre les 

domaines CAT et C-terminal (C89 et C798), suggérant très fortement un repliement et une 

interaction entre ces deux domaines (Figure 10B). 

Des études menées au laboratoire (antérieurement à la thèse) ont montré que le 

domaine CAT comprend, en plus de la présence du site actif de l’enzyme, deux sites de 

liaison aux HS : V155KEK et L377KKK (Figure 10B). En effet, ces deux épitopes s'alignent 

avec le site actif situé dans un sillon intermédiaire et peuvent participer à l'activité en 

guidant et en permettant une présentation correcte du polysaccharide au résidu FGly 

catalytique (Seffouh et al., 2019). De surcroît, il a été montré que le domaine CAT seul 

présentait une activité de type exosulfatase sur des oligosaccharides, suggérant que le 

domaine HD n'est pas strictement requis pour la reconnaissance des HS, mais est 

essentiel pour une désulfatation efficace et processive du polysaccharide (Rana El Masri, 

HAL Id : tel-03507533, version 1). 
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HSulf-2 ΔSG 

(sans chaîne de CS)

HSulf-2 ΔHD 

(Domaines CAT et C-

terminal)

Domaine HD 

(sans chaîne de CS)

Helice α 20 % 19,2 % 12,8 %

Feuillet β 35 % 39,3 % 31 %

Boucle 6 % 2,7 % 1,9 %

Aléatoire (Non 

structurée)
38,2 % 38,7 % 54 %

Tableau 3 : Données de CD montrant le taux de structuration de différentes formes de la 
protéine HSulf-2 (Figure adaptée du manuscrit de thèse de Rana El Masri, HAL Id : 
tel-03507533, version 1).
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Figure 10 : PTMs identifiées et modèle structural hypothétique de HSulf-2. (A) Séquence HSulf-2 
annotée, ici est représenté le domaine CAT (bleu) avec le site actif (résidu C64/FGly, trait 
rouge), le domaine hydrophobe HD (jaune/vert) et le domaine C-terminal (violet), ainsi que les 
ponts disulfures entre cystéines, la chaîne de CS (ancrée sur le domaine HD, S559G) et les 
différents sites de N-glycosylations identifiés. (B) Ici est schématisé le modèle structural 
hypothétique de HSulf-2 (forme holo et désulfatation de groupements 6-O-sulfatés (notés S)), 
avec une organisation globulaire de la protéine, notamment, grâce au repliement et à 
l'interaction du domaine C-terminal avec le domaine CAT, médié par le pont disulfure C89-C798. 
Notons également la présence des deux sites de basse affinité aux HS alignés au site actif (VKEK 
et LKKK). 
Remarque : dans l'ensemble du manuscrit, la numérotation de la séquence en acides aminés 

ne prend pas en compte le peptide signal.
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Par la suite, des analyses RMN sur le domaine HD ont été entreprises. Pour cela, le 

domaine HD a été segmenté en quatre peptides d’environ 10 kDa, et les protéines 

correspondantes exprimées en bactéries. Ainsi, dans un premier temps, ces données ont 

permis de confirmer la faible structuration du domaine HD. De plus, elles ont aussi pu 

identifier la présence de structures secondaires dans ses parties N- et C-terminales 

(régions portant les cystéines identifiées dans la formation des ponts disulfures). De 

surcroît, ces analyses RMN ont mis en évidence les résidus impliqués dans l’interaction 

enzyme/substrat, et ces derniers semblent être repartis en différents sites sur la quasi-

totalité du domaine HD (analyses d’identification et d’attribution en cours). 

 II.3.2. Rôle biologique de la chaîne de CS 

 Des analyses de la protéine HSulf-2 WT par diffusion des rayons X aux petits 

angles (SAXS) et par chromatographie d’exclusion couplée avec la mesure de la diffusion 

de la lumière sous multiples angles (SEC-MALS) ont montré que la protéine présentait 

une forme étendue, pour une masse moléculaire apparente d'environ 700 kDa. La 

détermination ab initio de la forme moléculaire des protéines a suggéré la présence de 

deux entités au sein de la protéine : un domaine globulaire, qui pourrait correspondre à 

la taille attendue de HSulf-2 WT, et une partie flexible allongée correspondant très 

probablement à la chaîne de CS fixée au domaine HD. 

Afin d'étudier le rôle fonctionnel de cette chaîne de GAG, des tests enzymatiques ont 

été réalisés sur la protéine HSulf-2 WT (avec GAG) et HSulf-2 ΔSG (sites SG mutés donc 

perte de la chaîne de CS) (El Masri et al., 2022). 

In vitro, les deux enzymes présentent toutes deux une activité arylsulfatase sur un 

substrat 4-MUS, bien que cette activité soit supérieure pour la protéine HSulf-2 

dépourvue de chaîne de GAG. Ces résultats démontrent un effet de régulation de cette 

chaîne. Cette différence d’activité a aussi été observée lors de tests endosulfatases 

réalisés sur des substrats naturels comme l’HP et l’HS. Ces tests montrent une 6-O-

désulfatation accrue du polysaccharide avec la forme HSulf-2 ΔSG. De la même manière, 

lors de tests « Enzyme Linked ImmunoSorbent Assay » (ELISA), la protéine HSulf-2 ΔSG 

s’est significativement mieux liée à l’héparine, et des analyses en FACS ont également 

montré une fixation accrue aux HS de la surface cellulaire de cellules « Wish  ». Ces 

différents résultats démontrent donc le rôle régulateur de cette chaîne de CS sur les 
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propriétés d’interaction de HSulf-2 vis-à-vis de ses substrats. En effet, la présence de la 

chaîne de GAG sur le domaine HD limiterait, par répulsion électrostatique ou 

encombrement stérique, l’accès des substrats sulfatés au site actif. 

In vivo, des études ont été réalisées sur la progression tumorale dans un modèle de 

xénogreffe orthotopique chez la souris. Pour cela, des cellules MDA-MB-231 

d’adénocarcinome mammaire humain, qui n’expriment pas de HSulfs de manière 

endogène (Peterson et al., 2010), ont été modifiées afin de surexprimer HSulf-2 WT, 

HSulf-2 ΔSG ou une protéine contrôle, puis implantées dans la glande mammaire de 

souris Squid. L’analyse des tumeurs induites a pu montrer que l’expression de HSulf-2 

WT n’a peu ou pas d’influence sur la taille de la tumeur, bien que des travaux antérieurs 

rapportaient des effets anti-oncogènes (Peterson et al., 2010) ou pro-oncogènes (Zhu et 

al., 2016) de l'expression de HSulf-2 WT dans ce même modèle. Ces données 

contradictoires illustrent clairement la complexité des fonctions régulatrices de HSulf-2 

et le biais résultant de différences dans la conception expérimentale de ces trois 

études. En revanche, les tumeurs exprimant le mutant HSulf-2 ΔSG ont crû plus 

rapidement et ont atteint une taille plus grande par rapport aux tumeurs contrôles et 

exprimant HSulf-2 WT. De plus, la vascularisation était significativement augmentée 

dans les tumeurs HSulf-2 ΔSG. Enfin, l'analyse de l'invasion tumorale a montré une 

fréquence plus élevée de métastases pour les tumeurs exprimant les HSulfs (WT ou ΔSG) 

comparées au tumeurs contrôles. Cependant, les tumeurs secondaires induites par la 

zone de métastase étaient significativement plus importantes dans les tumeurs 

exprimant HSulf-2 ΔSG. Ces données indiquent donc que la chaîne de CS nouvellement 

identifiée influence le rôle biologique de HSulf-2 et module la capacité de l’enzyme à 

promouvoir la croissance tumorale mais aussi l'invasion métastatique in vivo. 

Toutefois, il est notable de signaler que ces différences d'activités peuvent être 

imputées à d’autres facteurs, comme l’interaction de la chaîne CS à d'autres partenaires 

protéiques présents à la surface cellulaire et la MEC, ou bien la régulation par cette 

chaîne de la localisation, la diffusion et la disponibilité de l’enzyme dans les tissus. De 

plus, et comme indiqué dans cette étude, des formes dégradées de HSulf-2 apparaissent 

lors de la purification de l’enzyme : formes qui ont perdu la chaîne de CS. Il a enfin été 

montré que les hyaluronidases bovines pouvaient digérer efficacement la chaîne de CS 

de HSulf-2 et améliorer son activité endosulfatase (El Masri et al., 2022). Les 
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hyaluronidases de mammifères, qui sont une famille de six enzymes catalysant la 

dégradation de l'acide hyaluronique (HA), présentent également la capacité de 

dépolymériser les CS (Csoka et al., 2001 ; Jedrzejas et Stern, 2005 ; Kaneiwa et al., 

2010 ; Bilong et al., 2021). De plus, l’expression de la hyaluronidase est augmentée dans 

certains cancers (McAtee et al., 2014), avec des rôles suggérés dans l'invasion tumorale 

et l'inflammation associée à la tumeur (Dominguez-Gutierrez et al., 2021 ; McAtee et 

al., 2014). Cependant, leur contribution précise reste mal connue et contradictoire. Par 

conséquent, d'après l'étude de El Masri et al., 2022 une nouvelle fonction pourrait être 

attribuée à ces enzymes : l’activation de HSulf-2 grâce à leur capacité à « libérer » 

l'enzyme de sa chaîne de GAG. 

Cependant, afin d’identifier le mécanisme réel et les influences de la présence de ce 

GAG, de nouvelles analyses sont indispensables telle que la résolution de la structure de 

la protéine HSulf-2 avec et sans la chaîne de CS. Pour résoudre la structure de HSulf-2, 

différentes approches biophysiques peuvent être envisagées, comme la microscopie 

électronique, la cristallographie et la RMN. Cette dernière technique, contrairement aux 

deux autres, nécessite un marquage isotopique de la protéine, ce qui représente un 

challenge puisque la protéine est exprimée dans un système d’expression mammifère. 
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III. RMN et marquage isotopique des protéines de haute masse moléculaire en 

système eucaryote 

 La RMN est une méthode de choix pour l’étude à l’échelle atomique de 

macromolécules biologiques en solution. Contrairement à la cristallographie, elle ne 

nécessite pas l'obtention de cristaux et permet d'obtenir des informations sur la 

structure, la dynamique et les interactions des protéines. Cette technique utilise les 

propriétés de résonance des atomes placés dans un champ magnétique. L'interaction 

entre le noyau atomique et le champ magnétique est quantifiée, et seule 

une  fréquence particulière permet cette interaction. Cette fréquence dépend du type 

de noyau observé (proton,  carbone,  azote, etc.), mais aussi de l'environnement 

chimique de ce noyau, c'est-à-dire des autres noyaux présents autour, et 

des  électrons  impliqués dans la  liaison chimique, ce qui signifie par exemple qu'un 

proton porté par un groupement méthyle ne résonnera pas à la même fréquence qu'un 

proton d'aldéhyde. La fréquence de résonance permet donc de remonter à la structure 

de la molécule. Les techniques de RMN multidimensionnelles ont permis de corréler les 

fréquences de plusieurs spins et de résoudre les ambiguïtés liées aux superpositions 

spectrales. Depuis sa découverte en 1945, la RMN a connu d'incroyables développements 

technologiques, en particulier l'augmentation du champ magnétique des  aimants  RMN 

(qui est passé des électroaimants générant un champ de 0,9 T, correspondant à 

une  fréquence  de  résonance de 40 MHz pour les  protons, à des  aimants 

supraconducteurs créant un champ de 1,2 GHz aujourd'hui), ainsi que le développement 

de séquences d’acquisition et de méthodes de marquage isotopique innovantes.  

En effet, hormis les 1H, la plupart des spins observés en RMN ne sont pas abondants 

naturellement. Il faut donc que l’échantillon soit enrichi isotopiquement. Ainsi, des 

sources isotopiques 13C et 15N peuvent être introduites pour être détectées lors de 

l’acquisition de spectres. Mais aussi, des sources de protons deutérés (2H) qui vont 

permettre de masquer le signal des protons 1H et décomplexifier les spectres, en 

particulier pour les protéines de grande taille (cf. III.3.3.3. p. 113). Les atomes 13C et 

15N peuvent remplacer tous les 12C et 14N (marquage uniforme) ou seulement certains 

(marquage spécifique). Le choix du marquage est lié au type de données structurales 

attendues et à la taille de la protéine étudiée. En effet, plus la protéine est grosse, plus 

la résolution et la sensibilité des spectres acquis diminuent. Ainsi, un marquage 
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uniforme peut être appliqué à une petite protéine (jusqu'à 40-50 kDa) afin d’acquérir 

des données d’interactions, de dynamique et des données permettant de résoudre la 

structure de la protéine. En revanche, pour des protéines plus importantes (supérieures 

à 40-50 kDa) le marquage uniforme, bien que techniquement applicable, ne permet pas 

l’acquisition de spectres exploitables et informatifs. En effet, si tous les acides aminés 

sont marqués (U-[1H, 15N], par exemple), alors un pic apparaît sur le spectre pour chacun 

des résidus, entraînant de trop nombreux chevauchements de pics et donc une perte de 

l’information. Par conséquent, pour analyser de telles protéines, le marquage spécifique 

a été développé, où seuls quelques acides aminés d’une protéine sont marqués. Il 

permet l’obtention, pour des protéines jusqu’à plusieurs centaines de kDa, de spectres 

résolus présentant peu (voire pas) de chevauchement entre les pics (Weigelt et al., 

2002), et permet la caractérisation des interactions protéine/ligand, la détermination 

approximative du site de liaison, la détermination du Kd du ligand par titration, des 

informations structurales et/ou la détection des changements conformationnels de la 

protéine (Pellecchia et al., 2002). Notons toutefois que ces deux marquages peuvent 

être complémentaires. En effet, le marquage spécifique permet d’acquérir des 

contraintes de distance de longue portée (non acquises par le marquage uniforme) qui 

sont indispensables pour un certain nombre de problématiques structurales. 

III.1. Historique de la RMN et du marquage isotopique 

 Jusqu’aux années 90, la RMN homonucléaire multidimensionnelle 1H était 

couramment utilisée, mais limitée aux protéines de taille allant jusqu'à 10 kDa (Qian et 

al., 1989). Pour des molécules plus grandes, la relaxation transversale des noyaux, le 

chevauchement des résonances, la présence de trop nombreux protons et l'élargissement 

du signal RMN (à cause du temps de corrélation augmenté) engendraient des spectres 

RMN saturés et non exploitables. Ainsi, pour étudier de telles protéines, il devenait 

indispensable de faire évoluer les équipements et les méthodes expérimentales. C’est 

ainsi que plusieurs innovations ont été développées comme les sondes cryogéniques, des 

spectromètres plus puissants (jusqu'à 1,2 GHz), de nouvelles séquences d’impulsion, ou 

encore le marquage isotopique des protéines qui permet une RMN hétéronucléaire 

multidimensionnelle. Par conséquent, avec cet ensemble d’innovations, la taille des 

systèmes d'études et la qualité des données qui en résultent ont été considérablement 

accrues. 
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Au début des années 90, les premières études RMN faisant état de l’utilisation de la RMN 

hétéronucléaire multidimensionnelle (où les résonances des sondes 15N, 13C et 1H sont 

corrélées) ont permis une meilleure dispersion du signal et, par conséquent, des études 

de protéines avec des tailles légèrement plus grandes (~ 20 kDa) (Torchia et al., 1988 ; 

Kay et al., 1989). Toutefois, pour atteindre des protéines plus grandes encore (~ 40 

kDa), une deutération partielle de la protéine a été nécessaire (Yamazaki et al., 1994 ; 

Muchmore et al., 1996). En effet, lorsque le deutérium (D2O) remplace les protons, en 

raison de son faible rapport gyromagnétique et de l'élimination des voies de relaxation 

concurrentes dans le réseau de protons (diminution des interactions dipolaires 1H-1H), 

les taux de relaxation des protons restants ([1H, 13C] ou [1H, 15N], par exemple) sont 

considérablement réduits, ce qui conduit à des largeurs de raie plus petites et à un 

rapport signal sur bruit plus élevé (c'est-à-dire une intensité de signal RMN plus élevée, 

un spectre mieux résolu) (Sattler et al., 1996). 

Cependant, une limite à la deutération des protéines est apparue lors de l’étude 

d’objets encore plus grands. En effet, une deutération accrue de la protéine est requise 

mais celle-ci, bien qu’avantageuse pour la résolution des spectres, engendre une perte 

d’informations (car trop de sites 1H, et donc d’interactions dipolaires 1H-1H, ont été 

perdues). En conséquence, afin de maintenir un taux de deutération en adéquation avec 

l’acquisition de spectres résolus et informatifs, une méthode alternative a été 

développée. Cette dernière consiste en la réintroduction de protons échangeables dans 

une protéine perdeutérée pour permettre la protonation partielle de la protéine. Ceci 

offre la possibilité d'acquérir des spectres RMN restreints mais de haute qualité. Notons 

que la réintroduction de protons échangeables, tels que les protons amides de la chaîne 

principale dans la protéine perdeutérée, est l'approche la plus couramment utilisée 

(Venters et al., 1995 ; Garrett et al., 1997). 

Pour repousser encore la limite de taille de la RMN des protéines, une stratégie de 

marquage sélectif 13C du carbone couplé à une protonation sélective des groupements 

méthyles dans une protéine entièrement deutérée a été proposée (Rosen et al., 1996 ; 

Gardner et Kay, 1997). Cette approche, qui repose sur la multiplicité de protons des 

groupements méthyles et les propriétés de relaxation favorables qui en découlent, a 

permis d’obtenir des spectres RMN de haute qualité pour des protéines allant jusqu'à 1 

MDa. Notons toutefois que les données obtenues ne permettent pas la détermination de 

la structure tridimensionnelle de la protéine (bien qu’une protonation sélective 
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combinée des groupes amides et méthyles ait contribué à repousser la limite de taille de 

la détermination de la structure par RMN (monomère de 83 kDa) (Tugarinov et al. 2005) 

mais permettent, tout de même, l’obtention d’informations structurales (Sprangers et 

Kay, 2007a ; Velyvis et al., 2007 ; Macek et al., 2017), de dynamiques (Sprangers et Kay, 

2007b ; Tugarinov et al., 2007) et d'interactions (Sprangers et al., 2007c ; Mas et al., 

2018). 

Les acides aminés contenant des groupements méthyles (méthionine, isoleucine, 

leucine, valine, thréonine, alanine) représentent jusqu'à 40 % des acides aminés totaux 

d’une protéine (par exemple, chez HSulf-2 ces acides aminés représentent 33 % de la 

séquence peptidique). Ces derniers représentent également jusqu’à 50 % du noyau 

hydrophobe des protéines (Miller et al., 1987). De plus, ils peuvent occuper jusqu'à 24 % 

des interfaces protéine-protéine (Lo Conte et al., 1999). Ainsi, bien que plus de la 

moitié de la protéine ne fournisse aucune donnée, il a été démontré que cette stratégie 

de marquage permettait de résoudre des questions structurales, car une empreinte 

générale de la protéine était acquise (au vu de la bonne répartition des acides aminés 

marqués au sein de cette dernière).  

Les groupements méthyles sont de bons candidats pour une protonation sélective. En 

effet, de par leur localisation (cœur hydrophobe et interface d’interaction), leurs 

protons fournissent des contraintes de distance, NOEs (Effet Overhauser nucléaire), 

indispensables pour le calcul du repliement des protéines. Notons que ces contraintes de 

distances sont de longues portées. En effet, contrairement aux NOEs NH-NH et 13CH3-NH 

qui indiquent des contraintes entre résidus séparés de quelques acides aminés, les NOEs 

13CH3-13CH3 impliquent des résidus dont la séparation est d'environ 30 acides aminés 

(Gardner et Kay, 1997 ; Kerfah et al., 2015). 

Ces groupements permettent une acquisition sensible des spectres et des résonances 

résolues (Hajduk et al., 2000 ; Tugarinov et Kay, 2004 ; Gelis et al., 2007) grâce à la 

multiplicité de protons (des groupements méthyles) qui entraîne une résonance trois fois 

plus intense qu'un seul proton. De plus, en raison de leur rotation rapide autour de leur 

axe de symétrie triple, et en raison de leur flexibilité (lorsqu’elle est possible suivant sa 

localisation), les groupements méthyles montrent une relaxation transversale et 

longitudinale plus favorable qu'un seul proton de la chaîne principale ou d’une chaîne 

latérale. Pour finir, les acides aminés portant un groupement méthyle résonnent dans 
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une région précise du spectre 2D [1H, 13CH] (Figure 11). Par conséquent, une meilleure 

résolution des spectres est attendue. 

 Le marquage isotopique des acides aminés portant un groupement méthyle d’une 

protéine est réalisé par ajout de précurseurs d’acides aminés ou d’acides aminés dans le 

milieu de culture. Il est donc indispensable de maîtriser les voies métaboliques de 

biosynthèse des acides aminés car les chevauchements entre substrats et enzymes sont 

très fréquents, générant potentiellement des marquages indésirables d’autres acides 

aminés (fuite isotopique), ou bien, un faible enrichissement isotopique du résidu cible 

(dilution isotopique). Ceci est tout particulièrement vrai pour le système bactérien qui 

peut engendrer de nombreuses fuites isotopiques. En effet, les bactéries peuvent croître 

en milieu minimum, c'est-à-dire qu'elles peuvent synthétiser l’ensemble des 

biomolécules indispensables à leur croissance/fonction (dont les acides aminés à partir 

de glucose et d’ammonium). Les voies métaboliques sont bien régulées et largement 

décrites (cf. III.2. p. 94). Ceci permet donc l’utilisation de nombreux précurseurs et 

acides aminés libres pour le marquage isotopique (tant uniforme que spécifique) des 

protéines exprimées dans ce système. 

Les cellules eucaryotes (insectes et mammifères), en revanche, ne peuvent croître dans 

un milieu minimum car elles ont perdu au cours de l’évolution les enzymes responsables 
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Figure 11 : Représentation schématique des 
régions de résonance des acides aminés portant 
un groupement méthyle sur un spectre RMN 2D 
(Figure adaptée du manuscrit de thèse de Rime 
Kerfah, HAL Id : tel-01343865, version 1).



de la synthèse de nombreuses biomolécules, dont une large partie des acides aminés. En 

effet, ces derniers sont classifiés en deux groupes : les acides aminés dits essentiels (non 

synthétisés par la cellule) et non essentiels (synthétisés par la cellule) (cf. III.3.2. p. 

105). Les acides aminés méthionine, isoleucine, valine, thréonine et leucine (portant 

un groupement méthyle) étant tous essentiels, leur ajout sous forme marquée au milieu 

ne générera aucune fuite isotopique. En revanche, pour l’alanine, qui est synthétisée au 

cours du cycle de l’acide citrique, une régulation de la voie métabolique sera 

indispensable afin d’éviter toute dilution de l’isotope (cf. III.3.3.2. p. 108). 

III.2. Acides aminés portant des groupements méthyles et leur méthode de marquage 

isotopique en bactérie 

 Parmi les systèmes d'expression disponibles, l'utilisation d'Escherichia coli (E. coli) 

est de loin le système le plus populaire et le mieux référencé. Les connaissances 

accumulées concernant sa génétique, son métabolisme, ainsi que son temps de 

génération court et sa capacité à croître en milieu minimum font d’E. coli un candidat 

robuste pour l'expression de protéines perdeutétérées marquées.  

Lorsque la perdeutération de la protéine est requise (en plus du marquage des 

méthyles), la surexpression des protéines est induite dans un milieu de culture deutéré 

où la seule source de protons provient du précurseur ou de l’acide aminé spécifiquement 

protoné et marqué 13C sur le carbon du méthyle. Cela permet le marquage des résidus 

cibles. Le choix entre l'utilisation de précurseurs ou d’acides aminés marqués dépend de 

la disponibilité du précurseur/acide aminé marqué et de l'existence d'une voie 

métabolique permettant son incorporation efficace sans fuite isotopique (ce sujet sera 

largement traité dans les prochaines parties). 

 Le marquage des acides aminés portant un groupement méthyle, chez les 

bactéries, est plus ou moins compliqué suivant l’acide aminé souhaité. En effet, les 

acides aminés qui résultent de réactions irréversibles (Met, Ile, Leu, Val) sont facilement 

incorporés (si ajoutés à la culture) dans la protéine exprimée et sans aucune fuite 

isotopique. Cependant, les acides aminés peuvent être onéreux, voire non disponibles. 

Ainsi, il est plus intéressant, quand cela est possible, d’ajouter un précurseur d’acide 

aminé marqué (Gardner et Kay, 1997). Cette stratégie est possible si le précurseur porte 

un groupement CH3 et qu’il génère, après son incorporation dans la voie de biosynthèse, 
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des acides aminés cibles marqués et aucune fuite isotopique. Avec ces pré-requis, seuls 

les résidus Ile, Leu et Val sont marqués à l'aide de précurseurs 13CH3, tandis que les 

autres sondes sont ajoutées sous forme libre. 

 III.2.1. Les voies métaboliques irréversibles 

 

 L’isoleucine porte deux groupements CH3 aux positions delta 1 (δ1) (Gardner et 

Kay, 1997) et gamma 2 (ɣ2) (Rosen et al., 1996 ; Gans et al., 2010b ; Ayala et al., 2012), 

pouvant tous deux être marqués. Ce résidu est synthétisé à partir d’un précurseur, l’α-

cétobutyrate, et ce dernier va subir cinq réactions enzymatiques (Figure 12). Dans E. 

coli, il existe trois acéto-hydroxy-acide synthases (AHAS) et ces synthases catalysent la 

première étape de biosynthèse commune des acides aminés Ile, Leu, et Val (Bar-Ilan et 

al., 2001). Ces AHAS, dont l'activité dépend des substrats (Barak et al., 1987 ; Steinmetz 

et al., 2010), assurent la condensation du pyruvate avec l’α-cétobutyrate ou une autre 

molécule de pyruvate, produisant, respectivement, du 2-acéto-2-hydroxybutanoate 

(précurseur de l’Ile) ou de l'acétolactate (précurseur de la Leu et de la Val). 

Le groupement méthyle Ileδ1, synthétisé post activités AHAS, représente une sonde de 

choix pour l'analyse RMN, en raison de propriétés de relaxation longitudinales et 

transversales favorables, des signaux bien dispersés sur un spectre RMN, et est une 

sonde favorable pour les analyses NOEs (Gardner et Kay, 1997). Le marquage Ileɣ2 est 

moins évident. Celui-ci reste, certes, intéressant pour l’acquisition d’un signal RMN de 

qualité, mais les différents protocoles pour marquer ce groupement ɣ2 présentent tous 

des inconvénients (fuites isotopiques, synthèse de produits non métabolisés par la 

bactérie et faible dispersion des résonances lors d’un marquage combinatoire Ileɣ2, Ala 

et Val) (Rosen et al., 1996 ; Gans et al., 2010b ; Ayala et al., 2012). 
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 Les leucines et valines portent deux groupements CH3 et représentent plus de 50 

% des sondes CH3 présentes au sein d’une protéine (McCaldon et Argos, 1988). Ces acides 

amines possèdent une série de précurseurs communs qui permettent un marquage 

simultané simple des deux résidus (Figure 12). En effet, même si le précurseur α-

cétoisovalerate a été privilégié un temps (Goto et al., 1999 ; Gross et al., 2003 ; 

Tugarinov et Kay, 2004), il s’est avéré que le 2-(D3)-méthyl-2,4-(13C2)-acetolactate et le 

2-(13C)-méthyl-4-(D3)-acetolactate permettaient, respectivement, le marquage 
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Figure 12 : Représentation des principales réactions des voies métaboliques d'E. coli qui 
conduisent à la synthèse des acides aminés portant un groupement méthyle. Abréviations des 
enzymes : AHAS : Acéto-hydroxy-acide synthase, GS : Glutamate Synthase. Les sources de 
carbone qui peuvent être utilisées pour un enrichissement isotopique extensif et sélectif sont 
entourées de rectangles en pointillés (Figure adaptée du manuscrit de thèse de Rime Kerfah, 
HAL Id : tel-01343865, version 1).



stéréospécifique des résidus U-[2H] Leu/Val-[13C1H3]proR et U-[2H], Leu/Val-[13C1H3]proS 

(marquage d’un des deux groupements CH3 présent sur la chaîne latérale du résidu). 

Ainsi, il en résulte une diminution des chevauchements et une augmentation de la 

résolution des spectres obtenus, dû au fait de la stéréospécificité et d’un enrichissement 

isotopique élevé (> 95 %) (Gans et al., 2010 ; Mas et al., 2013). 

Des protocoles de marquage de la valine mais pas de la leucine, et inversement, ont 

également été proposés. Le marquage stéréospécifique de la valine ou de la leucine 

seules peut être réalisé à partir de l’utilisation de précurseur 2-acétolactate et de 

leucines deutérées (marquage de la valine, Mas et al., 2013) ou de 2-cétoisocaproate 

(marquage de la leucine, Lichtenecker et al., 2013), ou bien d’acides aminés 13CH3-

valine (Miyanoiri et al., 2013) ou 13CH3-leucine (Miyanoiri et al., 2013). 

Contrairement au système bactérien, pour lequel on ajoute généralement les 

précurseurs des acides aminés Ile, Leu et Val, pour marquer ces résidus dans la protéine 

d’intérêt, l’utilisation des acides aminés 13CH3-Leu, Val et Ile à la place de précurseurs 

est indispensable pour les systèmes eucaryotes pour lesquels ces acides aminés sont 

essentiels. Ces résidus peuvent être obtenus par synthèse chimique ou enzymatique et 

conçus à façon (marquage stéréospécifique des méthyles, deutération …). Ces synthèses 

ont initialement été développées par le groupe du Dr. Kainosho et sont connues sous le 

nom de SAIL (Stereo-Array Isotope Labelling). Cette approche permet simultanément de 

multiplier par quatre à sept le rapport signal/bruit, d'obtenir des pics plus fins et de 

réduire de 40 à 60 % le nombre de signaux, sans sacrifier les informations essentielles sur 

le squelette et les chaînes latérales de tous les types d'acides aminés (Kainosho et al. 

2006). Pour cela, la technique SAIL utilise des acides aminés marqués de façon 

stéréospécifique et région-spécifique. Les 20 acides aminés constitutifs des protéines 

sont préparés par des synthèses chimiques et enzymatiques de telle sorte que dans tous 

les groupes méthylènes, un 1H est remplacé stéréosélectivement par un 2H, dans tous les 

groupes méthyles simples, deux 1H sont remplacés par des 2H, et dans les groupes 

méthyles prochiraux de Leu et Val, un méthyle est stéréosélectivement -12C(2H)3 et 

l'autre est -13C1H(2H)2. Dans les cycles aromatiques à six chaînons, les fragments 12C-2H 

et 13C-1H alternent l'un avec l'autre (Torizawa et al. 2005 ; Kainosho et al. 2006). Malgré 

le caractère innovant et prometteur de ces acides aminés stéréospécifiquement 

marqués, leurs prix les rendent peu utilisables par les laboratoires (~ 10.000 €/

échantillon). 
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Par conséquent, de nouveaux protocoles dérivés de cette méthode ont été développés et 

ont permis la synthèse chimique des quatre types de U–[2H, 15N]-leucine et -valine 

marquées stéréospécifiquement 13CH3 (Miyanoiri et al., 2013), ainsi que de leucines 

localement deutérées marquées stéréospécifiquement 13CH3 (Dubey et al., 2021). De ces 

méthodes résultent des coûts de production significativement moins élevés et des 

résultats similaires à ceux observés lors du marquage SAIL, c’est-à-dire une 

augmentation de la résolution des spectres et des informations de contraintes et une 

diminution des nombreuses contributions 1H.  

Ces acides aminés peuvent également être obtenus par synthèse purement enzymatique 

à partir des précurseurs disponibles pour le système bactérien. La stratégie est de 

reproduire in vitro la voie de biosynthèse de la valine et de l’isoleucine. En effet, ces 

deux acides aminés partagent la même voie de biosynthèse où trois enzymes 

interviennent successivement : Kétol-acide réductoisomérase (KARI, EC 1.1.1.86), 

Dihydroxy-acide déshydratase (DHAD, EC 4.2.1.9), et une Aminotransférase (BCAT, EC 

2.6.1.42). C’est l’approche qu’a choisi de développer l’entreprise NMR-Bio en produisant 

de façon recombinante ces 3 enzymes pour convertir les précurseurs commercialisés en 

valine et isoleucine marquées stéréospécifiquement et localement deutérées. Ces acides 

aminés ont été mis à disposition par NMR-Bio pour le développement du milieu de 

culture et l’étude RMN de HSulf-2 au cours de cette thèse. 

 La méthionine possède la chaîne latérale la plus dynamique des résidus portant 

un groupement méthyle. Or, cette propriété se traduit par l’acquisition de spectres RMN 

résolus (dû au fait d’un rapport signal/bruit élevé) (Religa et al., 2010), mais aussi par 

une résonance dans une région peu peuplée du spectre de corrélation [1H, 13C] 

(Stoffregen et al., 2012) (cf. Figure 11 p. 93). 

La protonation sélective et le marquage isotopique du groupement méthyle (-ε) de la 

méthionine peuvent être obtenus en ajoutant un précurseur marqué (Fischer et al., 

2007). Néanmoins, supplémenter le milieu de culture avec l’acide aminé marqué est, 

aujourd’hui, une stratégie privilégiée car elle est simple, peu onéreuse, et des 

incorporations supérieures à 90 % sont observées (Gifford et al., 2011 ; Weininger et al., 

2012). 

En outre, notons que la méthionine est impliquée dans la voie métabolique de la S-

Adénosyl-L-méthionine (SAM). Toutefois, cette fuite isotopique impliquant des 
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composants cellulaires non protéiques, il n’y aura pas de répercussion sur les spectres 

RMN (Gifford et al. 2011 ; Weininger et al. 2012). 

 III.2.2. Les voies métaboliques réversibles et intermédiaires  

 L'alanine est un résidu abondant au sein des protéines. Il représente environ 8 % 

du nombre total d'acides aminés répartis dans le cœur hydrophobe et à la surface de la 

protéine (Miller et al., 1987 ; McCaldon et Argos, 1988).  

Ce résidu peut également être marqué spécifiquement via son groupement méthyle β. 

Cependant, contrairement aux précédents acides aminés, l’alanine résulte d'une seule 

réaction réversible du pyruvate propice aux fuites isotopiques (Figure 12). En effet, il 

existe trois différentes transaminases : la transaminase Alanine-valine (AvtA), la YfbQ et 

la YfdZ, qui permettent toutes la synthèse et la réversion de l’alanine via une activité, 

vraisemblablement, coordonnée (Kim et al., 2010 ; Yoneyama et al., 2011).  

Par conséquent, le marquage spécifique du groupement méthyle de l’alanine nécessite 

d’ajouter l’alanine en excès et 2 précurseurs (l’α-cétoisovalerate et le « 2-hydroxy-2-

[1’,2’-(D5)] ethyl-3-oxo-4-(D3) butanoic acid  ») afin de saturer les voies induisant le 

phénomène de fuite isotopique vers les résidus Val, Leu et Ile, permettant une 

incorporation efficace de la 13CH3-Ala (Isaacson et al., 2007 ; Ayala et al., 2009). De 

cette approche résulte une incorporation des alanines de plus de 95 % et un taux de 

fuite réduit à moins de 0,1 %. 

 Au regard de ses groupements hydroxyles et méthyles, la thréonine participe aux 

liaisons hydrogènes et aux interactions non polaires. Ceci implique donc que ce résidu se 

retrouve davantage à la surface que dans le cœur hydrophobe de la protéine (Miller et 

al., 1987). 

La thréonine étant un intermédiaire de réaction de l’Ile (Figure 12), l’ajout de 13CH3-Thr 

entraîne un marquage des groupements méthyles Ileδ1 dû à l’action de la thréonine 

désaminase (TD). Pour pallier cette fuite, il est nécessaire d’ajouter de l’α-cétobutyrate 

non marqué en excès qui va entrer en compétition avec la thréonine et être converti en 

isoleucine. La thréonine peut, par ailleurs, être dégradée par différentes enzymes, dont 

la voie de degradation de la thréonine déshydrogénase (TDH) et 2-amino-3-cétobutyrate 

ligase (KBL). Il en découle différents composés marqués (Glycine et Acétyl-CoA marqués) 

qui vont intégrer différents cycles (comme le cycle TCA) et être à l’origine d’une fuite 
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isotopique 13C car ils interviennent dans la biosynthèse de l’Ala et de la Met par la voie 

Ser et C1. De plus, il est important de souligner que ces réactions consomment de la 

thréonine marquée et réduisent donc le marquage des thréonines in fine. Pour éviter 

cela, il faut ajouter de la glycine deutérée. Ainsi, en ajoutant 50 mg/L de [α,β-2H, 

ɣ2-13C1H3]-L-Thr avec 50 mg/L de [4-13C, 3-2H2]-α-cétobutyrate et 100 mg/L de Glycine 

deutérée, il a été possible d’obtenir un double marquage, Thrɣ2 et Ileδ1, du protéasome 

20S (670 kDa) avec une incorporation supérieure à 90 % (Velyvis et al., 2012). 

 III.2.3. Le marquage combinatoire 

 Comme introduit précédemment, de manière isolée, ces marquages 13CH3 (tant 

dans le système bactérien que dans le système eucaryote présenté ci-après) ne 

permettent pas l’obtention de données structurales. Mais, de manière combinatoire, ils 

peuvent apporter des informations de cet ordre. Néanmoins, diverses difficultés peuvent 

apparaître lors du marquage de la totalité des sondes méthyles. Au delà des fuites et 

dilutions isotopiques propres à chaque acide aminé, le marquage combinatoire peut 

avoir des conséquences délétères lors de l’analyse et du traitement des spectres.  

Premièrement, les acides aminés portant un groupement méthyle résonnent dans une 

région étroite du spectre RMN 2D (cf. Figure 11 p. 93). Or, plus le système étudié est de 

haute masse moléculaire, plus il y aura de signaux détectés et enregistrés et donc, 

possiblement, un large chevauchement des régions où résonnent les 13CH3-aa. Dans ce 

cas, un compromis dans le marquage combinatoire doit être réalisé afin de limiter ces 

chevauchements. Pour ce faire, les propriétés de dispersion de résonance des acides 

aminés portant un groupement méthyle doivent être prises en compte. Par exemple, les 

groupes 13CH3-Met et 13CH3-Ileδ1 apparaissent dans une fenêtre spectrale bien séparée, 

ce qui les rend faciles à combiner avec d’autres résidus. Mais, les signaux de l’Ala, la 

ValproS, et la Thr apparaissent dans une région très réduite (tout particulièrement pour la 

ValproS et la Thr où les régions sont quasiment superposées). Ainsi, faire un marquage 

combinatoire avec ces trois derniers acides aminés complexifiera significativement 

l’analyse des spectres RMN.  

Deuxièmement, afin de simplifier les spectres, il est possible d’avoir recours à un 

marquage stéréospécifique des groupements méthyles des valines, leucines et 

isoleucines (comme présenté précédemment). En effet, si ces acides aminés (qui 
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possèdent chacun deux groupements méthyles) ne sont pas marqués de manière 

stéréospécifique, alors les fortes interactions dipolaires 1H-1H présentes entre deux 

groupements méthyles très proches vont détériorer la qualité du spectre en raison d’un 

taux de relaxation rapide et d'un chevauchement des signaux. En pratique, les groupes 

méthyles pro-S de la leucine et de la valine présentent une dispersion de déplacement 

chimique plus large que les groupes pro-R (London et al., 2008). Pour les groupes 

méthyles Ileɣ2, le point le plus critique est le fait que leurs résonances chevauchent 

celles des Ala, Val, Met, et Thr, rendant l’Ileδ1 plus pertinent pour un marquage 

combinatoire. De plus, la position atomique de l’Ileɣ2 le rend moins flexible et, par 

conséquent, moins sensible que l’Ileδ1. 

Pour les cellules eucaryotes, les mêmes problématiques s’appliqueront lors de la 

réalisation de marquages combinatoires. Toutefois, grâce au fait que la plupart des 

acides aminés sont devenus essentiels et donc non synthétisables par la cellule, les 

fuites et les dilutions isotopiques seront quasiment inexistantes (cf. III.3.3.2. p. 108). 

III.3. Marquage isotopique en cellules eucaryotes  : stratégies de marquage et 

formulation des milieux 

 La majorité des protéines étudiées par RMN ont été classiquement produites en 

utilisant des systèmes d'expression bactériens ou des systèmes d'expression « Cell Free » 

(Carlson et al., 2012). Or, pour la biologie structurale, la production de protéines 

recombinantes dans des conformations et des fonctions natives est devenue un enjeu 

majeur. En effet, la demande d'informations sur les récepteurs de surface cellulaire et/

ou la structure de glycoprotéines de mammifères a significativement augmenté. C’est 

pourquoi, le passage à des systèmes d’expression eucaryotes a été nécessaire pour 

atteindre les informations portant sur les modifications post-traductionnelles (telles que 

les glycosylations, les phosphorylations ou la formation de ponts disulfures …). 

 III.3.1. Les différents systèmes d’expression et leurs avantages 

 i. Bien que les levures soient des organismes eucaryotes, les méthodes utilisées 

pour le marquage isotopique des protéines sont largement dérivées du système 
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d’expression en bactérie, et s’éloignent, de ce fait, des autres systèmes d’expression 

eucaryotes « classiques ».  

Les levures peuvent être adaptées à une croissance en présence de deutérium, ce qui 

permet la deutération de la protéine et induit une diminution significative des 

interactions dipolaires 1H-1H, ce qui est indispensable pour certaines analyses RMN. Les 

levures peuvent également croître dans des milieux de culture minimum car elles ont la 

capacité de synthétiser tous les acides aminés à partir de précurseurs que sont le 

glucose et l’ammonium. Ceci facilite donc leurs substitutions par des précurseurs 

différemment marqués pour des études RMN. De plus, comme les bactéries, les levures 

présentent également des temps de génération rapides et atteignent des densités 

cellulaires élevées (Ahmad et al., 2014 ; Byrne et al., 2015 ; Puxbaum et al., 2015). 

Outre ces caractéristiques se rapprochant de celles des bactéries, les levures disposent 

de la machinerie des eucaryotes, c’est-à-dire qu’elles permettent le bon repliement des 

protéines, la formation de ponts disulfures, et les principales modifications post-

traductionnelles (Cregg et al., 2009 ; Felber et al., 2014).  

 La souche la plus largement utilisée est Pichia pastoris (P. pastoris). Cette 

dernière, classée en trois phénotypes (Mut+, MutS et Mut-), est capable d'utiliser du 

glucose (Emami et al., 2013 ; Fan et al., 2011, 2015) ou du glycérol (Wood et al., 1999) 

comme seule source de carbone dans un milieu minimal pendant la croissance cellulaire 

(ces deux sources sont très généralement utilisées pour l’ensemble des protocoles de 

marquage isotopique (13C) établis chez la bactérie). L’expression de la protéine 

recombinante est induite par le méthanol, car ce dernier induit l'activité du promoteur 

AOX1 (et dans une moindre mesure AOX2). Ainsi, ce promoteur est utilisé pour piloter 

l'expression de la protéine souhaitée en remplaçant le gène AOX1 par l’ADN cible (Cregg 

et al., 1985). 

En conséquence, P. pastoris permet l’expression et le marquage de protéines 

recombinantes. Par exemple, le marquage uniforme 13C/15N chez cette souche est très 

simple et suit des protocoles bien établis pour l’utilisation de milieux minimums (Wood 

et al., 1999 ; Rodriguez et al., 2001 ; Pickford et al., 2004 ; Sugiki et al., 2012). En 

revanche, en raison de la compartimentation du métabolisme de biosynthèse des acides 

aminés, le marquage spécifique des acides aminés portant un groupement méthyle n’est 

pas aussi simple. En effet, le métabolisme central du carbone de P. pastoris est divisé en 

deux sous-réseaux : un cytosolique et un mitochondrial, où différentes enzymes, 
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essentielles à la biosynthèse des acides aminés y sont exclusivement localisées (Solà et 

al., 2004). De ce fait, les précurseurs classiquement utilisés chez la bactérie et 

permettant d’enrichir spécifiquement les résidus Ile, Leu et Val avec des groupes 13CH3 

dans la protéine perdeutérée que sont l’α-cétobutyrate marqué et l'acétolactate 

marqué, ne sont que faiblement incorporés. Un taux d’incorporation de 45 % pour la 

13CH3-Ileδ1 est observé chez la souche P. pastoris (Clark et al., 2015, 2017, 2018 ; Ali et 

al., 2019 ; Dikiy et al., 2019), tandis qu’un taux de 67 % avec la souche K. lactis (Suzuki 

et al., 2018) est retrouvé. De la même manière, l’incorporation des valines et des 

leucines est faible avec des taux d’incorporation de 57 % et 14 %, respectivement (Ali et 

al., 2019). 

Outre l’utilisation de précurseurs (qui ne permettent pas des taux d’incorporation 

importants), l’ajout d’acides aminés marqués peut se révéler être une meilleure 

stratégie pour un taux d'incorporation plus important des groupements 13CH3. Pour la 

valine, par exemple, le résidu marqué n’aura pas à entrer dans les mitochondries pour 

être métabolisé (à l’inverse de son précurseur) (Miyazawa-Onami et al., 2013 ; Clark et 

al., 2015 ; Zhang et al., 2017 ; Suzuki et al., 2018). Selon cette même stratégie, le 

marquage des méthionines, des alanines ou des thréonines pourrait être réalisé. 

En conclusion, les levures sont des hôtes d'expression prometteurs, en particulier pour 

les protéines membranaires, comme l'illustrent les travaux réalisés sur les GPCR. 

Néanmoins, de nouvelles études seront nécessaires afin d’identifier de nouveaux 

protocoles permettant le marquage de l’ensemble des acides aminés portant un 

groupement méthyle, mais aussi dans l'accroissement de leur incorporation.  

 Contrairement aux levures, les systèmes d'expression eucaryotes supérieurs (les 

cellules d'insectes et les cellules de mammifères) sont capables d'effectuer des 

glycosylations plus évoluées voire identiques à l’Homme. Par conséquent, dans certains 

cas d’étude, ces systèmes d’expression sont indispensables. 

Ainsi, de nouvelles méthodes de marquage isotopique dédiées à ces systèmes 

d’expression au métabolisme cellulaire particulier doivent être développées. Quelques 

études se sont, d'ores et déjà, concentrées sur le développement d'un protocole de 

marquage uniforme ou spécifique des acides aminés portant un groupement méthyle, et 

plus récemment, couplé à une deutération (cf. III.3.3. p. 106). 
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 ii. A l’inverse des bactéries, les cellules d’insectes présentent une génétique plus 

compliquée et un métabolisme ne permettant pas un développement en milieu 

minimum. Toutefois, les cellules d'insectes permettent la production de protéines 

cytosoliques. De grands complexes protéiques correctement repliés peuvent, également, 

être produits par ces cellules car leurs machineries disposent de chaperonnes et de co-

facteurs similaires à ceux des cellules humaines (O’Reilly et al., 1994 ; Jarvis et al., 

1997). Quant aux protéines sécrétées, les cellules d'insectes engendrent des profils de 

glycosylation homogènes et limités, facilitant les études structurales. Par conséquent, 

une large fraction des protéines humaines est accessible avec l'utilisation des cellules 

d'insectes comme système d’expression (Assenberg et al., 2013). Toutefois, ces 

glycosylations peuvent être dites « limitées » car elles ne sont pas équivalentes à celles 

produites par les cellules de mammifères (Shi et al., 2007 ; Yanaka et al., 2018). En 

effet, alors que les glycoprotéines des mammifères portent souvent des N-glycans 

présentant des acides sialiques, les glycoprotéines recombinantes dérivées de cellules 

d'insectes ont généralement des chaînes de sucres beaucoup plus simples connues sous 

le nom de N-glycans paucimannosidiques. Ainsi, ces différences structurales entre les N-

glycans synthétisés par les cellules d'insectes et de mammifères doivent être prises en 

compte dans le choix du système d’expression afin d’obtenir des glycoprotéines 

recombinantes où les fonctions, les interactions avec les partenaires physiologiques, et 

autres activités, sont maintenues. 

Il existe deux principaux types de cellules d'insectes : les cellules de Spodoptera 

frugiperda (Sf9 ou Sf21) qui sont infectées par un baculovirus recombinant (BV) pour 

initier l’expression de protéines cibles, et les cellules de Drosophila Schneider S2 qui 

peuvent être transfectées avec des vecteurs d'expression simples pour permettre une 

expression stable ou transitoire de protéines recombinantes. Pour des études RMN, 

l’infection par un baculovirus est utilisé dans la majorité des cas (une seule étude fait 

état des cellules S2 comme outil pour un marquage uniforme 15N ; Meola et al., 2014). 

Le marquage d’acides aminés est relativement bien établi pour ce système d’expression 

et fournira, notamment pour le marquage spécifique, de meilleurs résultats que dans E. 

coli en termes d'incorporation et de fuite isotopique. Cependant, pour le marquage 

uniforme d’une protéine, ce système peut se révéler plutôt onéreux et présenter une 
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incorporation en isotopes plus faible suivant les acides aminés, bien que pouvant aussi 

présenter des taux d’incorporation jusqu'à 90 % (cf. III.3.3.2. p. 108). 

 iii. Les cellules de mammifères les plus couramment utilisées sont les cellules 

CHO et les cellules HEK 293. Les CHO ont été largement modifiées pour améliorer les 

rendements et la qualité des protéines et sont désormais capables d'exprimer de grandes 

quantités de protéines. Cela en fait un système de choix pour la production industrielle 

d'anticorps. La lignée cellulaire des HEK 293 est, quant à elle, utilisée pour les protéines 

qui nécessitent des modifications post-traductionnelles fonctionnellement sensibles. 

Ces cellules peuvent être cultivées en suspension (augmentant significativement la 

densité cellulaire au regard des cultures adhérentes) et ne font pas intervenir des virus 

pour la transfection mais de simples réactifs. Le réactif chimique le plus couramment 

utilisé pour la transfection est le polyéthylèneimine (PEI), qui est utilisé à la fois pour la 

transfection transitoire et pour l'établissement de lignées cellulaires stables. Le PEI 

condense l'ADN en particules chargées positivement qui se lient aux résidus anioniques 

de la surface cellulaire et sont introduites, par la suite, dans la cellule par endocytose. 

Pendant l'expression transitoire, la séquence d'acide nucléique n'est pas intégrée dans le 

génome de la cellule hôte. Par conséquent, l'effet sur l'expression du gène cible est 

temporaire (48-96 heures), mais l’établissement de lignées stables permet une 

expression en continu de la protéine cible. 

 III.3.2. Le métabolisme de biosynthèse des acides aminés 

 Les cellules d’insectes et de mammifères présentent un métabolisme de 

biosynthèse de leurs acides aminés différent de celui décrit pour les levures (Solà et al., 

2004). Pour rappel, les bactéries et les levures peuvent synthétiser toutes les molécules 

du vivant à partir de simples précurseurs. En revanche, les cellules d'insectes et de 

mammifères ont perdu cette capacité de synthèse de bon nombre de ces molécules. 

Ainsi, les acides aminés sont répartis en deux groupes. Les acides aminés essentiels (Arg, 

His, Ile, Leu, Lys, Met, Phe, Thr, Trp, Val, Tyr et Cys) sont tous les acides aminés que la 

cellule ne peut synthétiser (Mitsuhashi, 1982), ce qui implique que ces derniers doivent 

être apportés à la cellule par ajout d’extraits ou sous forme libre. Les acides aminés non 

essentiels (Ala, Asp, Asn, Glu, Gln, Gly, Pro, Ser) sont synthétisés par la cellule, dans des 
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concentrations variables, via différentes voies de biosynthèse découlant de la glycolyse 

(Ser, Gly) et du cycle de l’acide citrique (Ala, Glu, Gln, Pro, Asp, Asn) (Lehninger, 1975 ; 

Öhman et al., 1996 ; Drews et al., 2000). Enfin, les résidus Cys et Tyr sont dits semi-

essentiels car ils peuvent être synthétisés par les cellules d’insectes (mais pas par les 

cellules de mammifères) si des résidus précurseurs Met/Ser (synthèse Cys) et Phe 

(synthèse Tyr) sont présents (Mitsuhashi, 1982 ; Öhman et al., 1996 ; Doverskog et al., 

1998). 

Ainsi, le marquage des groupements méthyles des Ile, Val, et Leu (pour lesquels un 

précurseur marqué peut être utilisé chez la bactérie) sera réalisé par apport direct de 

l’acide aminé marqué pour les cellules d’insectes et de mammifères. 

En conséquence, l'utilisation de cellules de mammifères pour la production de protéines 

marquées nécessite le développement de nouvelles stratégies de marquage, et de 

nouveaux milieux de culture (les cellules d’insectes ont déjà de nombreux milieux et 

stratégies validés). 

 III.3.3. Formulation des milieux de marquage  

  

  III.3.3.1. Les sources d'acides aminés à considérer pour un marquage 

isotopique  

 Les cellules eucaryotes (insectes et mammifères) ne pouvant croître en milieu 

minimum, leurs milieux de culture doivent apporter l’ensemble des constituants 

métabolites indispensables à leur vie. Ainsi, les milieux de culture pour les cellules 

d’insectes et de mammifères sont relativement similaires et contiennent généralement 

plus de 50 constituants, dont des sels et différents glucides (avec 5–10 g/L de glucides 

pour les milieux de culture des cellules d’insectes et 2-3 g/L pour les milieux de culture 

des cellules de mammifères). A ces formulations s’ajoutent des acides aminés sous 

forme pure avec, encore une fois, davantage d’acides aminés pour les milieux insectes 

(10-15 g/L) que mammifères (1-2 g/L). Ces milieux sont également riches en hydrolysat, 

comme l’extrait de levure (2–8 g/L) pour les milieux de culture des cellules d’insectes. 

Cet extrait de levure est riche en acides aminés mais aussi en peptides, glucides, 

vitamines et lipides, et permet de stimuler la croissance et la production des protéines 

(O'Reilly et al., 1994). Pour les cellules de mammifères, l’extrait de levure est parfois 
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remplacé par de la peptone (hydrolysats de protéines dérivés de plantes). La peptone 

apporte les mêmes constituants que l’extrait de levure mais son action sur les cellules 

n’est pas clairement définie (Mosser et al., 2013 ; Kim et al., 2013 ; Shirsat et al., 

2013). Enfin, du sérum peut être présent dans les milieux de culture destinés aux deux 

systèmes d’expression. Ceci étant, l'utilisation de sérum, de protéines et de peptides 

dans les milieux de culture de cellules pose de nombreux problèmes, en particulier pour 

les applications industrielles. En effet, l'utilisation de sérum dans les milieux de culture 

induit un risque en termes d'innocuité puisque sa composition est indéfinie et qu'il peut 

contenir des agents pathogènes indétectables par les méthodes conventionnelles. Le 

sérum est également une source importante de contamination (protéique notamment) 

qui rend parfois difficile la purification de molécules biopharmaceutiques. Ces dernières 

années, des milieux ne contenant donc aucune protéine ni peptide, et dont la 

composition est parfaitement maitrisée, ont été mis au point. Ces milieux sont connus 

sous le nom de « CD media » pour « chemically defined ». De ce fait, une large majorité 

de cellules sont, aujourd’hui, adaptées à des milieux de culture sans sérum. 

 A l’exception des sels et des vitamines, tous les composants entrant dans la 

formulation des milieux représentent des sources de carbone et/ou d’azote, possibles. 

Or, pour la réalisation d’un marquage, tant spécifique qu’uniforme, l’ensemble des 

composants doit être pris en compte et, si nécessaire, substitué ou éliminé afin de 

limiter les dilutions isotopiques. Un certain nombre de ces molécules sont néanmoins 

présentes dans des quantités infimes et peuvent donc être négligées (Gossert et Jahnke, 

2012). En revanche, d’autres éléments sont non négligeables, comme les acides aminés, 

les sucres et les hydrolysats éventuels. 

Le glucose, par exemple, qui est le principal sucre présent, est à l’origine de la voie de 

glycolyse et du cycle de l'acide citrique qui entraînent la biosynthèse des acides aminés 

non essentiels (Strauss et al., 2005). Par conséquent, réaliser un marquage 13C des 

acides aminés issus de ces voies nécessite l’utilisation d’une source de carbone 

marquée, ou bien de réguler à la baisse ces voies métaboliques conjointement à l’ajout 

d’un mélange d’acides aminés uniformément 13C marqués. 

Les acides aminés présents dans le milieu de culture découlent de deux sources : une 

forme libre et, parfois, des extraits de levure ou de peptone. Pour les cellules 

d’insectes, bien que cet extrait de levure ne puisse être éliminé, il a été montré qu’il 

pouvait être diminué (quant à la peptone, son addition au milieu n’est pas indispensable 
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pour les cellules de mammifères). En effet, en réduisant sa quantité par 10, la dilution 

isotopique est grandement limitée (Gossert et al., 2011). De plus, la dialyse ou la 

filtration de ces extraits permet également d’éliminer la plupart des acides aminés le 

composant, améliorant ainsi l’incorporation des acides aminés marqués (Zhang et al., 

2017). En effet, il a pu être démontré que cette double action sur l’extrait de levure 

(diminution de la quantité et filtration) permettait le maintien des rendements 

d'expression des protéines (comparée à l'expression obtenue dans le milieu commercial 

standard), ainsi qu’une augmentation significative du taux d’incorporation des isotopes. 

Par exemple, pour la 13C-Thr, le taux d’incorporation est passé de 62,4 % (extrait de 

levure non dialysé mais quantité réduite ; Gossert et al., 2011) à 89,6 % dans la 

condition où l’extrait de levure a été dialysé. 

Pour les acides aminés libres dans le milieu, de nombreux milieux sont aujourd'hui 

commercialisés sous une forme « free amino acids ». De ce fait, un simple ajout d’acides 

aminés sous une forme marquée permettra une incorporation maximale au sein des 

protéines. 

En résumé, pour un marquage isotopique dans les cellules d’insectes et de mammifères, 

les acides aminés libres peuvent être éliminés dès la formulation du milieu, puis ajoutés 

sous une version marquée ou non. Les hydrolysats peuvent, eux, être réduits voire 

éliminés, et les voies de biosynthèse des acides aminés non essentiels peuvent être 

régulées à la baisse, comme avec la synthèse endogène des alanines qui peut être 

inhibée par l’ajout d’inhibiteur (β-chloro-L-alanine/L-cyclo-sérine, cf. Figure 14 p.111). 

  III.3.3.2. Les stratégies de marquage en cellules eucaryotes supérieures 

 Afin de marquer uniformément (U-15N et/ou U-13C), ou spécifiquement (15N, 13C, 

13CH3, entre autres), une protéine exprimée en cellules d’insectes ou de mammifères, 

une stratégie générale a été établie. Elle repose sur le contrôle de la formulation des 

milieux de culture afin d’obtenir un marquage optimal des protéines d'intérêt avec des 

taux d'incorporation élevés et un rendement protéique maintenu. Ce dernier point est 

bien souvent un frein à l’innovation et au développement de milieux de marquage car, 

en voulant réduire au maximum les sources de fuites et de dilutions isotopiques, les 

milieux deviennent moins nutritifs, moins optimaux pour la croissance cellulaire, et les 

rendements protéiques peuvent être drastiquement diminués. Initialement, les milieux 

pour la RMN étaient formulés à la main à partir de composants individuels (Bruggert et 
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al., 2003 ; Walton et al., 2006), avec peu de reproductibilité du fait de toutes les 

variations induites par les manipulateurs. Depuis, ces milieux ont été commercialisés et 

sont disponibles à façon, déplétés d’un, plusieurs, ou de la totalité des acides aminés 

(par exemple le milieu ESF-SFM Mammalian Cell Culture Medium All Amino Acid 

Deficient, réf. 98-003, commercialisé par Expression System). Dans ce cas, l’utilisateur 

complémente le milieu de culture avec un mélange d’acides aminés marqués ou non 

(Strauss et al., 2003, 2005 ; Werner et al., 2007, 2008 ; Kato et al., 2010 ; Yamaguchi et 

Kato, 2010 ; Gossert et al ., 2011 ; Kofuku et al., 2012, 2014 ; Yagi et al., 2015 ; Zhang 

et al., 2017). Ces acides aminés peuvent être ajoutés, soit un à un sous une forme pure, 

engendrant un coût très élevé pour un marquage uniforme où tous les acides aminés 

doivent être marqués, soit par l’ajout d’extraits de levures ou d’algues (sources moins 

coûteuses d'acides aminés marqués). La composition en acides aminés de ces extraits 

dépend de l'organisme source et de la méthode d’hydrolyse (autolyse, hydrolyse). En 

effet, l’autolyse (incubation des levures à 50°C et dégradation des protéines internes 

par des protéases) est l'approche la plus douce car elle conserve la plupart des acides 

aminés, mais une majorité de ces derniers sont retrouvés dans de faibles quantités 

(Egorova-Zachernyuk et al., 2009, 2011). En revanche, l’hydrolyse acide (extraits de 

protéines purifiées soumis à des températures élevées (120°C) à faible pH) entraîne de 

plus grandes quantités d’acides aminés (65 % contre 35 % pour l’autolyse) mais est aussi 

à l’origine de la dégradation de nombres d’entres eux tels que Gln, Asn, Cys, et Trp 

(LeMaster et Richards, 1982).  

Pour marquer uniformément une protéine, l’utilisation d’extraits de levure marqués est 

possible, mais les extraits d’algues représentent une alternative intéressante car les 

extraits d'algues marqués sont moins chers à produire que l'extrait de levure (Kofuku et 

al., 2014 ; Sitarska et al., 2015). En effet, les algues peuvent utiliser les molécules les 

plus simples comme précurseurs des acides aminés (15NH3, 13CO2 et D2O). En revanche, 

les levures nécessitent des glucides plus complexes comme le glucose, ce qui rend les 

marquages 13C et 2H plus coûteux. Il est vrai que seulement ~ 10 % du glucose utilisé est 

converti en acides aminés (Egorova-Zachernyuk et al., 2009). Ceci étant, des protocoles 

de production et d’utilisation d’extraits de levure marqués existent pour la réalisation 

de nombreux marquages uniformes.  

De la même manière, il existe des autolysats de levures marquées 15N ou 15N, 13C 

(Protein labeling innovation and CortecNet, Meola et al., 2014), mais aussi des 
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hydrolysats d’algues, moins chers, disponibles et ceci dans une large gamme de 

marquages (15N ; 13C, 15N ; 2H, 15N ; 2H, 13C, 15N, Sigma–Aldrich and Cambridge Isotope 

Laboratories). En pratique, il peut être ajouté jusqu'à 10-12 g/L d'extrait d'algues au 

milieu de culture. Au-delà de cette valeur, les cellules d’insectes ne tolèrent plus 

l’osmolarité du milieu (Sitarska et al., 2015). 

Toutefois, un déficit, voire une absence, d’acides aminés existe au sein de ces extraits 

(Figure 13), ce qui peut influencer défavorablement les marquages isotopiques à partir 

de ces derniers. Néanmoins, d’après plusieurs études documentant particulièrement 

bien le métabolisme des cellules d’insectes (constatation théoriquement transposable 

pour les cellules de mammifères car leurs métabolismes sont proches), ce déficit en 

acides aminés n’est pas problématique. En effet, la Cys marquée peut être synthétisée 

par la cellule d’insecte à partir de Ser marquée grâce à un intermédiaire de réaction, la 

cystathionine, et deux enzymes de biosynthèse (cystathionine β-synthase/α-lyase) 

(Doverskog et al., 1998). Grâce 

à cette biosynthèse, il n’est 

donc pas nécessaire d’ajouter 

de la Cys marquée car la Ser et 

la Met sont présentes en 

grandes quantités dans ces 

extraits. La Gln marquée est 

synthétisée à partir de L-Glu et 

d'ammonium marqués (Öhman 

et al., 1996 ; Doverskog et al., 

2000 ; Drews et al., 2000). 

Puis, cette Gln va intervenir 

comme précurseur, avec l’Asp, 

dans la synthèse de l’Asn 

marquée, grâce à l’enzyme 

asparagine synthétase (Hansen 

et al., 1992). En résumé, pour 

pallier la faible présence des 

différents résidus (donc la 

faible incorporation finale), il 
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Figure 13 : Composition en acides aminés des extraits de 
levure et d’algue. Les astérisques sur le nom de l'acide 
aminé marquent les acides aminés essentiels. Notons que 
dans les hydrolysats d'algues, la teneur globale en acides 
aminés est plus élevée, mais Asn, Gln, Cys et Trp sont 
manquants en raison du traitement par hydrolyse acide. 
En revanche, dans les extraits de levure préparés par 
autolyse, ces acides aminés sont partiellement conservés 
(violet clair) mais la teneur globale en acides aminés est 
moindre (Figure : Skora et al., 2015).



suffit de deux précurseurs (présents en grande quantité dans l’extrait) et de NH4Cl 

marqué 15N (Hansen et al., 1992 ; Meola et al., 2014 ; Sitarska et al., 2015).  

Le Trp doit, lui, être supplémenté marqué étant donné qu’il est essentiel, mais sa 

quantité peut être réduite à 10-20 mg/L sans affecter l'incorporation isotopique ou la 

croissance cellulaire (Hansen et al., 1992 ; Sitarska et al., 2015). 

 Pour finir, une dernière problématique apparaît, et ceci pour l’ensemble des 

marquages (uniforme et spécifique) au sein des deux systèmes d’expression : l’impact 

des acides aminés non essentiels synthétisés à partir du catabolisme du glucose, via des 

réactions de transaminations ou d’amidations réductrices (Figure 14) (Öhman et al., 

1995 ; Drews et al., 2000). En effet, dans le cas d’un marquage 13C et/ou 15N, si la 

source de glucose et de chlorure d’ammonium n’est pas marquée (seuls les acides 

aminés ajoutés au milieu sont marqués), les acides aminés synthétisés par la cellule à 
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Figure 14 : Aperçu des voies métaboliques des acides aminés non essentiels issus de la 
glycolyse. Le plan inférieur (gris) représente la glycolyse et le cycle de l'acide citrique. Le 
niveau intermédiaire (bleu) montre les acides aminés qui sont synthétisés dans une réaction en 
une étape à partir des précurseurs respectifs par addition d'un azote. Le niveau supérieur (bleu 
clair) montre les acides aminés avec encore un azote supplémentaire. Les réactions 
enzymatiques sont marquées par des flèches et les enzymes sont énumérées comme suit : 1 : 
Asparagine synthétase, 2 : Glutamine synthétase, 3 : Aspartate transaminase, 4 : Glutamate 
déshydrogénase, 5 : Alanine transaminase (Figure : Skora et al., 2015).



partir du glucose ne seront pas marqués et engendreront une dilution isotopique 

d’environ 10 à 20 %. L’ajout de glucose 13C permet donc de remédier à cette dilution. 

Cependant, pour atteindre 80 % de marquage 13C, 5 à 10 g/L de glucose seront 

nécessaires, augmentant significativement le coût du milieu (Kato et al., 2010 ; Skora et 

al., 2015). Pour le marquage 15N, le précurseur marqué 15NH4Cl (intermédiaire de 

réaction du cycle de l’acide citrique et de l’alanine) permettra un marquage 15N 

simultané de l’acide glutamique, la glutamine, l’acide aspartique, l’asparagine et 

l’alanine (Bruggert et al., 2003). 

En pratique, il a pu être observé que les acides aminés Asp, Asn, Glu et Gln ne souffrent 

que d’une dilution relativement faible. De plus, les acides aminés non essentiels dérivés 

du glucose n’affectent pas l’incorporation du 13C du fait de leurs voies de biosynthèse 

qui sont peu/pas actives dans certaines conditions (Skora et al., 2015). En revanche, 

l’alanine est massivement synthétisée à partir du glucose grâce à l’alanine 

transaminase. Cette synthèse peut être sélectivement inhibée si de la L-cyclo-sérine, un 

inhibiteur de la pyruvate-alanine transaminase (Wong et al., 1973), est ajoutée. De ce 

fait, l’addition de glucose marqué au milieu n’est plus indispensable, ce qui permet de 

réduire les coûts et d’atteindre des niveaux d’incorporation comparables (73 %) (Sitarska 

et al., 2015). 

Ainsi, ces protocoles s’avèrent être relativement faciles à mettre en place et robustes 

pour le marquage sélectif et uniforme des acides aminés essentiels. En effet, des taux 

d'incorporation proches de 80 % à 90 % pour le marquage uniforme 15N et 13C et des 

rendements d'expression comparables à ceux des milieux non marqués ont par exemple 

pu être obtenus (Strauss et al., 2003, 2005 ; Werner et al., 2008 ; Kato et al., 2010, 

2018 ; Gossert et al., 2011 ; Hamatsu et al., 2013 ; Sitarska et al., 2015 ; Zhang et al., 

2017).  

De plus, ces approches reposent sur des composés peu coûteux, disponibles et largement 

distribués dans les laboratoires et commerces. Egalement, si le milieu de culture est 

disponible sous une version sans acides aminés, ces protocoles sont applicables à de 

nombreux milieux de cultures et systèmes d’expression.  

Pour l’étude des grandes protéines, il est en outre nécessaire d’apporter de la 

deutération afin de réduire les interactions dipolaires 1H-1H et de pouvoir acquérir des 

spectres de haute résolution. 
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  III.3.3.3. La deutération 

 La deutération dans les cellules eucaryotes reste l’un des objectifs majeurs de la 

RMN pour répondre aux problématiques actuelles et à venir. Mais, contrairement aux 

bactéries ou aux levures, la deutération (2H) uniforme des protéines est loin d’être aisée 

puisque les cellules eucaryotes ne peuvent croître dans un milieu de culture deutéré 

(Murphy et al., 1977). En effet, le glucose deutéré est toxique pour les cellules. Afin 

d’obtenir une deutération partielle des protéines, seul l’ajout d’acides aminés deutérés 

(sous forme pure ou d’un mélange réactionnel d’algues ou de levures 2H) peut être 

envisagé. Toutefois, ceci reste une tâche difficile car, à cause du métabolisme des 

cellules eucaryotes, la deutération des protéines obtenues n’est pas uniforme (Sitarska 

et al., 2015). En effet, sans glucose deutéré, les acides aminés Asp, Asn, Glu et Gln, et 

Ala seront synthétisés protonés. De plus, dès lors que les cellules sont cultivées dans un 

milieu protoné, les acides aminés impliqués dans les réactions des transaminases verront 

leurs Cα protonés (Kofuku et al., 2014). Cela se traduira par un modèle de deutération 

hétérogène diminuant la résolution et/ou la sensibilité des acquisitions RMN. 

L’utilisation de L-cyclo-sérine peut néanmoins restaurer l'incorporation des 2H-Ala en 

inhibant la synthèse d’alanine protonée endogène. Aucun autre inhibiteur n'a en 

revanche été défini comme efficace pour empêcher la protonation des autres acides 

aminés synthétisés in vivo. 

Par ailleurs, du fait des réactions réversibles des aspartates transaminases, des alanines 

transaminases et des glutamates déshydrogenases, les 2H-acides aminés présents dans le 

milieu réduisent les rendements protéiques de 30 à 60 %. En effet, ces enzymes 

conduisent à la synthèse d’α-cétoglutarate deutéré ré-utilisable dans le cycle de l'acide 

citrique. Or, ces intermédiaires deutérés agissent comme de faibles inhibiteurs en 

réalisant la rupture des liaisons hydrogènes, ce qui engendre une diminution de la 

synthèse protéique (Sitarska et al., 2015). 

Au regard de ces différentes limites, deux premières approches de marquages ont tout 

de même été publiées en utilisant des extraits d'algues deutérés. Une première 

approche repose sur l’ajout de la quantité maximale d'extrait d'algue deutéré possible, 

et d’inhibiteur des alanines transaminases, tout en réalisant un marquage [2H, 15N] et 

[2H, 13C]. Il en résulte des taux d'incorporation de 76 % et 73 % pour les marquages [2H, 

15N] et [2H, 13C], respectivement (Sitarska et al., 2015). Cela se traduit par des spectres 
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mieux résolus et permettant la réalisation d’expériences de triple résonance. 

Cependant, il convient de noter que la deutération n'est pas uniforme et les taux 

d’incorporation sont différents suivant les acides aminés. Ainsi, bien que cette stratégie 

de marquage uniforme soit efficace, ce premier protocole ne permet pas d’étudier avec 

succès des protéines de masse moléculaire supérieure à 100 kDa. En conséquence, une 

deuxième approche a été développée pour l’étude de tels objets (Kofuku et al., 2014).  

Dans cette étude, une protéine membranaire de haute masse moléculaire a été analysée 

dans le but d’enregistrer les résonances des groupements méthyles, des méthionines, de 

manière résolue. Alors que le protocole ne visait pas une deutération uniforme, il s’est 

avéré qu’une majorité des acides aminés hydrophobes étaient deutérés. Cette approche 

sera plus amplement introduite dans la partie suivante, mais elle représente une 

alternative prometteuse pour l'étude des macromolécules. 

 III.3.4. Marquage spécifique 13CH3 des acides aminés portant un groupement 

méthyle en cellules d’insectes et de mammifères 

 Deux méthodes de marquages isotopiques spécifiques d’acides aminés ont été 

décrites pour ces deux systèmes. La première consiste en un marquage des acides 

aminés portant un groupement méthyle par ajout, dans un milieu de culture commercial 

standard, d’un excès d’acides aminés marqués afin d’obtenir des taux d'incorporation 

satisfaisants. Toutefois, peu d’acides aminés marqués sont suffisamment bon marché 

pour que cette méthode soit économiquement viable. La deuxième méthode consiste en 

un remplacement du résidu cible par sa version marquée, dans un milieu déplété en 

acides aminés. 

  III.3.4.1. Marquage 13CH3 par ajout en excès des acides aminés portant 

un groupement méthyle 

 Cette méthode est très facilement réalisable : il suffit d’ajouter l’acide aminé à 

marquer, en excès, dans le milieu de culture commercial complet. Ceci étant, cette 

approche nécessite une connaissance, au moins approximative, de la quantité de l'acide 

aminé ciblé non marqué présent dans le milieu de culture. Pour atteindre 90 % 

d’incorporation, il est nécessaire d’ajouter en excès jusqu'à 9 fois l'acide aminé ciblé 
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sous sa forme marquée. Cependant, seuls quelques acides aminés marqués peuvent 

convenir à une telle approche, du fait des coûts importants engendrés. 

La méthionine est l'un des premiers résidus qui a été proposé pour ce type de marquage 

dans les cellules eucaryotes. En effet, outre le coût abordable dans sa version non 

deutérée, la 13CH3-Met est une sonde RMN intéressante, car la flexibilité de sa chaîne 

latérale compense la lente rotation des grosses protéines, améliorant, de ce fait, la 

résolution des spectres (Tugarinov et al., 2003). Ainsi, pour le système d’expression en 

cellules de mammifères avec l’ajout, en excès, de 1 g/L de 13CH3-Met dans le milieu de 

culture, les protéines se sont révélées être largement marquées, et présentant un taux 

d’incorporation supérieur à 80 % (Kofuku et al., 2012 ; Nygaard et al., 2013 ; Solt et al., 

2017 ; Kleist et al., 2019).  

Cependant, cette stratégie coûteuse n’étant pas applicable pour l’ensemble des résidus, 

les chercheurs ont développé et optimisé la stratégie basée sur le remplacement des 

acides aminés. 

  III.3.4.2. Marquage 13CH3 par remplacement des acides aminés portant 

un groupement méthyle 

 L’approche publiée par Kofuku et al. en 2014 s’inscrit dans l'amélioration du 

marquage d’acides aminés essentiels et non essentiels dans des protéines partiellement 

deutérées. Dans cette étude les états conformationnels d’un récepteur couplé aux 

protéines G (GPCR), le récepteur β2-adrénergique, sont étudiés par RMN. Pour ce faire, 

en plus du marquage spécifique 13CH3-Met, la protéine a été deutérée en vue d’une forte 

augmentation de la résolution des signaux RMN. Or, afin d’accroître la qualité et la 

sensibilité du signal tout en considérant les limites de la deutération en système 

eucaryote, les auteurs ont préparé (en ajoutant séparément les composants dans une 

base dépourvue en acides aminés) un milieu de culture comportant des acides aminés 

deutérés ou non, de l’extrait d’algue deutéré, ainsi que de la 13CH3-Met. 

Le choix des acides aminés deutérés est basé sur une réflexion et une connaissance 

approfondie de la protéine cible. En effet, il s’est avéré qu’une deutération de quelques 

acides aminés définis sur la base des distances 1H–1H entre les groupements CH3 des 

méthionines, mais aussi d’après leur capacité à être incorporés par les protéines, 
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permettait la diminution de 80 à 90 % des interactions 1H–1H, et donc une augmentation 

(d’environ 3 à 7 fois) de la sensibilité du signal des interactions dipôle-dipôle (1H–1H) des 

groupes 13CH3-Met (M82, M215 et M279). Il faut signaler que limiter la quantité d’acides 

aminés deutérés est avantageux pour les coûts expérimentaux, mais aussi pour ne pas 

réduire drastiquement les rendements protéiques.  

Sachant que l'activation des GPCR s'accompagne de changements conformationnels dans 

diverses régions des hélices transmembranaires, la méthionine ne s’est pas avérée être 

la meilleure sonde pour suivre cette activation. En revanche, les alanines sont une cible 

de choix puisqu’elles sont fréquemment distribuées dans le cœur hydrophobe et la 

surface hydrophile, et représentent 9 % des résidus transmembranaires (contre 3 % pour 

la Met). Par conséquent, un nouveau protocole de marquage combinatoire 13CH3-Ala et 

13CH3-Met au sein de protéines hautement deutérées a été mis au point (Kofuku et al., 

2018). Ce protocole a permis un taux d’incorporation de 85 % des 13CH3-Met, mais celui 

des alanines s’est révélé nettement inférieur, car aucun inhibiteur de l'alanine 

transaminase n’a été ajouté au milieu. Ainsi, le marquage 13C à la position β de l'alanine 

était inférieur à 15 %, même en ajoutant 0,5 g/L d'alanine marquée dans le milieu. De 

plus, les efficacités de marquage 2H à la position α de l'alanine marquée étaient 

inférieures à 30 % car dans le milieu protoné, les enzymes catalysent l'échange des 2H en 

1H à cette position α. Afin de limiter ces effets, de la β-chloro-L-alanine a été ajoutée 

au milieu. Cet inhibiteur, comme la L-cyclo-sérine, est indispensable pour limiter la 

dilution de l’alanine marquée ajoutée dans le milieu de culture, car il inhibe les alanines 

transaminases responsables de la synthèse endogène des alanines non marquées (Kato et 

al., 1991). Ainsi, ce nouveau protocole de marquage a conduit à plus de 45 % 

d'incorporation des β-13C Ala, à 80 % d’incorporation des 2H à la position α et à aucune 

fuite isotopique (Kofuku et al., 2018). 

 Sur cette même base, d’autres études font état de marquages spécifiques 13CH3 

(Velyvis et al., 2012 ; Miyanoiri et al., 2013). Récemment, une étude a décrit le 

marquage des groupements méthyles des leucines dans des protéines exprimées en 

systèmes d'expression bactériens, eucaryotes (cellules d’insectes) ou acellulaires (Dubey 

et al., 2021). La méthode proposée repose sur un marquage 13C stéréosélectif et une 

deutération de la leucine, ce qui atténue le besoin d'une deutération supplémentaire de 

la protéine, et réduit donc significativement les coûts. Pour valider leur approche, les 

avantages spectroscopiques de la deutération locale ont été examinés au travers 

116



d’expériences et des simulations de « Forbidden Coherence Transfer ». Il en résulte une 

réduction de la largeur de raie (50 %) due à la réduction de l'interaction dipôle-dipôle 

des protons méthyles. Cette méthode de marquage représente donc une nouvelle voie 

pour l’étude de protéines nécessitant d’être deutérées. 

Le marquage spécifique 13CH3 d’acides aminés en cellules de mammifères n’a été que 

peu documenté. Une étude récente a, toutefois, décrit la relaxation transversale d'IgG 

(masse moléculaire de 150 kDa) exprimée en cellules de mammifères (cellules 

d'hybridome de souris) (Yanaka et al., 2018). Les IgG ont été exprimées dans un milieu 

de culture « fait maison » et marquées en utilisant la [δ2-13C; Hα, Hβ, Hγ, Hδ1–2H7]-Leu ou 

son homologue non deutéré (acide aminé SAIL - Kainosho et Güntert 2009 ; Miyanoiri et 

al., 2016). Il en résulte des améliorations significatives de la qualité des spectres pour 

l’échantillon deutéré sélectivement au niveau des résidus de leucine. En effet, ceci a 

éliminé des interactions dipolaires 1H-1H intenses entre les groupements méthyles 13CH3. 

Enfin, une deutération supplémentaire à l'aide de 2 g/L de glucose [2H7] a été réalisée 

mais n’a entraîné que peu ou pas d'améliorations supplémentaires des spectres (notons 

toutefois que le protocole utilisé n’a pas généré de toxicité du glucose [2H7], comme 

initialement décrit par Murphy et al., 1977). 

 Actuellement, aucune étude ne fait mention d’un marquage de l’ensemble des 

acides aminés portant un groupement méthyle, de l’utilisation de cellules humaines 

comme système d’expression, ni d’une formulation de milieu précise indiquant les 

quantités d’acides aminés à supplémenter afin d’obtenir une incorporation maximale, 

tant pour les acides aminés essentiels que non essentiels. Par conséquent, c’est dans ce 

contexte que se placent ces travaux de thèse. 
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IV. Objectifs de la thèse 

 Malgré leurs importances croissantes et leurs implications dans de nombreux 

processus physiologiques et pathologiques, les Sulfs sont des enzymes encore mal 

caractérisées en raison de leurs propriétés structurales et fonctionnelles uniques, et de 

la complexité de leurs substrats. Un des problèmes majeurs entravant les progrès dans 

l'étude des Sulfs est l’absence de toute structure haute résolution. Ainsi, il est difficile 

de comprendre l’importance de leurs PTMs, leurs spécificités de substrat et leurs 

implications dans diverses pathologies, de même que d’expliquer les nombreux 

antagonismes qui sont observés entre les deux enzymes de HSulf. C’est dans ce contexte 

que des travaux visant à caractériser la structure de HSulf-2 ont été réalisés. 

Antérieurement à ce projet de thèse, des essais de cristallogenèse avaient été réalisés, 

mais n’avaient pas permis d’obtenir un cristal diffractant. De ce fait, un projet de 

biologie structurale intégrative, réunissant la cristallographie, la RMN et la microscopie 

électronique, a été proposé afin de caractériser la structure de l’enzyme HSulf-2, ainsi 

que ses propriétés d’interaction, notamment par RMN. 

Dans cet objectif, une collaboration à été initiée entre le groupe SAGAG et NMR-Bio (co-

responsable et financeur du projet de thèse à hauteur de 50 %, le reste étant pris en 

charge par le programme glycoAlps de l’UGA (IDEX Recherche, projet-CDP)), une 

entreprise hébergée dans le groupe de RMN à l’IBS et spécialisée dans le marquage 

isotopique de protéines de haute masse moléculaire et leurs études par RMN. 

La caractérisation structurale de HSulf-2 par RMN nécessitera au préalable le 

développement et la caractérisation d’un milieu de culture permettant le marquage 

isotopique spécifique des méthyles (marquage 13CH3) de protéines exprimées en cellules 

mammifères (HEK 293). Pour ce faire, un milieu de culture devra être développé et 

optimisé, afin de permettre une croissance cellulaire et des rendements protéiques 

optimaux, ainsi que des taux d’incorporation isotopique en adéquation avec les besoins 

des études RMN (attribution, études d’interaction et de dynamique). Pour ce faire, nous 

utiliserons comme protéine modèle le domaine N-terminal de la protéine heat shock 

protein 90 (Hsp90 N-terminal). Cette protéine a été choisie car elle a été largement 

étudiée et caractérisée par le groupe de RMN de l’IBS (Grenoble) (expression, 
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purification, activité et structures), et pour laquelle nous disposons déjà de spectres 

RMN obtenus sur la protéine produite en bactérie. 

Une fois la mise au point d’un tel milieu réalisée, celui-ci sera appliqué à l’étude de la 

protéine HSulf-2 dans le but d’acquérir des données structurales et d’interactions. 

En parallèle, une optimisation du protocole de purification de la protéine HSulf-2 sera 

réalisée afin d’obtenir une protéine pure de tous contaminants (protéique et ADN/ARN) 

pour son étude par cristallographie et microscopie électronique. Un protocole optimisé 

de préparation de grilles de (cryo-)microscopie électronique sera ensuite établi pour 

l’acquisition de jeux de données en vue de la résolution de la structure de la protéine. 

De front, de nouvelles constructions protéiques de HSulf-2, ainsi que des protocoles de 

traitement enzymatique de la protéine d'intérêt (déglycosylation, digestion ménagée …) 

seront étudiés, afin de limiter la flexibilité et la proportion de régions non structurées 

de la protéine HSulf-2, et d’identifier des conditions de cristallisation favorables à la 

formation de cristaux délivrant un diagramme de diffraction exploitable. 
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V. Matériels et méthodes  

V.1. Expression et purification de la protéine HSulf-2 

 Afin de répondre à la problématique de cette thèse, différentes constructions de 

la protéine HSulf-2 (cf. séquences en Annexe 1B à F p. 233-236) ont été conçues (Figure 

15), exprimées et purifiées. L’ensemble de ces protéines s’exprime et se purifie de la 

même manière, tout comme la caractérisation de leur activité ou les différents 

traitements qui peuvent leur être appliqués. Ainsi, seule l’expression, la purification et 

la caractérisation de la protéine HSulf-2 ΔSG sera détaillée dans la suite de cette 

section. 
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HSulf-2 ΔHD : 64,5 kDa 
HSulf-2 ΔHD + SNAP/His : 86,6 kDa  
HSulf-2 ΔHD + SNAP/His + ~ 18 kDa N-glycosylation : 104,6 kDa 
Coefficient d’extinction molaire (L.mol-1.cm-1) : 64575 
Rendement protéique : 7 mg/L (cellule HEK 293S) et 10 mg/L (cellule HEK 293F)

A

B

C

HSulf-2 WT : 99,3 kDa 
HSulf-2 WT + SNAP/His : 121,3 kDa 
HSulf-2 WT + SNAP/His + ~ 18 kDa N-glycosylation : 139,3 kDa 
Coefficient d’extinction molaire (L.mol-1.cm-1) : 144965 
Rendement protéique : 1,5 mg/L (cellule HEK 293F)

38,83 kDa59,33 kDa

45,42 kDa

18,48 kDa

HSulf-2 ΔSG : 99,3 kDa 
HSulf-2 ΔSG + SNAP/His : 121,3 kDa 
HSulf-2 ΔSG + SNAP/His + ~ 18 kDa N-glycosylation : 139,3 kDa 
Coefficient d’extinction molaire (L.mol-1.cm-1) : 144965 
Rendement protéique : 1,5 mg/L (cellule HEK 293F)

SG

20,15 kDa 0,84 kDa

34,29 kDa
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HSulf-2 ΔHDc : 82,5 kDa 
HSulf-2 ΔHDc + SNAP/His : 107,2 kDa  
HSulf-2 ΔHDc + SNAP/His + ~ 18 kDa N-glycosylation : 125,2 kDa 
Coefficient d’extinction molaire (L.mol-1.cm-1) : 82470 
Rendement protéique : 1 mg/L (cellule HEK 293F)

D
10,4 kDa

E

F

Figure 15 : Constructions de la protéine HSulf-2 utilisées pour les études structurales. (A) 
HSulf-2 WT : protéine totale portant une chaîne de GAG sur le domaine HD et pouvant subir un 
clivage furine (flèche ocre). Le site actif est présent sur le domaine CAT (trait rouge). Pour 
finir, les rectangles verts et verts clairs sont, respectivement, l’étiquette d’expression (SNAP) 
et de purification (His), et les sites de coupure au virus de la gravure du tabac (TEV). (B) 
HSulf-2 ΔSG : le site S559G portant la chaîne GAG a été muté (perte de la chaîne de CS, 
pointillés noir). (C) HSulf-2 ΔHD : le domaine HD a été éliminé. (D) HSulf-2 ΔHDc : le domaine 
HD a été réduit afin d’éliminer la région centrale non structurée (séquence tronquée entre D483 
et C636), remplacée par un linker SGSGGS permettant de lier les deux parties du domaine HD. 
Les ponts disulfures intra-HD récemment identifiés ont été conservés (cf. II.3.1. p. 83). (E) 
HSulf-2 ΔHD V1 : cette construction est dérivée de la construction C., où quelques dizaines 
d’acides aminés ont été éliminés sur les extrémités N et C-terminales des domaines CAT et C-
ter. (F) HSulf-2 ΔHD V2 : identique à HSulf-2 ΔHD V1, mais ici les sites de clivées à la TEV ont 
été éliminés.

8,6 kDa39,9 kDa

8,6 kDa39,9 kDa

HSulf-2 ΔHD V2 + SNAP/His : 74,7 kDa  
HSulf-2 ΔHD V2 + SNAP/His + ~ 18 kDa N-glycosylation : 92,7 kDa 
Coefficient d’extinction molaire (L.mol-1.cm-1) : 87960 
Rendement protéique : 2 mg/L (cellule HEK 293F) 

HSulf-2 ΔHD V1 : 49,6 kDa 
HSulf-2 ΔHD V1 + SNAP/His : 77 kDa  
HSulf-2 ΔHD V1 + SNAP/His + ~ 18 kDa N-glycosylation : 95 kDa 
Coefficient d’extinction molaire (L.mol-1.cm-1) : 68230  
Rendement protéique : 2 mg/L (cellule HEK 293F)

6,9 kDa



 V.1.1. Expression et purification de la protéine HSulf-2 ΔSG 

 La protéine HSulf-2 ΔSG (cf. Figure 15B p. 123) est exprimée de manière 

constitutive par des cellules HEK 293F transfectées avec un vecteur PcDNA3 codant pour 

l’enzyme, puis sélectionnées à la généticine pour obtenir une lignée cellulaire 

transfectée stable. Les cellules HEK 293 sont d’origine humaine (cellules épithéliales de 

rein embryonnaire humain), et permettent donc la modification post-traductionnelle de 

la protéine HSulf-2.  

Ainsi, une fois les cellules (HEK 293F — HSulf-2 ΔSG) amplifiées jusqu'à un volume de 700 

mL à une densité de 1,5*106 cellules/mL, les cellules sont cultivées durant 4 jours pour 

permettre l’expression de la protéine (incubateur paramétré à 37℃ et 8 % de CO2). Ce 

temps d’expression a été définit après la réalisation de tests de viabilité cellulaire et 

permet une viabilité cellulaire >99 % (données non présentées). Au bout de ce temps 

d’expression, le milieu conditionné est récupéré (en réalisant une première 

centrifugation du milieu de culture à 310 g puis une deuxième à 2000 g, afin d’éliminer 

les cellules et les débris cellulaires) et purifié.  

La purification de HSulf-2 ΔSG nécessite trois étapes successives : une chromatographie 

échangeuse d’ions, une chromatographie d'affinité et une chromatographie d’exclusion.  

Le milieu conditionné est chargé (à 4℃, à un débit d’environ 1 mL/min), grâce à une 

pompe péristaltique sur une colonne HiTrap sulfopropyl (SP) High Performance (5 mL) 

échangeuse de cations. L’utilisation de cette colonne est compatible avec le point 

isoélectrique de la protéine HSulf-2 ΔSG (9,31) et le pH du milieu conditionné (pH 8) : la 

charge globale de la protéine d’intérêt étant positive, ce qui permet sa fixation sur la 

résine Sepharose SP. La colonne HiTrap SP High Performance est ensuite connectée à un 

appareil de chromatographie AKTA Pure (GE Healthcare Life Sciences) afin de laver la 

colonne (Tampon A) et d’éluer la protéine par l’application d’un gradient de sel (NaCl 

0,1 M à 1 M sur un volume de 50 mL, à 4℃). Pour ce faire, deux tampons sont utilisés : 

le tampon A (Tris 50 mM pH 8, NaCl 100 mM) et le tampon B (Tris 50 mM pH 8, NaCl 1 M). 

Des fractions de 1 mL sont ensuite collectées et analysées par électrophorèse en gel de 

polyacrylamide contenant du dodécysulfate de sodium (SDS-PAGE). Pour l’analyse des 

fractions par SDS-PAGE en condition dénaturantes, les réactifs Invitrogen™  Agent 

réducteur d’échantillons NuPAGE™ (10X) et Invitrogen™  Tampon d’échantillon Lithium 

dodecyl sulfate (LDS) NuPAGE™ (4X) sont rajoutés aux échantillons (de 15 µl). Ainsi, une 
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fois les échantillons préparés (dénaturés, à 100℃ pendant 10 minutes, et en présence 

du bleu de charge), ces derniers sont chargés sur un gel d’acrylamide 10 % et la 

migration des échantillons est réalisée grâce au système Bio-Rad Mini-Protein® Tetra 

System, dans un tampon : Tris 50 mM, Glycine 380 mM et SDS 20 % (v/v). Le gel est 

coloré au bleu de Coomassie (InstantBlue® Coomassie Protein Stain) afin de révéler la ou 

les espèces protéiques composant les échantillons. Pour finir, les fractions contenant la 

protéine d'intérêt sont rassemblées et concentrées par centrifugation jusqu'à 1 mL à 

16100 g, dans un Amicon® Ultra (ici, limite de séparation : 30 kDa). Notons que 

l’ensemble des analyses par SDS-PAGE présentées par la suite (de même pour la 

concentration de toutes les protéines) suivront le même protocole. 

Le produit d’élution de la chromatographie échangeuse d’ions (concentré à 1 mL) est 

ensuite incubé avec 1 mL de résine Ni-NTA équilibrée en tampon A. Après 30 minutes à 

4℃, la fraction non retenue est collectée puis différentes étapes de lavages (à 4℃) sont 

réalisées. Les deux premiers lavages de la résine (où est fixée HSulf-2 ΔSG) sont réalisés 

avec 5 mL de phosphate de potassium (200 mM) et 5 mL de chlorure de potassium (Tris 

50 mM pH 8, KCl 1 M) afin d’éliminer toutes contaminations à l’ADN de la protéine cible. 

Puis, un dernier lavage de la résine est réalisé avec 10 mL de tampon C (Tris 50 mM pH 

8, NaCl 200 mM) + 5 mM d’imidazole, dans le but d’éliminer toutes protéines 

contaminantes interagissant de manière non spécifique avec les ions Ni2+ de la résine. 

Pour terminer, la protéine est éluée (4℃) avec 15 mL de tampon C supplémenté avec 

250 mM d’imidazole. Les fractions collectées (1,5 mL) sont analysées par SDS-PAGE, puis 

les fractions d’intérêt sont rassemblées et concentrées jusqu'à 350 µL. 

La dernière étape consiste à cliver les étiquettes (SNAP et His). Pour ce faire, 10 % de 

TEV (m/m) sont ajoutées à l’échantillon protéique concentré. Après, une digestion sur la 

nuit à 4℃ et une centrifugation de l’échantillon à 16100 g pendant 10 minutes, la 

solution protéique est injectée sur colonne d’exclusion stérique Superdex 200 10/300 GL 

(dans un environnement à 4℃), préalablement équilibrée en tampon C. De la même 

manière, les fractions collectées sont analysées par SDS-PAGE, et les fractions 

correspondant à la protéine HSulf-2 ΔSG pure sont rassemblées et concentrées. La 

protéine est alors quantifiée par mesure de l’absorbance à 280 nm à l’aide d’un appareil 

Thermo Scientific™ NanoDrop™ 2000 Spectrophotometers, en saisissant le coefficient 

d'extinction molaire (L.mol-1.cm-1) et la masse moléculaire (kDa), soit 144,965 et 99,292 

respectivement. Notons que l’ensemble des quantifications protéiques sont réalisées de 

la même manière, avec toutefois le coefficient d'extinction molaire et la masse 
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moléculaire qui varient car propres à chaque protéine. Enfin, l’échantillon est congelé 

par la technique de « Flash-freezing » dans de l’azote liquide avant d’être stockée à 

-20°C.  

 V.1.2. Purification de la protéine HSulf-2 ΔSG clivée à la trypsine  

 Une stratégie de réduction des régions flexibles/désordonnées de HSulf-2 ΔSG a 

été mise au point et repose sur une digestion à la trypsine de la protéine. La protéine 

purifiée a été incubée avec un rapport molaire 1:50 de trypsine (1 molécule de trypsine 

pour 50 molécules de HSulf-2), et après une incubation de 40 minutes à 37°C, le produit 

de la réaction est centrifugé et injecté sur colonne Superdex 200 10/300 GL. Après 

l’analyse du SDS-PAGE, les fractions correspondant à une forme protéique stable et pure 

ont été concentrées jusqu'à ~ 3,5 mg/mL dans un volume final de ~ 200 µL. 

Afin d’essayer de structurer davantage la protéine, la solution protéique a été divisée en 

deux et 1 mM de sulfocalix-[4]-arène (v/v) a été rajouté à un de ces deux échantillons. 

Le sulfocalixarène, un macrocycle synthétique connu pour améliorer l'assemblage et la 

cristallisation des protéines (Alex et al., 2019) grâce à ses groupes phénols, pourrait 

aider à stabiliser la protéine. Ces deux échantillons protéiques (avec ou sans ligand), ont 

donc été utilisés pour réaliser un large criblage de conditions favorables à la formation 

de cristaux diffractants (criblage réalisé par la plateforme de cristallographie HTXlab 

(EMBL, Grenoble) dans six plaques commerciales de cristallogenèse (Tableau 4). 

127

Plaques Descriptions 

The Classics Suite 
(Qiagen)

Produits chimiques les plus populaires en cristallographie (plaque anciennement 
connu sous le nom de plate_1_qiagen)

The JCSG-plus™ 
Combinaisons de polyéthylènes glycols (PEG), de sels, d’acides organiques 
neutralisés et de précipitants organiques sur une plage de pH de 4,0 à 10,5, et 
comprenant une gamme d'additifs salins. 

The PACT (MD) Combinaisons de PEG/ions et PEG/pHs

The PEGs I (Qiagen)
Sels faiblement concentrés contre PEG 3350 (PEG-ion) + une large gamme de PEG 
(200 à 20 000) à 4 pH

Salt-Grid_hampton

Plaque composée de sels, polymères organiques et une variation de pH (ex : 
Ammonium Sulfate, Sodium Malonate de « Hampton Research » et un screen propre 
à HTXlab de Sodium Formate) (plaque anciennement connue sous le nom de 
plate_4_hampton)

Wizard I & II 
(Rigaku) Matrice aléatoire pour la cristallisation de macromolécules biologiques

Tableau 4 : Caractéristiques des plaques de cristallogenèse.



 V.1.3. Test d’activité de la protéine HSulf-2 ΔSG et HSulf-2 ΔSG trypsinée 

 L'activité de la protéine peut être caractérisée par un test spectrofluorimétrique 

(4MUS) permettant de mesurer l'activité arylsulfatase de la protéine. En effet, la 

désulfatation du substrat 4MUS par l’enzyme conduit à la formation d’un produit (4MU) 

fluorescent. Par conséquent, l’activité arylsulfatase de la protéine HSulf-2 peut être 

suivie par mesure de cette fluorescence (excitation à 340–360 nm ; émission à 460 nm). 

Pour étudier l’activité arylsulfatase de la protéine purifiée, les protéines pures HSulf-2 

ΔSG, ainsi que HSulf-2 ΔSG traitée à la trypsine, sont incubées avec 50 µL de solution 

4MUS (4MUS 20mM resuspendus dans un tampon Tris 50 mM pH 7,5, MgCl2 20 mM) et 2 µg 

de protéine pure q.s.p. (quantité suffisante pour) 100 µL de tampon Tris 50 mM pH 7,5 (à 

37°C pendant 7 heures). Une condition témoin (où le substrat est incubé sans enzyme) 

est réalisée en parallèle. Une fois la réaction terminée, une mesure de fluorescence 

pour chaque condition est réalisée et permet de valider (après soustraction du contrôle 

négatif) l'activité de la protéine. 

 V.1.4. Expression, purification de l’enzyme «  Peptide N-glycosidase F  » 

(PNGase F) et traitement de la protéine HSulf-2 

  

 Afin de réduire la flexibilité et l'hétérogénéité engendrée par la présence 

d’environ 18 kDa de N-glycosylations, un protocole d’expression et de purification de la 

PNGase F a été mis au point.  

 Des souches bactériennes E. coli BL21 (DE3)-RIL ont été transformées avec le 

vecteur codant pour la PNGase F (pBluescript KS(-), Plasmid #114274, Addgene). Puis, 

l’expression de l’enzyme a été réalisée à partir de cette souche transformée sur une 

culture de 1 litre de milieu LB, avec une induction par ajout d’IPTG (0,5 mM) lors de la 

phase de croissance exponentielle de la culture (DO = 0,7). Une fois l’expression 

terminée (18 heures à 22℃), la culture est centrifugée et le culot resuspendu dans 50 

mL de tampon PNGase F (Tris 50 mM pH 7,8, NaCl 350 mM), puis lysée par sonication (1 

seconde pulse, 4 secondes d’attente, ceci pendant 3 minutes à une amplitude de 40 %). 

Après centrifugation (20 minutes à 41400 g) et filtration (0,45 µm) du surnageant, ce 

dernier est chargé (5 mL/min) sur une colonne Ni-NTA (Ni-NTA Superflow, QIAGEN) et un 

premier lavage est réalisé avec le tampon PNGase F + 10 mM d’imidazole (20 mL de 
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lavage). Enfin, la protéine cible est éluée avec le tampon PNGase F + 250 mM 

d’imidazole (20 mL) et concentrée jusqu'à 500 µL, avant d'être injectée sur une colonne 

Superdex 200 10/300 GL. Après analyse par SDS-PAGE, les fractions correspondant à la 

protéine purifiée sont concentrées. La protéine est quantifiée par mesure d’absorbance, 

puis congelée par «  Flash-freezing  » dans de l’azote liquide, avant d’être stockée à 

-20°C. 

La validation de l’expression et de la purification de la PNGase F a été réalisée avec un 

test de déglycosylation en conditions non dénaturantes sur la protéine HSulf-2 ΔHD. Pour 

cela, 10 % de PNGase F (m/m) ont été ajoutées à l'échantillon protéique et incubées sur 

la nuit à 4℃. Cette condition a été privilégiée car les protéines étudiées au cours de 

cette thèse sont déjà traitées avec 10 % de protéase TEV (m/m) sur la nuit à 4℃ afin de 

cliver les étiquettes SNAP et His. L’utilisation de la PNGase F dans ces mêmes conditions 

permettrait donc de réaliser les deux digestions simultanément. 

V.2. Développement du milieu de marquage spécifique des 13CH3-acides aminés 

 V.2.1. Composition du mélange réactionnel d’acides aminés 

 Un milieu de culture sans acides aminés doit être disponible et adapté à la lignée 

cellulaire HEK 293. Cependant, pour ces cellules, l’industriel (Thermofisher, Gibco®) ne 

commercialise pas de milieu FreeStyle 293 déplété. Par conséquent, un milieu de 

culture alternatif, le ESF-SFM (référence : 98-003, Expression System) qui existe sous 

deux versions (avec et sans acides aminés), a été utilisé. 

Afin d'identifier une formulation du milieu de marquage la plus favorable possible (en 

termes de rendements protéiques et d’incorporations isotopiques), différents tests 

d’optimisation ont été réalisés. Tous ces tests ont été réalisés en comparant les 

rendements protéiques obtenus pour la protéine modèle Hsp90 N-terminal exprimée 

dans le milieu de marquage développé et dans le milieu de culture commercial 

(FreeStyle 293).  

Hsp90 N-terminal est un domaine de la protéine Hsp90 (90 kDa). Cette dernière, 

présente chez de nombreux organismes (dont l’Homme), est un élément crucial de la 

carcinogenèse et sert de chaperonne moléculaire pour faciliter la maturation de 

protéines tout en protégeant les cellules contre le stress induit par la température 
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(Magwenyane et al., 2020). Hsp90 est dimérique et se compose de trois domaines : (1) le 

domaine N-terminal, (2) le domaine intermédiaire et (3) le domaine C-terminal, où 

chaque domaine a un rôle fonctionnel dans l'activité de Hsp90. Le domaine N-terminal 

contient la poche de liaison à l’ATP, qui sera indispensable à la réalisation du cycle de 

l’ATPase et donc à l'activité d’Hsp90 (Magwenyane et al., 2020).  

Sachant que Hsp90 est une protéine de haute masse moléculaire (d’autant plus que la 

protéine est dimérique), les possibilités d’études par RMN sont limitées car, au vu des 

limites de la deutération en système eucaryote (cf. III.3.3.3. p. 113), seuls des 

marquages spécifiques peuvent être réalisés (Karagöz et al., 2010). En revanche, le 

domaine N-terminal de la protéine (26,5 kDa) est d’importance majeure pour l'activité 

de la protéine et est en adéquation avec la réalisation de marquages, tant spécifiques 

qu’uniformes, permettant ainsi d'acquérir de nombreuses informations, notamment sur 

l'inhibition par déplacement de l'ATP au moyen de liaisons compétitives (Delmotte et al., 

1953 ; Schulte et al., 1998 ; Karagöz et al., 2010 ; Magwenyane et al., 2020). De 

surcroît, Hsp90 N-terminal (exprimée en bactérie) est une protéine très largement 

étudiée et caractérisée par le groupe de RMN et l’entreprise NMR-Bio présents au sein 

du laboratoire, ce qui implique la mise à disposition de protocoles d’expression et de 

purification validés, ainsi que de nombreuses données RMN (différents marquages et 

expériences RMN). 

 La composition des milieux de culture (tels que le milieu FreeStyle 293 ou le 

milieu ESF-SFM) n’étant pas connue, le point de départ pour développer le mélange 

réactionnel d’acides aminés a été le milieu MEM Gibco®. Puis différents milieux, dont la 

formulation est connue (comme le milieu DMEM, Jong-Seon et al., 2013 ; Advanced D-

MEM/F-12, Gibco®), ont servi de points de comparaison (Tableau 5). 
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Composition Milieu développé  
(en mg/L)

MEM Gibso® 

(en mg/L)

Advanced D-MEM/
F-12 Gibso® 

(en mg/L)

DMEM (Jong-
Seon et al., 

2013) 
(en mg/L)

L – Arg 126 126 147 84

L - Cys 24 31 48 63

L - His 42 42 31,4 42

L - Leu 52 52 59 105

L - Lys 72 72,5 91 146

L - Phe 33 32 35 66

L – Trp 10 10 9 16

L - Thr 47 48 53 95

L - Tyr 130 52 55 104

L - Met 15 15 17 30

L – Val 46 46 52 94

L - Ile 52 52 54 105

L - Gly 7,5 7,5 18,7 30

L - Asn 13 15 7,5 -

L - Asp 13 13 6,5 -

L - Pro 11 11,5 17 -

L - Ser 10 10,5 26 42

L - Gln 300 292 868 584

L - Glu 12 14 7,3 -

L - Ala 8,9 8,9 4 -

Tableau 5 : Composition du mélange réactionnel et comparaison avec des milieux dont la 
composition en acides aminés est connue.



Avec cette formulation théorique déterminée, un protocole d’expression faisant 

intervenir différentes concentrations d’acides aminés (Tableau 6) a été produit dans le 

but d’optimiser cette composition en acides aminés et d’obtenir les rendements 

protéiques les plus importants possible. 
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Acides aminés 
essentiels (EAA)  

Mix

Quantité en acide 
aminé (g/L)

L – Arg 12,6

L - Cys 2,4

L - His 4,2

L - Lys 7,2

L - Phe 3,3

L – Trp 1

Acides aminés 
essentiels (Thr) Mix

Quantité en acide 
aminé (g/L)

L - Thr 4,7

Acides aminés 
essentiels (Met) Mix

Quantité en acide 
aminé (g/L)

L - Met 1,5

Acides aminés 
essentiels (Ile) Mix

Quantité en acide 
aminé (g/L)

L - Ile 5,2

Acides aminés 
essentiels (Val) Mix

Quantité en acide 
aminé (g/L)

L – Val 4,6

Acides aminés non 
essentiels (NEAA) 

Mix

Quantité en acide 
aminé (g/L)

L - Gly 0,75

L - Asn 1,3

L - Asp 1,3

L - Pro 1,15

L - Ser 1,05

L - Glu 1,24

L - Gln 30

Acides aminés non 
essentiels (Ala) Mix

Quantité en acide 
aminé (g/L)

L - Ala 0,89

Tableau 6 : Composition des mélanges réactionnels d’acide aminé. Chacun des huit mélanges 
réactionnels (jaune) présente une concentration de 100x (100 fois la concentration en acides 
aminés détaillée dans le tableau 5, cf. p. 131). * La L-tyrosine (gris) est ajoutée sous forme de 
poudre, directement dans le milieu final, car elle est très peu soluble.

Acides aminés 
essentiels (Tyr)

Quantité en acide 
aminé (g/L)

L - Tyr* 0,13

Acides aminés 
essentiels (Leu) Mix

Quantité en acide 
aminé (g/L)

L - Leu 5,2



Huit solutions d’acides aminés ont été préparées : un mélange réactionnel d’acides 

aminés essentiels, un mélange réactionnel avec les acides aminés non essentiels et six 

solutions concentrées (également appelées, par la suite, mélange réactionnel par souci 

de compréhension et de simplification) de chacun des acides aminés portant un 

groupement méthyle, de façon à pouvoir marquer indépendamment ou bien de façon 

combinatoire ces résidus. 

Ces mélanges réactionnels sont préparés dans de l’eau distillée (pH ajusté à 8), à une 

concentration 100 fois supérieure à la concentration finale utilisée dans le milieu de 

culture, et stérilisés par filtration sur filtre 0,22 µm. Notons que la L-Tyr est le seul 

acide aminé non marqué à être supplémenté au milieu sous forme libre (poudre), car sa 

solubilisation étant difficile aucune solution concentrée ne peut être préparée. En 

résumé, le milieu de marquage final préparé est composé du milieu ESF-SFM déplété 

(sans acides aminés) et recomplémenté avec l’ensemble des mélanges réactionnels, sauf 

celui de la L-Met qui est substitué par de la 13CH3-Met libre (dans le cas d’un marquage 

des méthionines, par exemple), ainsi que de la L-Tyr en poudre. Puis, une fois que le 

milieu est homogène (résidus libres dissous), son pH est ajusté à pH 8 et est stérilisé par 

filtration (filtration 0,22 µm, sous hotte en environnement stérile). 

 Afin d’identifier si la quantité en acides aminés définie dans le mélange 

réactionnel permet de maintenir la croissance cellulaire et les rendements protéiques, 

un test d’optimisation a été réalisé avec différentes quantités de ce mélange. Pour ce 

test, 28 mL de culture cellulaires (cellules HEK 293F à une densité de 1,5*106 cellules/

mL) ont été transfectées avec le vecteur codant pour la protéine Hsp90 N-terminal. 

Cette culture a ensuite été divisée en sept (7 fois 4 mL de cellules transfectées), puis 

chaque culture a été centrifugée (5 minutes à 410 g) et lavée (culot cellulaire repris 

dans 10 mL de PBS puis re-centrifugé) afin d’éliminer toute trace du milieu FreeStyle 

293. Pour finir, les sept culots de cellules transfectées et lavées ont été resuspendus 

dans les différents milieux d’expression (Tableau 7). 
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Après quatre jours d’expression, un comptage des cellules est réalisé pour chaque 

condition, et une même quantité de cellules est prélevée dans chaque milieu (1 000 000 

de cellules) et centrifugée (5 minutes à 310 g), ceci afin de quantifier et comparer 

l’expression de la protéine Hsp90 N-terminal. Une fois la lyse des cellules (1 mL de 

tampon de lyse : Tris HCl 25 mM pH 7,4, NaCl 150 mM, SDS 0,1 %, IGEPA 1 %, DNAse/

RNAse 1 %, pendant 20 minutes à 4℃) et la centrifugation du produit de la lyse réalisées 

(20 minutes à 16100 g), une analyse par western blot du surnageant est effectuée. Pour 

cela, les différents échantillons (15 µl) sont supplémentés avec les réactifs 

Invitrogen™ NuPAGE™ Sample Reducing Agent (10x) et LDS Sample Buffer (4x), dénaturés 

(à 100℃ pendant 10 minutes) et chargés sur un gel d’acrylamide 15 %. La migration des 

échantillons est réalisée sur un système Bio-Rad Mini-Protein® Tetra System, dans un 

tampon Tris 50 mM, Glycine 380 mM et SDS 20 % (v/v). Les protéines sont par la suite 

transférées sur une membrane Amersham™ Hybond™ P 0,45 PVDF, grâce au système Bio-

Rad Mini Trans-Blot® (100 V, 200 mA, pendant 1,25 heures), dans un tampon Tris 50 mM, 

Glycine 380 mM et Ethanol 15 %. La membrane est ensuite saturée en protéines (PBS 1x, 
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Conditions Temoin + 1 2 3 4 5 6 Témoin -

Volume culture 4 mL 4 mL 4 mL 4 mL 4 mL 4 mL 4 mL
4 mL 

Cellules non 
transfectées

Milieu de 
culture 

FreeStyle 
293

ESF-SFM 
déplété

ESF-SFM 
déplété

ESF-SFM 
déplété

ESF-SFM 
déplété

ESF-SFM 
déplété

ESF-SFM 
déplété

FreeStyle 
293

Concentration 
des mélanges 
réactionnels 

pour 
recomplémenter 

le milieu

- 1/2x* 1x* 2x* 4x* 6x* 8x* -

L-Tyrosine** -
500 µL 

(soit 0,5 
mg)

500 µL 
(soit 0,5 

mg)

500 µL 
(soit 0,5 

mg)

500 µL 
(soit 0,5 

mg)

500 µL 
(soit 0,5 

mg)

500 µL 
(soit 0,5 

mg)
-

Tableau 7 : Optimisation de la concentration en acides aminés. * Les huit mélanges 
réactionnels d’acides aminés (cf. Tableau 6 p. 132) dilué au 1/200ème = 1/2x ; au 1/100ème = 
1x ; au 1/50ème = 2x ; au 1/25ème = 4x ; au 1/16,7ème = 6x ; au 1/12,5ème = 8x. ** 3 mg de L-Tyr 
sont diluées dans 3 mL de milieu ESF-SFM déplété, avant d’ajuster le pH (du milieu + tyrosine) 
à 8, et de stériliser cette solution par filtration (0,22 µm, sous hotte en environnement 
stérile).



lait écrémé en poudre 5 % et Tween20 0,05 %) et incubée avec un anticorps (ici, seul un 

anticorps est utilisé : α-His-HRP («  Horseradish Peroxidase  »), A7058, Sigma (dil. 

1/1000), PBS 1x et lait écrémé en poudre 5 %). Après un lavage extensif de la membrane 

(PBS 1x, Tween20 0,05 %), un agent révélant (Pierce™ Western Blot Signal Enhancer, 

Thermo Scientific™) est appliqué pour une visualisation par chimioluminescence (Chemi 

Hi Sensitivity ChemiDoc™ MP Imaging System Bio-Rad). Notons que l’ensemble des 

analyses par western blot présentées par la suite suivront le même protocole (à 

l'exception des anticorps qui peuvent changer). 

 L’influence du glucose et des vitamines a également été testée (cf. Annexe 2 p. 

237). Après quatre jours d’expression, un comptage des cellules est réalisé pour chaque 

condition et un même volume de milieu de culture est prélevé (volume de 1,5 mL) afin 

de quantifier et comparer l’expression de la protéine Hsp90 N-terminal. Ainsi, une fois la 

lyse des cellules (20 minutes à 4℃) et la centrifugation du produit de la lyse réalisées 

(20 minutes à 16100 g), une analyse des taux d’expression a été réalisée par western 

blot du surnageant (anticorps : α-His-HRP, A7058, Sigma). 

 D’après la littérature (Gossert et al., 2011 ; Zhang et al., 2017), l’ajout d’extrait 

de levure (dialysé ou non) génère une croissance cellulaire et une expression protéique 

identiques une fois les cellules d’insectes transférées dans le milieu de marquage 

spécifique (cf. III.3.3. p. 113). Un dernier test d’optimisation a donc été mené sur cette 

base, en ajoutant les mélanges réactionnels d’acides aminés et de l’extrait de levure 

dialysé ou non (cf. Annexe 3 p. 238). Après quatre jours d’expression, un comptage des 

cellules est réalisé pour chaque condition et une même quantité de cellules est prélevée 

dans chaque milieu (1 000 000 de cellules) pour quantifier et comparer l’expression de 

la protéine Hsp90 N-terminal par western blot (anticorps : α-His-HRP, A7058, Sigma), 

comme précédemment décrit. 
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 V.2.2. Protocole d’expression et de purification de la protéine Hsp90 N-

terminal 

 Dans le but de valider la composition du milieu développé et de comparer les 

rendements protéiques, la purification de la protéine Hsp90 N-terminal, exprimée dans 

le milieu de culture standard (FreeStyle 293) et dans le milieu de marquage spécifique 

(ESF-SFM déplété et recomplémenté en acides aminés non marqués), a été réalisée. 

 Dans un premier temps, 100 mL de cellules HEK 293F, à une densité de 1,5*106 

cellules/mL, ont été transfectées avec l’ADNc de la protéine cible dans le milieu 

FreeStyle 293F (200 µg PEI pour 100 µg d’ADNc Hsp90 N-terminal). Après quatre heures 

sous agitation en incubateur (temps nécessaire pour permettre la transfection des 

cellules), la culture a été centrifugée (5 minutes à 310 g) et les cellules lavées au PBS 

(10 mL puis re-centrifugées) afin d’éliminer toute trace de milieu FreeStyle 293. En 

parallèle, le milieu de culture destiné au marquage spécifique des protéines a été 

composé. Pour cette expérience visant simplement à étudier les niveaux d’expression 

protéiques, seuls des acides aminés non marqués ont été ajoutés au milieu de culture. 

Ainsi, les cellules (transfectées et lavées) ont été re-suspendues dans le milieu ci-après 

(Tableau 8), pour une expression sur quatre jours. 
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Condition 
Hsp90 N-terminal 

non marquée

Volume culture 100 mL

Milieu de culture ESF-SFM déplété

L-Tyrosine 13 mg

Concentration des 
mélanges réactionnels 
pour recomplémenter 

le milieu

1x

Tableau 8 : Composition du milieu d’expression. Les acides aminés supplémentés au milieu sont 
non marqués.



Au bout de quatre jours d’expression, la culture est centrifugée (5 minutes à 310 g) et 

les cellules lysées (20 mL de tampon de lyse, cf. p. 134). Le lysat est de nouveau 

centrifugé (20 minutes à 41400 g) et le surnageant filtré (0,22 µm) avant d'être dilué 

avec 80 mL de tampon HSP A (Sodium phosphate 20 mM pH 7,4, NaCl 500 mM, MgCl2 5 

mM, 2-mercaptoéthanol 0,05 %). Cette nouvelle solution (de 100 mL) est chargée sur une 

colonne Ni-NTA (1 mL de résine), puis deux lavages sont réalisés, le premier avec le 

tampon HSP A (10 mL) et le second avec le tampon HSP A + 17 mM d’imidazole (10 mL). 

Pour finir, 15 mL de tampon HSP A + 250 mM d’imidazole sont ajoutés à la colonne afin 

d’éluer les protéines. 

Les fractions sont analysées par SDS-PAGE. Celles contenant la protéine d’intérêt sont 

rassemblées et concentrées jusqu'à 500 µL, puis centrifugées et injectées sur une 

colonne Superdex 200 10/300 GL (équilibrée en tampon GF : HEPES 20 mM pH 7,5, NaCl 

150 mM, Tris(2-carboxyethyl)phosphine (TCEP) 1 mM). Les fractions correspondant à la 

protéine purifiée ont été concentrées. La protéine est alors quantifiée par mesure de 

l’absorbance à 280 nm, puis congelée et stockée à -20°C. 

 Afin de comparer les rendements protéiques engendrés par les différents milieux 

de culture (milieu commercial ou milieux développés pour le marquage isotopique), la 

protéine Hsp90 N-terminal a aussi été exprimée et purifiée dans un milieu de culture 

marqué en ajoutant 100 mg/L de U-[1H], [13C1H3]ε-Met (299146, Sigma Aldrich) ; 100 

mg/L de U-[1H], [13C1H3]β-Ala (CLM-117-pk) ; 100 mg/L de 15N-2,3,3,4,4,4-(D5)-

proS-13CH3-L-Val (NMR-Bio) ; 100 mg/L de 15N-2,3,4,4-(D4)-3-méthyl-(D3) 5-13CH3-L-

Ileδ1 (NMR-Bio) et 100 mg/L de 2,3-(D2) 4-(13CH3)-L-Thr (NMR-Bio). La nomenclature de 

ces acides aminés est simplifiée pour la suite en : 13CH3-Met, 13CH3-Ala, 13CH3-ValproS, 

13CH3-Ileδ1, 13CH3-Thr. Pour cela, les cellules HEK 293F (transfectées et lavées) sont re-

suspendues dans le milieu de marquage suivant (Tableau 9). 
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Une fois la protéine Hsp90 N-terminal exprimée, purifiée et quantifiée, celle-ci est 

analysée par RMN. Pour ce faire, elle est concentrée jusqu'à 90 µL (~ 100 µM) et 10 % de 

D2O sont ajoutés à l’échantillon avant que ce dernier ne soit placé dans un microtube 

Shigemi 3 mm. Cet ajout de D2O est indispensable pour bloquer le signal 

électromagnétique du spectromètre sur l’échantillon protéique lors du paramétrage et 

de l’acquisition du spectre RMN.  

Pour finir, un spectre 2D de l’échantillon est acquis sur un spectromètre 700 MHz équipé 

d’une cryosonde, grâce à une expérience «  Selective Optimized Flip Angle Short 
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Condition 
Hsp90 N-terminal 

marquée 13CH3-Met/-Ileδ1/-ValproS/-Thr/-Ala

Volume culture 100 mL

Milieu de culture ESF-SFM déplété

Concentration des mélanges réactionnels 
EAA, NEAA et Leu pour recomplémenter le 

milieu
1x

L-Tyrosine* 130 mg/L

13CH3-Met* 100 mg/L

13CH3-Ileδ1* 100 mg/L

13CH3-ValproS* 100 mg/L

13CH3-Thr* 100 mg/L

13CH3-Ala* 100 mg/L

β-chloro-alanine* 
 (inhibiteur des alanines transaminases)

5 mg/L

Tableau 9 : Composition du milieu de marquage spécifique. Les acides aminés supplémentés 
sont marqués. * Chaque constituant a été prélevé (solution) ou pesé (poudre) puis dissous dans 
30 mL de milieu de culture (ESF-SFM déplété), avant que le pH ne soit ajusté à 8 et la solution 
stérilisée. 



Transient Heteronuclear Single Quantum Coherence » (SOFAST-HMQC). Cette expérience 

permet l'enregistrement de spectres de corrélation hétéronucléaire bidimensionnels de 

protéines en quelques secondes, avec un gain significatif de sensibilité du signal 15N et 

13C en comparaison avec des expériences de détection 1H - 15N et 1H - 13C standards 

(Schanda et al., 2005). Par conséquent, bien que la concentration de l’échantillon soit 

suffisante pour des analyses RMN standards, cette expérience permet de réduire 

significativement la durée d’acquisition (1 à 2 heures suffisent), tout en maintenant une 

importante résolution du signal des groupements 13CH3 présents sur Hsp90 N-terminal. 

 En parallèle du développement du milieu de marquage spécifique, un milieu de 

marquage uniforme a également été mis au point. Pour cela, l’expression de la protéine 

a été réalisée dans un milieu recomplémenté avec de l’extrait de levure marqué. Ainsi, 

pour un marquage uniforme 15N de la protéine Hsp90 N-terminal, les cellules 

(transfectées et lavées) ont été re-suspendues dans le milieu suivant (Tableau 10). 

Une fois la protéine exprimée et purifiée (en utilisant le même protocole que 

précédemment détaillé), 10 % de D2O sont ajoutés à la protéine purifiée et concentrée 

(à ~ 113 µM) afin de permettre l’acquisition d’un spectre RMN 2D de la protéine U-[1H, 

15N]-Hsp90 N-terminal (sur un spectromètre 700 MHz et à partir d’une expérience 

SOFAST-HMQC). 
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Condition 
Hsp90 N-terminal 

marquée U-[1H, 15N]

Volume culture 100 mL

Milieu de culture ESF-SFM déplété

Extrait de levure U-[1H, 15N]* (Collaboration 
Dr. Nadine ASSRIR, ICSN Gif/Yvette)

4 g/L

15NH4Cl* 5 mM

Tableau 10 : Composition du milieu de marquage uniforme. * Chaque constituant a été pesé 
puis dissous dans 30 mL de milieu de culture (ESF-SFM déplété) avant que le pH ne soit ajusté à 
8 et la solution stérilisée.



 V.2.3. Mesure du taux d’incorporation des 13CH3-acides aminés  

 Dans le processus de développement d’un premier milieu de marquage spécifique 

de protéines exprimées en cellules HEK 293, il est nécessaire de caractériser et 

quantifier le taux d’incorporation de chaque 13CH3-acide aminé supplémenté au milieu 

de marquage. Pour une telle quantification, deux étapes sont nécessaires. Dans un 

premier temps, une courbe d’incorporation doit être établie pour chaque 13CH3-acide 

aminé. Cette courbe, dont l’allure attendue présente une phase croissante puis un 

plateau, permet d’identifier la quantité en acides aminés marqués pour laquelle tout 

ajout supplémentaire de résidus marqués au milieu n’augmentera pas le taux 

d’incorporation de ce dernier. Dans un deuxième temps, un nouvel échantillon protéique 

sera produit avec cette quantité d’acide aminé définie comme minimale (pour une 

incorporation maximale) avant d’être analysé par spectrométrie de masse. De cette 

analyse pourra être déduit (en faisant la différence de masse entre la protéine non 

marquée et marquée) le nombre d’acides aminés marqués incorporés à la protéine, et 

donc le taux d’incorporation de chaque sonde. 

 Pour produire les courbes d’incorporation de chaque 13CH3-acide aminé, différents 

marquages de la protéine Hsp90 N-terminal ont été réalisés.  

 i. Afin d’identifier le maximum d’incorporation des résidus 13CH3-Ileδ1, -ValproS et 

-Thr, quatre marquages combinatoires 13CH3-Met/-Ileδ1/-ValproS/-Thr de la protéine Hsp90 

N-terminal ont été réalisés, avec quatre concentrations différentes en 13CH3-Ileδ1, ValproS 

et Thr : 40 mg/L, 60 mg/L, 80 mg/L, 100 mg/L. La concentration en 13CH3-Met a, quant 

à elle, été fixée pour chaque échantillon (200 mg/L). En effet, les courbes 

d’incorporation sont produites en réalisant la différence de la moyenne des intégrations 

des pics correspondant aux résidus 13CH3-Met et celle des pics correspondant aux résidus 

13CH3-Ileδ1 ou 13CH3-ValproS ou 13CH3-Thr (ceci à l’aide du logiciel TopSpin®, version 4.1.3, 

Bruker). Ainsi, en fixant (arbitrairement) qu’une concentration de 200 mg/L de 13CH3-

Met permet une incorporation de 100 % de ce résidu, celui-ci peut servir de référence 

pour l’établissement des courbes d’incorporation de chacun des autres résidus. La 

protéine Hsp90 N-terminal a donc été exprimée (en utilisant le même protocole que 

précédemment détaillé) dans les quatre conditions suivantes (Tableau 11).  
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 ii. Avant toute expérience visant à produire la courbe d'incorporation des 13CH3-

Ala, une optimisation du protocole de marquage a été nécessaire afin d'accroître le taux 

d'incorporation de cet isotope. Ainsi, différentes conditions ont été testées dans le but 

d’en identifier une générant une intensité du signal RMN comparable au signal des 13CH3-

Met (ce qui n’a pas été le cas lors du marquage des 13CH3-Ala dans l’échantillon marqué 

13CH3-Met/-Ileδ1/-ValproS/-Thr/-Ala, cf. Tableau 9 p. 138). 

- La première condition d’optimisation testée représentait un ajout de huit fois plus 

d’inhibiteur des alanines transaminases que dans la condition initiale 13CH3-Met/-Ile/-

ValproS/-Thr/-Ala (cf. Tableau 9 p. 138). Ainsi, les cellules (transfectées dans le milieu 

FreeStyle 293 et lavées) ont été re-suspendues dans le milieu de marquage formulé avec 
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Conditions
Hsp90 N-terminal 

marquée : 100 mg/L  
13CH3-IVT

Hsp90 N-terminal 
marquée : 80 mg/L  

13CH3-IVT

Hsp90 N-terminal 
marquée : 60 mg/L  

13CH3-IVT

Hsp90 N-terminal 
marquée : 40 mg/L  

13CH3-IVT

Volume culture 100 mL 100 mL 100 mL 100 mL

Milieu de culture ESF-SFM déplété ESF-SFM déplété ESF-SFM déplété ESF-SFM déplété

L-Tyrosine* 130 mg/L 130 mg/L 130 mg/L 130 mg/L

Concentration 
des mélanges 
réactionnels 

EAA, NEAA, Ala 
et Leu

1x 1x 1x 1x

Concentration 
en acides 

aminés marqués 
13CH3-Met*

200 mg/L 200 mg/L 200 mg/L 200 mg/L

Concentration 
en acides 

aminés marqués 
13CH3-IVT*

100 mg/L 80 mg/L 60 mg/L 40 mg/L

Tableau 11 : Composition des milieux de marquage spécifique pour l’établissement des courbes 
d’incorporation des 13CH3-Ile, Val et Thr. * Chaque constituant a été prélevé (solution) ou pesé 
(poudre) puis dissous dans 30 mL de milieu de culture (ESF-SFM déplété), avant que le pH ne 
soit ajusté à 8 et la solution stérilisée.



le milieu ESF-SFM déplété (100 mL final), supplémenté avec 40 mg/L de β-chloro-alanine 

et tous les mélanges réactionnels d’acides aminés non marqués (à la concentration de 

1x), exception faite des mélanges réactionnels Met et Ala qui sont substitués par 80 mg/

L de 13CH3-Met et 80 mg/L de 13CH3-Ala. 

- Les trois conditions suivantes reposent sur l'élimination d’une réserve (supposée) 

d’alanine non marquée au sein des cellules. Ainsi, les cellules HEK 293F, ont été 

transférées, 48 heures, 24 heures ou juste avant la transfection, dans du milieu ESF-SFM 

déplété, recomplémenté avec 40 mg/L de β-chloro-alanine et tous les mélanges 

réactionnels d’acides aminés non marqués (concentration 1x), sauf le mélange 

réactionnel Ala. Ainsi, une fois cette réserve (supposée) d’alanine non marquée épuisée, 

les cellules sont transfectées (avec l’ADNc de Hsp90 N-terminal) dans ce même milieu 

(soit le milieu ESF-SFM avec la β-chloro-alanine et tous les mélanges réactionnels, sauf 

celui de l’alanine), avant d’être transférées dans le milieu de marquage (identique pour 

les trois contions), composé du milieu ESF-SFM déplété (100 mL final), plus 40 mg/L de 

β-chloro-alanine et tous les mélanges réactionnels d’acides aminés non marqués (à la 

concentration de 1x), exception faite des mélanges réactionnels Met et Ala qui sont 

substitués par 80 mg/L de 13CH3-Met et 80 mg/L de 13CH3-Ala. 

Notons toutefois que cette stratégie n’a pu être réalisée qu’une seule fois au cours de 

cette thèse, car un seul lot de milieu ESF-SFM déplété a généré une expression de la 

protéine Hsp90 N-terminal (bien que faible), une fois les cellules transfectées dans ce 

même milieu, c’est pourquoi toutes les transfections des cellules ont été réalisées dans 

le milieu de culture FreeStyle 293 avant leur transfert dans les différents milieux de 

marquage. 

- Une dernière condition a été testée avec l’ajout de L-cyclo-sérine comme inhibiteur 

des alanines transaminases. Pour rappel, cet inhibiteur est largement utilisé lors du 

marquage des alanines en cellules d’insectes. Ainsi, dans le cas présent, les cellules 

(transfectées, dans le milieu FreeStyle 293, et lavées) sont re-suspendues dans le milieu 

de marquage formulé avec le milieu ESF-SFM déplété (100 mL final), plus 5 mg/L de L-

cyclo-sérine et tous les mélanges réactionnels d’acides aminés non marqués (à la 

concentration de 1x), exception faite des mélanges réactionnels Met et Ala qui sont 

substitués par 80 mg/L de 13CH3-Met et 80 mg/L de 13CH3-Ala. 

142



Puis, pour réaliser les courbes d’incorporation, la même stratégie a été appliquée, soit 

la production de quatre échantillons contenant quatre concentrations différentes en 

13CH3-Ala et une même concentration en 13CH3-Met (cf. Annexe 4 p. 239). Ainsi, une fois 

la protéine Hsp90 N-terminal exprimée dans ces différentes conditions, purifiée et 

analysée par RMN (d'après la même expérience SOFAST-HMQC et sur un spectromètre 700 

MHz), il peut être calculé et produit la courbe d’incorporation des 13CH3-Ala (d'après la 

même méthode que celle appliquée aux résidus Ile, Val et Thr, et avec le même logiciel 

de traitement, TopSpin® version 4.1.3, Bruker). 

 Dès lors qu’il a été déterminé pour chaque 13CH3-acide aminé une valeur à 

laquelle le taux d’incorporation n'augmente pas, et ce malgré un accroissement des 

quantités d’acides aminés marqués supplémentés au milieu de marquage, sept nouvelles 

productions (de Hsp90 N-terminal marquée ou non) ont été entreprises dans le but de 

calculer le taux d’incorporation pour chacun de ces résidus. 

Ces productions reposent sur les mêmes protocoles d’expression et de purification, 

avec, toutefois, un milieu de marquage composé différemment suivant les échantillons 

protéiques à produire (Tableau 12). L’utilisation des acides aminés marqués U-[1H, 13C, 

15N] s’explique par la nécessité d’accroître le plus possible la masse de chaque résidu 

incorporé. En effet, plus la différence de masse sera importante entre un résidu 

incorporé ou non, meilleure sera la confiance dans les taux d'incorporation calculés.  

Il convient de noter l’absence de courbes d'incorporation réalisées pour la méthionine et 

la leucine. Cependant, ces deux acides aminés étant essentiels et, au vu des courbes 

d’incorporation identiques pour cette famille d’acides aminés, il a donc été supposé que 

80 mg/L de 13CH3-Met et -Leu (supplémentés au milieu) permettraient une incorporation 

maximale. 
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Conditions

Hsp90 N-
terminal 

marquée : 80 
mg/L  

13CH3-Met

Hsp90 N-
terminal 

marquée : 80 
mg/L  

[1H, 13C, 
15N]-Ile

Hsp90 N-
terminal 

marquée : 80 
mg/L  

[1H, 13C, 
15N]-Val

Hsp90 N-
terminal 

marquée : 80 
mg/L  

[1H, 13C, 15N]-
Thr

Hsp90 N-
terminal 

marquée : 80 
mg/L  

[1H, 13C, 15N]-
Leu

Hsp90 N-
terminal 

marquée : 80 
mg/L  

13CH3-Ala

Hsp90 N-
terminal 

non marquée

Volume 
culture 100 mL 100 mL 100 mL 100 mL 100 mL 100 mL 100 mL

Milieu de 
culture 

ESF-SFM 
déplété

ESF-SFM 
déplété

ESF-SFM 
déplété

ESF-SFM 
déplété

ESF-SFM 
déplété

ESF-SFM 
déplété

FreeStyle 
293

L-Tyrosine 130 mg/L 130 mg/L 130 mg/L 130 mg/L 130 mg/L 130 mg/L -

Concentration 
des mélanges 
réactionnels 
EAA et NEAA

1x 1x 1x 1x 1x 1x -

Concentration 
en 13CH3-Met 

OU  
Mélange 

réactionnel

80 mg/L Met 1x Met 1x Met 1x Met 1x Met 1x -

Concentration 
en [1H, 13C, 

15N]-Ile 
OU  

Mélange 
réactionnel

Ile 1x 80 mg/L Ile 1x Ile 1x Ile 1x Ile 1x -

Concentration 
en [1H, 13C, 

15N]-Val  
OU  

Mélange 
réactionnel

Val 1x Val 1x 80 mg/L Val 1x Val 1x Val 1x -

Concentration 
en [1H, 13C, 

15N]-Thr  
OU  

Mélange 
réactionnel

Thr 1x Thr 1x Thr 1x 80 mg/L Thr 1x Thr 1x -

Concentration 
en [1H, 13C, 

15N]-Leu  
OU  

Mélange 
réactionnel

Leu 1x Leu 1x Leu 1x Leu 1x 80 mg/L Leu 1x -

Concentration 
en 13CH3-Ala 

OU  
Mélange 

réactionnel

Ala 1x Ala 1x Ala 1x Ala 1x Ala 1x 80 mg/L -

L-cyclo-
sérine* - - - - - 5 mg/L -

Tableau 12 : Composition des milieux de marquage spécifique pour le calcul du taux 
d’incorporation de chaque acide aminé marqué.



Une fois l’expression de Hsp90 N-terminal au sein de ces milieux et les purifications 

réalisées, ces sept échantillons ont été remis à la plateforme de spectrométrie de masse 

de l’IBS afin de mesurer la masse de chaque protéine par ionisation par 

électronébuliseur - temps de vol (ESI-TOF). Cette mesure est indispensable pour 

entreprendre le calcul du taux d’incorporation. Pour rappel, ce taux est calculé à partir 

de la différence de masse entre la masse de la protéine marquée attendue si le taux 

d’incorporation est de 100 %, et la masse réelle calculée par MS.  

 V.2.4. Application du milieu de marquage spécifique à la protéine HSulf-2 

 Le milieu de marquage spécifique mis au point a permis d’initier l’étude de la 

protéine HSulf-2 par RMN. 

 La protéine HSulf-2 ΔHD marquée sur les 13CH3-Met a été produite par ajout d’un 

excès de 13CH3-Met (0,5 g/L) au milieu de culture FreeStyle 293 (marquage en excès).  

Après quatre jours d’expression, la protéine a été purifiée comme décrit précédemment 

(cf. V.1.1. p. 125), à l'exception de la chromatographie échangeuse d’ions qui n’a pas 

été réalisée (le milieu conditionné étant directement chargé sur colonne Ni-NTA). 

Une fois le résultat de la purification analysé par SDS-PAGE, les fractions correspondant 

à la protéine d'intérêt ont été concentrées (jusqu’à 90 µL) et 10 % de D2O (v/v) ont été 

rajoutés à l’échantillon, avant qu’un spectre RMN 2D ne soit acquis (sur un spectromètre 

700 MHz équipé d’une cryosonde, d’après la même méthode SOFAST-HMQC). 

Une fois pure, la protéine HSulf-2 ΔHD marquée 13CH3-Met a été digérée à la trypsine 

(d’après le même protocole qu’appliqué pour HSulf-2 ΔSG) et purifiée par 

chromatographie d’exclusion (Superdex 75 10/300 GL), puis ré-analysée par RMN.  

 La protéine HSulf-2 ΔHD marquée sur les 13CH3-Met/-Ileδ1/-Thr a été produite dans 

le milieu de marquage composé du milieu ESF-SFM déplété, plus tous les mélanges 

réactionnels d’acides aminés non marqués (à la concentration de 1x), exception faite 

des mélanges réactionnels Met, Ile et Thr qui ont été substitués par 80 mg/L de 13CH3-

Met/-Ileδ1/-Thr. Après quatre jours d’expression, la protéine a été purifiée et analysée 

par RMN. 
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 Les protéines HSulf-2 ΔHD V1 et V2 (cf. Figure 15E et 15F p. 124) marquées 13CH3-

Met ont été produites et analysées selon les mêmes protocoles. Ces protéines sont des 

dérivées de la protéine HSulf-2 ΔHD où quelques dizaines d’acides aminés ont été 

éliminés en position N et C-terminale. 

 Une autre construction de la protéine HSulf-2, HSulf-2 ΔHDc (cf. Figure 15D p. 

124) a été analysée par RMN. Pour cela, 300 mL de cellules HEK 293F, à une densité de 

1,5*106 cellules/mL, ont été transfectées (600 µg PEI pour 300 µg de vecteur HSulf-2 

ΔHDc) dans du milieu FreeStyle 293 en présence de 0,5 g/L de 13CH3-Met. Après quatre 

jours d’expression et un protocole de purification rigoureusement identique à celui 

développé pour HSulf-2 ΔSG, un spectre RMN 2D a été acquis. Puis, l’échantillon a été 

récupéré, et 1 mM de sulfocalix-[4]-arène a été rajouté avant l’acquisition d’un nouveau 

spectre RMN 2D (expérience SOFAST-HMQC sur un spectromètre 700 MHz équipé d’une 

cryosonde). 

 Pour finir, le domaine catalytique de HSulf-1, un homologue de HSulf-2, a été 

analysé par RMN. Ainsi, d’après la même stratégie que détaillée précédemment, un 

premier marquage en excès a été réalisé à partir d’une expression en milieu FreeStyle 

293 supplémenté avec 0,5 g/L de 13CH3-Met et d’une lignée cellulaire stabilisée 

exprimant HSulf-1 ΔHD de manière continue. Une fois la purification réalisée, d’après le 

même protocole qu’établi pour HSulf-2 ΔHD, un spectre RMN 2D de la protéine a été 

acquis (après ajout de 10 % de D2O (v/v) et une expérience SOFAST-HMQC sur un 

spectromètre 700 MHz équipé d’une cryosonde). 

V.3. Etudes structurales de la protéine HSulf-2 par cryo-EM 

 Cette étude a été réalisée en collaboration avec le Dr. Rebekka Wild (chargée de 

recherche CNRS, IBS-SAGAG). Grâce à cette collaboration, deux jeux de données ont pu 

être acquis pour la protéine HSulf-2 ΔSG (exprimée et purifiée comme détaillé dans la 

première partie, cf. V.1.1. p. 125). Le premier jeu de données a été enregistré sur un 

microscope ThermoFisher Scientific GLACIOS 200kV FEG équipé d’une caméra de 

détection directe GATAN K2, et le deuxième sur un microscope Titan Krios 300 kV FEG 

équipé d’une caméra de détection directe GATAN K3.  
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Afin d’effectuer ces analyses, des conditions de préparation des grilles de microscopie 

ont tout d’abord été établies. Pour cela, plusieurs grilles ont été produites à l’aide d’un 

appareil Vitrobot System (ThermoFisher Scientific) et d'après le protocole suivant : 7 µL 

d’échantillon sont déposés sur une grille Quantifoil 1.2/1.3 Cu mesh 300 carbon coated, 

dans une atmosphère où l’humidité et la température sont régulées (100 % et 4°C). 

Notons que ces grilles ont préalablement été soumises à une décharge luminescente 

(« glow discharge ») générant une ionisation des atomes de cuivre composant la grille. 

Après 5 secondes d’attente (une fois l’échantillon déposé), de manière automatique, la 

solution protéique présente sur la grille est enlevée par absorption sur papier filtre 

(pendant 6 secondes avec une force de 0). Une fois l'absorption de l’excédent de liquide 

réalisée, sans temps d’attente, la grille est plongée (rapidement et toujours de manière 

automatique) dans de l’éthane liquide. Pour finir, la grille est transférée dans de l’azote 

liquide et maintenue dans cet environnement avant d’être visualisée. 

L’analyse des grilles puis la collecte d’images (réalisées par le Dr. Rebekka Wild sur un 

microscope Glacios (IBS, Grenoble) et au réseau et infrastructure nationale FRISBI 

(IGBMC, Strasbourg) sur un microscope Titan Krios) a permis l’acquisition de deux jeux 

de données qui ont été analysés par le logiciel de traitement cryoSPARC v3.2 (traitement 

réalisé par le Dr. Rebekka Wild). 

 Au vu des résultats, il a été tenté de produire une forme stable de complexe 

HSulf-2 ΔSG/Substrat afin d'accroître la structuration de la protéine et la qualité du jeu 

de données acquis. Ainsi, des tests de réticulations ont été entrepris.  

Le premier test repose sur la stabilisation d’un complexe HSulf-2 ΔSG avec des chaînes 

d’HP ou un octasaccharide purifié d’héparine, DP8 (dont la composition est une 

répétition de quatre unités [IdoA(2S), GlcNS(6S)]). Pour ce faire, un traitement du 

substrat à l’EDC/NHS (EDC 12 mM et NHS 30 mM) a été réalisé pendant 10 minutes. 

L’utilisation de l’EDC (1-Ethyl-3-[3-diméthylaminopropyl]-carbodiimide hydrochloride) 

s’explique par sa propriété à réagir avec les groupements carboxyles pour former un 

intermédiaire de réaction pouvant interagir avec des groupements amines de la 

protéine. Cet intermédiaire étant toutefois instable, l’ajout de NHS (N-

hydroxysuccinimide) permet de le stabiliser. La réaction est ensuite stoppée et les 

réactifs libres sont inactivés par ajout de 1 % de 2-mercaptoéthanol (20 mM final). La 

protéine d’intérêt (purifiée dans un tampon HEPES 20 mM pH 8, NaCl 200 mM et 
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concentrée à 700 nM finale) est ensuite ajoutée au substrat « activé » (concentration 

finale : 3 µM) et incubée pendant 2 heures à 20℃, dans le but de former des complexes 

HSulf-2 ΔSG/Substrat covalents. Pour finir, la réaction est terminée par blocage des 

esters activés avec une solution de Tris 1 M pH 8 (concentration finale : 100 mM).  

La deuxième méthode repose sur la formation de liaisons covalentes inter-HSulf-2 ΔSG. 

Pour ce faire, 300 µg de protéines préalablement purifiées dans un tampon HEPES 20 mM 

pH 8, NaCl 200 mM, sont incubées avec de 0,5 % à 2,3 % de glutaraldéhyde fraîchement 

préparé pendant 1 à 7 minutes (suivant les tests) à 20℃. La réaction est terminée par 

l’addition d’une solution concentrée de Tris 1 M pH 8. 

Une fois ces réactions analysées par western blot, d’après le même protocole que 

précédemment détaillé (exception faite d’une migration des échantillons sur un gel 

d’acrylamide 10 % et des anticorps utilisés (anticorps primaire : R-19, anticorps 

polyclonal de lapin ciblant spécifiquement la région interne du domaine HD, dil. 1/1000, 

et anticorps secondaire : α-rabbit-HRP, JIR 111-035-045, dil. 1/10000, cf. protocole p. 

134-135), des grilles en colorations négatives ont été réalisées d’après le protocole 

suivant : 10 µL d’échantillon (HSulf-2 ΔSG/Substrat) concentrés à 0,013 mg/mL sont 

déposés sur une grille Quantifoil Cu mesh 400. Après 1 minute d’attente la solution 

protéique est retirée de la grille à l’aide d’un papier filtre (par absorption). Puis, deux 

lavages de la grille sont réalisés avec de l’eau distillée et cette eau est retirée par 

absorption (deux fois 20 µL de lavage, avec absorption sans temps d’attente entre et 

pendant les lavages). Pour finir, 10 µL de colorant Sodium Silico Tungstate  (SST) 1 % sont 

déposés sur la grille pendant 30 secondes avant d’être retirés par absorption. Une fois la 

grille sèche, cette dernière est visualisée sur un microscope FEI Tecnai F20 200 kV FEG 

équipé d’une caméra Ceta FEI. 

 En parallèle des essais de formation de complexes HSulf-2 ΔSG/Substrat ont été 

entrepris avec un ratio croissant en HP (1:1 à 1:16) (m/m). Une fois ces réactions 

terminées (15 minutes à 4℃), des grilles de colorations négatives ont été réalisées 

suivant le même protocole que précédemment détaillé (grilles Cu mesh 400, 130 µg 

HSulf-2 ΔSG/HP, coloration SST 1 %) et visualisées sur un microscope FEI Tecnai F20 200 

kV FEG équipé d’une caméra Ceta FEI. 
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VI. Résultats  

VI.1. Essais cristallographiques : les stratégies d’optimisation 

 Lors de précédents travaux sur le projet Sulf, des tests de cristallogenèse ont été 

menés sur différentes protéines, comme HSulf-2 WT (protéine totale avec sa chaîne de 

GAG) (cf. Figure 15A p. 123), HSulf-2 ΔSG (protéine totale sans chaîne de GAG) (cf. 

Figure 15B p. 123) et HSulf-2 ΔHD (maintien des domaines CAT et C-terminal, et délétion 

du domaine HD) (cf. Figure 15C p. 123). Cependant, aucune condition n’a permis 

l’obtention de cristaux diffractants, ce qui peut vraisemblablement s’expliquer par les 

propriétés de flexibilité et de faible structuration de la protéine HSulf-2 (cf. II.3.1. p. 

83). De plus, ces protéines ont été exprimées dans des cellules HEK 293F. Or, l’utilisation 

de ces cellules génère des PTMs qui, très probablement, augmentent la flexibilité et 

l'hétérogénéité de la protéine (facteurs limitants pour la cristallogenèse et pouvant 

également diminuer la qualité des données RMN et EM acquises). Par conséquent, dans 

une perspective de diminuer ces facteurs défavorables, des optimisations ont été 

réalisées : (i) en réduisant les N-glycosylations de la protéine, (ii) en conservant 

seulement les régions structurées de HSulf-2 et (iii), et en stabilisant la protéine grâce à 

la présence de substrats. 

 VI.1.1. Essais cristallographiques : HSulf-2 ΔSG 

 Un premier test de cristallogenèse a été réalisé sur la protéine HSulf-2 ΔSG 

(Rappel Figure 15B) où seules les régions protégées de la protéolyse ont été conservées. 

Dans cet objectif, la protéine a été exprimée en cellules HEK 293F, et après quatre jours 

d’expression, le milieu conditionné a été filtré et chargé sur une colonne HiTRAP 

Sepharose SP High Performance avant qu’une élution par gradient de sel ne soit réalisée. 
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Rappel Figure 15B : Représentation schématique de la protéine HSulf-2 ΔSG.

HSulf-2 ΔSG : 99,3 kDa 
HSulf-2 ΔSG + SNAP/His : 121,3 kDa 
HSulf-2 ΔSG + SNAP/His + ~ 18 kDa N-glycosylation : 139,3 kDa

SG



Le chromatogramme obtenu par mesure de l’absorbance à 280 nm présente deux pics 

élués après 380 mM et 530 mM de NaCl, respectivement (Figure 16A). L’analyse des 

fractions d’élution par SDS-PAGE (Figure 16A) montre que le pic a correspond à des 

contaminants, car de nombreuses bandes apparaissent mais aucune ne présente la masse 

moléculaire attendue de la protéine d’intérêt. En revanche, les fractions correspondant 

au pic b présentent 4 bandes. La bande majoritaire observée entre 95 et 130 kDa du 

marqueur de taille peut correspondre aux domaines SNAP-CAT(-HD) (+ ~ 18 kDa de N-

glycosylation), et le doublet de bande observé entre 43 et 55 kDa peut correspondre au 

double domaine (-HD)-C-terminal. En effet, à cause des différents sites de clivage furine 

que porte le domaine HD, en conditions dénaturantes, la protéine HSulf-2 peut 

présenter une bande à ~ 99 kDa, et une ou plusieurs bandes (suivant le clivage) entre ~ 

40 et 50 kDa, ce qui est en adéquation avec les observations faites à partir du SDS-PAGE. 

Pour finir, une dernière bande de haute masse moléculaire, autour de 130 kDa, est 

présente et pourrait correspondre à la protéine n’ayant subi aucun clivage par la furine.  

Une chromatographie d’affinité a ensuite été réalisée sur une colonne Ni-NTA. Ici, les 

protéines sont chargées sur la colonne afin d'accroître la pureté de la protéine (avec la 

perte d’un contaminant de basse masse moléculaire ; Figure 16B), mais surtout afin de 

réaliser un traitement au phosphate de potassium et chlorure de potassium des 

protéines liées aux ions Ni2+ ; ceci dans le but d’éliminer toutes contaminations à l’ADN. 

Dans l’étape suivante, les étiquettes His et SNAP sont clivés à l’aide de la protéine TEV. 

Bien que l’étiquette SNAP soit clivée, il apparaît que le His ne l’est pas (résultats non 

présentés), suggérant un manque d’accessibilité de la TEV pour le site de coupure C-

terminal. 

Une fois l’étape de clivage réalisée, une chromatographie d’exclusion (Superdex 200 

10/300 GL) a été entreprise afin d'éliminer les derniers contaminants, dont les protéines 

SNAP et TEV. Il en résulte un pic majoritaire présent à un volume d’élution de 10,3 mL 

(Figure 16C). La pureté de la protéine, ainsi que la bonne coupure de l’étiquette SNAP, 

ont été confirmées par SDS-PAGE coloré au bleu de Coomassie (Figure 16C). Sur le gel, 

trois bandes principales sont observées et correspondent toutes à la protéine cible 

(Figure 16D). En effet, après l’analyse de la protéine d’intérêt (avant la réalisation du 

clivage des étiquettes) par western blot, l’ensemble des bandes a été révélé par 

l’anticorps  spécifique à la protéine (Anticorps primaire R-19 ciblant spécifiquement la 

région interne du domaine HD). De ce fait, il peut être avancé avec confiance que la 

bande majoritaire observée à ~ 70 kDa correspond aux domaines CAT - HD N-terminal 
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Figure 16 : Purification de HSulf-2 ΔSG. (A) Chromatographie échangeuse d’ions et SDS-PAGE associé. Les 
fractions 11 à 14 semblent correspondre à la protéine d’intérêt, à l’exception de la bande au-dessus du 
marqueur de taille 35 kDa qui pourrait être une protéine contaminante. (B) Chromatographie d’affinité (Ni-
NTA) : la totalité de la protéine ne s’est pas fixée à la colonne (puits « non retenue »). En revanche, le 
lavage avec 5 mM d’imidazole permet d’éliminer le contaminant de basse masse moléculaire (puits 
Imidazole 5 mM). Pour terminer, la protéine a été éluée (puits Imidazole 250 mM) et un clivage à la TEV a 
été réalisé. (C) Chromatographie d’exclusion : le pic d’élution à 10,3 mL correspond, d'après l’analyse par 
SDS-PAGE, à la protéine pure. (D) Western blot de l'échantillon HSulf-2 ΔSG avant coupure TEV, d’après le 
même protocole que celui présenté p. 144 (Anticorps primaire : R-19, anticorps polyclonal de lapin ciblant 
spécifiquement la région interne du domaine HD, dil. 1/1000, et anticorps secondaire : α-rabbit-HRP, JIR 
111-035-045, dil. 1/10000). L’utilisation de cet échantillon explique pourquoi deux bandes sont révélées 
entre les marqueurs de taille 130 et 170 kDa et autour du marqueur de taille 95 kDa, car un clivage naturel 
de l’étiquette SNAP existe. 
Nomenclature : Etoile = domaine CAT ; Losange = domaine HD ; Carré = domaine C-terminal ; Triangle : 
étiquettes SNAP et His.
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(HD en amont du clivage furine), le doublet de bande entre 43 et 55 kDa correspond aux 

domaines C-terminal - HD C-terminal (HD en aval du clivage furine), et pour finir, la 

bande à ~ 130 kDa correspond à la protéine non clivée par la furine. Ainsi, puisque 

l’ensemble des bandes observées sur SDS-PAGE a été identifié comme étant la protéine 

HSulf-2 ΔSG, les fractions ont été rassemblées et concentrées. Au final, un rendement 

d’environ 1,5 mg/L a été obtenu. 

 Afin d'éliminer les régions flexibles exposées au solvant, qui pourraient empêcher 

la cristallisation de la protéine, cette dernière a été incubée avec de la trypsine (dans 

un rapport molaire trypsine : HSulf-2 de 1:50) pendant 40 minutes à 37°C. Le produit de 

la digestion (HSulf-2 ΔSG - Tryp) a, par la suite, été purifié par chromatographie 

d'exclusion de taille (Superdex200 10/300 GL) (Figure 17A). Le profil d’élution montre un 

pic majoritaire élué à 13,5 mL. Une analyse par SDS-PAGE de ce pic révèle une bande 

pure à ~ 65 kDa (Figure 17A). Au vu de nos connaissances sur cette protéine et des 

données antérieures acquises par des collaborateurs du projet (Dr. Rana El Masri), la 

protéine purifiée correspondrait aux domaines CAT et C-terminal, avec une perte du 

domaine HD (sensible à la digestion tryptique du fait de sa faible structuration). Notons 

pour finir qu’un test d’activité spectrofluorimétrique (4MUS) permettant de mesurer 

l'activité arylsulfatase de la protéine a été réalisé sur les protéines HSulf-2 ΔSG et 

HSulf-2 ΔSG trypsinée. Les résultats de mesure de la fluorescence indiquent que deux 

enzymes sont bien actives (et d'activité équivalente), signifiant que le site actif n’est 

pas affecté par cette digestion (Figure 17B). 
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A l’issue de cette digestion partielle de HSulf-2 ΔSG par la trypsine, les fractions 

contenant le cœur hydrophobe de la protéique (~ 65 kDa) ont été concentrées jusqu'à 

3,5 mg/mL. Cet échantillon protéique a ensuite été divisé en deux : un échantillon 

contenant la protéine seule, et un échantillon où 1 mM de sulfocalix-[4]-arène a été 

rajouté à la protéine. 

 A partir de ces deux échantillons, six plaques de criblage de conditions de 

cristallisation ont été réalisées grâce à la plateforme HTXlab (EMBL, Grenoble) (cf. 

Tableau 4 p. 127). Il est apparu que les plaques contenant HSulf-2 ΔSG trypsinée + 

Sulfocalix-[4]-arène présentaient trois conditions avec, au moins, un cristal (aiguilles, 
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Figure 17 : Purification de HSulf-2 ΔSG traitée par la 
trypsine. (A) Chromatographie d’exclusion : le pic 
d’élution à 13,5 mL correspond, d'après l’analyse par SDS-
PAGE, à une forme protéique résistante, stable et pure. 
(B) Test de l’activité arylsulfatase des protéines cibles. 
L’activité a été mesurée par la désulfatation du substrat 
4MUS (expérience réalisée en triplicata).
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oursins) dans chacune d’elles (Figure 18). Ces résultats sont d’autant plus intéressants 

qu’aucun cristal n’a été observé dans les conditions où la protéine sans Sulfocalix-[4]-

arène est présente (y compris dans les trois conditions présentées dans la figure 18). Par 

conséquent, il est possible que les cristaux observés ne soient pas issus de sels présents 

dans les tampons testés. Ceci étant, l’observation des cristaux obtenus en lumière UV 

n’a pas montré de fluorescence caractéristique d’un cristal de protéines, ce qui pourrait 

présager que ces cristaux ne sont pas des cristaux de protéines mais peut-être de 

sulfocalix-[4]-arène. Toutefois, la fiabilité de ce test est très protéine dépendante et les 

cristaux étant très petits, il est possible que l’information délivrée par l’imagerie UV ne 

soit pas significative. Par conséquent, le cristal B (seul cristal pêchable et analysable) a 

été envoyé au Synchrotron SOLEIL afin de tester sa diffraction. Cependant, aucun 

diagramme de diffraction n’a pu être enregistré. 
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Figure 18 : Tests de cristallogenèse de la protéine 
HSulf-2 ΔSG trypsinée en présence de Sulfocalix-[4]-
arène (à température ambiante). Pour les conditions 
1 et 2, les micro-cristaux sont apparus après 48 
heures, quant aux micro-cristaux de la condition 3, ils 
sont apparus après 24 heures. Condition 1 : Sodium 
acétate 0,1 M pH 4,5, lithium sulfate 0,2 M et PEG 
400 50 % (v/v). Condition 2 : Tris 0,1 M pH 8,5, 
ammonium phosphate monobasic 0,2 M et (+/-)-2-
Methyl-2,4-pentanediol 50 % (v/v). Condition 3 : 
HEPES 0,1 M pH 7,5, ammonium sulfate 0,5 M et MPD 
30 % (v/v).
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VI.1.2. Essais cristallographiques : HSulf-2 ΔHDc 

 En parallèle, une nouvelle construction a été conçue (cf. Rappel Figure 15D p. 

124) en tenant compte de l’ensemble des informations structurales obtenues pour la 

protéine HSulf-2 (cf. II.3.1. p. 83) et en tentant de se rapprocher de la forme protéique 

stable obtenue après digestion ménagée (seule condition ayant délivrée des cristaux 

prometteurs). Cette construction, nommée HSulf-2 ΔHDc, comprend les domaines CAT, 

C-terminal et une partie du domaine HD (séquence du domaine HD tronquée entre D483 

et C636). Pour rappel, de récentes analyses RMN et de MS ont pu mettre en évidence, à la 

fois la présence de ponts disulfures entre les domaines CAT-C-terminal et au sein du 

domaine HD, ainsi qu’une structuration des extrémités de ce dernier domaine. Notons 

que ces informations ont par la suite pu être corroborées avec la prédiction de la 

structure de la protéine HSulf-2 WT par le nouveau logiciel de prédiction AlphaFold 

(Jumper et al., 2021 ; Varadi et al., 2022).  

En conséquence, avec une troncature des zones flexibles de la protéine et le maintien 

de régions structurellement importantes, une meilleure structuration de la protéine est 

attendue, et possiblement favorable à l’obtention de cristaux diffractants. 

La protéine HSulf-2 ΔHDc s’exprime et se purifie d’après le même protocole que décrit 

pour HSulf-2 ΔSG. Ainsi, après la réalisation d’une chromatographie d’exclusion sur 

colonne Superdex 200 10/300 GL, un pic majoritaire s’éluant à 13 mL est obtenu (Figure 

19A). Une fois ce pic analysé par SDS-PAGE et le gel coloré au bleu de Coomassie (Figure 

19B), une bande majoritaire est observée juste au-dessus de la bande 95 kDa du 

marqueur de taille, ce qui est en adéquation avec la masse attendue de la protéine 

cible. En effet, pour la protéine HSulf-2 ΔHDc sans l’étiquette SNAP et avec ~ 18 kDa de 

N-glycosylations (et sachant que les sites de clivage furine portés par le domaine HD ne 
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HSulf-2 ΔHDc : 82,5 kDa 
HSulf-2 ΔHDc + SNAP/His : 107,2 kDa  
HSulf-2 ΔHDc + SNAP/His + ~ 18 kDa N-glycosylation : 125,2 kDa

10,4 kDa 6,9 kDa

Rappel Figure 15D : Représentation schématique de la protéine HSulf-2 ΔHDc.



sont pas présents dans cette construction), une seule bande à une masse de 107 kDa est 

attendue. Ceci étant, malgré la présence de trois étapes de purification, des 

contaminants persistent, avec notamment la présence d’une bande entre 26 et 35 kDa 

qui correspond vraisemblablement à la protéine TEV. Plusieurs bandes sont également 

présentes entre les bandes 45 et 72 kDa du marqueur de taille. Cependant, la séquence 

reconnue par l’anticorps R19 ayant été éliminée de la séquence de HSulf-2 ΔHDc, 

conclure quant à la nature (dégradations et/ou contaminants) de celles-ci reste difficile. 

Néanmoins, en ne rassemblant que les fractions correspondant à la protéine d’intérêt les 

plus pures, un rendement d’environ 1 mg/L a pu être obtenu.  

Pour finir, un test d’activité arylsulfatase sur un substrat sulfaté fluorescent (4MUS) a 

été réalisé et confirme que la protéine HSulf-2 ΔHDc est bien active (Figure 19C). 
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Figure 19 : Purification de HSulf-2 ΔHDc. (A) 
Chromatographie d’exclusion : le pic d’élution à 13 mL 
correspond, d'après l’analyse par SDS-PAGE, à la protéine 
d’intérêt pure. (B) Le puits X et le puits Y montrent la 
coupure totale de l’étiquette SNAP (avec le passage d’une 
bande de ~ 125 kDa à ~ 107 kDa). Les fractions 5 à 8 
correspondent, d’après l’analyse du SDS-PAGE, à 
l’échantillon le plus pur. Ces fractions ont donc été 
rassemblées et concentrées. (C) Test de l’activité 
arylsulfatase de la protéine cible, mesurée par la 
désulfatation du substrat 4MUS (expérience réalisée en 
triplicata).
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Des tests de cristallogenèse ont été réalisés à partir de cette protéine purifiée. Pour ce 

faire, 5 mM de Sulfocalix-[4]-arène ont été rajoutés à la protéine HSulf-2 ΔHDc 

concentrée à 23 mg/mL. Cependant, une précipitation de l’échantillon s’est produite, 

probablement dû à la forte concentration de la protéine (première fois qu’une telle 

concentration a été obtenue). L’échantillon a, toutefois, été centrifugé et le surnageant 

récupéré. Or, après une mesure de la concentration (par absorbance à 280 nm), la 

concentration est restée la même (23 mg/mL). Par conséquent, l’échantillon protéique a 

été délivré à la plateforme de cristallogenèse HTXlab (EMBL, Grenoble) afin d’identifier, 

par un large criblage (cf. Tableau 4 p. 127), de possibles conditions favorables à la 

formation de cristaux diffractants.  

Après l’analyse des plaques, 50 % de gouttes sont claires, 30 % présentent une séparation 

de phase et 20 % une précipitation, et aucun cristal, ce qui suggère une concentration 

trop faible, et très probablement un échantillon non-optimal. Il est à noter qu’une 

condition a présenté un agrégat de protéines pêchable (un amas de micro-cristaux ou 

une agrégation autour d’un contaminant), car cet objet a émis de la fluorescence une 

fois soumis aux UV (Figure 20). Cependant, après l’analyse de sa diffraction au 

Synchrotron ESRF, Grenoble (Ligne MASSIF), aucun diagramme de diffraction n’a pu être 

enregistré. 
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Figure 20 : Amas protéique obtenu pour la protéine 
HSulf-2 ΔHDc. Condition : SPG 0,1 M pH 4, PEG 1500 
25% (m/v). L'encart en bas à gauche correspond à 
l’objet sous UVs.



 VI.1.3. Essais cristallographiques : HSulf-2 ΔHD 

 Bien que ces deux derniers tests tentent de limiter la flexibilité de la protéine 

HSulf-2, d’autres facteurs limitants persistent. En effet, ces deux protéines (HSulf-2 ΔSG 

et HSulf-2 ΔHDc) présentent un profil N-glycosidique complet (car exprimées en cellules 

HEK 293F). C’est pourquoi, une troisième construction, HSulf-2 ΔHD (Rappel Figure 15C), 

a été étudiée car cette dernière permet l’expression d’une protéine pure dans des 

rendements importants et avec un motif de N-glycosylation pouvant être réduit. 

 Afin de réduire la glycosylation de la protéine, deux stratégies ont été étudiées. 

La première méthode consiste en un traitement de la protéine cible avec de la PNGase 

F. Cette protéine est une amidase qui clive les chaînes N-glycanes entre l’asparagine et 

le premier GlcNAc du sucre. Toutefois, après avoir mis au point un protocole 

d’expression et de purification, ainsi qu’identifié des conditions non dénaturantes 

permettant la déglycosylation complète de la protéine HSulf-2 (Figure 21), il s’est avéré 

que la protéine (toutes constructions confondues) n’était pas stable dans le temps 

(précipitation de la protéine en quelques heures). Par conséquent, une deuxième 

approche a été étudiée, basée sur l’expression de la protéine dans des cellules HEK 

293S. Ces cellules dérivées des cellules HEK 293 présentent une mutation de l’enzyme N-

acétyl-glucosaminyltransférase I. Ainsi, ces cellules ne peuvent plus produire des 

structures saccharidiques complexes au-delà du noyau penta-saccharidique des N-

glycans. 
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HSulf-2 ΔHD : 64,5 kDa 
HSulf-2 ΔHD + SNAP/His : 86,6 kDa  
HSulf-2 ΔHD + SNAP/His + ~ 18 kDa N-glycosylation : 104,6 kDa

Rappel Figure 15C : Représentation schématique de la protéine HSulf-2 ΔHD.



 Pour valider l’utilisation de ces cellules comme système d’expression permettant 

la production de protéines pures et actives tout en ayant une glycosylation réduite, la 

protéine HSulf-2 ΔHD a été exprimée (en cellules HEK 293S) et purifiée en suivant le 

protocole décrit pour HSulf-2 ΔSG, à l'exception de la première étape de 

chromatographie qui ne peut être réalisée avec la protéine HSulf-2 ΔHD (n’ayant pas le 

domaine HD basique, la protéine ne peut se fixer à la résine Sepharose SP). Ainsi, à 

l’issue de l’étape de chromatographie d’exclusion sur colonne Superdex 200 10/300 GL, 

un pic majoritaire à un volume d’élution de 13,7 mL est obtenu (Figure 22A). La pureté 

de la protéine, ainsi que la bonne coupure de l’étiquette SNAP ont été confirmées par 

SDS-PAGE (révélé au bleu de Coomassie) (Figure 22B). D’après l’analyse du gel, les 

fractions correspondant au pic d’élution à 13,7 mL présentent une bande majoritaire 

entre 72 et 95 kDa du marqueur de taille, ce qui est en adéquation avec la masse 

attendue de la protéine cible. En effet, la masse attendue pour la protéine HSulf-2 ΔHD 

sans l’étiquette SNAP et avec des N-glycosylations réduites est d’environ 77 kDa, 

estimation réalisée sur la base d’une analyse par spectrométrie de masse MALDI 

montrant une réduction d’environ 10 kDa des N-glycosylations présentes sur HSulf-2 ΔHD 

exprimée en HEK 293S (résultats obtenus par le Dr. Rana El Masri). Les fractions 

correspondant à la protéine d’intérêt ont été rassemblées et concentrées pour produire 

deux échantillons concentrés à 55 mg/mL.  
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Figure 21 : Purification de la PNGase F, 
vérification de son activité et traitement de la 
protéine HSulf-2 ΔHD.  
(A) SDS-PAGE de la chromatographie d’exclusion 
de la protéine PNGase F. Le puits 1 représente 
l’échantillon injecté sur colonne de filtration 
sur gel et le puits 2 la protéine d’intérêt. Il peut 
être conclu que le protocole d’expression et de 
purification permet d’obtenir une protéine 
PNGase F pure. 
(B) Test d'activité de la PNGase F et observation 
sur SDS-PAGE. Puits 1 : HSulf-2 ΔHD avec 
l’étiquette SNAP et ses N-glycosylations. Puits 2 
et 3 (deux fois le même échantillon) : HSulf-2 
ΔHD sans l’étiquette SNAP, après un traitement 
TEV (TEV 10 % sur la nuit à 4℃) mais avec ses 
N-glycosylations. Puits 4 : HSulf-2 ΔHD double 
traitement TEV et PNGase F (TEV 10 % et 
PNGase F 10 % sur la nuit à 4℃). La taille 
observée sur SDS-PAGE est bien inférieure à 72 
kDa, ce qui est en adéquation avec la masse 
théorique attendue (64,5 kDa).
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Pour un des deux échantillons, 5 mM de Sulfocalix-[4]-arène ont été rajoutés à la 

solution protéique. Cependant, à l’instar de la protéine HSulf-2 ΔHDc, une précipitation 

massive a été obtenue. Toutefois, en centrifugeant cet échantillon et en utilisant 

l’excédant de solutions protéiques du premier échantillon, deux échantillons ont pu être 

envoyés à la plateforme HTXlab (EMBL, Grenoble) (le premier concentré à 55 mg/mL et 

le deuxième à 15 mg/mL) pour un criblage (cf. Tableau 4 p. 127) de possibles conditions 

favorables à la formation de cristaux diffractants. Il apparaît une fois les plaques de 

cristallogenèse analysées (pour l’échantillon sans ligand et à 55 mg/ml), que 27 % des 

gouttes sont claires, 50 % sont précipitées et 23 % présentent une séparation de phases, 

et aucun cristal de protéines. Ceci suggère que la concentration de la protéine est 

satisfaisante et qu’une optimisation de cette dernière (légère diminution) pourrait 
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Figure 22 : Purification de la protéine HSulf-2 ΔHD. (A) 
Chromatographie d’exclusion : un pic d’élution à 13,7 mL. (B) 
SDS-PAGE correspondant à la chromatographie. L’analyse des 
fractions a montré une bande majoritaire correspondant à la 
protéine cible sans l’étiquette SNAP et avec une glycosylation 
réduite (car HSulf-2 ΔHD est exprimée en cellules HEK 293S), 
quant au puits X, ce dernier présente une bande majoritaire 
correspondant à la protéine cible avec l’étiquette SNAP et 
avec une glycosylation réduite (la bande plus petite sous 
cette dernière correspondant à la protéine cible ayant subi un 
clivage naturel de l’étiquette SNAP). (C) Test comparatif de 
l'activité arylsulfatase des deux enzymes HSulf-2 ΔHD 
exprimées soit en cellule HEK 293S ou 293F, et montrant que 
les deux enzymes sont actives (sur un substrat 4MUS) 
(expérience réalisée en duplicata). Expérience réalisée avec 
la même concentration molaire car HSulf-2 ΔHD exprimées en 
cellule HEK 293S a une masse moléculaire plus petite que 
HSulf-2 ΔHD exprimées en cellule HEK 293F (cf. Figure 22B).



permettre la formation de premiers cristaux de la protéine HSulf-2 ΔHD. Pour le 

deuxième échantillon, les mêmes pourcentages sont observés ce qui laisserait imaginer 

une influence du ligand sur les propriétés de cristallisation. Cependant, au vu de la 

qualité de l’échantillon et de la perte massive de protéines, aucun conclusion précise ne 

peut être avancée. 

Il est à noter que six conditions ont également présenté un agrégat de protéines 

pêchable (un amas de micro-cristaux ou une agrégation autour d’un contaminant), car 

ces objets émettaient de la fluorescence une fois soumis aux UVs (Figure 23). 

Cependant, après l’analyse de ses différents objets par diffraction au Synchrotron ESRF, 

Grenoble (Ligne MASSIF), aucun diagramme de diffraction n’a pu être enregistré. 

 Un test d’activité sur le substrat 4MUS a été réalisé en parallèle afin de valider 

l'activité arylsulfatase de la protéine. Les résultats montrent une protéine présentant un 

niveau d’activité équivalent à celui de HSulf-2 ΔHD exprimée en cellules HEK 293F 

(Figure 22C). Egalement, la stabilité de la protéine avec une glycosylation réduite a été 

confirmée par l’analyse de la protéine en SDS-PAGE et la réalisation d’un deuxième test 

d’activité 4MUS après un stockage de plusieurs mois à -20℃.  
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Figure 23 : Deux amas protéiques obtenus pour la protéine HSulf-2 ΔHD. 1. HSulf-2 ΔHD + 
Sulfocalix-[4]-arène, condition : Ammonium acétate 0,2 M, Trisodium citrate 0,1 M pH 5,6, MPD 
30 % (v/v). 2. HSulf-2 ΔHD, condition : Calcium acétate 0,2 M, Tris base/HCl 0,1 M pH 7, PEG 
3000 20 % (m/v). L'encart en bas à droite correspond à l’objet sous UVs.



 Simultanément à ces tests de cristallogenèse, le projet de thèse visait également 

à étudier la structure de la protéine HSulf-2 par RMN, avec le support de l’entreprise 

NMR-Bio. 

VI.2. Développement de nouveaux milieux de culture pour l’étude par RMN de 

protéines exprimées en cellules HEK 293 

 L’étude de protéines exprimées en cellules HEK 293 par RMN nécessite de 

développer un milieu de culture permettant un marquage efficace de ces dernières car, 

à ce jour, aucun milieu de ce type n’est commercialement disponible. HSulf-2 étant une 

protéine complexe, le développement de ce milieu a été effectué sur une protéine 

modèle dans un premier temps. Il s’agit de la protéine Hsp90 N-terminal, dont la masse 

moléculaire est compatible avec la RMN (26,5 kDa) et dont la version produite en 

bactéries a préalablement été caractérisée par RMN (collaboration NMR-Bio et le Dr. 

Jérôme Boisbouvier, IBS). Cette approche a permis de mettre au point un milieu de 

culture adapté au marquage spécifique, mais également un milieu de culture 

permettant un marquage uniforme 15N. Ce n’est que dans un second temps que le milieu 

de marquage spécifique nouvellement développé a été appliqué pour l’étude de la 

protéine HSulf-2. 

 VI.2.1. Développement du milieu de marquage spécifique (13CH3-acides 

aminés) 

 La stratégie de marquage développée ici repose sur la même stratégie 

qu’introduite précédemment (cf. III.3.4. p. 114), soit l’utilisation d’un milieu de culture 

déplété de tous les acides aminés auquel est rajouté un mélange réactionnel composé 

d’acides aminés libres où certains peuvent être marqués, comme les 13CH3-acides 

aminés. 

Le milieu de culture standard commercialisé pour les cellules HEK 293 est le FreeStyle 

293 (Gibco®). Cependant, ce milieu de culture n’existe pas dans une version sans acides 

aminés. C’est pourquoi, un milieu commercial alternatif a été choisi (ESF-SFM : 

référence 98-003, Expression System). Ce milieu existe sous deux formes : un milieu 

complet et un milieu sans acides aminés. La première étape a consisté à adapter les 
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cellules dans ce milieu ESF-SFM complet. Néanmoins, bien que les cellules HEK 293 aient 

pu être adaptées et maintenues dans ce milieu de culture, aucune expression, après 

transfection dans ce milieu, n’a été observée, tant pour HSulf-2 (expression continue, 

lignées cellulaires stables) que pour la protéine Hsp90 N-terminal (expression 

transitoire). De la même manière, si les cellules adaptées (au milieu ESF-SFM complet) 

sont transférées au milieu ESF-SFM déplété, ou bien les cellules directement transférées 

du milieu FreeStyle au milieu ESF-SFM déplété, et transfectées dans ce dernier milieu, 

aucune expression protéique n’a été observée (à l’exception d’un lot de milieu ESF-SFM 

déplété qui a généré des rendements très faibles, cf. p. 142). 

En revanche, il a pu être montré que si les cellules HEK 293F transfectées dans le milieu 

FreeStyle 293, étaient directement transférées de ce milieu vers le milieu ESF-SFM 

déplété et recomplémenté en acides aminés, alors l’expression protéique était 

maintenue. Ainsi, à la lumière de l’ensemble de ces informations, il a été choisi de 

maintenir la croissance des cellules HEK 293F ou S dans le milieu FreeStyle 293, de 

transfecter les cellules dans ce même milieu, puis de les transférer (au bout de 4 heures 

sous agitation en incubateur et après lavage des cellules pour éliminer toute trace du 

milieu FreeStyle 293) dans le milieu ESF-SFM déplété et recomplémenté avec un 

mélange réactionnel d’acides aminés composé d’un ou plusieurs 13CH3-acides aminés. 

 La première étape a été de mettre au point un mélange réactionnel d’acides 

aminés permettant un rendement d’expression satisfaisant tout en minimisant les 

quantités en acides aminés utilisées, ceci dans le but de maitriser le coût final du 

milieu. La composition des milieux de culture (tels que le milieu FreeStyle 293 ou le 

milieu ESF-SFM) n’étant pas connue, le point de départ pour développer ce mélange 

réactionnel d’acides aminés a été le milieu MEM Gibco® (cf. Tableau 5 p. 131). Puis, 

différents milieux, dont la formulation est connue (comme le milieu DMEM, Jong-Seon et 

al., 2013 ; Advanced D-MEM/F-12, Gibco®), ont servi de point de comparaison.  

 Afin d’identifier une composition optimale du mélange réactionnel (concentration 

en composés, ajout de glucose, de vitamines et/ou d’extraits de levure), différents tests 

d’optimisation ont été réalisés sur la protéine Hsp90 N-terminal. 
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i. Le mélange réactionnel ainsi mis au point (défini à la concentration 1x) a été ajouté 

au milieu de culture ESF-SFM déplété dans différentes concentrations variant de 0,5x à 

8x (Figure 24), afin de corréler la quantité d’acides aminés à l’expression protéique. 

Au vu de l’intensité des bandes révélées par western blot, il peut être conclu qu’une 

quantité en acides aminés inférieure à celle définie dans le mélange réactionnel (puits 2 

- 1/2x) induit une expression légèrement plus faible que la protéine exprimée avec le 

mélange réactionnel 1x (puits 3 - 1x). En revanche, supplémenter le milieu avec plus 

d’une fois la quantité en acides aminés présente dans le mélange réactionnel ne semble 

pas améliorer le niveau d’expression de la protéine Hsp90 N-terminal. Par conséquent, 

le milieu de marquage spécifique sera supplémenté avec une concentration 1x en acides 

aminés correspondant à celle détaillée dans le tableau 5 (cf. p. 131). Néanmoins, il est a 

noter que le milieu de culture ainsi recomplémenté présente, à la fin des quatre jours 
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Figure 24 : Western blot du test d’expression de la protéine Hsp90 N-terminal avec une quantité 
variable en acides aminés supplémentés au milieu de culture (Anticorps : α-His-HRP, A7058, 
Sigma (dil. 1/1000) et coloration de la membrane avec une pastille de 3,3′-Diaminobenzidine, 
SIGMAFASTTM (dilué dans 10 ml de PBS 1x, Tween20 0,05 %) car la détection par 
chimioluminescence n’a pas généré une image exploitable). Le puits T+ représente la protéine 
exprimée en FreeStyle 293 et le puits T- correspond à la condition sans transfection des cellules 
HEK 293F. Ceci permet d’identifier la bande présente entre les marqueurs de taille 26 et 35 kDa 
comme la protéine Hsp90 N-terminal. En revanche, la bande de plus haute masse moléculaire 
est, probablement, une reconnaissance non spécifique de l’anticorps. Le puits 3 (1x) correspond 
à la condition où la quantité définie dans le tableau 5 (cf. p. 131) a été rajoutée au milieu de 
culture. Les puits restants correspondent donc à une valeur inférieure ou supérieure de cette 
quantité d’acides aminés. Par exemple, 2x correspond à une concentration deux fois plus 
importante en acides aminés que dans la condition 1x. 
Pour rappel, cette expérience est réalisée avec un même nombre de cellules.
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d’expression, un taux de croissance cellulaire qui est inférieur de 20 à 25 % pour 

l’ensemble des conditions ESF-SFM recomplémentées par rapport à la condition 

FreeStyle 293 (T+).  

Un second test, où un même volume de culture a été prélevé (et non une même 

quantité de cellules), montre cette même différence d’expression (Figure 25, puits 1x et 

T+). Deux hypothèses peuvent être avancées pour expliquer cette différence : (i) il peut 

manquer un composant essentiel tel que du glucose ou des vitamines, ou (ii) le transfert 

brutal des cellules du milieu FreeStyle 293 au milieu “maison” n’est pas bien toléré par 

les cellules qui peinent à retrouver une croissance cellulaire optimale. Pour vérifier la 

première hypothèse, du glucose et/ou des vitamines ont été ajoutés à différentes 

concentrations au milieu de culture (Figure 25). Cependant, l’ajout de ces composés 

n'améliore pas la croissance cellulaire et, au contraire, semble être défavorable à 

l’expression de la protéine. Ceci étant, il est difficile d’expliquer ce résultat car 

l’ensemble des conditions faisant intervenir le milieu ESF-SFM déplété et 

recomplémenté montrait une densité de cellules d’environ 3*106 cellules/mL (contre ~ 

4*106 cellules/mL pour la condition T+). Par conséquent, il peut être imaginé que le 

glucose et les vitamines aient limité la transfection des cellules. 
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Figure 25 : Western blot du test d’optimisation de la croissance cellulaire et de l’expression de la 
protéine Hsp90 N-terminal (Anticorps : α-His-HRP, A7058, Sigma (dil. 1/1000)). Le puits T+ 
représente la protéine exprimée en milieu FreeStyle 293. Le puits 1x représente la condition où 
seuls des acides aminés sont ajoutés au milieu de culture. Les puits restants comportent tous la 
même quantité d’acides aminés que dans le puits 1x mais des concentrations variables en 
vitamines et glucose ont été rajoutées dans le milieu de culture.  
Pour rappel, la lyse des cellules est réalisée à partir d’un même volume de culture cellulaire (1,5 

mL) et non pas à partir d’une même quantité de cellules.
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ii. L’influence de l’extrait de levure a également été étudiée d’après les travaux de 

Gossert et al. (2011) et Zhang et al. (2017) (cf. III.3.3. p. 113). Ces études portent sur 

l’ajout d’extrait de levure dialysé ou non dans le milieu de culture de cellules 

d’insectes. Pour rappel, l’extrait de levure est un composant essentiel des milieux de 

culture de ce système d’expression et son élimination totale entraîne une mort 

cellulaire. Or, les extraits de levure contiennent beaucoup d’acides aminés 

(incompatibles avec la mise au point d’un milieu de marquage isotopique pour la RMN). 

Toutefois, il a été démontré qu’en diminuant la quantité d’extrait de levure ajoutée et 

en dialysant ce dernier (afin d’éliminer les acides aminés libres), le taux d'incorporation 

restait important et les rendements protéiques étaient équivalents au milieu commercial 

standard. Le milieu Freestyle 293 ne contenant vraisemblablement pas d’extrait de 

levure (sans information de l’industriel sur la formulation du milieu, il est nécessaire de 

nuancer cette information), un test a donc été réalisé afin d’identifier si un tel ajout 

permettait de maintenir la croissance cellulaire (Figure 26). Ainsi, après avoir 

supplémenté le milieu de culture avec le mélange réactionnel d’acides aminés ou le 

mélange réactionnel d’acides aminés plus de l’extrait de levure dialysé ou non à des 

concentrations de 1 g/L et 4 g/L, il apparaît des niveaux d’expression similaires entre 

les différentes conditions et une croissance cellulaire toujours réduite (~ 2,9*106 

cellules/mL contre ~ 3,7*106 cellules/mL). 
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 En conséquence, le mélange réactionnel d’acides aminés 1x (cf. Tableau 5 p. 131) 

a été validé pour la suite des expériences ; tout en sachant que l’utilisation de ce milieu 

entraîne une chute de la croissance et donc du rendement protéique final d’environ 20 à 

25 %. Notons toutefois qu’une adaptation du protocole d’expression permettrait 

d’atteindre les mêmes rendements protéiques que ceux observés dans le milieu de 

culture standard (cf. p. 171). 

En résumé, dès lors qu’une expression de protéines marquées est réalisée, les cellules 

sont transfectées dans le milieu de culture FreeStyle 293, puis transférées dans le milieu 

marqué constitué du milieu de culture ESF-SFM déplété et recomplémenté en acides 

aminés non marqués (à la concentration détaillée dans le tableau 5) et/ou marqués. 

 VI.2.2. Validation des rendements d’expression de la protéine Hsp90 N-

terminal dans le milieu de culture développé 

 Afin de valider le milieu de culture développé, la protéine Hsp90 N-terminal a été 

exprimée dans ce dernier et purifiée.  
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Figure 26 : Western blot du test d’optimisation de la croissance cellulaire et de l’expression de 
la protéine Hsp90 N-terminal (Anticorps : α-His-HRP, A7058, Sigma (dil. 1/1000)). Le puits T- 
représente la condition sans transfection de la protéine cible. Le puits 1x représente la 
condition où seuls des acides aminés sont ajoutés au milieu de culture. Les puits restants 
comportent tous la même quantité d’acides aminés que dans le puits 1x, mais aux milieux de 
culture ont été supplémentés des concentrations variables en extrait de levure dialysé (YE d) 
ou non (YE). 
Pour rappel, cette expérience est réalisée avec un même nombre de cellules.
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Après quatre jours d’expression, une lyse chimique et deux étapes de purification 

(chromatographie d’affinité sur NI-NTA et d’exclusion sur Superdex200 10/300 GL) ont 

été réalisées. Il en résulte un chromatogramme présentant un pic majoritaire (Figure 

27A). Un échantillonnage complet de ce chromatogramme a été déposé et analysé par 

SDS-PAGE coloré au bleu de Coomassie (Figure 27B). Le pic dont le volume d’élution est 

de 15,5 mL montre une seule bande juste au-dessus du marqueur de taille 26 kDa, ce qui 

correspond à la protéine Hsp90 N-terminal (26,5 kDa). Le rendement final est estimé à 

2,7 mg/L. 

La comparaison des rendements protéiques a été réalisée en exprimant la même 

protéine en milieu FreeStyle 293 (et en cellules HEK 293F). En utilisant un protocole 

d’expression et de purification rigoureusement identiques, un chromatogramme 

présentant un pic majoritaire est également obtenu (Figure 28A). Un échantillonnage 

complet de ce chromatogramme a aussi été déposé et analysé par SDS-PAGE coloré au 

bleu de Coomassie (Figure 28B). L’analyse du gel reste identique à celle de la figure 27B. 

Après concentration des fractions contenant la protéine cible, un rendement de 3,5 mg/

L est obtenu.  
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Figure 27 : Purification de la protéine Hsp90 N-terminal (non marquée) à partir du milieu de 
marquage développé. (A) La chromatographie d’exclusion présente deux pics : le premier à 7,5 
mL (correspondant au volume mort) et le deuxième à 15,5 mL. (B) SDS-PAGE correspondant au 
chromatogramme (gel d’acrylamide 15 %). Les fractions 6 à 10 présentent une bande majoritaire 
dont la masse moléculaire correspond à la protéine Hsp90 N-terminal.
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Ainsi, en comparant les deux tests d’expression de Hsp90 N-terminal, réalisés dans deux 

milieux de culture différents (milieu standard et milieu fait maison), une perte de 

rendement d’environ 20 à 25 % est observée avec le milieu développé. Cette perte peut 

être corrélée avec la diminution de la croissance cellulaire inhérente à ce milieu (Figure 

28C). Cependant, il a pu être déterminé qu’une adaptation du protocole d’expression 

pouvait compenser cette diminution de l’expression et des rendements protéiques. En 

effet, il a été observé un temps d’adaptation (sans croissance cellulaire) de 24 heures 

des cellules HEK 293 dans le milieu développé avant qu’elles initient leur croissance et 

division. Or, après ce temps d’adaptation, la viabilité et la croissance cellulaire se 

révèlent identiques à celles des cellules HEK 293 dans le milieu standard (FreeStyle 

293). De même, les rendements protéiques se révèlent identiques dès lors qu’un jour 

d’expression supplémentaire est appliqué aux cellules exprimées dans le milieu 

développé. Ce délai permet, en toute vraisemblance, de compenser les 24 heures 

d’adaptation des cellules au milieu. 
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Figure 28 : Purification de la protéine Hsp90 N-terminal (non marquée) à partir du milieu de 
culture standard (FreeStyle 293). (A) La chromatographie d’exclusion présente deux pics : le 
premier à 7,5 mL (correspondant au volume mort) et le deuxième à 15,5 mL. (B) SDS-PAGE 
correspondant au chromatogramme (gel d’acrylamide 10 %), les fractions 5 à 10 présentent une 
bande majoritaire dont la masse moléculaire correspond à la protéine Hsp90 N-terminal. (C) 
Comparaison des densités cellulaires après quatre jours d’expression.
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En résumé, dès lors qu’une expression de protéines marquées est réalisée, les cellules 

sont transfectées dans le milieu de culture FreeStyle 293, puis transférées dans le milieu 

développé pour un temps d’expression supérieur de 24 heures, dans le but d’atteindre 

un rendement protéique identique à celui observé initialement en milieu FreeStyle 293. 

 Une fois démontré que le milieu de marquage spécifique développé permettait 

l’expression de la protéine Hsp90 N-terminal dans des rendements compatibles avec la 

RMN et comparable avec le milieu standard, il a été nécessaire de valider les 

rendements et les taux d’incorporation des acides aminés dans le milieu marqué.  

Pour ce faire, le milieu ESF-SFM déplété a été supplémenté avec les mélanges 

réactionnels EAA, NEAA, et Leu, 0,13 g/L de L-Tyr, 5 mg/L de β-chloro-alanine 

(inhibiteur des alanines transaminases, afin d’inhiber la synthèse endogène des alanines) 

et 100 mg/L de U-[1H], [13C1H3]ε-Met (299146, Sigma Aldrich) ; U-[1H], [13C1H3]β-Ala 

(CLM-117-pk) ; 15N-2,3,3,4,4,4-(D5)-proS-13CH3-L-Val (NMR-Bio) ; 15N-2,3,4,4-(D4)-3-

méthyl-(D3) 5-13CH3-L-Ileδ1 (NMR-Bio) ; 2,3-(D2) 4-(13CH3)-L-Thr (NMR-Bio) 

(nomenclature simplifiée pour la suite en : 13CH3-Met, 13CH3-Ala, 13CH3-ValproS, 13CH3-

Ileδ1, 13CH3-Thr). Une fois les cellules transfectées, elles sont transférées dans le milieu 

de marquage et laissées en culture pendant quatre jours. Après purification, un 

rendement d’expression protéique de 2,7 mg/L est obtenu.  

Par la suite, l’échantillon a été concentré à 2,7 mg/mL (~ 100 µM) et analysé par RMN 

(Figure 29). 
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Figure 29 : (A) Spectre RMN 2D de la protéine Hsp90 N-terminal marquée 13CH3-Met/-Ileδ1/-
ValproS/-Thr/-Ala. (B) Agrandissement et classification des pics du spectre RMN 2D : les cases de 
différentes couleurs délimitent les régions spécifiques de résonance des 5 acides aminés 
marqués 13CH3. Jaune : 13CH3-Met ; Rouge : 13CH3-Ala ; Vert : 13CH3-Thr et 13CH3-ValproS ; Bleu : 
13CH3-Ileδ1. Echantillon concentré à 100 µM, acquisition à 25℃, tampon : HEPES 20 mM pH 7,5, 
NaCl 150 mM, TCEP 1 mM, expérience SOFAST-HMQC, spectromètre 700 MHz équipé d’une 
cryosonde.
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Sur ce spectre, quatre régions de pics sont parfaitement distinguables et chacune 

correspond à un type de résidu portant un groupement méthyle, à l'exception de la 

région verte qui comprend à la fois les 13CH3-ValproS et les 13CH3-Thr qu’on ne peut pas 

différencier sur la base de leurs déplacements chimiques. Cependant, seulement trois 

régions (sur les quatre définies) présentent des intensités de pics correctes. En effet, les 

régions des Met, Ile, Thr et Val sont très bien résolues et présentent des intensités de 

pics visuellement comparables entre elles. Ceci est cohérent (et était attendu) car ces 

quatre acides aminés étant essentiels, leurs incorporations devraient être similaires pour 

une même concentration. Notons toutefois que pour l’ensemble de ces régions, certains 

pics des Ile, Thr et Val sont plus intenses que d’autres. Ceci n’indique pas une différence 

d’incorporation entre mêmes résidus mais seulement une différence de sensibilité lors 

de l’acquisition. Il est vrai que suivant la position des acides aminés dans la structure 3D 

de la protéine (régions plus ou moins flexibles, par exemple), certains résidus peuvent 

être significativement mieux détectés du fait de propriétés de relaxation transversale 

favorables. De plus, certains pics se superposent. Dans le cas de la Met, par exemple, 

sept pics sont attendus mais seulement quatre sont parfaitement isolés et trois se 

superposent en partie. Ce type de superposition est aussi retrouvée pour les autres 

sondes. Ceci n’est toutefois pas un problème inhérent à la stratégie de marquage mais 

aux propriétés de résonance des sondes.  

En revanche, pour la région des alanines (rouge) le marquage n’est pas satisfaisant. En 

effet, de nombreux pics manquent (15 pics sont attendus) et les quelques pics résolus 

présentent de très faibles intensités. Ceci pourrait s’expliquer par une dilution des 

13CH3-Ala par de l’alanine non marquée produite par les cellules à partir du glucose du 

milieu de culture. En effet, il apparait, très probablement, que la concentration en 

inhibiteur (β-chloro-alanine à 5 mg/L) est trop faible. Or, si les alanines transaminases 

ne sont pas efficacement inhibées, alors la production d’alanine endogène non marquée 

diluera d’autant la 13CH3-Ala. Par conséquent, une optimisation des conditions 

d’inhibition des alanines transaminases est indispensable afin de générer un marquage 

efficace de cet acide aminé (cf. Figure 32 et 33 p. 178-179). 

Afin de valider la qualité de ce milieu de marquage et la stratégie développée, le 

spectre obtenu a été comparé à celui acquis sur la protéine Hsp90 N-terminal exprimée 

en bactéries et marquée 13CH3-Met, -Ileδ1, -ValproS, -Thr, -Ala et -LeuproS grâce à 1 kit de 

marquage commercial (NMR-Bio) (Figure 30). Une très large majorité des pics sont 
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superposés, montrant ainsi que la protéine exprimée dans le milieu de culture 

développé est correctement structurée et marquée. Les pics seulement visibles sur le 

spectre RMN 2D rouge (0,2-1,1 ppm pour le 1H et 20-24 ppm pour le 13C) appartiennent 

aux 13CH3-LeuproS qui ont été marquées seulement pour Hsp90 N-terminal exprimée en 

bactéries. L’absence de superpositions pour certains pics peut s’expliquer par la 

présence de PTMs pour la protéine exprimée en cellules eucaryotes (cf. Figure 34A p. 

180) et des variations dans la préparation des échantillons et l’acquisition des spectres. 

 Développer et commercialiser un milieu de marquage performant et 

économiquement compétitif nécessite de définir la concentration minimale en acides 

aminés marqués (13CH3) à ajouter au milieu et permettant un taux d’incorporation 

maximal. 
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Figure 30 : Superposition des spectres 2D de la protéine Hsp90 N-terminal 13CH3-Met, Ile, 
ValproS, Thr, Ala exprimée en cellules HEK 293F (spectre bleu) et Hsp90 N-terminal 13CH3-Met, 
Ile, ValproS, Thr, Ala, LeuproS exprimée en bactérie (spectre rouge). Notons de nombreux pics 
(spectre rouge) non superposés en bas du spectre. Ces pics correspondent à des 13CH3-LeuproS 
qui ne sont pas marquées dans l’échantillon produit en cellules de mammifère.  
L’échantillon Hsp90 N-terminal exprimé en bactéries a été fourni par le Dr Rime KERFAH, NMR-

Bio.
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Pour cela, l’approche utilisée s’est faite en deux étapes. La première a consisté à établir 

des courbes d'incorporation pour chaque 13CH3-acide aminé pour obtenir un plateau 

d'incorporation (après analyse des échantillons marqués par RMN). Ce plateau 

d'incorporation signifie que, même si plus d’acides aminés marqués 13CH3 sont ajoutés au 

milieu, le taux d’incorporation n’augmentera pas. Une fois cette quantité minimale 

d’acides aminés marqués 13CH3 identifiée, une validation par spectrométrie de masse est 

indispensable pour analyser et mesurer quantitativement la masse des échantillons 

marqués afin d’en déduire un pourcentage d’incorporation pour chaque sonde. 

 VI.2.3. Mesure des taux d’incorporation des 13CH3-acides aminés  

 Afin d’identifier un plateau d’incorporation pour les 13CH3-Ileδ1, ValproS et Thr, 

quatre marquages combinatoires (Met, Ileδ1, ValproS et Thr) de la protéine Hsp90 N-

terminal ont été réalisés avec quatre concentrations différentes en 13CH3-Ileδ1, ValproS et 

Thr (40 mg/L, 60 mg/L, 80 mg/L, 100 mg/L). La 13CH3-Met a été supplémentée en excès 

(200 mg/L) dans le milieu (en raison de son faible coût) pour servir de référentiel 

interne. Une fois les protéines exprimées et purifiées, les spectres RMN 2D (expérience 

SOFAST-HMQC) ont été acquis, et les aires de chaque pic ont été calculées. Ainsi, en 

fixant arbitrairement que la 13CH3-Met, ajoutée en excès, est incorporée à 100 % et en 

calculant le ratio de la moyenne des aires des pics correspondant aux 13CH3-Ileδ1, ValproS 

et Thr sur celle des 13CH3-Met, des courbes d’incorporation ont pu être tracées pour 

chaque 13CH3-acide aminé (Figure 31).  

Pour l’ensemble des trois résidus Ile, Val et Thr, l’allure des courbes est celle attendue. 

Les valeurs d’incorporation augmentent bien avec la quantité croissante en 13CH3-acides 

aminés, puis un plateau apparaît pour une concentration d’acides aminés marqués 

ajoutés de 80 mg/L. Ceci signifie qu’au-delà de 80 mg/L d’acides aminés essentiels 

ajoutés, il n’y aura pas davantage d’incorporation des sondes isotopiques. Notons 

l’absence d’une courbe pour la 13CH3-Leu car cet acide aminé n’est pas 

commercialement disponible (synthèse à façon avec de longs délais de production). 
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 Pour définir la courbe d’incorporation de la 13CH3-Ala, il faut à la fois tester 

différentes concentrations en alanine marquée et bloquer efficacement la synthèse de 

l’alanine par la cellule en ajoutant un inhibiteur de l’alanine transaminase dans le 

milieu de culture. Initialement, en ajoutant 5 mg/L de β-chloro-alanine dans le milieu 

de culture après la transfection, 22 % d’incorporation relative à l’incorporation des 

13CH3-Met ont été mesurés à partir du spectre RMN 2D de la figure 29. Afin d'accroître 

l'incorporation des alanines, trois stratégies différentes ont été mises en place (cf. p. 

141-143) : (i.) une augmentation de la concentration en inhibiteur (β-chloro-alanine 

multipliée par huit), (ii.) une augmentation de la concentration en inhibiteur couplée à 

une incubation des cellules avec cet inhibiteur plusieurs heures avant la transfection 

(afin d’éliminer de possibles réserves d’alanine au sein des cellules), et (iii.) un 

changement d’inhibiteur des transaminases, soit l’utilisation de la L-cyclo-sérine 

(utilisée dans les cellules d’insectes, Wong et al., 1973 ; Kato et al., 1991) (Figure 32). 
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Figure 31 : Courbes d’incorporation des résidus 13CH3-Ileδ1, ValproS et Thr. La concentration 80 
mg/L représente la valeur minimale en acides aminés marqués à ajouter au milieu de 
marquage spécifique pour une incorporation maximale en isotopes (expérience réalisée une 
fois, n=1). 



L’augmentation de la concentration en β-chloro-alanine a permis d’augmenter le taux 

d’incorporation de 22 % à 40 % environ. Le fait d’incuber les cellules avec la β-chloro-

alanine en amont de la transfection, dans le but d’éliminer la production endogène 

d’alanine, n’a en revanche pas considérablement amélioré l’incorporation de l’alanine 

marquée. De plus, le succès de la transfection en milieu ESF-SFM déplété n’ayant été 

observée qu’une seule fois et la β-chloro-alanine, à 40 mg/L, étant toxique pour les 

cellules HEK 293 (ce qui s’est traduit par une diminution de 50 % des rendements 

protéiques quand la β-chloro-alanine est ajoutée au moment de la transfection et de 70 

% lorsque les cellules sont incubées avec cet inhibiteur 24 ou 48 heures avant), cette 

stratégie ne peut être viable. 

178

0

20

40

60

80

β-chloro-alanine : 5 mg/L
β-chloro-alanine : 40 mg/L
β-chloro-alanine : 40 mg/L et J-2
β-chloro-alanine : 40 mg/L et J-1
β-chloro-alanine : 40 mg/L et J-0
L-cyclo-sérine : 5mg/L

Po
ur

ce
nt

ag
e 

d’
in

co
rp

or
at

io
n 

de
 l
a 

13
C
H

3-
A
la

 r
el

at
if

 à
 l
a 

13
C
H

3-
M

et

Figure 32 : Comparaison des taux 
d’incorporation des 13CH3-Ala (relatifs au 
13CH3-Met) mesurés d’après différentes 
conditions.  
- Bleu foncé : 5 mg/L de β-chloro-alanine 
sont ajoutées (après transfection dans le 
milieu FreeStyle 293) dans le milieu de 
marquage.  
- Bleu : 40 mg/L de β-chloro-alanine sont 
ajoutées (après transfection dans le milieu 
FreeStyle 293) dans le mil ieu de 
marquage.  
- Vert/Jaune/Rouge : les cellules sont 
maintenues dans le milieu ESF-SFM 
déplété et recomplémenté avec 19 acides 
aminés (sans l’alanine) et 40 mg/L de β-
chloro-alanine pendant 48h (vert) et 24h 
(jaune) avant la transfection dans le 
milieu ESF-SFM déplété ; ou au moment de 
la transfection dans le milieu ESF-SFM 
déplété (rouge - même condition que 
l’histogramme bleu afin de comparer les 
résultats entre deux expériences). 
- Violet : 5 mg/L de L-cyclo-sérine sont 
ajoutées au milieu de marquage, après 
transfection dans le milieu FreeStyle 293. 
(Résultats obtenus à partir d’un seul 
échantillon et d’un seul spectre RMN 2D).



En revanche, la troisième condition (ajout de 5 mg/L de L-cyclo-sérine au milieu de 

marquage sans phase d’incubation des cellules avec cet inhibiteur) engendre une 

croissance cellulaire, une viabilité cellulaire et un rendement protéique identiques à 

ceux obtenus sans inhibiteur, ainsi qu’un taux d’incorporation des 13CH3-Ala (relatif à 

l’incorporation des 13CH3-Met) de 77 % (Figure 33). L’ajout de 5 mg/L de L-cyclo-sérine a 

donc été validé pour, dans un second temps, préparer des échantillons avec différentes 

concentrations d’alanine afin d’établir la courbe d'incorporation de ce résidu.  

  Ainsi, quatre conditions présentant une même concentration en 13CH3-Met 

(supplémentée en excès à 200 mg/L) et en L-cyclo-sérine (5 mg/L), et des 

concentrations croissantes en 13CH3-Ala (60 mg/L, 80 mg/L, 100 mg/L et 140 mg/L) ont 

été réalisées. Un cinquième échantillon, avec une concentration en alanine de 80 mg/L 

et deux fois plus d’inhibiteur (soit 10 mg/L) a également été produit. En rapportant la 

moyenne de l’intégration des pics de la 13CH3-Ala à la moyenne de l’intégration des pics 

de la 13CH3-Met, les conditions présentent toutes entre 70 et 73 % d’incorporation 
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Figure 33 : Spectre RMN 2D de l’optimisation de l’incorporation des 13CH3-Ala. Les pics 1 à 7 
sont des 13CH3-Met et les pics restants sont des 13CH3-Ala. Présence de 5mg/L de L-cyclo-sérine 
dans un échantillon marqué 13CH3-Met/Ala concentré à 90 µM, acquisition à 25℃, tampon : 
HEPES 20 mM pH 7,5, NaCl 150 mM, TCEP 1 mM, expérience SOFAST-HMQC, spectromètre 700 
MHz équipé d’une cryosonde.
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relative. Cela signifie qu’au-delà de 60 mg/L d’alanine marquées ajoutées, le taux 

d’incorporation n’augmente pas. Néanmoins, sans phase croissante sur la courbe, il est 

difficile de conclure que le plateau est atteint.  

Pour tous les acides aminés, il s’est donc avéré nécessaire de valider les valeurs de 

plateau définies par RMN par des analyses plus quantitatives de spectrométrie de masse. 

Pour cela, le taux d’incorporation de chaque acide aminé est mesuré par ESI-TOF en 

comparant la masse de la protéine Hsp90 N-terminal non marquée avec la même 

protéine, mais marquée sur un seul type d’acide aminé (soit Met, soit Ala, etc). Ainsi, la 

différence de masse observée, entre la masse attendue pour 100 % d’incorporation et la 

valeur réelle mesurée par MS permet de calculer le taux d’incorporation pour chaque 

sonde. Pour cela, un échantillon non marqué et six échantillons marqués ont été 

produits avec 80 mg/L d'un des acides aminés suivants : 13CH3-Met, 13CH3-Ala + 5 mg/L de 

L-cyclo-sérine, U-[1H, 13C, 15N]-Leu, U-[1H, 13C, 15N]-Ile, U-[1H, 13C, 15N]-Val et U-[1H, 13C, 

15N]-Thr et analysés par MS (plateforme MS de l’IBS, Dr Luca Signor) (Figure 34 et cf. 

Annexe 5 p. 240). 

Les échantillons préparés sont différents de ceux produits pour les analyses RMN. En 

effet, les échantillons analysés par RMN, jusqu’ici, étaient enrichis avec des acides 

aminés marqués sur les méthyles et deutérés sur le reste du résidu (NMR-Bio). En 

revanche, ces acides aminés, du fait du métabolisme des cellules eucaryotes et du 

milieu de culture protoné, sont partiellement reprotonés in vivo, entraînant une 

hétérogénéité et une incertitude sur la masse de la protéine. Il était donc nécessaire 

d’utiliser des acides aminés sans deutération.  
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A : Hsp90 N-terminal non marquée (bleu)

pic 1

pic 2 pic 3 pic 4
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B. Hsp90 N-terminal marquée (noir) — 13CH3-Met : 6 (pic 1 et 2) ou 7 (pic 3 et 4) méthionines dans la 
séquence, + 1 Da par 13CH3-Met incorporée (+ Superposition de Hsp90 N-terminal non marquée - bleu).

C. Hsp90 N-terminal marquée (marron) — 13CH3-Ala : 15 alanines dans la séquence, + 1 Da par 
13CH3-Ala incorporée (+ Superposition de Hsp90 N-terminal non marquée - bleu).

Traitement du spectre : 

Traitement du spectre : 

Différence de masse attendue 

pour 100 % d’incorporation
Pic 1 Pic 2 Pic 3 Pic 4

13CH3-Ala : 

Différence de masse observée (Da) 

— Taux d’incorporation calculé (%)

+ 15 Da
+ 10,85 Da 

— 
72 %

+ 10,86 Da 
— 

72 %

+ 8,96 Da 
— 

59 %

+ 9,49 Da 
— 

63 %

Différence de masse attendue 

pour 100 % d’incorporation
Pic 1 Pic 2 Pic 3 Pic 4

13CH3-Met : 

Différence de masse observée (Da) 

— Taux d’incorporation calculé (%)

+ 7 Da
+ 5,75 Da 

— 
95 %

+ 5,94 Da 
— 

99 %

+ 5,18 Da 
— 

74 %

+ 5,63 Da 
— 

80 %
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E. Hsp90 N-terminal marquée (violet) — [1H, 13C, 15N]-Val : 11 valines dans la séquence, + 6 Da 
par [1H, 13C, 15N]-Val incorporée (+ Superposition de Hsp90 N-terminal non marquée - bleu).

D. Hsp90 N-terminal marquée (rose) — [1H, 13C, 15N]-Leu : 18 leucines dans la séquence, + 7 Da 
par [1H, 13C, 15N]-Leu incorporée (+ Superposition de Hsp90 N-terminal non marquée - bleu).

Différence de masse attendue 

pour 100 % d’incorporation
Pic 1 Pic 2 Pic 3 Pic 4

[1H, 13C, 15N]-Leu : 

Différence de masse observée (Da) 

— Taux d’incorporation calculé (%)

+ 126 Da
+ 55,3 Da 

— 
43 %

+ 37,59 Da 
— 

30 %

+ 48,99 Da 
— 

38 %

+ 48,03 Da 
— 

38 %

Traitement du spectre : 

Traitement du spectre : 

Différence de masse attendue 

pour 100 % d’incorporation
Pic 1 Pic 2 Pic 3 Pic 4

[1H, 13C, 15N]-Val : 

Différence de masse observée (Da) 

— Taux d’incorporation calculé (%)

+ 66 Da
+ 43,42 Da 

— 
65 %

+ 48,11 Da 
— 

72 %

+ 34,17 Da 
— 

51 %

+ 35,29 Da 
— 

53 %



La méthionine et l’alanine ont été utilisées marquées sur le carbone des méthyles 

uniquement (entraînant un delta de masse de + 1 Da pour chaque résidu incorporé). Les 

autres résidus étaient, quant à eux, marqués sur tous les carbones et les azotes (avec un 

delta de masse compris entre + 5 à 7 Da par résidu, en fonction du nombre de carbones 

composant le résidu). De plus, étant donné que la valeur obtenue pour atteindre le 

plateau pour les acides aminés essentiels a toujours été de 80 mg/L, la méthionine et la 

leucine ont aussi été supplémentées à 80 mg/L dans le milieu de culture. 

L’analyse de la protéine Hsp90 N-terminal non marquée par MS révèle quatre espèces 

protéiques (Figure 34A) : la protéine sans méthionine N-terminale et portant une PTM, 

une acétylation (+ 42 Da) (pic 1), la protéine sans méthionine N-terminale et portant 

deux PTMs, une acétylation et une phosphorylation (+ 80 Da) (pic 2), la protéine avec la 

méthionine N-terminale et une acétylation (pic 3) puis la protéine avec la méthionine N-

terminale, une acétylation et une phosphorylation (pic 4).  
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Figure 34 : (A) à (E) Spectres ESI-TOF de la protéine Hsp90 N-terminal non marquée (bleu) et 
marquée (autres couleurs) sur un acide aminé portant un groupement méthyle et tableaux du 
traitement des spectres avec le résultat du taux d’incorporation pour chaque pic. (F) Taux 
d’incorporation moyen pour chaque acide aminé portant un groupement méthyle.

F.

Conditions
Taux 

d’incorporation 
(%)

Ecart-type
Justesse 

(spectromètre)

13CH3-Met 87 ± 12 1 Da = ± 15%

13CH3-Ala 67 ± 7 1 Da = ± 7 %

[1H, 13C, 15N]-Ile 50 ± 12 1 Da = ± 1 %

[1H, 13C, 15N]-Val 60 ± 10 1 Da = ± 1,5 %

[1H, 13C, 15N]-Thr 77 ± 6 1 Da = ± 1,2 %

[1H, 13C, 15N]-Leu 37 ± 5 1 Da = ± 1,8 %



Pour le calcul du taux d’incorporation de chaque acide aminé, il est nécessaire 

d’identifier le nombre de résidus et la masse ajoutée par chaque résidu marqué 

incorporé à la protéine (cf. Annexe 6A et 6B p. 241). Par exemple, chaque 13CH3-alanine 

incorporée apporte un accroissement de la masse de 1 Da par rapport à la masse de la 

protéine non marquée, dans un maximum théorique de 15 Da si les alanines sont 

marquées à 100 % (15 alanines dans la séquence). 

 i. Les protéines Hsp90 N-terminal marquées 13CH3-Met/-Ala présentent également 

quatre espèces protéiques (Figure 34B et 34C). Par exemple, la différence de masse 

observée entre entre le pic 1 de la figure 34A (26495,46 Da, qui correspond à la protéine 

non marquée avec une acétylation et sans la méthionine N-terminale) et le pic 1 de la 

figure 34B (26501,38 Da, même espèce protéique mais marquée sur les méthionines) est 

de + 5,75 Da. Or, la différence de masse attendue pour 100 % d’incorporation est de 6 Da 

(7 méthionines moins la méthionine N-terminale), ce qui permet de calculer un taux 

d’incorporation de 95 %. Le même calcul a été réalisé pour les différents échantillons et 

a permis d’obtenir le tableau de la figure 34F. 

Mais ce tableau met en évidence la limite de la technique. En effet, pour un même 

marquage, les quatre espèces de Hsp90 N-terminal ne présentent pas des taux 

d’incorporation identiques, ce qui n’est expérimentalement pas concevable. Ces 

différences viennent du fait que Hsp90 N-terminal possède peu de méthionines et que le 

delta de masse observé est très faible, générant donc un écart-type important auquel 

s’ajoute la justesse de l’appareil qui augmente encore l’incertitude des taux 

d’incorporation calculés. Notons que ces facteurs défavorables s’appliquent à l'ensemble 

des sondes analysées.  

Toutefois, en analysant le spectre RMN 2D de la protéine marquée avec 200 mg/L 13CH3-

Met et 80 mg/L de 13CH3-Ala (cf. Figure 33 p. 179), la différence d'intensité des pics 

(entre méthionines et alanines) semblerait corroborer la tendance des résultats obtenus 

par MS, c'est-à-dire un écart d’environ 20 % dans le taux d'incorporation des 13CH3-Met et 

13CH3-Ala. 
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 ii. Pour la valine et la leucine (Figure 34D et 34E) (mais aussi la thréonine et 

l’isoleucine, spectres ESI-TOF présentés en annexes 5 p. 240), les spectres ESI-TOF ne 

présentent pas de pics résolus mais des massifs isotopiques. Ces massifs sont la 

conséquence du marquage 13C et 15N des résidus. En effet, le marquage générant un 

accroissement de la masse de la protéine de 6 Da (cas de la [1H, 13C, 15N]-Val) pour 

chaque acide aminé marqué incorporé, une largeur de pic plus importante est 

nécessairement attendue, en comparaison de l’augmentation de la largeur de pic lors de 

l’incorporation des méthionines et alanines (seulement +1 Da). Cependant, ce 

phénomène est aggravé par une hétérogénéité dans le nombre de résidus incorporés. 

Ainsi, dans le cas de l’isoleucine (et de façon moindre pour la valine), de nombreuses 

espèces protéiques de masses différentes sont présentes et détectées (car incorporant 

plus ou moins de résidus) en plus des espèces protéiques ayant ou non la méthionine N-

terminale et des PTMs. La largeur du massif induit donc une incertitude sur le sommet 

du pic, empêchant ainsi une quantification précise du taux d’incorporation pour les 

résidus [1H, 13C, 15N]-Ile/ -Val/ -Thr/ -Leu. 

Bien que la présence des massifs isotopiques limite la confiance du traitement des 

spectres, des taux d’incorporation peuvent tout de même être estimés par ces acides 

aminés (Figure 34F). Néanmoins, en analysant le spectre RMN 2D de la protéine marquée 

avec 200 mg/L 13CH3-Met et 80 mg/L de 13CH3-Ileδ1/-ValproS/-Thr (Figure 35), l'intensité 

des pics de chaque acide aminé semble être proche et ne corroborerait donc pas les 

taux d’incorporation très variables observés par MS. 
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Par conséquent, pour préciser ces résultats, nous avons entrepris de compléter les 

analyses par des expériences de FT-ICR sur la protéine intacte et digérée à la trypsine 

(TGE FT-ICR, collaboration Héloïse Dossmann, Sorbonne Université). Les 14 échantillons 

(7 échantillons de Hsp90 N-terminal marquées, ou non, et/ou non digérées) ont été 

analysés et les données sont actuellement en cours de traitement. Cette méthode, de 

par sa grande sensibilité, pourrait permettre de déconvoluer les spectres (résolution des 

massifs isotopiques) et d’obtenir des données plus précises sur les taux d’incorporation. 

Néanmoins, malgré l’incertitude sur le taux exact d’incorporation des 13CH3-acides 

aminés, un milieu de marquage spécifique a pu être développé. Sa composition 

n’engendre pas de fuites isotopiques et une dilution isotopique au niveau des alanines 

très limitée. Ce milieu permet également une expression protéique relativement proche 

du milieu de culture standard (dans les mêmes conditions d’expression), voire des 

rendements protéiques identiques en adaptant le protocole d’expression (24 heures 

d’expression supplémentaire avant l’arrêt de la culture). Il permet également 
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Figure 35 : Spectre RMN 2D de la protéine Hsp90 N-terminal. Protéine marquée avec 200 mg/L 
de 13CH3-Met et 80 mg/L de 13CH3-Thr, 13CH3-ValproS et 13CH3-Ileδ1. Echantillon concentré à 100 
µM, acquisition à 25℃, tampon : HEPES 20 mM pH 7,5, NaCl 150 mM, TCEP 1 mM, expérience 
SOFAST-HMQC, spectromètre 700 MHz équipé d’une cryosonde.



l’acquisition de spectres RMN résolus et exploitables dont la qualité a été validée en 

comparant ces derniers aux spectres acquis sur des protéines exprimées en bactérie. En 

conséquence, ce milieu de marquage peut être appliqué aux protéines exprimées en 

cellules HEK 293, et plus particulièrement à la protéine HSulf-2. 

 VI.2.4. Développement du milieu de culture uniformément marqué 15N  

 Parallèlement au développement d’un milieu de marquage spécifique, une 

stratégie de marquage uniforme a aussi été mise au point. Ces milieux de culture sont 

disponibles commercialement (BioExpress 6000, CIL) à des prix de 7000 à 15 000 euros le 

litre. Théoriquement, le mélange réactionnel d’acides aminés peut être préparé à partir 

de chacun des 20 acides aminés marqués 15N, mais cela entraîne un coût très 

conséquent. Ici, l’alternative choisie a été d’ajouter, au milieu ESF-SFM déplété, de 

l’extrait de levure 15N et du 15NH4Cl afin de marquer uniformément la protéine Hsp90 N-

terminal (Opitz et al., 2015). Avec cette méthode, la protéine Hsp90 N-terminal obtenue 

est pure et présente des rendements équivalents à ceux observés précédemment, soit 

environ 2,7 mg/L. 

Afin de valider la qualité du milieu de marquage et la stratégie développée, le spectre 

2D de la protéine marquée 15N a été acquis (Figure 36A). Ce spectre est bien résolu et 

l'intensité des pics démontre l'efficacité de l’extrait de levure comme source d’acides 

aminés marqués. Un spectre similaire, acquis sur la protéine Hsp90 N-terminal 

uniformément marquée 15N et exprimée en milieu deutéré (bactérie) (collaboration Dr 

Boisbouvier et F. Hénot, groupe RMN à l’IBS), a été acquis dans les mêmes conditions 

(Figure 36B). 

Une très large superposition des pics (quelques déplacements chimiques dus à la 

deutération partielle de la protéine exprimée en bactéries, et aux PTMs) est observée, 

ce qui montre que la protéine exprimée dans le milieu de culture développé est 

correctement structurée et marquée, et laisse la possibilité d’appliquer ce milieu aux 

petites protéines exprimées en cellules de mammifères.  
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Figure 36 : Marquage uniforme 15N de la protéine Hsp90 N-terminal. (A) Spectre de la protéine 
Hsp90 N-terminal marquée U-[1H, 15N] et produite en cellules HEK 293F (échantillon concentré 
à 113 µM, acquisition à 25℃, tampon : HEPES 20 mM pH 7,5, NaCl 150 mM, TCEP 1 mM, 
expérience SOFAST-HMQC, spectromètre 700 MHz équipé d’une cryosonde). (B) Superposition 
de deux spectres de la protéine Hsp90 N-terminal marquée U-[1H, 15N] dans les deux cas. Le 
spectre rouge correspond à la protéine exprimée en eucaryote et le spectre bleu à la protéine 
exprimée en bactérie.  
Production de la protéine Hsp90 N-terminal exprimée en bactérie et acquisition des spectres 

réalisées par F. Hénot (IBS, groupe RMN).
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 Cependant, et pour rappel, la protéine HSulf-2 étant une protéine de haute masse 

moléculaire, utiliser un marquage uniforme générerait donc des spectres non 

exploitables (nombreux chevauchements de signaux, faible résolution du spectre, entre 

autres), contrairement au marquage spécifique des 13CH3-acides aminés qui permet 

l’acquisition de spectres RMN résolus. Toutefois, dans un objectif général de développer 

des stratégies de marquage isotopique appliquées aux protéines exprimées en cellules 

de mammifères, la mise au point d’un milieu de marquage uniforme reste indispensable. 

 VI.2.5. Application du milieu de marquage spécifique à la protéine HSulf-2 : 

marquage de HSulf-2 ΔHD et HSulf-2 ΔHDc 

  

 Parallèlement à la mise au point des milieux de marquage pour la RMN, il a été 

réalisé dès les premiers mois de cette thèse un marquage de la protéine HSulf-2 ΔHD par 

ajout, dans un milieu commercial non dépélété en acides aminés (FreeStyle 293), de 

13CH3-Met en excès. La protéine a été produite en cellules HEK 293F et marquée en 

ajoutant 0,5 g/L de 13CH3-Met au milieu de culture FreeStyle 293. Après purification (cf. 

Figure 22 p. 162), la protéine a été concentrée à 6,5 mg/mL (soit ~ 100 µM) et un 

spectre RMN 2D a été acquis (SOFAST-HMQC) (Figure 37). Le spectre obtenu présente un 

seul «  pic » non résolu dans la région des 13CH3-Met, alors que 18 pics résolus et 

dispersés (à l’instar des spectres de la protéine Hsp90 N-terminal) étaient attendus. 

Ainsi, ce spectre est typique d’une protéine non structurée, car ce « pic » non résolu 

signifie que le spectromètre enregistre le même environnement chimique autour de 

chaque résidu 13CH3-Met.  
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Cependant, il a été démontré que la protéine HSulf-2 ΔHD était structurée et 

fonctionnelle. En effet, l'activité arylsulfatase de cet échantillon a été confirmée (de 

même que pour l’ensemble des échantillons produits et marqués durant ces travaux de 

thèse) (données non présentées). En revanche, après dénaturation de la protéine (5 

minutes à 100℃) l'activité est perdue, confirmant de ce fait la structuration de la 

protéine HSulf-2 ΔHD marquée et analysée par RMN. Ainsi, pour expliquer ce résultat, 

une première hypothèse a été émise : la coupure de l’étiquette SNAP pourrait 

déstabiliser la protéine car cette étiquette représente près de 30 % de la masse de la 

protéine. De plus, l’étape de coupure à 4℃ sur la nuit, ainsi que les douze heures 

d’attente entre la fin de la purification et l'acquisition du spectre, pourraient affecter 

défavorablement la qualité de l’échantillon. Pour le vérifier, la protéine a de nouveau 

été produite (en cellules HEK 293F) et marquée, puis purifiée sans le clivage des 

étiquettes et analysée au spectromètre le même jour. Cependant, le même type de 

spectre a été obtenu (résultats non présentés). 
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Figure 37 : Spectre 2D de la protéine HSulf-2 ΔHD marquée 13CH3-Met et exprimée en cellules 
HEK 293F (échantillon concentré à 90 µM, acquisition à 25℃, tampon : Tris 50 mM pH 8, NaCl 
200 mM, expérience SOFAST-HMQC, spectromètre 700 MHz équipé d’une cryosonde).
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Une deuxième hypothèse pourrait être un impact majeur des N-glycosylations. Il est vrai 

que la protéine HSulf-2 ΔHD exprimée en cellules HEK 293F porte ~ 18 kDa de ces PTMs. 

Or, cela engendre une augmentation du rayon hydrodynamique de la protéine qui peut 

être délétère pour le temps de corrélation (τc, temps moyen nécessaire pour qu'un 

carbone effectue une rotation de 1 radian). En effet, le τc dépend de la masse des 

molécules, mais aussi de leur sphéricité (Canet et al., 2010). Ainsi, avec un τc plus 

grand, les variations d'orientations se font à des fréquences moyennes trop éloignées de 

la fréquence de résonance typique/d’observation du 13C. Ceci signifie qu’un temps de 

corrélation augmenté entraîne un élargissement du signal RMN (élargissement des raies/

pics) et peut également être à l’origine de sa disparition complète. Pour vérifier cela, la 

protéine HSulf-2 ΔHD a été exprimée en cellules HEK 293S (cellules engendrant un motif 

glycosidique réduit) et marquée 13CH3-Met, puis purifiée avec le clivage des étiquettes 

avant son analyse par RMN (SOFAST-HMQC). Toutefois, dans ce cas aussi, un spectre 

identique à celui présenté dans la figure 37 a été obtenu (résultats non présentés). 

Une troisième hypothèse, pourrait être que la protéine HSulf-2 ΔHD est de trop grande 

masse moléculaire, d’autant que la protéine n’est pas deutérée. En effet, en l’absence 

d’une deutération de la protéine, il n’y a pas de réduction des interactions dipolaires, 

de la relaxation transversale et des chevauchements de signaux. Or, ceci peut conduire, 

à l’instar de l’hypothèse précédente, à l’élargissement des pics et/ou à seulement 

détecter les petites structures flexibles (comme les boucles). Pour vérifier cette 

hypothèse, la protéine SNAP-HSulf-2 ΔHD marquée 13CH3-Met (et exprimée en cellules 

HEK 293S) a été soumise à une protéolyse limitée par digestion à la trypsine, afin 

d’essayer d’éliminer les parties flexibles de la protéine et d’isoler une forme protéique 

structurée (par exemple le cœur hydrophobe).  

Une fois la digestion et la chromatographie d’exclusion réalisées (données non 

présentées), le chromatogramme montre un pic d'élution majoritaire (à 14,7 mL) et une 

fois les fractions correspondant à ce pic analysées par SDS-PAGE, quatre bandes sont 

visibles, indiquant la co-élution de quatre fragments de dégradation de la protéine. Afin 

de déterminer la masse exacte de ces espèces, l’échantillon a été analysé par MS 

(plateforme MS de l’IBS, Dr. Luca Signor). Cette analyse a confirmé la présence de 

quatre peptides de masse moléculaire : 50 kDa, 30 kDa, 18 kDa et 7 kDa. Ceci étant, à 

cause du marquage de la protéine, ainsi que de la présence de PTMs sur la protéine, ces 

peptides n’ont pas pu être attribués à un domaine/une séquence précise de la protéine 
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HSulf-2 ΔHD. Néanmoins, le peptide de 18 kDa pourrait être le domaine C-terminal. En 

effet, si une boucle entre le domaine CAT et C-terminal est clivée alors, en conditions 

dénaturantes, une bande à cette masse moléculaire devrait apparaître. En revanche, les 

autres fragments sont difficilement attribuables. 

Cet échantillon, digéré à la trypsine, a en parallèle été analysé par RMN (Figure 38), et 

un spectre difficilement analysable a été obtenu. En effet, un pic peu résolu est une 

nouvelle fois observé (2,1 ppm 1H, 16 ppm 13C), mais de nombreux autres pics 

apparaissent. Etant donné que seules les méthionines sont marquées et qu’il ne peut pas 

y avoir de fuites isotopiques, ces pics correspondent à des méthionines mais résonant 

dans une région étendue du spectre de résonance (0,8 à 1,5 ppm, 1H) (cf. Figure 11 p. 

93).  
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Figure 38 : Spectre 2D de la protéine SNAP-HSulf-2 ΔHD trypsinée et marquée 13CH3-Met en 
excès (échantillon concentré à 30 µM, acquisition à 25℃, tampon : Tris 50 mM pH 8, NaCl 200 
mM, expérience SOFAST-HMQC, spectromètre 700 MHz équipé d’une cryosonde).
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Ces pics pourraient correspondre à une dégradation de la protéine et/ou à des protéines 

contaminantes. En effet, des pics similaires (mais moins intenses) sont visibles sur le 

spectre RMN 2D de la figure 40B (cf. p. 197), confortant donc l'hypothèse d’une 

détection de petits peptides appartenant (ou non) à la protéine HSulf-2 ΔHD. 

Néanmoins, il peut être conclu avec confiance que la digestion de la protéine à la 

trypsine ne permet pas d'accroître la résolution du spectre acquis, bien que selon toute 

vraisemblance, des régions flexibles exposées au solvant aient été clivées. 

Une quatrième hypothèse pourrait être un choix de sonde isotopique non approprié. En 

effet, une analyse de la structure de HSulf-2 WT prédite par Phyre2 a été réalisée. Ce 

logiciel prédit la structure tridimensionnelle d'une séquence protéique en utilisant les 

principes et les techniques de modélisation par homologie, c’est-à-dire, que la structure 

de la protéine cible est obtenue à partir de sa séquence en acides aminés et d’une (ou 

plusieurs) structure tridimensionnelle haute résolution d'une protéine homologue 

(http://www.sbg.bio.ic.ac.uk, Kelley et al., 2015). Or, d’après cette prédiction, une 

majorité des résidus méthionines sont présents dans des régions non structurées ou 

flexibles (boucles). Ceci pourrait donc expliquer le même environnement chimique pour 

l’ensemble des isotopes 13CH3-Met et les spectres obtenus par RMN, sans pour autant que 

la protéine ne soit pas structurée. Or, d’après ce même modèle, les résidus Thr et Ile 

sont davantage présents dans des régions structurées (60 et 72 %, respectivement). Par 

conséquent, un marquage combinatoire 13CH3-Ileδ1/-Met/-Thr de HSulf-2 ΔHD (exprimée 

en cellules HEK 293S) a été réalisé. Ce marquage a été obtenu avec le milieu de 

marquage spécifique développé sur Hsp90 N-terminal. 

Une fois que les fractions contenant HSulf-2 ΔHD pure et marquée ont été rassemblées 

et concentrées, cet échantillon a été analysé par RMN. Toutefois, un résultat similaire a 

été obtenu avec trois « pics » non résolus apparaissant dans les régions de résonance 

respective de chaque sonde (résultats non présentés). Ainsi, bien que les résidus Ile et 

Thr étaient, d’après les données de prédiction, plutôt situés dans des régions 

structurées, ceci n’aura pas permis d'accroître la résolution des spectres. 

 Ces résultats, difficilement explicables, pourraient indiquer que la construction 

CAT n’est pas suffisamment structurée ou induirait un mauvais repliement de la protéine 

HSulf-2 ΔHD (bien que des données antérieures à cette thèse, obtenues par dichroïsme 

circulaire, montrent une structuration supérieure à 60 % pour cette protéine). Ainsi, 
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avec l’expertise du Dr. Christine Gaboriaud, deux nouvelles constructions légèrement 

modifiées ont été produites. Ces constructions, nommées HSulf-2 ΔHD V1 et HSulf-2 ΔHD 

V2, sont des dérivées de la construction HSulf-2 ΔHD, où quelques dizaines d’acides 

aminés ont été éliminés sur les extrémités N et C-terminales des domaines CAT et C-

terminal (HSulf-2 ΔHD V1), et sans les sites de coupure à la TEV (HSulf-2 ΔHD V2) (cf. 

Figure 15E et 15F p. 124 et Annexe 1D et 1E p. 233 et 235). Cependant, en plus de 

rendements protéiques nettement réduits (~ 2 mg/L) pour ces deux protéines, une fois 

ces dernières marquées 13CH3-Met (en excès), les spectres RMN 2D obtenus ont encore 

une fois présenté les mêmes caractéristiques (résultats non présentés). 

Suite à ces résultats, une deuxième construction, HSulf-2 ΔHDc (cf. Rappel Figure 15D, 

p. 157 et Annexe 1F p. 235), a été étudiée. Comparée à HSulf-2 ΔHD, cette protéine de 

82,5 kDa comprend l’ensemble des ponts disulfures et régions structurées connues, mais 

ne comprend pas la région centrale du domaine HD qui est non structurée (17 kDa). Un 

premier marquage 13CH3-Met (en excès en milieu FreeStyle 293) a été réalisé afin de 

vérifier la qualité du spectre RMN (Figure 39A). Notons que l’expression de la protéine a 

été réalisée en cellules HEK 293F, car les cellules HEK 293S ne permettent pas un 

rendement protéique suffisant (inférieur à ~ 700 µg/L). Ainsi, une fois la protéine 

exprimée et purifiée, l’échantillon a été analysé par RMN (expérience SOFAST-HMQC), 

mais une fois encore le spectre obtenu est non exploitable. Toutefois, en comparant ce 

spectre avec les précédents, il semblerait que certains pics plus ou moins résolus 

apparaissent (il pourrait être identifié ~ 7 pics sur 26 attendus), mais une fois de plus 

cette protéine n’est pas adaptée pour des analyses RMN.  

Dans une tentative de diminuer la flexibilité de la protéine (diminution du rayon 

hydrodynamique, du τc, et possiblement d’une dynamique non favorable), pour ne pas 

focaliser l’acquisition sur des régions types boucles ou avoir une perte/dissimulation du 

signal RMN des régions structurées, 1 mM de Sulfocalix-[4]-arène (v/v) a été ajouté à 

l’échantillon protéique. En observant les deux spectres obtenus en l’absence et en 

présence de Sulfocalix-[4]-arène (Figure 39B), un déplacement chimique de certains pics 

est visible, ce qui signifie que la protéine interagit bien avec le sulfocalix-[4]-arène. En 

revanche, aucun pic supplémentaire correspondant à des méthionines n’est apparu, ce 

qui suggère que la protéine n’a pas moins de propriétés défavorables pour l’acquisition 

de spectres résolus. 
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Figure 39 : (A) Spectre 2D de la protéine SNAP-HSulf-2 ΔHDc marquée 13CH3-Met en excès. Les 
pics 1 à 7 correspondraient aux méthionines de la protéine cible. (B) Superposition des 
spectres 2D de la protéine SNAP-HSulf-2 ΔHDc marquée 13CH3-Met sans (violet) et avec (rouge) 
sulfocalix-[4]-arène. Echantillon concentré à 20 µM, acquisition à 25℃, tampon : Tris 50 mM 
pH 8, NaCl 200 mM, expérience SOFAST-HMQC, spectromètre 700 MHz équipé d’une cryosonde.
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La deuxième enzyme de HSulf (HSulf-1) a également été étudiée, en émettant 

l’hypothèse que HSulf-1 pourrait présenter un spectre RMN de meilleure qualité que 

HSulf-2. En effet, bien que des différences existent entre ces deux protéines, les 

domaines CAT sont bien conservés et présentent la même activité arylsulfatse. Pour 

cela, HSulf-1 ΔHD (déjà étudiée au sein du groupe) a été produite en cellules HEK 293F, 

avec un marquage sur les méthionines (en excès), puis purifiée (sans clivage TEV) (Figure 

40A). Le chromatogramme obtenu après filtration sur gel montre un seul pic dont 

l’analyse par SDS-PAGE montre une bande majoritaire entre les marqueurs de masse 

moléculaire 95 kDa et 130 kDa, ce qui correspond à la protéine SNAP-HSulf-1 ΔHD. Une 

fois la protéine concentrée, celle-ci est analysée par RMN (Figure 40B). Cependant, le 

spectre résultant est également caractéristique d’une protéine non structurée. Les deux 

pics résolus (autour de 1,6 ppm) appartiennent à la protéine SNAP. En effet, lorsque la 

protéine SNAP (comptant trois méthionines) est purifiée et analysée par RMN, son 

spectre RMN 2D (Figure 40C) montre des pics résolus qui se superposent avec les pics 

résolus observés sur le spectre de SNAP-HSulf-1 ΔHD. 
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Figure 40 : Purification 
et spectre 2D de la 
protéine HSulf-1 ΔHD 
marquée 13CH3-Met et 
exprimée en cellules HEK 
293F.  
(A) Chromatogramme 
obtenu par filtration sur 
g e l e t S D S - P A G E 
c o r r e s p o n d a n t à l a 
p u r i f i c a t i o n d e l a 
protéine d’intérêt. Le 
profil d’élution comporte 
un pic majoritaire et le 
SDS-PAGE montre une 
bande majoritaire dont 
la taille correspond à la 
protéine SNAP-HSulf-1 
ΔHD.  
(B) Acquis it ion d’un 
spectre RMN 2D de la 
protéine (échantillon 
concentré à 50 µM, 
acqu i s i t i on à 25℃ , 
tampon : Tris 50 mM pH 
8 , N a C l 2 0 0 m M , 
e xpé r i ence SOFAST-
HMQC, spectromètre 700 
M H z é q u i p é d ’ u n e 
c r y o s o n d e ) . ( C ) 
S u p e r p o s i t i o n d e s 
spectres SNAP-HSulf-1 
ΔHD (bleu) et SNAP 
(rouge).

1 2 3 54 6 7 8 9 10 11



 A ce jour, aucune explication satisfaisante n’a pu être apportée pour justifier 

l’obtention de tels spectres, puisque les données sont contradictoires entre méthodes 

biophysiques-biochimiques et la RMN. Des tests supplémentaires d’optimisation 

pourraient être réalisés sur la protéine HSulf-2 ΔHDc, comme un échantillon exprimé en 

cellules HEK 293S (pour une glycosylation réduite), avec un marquage combinatoire, 

avec ou sans une digestion ménagée et la présence de ligands/substrats. En effet, cette 

protéine a été la seule à présenter un spectre partiellement résolu. Néanmoins, les 

faibles rendements protéiques obtenus limitent grandement les possibilités 

d’optimisation. 

Ainsi, il peut être conclu que l’étude de la protéine HSulf-2 par RMN est compromise, 

probablement à cause de propriétés intrinsèques de la protéine (large rayon 

hydrodynamique, augmentation du temps de corrélation, possible dynamique du corps 

structuré de la protéine) qui sont à l’origine des spectres non exploitables 

(élargissement des signaux, chevauchement des pics, pertes de signaux, détection de 

signaux correspondant seulement aux régions flexibles). Néanmoins, deux milieux de 

marquage (spécifique et uniforme) ont pu être développés et validés sur une protéine 

modèle (Hsp90 N-terminal). 

VI.3. Etudes structurales de la protéine HSulf-2 par cryo-EM 

 En parallèle des études initiées par RMN et cristallographie, des analyses de cryo-

EM ont été entreprises sur la protéine HSulf-2 ΔSG en collaboration avec le Dr Rebekka 

Wild (membre du groupe SAGAG). 

La cryo-EM est une technique puissante dans la résolution de structures de grandes 

protéines (plusieurs centaines de kDa). Bien que des études fassent état de la 

détermination de structure haute résolution de protéines nettement inférieures à 100 

kDa, ces dernières sont généralement présentes sous forme multimérique (ce qui, de 

fait, rend la taille des objets étudiés largement supérieure à 100 kDa) et/ou présentent 

des axes de symétrie (facilitant le traitement des données). Par conséquent, l’étude 

d’une protéine d’environ 100 kDa, partiellement non structurée et portant ~ 20 kDa de 

N-glycosylations constitue un réel challenge. Néanmoins, l’utilisation de cette méthode 

s’explique par une plus grande tolérance de protéines flexibles et peu structurées. De ce 
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fait, les N-glycosylations et la faible structuration globale de HSulf-2 ne devraient pas 

être limitantes, au moins dans les premières phases d’analyse. 

 La première étape dans l’analyse de HSulf-2 ΔSG par cryo-EM repose sur la 

préparation de grilles de haute qualité. Pour ce faire, la protéine pure HSulf-2 ΔSG (cf. 

Figure 16 p. 153) concentrée à 0,13 mg/mL a été utilisée avec un protocole standard de 

glaciation de grilles cryo (protocole obtenu auprès de la plateforme de cryo-EM de l’IBS). 

L’analyse des grilles cryo Quantifiol 1.2/1.3 Cu mesh, carbon coated 300 + HSulf-2 ΔSG a 

été réalisée à l’aide d’un microscope GLACIOS 200kV FEG et a permis de confirmer que 

l’épaisseur de glace vitreuse et la concentration de protéines utilisées, étaient 

optimales. En effet, cette concentration permet la présence de plusieurs centaines de 

particules par image, sans pour autant générer une trop grande proximité empêchant 

toutes analyses des micrographies. De plus, du fait de la faible épaisseur de glace, un 

contraste optimal des particules est observé, sans aucun chevauchement de particules 

dans la profondeur. Notons, pour finir, que le protocole de préparation des grilles est 

parfaitement reproductible. 

 Une fois les grilles préparées, un jeu de données a été acquis sur un microscope 

ThermoFisher Scientific GLACIOS 200kV FEG équipé d’une caméra de détection directe 

GATAN K2. 

Ce premier jeu de données a permis d'acquérir 1500 micrographies. Une fois ces 

micrographies analysées par le logiciel de traitement Cryosparc, 2,8 millions de 

particules ont été extraites et une classification 2D de ces dernières a été entreprise. 

Après plusieurs cycles d’affinement, 10 classes 2D regroupant ~ 970 000 particules ont 

été sélectionnées, et elles représentent 10 orientations différentes de la protéine 

(Figure 41). Cependant, le rapport signal sur bruit obtenu n’est pas parfait, car sur la 

totalité des classes 2D, de fines densités diffuses sortent de la particule et altèrent 

significativement la résolution. Ces densités sont très probablement des boucles 

flexibles et/ou des N-glycosylations (également flexibles). Malheureusement, il est 

apparu au cours du traitement des données, que le logiciel n’arrivait pas à aligner les 

particules extraites exclusivement sur le cœur hydrophobe de la protéine. Si un tel 

alignement avait été réalisé, alors ces régions flexibles ne seraient que peu apparues et 

le rapport signal sur bruit (la netteté des classes 2D) aurait été significativement 

amélioré. Dans le cas présent, le logiciel a au contraire tendance à aligner les particules 
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sur ces régions, ce qui entraîne une perte massive de particules à classifier et une 

résolution finale des classes 2D ne permettant pas d’obtenir, avec les prochaines étapes, 

une structure 3D haute résolution. Pour tenter de pallier ce problème d’alignement, des 

masques ont été appliqués aux particules classifiées (c’est-à-dire que l’utilisateur filtre 

toutes les densités électroniques au-delà d’un certain diamètre), mais sans réelle 

amélioration sur l’alignement des particules et la classification. En effet, ces régions 

flexibles étant très petites/très proches du cœur hydrophobe de la protéine, aucun 

masque ne peut être ajouté sans tronquer cette région structurée des particules (et un 

masque ne générant pas ces troncatures ne filtre pas les régions flexibles). 

Les particules ont tout de même été extraites de ces 10 classes 2D, et une classification 

3D appliquée à un modèle ab initio (sphère produite par le logiciel qui est par la suite 

affinée lors de nombreuses itérations) a été réalisée et a permis la génération, après 

affinement, d’un modèle structural de la protéine HSulf-2 ΔSG (Figure 42A). Ce modèle, 

résolu à ~ 7 Å, ne permet pas la reconstruction de la structure mais autorise la 

validation de cette méthode et la validité des données expérimentales obtenues. En 

effet, un des problèmes rencontrés en cryo-EM est la production de modèles structuraux 
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Figure 41 : Classification 2D de la protéine HSulf-2 ΔSG. L’agrandissement (en rose) des trois 
premières classes, par exemple, met en évidence des fines densités représentant des régions 
flexibles et/ou des boucles et/ou des N-glycosylations (ellipses grises). Ces structures sont 
délétères car elles empêchent un parfait alignement des régions structurées et donc une 
meilleure résolution finale des classes.
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faux car le logiciel ne raisonne pas sur la validité de la carte de densité électronique 

délivrée. Toutefois, dans le cas présent, en appliquant la structure prédite de HSulf-2 

WT (Figure 42B) par le logiciel de prédiction AlphaFold à la carte de densité électronique 

de HSulf-2 ΔSG, une correspondance entre les structures secondaires de la structure 

prédite et du modèle est observée. Notamment, une très large correspondance est 

observée pour la longue hélice alpha N-terminale exposée au solvant et retrouvée chez 

les sulfatases (Hanson et al., 2004). En revanche, le modèle produit n’est pas 

représentatif de la protéine HSulf-2 ΔSG dans sa totalité. En visualisant le taux de 

recoupement entre densité électronique et structure prédite, seule la moitié de la 

protéine a été détectée. Ainsi, certaines régions du domaine CAT et du domaine C-

terminal n’apparaissent pas, et aucune densité n’est observée pour le domaine HD.  
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Figure 42 : Modèle structural de la protéine HSulf-2 ΔSG. (A) La densité électronique (jaune) 
correspond au modèle structural de HSulf-2 ΔSG. (B) Ajustement entre le modèle produit 
(jaune) et la structure de HSulf-2 WT prédite par le logiciel de prédiction structurale AlphaFold 
(rose).

A

B

N-ter



Néanmoins, quelques informations intéressantes ressortent de ce modèle structural. En 

effet, avec une prise en compte plus importante du bruit de fond, certaines densités 

sortantes du modèle ressemblent à des N-glycosylations. Or, avec l’ajustement du 

modèle et de la structure prédite, l’Asn 241, par exemple, définie par MS comme 

porteuse d’une N-glycosylation, se voit correspondre parfaitement à une densité 

électronique attribuable à ce genre de PTMs (Figure 43A). En revanche, d’autres 

densités électroniques équivalentes (Figure 43B) sont aussi portées par des asparagines 

(cas de l’Asn 41) mais ne correspondent pas aux asparagines modifiées identifiées par 

MS. Cela pourrait s’expliquer par une mauvaise correspondance densité/structure 

prédite ou bien par la non détection de certaines N-glycosylations par MS. 

Par conséquent, bien que le modèle obtenu ait été validé, celui-ci ne permet pas 

d’obtenir d’information structurale précise sur HSulf-2 et notamment sur son domaine 

HD, ainsi que sur l’organisation des domaines entre eux. 
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Figure 43 : Densités correspondantes aux N-glycosylations de HSulf-2 ΔSG. (A) L’ellipse grise 
représente le résidu N217 et le rectangle vert correspond à la chaîne glycane portée par ce 
résidu. (B) Le rectangle bleu correspondrait aussi à une N-glycosylation portée par le résidu 
(N41), mais ce résidu n’a pas été identifié comme N-glycosylé par MS. En effet, seuls les résidus 
N88, N108, N147, N174 et N217 ont été caractérisés (par MS) comme porteurs de N-glycosylations. 
Rappel : la numérotation des acides aminés ne prend pas en compte le peptide signal.
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 Au vu de la qualité des grilles et de la validité du modèle structural produit, un 

nouveau jeu de données a été acquis sur un microscope plus puissant (microscope Titan 

Krios 300 kV FEG équipé d’une caméra de détection directe GATAN K3) afin d’essayer 

d'accroître la résolution et la qualité du modèle de HSulf-2 ΔSG.  

Cette acquisition a été réalisée par la plateforme de microscopie électronique de 

Strasbourg. Plusieurs étapes de traitement des données ont ensuite été réalisées dès les 

images collectées, dont l’extraction de 7 000 000 de particules. Ces particules ont été 

classifiées et 17 classes 2D ont été obtenues (Figure 44) regroupant ~ 1 300 000 de 

particules. Ces classes sont mieux résolues que les précédentes, mais les mêmes 

constatations peuvent être faites. En effet, des régions flexibles sont toujours visibles 

sur ces classes 2D, ce qui diminue encore une fois le rapport signal sur bruit et les 

possibilités d’atteindre une carte de densités électroniques hautement résolue.  
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Figure 44 : Classification 2D de la proteine HSulf-2 ΔSG.



Cependant, au vu de la quantité accrue des classes 2D et des particules extraites à 

partir de ces classes, un nouveau modèle structural a été produit (Figure 45Ai, ii). Ce 

modèle mieux résolu, ~ 4 Å, permet la visualisation très nette du grand feuillet β (10 

feuillets en position N-terminale), seulement supposé dans le précédent modèle. 

Cependant, dans ce cas, les densités électroniques correspondant aux hélices alpha 

semblent être moins bien résolues et plus courtes. De surcroît, bien que le modèle soit 

localement mieux résolu, la carte de densités électroniques est encore plus petite que 

la précédente, ce qui signifie que davantage de régions de la protéine sont encore non 

définies et/ou non accessibles sur ce jeu de données. Ces constatations ont été 

corroborées par l’ajustement de la structure prédite au sein de cette nouvelle carte de 

densités électroniques de HSulf-2 ΔSG (Figure 45Bi, ii). 

Par conséquent, ce modèle est encore une fois validé par une bonne correspondance de 

structures secondaires (comme le large feuillet β et certaines hélices alpha), mais de 

nombreuses régions de la protéine manquent (domaine HD) ou sont réduites (domaines 

CAT/C-terminal). De surcroit, les informations sur l’organisation globale des domaines ne 

sont pas disponibles, tant entre le domaine CAT et HD qu’avec le domaine C-terminal. 

De ce fait, il semblerait que l’utilisation de cette méthode pour la résolution de la 

structure de HSulf-2 en forme apo ne soit, pour l’heure, pas possible. En effet, un calcul 

de la structure de HSulf-2 ne peut être effectué du fait de la présence de régions 

flexibles (boucles, régions non structurées, N-glycosylations) limitant, une nouvelle fois, 

la qualité des données acquises. 
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Figure 45 : Modèle structural de la protéine HSulf-2 ΔSG. (Ai, ii) Deux angles de vue de la 
densité électronique (gris) qui correspondent au modèle structural de HSulf-2 ΔSG. (Bi, ii) 
Ajustement entre le modèle produit (gris) et la structure de HSulf-2 WT prédite par le 
logiciel de prédiction structurale AlphaFold (rose), sous les deux mêmes angles de vue.

90 °

N-ter

N-ter

C-ter
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 Afin d’essayer d’accroître la structuration de la protéine, et donc d’augmenter à 

la fois la résolution (car les régions flexibles n'apparaîtraient plus, ou moins) des classes 

2D et l’étendue des régions caractérisées par des densités électroniques résolues, des 

tests d’optimisation de grilles ont été réalisés sur la forme holo de la protéine HSulf-2 

ΔSG.  

Pour cela, la protéine HSulf-2 ΔSG a été exprimée et purifiée, puis incubée avec 

différents substrats. Une première possibilité considérée a été l’ajout de substrat en 

excès dans l’échantillon protéique. Cependant, rien n’atteste que l’ensemble des 

protéines soit présente sous forme de complexe enzyme/substrat. Or, si ce n’est pas le 

cas, l'hétérogénéité de l’échantillon sera délétère lors de la classification des particules. 

De plus, il est probable que les substrats libres augmentent le bruit de fond et, à l’instar 

des régions flexibles, affectent négativement la résolution du modèle produit. Ainsi, 

l’application de cette méthode sans connaissances de la forme apo de la protéine reste 

difficile. 

C’est pourquoi, afin de résoudre ce problème d’hétérogénéité, deux protocoles de 

réticulation ont été appliqués à la protéine dans le but de former des complexes 

covalents et homogènes. Ces approches reposent sur la réticulation de la protéine 

HSulf-2 ΔSG avec un substrat (un oligosaccharide ou une chaîne d’HP) via un couplage 

avec les réactifs l’EDC/NHS, ou bien entre les résidus glycines des protéines HSulf-2 ΔSG 

par un traitement au glutaraldéhyde. Ces deux approches conduisent à la formation de 

complexes impliquant la (quasi) totalité des protéines, car aucune bande correspondant 

à la protéine seule n’apparaît sur le western blot après ces traitements (à l’exception de 

très faibles bandes pour la condition 1) (Figure 46A). Toutefois, l’analyse des grilles en 

coloration négative (CN) montre une forte agrégation des différents complexes (Figure 

46B). Notons que, malgré de nombreux tests d’optimisation (variation du temps de 

réaction, du rapport protéine-substrat et de la quantité d’agents réticulants), afin de 

limiter la quantité d’agrégats, aucune grille exploitable n’a pu être obtenue. 
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Figure 46 : Deux approches de 
réticulation de la protéine HSulf-2 
ΔSG. 
(A) Western blot de l'échantillon 
HSulf-2 ΔSG (Anticorps primaire : 
R-19, anticorps polyclonal de lapin 
ciblant spécifiquement la région 
interne du domaine HD, dil. 1/1000, 
et anticorps secondaire : α-rabbit-HRP, 
JIR 111-035-045, dil. 1/10000) avant 
e t a p r è s d e u x p r o t o c o l e s d e 
réticulation : 1. HSulf-2 ΔSG + Substrat 
(DP8 : répétition de quatre unités 
[ IdoA(2S), GlcNS(6S)]) avec un 
traitement EDC/NHS. 2. Inter-HSulf-2 
Δ S G a v e c u n t r a i t e m e n t a u 
glutaraldéhyde. Condition : 0,7 % de 
glutaraldéhyde, réaction pendant 3 
minutes à 20℃. 
(B) Grilles de microscopie électronique 
en colorations négatives de HSulf-2 
ΔSG différemment réticulée.

HSulf-2 ΔSG 
non 
réticulée 
(témoin -)



 Les approches de réticulation ne permettant pas l’obtention de grilles 

exploitables, des expériences d’optimisation de formations de complexes protéine/HP 

ont été réalisées (sans agents chimiques). Pour cela, des grilles en CN ont été réalisées 

en utilisant des ratios variables d’HSulf-2 ΔSG/HP (Figure 47). Toutefois, l’analyse de ces 

grilles révèle également une forte agrégation de la protéine corrélée à une 

augmentation de la quantité d’HP. Ainsi, bien que le plus petit ratio protéine/HP utilisé 

permettrait l’obtention de grilles exploitables, rien n’affirme encore que l’ensemble des 

protéines interagissent avec un substrat. A l’inverse, l’utilisation d’un ratio plus fort 

pour lequel l’ensemble, ou une large majorité des protéines, sembleraient bien interagir 

avec l’HP conduit à un niveau d’agrégation qui ne permet pas une dispersion homogène 

des particules (indispensables pour toute analyse).   

 En conclusion, malgré des premiers modèles structuraux très intéressants et 

représentatifs de la protéine HSulf-2, la flexibilité de la protéine n’aura pas permis 

d’obtenir une carte de densités électroniques représentative de la totalité de la 

protéine, et à une résolution permettant le calcul de la structure. Néanmoins, ces 

premiers résultats ont permis de mieux comprendre les facteurs limitant la résolution 

finale des modèles. Ainsi, en corrélant les résultats obtenus après les différentes 

expérimentations, de nombreuses optimisations peuvent être envisagées, tout comme 

une nouvelle stratégie de caractérisation de HSulf-2 par cryo-EM (cf. p. 228-230). 
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Figure 47 : Grilles de microscopie électronique en colorations négatives de HSulf-2 ΔSG avec 
différents ratios d’HP (taille du substrat : 1400 Da, réf. H3393, Sigma). La formation des 
complexes HSulf-2 ΔSG - HP a été réalisée (sans réticulation) pendant 15 minutes à 4℃. 
1. HSulf-2 ΔSG - HP : ratio 1:1 
2. HSulf-2 ΔSG - HP : ratio 1:4 
3. HSulf-2 ΔSG - HP : ratio 1:8 
4. HSulf-2 ΔSG - HP : ratio 1:16
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VII. Discussions et perspectives 

 Au cours de cette thèse, un large spectre de méthodes de caractérisation 

structurale a été balayé en vue de résoudre la structure de la protéine HSulf-2. Malgré 

de nombreuses optimisations portant sur l’expression, la purification, le traitement des 

PTMs, la production de nouvelles constructions et le développement d’un milieu de 

marquage pour analyser spécifiquement cette enzyme par RMN, aucune réponse n’a pu 

être apportée à notre problématique. Néanmoins, ces travaux ont permis d’identifier les 

méthodes d’analyse représentant des pistes prometteuses à investiguer en priorité. 

VII.1. Développement d’un milieu de marquage spécifique et uniforme pour des 

protéines exprimées en cellules de mammifère 

 Les travaux réalisés au cours de la thèse ont permis de mettre au point un milieu 

de culture adapté au marquage spécifique des acides aminés portant un groupement 

méthyle, ainsi qu’un milieu pour le marquage uniforme 15N. Le milieu de marquage 

spécifique est une innovation puisque, jusqu’à présent, aucun milieu n’était disponible 

commercialement, ce qui limitait donc l’utilisation du marquage spécifique des acides 

aminés portant un groupement méthyle (dans le système d’expression eucaryote) à une 

communauté très restreinte d’experts RMN. Or, les industriels pharmaceutiques 

manifestent un intérêt croissant pour les protéines humaines qui nécessitent la plupart 

du temps d’être exprimées dans des systèmes eucaryotes pour être fonctionnelles. Elles 

peuvent également être de haute masse moléculaire, comme les anticorps. Ainsi, 

l’absence de disponibilité d’un milieu de culture adapté limitait, jusqu’alors, l’étude 

par RMN de ces protéines. Il sera désormais possible d’étudier, à l’échelle atomique, des 

interactions de protéines d’intérêt thérapeutique avec des ligands, par exemple. 

 Un milieu permettant un marquage uniforme des 15N existe déjà 

commercialement (BioExpress 6000, Eurisotop). Celui-ci est probablement réalisé par 

ajout de chacun des 20 acides aminés 15N marqués purs, d’où son coût d’environ 7000 €/

L. Par comparaison, même s’il est difficile de donner un prix fixe au marquage uniforme 

15N réalisé (cf. Tableau 10 p. 139) (l’extrait de levure utilisé étant obtenu par 

collaboration car commercialement non disponible - Dr. Nadine ASSRIR, ICSN Gif/Yvette), 

en se basant sur notre protocole et les expériences chiffrées décrites dans la publication 
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de Opitz et al., 2015, un coût d’environ 300 €/L peut être estimé (ce coût ne comprend 

toutefois pas la main d’oeuvre) ; le rendant accessible à une majorité de laboratoires. 

 Quant au milieu de marquage spécifique des acides aminés portant un 

groupement méthyle (sans deutération des autres résidus) développé, en considérant 

que 80 mg/L de chacun des acides aminés portant un groupement méthyle sont ajoutés, 

ce dernier pourrait être commercialisé autour de 5000 €/L.  

Dans ce milieu, les acides aminés portant un groupement méthyle sont deutérés sur le 

reste de leurs carbones (autre carbone que le 13CH3). Cette deutération permet une 

augmentation du signal et de la résolution des spectres (Yanaka et al., 2018 ; Dubey et 

al., 2021) nécessaire à l’étude de protéines de haute masse moléculaire. Avec un tel 

marquage, il est par exemple possible d’étudier une interaction de la protéine d’intérêt 

avec un ligand. En comparant les deux spectres obtenus (avec et sans ligand), il sera 

possible de conclure sur une éventuelle interaction puisque les pics correspondant aux 

résidus impliqués dans l’interaction subiront une perturbation de leurs déplacements 

chimiques, sur le spectre RMN, en présence du ligand. C’est ce qui a été montré sur la 

figure 39B (cf. p. 195) avec le sulfocalix-[4]-arène et la protéine HSulf-2 ΔHDc. 

En revanche, ces signaux ne seront pas attribués (il ne peut donc être identifié quels 

sont les résidus impliqués dans cette interaction). L’attribution nécessite, en effet, 

l’acquisition d’expériences 3D de RMN sur des échantillons les plus deutérés possibles 

afin d’augmenter la sensibilité et la résolution des signaux. Pour cela, il faut envisager 

d’apporter une source de deutération supplémentaire en remplaçant les 14 acides 

aminés protonés par leur version deutérée (car ces cellules ne peuvent croître en 

présence de deutérium ; Murphy et al., 1977). Cela a pour conséquence d’augmenter le 

coût du milieu de culture mais également de diminuer les rendements (Sitaraka et al., 

2015). Toutefois, certains travaux décrivent des protocoles intermédiaires où seuls 

certains acides aminés sont ajoutés sous forme deutérée, notamment les acides aminés 

hydrophobes (Kofuku et al., 2018). 

 Pour les protéines de plus faible masse moléculaire (<30 kDa), un marquage 

uniforme peut suffire. Pour attribuer le squelette (étape préalable au calcul de 

structure, par exemple), il est nécessaire que la protéine soit marquée U-[2H, 13C, 15N]. 

Pour cela, il faut ajouter des extraits de levure triplement marqués, du glucose 13C et 

des inhibiteurs de transaminase pour bloquer la synthèse des acides aminés non 
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essentiels non marqués. Or, les extraits de levure avec un tel marquage ne sont 

commercialement pas disponibles. Une étude a décrit leur préparation (Opitz et al., 

2015), mais elle implique un protocole coûteux et fastidieux. Il faut également, dans ce 

cas, ajouter une source d’ammonium marquée (15NHCl4) car la préparation des extraits 

détruit certains acides aminés (cf. III.3.3.2. p. 108). Néanmoins, en utilisant des extraits 

de levure U-[2H, 13C, 15N] et du glucose non deutéré, ces travaux ont décrit une 

deutération >60 % des protéines recombinantes et des taux d’incorporations importants 

des différents acides aminés. Une étude récente a permis de développer un protocole 

permettant l’utilisation de [2H7]-glucose (Yanaka et al., 2018). En revanche, un certain 

nombre d’autres publications décrivent une toxicité du glucose deutéré. Il sera donc 

nécessaire de vérifier la possible utilisation du glucose marqué 2H avec le milieu de 

culture développé afin d’apporter une deutération la plus complète possible. 

 Dans tous les cas, la deutération apportée par les acides aminés diminue les 

rendements. Or, comme décrit dans cette thèse, à temps d’expression identique le 

milieu actuellement développé voit déjà son efficacité diminuer d’environ 25 %. En 

théorie, pour changer de milieu de culture, les cellules doivent généralement être 

adaptées progressivement. Cependant, dans le cas de notre travail, nous n’avons pas pu 

réaliser une adaptation progressive des cellules. Cela aurait probablement permis le 

maintien de la croissance cellulaire (dès les premières heures) et donc les rendements 

protéiques. Au contraire, les cellules ont été transfectées dans un milieu commercial 

(FreeStyle 293, Gibco®) et directement centrifugées puis re-suspendues dans le milieu 

de marquage (ESF-SFM déplété et recomplémenté). Cela a donc très probablement 

engendré un stress sur des cellules déjà sensibilisées par les agents de transfection, et 

conduit à la diminution de la croissance cellulaire et donc des rendements protéiques. 

Notons toutefois qu’une stratégie simple et efficace a pu être proposée pour palier le 

problème de rendement protéique diminué avec une adaptation du protocole 

d’expression (cf. p. 171). Il serait également intéressant d’identifier une stratégie de 

protection des cellules (face au stress) afin de diminuer et/ou de gagner 24 heures 

d’expression supplémentaires (et possiblement gagner en rendement protéique). 

Dans les protocoles de transfection « classiques » pour les cellules HEK 293, en milieu 

FreeStyle 293, de la peptone (composé riche en peptides à chaînes courtes et en acides 

aminés) est supplémentée au milieu de culture, au moment de la transfection, et entre 
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12 et 24 heures après (Pham et al., 2005 ; Davami et al., 2011, 2014). Cet ajout de 

peptone conduit, en plus d’une augmentation de 15 % de l'efficacité de transfection (si 

ce composé est supplémenté lors de la réaction PEI-ADNc), à une augmentation de 37 % 

de la densité cellulaire (Davami et al., 2014). Toutefois, dans le cas d’une production de 

protéines marquées pour la RMN, cet ajout n’est pas envisageable puisque la peptone 

contient une grande quantité d’acides aminés non marqués qui viendraient « diluer » les 

acides aminés marqués. En revanche, la peptone pourrait être ajoutée au milieu 

FreeStyle 293 lors de la transfection pour accroître l'efficacité de cette dernière et, 

ainsi, augmenter les rendements protéiques sans pour autant accroître la densité 

cellulaire finale. Par ailleurs, comme décrit dans l'étude publiée par Zhang et al. (2017), 

il pourrait être imaginé de réduire la quantité ajoutée et/ou dialyser la peptone afin 

d’éliminer les acides aminés, mais garder d’autres facteurs de croissance métaboliques 

essentiels à la croissance cellulaire (et ainsi, augmenter les rendements protéiques). 

De la même façon, il est nécessaire de tester différents agents de transfection, non pas 

pour influencer la croissance cellulaire, mais pour augmenter les rendements 

protéiques. En effet, au-delà du PEI (23966, CliniSciences) qui est l’agent de 

transfection utilisé pour l’ensemble des expériences décrites, un agent dérivé, le PEI 

MAX, a été développé et commercialisé et permet d’accroître les rendements protéiques 

(Baranyi et al., 2013 ; Delafosse et al., 2016). Ceci a également été confirmé au sein du 

laboratoire, sur la protéine humaine 6OST1, où le PEI MAX a permis un accroissement du 

rendement protéique de x1,8 (comparé au PEI). La Lipofectamine 2000, et récemment la 

Lipofectamine 3000 (Invitrogen™), permettent également une augmentation significative 

des expressions protéiques. Ainsi, bien que le prix de ces agents transfectants soit élevé 

(~ 150 euros pour 100 mL de culture), ils pourraient constituer une alternative 

intéressante si les rendements protéiques sont significativement augmentés, et sachant 

qu’un litre du milieu de marquage développé coûte environ 5000 euros. 

Outre ces agents transfectants, des variations dans le protocole de transfection peuvent 

générer une augmentation des taux d’expression des protéines cibles, comme la 

variation du rapport PEI-ADN ou la concentration des cellules présentes lors de la 

transfection. L’utilisation d’une haute densité cellulaire au moment de la transfection 

(entre 5 et 10*106 cellules/mL au lieu d’une densité de 1,5*106 cellules/mL utilisée 

classiquement) a déjà été décrite pour accroître les rendements protéiques (Backliwal 
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et al., 2008 ; Elshereef et al., 2019). Les cellules sont ensuite re-diluées à 1,5*106 

cellules/mL, quatre à six heures après la transfection. 

 En revanche, bien que l’utilisation de nouveaux agents transfectants et/ou 

l'accroissement de la densité cellulaire lors de la transfection (avant de diluer la culture 

au bout de 4-6 heures) n’engendreront pas de dilution des isotopes supplémentés au 

milieu de marquage, l’ajout de peptone pour accroître la densité cellulaire aura un 

impact certain sur la dilution des isotopes (la peptone étant une source d’acides aminés 

non marqués). Par conséquent, de nouvelles courbes d’incorporation devront être 

établies.  

 Toutes ces variations dans le protocole sont susceptibles de modifier le taux 

d’incorporation des acides aminés. Il sera donc nécessaire de valider ces valeurs 

d’incorporation (courbes et taux d’incorporation) au travers du nouveau protocole 

établi.  

Dans le milieu actuel, il a été défini que 80 mg/L de 13CH3-acides aminés, supplémentés 

au milieu, représentait la concentration minimale en acides aminés générant un plateau 

maximal d’incorporation. Pour rappel, cette valeur a été calculée en établissant des 

courbes d’incorporation par rapport à une référence interne ajoutée en excès (la 13CH3-

Met). Il faut néanmoins prendre en considération qu'à cause de la différence de 

flexibilité de leurs chaînes latérales, les acides aminés portant un groupement méthyle 

ne possèdent pas les mêmes propriétés spectroscopiques, ce qui se traduit par des 

différences d’intensités de leurs signaux RMN. Cette différence peut parfois être 

exacerbée par l’existence de phénomènes dynamiques intrinsèques à la protéine 

d’intérêt, biaisant davantage les quantifications par RMN. Par ailleurs, il est important 

de préciser que l’expérience RMN type SOFAST (choisie pour sa sensibilité et facilitant 

l’obtention de spectres de qualité acquis sur des échantillons peu concentrés) n’est pas 

optimale pour des analyses de quantification. 

Ainsi, pour une quantification précise de l’incorporation des acides aminés marqués, il a 

été nécessaire de produire des échantillons marqués (mais sans deutération, puisque les 

deutériums peuvent être ré-échangés par des protons par l’action de transaminases 

présentes dans le milieu de culture, et donc induire de l’hétérogénéité dans la masse de 

la protéine) afin de calculer leur masse et la comparer à celle de la protéine non 

marquée. Les échantillons ont été produits avec des acides aminés marqués seulement 
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sur le 13CH3 (alanine et méthionine), ou bien uniformément marqués sur tous les 13C et 

15N (thréonine, valine, isoleucine, leucine). Théoriquement, en calculant la différence 

de masse entre la masse attendue pour 100 % de marquage et la valeur donnée par les 

analyses de spectrométrie de masse, il était possible de définir un pourcentage 

d’incorporation. Les résultats obtenus ont cependant été plus complexes à analyser. En 

effet, dans le cas de la méthionine et de l’alanine, bien que des taux d’incorporation 

aient pu être calculés pour ces résidus, la variabilité de ces taux, entre les quatre 

espèces protéiques présentes dans l’échantillon, ne permet pas de conclure quant à une 

valeur précise. Néanmoins, en se basant sur une analyse visuelle et d’intégration de la 

figure 33 (cf. p. 179), il est tout de même apparu que les valeurs calculées étaient 

cohérentes.  

Ainsi, le taux d’incorporation calculé pour l’alanine (72 %) est très satisfaisant par 

rapport à ceux obtenus dans la littérature. En effet, en comparaison, en cellules 

d’insectes, l’ajout de 13CH3(-C2H)-Alaβ n’aura conduit qu’à 45 % d'incorporation des β-13C 

(Kofuku et al., 2018). Une autre étude fait état de 73 % d’incorporation des alanines 

dans le cadre d’un marquage uniforme U-[1H, 13C] en présence de 50 µM de L-cyclo-

sérine (concentration identique à celle utilisée lors des expériences menées dans cette 

thèse ; Sitarska et al., 2015), soit une valeur très proche de celle que nous avons 

obtenue.  

Pour les autres acides aminés (Met, Ile, Val, Thr et Leu), les valeurs obtenues sont très 

variables. Néanmoins, il s’agit d’acides aminés essentiels, donc non synthétisés par la 

cellule. En théorie, le pourcentage d’incorporation devrait être de 100 % puisque seuls 

des acides aminés marqués sont apportés au milieu. Ainsi, la diminution et la variabilité 

du pourcentage d’incorporation calculé proviendrait (malgré la présence d’une étape de 

lavage des cellules au PBS, qui permet d’éliminer les acides aminés non marqués du 

milieu FreeStyle), d’une réserve intracellulaire d’acides aminés persistante et entrant 

en compétition avec les acides aminés marqués ajoutés dans le milieu après la 

transfection.  

Par ailleurs, le choix de la méthode de quantification de l’incorporation peut être 

discuté. En effet, le fait que la protéine soit petite avec peu d’acides aminés de chaque 

type fait que la variabilité du marquage (massif isotopique) entraîne une erreur dans 

l’estimation de l’incorporation. Pour affiner ces résultats, un projet TGE-FT-ICR, en 

collaboration avec le Dr. Héloïse Dossmann (Sorbonne Université), est en cours afin 
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d’acquérir des spectres résolus (déconvolution des massifs isotopiques) et des taux 

d’incorporation plus précis. 

 Bien que des optimisations puissent encore être apportées au milieu de marquage 

spécifique, il a déjà permis à NMR-Bio d’exprimer d’autres protéines en cellules HEK 293 

dans le cadre des services que l’entreprise propose. En revanche, un travail plus 

conséquent reste à effectuer pour finaliser le milieu de marquage uniforme, 

notamment, au regard de la deutération. 

  

VII.2. Etudes structurales de la protéine HSulf-2 

 Les récentes tentatives de cristalliser la protéine HSulf-2 représentent, à court 

terme, l’une des perspectives les plus prometteuses dans la résolution de sa structure 

(la deuxième étant présentée p. 220-221). En effet, les derniers tests de cristallogenèse 

ont permis de mettre en évidence, vraisemblablement, plusieurs cristaux pour HSulf-2 

ΔSG, et des résultats encourageants pour HSulf-2 ΔHD et ΔHDc. Pour la première fois, de 

la précipitation protéique a pu être observée (validée par l’analyse UVs), ainsi que des 

proportions gouttes claires/précipitées intéressantes et permettant d’imaginer de 

nouvelles expériences optimisées. 

Ces nouvelles expériences seront d’autant plus intéressantes et cruciales, car un 

nouveau protocole d’expression a été mis au point, permettant d’augmenter par 2,5 

(voire 3,5) les rendements protéiques. Dans ce protocole, les cellules suivent le même 

protocole d’initiation de l’expression (avec, entre autres, le même protocole de 

transfection (si expression transitoire) et la même densité cellulaire initiale de 1,5*106 

cellules/mL), mais après quatre jours d’expression, les cellules sont re-diluées à 1,5*106 

cellules/mL pour, de nouveau, trois à quatre jours d’expression supplémentaires. Ainsi, 

ceci autorise donc pour la première fois l’expression des protéines HSulf-2 ΔSG (ayant 

fournie les meilleurs résultats en cristallogenèse) et HSulf-2 ΔHDc (qui semblait être la 

plus favorable par RMN) en cellules HEK 293S. Pour rappel, l’utilisation de ces cellules 

engendre un motif glycosidique réduit des protéines exprimées, mais également une 

diminution d’environ 30 % des rendements protéiques (déjà faible ~ 1 mg/L), limitant 

jusqu’ici leur utilisation à la seule protéine fortement exprimée HSulf-2 ΔHD. 

Dorénavant, l’ensemble des protéines pourra être exprimé sous forme partiellement 
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glycosylées, avec des rendements permettant de les concentrer davantage. Or, ces deux 

paramètres sont cruciaux pour la réussite de la cristallogenèse de HSulf-2. 

 i. Pour la protéine HSulf-2 ΔHD (exprimée en HEK 293S), trois concentrations 

différentes pourront être testées : 30 mg/L, 40 mg/L et 60 mg/L. Pour rappel, l’analyse 

des plaques de cristallogenèse a montré 27 % de gouttes claires, 50 % de précipitées et 

23 % présentant une séparation de phases. Ainsi, il peut être supposé qu’en modulant la 

concentration en protéines, davantage de cristaux pourraient se former. 

De surcroît, ces mêmes conditions seront testées avec la protéine incubée avec le ligand 

sulfocalix-[4]-arène. Ceci étant, il sera nécessaire d’identifier un nouveau protocole 

d’addition du ligand afin d’éviter une précipitation massive de la protéine. Pour ce 

faire, le ligand pourrait être ajouté sur la protéine diluée, puis le complexe formé serait 

concentré (au lieu d’ajouter le ligand directement sur la protéine concentrée), ce qui 

pourrait permettre de maintenir la solubilité de la protéine.  

 ii. Pour la protéine HSulf-2 ΔHDc, l’analyse des plaques révélait 50 % de gouttes 

claires, 30 % de séparations de phases et 20 % de précipitations. Cependant, au vu de 

l’échantillon utilisé pour ces tests (précipité apparu une fois le sulfocalix-[4]-arène 

ajouté), il est difficile de conclure quant à la fiabilité de ces statistiques. Par 

conséquent, de nouveaux tests devront être menés avec des échantillons protéiques, si 

possible davantage concentrés (avec et sans sulfocalix-[4]-arène, si un protocole est 

identifié), et exprimés en cellules HEK 293S.  

 iii. Pour la protéine HSulf-2 ΔSG, un affinement des trois conditions ayant 

présenté des cristaux devra être réalisé, et une nouvelle campagne de cristallogenèse 

sera réalisée (avec les mêmes plaques de criblage, cf. Tableau 4 p. 127) avec une 

protéine plus concentrée et présentant un motif glycosidique réduit (expression en 

cellules HEK 293S). 

En résumé, les résultats encourageants observés, et le nouveau protocole d’expression 

établi, permettront pour la première fois de combiner l’ensemble des paramètres 

importants à la cristallogenèse de HSulf-2, soit : une protéine, la plus structurée 

possible (prise en compte des régions structurées seulement), délaissant les régions et 

220



les structures flexibles (domaine HD et N-glycosylations) et pouvant être largement 

exprimée afin de ne pas être limité lors de la concentration de la protéine. 

 Un autre aspect intéressant de cette thèse réside dans le fait que l’ensemble des 

résultats et expérimentations (l’optimisation et le développement de nouveaux 

protocoles d’expression et de purification, le criblage de nouvelles conditions de 

cristallisation et le développement de milieu de marquage) ont contribué à faire avancer 

les connaissances requises pour résoudre, dans le futur, la structure de cette enzyme. En 

effet, ces stratégies ont mis en lumière que les propriétés intrinsèques de la protéine 

(faible structuration et grande flexibilité) empêchent toute acquisition de jeux de 

données (RMN et cristallographie) ou génèrent un jeu de données dont la qualité ne 

permet pas d’effectuer le calcul de la structure (cryo-EM). Par conséquent, de nouveaux 

efforts doivent être mobilisés afin de limiter au maximum la flexibilité de cette enzyme. 

Pour ce faire, différentes approches peuvent être envisagées. 

 Au vu de l’ensemble des analyses réalisées, il est difficile d’identifier quelles sont 

les caractéristiques de HSulf-2 (parmi les N-glycosylations, la présence de régions non 

structurées, ou une grande flexibilité inter-domaine de la protéine) qui constituent les 

principaux obstacles à la résolution de sa structure. Néanmoins, en se basant sur les 

résultats de RMN, il semblerait que la présence de N-glycosylations ne soit pas le 

principal facteur responsable de l’obtention de spectres non résolus. En effet, 

l’expression de la protéine en cellules HEK 293F ou S n’a montré aucune différence dans 

la résolution des spectres obtenus. Aussi, il n’est pas à exclure que le niveau réduit de 

N-glycosylations suffise à augmenter le temps de corrélation, empêchant donc 

l’obtention de spectres RMN résolus. Néanmoins, l’absence de toute amélioration du 

spectre suggère que les propriétés de structuration et de flexibilité intrinsèques de la 

protéine sont le principal facteur de tels résultats. De surcroît, la littérature semblerait 

aller dans ce sens. En effet, il a été démontré l’importance des N- et O-glycosylations 

dans le maintien de la stabilité et la diminution de la dynamique des protéines, mais pas 

dans la structuration de ces dernières (Lee et al., 2015).  

Il est tout de même nécessaire de souligner que, d’après les données de cryo-EM, certes 

les glycosylayions ne semblent pas avoir une importance majeure dans la structuration 

de la protéine, mais elles altèrent considérablement le traitement de données, et donc 

notre capacité à résoudre la structure de HSulf-2. 
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Par conséquent, identifier une forme déglycosylée et stable serait une grande avancée 

pour l’obtention de données en cristallographie et de classes 2D mieux résolues en cryo-

EM. Cela permettrait également de vérifier l’importance des N-glycosylayions et leurs 

répercussions sur l’objectif du projet (et de savoir si les futurs efforts doivent se 

concentrer sur l’augmentation de la structuration de l’enzyme). Pour ce faire, 

différentes expériences peuvent être envisagées. 

La protéine HSulf-2 ΔHD pourrait être traitée enzymatiquement afin d’éliminer les N-

glycosylations. Pour ce faire, et sachant qu’un traitement à la PNGase F ne permet pas 

de maintenir la stabilité de la protéine, un traitement de HSulf-2 avec l’enzyme 

Endoglycosidase H (endoH) pourrait être entrepris. En effet, quand la PNGase clive la 

totalité de la chaîne glycane, l’endoH laisse le premier résidu GlcNAc sur la protéine. 

Cependant, il est difficile de prédire si la présence d’un seul résidu GlcNAc suffira au 

maintien de la stabilité de l’enzyme. Toutefois, une étude a démontré qu’un traitement 

d’IgG de lapin avec cette enzyme permettait d’obtenir une protéine stable, mais 

également d’identifier, une fois l’acquisition de spectres RMN réalisée, que la digestion 

par endoH affectait le micro-environnement de la Leu235 (qui est impliquée dans le site 

de liaison FcgRIII) en induisant une altération conformationnelle (à cause de l'absence de 

la chaîne glucidique entière) et en rendant le site de liaison FcgRIII inactif (Yamaguchi et 

al., 2006). 

Une alternative au traitement endoH, pourrait être un traitement des cellules avec de la 

tunicamycine (Yamaguchi et al., 2007). Ici, au lieu d’un traitement par glycosidase de la 

protéine purifiée, l’antibiotique tunicamycine inhibe l 'enzyme GlcNAc 

phosphotransférase, ce qui a pour conséquence d’inhiber la formation des N-

glycosylations.  

Une dernière approche, plus fastidieuse, serait de supprimer par mutagène dirigée tout 

ou partie des sites de N-glycosylations identifiés par MS (Seffouh et al., 2019). Cette 

approche a été utilisée pour la déglycosylation d’IgG pour laquelle il a été démontré que 

la mutation de certains sites n’affectait en rien la stabilité et l'activité de la protéine, 

quand d’autres se sont révélés être critiques (Yamaguchi et al., 2007). 

En outre, au delà de la compréhension de l'impact des ces PTMs, ainsi que d’une possible 

amélioration du traitement de données, a minima pour la cryo-EM, l’élimination des 

glycosylations ouvrirait de nouvelles perspectives d’étude sur la protéine HSulf, 
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notamment sur l’impact du nombre élevé de N-glycosylations sur l'accessibilité de la 

chaîne de GAG, par exemple. 

 En parallèle, des tests sur l’accroissement de la structuration de la protéine 

doivent être entrepris. Dans un premier temps, une stratégie équivalente à celle de 

l’étude du domaine HD par RMN (cf. p. 86) pourrait être appliquée aux domaines CAT et 

C-terminal. Celle-ci consisterait à concevoir  de petits fragments des domaines, en 

s’aidant de la structure prédite par AlphaFold, afin de couper la séquence de manière 

précise sans affecter de structures secondaires, puis d’analyser ces fragments par RMN 

(marquages uniformes 13C, 15N, et deutération de la protéine). Ainsi, suivant les résultats 

obtenus, la structure tridimensionnelle de ces fragments pourrait être obtenue (par RMN 

et/ou cristallographie) et comparée à la structure de la protéine entière prédite par 

AlphaFold, dans le but de valider ou modifier cette dernière, ou de concevoir de 

nouvelles constructions plus favorables à une caractérisation structurale. 

 Des données, récemment obtenues (au sein du laboratoire) par photométrie de 

masse, suggèrent que la protéine HSulf-2 WT (avec chaîne de CS) et ΔSG sont dimériques 

(données non présentées). En revanche, l’analyse des protéines HSulf-2 ΔHD et ΔHDc, 

par cette même méthode, montre que ces protéines sont monomériques (données non 

présentées). Cela indique que le motif responsable de la dimérisation de la protéine se 

situerait dans la région interne du domaine HD (région éliminée pour les protéines 

HSulf-2 ΔHD et ΔHDc). Ceci est en accord avec l’étude de Morimoto et al. (2002) qui a 

reporté des séquences putatives de type « coiled-coils » qui pourraient servir d'éléments 

de multimérisation pour les enzymes HSulf-1 et HSulf-2. De plus, il a été suggéré qu’une 

multimérisation des HSulfs serait bien médiée par la région C-terminale (domaines HD et 

C-terminal) et facilitée par l'absence de clivage furine (Tang et Rosen, 2009). 

Cependant, la cryo-EM n’a pas fait état d’une telle organisation. D’après les modèles 

produits, la protéine serait monomérique. Toutefois, en inspectant les résultats de la 

classification 2D, de nombreuses classes montrent deux protéines très proches (Figure 

48). Ainsi, ce qui avait été défini comme une proximité induite par la forte 

concentration de particules dans chaque trou de la grille pourrait, finalement, 

correspondre à une dimérisation de la protéine. Cependant, d’après ces classes 2D, ces 

dimères semblent être « lâches », et probablement même dynamiques, car une majorité 

des particules ne présente aucune proximité entre elles. En revanche, la localisation de 
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cet élément de dimérisation, au sein de la région hautement flexible du domaine HD, 

serait en accord avec un concept de dimère «  lâche ». Toujours d’après ces classes, la 

position de cette hélice propice à la dimérisation est, vraisemblablement, bien du côté 

du domaine HD car un espace significatif est observé entre deux particules dimériques. 

Or, cet espace peut correspondre au domaine HD qui n’est pas détecté à cause de sa 

flexibilité et de sa faible structuration (aucun alignement de densité électronique n’est 

donc possible). 

De ce fait, identifier une méthode et/ou une construction permettant de favoriser et 

stabiliser cette dimérisation est une piste majeure à investiguer car, dans ce cas, la 

structuration serait, vraisemblablement, augmentée, tout comme la taille de l’objet. 

Par conséquent, cet échantillon protéique deviendrait un objet tout à fait propice à des 

études cryo-EM.  

Pour ce faire, outre la possibilité d’investiguer davantage d’agents réticulants, comme 

le DSP (dithiobis succinimidyl propionate), le Diméthyl adipimidate (DMA) ou bien le 

Diméthyl suberimidate (DMS), une stratégie basée sur la substitution de quelques acides 

aminés pourrait être envisagée. En effet, à la fin des années 1990, un groupe de 

recherche a réussi, par « computational design », à réaliser la stabilisation du domaine 

β1 de la protéine streptococcique G grâce à sept substitutions : trois en position 

centrale (Dahiyat et Mayo, 1997) et quatre partiellement exposées (Malakauskas et 

Mayo, 1998). En 2009, une étude s’est focalisée sur ces quatre dernières substitutions 

E15V, T16L, T18I et N37L, et a élucidé la base moléculaire de cette forte stabilisation. 
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Figure 48 : Classes 2D de la protéine HSulf-2 ΔSG. Ces classes sont représentatives de 
nombreuses autres classes 2D montrant une proximité entre deux protéines. Il est supposé que 
ces classes représentent la forme dimérique de la protéine. Toutefois, ces classes ne peuvent 
être sélectionnées et utilisées pour la production d’une carte de densité électronique car la 
flexibilité, la dynamique supposée, de ce dimère génère une résolution trop faible.



Ainsi, ces substitutions stabilisent la protéine par des contributions comprises entre 1,6 

et 6,0 kJ.mol-1 (à 70℃). Mais, ce sont principalement les résidus hydrophobes aux 

positions 16 et 37 qui fournissent les contributions majeures à cette stabilisation. De 

plus, ces deux résidus augmentent significativement la formation de dimères (Thoms et 

al., 2009). Ainsi, l’élimination de résidus hydrophiles et la malléabilité de la surface 

hydrophobe créée constituent un socle favorable à la formation d’une structuration 

accrue de la protéine, et à la formation de dimères stables. Par conséquent, grâce à la 

structure prédite par AlphaFold, et à l’identification de l’hélice alpha impliquée dans la 

dimérisation (grâce aux recoupements des données), une substitution de quelques acides 

aminés hydrophiles par des résidus hydrophobes pourrait significativement améliorer la 

stabilité du dimère et permettre d'envisager de nouvelles analyses structurales. 

 D'autres constructions protéiques peuvent aussi être envisagées et analysées afin 

de répondre à la problématique de cette thèse. En effet, la dernière construction 

produite (HSulf-2 ΔHDc), où les régions flexibles et non structurées ont été réduites, a 

été à l’origine d’un accroissement (faible) de la résolution des spectres RMN.  

Ainsi, la première construction possible serait le domaine CAT seul (sans le domaine C-

terminal). En effet, il se pourrait que sans le domaine HD flexible, ce domaine C-

terminal ne se replie pas correctement (pour rappel, il est imaginé que le domaine C-

terminal interagit avec le domaine CAT pour former un seul domaine) et génère une 

déstabilisation globale de la protéine. Dans ce sens, une construction SNAP-CAT (sans C-

terminal) a été réalisée (antérieurement à cette thèse). Néanmoins, l’expression quasi-

nulle de la protéine correspondante n’a jamais permis d’envisager d’études structurales 

sur cette construction. Toutefois, il serait intéressant de tenter d’optimiser la 

construction et de réussir à exprimer le domaine CAT seul, puis de réaliser un marquage 

(13CH3-Met en excès) afin de déterminer si les problèmes observés en RMN ne découlent 

pas, en grande majorité, de ce domaine C-terminal qui ne se replie/s’organise pas 

correctement avec le domaine CAT.  

En parallèle, une deuxième construction, le domaine C-terminal seul, pourrait être 

conçue et analysée. Ce domaine de petite taille (18 kDa) serait, si l’expression est 

suffisante, un très bon candidat pour des analyses RMN afin d’identifier si un spectre 

résolu peut être obtenu. Il serait également une cible protéique de choix pour le 

développement du milieu de marquage uniforme. 
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En conclusion, il serait très intéressant de produire et d’analyser par RMN ces deux 

constructions, car elles permettraient d’identifier avec certitude si c’est la structuration 

intrinsèque de chaque domaine qui ne permet pas l’obtention de spectres résolus, ou si 

c’est la conception de la construction HSulf-2 ΔHD qui pose problème. Notons de même 

que, si un seul des deux domaines s’avère être résolu par RMN, alors cette information 

pourrait significativement modifier la compréhension de la structuration générale de 

HSulf-2 et permettre d’optimiser de futurs constructions et protocoles. 

 Enfin, une dernière alternative serait d’étudier l’orthologue de Sulf exprimé par 

C. elegans : la protéine Sul-1. Sul-1 présente un domaine CAT homologue à HSulf, mais 

un domaine HD de taille réduite. En effet, le domaine HD de Sul-1 conserve seulement 

les régions structurées du domaine HD des Sulf humaines (perte de la région centrale 

non structurée). Sul-1 pourrait donc représenter un candidat intéressant pour des essais 

de cristallisation et de RMN. De surcroît, des premiers tests réalisés, antérieurement à la 

thèse, ont montré de bons rendements protéiques (relativement similaires à HSulf-2 

ΔHD). Cependant, suite à ces premiers tests, l’expression stable de cette protéine n’a 

pas pu être reproduite et les efforts de recherche ont été portés sur l’enzyme HSulf-2. 

Au vu des difficultés rencontrées avec cette dernière, il pourrait être intéressant de re-

transfecter des cellules pour exprimer Sul-1, et réaliser un marquage RMN qui 

permettrait d’identifier si une protéine naturelle ressemblant fortement à la protéine 

recombinante HSulf-2 ΔHDc est, oui ou non, vue comme structurée par RMN. 

De surcroît, si cet orthologue permettait d’acquérir des données RMN exploitables, il 

serait intéressant de modifier la construction HSulf-2 ΔHD et/ou HSulf-2 ΔHDc en se 

basant sur les homologies de séquences avec Sul-1. 

 Pour terminer, une dernière approche prometteuse pour la détermination de la 

structure de HSulf serait l’utilisation de nanobodies.  

Les nanobodies sont des anticorps miniatures (~ 15 kDa) dérivés d'anticorps à chaîne 

lourde présents chez les camélidés. Au cours de ces dernières années, les nanobodies se 

sont considérablement développés et avérés être des outils précieux dans le processus 

de détermination de la structure de protéines difficiles et de grands complexes 

protéiques, où initialement aucune méthode d’analyse structurale n’était applicable. Il 

est vrai que les nanobodies donnent accès aux épitopes conformationnels dans de 

multiples régions (notamment charnières), permettant alors une stabilisation de la 
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protéine dans une conformation unique. Cela permet d’atteindre une maille 

parfaitement structurée qui diffracte sous rayons X. Ces nanobodies agissent donc 

comme de réelles chaperonnes de cristallisation et ont permis, jusqu'à présent, la 

détermination de nombreuses structures à haute résolution (Traenkle et al., 2016 ; 

Duhoo et al., 2017 ; Hansen et al., 2017 ; Uchański et al., 2020). 

Par conséquent, concevoir un ou plusieurs nanobodies spécifiques à des régions clés de 

la protéine HSulf-2, comme la région d’interaction CAT-HD, ou bien C-terminal-HD, dans 

le but de stabiliser les régions flexibles défavorables au processus de cristallisation, 

fournirait un avantage certain pour la résolution de la structure de notre protéine.  

 Les nanobodies peuvent également se prêter à des analyses cryo-EM. Cependant, 

il est apparu que l’utilisation d’un échantillon protéique stabilisé par un nanobodie ne 

fournissait pas de résultats aussi avantageux que ceux observés en cristallographie. En 

effet, les nanobodies sont trop petits pour influencer favorablement la taille de l’objet 

étudié et pour permettre aux logiciels de traitement de se focaliser et de réaliser 

l’alignement des particules sur ces nanobodies pour augmenter significativement la 

résolution des classifications, et de la carte de densité électronique finale. 

Ainsi, pour utiliser les nanobodies en cryo-EM, une approche alternative a été 

développée. Cette approche fait appel à de nouvelles molécules chimériques appelées 

mégabodies qui augmentent la masse moléculaire des protéines cibles. Elles peuvent 

aussi surmonter l'orientation préférentielle des particules dans la glace, améliorant la 

résolution et la reconstruction finale (Uchański et al., 2021). Ces mégabodies sont en 

réalité des nanobodies dont la masse a été augmentée artificiellement car greffés de 

manière rigide sur des «  scaffolds  » protéiques sélectionnés (HopQ ou YgjK) pour 

augmenter leur masse moléculaire tout en conservant la spécificité et l'affinité de 

liaison à l’antigène (Uchański et al., 2021).  

Une étude récente décrit une méthode de synthèse de mégabodies basée sur la 

disponibilité d'un nanobodie interagissant avec la protéine cible, qui est ensuite fixé de 

manière rigide à deux «  scafforlds  »  : (1) un fragment FAB («  Fragment antigen-

binding  ») d’un anticorps dirigé contre le nanobodie, et (2) un nanobodie liant la 

« protein A fragment » fusionné à la maltose binding protein (MBP) et au « Fab-binding 

domains ». Cet assemblage d'environ 120 kDa ne perturbe pas l’interaction du nanobodie 

avec la protéine cible et facilite l'alignement des particules dans le traitement d'images 

cryo-EM. Le succès de cette méthode a été démontré avec le récepteur KDEL, une 
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protéine membranaire de 23 kDa, où une carte résolue à 3,2 Å a été obtenue. Une 

deuxième protéine de 22 kDa, le domaine de liaison au récepteur de la protéine Spike 

de SARS-Cov2, a aussi permis l’obtention d’une carte de densité électronique résolue à 

3,6 Å et des informations sur les interfaces d’interactions ont pu être obtenues (Wu et 

al., 2021). 

 Les voies d’exploration décrites ci-dessus (telles que les méga/nanobodies, 

l’élimination partielle des N-glycosylations, la stabilisation du dimère et de nouvelles 

campagnes de cristallogenèse) nécessitent de grands investissements en temps, et cela 

sans garantie de réussite. A plus court terme, les résultats obtenus au cours de l’étude 

de la protéine HSulf-2 par cryo-EM méritent d’être approfondis car ils représentent une 

première étape de vraie valeur vers le calcul de sa structure. Il est vrai qu’un objet 

aussi petit et intrinsèquement désordonné que HSulf-2 était un défi majeur pour le 

laboratoire. Ceci étant, les différents modèles produits ont tout de même présenté une 

résolution très satisfaisante, voire inattendue, au vu de nos connaissances structurales 

de HSulf-2. Ces analyses ont, également, généré des modèles permettant d’identifier 

l’organisation tridimensionnelle d’un certain nombre de structures secondaires (ce qui 

n’avait jamais été observé), dont certaines pourraient être résolues/calculées en 

modifiant le traitement des données comme le long feuillet β anti-parallèle de dix 

feuillets. De plus, ce modèle s’est avéré être représentatif de la protéine d’intérêt au 

vu de la qualité de l’ajustement réalisé entre la structure prédite par AlphaFold (entre 

autres) et les données expérimentales. Ceci pourrait suggérer que le nouvel outil de 

prédiction de structures qu’est AlphaFold délivrerait le premier modèle de structure 

réaliste de la protéine HSulf-2. Par conséquent, grâce à l’ensemble des analyses 

structurales réalisées, et aux nombreux poins clés résolus (notamment dans 

l’optimisation des protocoles d’expression et de purification), une nouvelle stratégie en 

deux étapes a pu être dessinée pour la caractérisation de HSulf-2 par cryo-EM. 

Tout d’abord, la protéine HSulf-2 ΔHDc pourrait être exprimée avec un motif 

glycosidique réduit (expression en cellules HEK 293S) grâce au nouveau protocole 

d’expression permettant d’obtenir des rendements protéiques significativement 

améliorés. Il est ainsi imaginé que lors du traitement de données (après préparation et 

analyse de grilles), les structures limitant l’alignement, et donc la résolution des classes 

2D, ne seront plus (aussi) présentes ; d’autant plus que cette construction ne contient 
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pas la partie interne du domaine HD qui apportait une flexibilité (du fait de ses 

caractéristiques) et des structures délétères à l’alignement des particules. Par 

conséquent, bien que cette protéine soit encore plus petite que la protéine HSulf-2 ΔSG, 

elle est très probablement davantage globulaire et moins flexible. Cette hypothèse peut 

être corrélée aux données de RMN montrant ~ 25 % des pics des méthionines résolues 

pour cette protéine contre aucune pour les autres constructions.  

De surcroît, généralement en cryo-EM, les fractions issues de la chromatographie 

d’exclusion contenant la protéine ne sont pas rassemblées et concentrées, mais un 

criblage des fractions est fait et celle présentant une qualité protéique optimale est 

juste diluée avant la préparation des grilles. Or, avec les rendements protéiques initiaux 

cette méthode (destinée à l’augmentation de la qualité de l’échantillon) n’était pas 

réalisable, mais le sera dorénavant. Notons également que l’ajout de ligands en excès 

ou réticulés à la protéine pourrait être réalisé afin d’identifier de possibles changements 

conformationnels et/ou d'accroître la structuration de la protéine. 

Par conséquent, si les résultats obtenus sont ceux escomptés, un premier modèle 

structural hautement résolu de la protéine pourrait être atteint. Quand au domaine HD, 

ce dernier fait l’objet actuellement d’une caractérisation structurale par RMN ; où les 

données préliminaires corroborent la structure du domaine HD prédite par le logiciel 

AlphaFold. 

Pour terminer, la caractérisation totale de l’enzyme pourrait être réalisée à partir des 

données préexistantes de HSulf-2 ΔSG ou à partir de nouvelles données acquises sur 

HSulf-2 ΔSG modifiée (d’après les différentes hypothèses précédemment décrites). En 

effet, il a pu être établi que les cartes de densités électroniques n'étaient pas 

suffisamment résolues pour un calcul de structure, mais l’étaient suffisamment pour un 

ajustement de la structure ; notamment un ajustement des domaines CAT-C-terminal 

afin de comprendre l’organisation des domaines, mais aussi l’organisation de l’enzyme 

dans sa forme dimérique. Sur ce dernier point, il est vrai qu’avec les jeux de données 

actuels, et en se focalisant sur les particules dimériques, de nouveaux modèles 

pourraient être produits. Cela apporterait ainsi une compréhension globale de l’enzyme 

et une possible première structure haute résolution de HSulf-2. 

 En conclusion, bien que de nombreuses approches puissent être envisagées pour 

résoudre la structure de la protéine HSulf-2, les récents résultats obtenus en cryo-EM, 

corrélés aux données de cristallographie et RMN, permettraient d’envisager des résultats 
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à court terme. En cristallogenèse, les nombreuses voies d’exploration citées 

précédemment laissent entrevoir un avenir prometteur pour cette technique. En 

revanche, à ce jour, la RMN n’est plus envisagée comme une méthode de caractérisation 

structurale de l’enzyme HSulf-2. 
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VIII. Annexes  

MGPPSLVLCLLSATVFSLLGGSSAFLSHHRLKGRFQRDRRNIRPNIILVLTDD

QDVELGSMQVMNKTRRIMEQGGAHFINAFVTTPMCCPSRSSILTGKYVHNHNT

YTNNENCSSPSWQAQHESRTFAVYLNSTGYRTAFFGKYLNEYNGSYVPPGWKE

WVGLLKNSRFYNYTLCRNGVKEKHGSDYSKDYLTDLITNDSVSFFRTSKKMYP

HRPVLMVISHAAPHGPEDSAPQYSRLFPNASQHITPSYNYAPNPDKHWIMRYT

GPMKPIHMEFTNMLQRKRLQTLMSVDDSMETIYNMLVETGELDNTYIVYTADH

GYHIGQFGLVKGKSMPYEFDIRVPFYVRGPNVEAGCLNPHIVLNIDLAPTILD

IAGLDIPADMDGKSILKLLDTERPVNRFHLKKKMRVWRDSFLVERGKLLHKRD

NDKVDAQEENFLPKYQRVKDLCQRAEYQTACEQLGQKWQCVEDATGKLKLHKC

KGPMRLGGSRALSNLVPKYYGQGSEACTCDSGDYKLSLAGRRKKLFKKKYKAS

YVRSRSIRSVAIEVDGRVYHVGLGDAAQPRNLTKRHWPGAPEDQDDKDGGDFS

GTGGLPDYSAANPIKVTHRCYILENDTVQCDLDLYKSLQAWKDHKLHIDHEIE

TLQNKIKNLREVRGHLKKKRPEECDCHKISYHTQHKGRLKHRGSSLHPFRKGL

QEKDKVWLLREQKRKKKLRKLLKRLQNNDTCSMPGLTCFTHDNQHWQTAPFWT

LGPFCACTSANNNTYWCMRTINETHNFLFCEFATGFLEYFDLNTDPYQLMNAV

NTLDRDVLNQLHVQLMELRSCKGYKQCNPRTRNMDLGLKDGGSYEQYRQFQRR

KWPEMKRPSSKSLGQLWEGWEG 

Peptide signal 

Domaine HD (avant : Domaine CAT ; après : Domaine C-terminal) 

Cysteine convertie en Fgly 

N-glycosyations 

Sites d’interaction aux HP 

Ponts disulfures 

Clivage furine 

O-glycosylation 
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- 24 29

30 82

83 135

136 188

189 241

242 294

295 347

348 400

453401

506454

507 559

560 612

665613

666 718

719 771

772 824

825 846

A.



B. HSulf-2 WT et HSulf-2 ΔSG : 

RSDKDCEMKRTTLDSPLGKLELSGCEQGLHEIKLLGKGTSAADAVEVPAPAAVLGGPEPLMQATAW

LNAYFHQPEIEEFPVPALHHPVFQQESFTRQVLWKLLKVVKFGEVISYQQLAALAGNPAATAAVKT

ALSGNPVPILIPCHRVVSSSGAVGGYEGGLAVKEWLLAHEGHRLGKPGLGPAGIGAPGSLGGGSEN

LYFQSFLSHHRLKGRFQRDRRNIRPNIILVLTDDQDVELGSMQVMNKTRRIMEQGGAHFINAFVTT

PMCCPSRSSILTGKYVHNHNTYTNNENCSSPSWQAQHESRTFAVYLNSTGYRTAFFGKYLNEYNGS

YVPPGWKEWVGLLKNSRFYNYTLCRNGVKEKHGSDYSKDYLTDLITNDSVSFFRTSKKMYPHRPVL

MVISHAAPHGPEDSAPQYSRLFPNASQHITPSYNYAPNPDKHWIMRYTGPMKPIHMEFTNMLQRKR

LQTLMSVDDSMETIYNMLVETGELDNTYIVYTADHGYHIGQFGLVKGKSMPYEFDIRVPFYVRGPN

VEAGCLNPHIVLNIDLAPTILDIAGLDIPADMDGKSILKLLDTERPVNRFHLKKKMRVWRDSFLVE

RGKLLHKRDNDKVDAQEENFLPKYQRVKDLCQRAEYQTACEQLGQKWQCVEDATGKLKLHKCKGPM

RLGGSRALSNLVPKYYGQGSEACTCDSGDYKLSLAGRRKKLFKKKYKASYVRSRSIRSVAIEVDGR

VYHVGLGDAAQPRNLTKRHWPGAPEDQDDKDGGDFSGTGGLPDYSAANPIKVTHRCYILENDTVQC

DLDLYKSLQAWKDHKLHIDHEIETLQNKIKNLREVRGHLKKKRPEECDCHKISYHTQHKGRLKHRG

SSLHPFRKGLQEKDKVWLLREQKRKKKLRKLLKRLQNNDTCSMPGLTCFTHDNQHWQTAPFWTLGP

FCACTSANNNTYWCMRTINETHNFLFCEFATGFLEYFDLNTDPYQLMNAVNTLDRDVLNQLHVQLM

ELRSCKGYKQCNPRTRNMDLGLKDGGSYEQYRQFQRRKWPEMKRPSSKSLGQLWEGWEGGGGSENL

YFQSHHHHHH 

C. HSulf-2 ΔHD : 

RSDKDCEMKRTTLDSPLGKLELSGCEQGLHEIKLLGKGTSAADAVEVPAPAAVLGGPEPLMQATAW

LNAYFHQPEIEEFPVPALHHPVFQQESFTRQVLWKLLKVVKFGEVISYQQLAALAGNPAATAAVKT

ALSGNPVPILIPCHRVVSSSGAVGGYEGGLAVKEWLLAHEGHRLGKPGLGPAGIGAPGSLGGGSEN

LYFQSFLSHHRLKGRFQRDRRNIRPNIILVLTDDQDVELGSMQVMNKTRRIMEQGGAHFINAFVTT

PMCCPSRSSILTGKYVHNHNTYTNNENCSSPSWQAQHESRTFAVYLNSTGYRTAFFGKYLNEYNGS

YVPPGWKEWVGLLKNSRFYNYTLCRNGVKEKHGSDYSKDYLTDLITNDSVSFFRTSKKMYPHRPVL

MVISHAAPHGPEDSAPQYSRLFPNASQHITPSYNYAPNPDKHWIMRYTGPMKPIHMEFTNMLQRKR

LQTLMSVDDSMETIYNMLVETGELDNTYIVYTADHGYHIGQFGLVKGKSMPYEFDIRVPFYVRGPN

VEAGCLNPHIVLNIDLAPTILDIAGLDIPADMDGKSILKLLDTERPVNRFHLKKKMRVWRDSFLVE

NNDTCSMPGLTCFTHDNQHWQTAPFWTLGPFCACTSANNNTYWCMRTINETHNFLFCEFATGFLEY

FDLNTDPYQLMNAVNTLDRDVLNQLHVQLMELRSCKGYKQCNPRTRNMDLGLKDGGSYEQYRQFQR

RKWPEMKRPSSKSLGQLWEGWEGGGGSENLYFQSHHHHHH 

D. HSulf-2 ΔHD V1 : 

LENPLLTGLSKLIRLTIGRPKLASTMKLCILLAVVAFVGLSLPTALARSDKDCEMKRTTLDSPLGK

LELSGCEQGLHEIKLLGKGTSAADAVEVPAPAAVLGGPEPLMQATAWLNAYFHQPEAIEEFPVPAL

HHPVFQQESFTRQVLWKLLKVVKFGEVISYQQLAALAGNPAATAAVKTALSGNPVPILIPCHRVVS

SSGAVGGYEGGLAVKEWLLAHEGHRLGKPGLGPAGIGAPGSLGGGSENLYFQSSGFLSHHRLKGRF
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QRDRRNIRPNIILVLTDDQDVELGSMQVMNKTRRIMEQGGAHFINAFVTTPMCCPSRSSILTGKYV

HNHNTYTNNENCSSPSWQAQHESRTFAVYLNSTGYRTAFFGKYLNEYNGSYVPPGWKEWVGLLKNS

RFYNYTLCRNGVKEKHGSDYSKDYLTDLITNDSVSFFRTSKKMYPHRPVLMVISHAAPHGPEDSAP

QYSRLFPNASQHITPSYNYAPNPDKHWIMRYTGPMKPIHMEFTNMLQRKRLQTLMSVDDSMETIYN

MLVETGELDNTYIVYTADHGYHIGQFGLVKGKSMPYEFDIRVPFYVRGPNVEAGCLNPHIVLNIDL

APTILDIAGLDIPADMDGKSILKLLDTERPVNRFHLKKKMRVWRDSFLVENNDTCSMPGLTCFTHD

NQHWQTAPFWTLGPFCACTSANNNTYWCMRTINETHNFLFCEFATGFLEYFDLNTDPYQLMNAVNT

LDRDVLNQLHVQLMELRSCKGYKQCNPRTRNMDLGLKDGGSYEQYRQFQRRKWPEMKRPSSKSLGQ

LWEGWEGGENLYFQGPGGGSHHHHHH 

E. HSulf-2 ΔHD V2 : 

LENPLLTGLSKLIRLTIGRPKLASTMKLCILLAVVAFVGLSLPTALARSDKDCEMKRTTLDSPLGK

LELSGCEQGLHEIKLLGKGTSAADAVEVPAPAAVLGGPEPLMQATAWLNAYFHQPEAIEEFPVPAL

HHPVFQQESFTRQVLWKLLKVVKFGEVISYQQLAALAGNPAATAAVKTALSGNPVPILIPCHRVVS

SSGAVGGYEGGLAVKEWLLAHEGHRLGKPGLGPAGIGAPGSLGFLSHHRLKGRFQRDRRNIRPNII

LVLTDDQDVELGSMQVMNKTRRIMEQGGAHFINAFVTTPMCCPSRSSILTGKYVHNHNTYTNNENC

SSPSWQAQHESRTFAVYLNSTGYRTAFFGKYLNEYNGSYVPPGWKEWVGLLKNSRFYNYTLCRNGV

KEKHGSDYSKDYLTDLITNDSVSFFRTSKKMYPHRPVLMVISHAAPHGPEDSAPQYSRLFPNASQH

ITPSYNYAPNPDKHWIMRYTGPMKPIHMEFTNMLQRKRLQTLMSVDDSMETIYNMLVETGELDNTY

IVYTADHGYHIGQFGLVKGKSMPYEFDIRVPFYVRGPNVEAGCLNPHIVLNIDLAPTILDIAGLDI

PADMDGKSILKLLDTERPVNRFHLKKKMRVWRDSFLVENNDTCSMPGLTCFTHDNQHWQTAPFWTL

GPFCACTSANNNTYWCMRTINETHNFLFCEFATGFLEYFDLNTDPYQLMNAVNTLDRDVLNQLHVQ

LMELRSCKGYKQCNPRTRNMDLGLKDGGSYEQYRQFQRRKWPEMKRPSSKSLGQLWEGWEGGGGSH

HHHHH 

F. HSulf-2 ΔHDc : 

MKLCILLAVVAFVGLSLPTALARSDKDCEMKRTTLDSPLGKLELSGCEQGLHEIKLLGKGTSAADA

VEVPAPAAVLGGPEPLMQATAWLNAYFHQPEAIEEFPVPALHHPVFQQESFTRQVLWKLLKVVKFG

EVISYQQLAALAGNPAATAAVKTALSGNPVPILIPCHRVVSSSGAVGGYEGGLAVKEWLLAHEGHR

LGKPGLGPAGIGAPGSLGGGSENLYFQSDIFLSHHRLKGRFQRDRRNIRPNIILVLTDDQDVELGS

MQVMNKTRRIMEQGGAHFINAFVTTPMCCPSRSSILTGKYVHNHNTYTNNENCSSPSWQAQHESRT

FAVYLNSTGYRTAFFGKYLNEYNGSYVPPGWKEWVGLLKNSRFYNYTLCRNGVKEKHGSDYSKDYL

TDLITNDSVSFFRTSKKMYPHRPVLMVISHAAPHGPEDSAPQYSRLFPNASQHITPSYNYAPNPDK

HWIMRYTGPMKPIHMEFTNMLQRKRLQTLMSVDDSMETIYNMLVETGELDNTYIVYTADHGYHIGQ

FGLVKGKSMPYEFDIRVPFYVRGPNVEAGCLNPHIVLNIDLAPTILDIAGLDIPADMDGKSILKLL

DTERPVNRFHLKKKMRVWRDSFLVERGKLLHKRDNDKVDAQEENFLPKYQRVKDLCQRAEYQTACE

QLGQKWQCVEDATGKLKLHKCKGPMRLGGSRALSNLVPKYYGQGSEACTCDSGSGGSCDCHKISYH

TQHKGRLKHRGSSLHPFRKGLQEKDKVWLLREQKRKKKLRKLLKRLQNNDTCSMPGLTCFTHDNQH

WQTAPFWTLGPFCACTSANNNTYWCMRTINETHNFLFCEFATGFLEYFDLNTDPYQLMNAVNTLDR
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DVLNQLHVQLMELRSCKGYKQCNPRTRNMDLGLKDGGSYEQYRQFQRRKWPEMKRPSSKSLGQLWE

GWEGPGENLYFQGPGGGSHHHHHH 
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Annexe 1 : Séquence en acide aminé de la protéine HSulf-2. (A) Séquence annotée de HSulf-2. 
(B) Séquence de la construction HSulf-2 WT et HSulf-2 ΔSG avec les deux étiquettes de 
purification (vert), les sites de coupure à la protéine TEV (orange) et la protéine HSulf-2 (les 
domaines CAT et C-terminal en noir, le domaine HD en noir souligné). Remarque, la mutation 
S559A est présente pour HSulf-2 ΔSG afin d’éliminer la chaîne de CS. (C) Même nomenclature. 
Pour cette construction, la séquence correspondante au domaine HD a été tronquée. (D) et (E) 
Ces deux constructions (HSulf-2 ΔHD V1 et HSulf-2 ΔHD V2) découlent de la construction 
HSulf-2 ΔHD. Ainsi, dans un souci de compréhension des modifications réalisées, la séquence de 
HSulf-2 ΔHD a été réécrite mais avec trois portions de séquences tronquées correspondant aux 
modifications (séquences barrées). Notons l’absence de site de coupure à la TEV pour HSulf-2 
ΔHD V2. (F) Séquence de la construction HSulf-2 ΔHDc, comprenant une partie du domaine HD 
(séquences soulignées) et un linker SGSGGS remplaçant la séquence tronquée du domaine HD 
comprise entre D483 et C636 : 

SGDYKLSLAGRRKKLFKKKYKASYVRSRSIRSVAIEVDGRVYHVGLGDAAQPRNLTKRHWPGAPEDQDDKD

GGDFSGTGGLPDYSAANPIKVTHRCYILENDTVQCDLDLYKSLQAWKDHKLHIDHEIETLQNKIKNLREVR

GHLKKKRPEE. 
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Conditions 1 2 Temoin + 3 4 5 6 7

Volume culture 4 mL 4 mL 4 mL 4 mL 4 mL 4 mL 4 mL 4 mL

Milieu de 
culture 

ESF-SFM 
déplété

ESF-SFM 
déplété

FreeStyle 
293

ESF-SFM 
déplété

ESF-SFM 
déplété

ESF-SFM 
déplété

ESF-SFM 
déplété

ESF-SFM 
déplété

Concentration 
des mélanges 
réactionnels 

pour 
recomplémenter 

le milieu

1x 1x - 1x 1x 1x 1x 1x

Autres composés 
supplémentés

Vitamine 
5x*

- -

Vitamine 
5x* et 10 

g/L 
glucose**

8 g/L 
glucose**

4 g/L 
glucose**

2 g/L 
glucose**

0,5 g/L 
glucose**

L-Tyrosine
500 µL 

(soit 0,5 
mg)

500 µL 
(soit 0,5 

mg)
-

500 µL 
(soit 0,5 

mg)

500 µL 
(soit 0,5 

mg)

500 µL 
(soit 0,5 

mg)

500 µL 
(soit 0,5 

mg)

500 µL 
(soit 0,5 

mg)

Annexe 2 : Optimisation de la croissance cellulaire et des rendements protéiques par ajout de 
vitamines et de glucose. * Vitamines obtenues après dilution de la solution de vitamine MEM 
(100X), Gibco®. ** Solution stock de glucose à 100 g/L dissous dans de l’eau distillée, pH 8 et 
stérilisée par filtration (0,22 µm, sous hotte en environnement stérile).
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Conditions 1 2 3 4 5 Témoin -

Volume culture 4 mL 4 mL 4 mL 4 mL 4 mL
4 mL 

Cellules non 
transfectées

Milieu de culture 
ESF-SFM 
déplété

ESF-SFM 
déplété

ESF-SFM 
déplété

ESF-SFM 
déplété

ESF-SFM 
déplété

FreeStyle 
293

Concentration des 
mélanges 

réactionnels pour 
recomplémenter le 

milieu

1x 1x 1x 1x 1x -

Autres composés 
supplémentés

-
1 g/L extrait 
de levure*

1 g/L extrait 
de levure 
dialysé**

4 g/L extrait 
de levure*

4 g/L extrait 
de levure 
dialysé**

-

L-Tyrosine
500 µL 

(soit 0,5 mg)
500 µL 

(soit 0,5 mg)
500 µL 

(soit 0,5 mg)
500 µL 

(soit 0,5 mg)
500 µL 

(soit 0,5 mg) -

Annexe 3 : Optimisation de la croissance cellulaire et des rendements protéiques par ajout 
d’extrait de levure. * Extrait de levure (Yeast Extracted, référence 70161, Sigma Aldrich) ** 
Solution stock à 100 g/L d’extrait de levure dialysé pendant 2 fois 5 heures avec un rapport 
1/1000 (5 mL extrait de levure dans 5 L d’eau distillée). Après dialyse, le pH de la solution est 
ajusté à 8 et la solution stérilisée par filtration (0,22 µm, sous hotte en environnement stérile).
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Conditions
Hsp90 N-terminal 

marquée : 140 mg/L  
13CH3-Ala

Hsp90 N-terminal 
marquée : 100 mg/L  

13CH3-Ala

Hsp90 N-terminal 
marquée : 80 mg/L  

13CH3-Ala

Hsp90 N-terminal 
marquée : 60 mg/L  

13CH3-Ala

Volume culture 100 mL 100 mL 100 mL 100 mL

Milieu de culture ESF-SFM déplété ESF-SFM déplété ESF-SFM déplété ESF-SFM déplété

L-Tyrosine* 130 mg/L 130 mg/L 130 mg/L 130 mg/L

Concentration 
des mélanges 
réactionnels 

EAA, NEAA, Ile, 
Val, Leu et Thr

1x 1x 1x 1x

Concentration 
en acides 

aminés marqués 
13CH3-Met*

200 mg/L 200 mg/L 200 mg/L 200 mg/L

Concentration 
en acides 

aminés marqués 
13CH3-Ala*

140 mg/L 100 mg/L 80 mg/L 60 mg/L

L-cyclo-sérine* 
 (inhibiteur des 

alanines 
transaminases)

5 mg/L 5 mg/L 5 mg/L 5 mg/L

Annexe 4 : Composition des milieux de marquage spécifique pour l’établissement de la courbe 
d’incorporation de la 13CH3-Ala. * Chaque constituant a été prélevé (solution) ou pesé (poudre) 
puis dissous dans 30 mL de milieu de culture (ESF-SFM déplété), avant que le pH ne soit ajusté 
à 8 et la solution stérilisée par filtration (0,22 µm, sous hotte en environnement stérile).
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Annexe 5 : (G) et (H) Spectres ESI-TOF de la protéine Hsp90 N-terminal marquée sur un acide 
aminé portant un groupement méthyle et tableaux du traitement des spectres avec le résultat 
du taux d’incorporation pour chaque pic.

H. Hsp90 N-terminal marquée (vert) — [1H, 13C, 15N]-Ile : 20 Isoleucines dans la séquence, + 7 Da par 
[1H, 13C, 15N]-Ile incorporée (+ Superposition de Hsp90 N-terminal non marquée - bleu).

G. Hsp90 N-terminal marquée (orange) — [1H, 13C, 15N]-Thr : 17 Thréonines dans la séquence, + 5 Da par 
[1H, 13C, 15N]-Thr incorporée (+ Superposition de Hsp90 N-terminal non marquée - bleu).

Traitement du spectre : 

Traitement du spectre : 

Différence de masse attendue 

pour 100 % d’incorporation
Pic 1 Pic 2 Pic 3 Pic 4

[1H, 13C, 15N]-Ile : 

Différence de masse observée (Da) 

— Taux d’incorporation calculé (%)

+ 140 Da
+ 83,87 Da 

— 
60 %

+ 48,9 Da 
— 

35 %

+ 77,56 Da 
— 

55 %

+ 67,97 Da 
— 

48 %

Différence de masse attendue 

pour 100 % d’incorporation
Pic 1 Pic 2 Pic 3 Pic 4

[1H, 13C, 15N]-Thr : 

Différence de masse observée (Da) 

— Taux d’incorporation calculé (%)

+ 85 Da
+ 70,82 Da 

— 
83 %

+ 68,36 Da 
— 

80 %

+ 61,59 Da 
— 

72 %

+ 61,86 Da 
— 

72 %



Hsp90 N-terminal : 

MHHHHHHDQPMEEEEVETFAFQAEIAQLMSLIINTFYSNKEIFLRELISNSSD

ALDKIRYESLTDPSKLDSGKELHINLIPNKQDRTLTIVDTGIGMTKADLINNL

GTIAKSGTKAFMEALQAGADISMIGQFGVGFYSAYLVAEKVTVITKHNDDEQY

AWESSAGGSFTVRTDTGEPMGRGTKVILHLKEDQTEYLEERRIKEIVKKHSQF

IGYPITLFVEKERDKEVSDDEAE 
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Annexe 6 : (A) Séquence en acide aminé de la protéine Hsp90 N-terminal. (B) Masses ajoutées 

par le marquage de la protéine Hsp90 N-terminal.

Marquage réalisé de la 
proteine Hsp90 N-

terminal

Nombre de résidus au 
sein de la séquence 

protéique

Différence de masse 
pour un résidu 

incorporé 

Différence de masse 
attendue pour 100 % 

d’incorporation

13CH3-Met 7 + 1 Da + 7 Da

13CH3-Ala 15 + 1 Da + 15 Da

[1H, 13C, 15N]-Ile 20 + 7 Da + 140 Da

[1H, 13C, 15N]-Val 11 + 6 Da + 66 Da

[1H, 13C, 15N]-Thr 17 + 5 Da + 85 Da

[1H, 13C, 15N]-Leu 18 + 7 Da + 126 Da

A.

B.

1 53

54 106

107 159

160 212

213 235
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