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Résumé : La formation et la cohésion des tissus au 
cours du développement des organismes 
multicellulaires ainsi que leur adaptation aux 
perturbations mécaniques chez l'adulte nécessitent 
des structures d’adhérence entre les cellules telles 
que les jonctions adhérentes (JA). Les JA contiennent 
des protéines transmembranaires d’adhérence de la 
famille des cadhérines. La formation des JA nécessite 
que deux cellules entrent en contact en étendant leur 
membrane. Ces protrusions membranaires se forment 
grâce à l’assemblage d’un réseau de filaments 
d’actine branchés par le complexe Arp2/3. Après leur 
formation, les JA assemblent et organisent un 
nouveau réseau d’actine grâce à un complexe 
mécanosensible formé des protéines α-caténine, 
vinculine et VASP. 

Le but de ce projet était de déchiffrer le mécanisme 
par lequel les protéines constituant ce complexe 
d’adhérence combinent leurs activités pour réguler 
la polymérisation et l’organisation du cytosquelette 
d’actine au cours de la formation et de la maturation 
des JA. Pour répondre à ces questions, les 
techniques de spectroscopie de fluorescence ainsi 
que l’observation des filaments uniques d’actine en 
microscopie TIRF ont été utilisées. Les résultats 
montrent que l’α-caténine, la vinculine et VASP 
coopèrent pour inhiber le branchement des 
filaments d’actine par le complexe Arp2/3, nucléer 
des filaments d’actine et accélérer leur élongation 
en présence de profiline, et rassembler ces filaments 
en faisceaux. 

Title : Regulation of actin assembly in adherens junctions: a study of the mechanism of action of the α-
catenin-vinculin-VASP complex 

Keywords : actin cytoskeleton, adhesion, force, α-catenin, vinculin, VASP. 

Abstract : Tissue formation and cohesion during 
development of multicellular organisms as well as 
adaptation to mechanical perturbations in the adult 
requires cell-cell adhesion structures such as 
adherens junctions (AJs). AJs contain transmembrane 
adhesion proteins of the cadherin family. AJ 
formation requires that two cells come into contact 
by extending their plasma membranes. These 
membrane protrusions are formed by the assembly 
of a network of actin filaments branched by the 
Arp2/3 complex. After formation, AJs assemble and 
organize a new actin network through a 
mechanosensitive complex formed by the proteins α-
catenin, vinculin and VASP.  

The goal of this project was to decipher the 
mechanism by which the proteins composing this 
adhesion complex combine their activities to 
regulate the polymerization and organization of the 
actin cytoskeleton during AJ formation and 
maturation. To address these questions, 
fluorescence spectroscopy techniques as well as 
observation of single actin filaments by TIRF 
microscopy were used. The results show that α-
catenin, vinculin, and VASP cooperate to inhibit actin 
filament branching by the Arp2/3 complex, nucleate 
actin filaments and accelerate their elongation in the 
presence of profilin, and organize these filaments 
into bundles. 
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RÉSUMÉ  
 

 

Au cours de nombreux processus physiologiques, les tissus doivent s’adapter aux 

variations mécaniques auxquelles ils sont soumis pour maintenir leur intégrité. La 

mécanotransduction des forces tissulaires en information biochimique intracellulaire 

interprétable par la cellule fait intervenir les complexes mécanosensibles présents dans 

les jonctions adhérentes qui assurent l’adhésion entre les cellules. Les jonctions 

adhérentes contiennent des protéines transmembranaires adhésives de la famille des 

cadhérines. Le rapprochement des cadhérines de deux cellules requiert l’extension de 

protrusions membranaires qui se forment grâce à l’assemblage de réseaux de filaments 

d’actine branchés par le complexe Arp2/3. Les domaines extracellulaires des cadhérines 

assurent alors l’adhésion entre les cellules et les domaines intracellulaires ancrent le 

cytosquelette d’actine via les caténines et une variété de protéines de liaison à l’actine 

telles que la vinculine et VASP. Le complexe mécanosensible formé des protéines α-

caténine, vinculine et VASP induit alors la polymérisation de l’actine en réponse à la 

tension générée par l’activité de l’actomyosine pour réorganiser le réseau d’actine 

branchée par un mécanisme inconnu au début de ce travail de thèse.  

 

Le but de ce projet était donc d’étudier le mécanisme moléculaire par lequel les 

protéines constituant ce complexe d’adhérence régulent la polymérisation et 

l’organisation du cytosquelette d’actine au cours de la formation et de la maturation 

des jonctions adhérentes. 

 

Cette étude a nécessité la production de protéines mutées qui s’associent entre elles 

constitutivement sans stimulus mécanique. L’étude de la cinétique de polymérisation 

d’actine en spectroscopie de fluorescence ainsi que l’observation des filaments uniques 

d’actine en microscopie à onde évanescente (TIRF) montrent que l’α-caténine, la 

vinculine et VASP coopèrent pour inhiber le branchement des filaments d’actine par le 

complexe Arp2/3, nucléer des filaments d’actine et accélérer leur élongation en 

présence de profiline, et rassembler ces filaments en faisceaux. Cette étude révèle les 

mécanismes moléculaires par lesquels l’α-caténine, la vinculine et VASP coopèrent 

pour adapter l’architecture et la dynamique des réseaux d’actine lors de la formation 

et la maturation des jonctions adhérentes.  
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SUMMARY 
 

 

During many physiological processes, tissues must adapt to the mechanical variations 

to which they are subjected in order to maintain their integrity. The 

mechanotransduction of tissue forces into intracellular biochemical information that 

can be interpreted by the cell involves the mechanosensitive complexes present in 

adherens junctions that ensure adhesion between cells. Adherens junctions contain 

transmembrane adhesive proteins of the cadherin family. Bringing the cadherins of two 

cells together requires the extension of membrane protrusions that are formed through 

the assembly of branched actin filament networks by the Arp2/3 complex. The 

extracellular domains of cadherins then provide adhesion between cells and the 

intracellular domains anchor the actin cytoskeleton via catenins and a variety of actin-

binding proteins such as vinculin and VASP. The mechanosensitive complex of α-

catenin, vinculin and VASP proteins then induces actin polymerization in response to 

tension generated by actomyosin activity to reorganize the branched actin network by 

a mechanism unknown at the start of this thesis work. 

 

The aim of this project was therefore to study the molecular mechanism by which the 

proteins constituting this adhesion complex regulate the polymerization and 

organization of the actin cytoskeleton during adherens junction formation and 

maturation.  

 

This study required the production of mutated proteins that associate with each other 

constitutively without mechanical stimulus. The study of actin polymerization kinetics 

by fluorescence spectroscopy as well as the observation of single actin filaments by 

evanescent wave microscopy (TIRF) show that α-catenin, vinculin and VASP cooperate 

to inhibit actin filament branching by the Arp2/3 complex, nucleate actin filaments and 

accelerate their elongation in the presence of profilin, and bundle these filaments. This 

study reveals the molecular mechanisms by which α-catenin, vinculin and VASP 

cooperate to adapt the architecture and dynamics of actin networks during the 

formation and maturation of adherens junctions.  
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I. INTRODUCTION 
 

 

I.1. ADAPTATION DES TISSUS AUX CONTRAINTES ENVIRONNEMENTALES  

 

L’organisation morphologique et fonctionnelle des cellules en tissus est une spécificité 

des organismes vivants pluricellulaires. Le développement et l’entretien de ce 

processus nécessitent un dialogue entre les cellules impliquant des messages qui ne 

sont pas seulement biochimiques mais aussi mécaniques. Ainsi, la répartition des 

tensions détermine l’organisation des cellules dans les tissus (D’Arcy Thompson, 1917). 

Au sein d’un tissu, les cellules sont capables de s’adapter aux changements mécaniques 

de leur environnement pour maintenir leur intégrité (LeGoff et Lecuit, 2016). Cette 

dynamique tissulaire permet une grande variété des phénomènes morphogénétiques 

comme la régénération des tissus adultes, la cicatrisation des plaies ou l’invasion des 

cellules cancéreuses qui migrent de manière collective (Abreu-Blanco et al., 2012) 

(Figure 1). Ainsi, en cas de blessure de la peau, les cellules de la couche basale de 

l’épiderme migrent collectivement et prolifèrent pour recoloniser les zones 

endommagées acellulaires et cicatriser la plaie. Dans ce processus de migration 

collective, les cellules exercent des forces de contraction qui sont transmises au 

substrat et à leurs voisines par les jonctions intercellulaires (Trepat et al., 2009; Trepat 

et Fredberg, 2011). Ces jonctions confèrent aux cellules la propriété de s’adapter au sein 

du tissu pendant la migration épithéliale collective (Doxzen et al., 2013; Vedula et al., 

2012). Certains processus morphogénétiques illustrent également l’importance de la 

coordination des cellules pour maintenir l’intégrité tissulaire. On peut citer par exemple 

la morphogenèse des canaux mammaires dans des modèles humains et animaux 

(souris) où des groupes de cellules s’adaptent aux contraintes environnementales en 

migrant et en se réorganisant (Ewald et al., 2008). Ces réarrangements de cellules 

interconnectées conduisent à la formation d’un tissu épithélial multicouche bien 

structuré. En plus de ces processus physiologiques, il existe aussi des phénomènes 

pathologiques dans lesquels la compression des cellules altère le microenvironnement 

tissulaire, comme dans le cancer du sein (Mouw et al., 2014) et le carcinome du côlon 

(Nabeshima et al., 1999).   
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Figure 1. Modèle de la réparation des plaies chez l’embryon de drosophile. 
Schémas en vue du dessus (A) et en coupes transversales (B) de cellules épithéliales 

de l’embryon de drosophile pendant la réparation d’une blessure. Les protéines 

impliquées dans ce processus sont indiquées en bas à droite. Les lettres (a-e) 

représentent les cellules qui ont subi des changements de forme et de comportement 

au bord de la plaie. (adapté de Abreu-Blanco et al., 2012).  

 

 

Les mécanismes par lesquels les cellules d’un tissu détectent les variations de leur 

environnement et s’y adaptent ont fait l’objet de multiples études depuis quelques 

années. Le rôle des adhésions intercellulaires dans ces mécanismes a reçu une attention 

particulière ces dernières années. En effet, les cellules détectent et exercent des forces 

entre elles au niveau des structures d’adhésion intercellulaires, appelées jonctions 

adhérentes (JA), contenant les protéines transmembranaires de la famille des 

cadhérines (Leckband et de Rooij, 2014; Takeichi, 2014). Les JA n’assurent pas seulement 

la cohésion des cellules dans un tissu mais confèrent également des propriétés 

mécaniques à ce tissu (Guillot et Lecuit, 2013; Collins et Nelson, 2015; Takeichi, 2014). 

Une caractéristique majeure des JA est la mécanosensibilité qui leur permet d’adapter 

les propriétés mécaniques des cellules, et donc des tissus, aux variations des forces 
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intracellulaires et extracellulaires  (Ladoux et Mège, 2017; Lecuit et Yap, 2015; Hoffman 

et Yap, 2015).  

 

  

I.2.   ORGANISATION ET DYNAMIQUE DES SYSTÈMES ADHÉSIFS 

CELLULAIRES 

 

 

I.2.1.   Les adhésions cellule-cellule 

 

 

            I.2.1.1.   Variété des structures adhésives intercellulaires 

 

Les structures d’adhésion cellule-cellule assurent la polarité cellulaire, la maintenance 

de la cohésion tissulaire, et les échanges intercellulaires de molécules et de signaux. 

Les contacts cellule-cellule constituent donc une barrière souple et adaptable aux 

contraintes environnementales. Les principales jonctions cellule-cellule connues chez 

les vertébrés sont les jonctions serrées, les jonctions adhérentes, les desmosomes et 

les jonctions communicantes (Figure 2).  

 

Les jonctions serrées, également appelées « Zonula occludens » sont localisées au pôle 

apical des cellules épithéliales. Elles constituent des barrières imperméables qui 

empêchent le passage des fluides et des nutriments extracellulaires entre les cellules 

(Zihni et al., 2016). Les jonctions serrées sont constituées des protéines 

transmembranaires appelées claudines et occludines, qui interagissent de manière 

homotypique avec les claudines et les occludines des cellules voisines. Les domaines 

cytoplasmiques de ces protéines transmembranaires se lient indirectement au 

cytosquelette d’actine (Fanning et al., 1998) et aux microtubules (Yano et al., 2013) via 

des protéines adaptatrices telles que ZO-1 (Zonula Occludens -1) et ZO-2 (Zonula 

Occludens -2). La formation des jonctions serrées confère aux cellules une polarité 

apico-basal.  
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Figure 2. Représentation schématique des différents types des contacts cellule-

cellule et leur composition moléculaire. 

(Adapté de Jefferson et al., 2004 ; Green et al., 2019 pour les jonctions serrées, les 

desmosomes et les jonctions Gap ; et Ladoux et Mège 2017 pour les jonctions 

adhérentes). 

 

 

Les jonctions adhérentes (JA), localisées en dessous des jonctions serrées, constituent, 

avec les desmosomes, les jonctions d’ancrage majeures entre les cellules épithéliales, 

et sont aussi présentes dans les muscles cardiaques, les fibroblastes et les neurones. 

Les jonctions adhérentes sont hautement dynamiques et relient les membranes 

plasmiques et plus spécifiquement le cytosquelette d’actine des cellules adjacentes. 

Ces jonctions sont formées par l’association des domaines extracellulaires des 

récepteurs transmembranaires cadhérines  des cellules juxtaposées (M Takeichi, 1977) 

(I.2.1.4.1). Des protéines adaptatrices de la famille des caténines (β-caténine et α-

caténine) assurent le lien entre les domaines cytoplasmiques des cadhérines et le 

cytosquelette d’actine. Les caténines se lient à d’autres protéines de liaison à l’actine 

pour former un complexe qui régule l’assemblage de l’actine en réponse à la force 

contractile de l’actomyosine (I.2.1.4.4.) (Leerberg et al., 2014), ce qui constitue un 

mécanisme de renforcement mécanosensible des jonctions adhérentes.  
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Les jonctions communicantes, aussi appelées les jonctions gap, sont des canaux 

transmembranaires qui relient le cytoplasme des cellules adjacentes. Les jonctions 

communicantes se forment suite à l’association de connexons, qui sont des 

homohexamères de connexine, de deux cellules adjacentes. Les jonctions 

communicantes permettent le couplage chimique et électrique entre les cellules grâce 

aux échanges d’ions et de petits métabolites (<1kD) (Evans et Martin, 2002; Hervé et 

Derangeon, 2013). Ce couplage entre les cellules synchronise leur activité dans des 

tissus comme la rétine, les neurones et le cœur (Danik et al., 2004). Ce type de jonctions 

joue un rôle crucial au cours du développement et de la mort cellulaire (Goodenough 

et Paul, 2009).  

 

Les desmosomes sont situés le long de la membrane baso-latérale des cellules. Les 

desomosomes contiennent des cadhérines desmosomales, appelées desmocollines 

(DSC) et desmogléines (DSG), différentes de celles présentes dans les jonctions 

adhérentes (Delva et al., 2009). Les domaines cytoplasmiques des cadhérines 

desmosomales se lient aux plakoglobines et aux plakophillines, qui elles-mêmes 

interagissent avec la desmoplakine pour fournir un ancrage direct aux filaments 

intermédiaires de kératine. Les desmosomes préservent la structure des tissus des 

contraintes mécaniques en couplant les réseaux de filaments intermédiaires des 

cellules adjacentes. Il existe un type d’adhésion similaire aux desmosomes, appelé les 

hémidesmosomes, qui relient la membrane basale de la cellule à la lame basale (matrice 

extracellulaire). Les hémidesmosomes se forment grâce aux protéines 

transmembranaires d’adhésion intégrines α6β4 (Green et Jones, 1996).  

 

 

 

            I.2.1.2.   Organisation et assemblage des jonctions adhérentes (JA) 

 

Généralement, trois types de JA existent : les « punctums adherens » (PA), les « zonula 

adherens » (ZA) et les jonctions adhérentes (JA) tricellulaires (Figure 3). Les « punctums 

adherens » (PA), appelées aussi jonctions adhérentes ponctuelles ou bien jonctions 

naissantes, sont souvent qualifiées de JA immatures et sont observées dans les étapes 

précoces de la formation des JA des cellules épithéliales (Yonemura et al., 1995).  
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Figure 3. Différents types de jonctions adhérentes observées dans les cellules 

épithéliales. 

Des micrographes électroniques (A-C) et des schémas illustratifs (D-F) représentent 

les différents types de jonctions adhérentes (JA) classifiés selon le mode d’association 

des filaments d’actine. Les faisceaux de filaments d’actine sont orientés 

perpendiculairement à la membrane cellulaire dans les « punctum adherens » (PA) 

(A,D) alors qu’ils y sont parallèles dans les « zonula adherens » (ZA) (B,E). (C,F) Les 

jonctions adhérentes (JA) tricellulaires correspondent aux angles où trois cellules se 

rencontrent. Elles sont formées aux deux extrémités de la JA dans un feuillet cellulaire 

hexagonal. Les régions mises en évidence en rose représentent les JA. Les flèches en 

jaune et bleu représentent respectivement les filaments d’actine et leur orientation 

(adapté de Yonemura, 2017).  

 

 

Les PA ne sont pas uniquement des jonctions immatures, elles sont également 

présentes dans certains types cellulaires comme les kératinocytes et les 

cardiomyocytes. Les faisceaux de filaments d’actine sont associés perpendiculairement 

à la membrane plasmique au niveau des PA (Volk et Geiger, 1986). Les « zonula 

adherens » (ZA) sont les formes matures des JA dans les cellules épithéliales polarisées. 

Les faisceaux de filaments d’actine à ce niveau sont associés parallèlement à la 

membrane plasmique (Hull et Staehelin, 1979). La fusion de deux jonctions PA forme 
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une jonction adhérente mature ZA accompagnée par des changements d’organisation 

et de dynamique des filaments d’actine. Finalement, les jonctions adhérentes 

tricellulaires se forment lorsque trois cellules s’associent.  

 

L’initiation de la formation des adhésions implique des contacts entre les membranes 

des lamellipodes de deux cellules voisines (Adams et al., 1998; Harris et Tepass, 2010) 

(Figure 4). Cela favorise le recrutement et le « clustering » (agrégation) des cadhérines 

aux bords des zones de contacts entre les cellules voisines. À mesure que les contacts 

s’élargissent, les cadhérines se réorganisent pour se localiser vers la périphérie 

(Yamada et Nelson, 2007). D’autre part, le mécanisme de formation des jonctions 

cellule-cellule nécessite la polymérisation locale d’actine qui favoriserait le 

regroupement latéral des cadhérines (Truong Quang et al., 2013).  

 

L’imagerie par super-résolution a montré que l’initiation des jonctions adhérentes est 

caractérisée par la formation de « microclusters » de molécules de E-cadhérine dans 

les cellules épithéliales de mammifères (Lambert et al., 2007; Cavey et al., 2008). La 

densité des « clusters » de E-cadhérine recrutés aux jonctions augmente au fur et à 

mesure de la maturation des adhésions. Du côté intracellulaire, les « clusters » de E-

cadhérine initient le recrutement de la β-caténine, suivie de l’α-caténine qui se lie au 

cytosquelette d’actine et à d’autres protéines de liaison à l’actine (Gumbiner et McCrea, 

1993; Baum et Georgiou, 2011). En réponse à la force mécanique, le recrutement de l’α-

caténine aux filaments d’actine se traduit par le renforcement des adhésions (Buckley 

et al., 2014), et l’augmentation de la densité des clusters de complexes E-cadhérine-

caténine (Chen et al., 2015). 
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Figure  4. Mécanisme d’initiation et d’assemblage des jonctions adhérentes. 

a. Initiation des contacts cellule-cellule par rapprochement des protrusions 

membranaires et regroupement des « clusters » des complexes cadhérine-caténine. b. 

Les « clusters » cadhérine-caténine activent les protrusions des réseaux branchés 

d’actine par le complexe Arp2/3 ce qui favorise l’expansion des JA. c. La formation des 

faisceaux d’actine contractiles maintient les jonctions matures. (adapté de Harris et 

Tepass, 2010). 

 

 

Les jonctions adhérentes matures adoptent une architecture bien définie (Figure 5). 

Des études de microscopie en super-résolution de type iPALM ont réussi à visualiser 

l’architecture moléculaire des jonctions adhérentes ainsi qu’à classifier ses composants 

moléculaires en fonction de leur distance par rapport à la membrane plasmique en 

cultivant des cellules sur des surfaces fonctionnalisées par des chimères E-cadhérine-

Fc (Bertocchi et al., 2017). À proximité de la membrane, une couche de complexes 

cadhérine-caténine a été identifiée, suivie d’une couche intermédiaire où se trouve la 

vinculine distante de 60 nm environ de la membrane. Enfin, une troisième couche 

composée de l’actine et de l’α-actinine est observée. Les composants mentionnés dans 

ce paragraphe sont détaillés dans les sections ultérieures de l’introduction. 
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Figure 5. Modèle schématique de l’organisation moléculaire des jonctions 

adhérentes et de la distribution de leurs composants le long de l’axe vertical en 

microscopie iPALM (adapté de Bertocchi et al., 2017).  

 

 

 

            I.2.1.3.   Mécanosensibilité des jonctions adhérentes  

 

Le développement et la maturation des jonctions nécessitent l’activation de la voie 

RhoA, ce qui stimule la contractilité du cytosquelette d’actomyosine. Les faisceaux 

contractiles d’actomyosine sont liés aux jonctions intercellulaire matures parallèlement 

à la membrane (Choi et al., 2016). Dans les cellules de la peau, en plus des forces de 

traction, il existe des forces de poussée dirigées vers les complexes cadhérines et 

générées par la polymérisation de l’actine (Vasioukhin et al., 2000). Ces forces de 

poussée impliquent le recrutement du complexe Arp2/3, de Mena/VASP et de la 

formine, qui dépendent des voies de signalisation Rac1 et Cdc42, pour la 

polymérisation et le remodelage du cytosquelette d’actine au niveau des contacts en 

formation (Kovacs et al., 2002; Grikscheit et al., 2015).  Le renforcement et la stabilité 

des jonctions dépendent grandement de la polymérisation et de la contractilité du 

cytosquelette d’actine.   

 

Les premiers essais in vitro ont mis en évidence la mécanosensibilité des jonctions 

adhérentes en utilisant des billes fonctionnalisées par des N-cadhérines, pour mimer 
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des contacts intercellulaires avec la surface des myocytes, suivie de l’application de 

forces par un dispositif de pinces optiques (Lambert et al., 2002). Plus tard, des 

expériences utilisant des micropipettes ont permis de montrer l’implication du 

cytosquelette d’actine et des petites Rho GTPases dans le processus de renforcement 

des jonctions cellule-cellule (Chu et al., 2004). La mécanosensibilité des jonctions 

adhérentes est intimement liée au cytosquelette d’actomyosine. Le cytosquelette 

d’actomyosine maintient une tension constitutive de quelques pN par molécules de 

cadhérine (Borghi et al., 2012). L’inhibition de l’activité de la myosine II avec de la 

blebbistatine conduit à une diminution de la quantité de E-cadhérine au niveau des 

contacts cellule-cellule (Shewan et al., 2005). De même, le knockdown des deux 

isoformes de la myosine II non musculaire (NMIIA et NMIIB) contribue à une diminution 

de la polymérisation de l’actine au niveau des jonctions (Leerberg et al., 2014). D’autres 

expériences, utilisant des billes magnétiques, ont mis en évidence que l’augmentation 

de la rigidité des E-cadhérines en réponse à l’application d’une force, dépend du 

cytosquelette d’actomyosine (le Duc et al., 2010). La transmission de la force générée 

par le cytosquelette d’actomyosine est assurée par l’α-caténine et renforcée par la 

vinculine (Muhamed et al., 2016; Barry et al., 2014). L’α-caténine recrute la vinculine 

dans les jonctions en réponse à la force générée par l’actomyosine (Yonemura et al., 

2010; le Duc et al., 2010). Des expériences de manipulation de molécules uniques par 

des pinces magnétiques, décrites plus en détail dans les paragraphes suivants, ont mis 

en évidence que l’étirement de l’α-caténine, en réponse à une force d’environ de 5pN, 

expose un site cryptique pour la vinculine (Yao et al., 2014). D’autres expériences de 

molécules uniques montrent que l’association du complexe E-cadhérine/β-caténine/α-

caténine avec les filaments d’actine est renforcée par l’application d’une force d’environ 

7pN (Buckley et al., 2014). Enfin, la formation du complexe α-caténine-vinculine-VASP 

dans les jonctions adhérentes, décrit plus en détail dans les paragraphes suivants, en 

réponse à la force actomyosine, induit l’assemblage de l’actine et favorise la formation 

et le développement des jonctions (Leerberg et al., 2014).  

 

 

            I.2.1.4.   Composition moléculaire des jonctions adhérentes  

                 

                         I.2.1.4.1.   E-cadhérines   

 

Découvertes en 1977 par Takeichi, les cadhérines (pour « calcium-dependent 

adhesion ») constituent les principales glycoprotéines transmembranaires 
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dépendantes du calcium qui sont à l’origine des jonctions cellule-cellule (Takeichi, 

1977). La superfamille des cadhérines est classée en plusieurs sous-familles qui 

présentent des variations structurales au niveau du domaine extracellulaire ainsi que 

dans le domaine cytoplasmique dont les partenaires sont très différents (Tepass et al., 

2000). La sous-famille des cadhérines classiques est répartie en trois types : les types I 

et II sont les cadhérines de vertébrés et le type III est spécifique des invertébrés. Chez 

les vertébrés, les cadhérines classiques de type I sont séparées en plusieurs membres 

en fonction de leur spécificité tissulaire. Les E-cadhérines sont exprimées dans le tissu 

épithélial, les N-cadhérines sont présentes dans le tissu nerveux mais pas 

exclusivement, les VE-cadhérines sont exprimées dans l’endothélium vasculaire et les 

P-cadhérines sont présentes dans le placenta. Dans la suite de ce manuscrit, je me 

concentrerai sur les cadhérines classiques de type I et plus spécifiquement les E-

cadhérines. Structuralement, elles sont composées de trois domaines : le domaine 

extracellulaire, le domaine transmembranaire et le domaine intracellulaire (Figure 6). Le 

domaine extracellulaire en position N-terminale présente cinq répétitions de domaines 

EC (extracellulaire) ou domaines cadhérines nommés EC1 à EC5 (Overduin et al., 1995). 

Ce domaine extracellulaire est à l’origine des interactions homophiliques entre 

cadhérines. Plus spécifiquement, le domaine EC1 est le domaine le plus distal par 

rapport à la membrane plasmique et il est considéré comme le site de liaison trans 

(Zhang et al., 2009). En plus de l’homodimérisation en trans, les cadhérines peuvent 

interagir latéralement en cis pour former des oligomères (Brasch et al., 2012). 

 

Figure 6. Structure et organisation en domaines de la E-cadhérine. 

La E-cadhérine est constituée de trois domaines : Les ectodomaines (EC1-EC5) 

constituent le domaine extracellulaire, un domaine transmembranaire et un domaine 

intracellulaire où se fixe la p120-caténine et la β-caténine. 
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Cette adhésion homotypique entre cadhérines est dépendante des ions Ca2+ qui se 

fixent à l’interface entre deux domaines EC. Plus précisément, trois ions Ca2+ peuvent 

se lier entre deux domaines EC d’une même molécule de cadhérine (Gumbiner, 2005). 

La présence des ions Ca2+ stabilise les interactions homotypiques des cadhérines et 

protège les domaines EC de la protéolyse. Les domaines EC sont déstructurés suite à 

l’absence des ions Ca2+ et une diminution de l’adhésion est remarquée suite à une 

mutation dans le domaine de liaison au Ca2+ (Ozawa et al., 1990; Pertz, 1999). Le 

domaine transmembranaire permet l’insertion des E-cadhérines dans la bicouche 

lipidique de la membrane plasmique. Ce domaine est constitué d’une simple hélice α. 

Concernant la partie C-terminale intracellulaire, cette partie est bien conservée dans la 

sous-famille des cadhérines classiques et est constituée de deux sous-domaines. Le 

premier sous-domaine nommé domaine juxta membranaire (JMD : Juxta Membrane 

Domain) permet la liaison à des protéines adaptatrices cytoplasmiques de la famille 

des caténines : les p120 caténines qui sont impliquées dans la stabilisation des E-

cadhérines (Hartsock et Nelson, 2008). Enfin, le second sous-domaine appelé domaine 

de liaison aux caténines (CBD : Catenin Binding Domain) lie la β-caténine, qui elle-

même se lie à plusieurs protéines adaptatrices cytoplasmiques comme l’α-caténine qui 

est responsable du couplage entre le cytosquelette d’actine et les cadhérines 

(Gumbiner, 2005). L’α-caténine relie aussi les caténines et l’actine via une diversité de 

protéines comme la vinculine, l’α-actinine et la formine (Baum et Georgio, 2011) (I.4.).  

 

Les cadhérines sont des protéines adhésives transmembranaires mécanosensibles qui 

ressentent et transmettent les forces du cytosquelette d’actine via les caténines. La 

mécanosensibilité des E-cadhérines a été mise en évidence en utilisant des détecteurs 

de forces moléculaires. Ces expériences montrent que les E-cadhérines sont 

constitutivement sous tension de quelques pN suite à leur liaison avec le cytosquelette 

d’actomyosine (Borghi et al., 2012) (Figure 7). Des expériences ultérieures, utilisant des 

billes magnétiques, ont montré que l’augmentation de la force augmente la rigidité 

des E-cadhérines (le Duc et al., 2010; Muhamed et al., 2016; Barry et al., 2014).  
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Figure 7. Les molécules de E-cadhérines des JA sont soumises à une tension 

constitutive dépendante du cytosquelette d’actine. 

A. Comparaison des indices de FRET au niveau des jonctions adhérentes des cellules 

épithéliales de type MDCK exprimant EcadTSMod (E-cadhérine entière) et 

EcadTSModΔcyto (E-cadhérine avec une délétion du domaine de liaison à la β-

caténine). Dans les cellules exprimant EcadTSMod, l’indice de FRET est le plus bas ce 

qui montre une tension élevée alors que pour EcadTSModΔcyto l’indice de FRET est 

grand indiquant une faible tension en raison de la perte de connexion avec le 

cytosquelette d’actine. B. Une perturbation suite à l’inhibition de la polymérisation de 

l’actine par la cytochalasine B provoque une diminution de la tension soumise aux E-

cadhérines par le cytosquelette. (adapté de Borghi et al., 2012). 

 

 

Les E-cadhérines sont exprimées dans la plupart des cellules épithéliales des tissus 

embryonnaires et adultes et assurent de multiples fonctions (Huang et al., 2011). Dans 

l’ovocyte, les cadhérines épithéliales sont déjà exprimées mais non activées. Une fois 

que le zygote est au stade de 8 cellules, les E-cadhérines sont activées et démarrent la 

compaction de l’embryon. En outre, la E-cadhérine joue un rôle fondamental dans le 

processus de morphogenèse de l’épithélium. Ceci est montré chez les souris au stade 

blastocyste, lorsque la formation de l’épithélium trophectodermal, qui est le premier 

tissu épithélial formé, échoue dans les embryons sans E-cadhérines (Larue et al., 1994). 

D’autres études ont mis en évidence l’importance des cadhérines dans une grande 

variété de processus biologiques comme la migration cellulaire collective, la transition 

épithelio-mésenchymateuse (EMT) et la formation des métastases dans le cancer. Au 

cours de la migration cellulaire collective, une dérégulation d’expression de la E-

cadhérine contribue à l’altération de l’orientation et de la persistance collective (Li et 
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al., 2012). L’EMT est caractérisée par le changement d’expression de E-cadhérines en 

N-cadhérines, ce qui diminue l’adhésion entre les cellules et favorise l’invasion et la 

migration cellulaire. Ce phénomène d’EMT existe au cours de l’embryogenèse et dans 

l’invasion cancéreuse (Thiery, 2002). La diminution d’expression des E-cadhérines est 

considérée comme un marqueur de diagnostic du cancer et des métastases (Jeanes et 

al., 2008).   

 

 

                         I.2.1.4.2.   p120-caténine 

 

La p120-caténine appartient à la famille des caténines qui interagissent avec le 

domaine cytoplasmique de la E-cadhérine. Elle est constituée de 9 domaines centraux 

répétés qui se lient spécifiquement au domaine juxta membranaire (JMD) de la E-

cadhérine, et qui sont encadrés par une région N-terminale et C-terminale (Kourtidis et 

al., 2013) (Figure 8).  

 

 

 

Figure 8. Organisation en domaines de la p120-caténine. 

 

 

La p120-caténine est importante pour la stabilisation et le renouvellement des E-

cadhérines (Xiao et al., 2007; Davis et al., 2003). La liaison de la p120-caténine à la E-

cadhérine masque un motif impliqué dans l’endocytose des cadhérines (Nanes et al., 

2012). Le dérèglement de l’activité d’endocytose de la p120-caténine perturbe le 

recyclage des composants des jonctions, ce qui implique une limitation de la migration 

collective des monocouches d’astrocytes (Peglion et al., 2014). En plus de son rôle dans 

la stabilité des adhésions, la p120-caténine régule l’activité des Rho GTPases qui 

contrôlent l’organisation du cytosquelette d’actine. La p120-caténine se lie à RhoA et 

inhibe par la suite l’échange du GDP/GTP de ce dernier (Castaño et al., 2007). Par 

ailleurs, au cours de l’initiation de contacts adhésifs cellule-cellule, la p120-caténine 

recrute Rac1, ce qui active la voie de signalisation Rac1/WAVE/Arp2/3, qui active la 

nucléation des filaments branchés. Des études utilisant les cadhérines chimériques ont 
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révélé une stimulation de la formation de lamellipodes en réponse au recrutement de 

Rac1 dans les régions adhésives contenant la p120-caténine (Gavard et al., 2004; Kovacs 

et al., 2002a).  

 

 

                         I.2.1.4.3.   β-caténine 

 

Au niveau des jonctions adhérentes, la β-caténine a d’abord été identifiée comme une 

protéine partenaire des cadhérines qui lie spécifiquement l’α-caténine, elle-même à 

son tour couple, directement ou indirectement, le cytosquelette d’actine. Chez les 

mammifères, la structure de la β-caténine des cellules épithéliales est composée de 

trois domaines : deux extrémités N-terminale et C-terminale relativement flexibles et 

un domaine central rigide (Figure 9). Le domaine N-terminal non structuré permet la 

liaison de la β-caténine à l’α-caténine (Aberle et al., 1996) et contient des sites de 

phosphorylation responsables de sa dégradation.  

 

 

Figure 9. Structure et organisation en domaines de la β-caténine. 

 

 

La région centrale, très conservée, est composée d’une répétition en tandem de 12 

domaines Armadillo. Des études en cristallographie ont montré que cette zone centrale 

permet l’interaction de la β-caténine avec la queue cytoplasmique des cadhérines 

(Huber et Weis, 2001). Cette interaction est contrôlée par des phosphorylations des 

deux partenaires qui sont fondamentales pour la formation et la stabilité des adhésions 

cellulaires (Lilien et Balsamo, 2005; Daugherty et Gottardi, 2007). En effet, la β-caténine 

est responsable de l’adressage des cadhérines aux membranes (Chen et al., 1999). 

D’autre part, cette région centrale peut s’associer également dans le cytosol avec des 

complexes de dégradation APC (Adenomatous Polyposis Coli) et des facteurs de 

transcription TCF/LEF (TCF : T-Cell-specific factor/ LEF : lymphoid enhancer-binding 

factor) dans le noyau qui interviennent en tant que co-facteur de la voie de 
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signalisation Wnt (Choi et al., 2006; Moon et al., 2002). De plus, la β-caténine peut 

interagir avec les microtubules via la dynéine (Ligon et al., 2001). Le troisième domaine 

est le domaine C-terminal qui assure l’interaction de la β-caténine avec l’ADN et 

renforce ainsi l’affinité avec les facteurs de transcription.  

 

L’affinité de la liaison de la β-caténine avec les composants du complexe adhésif est 

régulée par des modifications post-traductionnelles. Une diminution d’affinité de 

liaison avec la E-cadhérine et l’α-caténine est observée à la suite des phosphorylations 

des tyrosines 654 et 142 de la β-caténine. La modification de l’activité de la β-caténine 

peut altérer la stabilité du complexe cadhérine-caténine. Des travaux ont identifié 

l’implication de la phosphorylation de la β-caténine dans la dissociation du complexe 

adhésif cadhérine-caténine (Rhee et al., 2007; Lilien et Balsamo, 2005). Cependant, le 

rôle fonctionnel crucial de la β-caténine réside dans la liaison de la cadhérine à l’α-

caténine. Ceci a été montré lors de l’ovogenèse chez la drosophile où la perte de 

l’homologue de la β-caténine a été totalement compensée par une protéine de fusion 

cadhérine-α-caténine (Pacquelet et Rørth, 2005).  

 

 

 

                         I.2.1.4.4.   α-caténine 

 

Chez les mammifères, l’α-caténine est une protéine dimérique d’environ 102 KDa qui 

existe en trois isoformes codés par des gènes différents (Kobielak et Fuchs, 2004). Le 

premier isoforme est l’α-E-caténine (l’α-caténine épithéliale), codée par le gène 

CTNNA1, qui est ubiquitaire et dont l’expression n’est pas limitée aux tissus épithéliaux. 

Le second est l’α-N-caténine (l’α-caténine neuronale) qui est généralement exprimée 

dans le cerveau et qui est codée par le gène CTNNA2. Le dernier isoforme est l’α-T-

caténine qui est codée par le gène CTNNA3 et qui est trouvée majoritairement dans 

les testicules mais également dans le cœur et le cerveau. Dans la suite de ce manuscrit, 

je me concentrerai sur l’α-E-caténine que je nommerai simplement α-caténine. La 

structure de l’α-caténine est caractérisée par trois domaines successifs : le domaine N-

terminal, le domaine modulateur M (divisé en MI, MII et MII) et le domaine C-terminal 

(Ishiyama et al., 2013) (Figure 10). La région N-terminale (résidues 55-269) correspond 

au domaine d’homodimérisation de la protéine et est aussi le site de liaison à la β-

caténine (Aberle et al., 1994; Koslov et al., 1997). Le domaine modulateur M (résidues 

377-633) permet le repliement de l’α-caténine sur elle-même à la suite de l’interaction 
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intramoléculaire du MI avec les domaines adjacents MII et MIII. De même, le domaine 

M constitue un site de liaison à plusieurs protéines partenaires permettant ainsi la 

liaison avec le cytosquelette d’actine des jonctions adhérentes, comme la vinculine 

(Weiss et al., 1998; Drees et al., 2005), l’afadine (Pokutta et al., 2002), l’α-actinine 

(Knudsen et al., 1995) et VASP. La partie C-terminale (résidues 697-906) contient un site 

de liaison à l’actine « ABD » (actin binding domain) (Rimm et al., 1995).  

 

 

 

 

Figure 10. Organisation en domaines de l’α-caténine et interactions. 

DD : domaine de dimérisation ; MI, MII et MII : domaines modulateurs I-III ; ABD (actin 

binding domain) : domaine de liaison à l’actine. Le domaine de fixation à la vinculine 

(VBS) est représenté en rouge. Une interaction intramoléculaire est présentée entre le 

domaine MI et les domaines MII et MIII.   

 

 

L’autoinhibition qui résulte de l’interaction entre les domaines MI et MII-MII maintient 

la protéine dans une conformation fermée. Cependant, l’α-caténine est une protéine 

mécanosensible qui peut s’ouvrir pour exposer des domaines masqués en réponse à 

l’application de forces mécaniques entre 5 et 15 pN (Yao et al., 2014) (Figure 11). Le 

site de fixation de la vinculine (VBS) situé dans MI est masqué, ce qui implique que la 

liaison de l’α-caténine à la vinculine nécessite l’ouverture de la protéine pour exposer 

le VBS (Choi et al., 2012). Des observations dans les cellules ont confirmé que l’α-

caténine est sous tension (Acharya et al., 2017) et que cette tension induit des 

changements de conformation (Kim et al., 2015) qui sont suffisants pour déplier la 

protéine et exposer le VBS (Yonemura et al., 2010; Ishiyama et al., 2018). En effet, la 

levée de l’autoinhibition de l’α-caténine en réponse à la force transmise par le 

cytosquelette d’actomyosine permet le recrutement de la vinculine aux jonctions 

adhérentes (le Duc et al., 2010; Thomas et al., 2013; Seddiki et al., 2018; Yonemura et al., 

2010). Ultérieurement, des études en molécules uniques, en utilisant les pinces 

magnétiques et la microscopie à force atomique (AFM), ont montré que l’étirement du 
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domaine central de l’α-caténine révèle un site cryptique unique pour la liaison de la 

vinculine (Maki et al., 2018; Yao et al., 2014).  

 

 

Figure 11. Mécanosensibilité du complexe α-caténine-vinculine. 

A. À faible force (< 5 pN), l’α-caténine existe sous forme autoinhibée empêchant la 

fixation de la vinculine au VBS dans MI. B. La génération d’une force intermédiaire 

supérieure à 5 pN (5 – 30 pN) permet le dépliement de l’α-caténine et l’exposition du 

domaine cryptique (VBS) nécessaire pour la liaison de la vinculine. C. L’exposition du 

domaine de liaison à l’actine de la vinculine permet le renforcement et la maturation 

des jonctions. D. À forte force (> 30 pN), l’α-caténine subit un changement de 

conformation ce qui entraine le relargage de la vinculine. (adapté de Yao et al., 2014).  

 

 

Les premières études ont suggéré que le rôle de l’α-caténine dans le complexe 

cadhérine-caténine est d’assurer le couplage physique entre les cadhérines et le 

cytosquelette d’actine car l’α-caténine possède un site ABD de fixation à l’actine et un 

site de liaison à la β-caténine. Néanmoins, cette hypothèse a été rejetée suite à des 

recherches ultérieures qui ont constaté une inhibition de la fixation de l’α-caténine à 

l’actine une fois liée à la β-caténine (Yamada et al., 2005). L’α-caténine peut exister sous 
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forme d’homodimères qui lient l’actine avec une forte affinité.  Cependant cette 

dimerization de l’α-caténine est abolie par la liaison à la β-caténine et le monomère 

d’α-caténine qui en résulte possède une très faible affinité de liaison aux filaments 

d’actine, ce qui a affaiblit l’hypothèse du couplage mécanique pendant quelques 

années (Drees et al., 2005). Plus tard, des études structurales et des expériences en 

molécules uniques à l’aide des pinces optiques ont démontré que le complexe 

cadhérine-α-caténine-actine agit comme un catch bond  qui se renforce sous 

l’application d’une force (Buckley et al., 2014; Xu et al., 2020; Mei et al., 2020). Le 

complexe adhésif cadhérine-β-caténine-α-caténine-actine (Figure 12) assure aussi bien 

un lien fonctionnel que mécanique. Ainsi, en plus de son rôle dans la régulation de la 

polymérisation et l’assemblage du réseau d’actine au niveau des jonctions adhérentes, 

l’α-caténine permet la transmission ainsi que la transduction des signaux mécaniques 

entre les cellules voisines.  

 

 

 

 

Figure 12. Modèle moléculaire 3D représentant le complexe d’adhésion cellulaire 

E-cadhérine-caténine associé au filament d’actine (actine-F) (adapté de Mège et 

Ishiyama, 2017).  

 

 

Sa fonction dans les jonctions confère à l’α-caténine un rôle important dans plusieurs 

fonctions. Ainsi, dans des monocouches confluentes de cellules épithéliales, un 

« knockdown » de l’α-caténine aboutit à une diminution des tensions intercellulaires et 
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à une accélération de la vitesse de migration (Bazellières et al., 2015).  Enfin, l’α-caténine 

participe à la régulation de la prolifération cellulaire. Une suppression de son 

expression conduit à une hyperprolifération des kératinocytes de souris (Vasioukhin et 

al., 2001).   

 

 

 

I.2.2.   Les adhésions cellule-matrice 

 

La cohésion ainsi que la stabilité tissulaire nécessitent l’interaction et l’adaptation des 

cellules à leur environnement immédiat, que ça soit les cellules voisines ou bien leur 

substrat. En effet, les cellules établissent des contacts entre elles par de multiples 

structures détaillées ci-dessus ainsi que des interactions avec la matrice extracellulaire 

(MEC). Les adhésions cellule-matrice permettent aux cellules de sentir et de s’adapter 

aux variations mécaniques de leur environnement car elles assurent le couplage entre 

le cytosquelette et la matrice extracellulaire.   

 

Figure 13. Représentation schématique des différentes catégories de complexes 

d’adhésion cellule-matrice et leur distribution spatiale dans la cellule. 

Source: https://www.mechanobio.info/what-is-mechanosignaling/what-is-the-

extracellular-matrix-and-the-basal-lamina/#what-are-cell-matrix-adhesions-2    

 

 

https://www.mechanobio.info/what-is-mechanosignaling/what-is-the-extracellular-matrix-and-the-basal-lamina/#what-are-cell-matrix-adhesions-2
https://www.mechanobio.info/what-is-mechanosignaling/what-is-the-extracellular-matrix-and-the-basal-lamina/#what-are-cell-matrix-adhesions-2
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Deux types de jonctions d’ancrage à la MEC sont présentes et sont distinguées selon 

le type de structures de cytosquelette auxquelles elles sont liées. Les hémidesmosomes 

ancrent fermement la lame basale au cytosquelette de kératine, qui sont des filaments 

intermédiaires et sont surtout répandus dans les kératinocytes. Les adhésions focales 

relient les intégrines avec plusieurs ligands de la matrice extracellulaire, comme les 

collagènes, les fibronectines et les laminines, au cytosquelette d’actomyosine. Il existe 

plusieurs catégories d’adhésions focales contenant des intégrines qui sont classées en 

fonction de leur taille, morphologie et distribution (Figure 13). Les adhésions naissantes 

(AN) sont présentes à la périphérie des lamellipodes, elles sont de taille réduite et très 

dynamiques ce qui permet leur désassemblage rapide ou leur maturation en adhésions 

focales (AF) matures une fois soumises à des forces de tractions élevées. Les adhésions 

fibrillaires constituent une autre catégorie d’adhésion cellule-matrice caractérisées par 

une durée de vie plus longue que les adhésions focales. Enfin, les podosomes sont des 

structures adhésives impliquées dans la migration cellulaire et la remodelage de la 

matrice extracellulaire. 

 

 

• Organisation moléculaire : 

 

 

Les intégrines 

 

Les intégrines sont les glycoprotéines transmembranaires des adhésions focales qui 

permettent l’ancrage des cellules d’un part au cytosquelette d’actomyosine, par leur 

domaine cytoplasmique, et d’autre part à des ligands spécifiques de la MEC, par leur 

domaine extracellulaire. Les molécules adhésives intégrines sont des hétérodimères de 

sous-unités α et β. Chez les vertébrés, il existe 18 sous-unités α et 8 sous-unités β qui 

sont organisées en 24 hétérodimères αβ (Takada et al., 2007; Kechagia et al., 2019). Les 

intégrines adoptent une conformation inactive repliée et une conformation active 

étendue (Figure 14). Le changement de conformation des intégrines est contrôlé par 

une voie « inside-out » et une voie « outside-in ». La voie d'activation "outside-in" des 

intégrines implique la liaison de l'intégrine à un ligand extracellulaire, ce qui entraîne 

une modification conformationnelle de l'intégrine qui active ses fonctions 

intracellulaires. La voie d'activation « inside-out » des intégrines implique une 

modification de la conformation de l'intégrine en réponse à une activation 

intracellulaire. Cette activation peut être initiée par des protéines cytoplasmiques, 

comme la taline et les kindlines, qui stimulent l’activation de l’intégrine en se fixant au 
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domaine cytoplasmique de la sous-unité β. Cette interaction modifie la conformation 

de l'intégrine, permettant le déploiement de son domaine extracellulaire qui peut alors 

s'engager avec les ligands. D’autres protéines de liaison à l’actine servent d’inhibiteurs 

des intégrines, comme la filamine.  

 

La mécanosensibilité des intégrines a été mise en évidence dans les années 1990 en 

utilisant les billes magnétiques fonctionnalisées. Ces essais ont montré une 

augmentation de la rigidité du cytosquelette suite à l’application d’une force aux 

intégrines (Wang et al., 1993). À l’échelle cellulaire, il a été montré que les forces de 

tractions affectent la dynamique des complexes protéiques des adhésions focales 

(Stricker et al., 2011). De même, l’utilisation de capteurs moléculaires de force FRET 

insérés dans l’intégrine, la taline et la vinculine montre que ces trois protéines sont 

effectivement sous tension dans les adhésions focales (Nordenfelt et al., 2016; Austen 

et al., 2015; Grashoff et al., 2010).  

 

 

 

 

Figure 14. Représentation schématique des deux conformations d’intégrines 

transmembranaires. 

Les intégrines sont des hétérodimères formés de deux sous-unités α et β. Ces protéines 

transmembranaires peuvent être présentes en conformation fermée inactive (à gauche) 

ou étendue active (à droite). MEC : matrice extracellulaire.  
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Taline 

 

La taline est une large protéine adaptatrice de 270 kDa des adhésions focales qui relie 

les intégrines et le cytosquelette d’actomyosine (Calderwood et al., 2013). Le domaine 

N-terminal de la taline, appelé tête, contient un domaine FERM (4.1, ezrin, radixin, 

moesin) composé de quatre sous-domaines F0, F1, F2, et F3. La tête de la taline est liée 

à la région en forme de bâton (rod) par un linker flexible. Cette région en bâton 

comprend 13 faisceaux consécutifs de quatre à cinq hélices α ainsi qu’une simple hélice 

finale en position C-terminale formant le domaine de dimérisation (DD) (Critchley, 

2009; Goult et al., 2018) (Figure 15). La taline est une protéine autoinhibée par deux 

interactions intramoléculaires l’une entre le sous-domaine F3 du FERM et R9 du 

domaine rod, et l’autre entre F2 et R12. La structure de la taline contient trois domaines 

de liaison à l’actine (ABD ou ABS) : F2-F3 en N-terminale, R4 à R8 dans le domaine rod 

et R13 en C-terminale. En plus de la liaison à l’actine, la région rod de la taline est 

composée de onze sites de liaison à la vinculine, appelés VBS (vinculin binding site) 

(Gingras et al., 2005), un site de fixation à l’intégrine dans F3,  et cinq sites de fixation 

à la protéine adaptatrice RIAM (Rap1-GTP-interacting adapter molecule) (RBS : RIAM 

binding site). Le mécanisme d’activation de la taline implique son interaction avec les 

lipides membranaires PIP2 et des protéines régulatrices y compris RIAM, Rap1 et PKC. 

 

 

 

 

Figure 15. Structure et organisation en domaine de la taline. 

F0 à F3 (domaines FERM 0-3), R1 a R13 (domaines rod 1-13) et DD (domaine de 

dimérisation). Les domaines de liaison à l’actine sont mis en évidence en jaune (F2-F3, 

R4-R8 et R13). Les domaines de fixation à la vinculine (VBS) sont représentés en vert et 

ceux de RIAM (RBS) en rouge (adapté de Vigouroux et al., 2020).  

 

 

La mécanosensibilté de la taline permet le dépliement de la protéine en réponse à la 

force exercée par le cytosquelette d’actomyosine. Le dépliement de la taline maintient 
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la protéine dans une conformation ouverte ce qui permet l’exposition des domaines 

de liaison cryptiques de la vinculine (VBS) ainsi que la dissociation d’autres protéines 

partenaires comme RIAM (Gough et Goult 2018; Vigouroux et al., 2020). Dans les 

cellules, des expériences utilisant des capteurs moléculaires de force FRET ont mis en 

évidence que la taline est sous tension d’environ 7 à 10 pN (Austen et al., 2015; Kumar 

et al., 2016). Ce mécanisme d’échange de partenaires de la taline en réponse à des 

forces seuils confère aux adhésions focales la capacité de coder une large gamme de 

forces en messages biochimiques variés qui permettent aux cellules de s’adapter aux 

changements de propriétés mécaniques qu’elles perçoivent dans leur environnement.   

 

 

 

I.2.3.   Analogie et interaction entre jonctions adhérentes et adhésions focales 

 

 

De multiples similitudes existent entre les jonctions adhérentes et les adhésions focales. 

Ces deux structures partagent en effet des composants et possèdent des mécanismes 

de mécanotransduction et de régulation de l’assemblage de l’actine conceptuellement 

similaires (Figure 16) (Han et de Rooij, 2016). Tout d’abord, ces deux types d’adhésion 

disposent de récepteurs transmembranaires : les intégrines et les cadhérines. 

L’application d’une tension mécanique de 30 pN pour les intégrines et de 5 pN pour 

les cadhérines est suffisante pour renforcer les interactions qu’elles établissent avec 

leurs partenaires (Kong et al., 2009; Buckley et al., 2014). De même, ces deux structures 

possèdent des protéines régulatrices de l’assemblage de l’actine en commun comme 

la vinculine. Bien que les mécanismes de recrutement de la vinculine aux contacts 

cellule-cellule et cellule-matrice soient basés sur l’exposition de sites cryptiques dans 

les mécanosenseurs α-caténine et taline respectivement, ces deux mécanismes sont 

très différents et aboutissent au recrutement de populations de molécules de vinculine 

distinctes.  Au niveau des jonctions adhérentes, l’application d’une force permet le 

recrutement de la vinculine phosphorylée sur le résidu Y822 ce qui n’est pas le cas au 

niveau des adhésions focales (Bays et al., 2014).  
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Figure 16. Similarités et différences dans l’organisation moléculaire des 

complexes d’adhésion intégrines et cadhérines. 

À gauche, les adhésions focales à base d’intégrines; à droite, les jonctions adhérentes 

à base de cadhérines. Leur organisation moléculaire présente des similarités classifiées 

en quatre niveaux :  le premier niveau comprend les protéines transmembranaires 

spécifiques de chaque type d’adhésion, ensuite un niveau composé des protéines de 

signalisation, un niveau constitué des protéines adaptatrices dépendantes de la force 

impliquées dans la mécanotransduction, et un dernier niveau comprenant les protéines 

régulatrices du cytosquelette d’actine. MEC : matrice extracellulaire. (adapté de Mui et 

al., 2016 et Han et de Rooij, 2016).  

 

 

Lors du processus de migration cellulaire collective, un dialogue fonctionnel entre les 

complexes des jonctions adhérentes et les adhésions focales est important pour établir 

des nouveaux sites de liaison au substrat tout en maintenant en équilibre les adhésions 

intercellulaires (DeMali et al., 2014). Cette communication équilibrée entre ces deux 

sites est également cruciale dans d’autres processus comme la morphogenèse des 

tissus chez le Xénope (Marsden et DeSimone, 2003) ou le développement des 

cardiomyocytes (McCain et al., 2012). Dans les cellules épithéliales, l’utilisation de HGF 
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pour déstabiliser les jonctions cellule-cellule entraine une dispersion cellulaire et un 

renforcement des adhésions cellule-matrice (de Rooij et al., 2005). De plus, des 

expériences réalisées sur des cellules étalées sur une matrice de fibronectine et 

associées à des billes de E-cadhérine, soumises à des forces exercées à l’aide d’un piège 

optique, montrent un lien fonctionnel entre les jonctions adhérentes et les adhésions 

focales (Al-Kilani et al., 2011). Une modification de la rigidité ou de la composition du 

substrat n'augmente pas seulement les forces de traction par le biais des intégrines, 

mais augmente aussi les forces au niveau des jonctions adhérentes d’une manière qui 

dépend de la myosine II (Maruthamuthu et al., 2011). Il existe une controverse dans la 

littérature sur la relation entre les jonctions adhérentes et les adhésions focales qui 

peut être aussi bien antagoniste que coopérative ou même encore indépendante en 

fonction du type cellulaire et des conditions expérimentales.  

 

 

 

I.3.   LE CYTOSQUELETTE D’ACTINE : ORGANISATION ET RÉGULATION 

 

 

Dans les cellules, le cytosquelette constitue la structure dynamique impliquée dans de 

multiples processus biologiques importants comme le contrôle de la morphologie 

cellulaire, le trafic intracellulaire, l’adhésion, la migration et la division cellulaire 

(Chaigne et al., 2016). Le cytosquelette est formé de trois types de réseaux de 

filaments : les microfilaments ou filaments d’actine, les microtubules et les filaments 

intermédiaires, qui sont trouvés dans tous les types cellulaires. Les paragraphes 

suivants fournissent un aperçu du cytosquelette d’actine, ses mécanismes de régulation 

et son rôle au niveau des jonctions adhérentes.  

 

 

I.3.1.   Structure et assemblage de l’actine  

 

 

L’actine est une des protéines les plus abondantes dans les cellules eucaryotes et joue 

un rôle crucial dans des nombreuses fonctions cellulaires comme la division cellulaire, 

le transport intracellulaire, l’adhésion, la migration ou la contraction. L’actine est 

hautement conservée avec plus de 90% d’identité entre les eucaryotes unicellulaires 

(levure) et les organismes pluricellulaires (mammifères). Chez les vertébrés, il y a trois 
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isoformes d’actine : α, β et γ-actine. L’α-actine se trouve dans les muscles squelettiques, 

lisses et cardiaques. Bien que la β et γ-actine sont présentes dans les cellules non-

musculaires, l’isoforme γ peut également se trouver dans les muscles lisses (Vedula et 

Kashina, 2018).  

 

L’actine est une protéine ubiquitaire qui existe dans le cytoplasme sous deux formes : 

l’actine globulaire monomérique (actine-G) de 42 KDa et de diamètre d’environ 5.5 nm, 

et l’actine filamenteuse (actine-F) qui est présente sous forme des filaments double-

brins hélicoïdaux polarisés. La structure de l’actine est formée de deux lobes, composés 

chacun de deux domaines, séparés par une cavité. Les quatre domaines sont 

numérotés de I à IV (Figure 17). Les domaines I et III forment l’extrémité barbée du 

monomère. Les domaines II et IV forment l’extrémité pointue du monomère. La cavité 

qui sépare les deux lobes permet la liaison d’un nucléotide (ATP ou ADP) et d’un cation 

divalent (Ca2+ ou Mg2+). L’actine monomérique possède la capacité intrinsèque de 

s’auto-assembler spontanément pour former les filaments. Cet assemblage se met en 

place en présence des nucléotides et des cations divalents dans des conditions de 

forces ioniques physiologiques. L’état du nucléotide et le type d’ion divalent métallique 

contrôlent la formation et la stabilité des filaments d’actine (Carlier, 1991).  

 

 

Figure 17. Structure du monomère d’actine. 

(A) Représentation de la structure d’un monomère d’actine lié à une molécule d’ATP 

(PDB : 1ATN). I, II, II et IV représentent les quatre domaines de l’actine. (B) Modèle 

représentant un monomère d’actine lié à une molécule d’ATP (adapté de Pollard, 2016).   
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Les monomères d’actine cytoplasmique sont régulièrement dans un cycle de 

polymérisation et dépolymérisation. Des études in vitro de cinétiques de 

polymérisation d’actine ont révélé que l’assemblage de l’actine se produit en trois 

phases : la nucléation, l’élongation et la phase stationnaire (Figure 18 A). Tout d’abord, 

la phase de nucléation consiste en l’autoassemblage de trois monomères d’actine 

formant ainsi un oligomère court « le noyau ». Ces trimères adoptent une conformation 

hélicoïdale stable. La phase de nucléation est thermodynamiquement défavorable. Le 

noyau forme la base sur laquelle les monomères d’actine s’incorporent pour former le 

filament. Durant la polymérisation d’actine, la nucléation constitue la phase limitant la 

vitesse de ce processus. La deuxième phase est l’élongation qui consiste à 

l’incorporation des monomères d’actine-G aux noyaux pour allonger les filaments. Les 

filaments d’actine formés possèdent une polarité structurale et dynamique représentée 

par une extrémité à croissance rapide appelée barbée (+) et une extrémité à croissance 

lente nommée pointue (-). Les vitesses d’association et de dissociation des monomères 

d’actine aux deux extrémités des filaments ne sont donc pas équivalentes. Au cours de 

l’élongation, les constantes de vitesse d’association (kon) et de dissociation (koff) des 

monomères d’actine au bout barbé sont généralement plus élevées que celles au bout 

pointu. Le ratio entre le koff et le kon représente la concentration critique (Cc) pour 

laquelle l’association (polymérisation) et la dissociation (dépolymérisation) des 

monomères d’actine sont en équilibre. L’élongation d’un filament d’actine ne peut se 

produire que lorsque la concentration des monomères d’actine libres est supérieure à 

la concentration critique.  
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Figure 18. Processus d’assemblage des filaments d’actine. 

(A) Cinétique de polymérisation d’actine montrant les différentes phases de 

l’assemblage d’un filament d’actine : la nucléation, l’élongation et la phase stationnaire 

(ou phase d’équilibre) lorsque la concentration des monomères d’actine atteint la 

concentration critique (adapté de Alberts et al., 2002). (B) Représentation d’un filament 

d’actine avec les constantes d’association et de dissociation des deux extrémités. T et 

D représentent un monomère d’actine lié à l’ATP ou l’ADP respectivement. Les 

constantes d’association et de dissociation sont exprimées en µM-1.s-1 et s-1 

respectivement. K représente la concentration critique qui est le rapport des constantes 

d’association et de dissociation (adapté de Pollard, 2016).  

 

L’incorporation d’un monomère d’actine au bout barbé d’un filament induit un 

changement de sa conformation structurale suivie de l’hydrolyse de l’ATP en ADP 

(Blanchoin et Pollard, 2002; Murakami et al., 2010). Ce changement d’ATP en ADP crée 

une variation entre la concentration critique de l’extrémité barbée (liée à l’ATP) et 

l’extrémité pointue (liée à l’ADP) (Figure 18 B). Au début de l’étape d’élongation des 

filaments, la concentration des monomères d’actine est très élevée, ce qui favorise leur 

association aux deux extrémités plus rapidement que leur dissociation. Lorsque la 

concentration de l’actine-G libre commence à se réduire et à s’approcher de la 

concentration critique, la dépolymérisation des sous-unités d’actine liés à l’ADP (ADP-

actine-G) aux bouts pointus est suivi d’un rechargement de l’ADP en ATP pour que 

l’ATP-actine-G soit de nouveau réutilisé et réincorporé aux bouts barbés. Un équilibre 

se produit entre la polymérisation aux bouts barbés et la dépolymérisation aux bouts 

pointus ce qui maintient une concentration constante de monomères d’actine libres de 

0.1 µM, ce qui caractérise l’état stationnaire. Cet état stationnaire dynamique est 
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souvent qualifié de tapis roulant (treadmilling) (Le Clainche et Carlier, 2008; Blanchoin 

et al., 2014). Ce processus est régulé par des protéines de liaison à l’actine (ABPs) qui 

contrôlent l’architecture et la dynamique du cytosquelette d’actine.  

 

 

 

I.3.2.   Régulation de la polymérisation de l’actine  

 

 

Dans les cellules, la vitesse du tapis roulant de l’actine est beaucoup plus élevée que 

celui mesuré in vitro car ce phénomène est accéléré par un ensemble des protéines de 

liaison à l’actine régulatrices. Des études in vitro de certains agents infectieux, 

notamment Listeria monocytogenes et Shigella, qui détournent la machinerie de 

polymérisation de l’actine des cellules hôtes pour se déplacer, ont permis d’identifier 

ces protéines de liaison à l’actine (ABPs) (Tilney et Portnoy, 1989; Cossart et Kocks , 1994; 

Loisel et al., 1999). La régulation de la polymérisation de l’actine par les ABPs joue un 

rôle crucial dans la migration cellulaire en réponse aux signaux extra-cellulaires et 

également dans l’adhésion comme nous le verrons plus loin. Les protéines régulatrices 

de l’actine se fixent directement à l’actine monomérique ou filamenteuse. Les protéines 

de liaison à l’actine sont classées en plusieurs groupes selon leur fonction : les protéines 

séquestrantes, les nucléateurs, les protéines de coiffe, les protéines de désassemblage 

et les protéines de réticulation (crosslinking) (Figure 19).   
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Figure 19.  Les différents modes de régulation de l’actine par les ABPs. 

Exemples des différents modes de régulation de l’actine par les protéines de liaison à 

l’actine (ABPs). Les protéines de liaison aux monomères d’actine, les protéines de 

nucléation, les protéines de coiffe (capping), les protéines de désassemblage et les 

protéines de réticulation (adapté de Pollard, 2016).  

 

 

            I.3.2.1.   Les protéines séquestrantes 

 

Selon les types cellulaires, la concentration des monomères d’actine-G libres dans le 

cytosol est mille fois supérieure à la concentration de monomères d’ATP-actine utilisée 

dans les expériences in vitro (Pollard et al., 2000). Le maintien d’une telle concentration 

stable d’actine globulaire est assuré par les protéines de liaison à l’actine-G qui sont 

capables de séquestrer les monomères d’actine et empêcher leur nucléation spontanée 

(Skruber et al., 2018). La profiline est une protéine essentielle capable de lier l’actine-G. 

Elle est très abondante dans le cytoplasme et fortement exprimée chez les eucaryotes. 

La profiline est capable de tamponner l’actine-G, ce qui inhibe l’auto-assemblage des 

trimères et empêche la nucléation spontanée. La profiline est aussi capable de catalyser 

l’échange de l’ADP pour de l’ATP sur l’actine-G (Figure 20) (Goldschmidt-Clermont et 

al., 1991; Jégou et al., 2011). De plus, la profiline permet l’association des monomères 

d’actine-G au bout barbé des filaments, mais pas l’assemblage au bout pointu, ce qui 

permet de restreindre l’assemblage aux extrémités barbées qui font généralement 

faces à la membrane. Enfin, la profiline lie certaines protéines contenant des domaines 

riches en proline et qui sont aussi des partenaires de l’actine. Notamment la profiline 
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est considérée comme un co-facteur de machineries d’élongation comme les formines 

et les protéines de la famille Ena/VASP (Romero et al., 2004; Pernier et al., 2016).  

 

D’autre part, la thymosine-β4 est une autre protéine séquestrante de l’actine, elle est 

en compétition avec la profiline pour maintenir une grande quantité d’actine-G non 

polymérisée dans le cytosol (Pollard et al., 2000). La thymosine-β4 inhibe la nucléation 

spontanée de l’actine et induit un changement de conformation du monomère ce qui 

inhibe l’échange nucléotidique. Contrairement à la profiline, la thymosine-β4 inhibe la 

polymérisation de l’actine aux deux extrémités.  

 

 

Figure 20. Schéma représentant le mécanisme d’échange ADP/ATP par la 

profiline lors de la polymérisation d’actine (adapté de Krishnan et Moens, 2009).  

 

 

            I.3.2.2.   Les nucléateurs 

 

Bien que l’assemblage spontané des monomères d’actine soit inhibé à cause de 

l’association de la majorité de l’actine-G à la profiline ou à la thymosine-β4, d’autres 

mécanismes existent dans les cellules pour induire la nucléation des filaments d’actine. 

Diverses protéines de liaison à l’actine, appelées des nucléateurs, sont capables de 

créer des architectures de réseaux d’actine différents.   

 

Les formines sont des protéines homodimériques qui lient les monomères d’actine. 

Elles sont constituées de plusieurs domaines avec notamment deux domaines 
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importants pour leur activité : le domaine FH1 (Formin Homology 1) et le domaine FH2 

(Formin Homology 2). Le domaine FH1 est riche en proline et permet aux formines 

d’interagir avec les complexes actine-G/profiline. De plus, le domaine FH2 lie les bouts 

barbés des filaments d’actine (actine-F). Les formines stimulent la nucléation de 

nouveaux filaments d’actine et favorisent leur élongation (Pruyne et al., 2002). Les 

domaines FH2 de chaque monomère encerclent le bout barbé du filament d’actine et 

accompagnent sa croissance processivement pendant que le domaine FH1 accélère 

l’élongation du filament en ajoutant des monomères au bout barbé (Romero et al., 

2004; Pring et al., 2003). mDia1, qui appartient à la famille des formines chez les souris, 

accélère fortement la croissance des extrémités barbées lorsque la concentration de 

profiline-actine est limitée (≤10 µM) (Jégou et al., 2013). Dans les cellules, les formines 

sont auto-inhibées à cause d’une interaction intramoléculaire entre le domaine DID 

(Dia inhibitory domain) en position N-terminale et le domaine DAD (Dia autoregulatory 

domain) en position C-terminale. Cette autoinhibition est relâchée suite à l’activation 

par les petites Rho-GTPases.  

 

Un autre nucléateur majeur de l’actine est le complexe Arp2/3 (actin-related-protein 

2/3). Contrairement aux formines qui permettent une nucléation de filaments d’actine 

linéaires, le complexe Arp2/3 est connu pour nucléer les filaments d’actine en générant, 

sur un filament d’actine pré-existant, de nouveaux filaments branchés (Figure 21) 

(Blanchoin et al., 2000; Rouiller et al., 2008). Structuralement, le complexe Arp2/3 est 

constitué de sept sous-unités comprenant les deux sous-unités apparentées à l’actine 

Arp2 et Arp3. L’activité de nucléation du complexe Arp2/3 nécessite sa liaison à l’ATP 

(Le Clainche et al., 2001). Il a été montré que les sous-unités Arp2 et Arp3 sont localisées 

au bout pointu du nouveau filament et ARPC2 et ARPC4 restent attachées au filament 

mère. Il est nécessaire que Arp2/3 soit activé pour accomplir son activité de nucléation 

branchée. Ainsi, l’activation du complexe Arp2/3 dépend de facteurs nommés NPFs 

(nucleation promoting factors) présents au niveau de la membrane plasmique. La famille 

des protéines WASP/WAVE/Scar appartient aux facteurs NPFs. Scar/WAVE (suppressor 

of cAMP receptor/ WASP-family verprolin-homologous protein) est une sous-unité du 

complexe WAVE qui est activé par la voie de signalisation Rac. Dans ce processus, le 

domaine VCA (le domaine catalytique du complexe WAVE) est essentiel. Le domaine 

VCA contient une séquence acide (A) qui lie le complexe Arp2/3 et une autre séquence 

homologue à la verproline (V) qui est capable de lier les complexes actine-G-profiline. 

Lorsque le VCA est lié au complexe Arp2/3 par la séquence A, il induit un changement 

de conformation de Arp2/3 pour l’activer et stimuler ainsi son activité de nucléation 
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branchée. En résumé, le domaine VCA est capable de former un complexe rassemblant 

le complexe Arp2/3, un filament d’actine préexistant et un monomère d’actine pour 

stimuler la nucléation en formant un nouveau filament d’actine latéral (Machesky et al., 

1999). Le mécanisme de nucléation branchée induit par le complexe Arp2/3 permet 

d’organiser le cytosquelette d’actine en réseaux branchés qui en polymérisant génèrent 

la force nécessaire pour la formation des protrusions membranaires appelées 

lamellipodes qui sont impliquées dans la migration cellulaire et dans l’initiation des 

jonctions cellule-cellule (Adams et al., 1998; Le Clainche et Carlier, 2008; Harris et 

Tepass, 2010).   

 

 

Figure 21. Structure du complexe Arp2/3. 

À gauche, image obtenu in vitro en microscopie électronique montrant la morphologie 

d’un filament d’actine branché en forme de Y. À droite, modèle structural du complexe 

Arp2/3 obtenu en tomographie électronique représentant les différentes sous-unités 

(adapté de Campellone et Welch, 2010).    

 

 

            I.3.2.3.   Les protéines de coiffe  

  

Dans les cellules, il existe plusieurs autres ABPs nécessaires pour la régulation du 

cytosquelette d’actine. En plus des protéines qui favorisent la nucléation et la 

polymérisation, d’autres facteurs sont capables de réguler la dynamique et la 

croissance des filaments d’actine en inhibant la polymérisation. Comme mentionné 

précédemment, la polymérisation spontanée de l’actine peut être inhibée par la 

profiline ou la thymosine-β4 en séquestrant les monomères d’actine-G. L’inhibition de 

la polymérisation est aussi possible sur les filaments en coiffant les bouts barbés par 

des protéines de coiffe. Diverses protéines sont classifiées comme protéines de coiffe, 

comme la « Capping Protein » (CP), qui donne son nom à la fonction, et la gelsoline.  
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La « Capping Protein » (CP), homologue de la protéine « CapZ » des muscles striés, est 

un hétérodimère α/β qui coiffe les bouts barbés des filaments d’actine dans les cellules 

non-musculaires. En se fixant avec une grande affinité à l’extrémité barbée, la CP 

bloque l’assemblage et le désassemblage d’actine-G à cette extrémité et empêche ainsi 

la polymérisation de ce filament (Schafer et al., 1996; Cooper et Sept, 2008). 

Généralement, le processus de coiffe se produit en quelques secondes d’une manière 

irréversible et peut durer 30 minutes (t1/2 de dissociation). L’inhibition par les protéines 

de coiffe réduit la fraction d’extrémités barbées libres et régule la longueur des 

filaments d’actine, ce qui est important pour la production de la force pendant le 

mouvement cellulaire. D’autres protéines de liaison à l’actine entrent en compétition 

avec la CP pour la liaison aux extrémités barbées des filaments d’actine, notamment les 

formines et VASP (son mode d’action sera développé ultérieurement) qui protègent les 

bouts barbés (Barzik et al., 2005; Shekhar et al., 2015).   

 

La CP n’est pas la seule protéine de coiffe, la gelsoline possède également cette activité. 

La gelsoline est capable de coiffer les bouts barbés des filaments d’actine en présence 

de calcium (Gremm et Wegner, 2000).  

 

 

 

            I.3.2.4.   Les protéines de désassemblage  

 

Les protéines de désassemblage (ou de dépolymérisation) sont essentielles pour le 

recyclage du cytosquelette d’actine et le maintien de la vitesse du tapis roulant. Ainsi, 

l’ADF/cofiline (actin depolymerizing factor) fixe les monomères ainsi que les filaments 

d’actine (Blanchoin et Pollard, 1998). L’ADF/cofiline se lie sur les côtés des filaments 

d’actine-ADP et favorise la dépolymérisation des monomères d’actine aux bouts 

pointus. L’affinité de l’ADF/cofiline pour l’actine-ADP est en effet 40 fois plus élevée 

que pour l’actine-ATP. Dans ce mécanisme, l’ADF/cofiline diminue l’affinité entre les 

sous-unités d’actine ce qui aboutit au désassemblage (Maciver et al., 1991; Carlier et 

al., 1997). Dans ce processus, l’ADF/cofiline induit un changement de la structure et 

des propriétés mécaniques des filaments d’actine (McCullough et al., 2011). Des études 

récentes ont révélées que la saturation des filaments d’actine par l’ADF/cofiline favorise 

la dépolymérisation aux extrémités barbées comme aux extrémités pointues, et que 

l’ADF/cofiline est capable de décoiffer les filaments initialement coiffés au bout barbé 
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par la CP pour promouvoir ainsi leur dépolymérisation (Wioland et al., 2017). Dans ces 

conditions, la croissance et la dépolymérisation aux bouts barbés coexistent ce qui 

montre que les bouts barbés des filaments d’actine présentent une instabilité 

dynamique (Romet-Lemonne et Jégou, 2021). L’augmentation de la concentration des 

monomères d’actine-G libres qui résulte de la dépolymérisation par l’ADF/cofiline 

permet l’accélération de l’élongation des bouts barbés des filaments (Le Clainche et 

Carlier, 2008) (Figure 22).  

 

 

Figure 22. Modèle représentant la régulation du mécanisme « tapis roulant ». 

1) La liaison de l’ADF au côté des filaments d’ADP-actine favorise la dépolymérisation 

aux bouts pointus. 2) Une fois la profiline fixée à l’ADP-actine, elle induit l’échange 

d’ADP en ATP afin de recycler les monomères d’actine et les complexes profiline-ATP-

actine-G seront ensuite incorporés aux bouts barbés des filaments. 3) Les protéines de 

coiffe bloquent les bouts barbés des filaments d’actine, ce qui permet une 

augmentation de la concentration des monomères d’actine libre, et dirigent les 

monomères d’actine vers les filaments non bloqués qui vont polymériser plus 

rapidement (adapté de Le Clainche et Carlier, 2008).  

 

 

 

 

 



49 
 

            I.3.2.5.   Les protéines de réticulation (crosslinking)  

 

Lors de divers processus cellulaires, le cytosquelette d’actine est soumis à des 

contraintes mécaniques, ce qui nécessite une connexion physique rigide entre les 

filaments d’actine. Cette connexion est généralement assurée par les protéines de 

réticulation (crosslinking). Ces protéines regroupent des filaments d’actine en faisceaux, 

ou en réseaux, en fonction de l’angle imposé aux filaments par ces protéines. La 

structure et les propriétés mécaniques de ces assemblages de filaments d’actine varient 

pour s’adapter à des fonctions cellulaires aussi diverses que la migration, l’invasion, 

l’adhésion, la division et le trafic intracellulaire. L’α-actinine est une protéine de 

réticulation impliquée dans de nombreuses structures cellulaires. Elle appartient à la 

famille des spectrines et existe en quatre isoformes : 1 et 4 sont les isoformes non-

musculaires, 2 et 3 sont exprimés dans les muscles cardiaques et squelettiques 

respectivement. L’α-actinine organise les filaments d’actine en faisceaux de filaments 

parallèles et antiparallèles. De plus, l’α-actinine fixe plusieurs protéines impliquées dans 

l’adhésion comme l’α-caténine, la vinculine et l’intégrine (Revenu et al., 2004; Sjöblom 

et al., 2008; Stevenson et al., 2012). La fimbrine est aussi une protéine de réticulation 

qui organise les filaments d’actine en faisceaux polarisés. Elle est spécifiquement 

trouvée dans les microvillosités. La fascine lie les filaments d’actine et les organise en 

faisceaux parallèles serrés dans les filopodes (Kureishy et al., 2002; Vignjevic et al., 2003; 

2006).  

 

 

I.3.3.   Le réseau contractile d’actomyosine 

 

L’actomyosine est responsable de la contractilité du cytosquelette. Les myosines sont 

des moteurs moléculaires qui, en se fixant aux filaments d’actine et en hydrolysant 

l’ATP, génèrent des contractions. La superfamille des myosines regroupe plusieurs 

isoformes. Généralement, les myosines marchent vers les bouts barbés (+) des 

filaments d’actine à l’exception de la myosine VI qui se déplacent vers les bouts pointus 

(-). Le membre le plus étudié parmi ces isoformes est la myosine II qui est présente 

dans les cellules musculaires et non-musculaires. La myosine II non-musculaire (NM II) 

est essentielle pour la formation des adhésions cellulaires, l’architecture tissulaire et la 

migration cellulaire. La structure hexamèrique de la NM II est composée de deux 

chaînes lourdes (MHC : Myosin Heavy Chain), deux chaînes légères essentielles (MELC : 

Myosin Essential Light Chain) et deux chaînes légères régulatrices (MRLC : Myosin 
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Regulatory Light Chain) (Vicente-Manzanares et al., 2009) (Figure 23). Les chaînes 

lourdes de la myosine sont constituées de la tête qui est la partie motrice responsable 

de l’interaction avec l’actine et de l’hydrolyse de l’ATP pour générer de la force, d’un 

« bras de levier » permettant l’activité motrice et d’une queue enroulée constituant le 

domaine de dimérisation. Les chaînes légères représentent le cou de la myosine 

localisées entre la tête et la queue, elles jouent un rôle important dans la régulation de 

l’activité motrice et le renouvellement de la myosine. Chez les mammifères, il existe 

trois différents isoformes de chaine lourde de la myosine II non-musculaire : IIA, IIB et 

IIC, qui contribuent à la contractilité des cellules non-musculaires. 

 

Figure 23. Le cytosquelette d’actomyosine. 

La myosine est formée de deux chaînes lourdes (cyan), de deux chaînes légères 

régulatrices (bleu) et de deux chaînes légères essentielles (orange). La myosine se lie à 

des filaments d’actine antiparallèles. La liaison de la myosine aux filaments d’actine 

génère des forces contractiles (adapté de Parsons et al., 2010).  

 

 

 

I.4.   RÉGULATION DE LA DYNAMIQUE DE L’ACTINE AU NIVEAU DES 

JONCTIONS ADHÉRENTES 

 

 

I.4.1.   Organisation et régulation de l’actine au niveau des JA 

 

Dans les cellules, l’observation du processus d’attachement intercellulaire à base des 

cadhérines montre un enchaînement de trois phases, partant de l’initiation de la 

formation des contacts cellule-cellule, passant par l’expansion de l’interface de contact, 

jusqu’à la maturation et la stabilisation des adhésions (Cavey et Lecuit, 2009). Pendant 

ce processus, le cytosquelette d’actine est continuellement remodelé et très 
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dynamique (Figure 24). Avant l’initiation des contacts cellule-cellule, les cellules 

épithéliales présentent un comportement migratoire comme au cours des processus 

de développement embryonnaire ou de cicatrisation des plaies chez les embryons de 

drosophile. Afin d’initier les contacts, les cellules émettent des protrusions 

membranaires qui sont très mobiles et s’étendent et se rétractent rapidement. La force 

motrice de ces protrusions lamellipodiales est la polymérisation de l’actine caractérisée 

par la formation d’un réseau d’actine branché par le complexe Arp2/3 (Vasioukhin et 

al., 2000; Kovacs et al., 2002). Au niveau des contacts naissants, les molécules de 

cadhérines se regroupent pour former des clusters, ce qui favorise un remodelage 

important de l’actine (Zhang et al., 2005). L’engagement des cadhérines au niveau des 

contacts active d’abord la RhoGTPase Rac1, qui recrute les protéines de la famille 

WASP, qui sont des activateurs du complexe Arp2/3, afin de favoriser la nucléation de 

l’actine et la génération d’un réseau de filaments d’actine branchés. Rac1 active ensuite 

le recrutement de la cortactine, qui est une protéine reliant Arp2/3 à l’actine et qui 

stimule son activité. En plus du complexe Arp2/3, les protéines de la famille Ena/VASP 

sont aussi recrutées au niveau des protrusions membranaires. Les activités de 

branchement et de polymérisation d’actine favorisées par Arp2/3 et Ena/VASP sont 

donc nécessaires à l’extension des contacts en générant la force motrice pour pousser 

les membranes des cellules adjacentes les unes vers les autres (Verma et al., 2004; Scott 

et al., 2006). La voie de signalisation Rac1 participe au recrutement et à l’activation du 

complexe Arp2/3 et d’une autre protéine régulatrice de la polymérisation d’actine, la 

formine-1 (Kovar, 2006), pour soutenir et élargir les jonctions en cours de formation 

(Kovacs et al., 2002a; Kobielak et al., 2004). 

 

Cependant, l’accumulation des cadhérines induit une augmentation de la 

concentration de l’α-caténine au niveau des contacts cellule-cellule qui est un 

inhibiteur du complexe Arp2/3 (Drees et al., 2005). L’inhibition du complexe Arp2/3 par 

l’α-caténine permet de réguler l’organisation des réseaux d’actine, ce qui conduit à 

l’arrêt de la formation des lamellipodes et ensuite la maturation et la stabilisation des 

adhésions intercellulaires. La formine serait également capable de lier l’α-caténine pour 

former des câbles d’actine radiaux, stabilisant ainsi les jonctions (Grikscheit et al., 2015). 

L’extension et le renforcement des jonctions sont favorisés par l’activation de la voie 

de signalisation RhoA qui active la myosine II (Yamada et Nelson, 2007). Le 

regroupement des clusters des E-cadhérines au niveau des jonctions adhérentes 

implique la contractilité de la myosine II qui favorise la formation et la stabilité des 

câbles d’actomyosine (Shewan et al., 2005). Le « knock-down » des isoformes de la 
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myosine II non musculaire (NMIIA et NMIIB) entraîne une diminution de la quantité de 

F-actine jonctionnelle et de la densité des extrémités barbées au niveau des JA, 

suggérant l'existence d'un mécanisme de nucléation de l'actine dépendant de la 

tension de l'actomyosine (Leerberg et al., 2014). En effet, une fois que les jonctions sont 

sous tension au niveau de la « Zonula Adherens », l’α-caténine étirée recrute la 

vinculine et Mena/VASP, ce qui induit la polymérisation d’actine et alimente  la 

contractilité actomyosine (Leerberg et al., 2014).  

 

 

Figure 24. Schéma représentant la réorganisation de l’actine au cours de la 

formation des contacts cellule-cellule. 

A. Les cellules émettent des extensions membranaires (lamellipodes) pour initier les 

contacts. Le cytosquelette d’actine est organisé en réseaux branchés pour générer la 

force nécessaire à l’extension des membranes. B. Formation des puncta de cadhérines 

aux extrémités de ces projections. Des faisceaux (bundles) d’actine radiaux relient les 

puncta de cadhérines au câble d’actine circonférentielle. C. Au fur et à mesure de 

l’extension et de la maturation des jonctions cellule-cellule, des arcs d’actine se 

concentrent aux bords des contacts, puis s’aplatissent pour former une ceinture 

d’adhérence le long du contact (adapté de Cavey et Lecuit, 2009).  
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I.4.2.   La vinculine 

 

 

            I.4.2.1.   Organisation structurale, interactions et régulation  

 

La vinculine est une protéine ubiquitaire membranaire enrichie au niveau des contacts 

cellule-cellule et cellule-matrice (Bays et DeMali, 2017). Elle lie indirectement les 

récepteurs adhésifs au cytosquelette d’actine. Les souris « knock-out » pour la vinculine 

meurent dans des étapes précoces de l’embryogenèse, ce qui implique que la présence 

de la vinculine est cruciale pour les mouvements et les contacts cellulaires à ce stade. 

La vinculine est une protéine hautement conservée de 116 kDa composée d’un 

domaine globulaire nommé tête (Vh) en position N-terminale et d’un domaine appelé 

queue (Vt) en position C-terminale, reliés par un linker flexible formé de séquences 

riches en proline (Bakolitsa et al., 2004) (Figure 25). La tête de la vinculine (Vh), 

structurée en faisceaux d’hélices α, est subdivisée en quatre sous domaines D1 à D4. 

La queue, appelée aussi D5, consiste en un seul faisceau de cinq hélices α. Le domaine 

D1 de la tête interagit avec une variété de protéines, notamment l’α-caténine, la β-

caténine, l’α-actinine et la taline (Carisey et Ballestrem, 2011). La queue de la vinculine 

est le domaine de liaison aux filaments d’actine (ABD : actin binding domain) (Menkel 

et al., 1994), et elle se lie aussi aux phospholipides acides membranaires comme le PIP2. 

Le linker de la vinculine se lie à de nombreuses protéines comme VASP et Arp2/3 

(Brindle et al., 1996; DeMali et al., 2002; Bays et DeMali, 2017). Dans les cellules, la 

vinculine existe sous deux conformations distinctes : une forme ouverte (active), et une 

forme fermée (inactive). Dans la forme fermée, la tête Vh est masquée par une 

interaction intramoléculaire avec la queue Vt (Figure 25). Cette interaction 

intramoléculaire auto-inhibitrice fait intervenir des contacts entre les domaines D1 et 

D4 de Vh et le domaine Vt. La conformation fermée empêche la liaison de la  vinculine 

avec une multitude de partenaires dans les adhésions focales et les jonctions 

adhérentes (Borgon et al., 2004). L’interaction Vh-Vt inihibe la liaison de Vt aux filaments 

d’actine et empêche la liaison de Vh à la plupart de ses ligands, notamment l’α-caténine 

(Johnson et Craig, 1995). 
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Figure 25. Structure et organisation en domaines de la vinculine. 

A. Représentation schématique de l’organisation en domaines de la vinculine. Vh 

(vinculin head) : tête de la vinculine ; Vt (vinculin tail) : queue de la vinculine ; D1 à D4 : 

les sous-domaines de la tête ; ABD (actin binding domain) : domaine de liaison à 

l’actine-F. La vinculine est autoinhibée par l’interaction intramoléculaire entre les 

domaines D1 et D4 de la tête Vh et la queue (domaine Vt). Le domaine de fixation à l’α-

caténine est mis en évidence en rouge. L’α-caténine et la taline se fixent au domaine 

D1, VASP et Arp2/3 se lient au linker de la vinculine. N : N-terminal ; C : C-terminal. B. 

Modèle structurale de la vinculine (adapté de Bakolitsa et al., 2004).  

 

 

De multiples modèles ont été proposés pour expliquer le mécanisme d’activation de la 

vinculine au niveau des jonctions adhérentes. Comme l’interaction Vh-Vt est très forte, 

plusieurs partenaires de liaison sont nécessaires pour dissocier cette interaction. 

L’utilisation d’un mutant ponctuel de l’α-caténine perturbant le site de liaison à la 

vinculine suggère que la liaison directe de l’α-caténine à la vinculine est essentielle 

pour l’ouverture de la protéine et que cette activation nécessite également la liaison 

de la vinculine aux filaments d’actine (Peng et al., 2012). L’action combinée de l’actine-

F, qui se lie à Vt, et de l’α-caténine, qui se lie à Vh, serait donc suffisante pour induire la 

transition de la conformation fermée à la conformation ouverte active de la vinculine. 

Enfin, l’activation de la vinculine et sa liaison à l’α-caténine dépendent de l’activité de 

la myosine II (Yonemura et al., 2010). Des simulations de dynamique moléculaire ont 

révélé que des forces élevées appliquées à la vinculine peuvent accélérer son ouverture 

(Sun et al., 2017). Le recrutement et l’activation de la vinculine aux jonctions adhérentes 

pourrait aussi faire intervenir la phosphorylation de sa tyrosine 822. En effet, la 

phosphorylation du résidu Y822 par la tyrosine kinase Abelson (Abl), en réponse à la 

force appliquée aux E-cadhérines, est importante pour le recrutement de la vinculine 

aux contacts cellule-cellule (Bays et al., 2014; Bertocchi et al., 2017). 



55 
 

            I.4.2.2.   Rôle dans la régulation de l’assemblage de l’actine 

 

La vinculine n’est pas seulement impliquée dans l’ancrage du cytosquelette d’actine, 

elle régule également la dynamique de l’actine. L’injection de la protéine de Shigella 

IpaA dans la cellule hôte inhibe la polymérisation d’actine d’une manière dépendante 

de la vinculine révélant ainsi le mécanisme par lequel IpaA se fixe à Vh pour activer la 

vinculine. Des études in vitro du complexe IpaA-vinculine ont montré que ce complexe 

inhibe de 40% le taux d’élongation des bouts barbés des filaments d’actine, ce qui 

suggère que la vinculine activée contrôle l’assemblage de l’actine en coiffant les 

extrémités barbées (Ramarao et al., 2007). Plus tard, des mesures de cinétique de 

polymérisation de l’actine en spectroscopie de fluorescence et des observations de 

filaments d’actine uniques en microscopie TIRF ont mis en évidence le rôle de la 

vinculine dans la régulation de la polymérisation de l’actine (Le Clainche et al., 2010). 

Cette étude montre que dans les conditions physiologiques le domaine Vt inhibe 

l’élongation des extrémités barbées des filaments d’actine par un mécanisme de coiffe. 

Alors que dans des conditions de faible force ionique, Vt est capable d’accélérer les 

cinétiques de polymérisation en nucléant les filaments d’actine coiffés à leur extrémité 

barbée. Ces résultats révèlent la nature électrostatique de l’interaction entre le domaine 

Vt de la vinculine et l’actine (Wen et al., 2009; Le Clainche et al., 2010).  

 

En plus de son rôle dans la polymérisation de l’actine, la vinculine organise également 

les filaments en faisceaux. Des études ont révélé l’implication de deux sites distincts 

pour la liaison de la vinculine à l’actine-F localisés à proximité des hélices 2 et 3 de la 

queue Vt. Dans la conformation inactive de la vinculine, un des deux sites est masqué 

et n’est pas accessible pour la liaison à l’actine-F alors que le deuxième est entièrement 

exposé. Un réarrangement local du domaine Vt est mis en place suite à la liaison de 

l’actine-F aux deux sites, ce qui favorise la dimérisation de la protéine et l’organisation 

des filaments d’actine en faisceaux (Johnson et Craig, 2000; Janssen et al., 2006).  

 

I.4.3.   VASP  

 

La famille des protéines Ena/VASP (Enabled/Vasodilator-stimulated phosphoprotein) 

est composée de protéines multifonctionnelles modulatrices de l’actine qui jouent un 

rôle central dans le mouvement et le changement de forme cellulaire chez les vertébrés 

et les invertébrés. Ces protéines sont actives dans de nombreux types cellulaires et sont 

localisées au niveau des contacts cellule-cellule, des adhésions cellule-matrice, à 
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l’extrémité des filopodes, ainsi qu’au niveau du bord avant des lamellipodes des 

cellules en migration (Faix et Rottner, 2022). Les protéines Ena/VASP sont impliquées 

dans la maturation des adhésions cellule-cellule (Scott et al., 2006).  

 

 

            I.4.3.1.   Organisation structurale et interactions 

 

La famille des protéines Ena/VASP est composée de plusieurs membres : Mena (mouse 

Ena), VASP (Vasodilator-stimulated phosphoprotein) and Evl (Enabled/ Vasodilator-

stimulated phosphoprotein-like protein). L’organisation structurale des protéines 

Ena/VASP est caractérisée par plusieurs domaines spécifiques qui sont conservés par 

tous les membres de la famille. Il s’agit notamment d’un domaine en position N-

terminale EVH1 (Ena/VASP homology 1), une région centrale riche en proline et un 

domaine en position C-terminale EVH2 (Ena/VASP homology 2). Les protéines 

Ena/VASP interagissent avec plusieurs partenaires et remplissent ainsi diverses 

fonctions (Figure 26). Le domaine EVH1 fixe des protéines contenant des motifs 

spécifiques de polyproline de type FPPPP (FP4) telles que la protéine de Listeria ActA , 

la vinculine, la lamellipodine et la zyxine (Reinhard et al., 1996; Brindle et al., 1996). La 

région centrale riche en proline assure la liaison avec la profiline et les protéines 

contenant des domaines SH3 (Ferron et al., 2007; Bear et Gertler, 2009; Hansen et 

Mullins, 2010). Le domaine EVH2 en position C-terminale comprend un site de liaison 

à l’actine-G (GAB : globular actin binding) et un deuxième à l’actine-F (FAB : filamentous 

actin binding), et un domaine de tétramérisation. Les domaines EVH1 et EVH2 

permettent tous les deux de localiser les protéines Ena/VASP dans les cellules.  

 

 

Figure 26. Organisation en domaines de VASP et ses partenaires. 

EVH1 (Ena/VASP Homology 1); PRD (Proline-rich domain): domaine riche en proline; G 

et F : domaines de liaison à l’actine-G et –F respectivement; TD (tetramerization 

domain) : domaine de tetramérisation. Les domaines de liaison à l’actine-G et –F ainsi 

que le domaine de tetramérisation constituent le domaine EVH2. 
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            I.4.3.2.   Rôle dans la régulation de l’assemblage de l’actine  

 

Premièrement, la protéine VASP possède la propriété de se fixer aux cotés des filaments 

d’actine (Laurent et al., 1999). In vitro, VASP est capable de nucléer les filaments d’actine 

à faible force ionique (Hüttelmaier et al., 1999; Laurent et al., 1999). L’activité de 

nucléation de VASP dépend de sa capacité à tétramériser et à lier l’actine-G. 

Néanmoins, dans des conditions de force ionique physiologique, VASP ne peut pas 

nucléer les filaments d’actine efficacement (Barzik et al., 2005). VASP joue un rôle 

important dans la protection des bouts barbés contre l’action des protéines de coiffe, 

ce qui permet aux filaments d’actine de s’allonger plus longtemps avant d’être coiffés. 

Des billes enrobées avec les protéines VASP sont capables de fixer les filaments d’actine 

et de les allonger, ce qui n’est pas le cas quand les filaments sont coiffés (Bear et al., 

2002). De même, les essais in vitro en pyrène ont montré que la protéine VASP inhibe 

l’activité de CP (capping protein) et favorise l’élongation des filaments d’actine d’une 

manière dose dépendante (Bear et al., 2002; Barzik et al., 2005). Des observations de 

filaments uniques d’actine en microscopie TIRF révèlent une croissance des filaments 

d’actine en présence de la CP uniquement lorsque VASP est ajouté (Hansen et Mullins, 

2010; Breitsprecher et al., 2011). Ces résultats confirment clairement l’activité anti-

coiffage (anti-capping) de VASP, mais pas le décoiffage (uncapping). L’utilisation de 

microbilles recouvertes de de VASP de Dictyostelium  montre que VASP favorise 

l’élongation des extrémités barbées des filaments d’actine d’une manière processive 

en présence de CP (Breitsprecher et al., 2008; 2011). Ce processus d’élongation 

processive est permis par la formation de clusters de VASP qui aident à la protection 

des bouts barbés du coiffage par la CP (Figure 27)(Brühmann et al., 2017). Bien que 

l’activité d’élongation processive existe également pour VASP humain, elle est 

beaucoup moins efficace que celle mesurée pour VASP de Dictyostelium (Hansen et 

Mullins, 2010). En effet, le temps de résidence de VASP humain à l’extrémité barbée 

des filaments d’actine est plus court que celui de VASP Dictyostelium. De plus, les 

activités d’anti-coiffage et d’élongation de VASP humain dans les conditions 

physiologiques sont favorisées par la liaison de la profiline au domaine riche en proline 

de VASP (Hansen et Mullins, 2010). La liaison des complexes profiline-actine au 

domaine riche en proline et le domaine de liaison à l’actine-G de VASP sont importants 

pour ce processus de coopération entre la profiline et VASP. D’autre part, les protéines 

Ena/VASP possèdent également la capacité de former des faisceaux de filaments 

d’actine (Bachmann et al., 1999). La capacité de VASP à former des tétramères ainsi 

qu’à lier les filaments d’actine (actine-F) sont nécessaire pour cette activité. 
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Figure 27. Mécanisme d’élongation processive des filaments d’actine par VASP. 

Les clusters de tétramères de VASP fixent les monomères d’actine par leur domaine 

WH2, qui est le domaine de fixation à l’actine-G (GAB), ce qui apporte plus de 

monomères d’actine aux bouts barbées des filaments. De cette manière VASP accélère 

l’élongation aux bouts barbés tout en restant fixer aux filaments d’actine en croissance 

par son domaine FAB (adapté de Ciobanasu et al., 2012). 
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II. POSITION DU SUJET 
 

 

Divers processus physiologiques, tels que la morphogenèse, la régénération tissulaire 

ou la cicatrisation des plaies, nécessitent une cohésion tissulaire et une adaptation des 

cellules aux perturbations mécaniques, intra- ou extracellulaires, auxquelles elles sont 

régulièrement soumises. Les cellules sont capables de détecter, de transmettre et enfin 

de traduire ces informations mécaniques en informations biochimiques de manière à 

adapter leur forme, leur dynamique et leurs activités à ces perturbations. Ce processus 

nécessite une adhésion adaptative entre les cellules. Grâce à leur propriété 

mécanosensible, les jonctions adhérentes (JA), contenant des cadhérines, contribuent 

au maintien de l’intégrité des tissus. La formation ainsi que la réparation des JA 

nécessitent que les cellules émettent initialement des protrusions membranaires, grâce 

à l’assemblage de réseaux d’actine, pour rapprocher leurs membranes et favoriser le 

contact de leurs cadhérines. Une fois formées, les JA développent un couplage 

mécanique entre leurs cadhérines transmembranaires et le cytosquelette d’actine, via 

des protéines de liaison à l’actine spécifiques des JA. Les réseaux d’actine formés dans 

les protrusions membranaires initiales sont constitués de filaments d’actine branchés 

dont les propriétés mécaniques et la polymérisation sont adaptées à la production de 

la force nécessaire pour déformer la membrane. Les filaments d’actine associés aux JA 

matures, en revanche, possèdent une organisation et une dynamique très différentes 

puisqu’ils forment des câbles compacts et contractiles mais conservent la capacité de 

polymériser. Au début de ce travail de thèse, nous ignorions largement les mécanismes 

par lesquels les réseaux se réorganisent pendant la formation et la maturation des JA. 

De plus, les mécanismes par lesquels la polymérisation de l'actine se produit dans les 

JA matures n'étaient pas connus. 

 

Les objectifs de mon projet de thèse étaient donc de comprendre les mécanismes 

moléculaires par lesquels les complexes d’adhésion régulent la dynamique et 

l’assemblage de l’actine et les bases moléculaires qui dirigent la transition entre 

les différents réseaux d’actine durant la formation et la maturation des JA.  

 

Les hypothèses de travail sur lesquelles repose cette thèse sont basées sur un ensemble 

de résultats obtenus par notre équipe et par d’autres groupes au cours des années 

précédentes et qui sont synthétisées ci-dessous.  

 

Les cadhérines couplent le cytosquelette d’actine des cellules voisines via un complexe 

d’adhésion formé par les protéines interconnectées α-caténine, vinculine, et VASP. La 
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force générée par la contraction de l’actomyosine, transmise au domaine de liaison à 

l’actine (ABD) de l’α-caténine, libère son autoinhibition induisant le recrutement de la 

vinculine, ce qui conduit au renforcement des JA (le Duc et al., 2010; Seddiki et al., 2018). 

Dans ce processus, la protéine régulatrice de l’actine, VASP, interagit avec la vinculine 

en se fixant sur le motif FPPPP riche en proline de son linker. Une étude démontre que 

ce complexe protéique α-caténine-vinculine-VASP induit la polymérisation de l’actine 

d’une manière dépendante de la force produite par l’actomyosine (Leerberg et al., 

2014). Le mécanisme par lequel ces trois protéines coopèrent pour former des 

nouveaux filaments d’actine aux JA reste inconnu. Cependant, des études biochimiques 

des mécanismes de régulation de l'assemblage de l'actine sont disponibles pour les 

trois protéines séparément. Ainsi, l’α-caténine, via son domaine de liaison à l’actine 

ABD, coiffe les bouts barbés des filaments d’actine (Hansen et al., 2013). De même, le 

domaine Vt (ABD) de la vinculine est capable de nucléer les filaments d’actine, de coiffer 

leur extrémité barbée et de former des faisceaux de filaments (Le Clainche et al., 2010). 

Les tétramères de VASP possèdent des activités de nucléation, d’élongation des bouts 

barbés et de formation de faisceaux de filaments (Laurent et al., 1999; Hansen et 

Mullins, 2010; Breitsprecher et al., 2008; 2011). Ces activités sont mises en œuvre après 

l’établissement des contacts entre cadhérines et remplacent l’activité d’assemblage de 

réseaux de filaments d’actine qui avaient initialement permis de rapprocher ces 

cadhérines grâce à la formation de lamellipodes. Le facteur essentiel à la formation de 

ces réseaux d’actine est le complexe Arp2/3 qui branche les filaments d’actine 

préexistants  pour produire une force qui rapproche les membranes cellulaires voisines 

et favorise les contacts entre cadhérines (Li et al., 2021).  

 

L’ensemble de ces observations nous a incité à déterminer l’activité du complexe α-

caténine-vinculine-VASP, les activités séparées de ses composants ne permettant pas 

de la prédire, et à comprendre l’effet de cette machinerie sur la formation des 

filaments branchés par le complexe Arp2/3.  Pour cela, j’ai mis en œuvre un projet 

de biochimie avec des protéines purifiées. J’ai utilisé des constructions mutées d’α-

caténine et de vinculine qui interagissent d’une manière constitutive sans stimulus 

mécanique pour exposer leurs interfaces de liaison masquées. J’ai étudié in vitro 

l’activité du complexe α-caténine-vinculine-VASP sur la régulation de l’assemblage 

de l’actine non branchée ou branchée par le complexe Arp2/3 en combinant des 

mesures de cinétique de polymérisation de l’actine en spectroscopie de 

fluorescence avec l’observation de la polymérisation et de l’organisation des 

filaments d’actine uniques en microscopie à fluorescence. 
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III. MATÉRIELS ET MÉTHODES 
 
 

 

III.1.   PURIFICATION DES PROTÉINES ÉTUDIÉES  

 

Cette étude a été menée en utilisant des protéines purifiées. J’ai utilisé les constructions 

d’ADN codant pour ces protéines qui avaient été récemment conçues par des collègues 

de l’équipe et des collaborateurs comme les constructions de l’α-caténine entière (WT) 

et son mutant Δmod (Seddiki et al., 2018) et le mutant de la vinculine V1ab4 (Wang et 

al., 2022). La construction entière de VASP humain (WT) était disponible au laboratoire 

de longue date. Bien que les constructions d’ADN codant pour les protéines 

mentionnées ci-desssus étaient disponibles, j’ai mis en œuvre leur purification à 

plusieurs reprises au cours de ce travail. D’autres protéines, comme le complexe Arp2/3 

purifié à partir de cervelle de mouton (Le Clainche et Carlier, 2004), étaient disponibles 

dans les stocks de notre laboratoire. J’ai purifié l’actine de muscle squelettique de lapin 

(Wiesner, 2006) et la profiline recombinante (Le Clainche et Carlier, 2004) en me 

référant aux protocoles du laboratoire. Les amorces (seeds) de spectrine-actine 

extraites des érythrocytes humaines ont été préparées comme décrit précédemment 

(Casella et al., 1986).  

 

III.1.1.   Purification et marquage de l’actine 

 

L’actine est extraite de muscle squelettique de lapin et conservée à -20°C sous forme 

de poudre acétonique (Wiesner, 2006). La purification de l’actine à partir de la poudre 

acétonique est basée sur des cycles de dépolymérisation de l’actine dans un tampon 

de faible force ionique, de polymérisation par ajout du sel, et de sédimentation de 

l’actine polymérisée par ultra-centrifugation. L'α-actinine est ensuite éliminée par 

sédimentation à basse vitesse et la tropomyosine est dissociée de la F-actine à forte 

force ionique. L’actine est rendue monomérique par une longue dialyse de plusieurs 

jours dans un tampon de dialyse (5 mM Tris pH 7.8, 0.2 mM ATP, 0.1 mM CaCl2, 0.01% 

NaN3, 1 mM DTT), et soumise à une dernière étape de purification par filtration sur gel 

sur une colonne Superdex G-200 (GE Healthcare) et finalement conservée sur glace 

pendant un mois environ. 

L’actine a été ensuite marquée pour la microscopie avec le fluophore Alexa-488 

(Ciobanasu et Le Clainche, 2015) ou atto-488, fonctionnalisé avec un groupement 

réactif acide carboxylique succinimidyl ester qui marque les amines primaires 

contenues dans les lysines. Dans cette procédure, l’actine est marquée sous forme 
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polymérisée pour protéger les interfaces entre sous-unités. Pour les expériences de 

cinétiques de polymérisation de l’actine en spectroscopie de fluorescence, l’actine est 

marquée sur sa cystéine 374 avec le N- (1-pyrene)iodoacetamide (Kouyama et Mihashi, 

1981).  

 

 

III.1.2.   α-caténine 

 

L’α-caténine se lie à la tête de la vinculine (Vh) par son domaine MI (Rangarajan et Izard, 

2012; Ishiyama et al., 2013), qui est masqué par les domaines MII et MIII (Figure 28). 

L’application d’une force est nécessaire pour l’activation de l’α-caténine en 

conformation ouverte et le recrutement de la vinculine (Yao et al., 2014; Choi et al., 

2012). Pour rendre l’interaction entre l’α-caténine et la vinculine constitutive, nous 

avons utilisé une construction mutante de l’α-caténine, appelée α-caténine Δmod, 

dans laquelle les domaines MII et MIII (résidus 509 – 628) ont été enlevés (Seddiki et 

al., 2018), afin d’exposer le site de fixation à la vinculine (VBD) présent dans MI. 

 

Les deux constructions de l’α-caténine, entière (WT) et Δmod, utilisées dans cette étude 

ont été conçues à partir d’un ADNc codant pour l’α-E-caténine de souris. La 

construction d’ADN codant pour l’α-caténine WT a été clonée dans un plasmide pETM 

avec une étiquette Avi (Avi tag) en position N-terminale et une étiquette de 6 histidines 

(His6 tag) en position C-terminale.  

 

 

Figure 28. Les constructions d’α-caténine utilisées dans cette étude. 

DD (domaine de dimérisation), MI à MIII (domaines modulateurs I à III), ABD (domaine 

de liaison à l’actine), Avi (étiquette Avi, biotinylable si besoin), 6His (étiquette 6 

histidines). Le domaine de fixation à la vinculine (VBD : vinculin binding domain) est 

indiqué en rouge.    
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De même, l’α-caténine Δmod a été clonée dans un plasmide pDW363 avec une 

étiquette Avi (Avi tag) en position N-terminale et une étiquette de 6 histidines (His6 

tag) en position C-terminale.  

 

L’expression de l’α-caténine WT et le mutant Δmod a été réalisée en suivant le même 

protocole (Ciobanasu et Le Clainche, 2015). Après transformation du plasmide dans 

Escherichia coli (BL21 DE3, Invitrogen), les bactéries ont été cultivées dans 3 litres de 

milieu LB contenant 0.1 mg.ml-1 d’antibiotiques (ampicilline ou kanamycine) à 37°C 

jusqu’à ce que l’absorbance atteigne 0.6 – 0.8 à 600nm. La température a alors été 

abaissée à 16°C et 1mM d’isopropyl 1-thio-β-D-galactopyranoside (IPTG) a été ajouté 

au milieu pour induire l’expression des protéines à 16°C durant 16h. Après 

centrifugation à basse vitesse, les culots bactériens ont été lysés par plusieurs cycles de 

sonication dans un tampon de lyse (20 mM Tris pH 7.8, 500 mM NaCl, 1 mM β-

mercaptoethanol, 10 µg.mL-1 benzamidine et 1 mM PMSF). Après centrigugation à 

haute vitesse pour éliminer les débris cellulaires, les extraits clarifiés d’α-caténine WT 

et Δmod ont été déposés sur une colonne contenant une résine de chromatographie 

d’affinité Ni-NTA (Ni2+- acide nitrilotriacetique) – agarose (Qiagen). Après un lavage 

avec de tampon A (50 mM Tris pH 7.8, 500 mM NaCl, 20 mM imidazole, 1 mM β-

mercaptoethanol), les protéines contenant des étiquettes 6 histidines ont été éluées 

avec le tampon d’élution (50 mM Tris pH 7.8, 500 mM NaCl, 250 mM imidazole, 1 mM 

β-mercaptoethanol). Une dernière étape de chromatographie par filtration sur gel 

(colonne Superdex 200, 16/60, GE Healthcare) a été réalisée. Les protéines purifiées ont 

été finalement dialysées dans le tampon de conservation (20 mM Tris pH 7.8, 150 mM 

KCl, 1 mM DTT), congelées dans l’azote liquide et stockées à -80°C.  

 

 

III.1.3.   Vinculine 

 

La vinculine entière est normalement auto-inhibée par une interaction intramoléculaire 

entre la tête (Vh /D1-D4) et la queue (Vt /ABD) (Figure 29). Des outils ont été conçus 

dans notre laboratoire pour mimer la forme ouverte de la vinculine en utilisant une 

construction de la vinculine « V1ab4 » contenant des mutations ponctuelles dans le sous-

domaine D1 (E28K, D33H), (D110H, R113E), et le sous-domaine D4 (N773I, E775k) pour 

exposer le domaine de fixation à l’α-caténine contenu dans le sous-domaine D1 de Vh 

ainsi que le domaine de fixation à l’actine (ABD) dans Vt. L’ADNc codant pour la 

vinculine V1ab4 a été synthétisé et sous-cloné dans le site NcoI de pET-3d par Genscript 
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avec une étiquette de 8 histidines (His8 tag) en position C-terminale. Cette construction 

a été vérifiée par séquençage (Wang et al., 2022).La construction V1ab4 a été exprimée 

dans Escherichia coli BL21 comme décrit précédemment (voir III.1.2). Le culot bactérien 

contenant V1ab4 a été lysé par sonication dans un tampon de lyse (20 mM Tris pH 8.0, 

1 M NaCl, 1 mM β-mercaptoethanol, 10 µg.mL-1 benzamidine et 1 mM PMSF). La 

protéine a d’abord été purifiée par chromatographie d’affinité sur Ni-NTA (Ni2+- acide 

nitrilotriacetique)-sepharose.  

 

 

 

Figure 29. La construction de la vinculine utilisée dans cette étude. 

Vh (tête de la vinculine), D1 à D4 (Vh), ABD (site de liaison à l’actine également appelé 

Vt ou queue de la vinculine), 8His (étiquette 8 histidines). Le domaine de fixation à l’α-

caténine est indiqué en rouge. Les étoiles bleues représentent les mutations 

ponctuelles.    

 

 

Après fixation de V1ab4, la colonne Ni-NTA-sepharose a été lavée avec le tampon B (20 

mM Tris pH 8, 1 M NaCl, 20 mM imidazole, 1 mM β-mercaptoethanol). La protéine a 

ensuite été éluée avec le tampon d’élution (20 mM Tris pH 8, 1 M NaCl, 250 mM 

imidazole, 1 mM β-mercaptoethanol, et dialysée avec 20 mM Tris pH 9, 1 mM β-

mercaptoethanol, 0.1 mM EDTA, 0.1 mM EGTA). La protéine V1ab4 a ensuite été fixée 

sur une colonne échangeuse d’ions Q-sépharose, lavée avec le tampon de lavage (20 

mM Tris pH 9, 15 mM NaCl, 1 mM β-mercaptoethanol, 0.1 mM EDTA, 0.1 mM EGTA), 

et éluée avec un tampon d’élution (20 mM Tris pH 9, 250 mM NaCl, 1 mM β-

mercaptoethanol, 0.1 mM EDTA, 0.1 mM EGTA). Finalement, la protéine a été dialysée 

dans le tampon de conservation (20 mM Tris pH 7.8, 0.1 mM EDTA), congelée dans 

l’azote liquide et stockée à -80°C.   
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III.1.4.   VASP 

 

La protéine VASP de Dictyostelium est une protéine dont l’activité d’élongation 

processive des filaments d’actine est beaucoup plus forte que celle de VASP humain. 

La protéine humaine est beaucoup moins processive ce qui se traduit par des temps 

de résidence au bout barbée des filaments très courts (Hansen et Mullins, 2010; 

Breitsprecher et al., 2008, 2011). Plusieurs études ont montré des résultats 

contradictoires sur le rôle de la profiline en tant que cofacteur de VASP, proposant 

qu'elle accélère l'élongation par VASP humain, alors qu'elle n'assiste pas le VASP de 

Dictyostelium (Hansen et Mullins, 2010; Breitsprecher et al., 2008, 2011). Il aurait été 

tentant d’utiliser le VASP de Dictyostelium, mais les protéines que nous utilisons par 

ailleurs sont humaines ou mammifères, c’est pourquoi nous avons utilisé une protéine 

recombinante VASP entière (FL) humaine dans cette étude (Figure 30).  

 

L’ADNc codant pour VASP FL humain a été cloné dans un plasmide pGEX-6P1, avec 

une étiquette Glutathione-S-transférase (GST) clivable en position N-terminale. VASP-

FL a été exprimé dans Escherichia coli BL21 comme décrit précédemment (voir III.1.2). 

Les extraits bactériens contenant la construction de VASP FL ont d’abord été déposés 

sur une colonne de Glutathion-sépharose dans un tampon contenant 50 mM Tris pH 

7.8, 500 mM NaCl. La colonne a ensuite été lavée dans le même tampon, puis incubée 

avec la protéase PreScission pour cliver la protéine de fusion GST-VASP et ainsi libérer 

VASP en solution. La protéine collectée a ensuite été dialysée dans son tampon de 

conservation (20 mM Tris, 100 mM KCl, 1 mM DTT), congelée dans l’azote liquide et 

stockée à -80°C.  

 

 

Figure 30. La construction de VASP utilisée dans cette étude. 

EVH1 (Ena/VASP homology 1), PRD (domaine riche en proline), G (site de liaison à 

l’actine-G), F (site de liaison à l’actine-F), TD (domaine de tetramérisation). 
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III.2.   ÉTUDE IN VITRO DE L’ASSEMBLAGE ET DE L’ORGANISATION DE 

L’ACTINE  

 

Pour mesurer la vitesse de polymérisation et l'assemblage de l’actine en super-

structures telles que des faisceaux ou des réseaux, il est utile de combiner plusieurs 

méthodes. Ces différentes méthodes peuvent être utilisées pour confirmer les résultats 

et parvenir à des conclusions plus solides ou pour identifier des résultats erronés dus 

à l'utilisation d'une méthode inadaptée. Une autre raison d'utiliser plusieurs méthodes 

est bien sûr qu'elles ne fournissent pas les mêmes informations. Enfin, d'un point de 

vue stratégique, certaines méthodes permettent de tester plus rapidement un grand 

nombre de conditions pour converger vers un résultat préliminaire intéressant, mais 

peu précis, qui pourra ensuite être exploré par une méthode plus sophistiquée. Dans 

notre cas, nous avons d’abord utilisé la spectroscopie de fluorescence pour mesurer 

des cinétiques de polymérisation d’actine pour passer au crible un grand nombre de 

conditions expérimentales en faisant varier les combinaisons de protéines, leur 

concentration ou la force ionique du milieu. Cette technique permet de mesurer 10 

conditions à l’heure avec un temps d’analyse très court et de déterminer si les protéines 

affectent l’assemblage de l’actine ou pas. Cependant, il est difficile d’assigner un 

mécanisme avec certitude sur la seule base de ces analyses cinétiques. C’est pourquoi 

les conditions qui montraient un effet significatif sur la polymérisation ont été étudiées 

en microscopie de fluorescence TIRF. Cette approche permet d’observer et de 

quantifier l’allongement des filaments d’actine uniques en temps réel et de déterminer 

avec certitude le mécanisme par lequel les protéines ajoutées affectent leur 

polymérisation. Le temps d’analyse reste malheureusement une limitation. Nous avons 

également utilisé une autre méthode de spectroscopie pour mesurer la formation de 

super-structures d’actine par les protéines qui consiste à mesurer la diffusion de la 

lumière. Cette approche permet d’obtenir rapidement une information quantitative 

robuste sur la capacité des combinaisons de protéines testées à former des super-

structures d’actine, sans toutefois pouvoir en déterminer l’organisation. Pour cela, les 

conditions qui indiquaient la présence de faisceaux ou de réseaux ont été directement 

étudiées en microscopie de fluorescence.  
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III.2.1.   Mesure et analyse in vitro de la cinétique de polymérisation d’actine-

pyrène par spectroscopie de fluorescence 

 

 

              III.2.1.1.   Principe  

               

Pour mesurer la cinétique de polymérisation de l’actine in vitro, nous avons utilisé 

l’actine marquée au pyrène décrite précédemment (III.1.1.). Le pyrène lié à la cystéine 

374 est très sensible à son environnement. L’incorporation d’un monomère d’actine 

marqué au pyrène dans un filament augmente la fluorescence du pyrène de 20 fois 

environ (Figure 31). La cinétique de polymérisation de l’actine est donc simplement 

mesurée en suivant l’augmentation de l’intensité de fluorescence du pyrène lié à 

l’actine dans le temps  (Kouyama et Mihashi, 1981; Cooper et al., 1983; Doolittle et al., 

2013). 

 

 

Figure 31. Principe de l’essai pour mesurer des cinétiques de polymérisation 

d’actine in vitro par spectroscopie de fluorescence. 

L’actine-G monomérique a été marquée au pyrène. La polymérisation d’actine en 

solution a été suivie au cours du temps, en présence de KCl, MgCl2, EGTA et les 

protéines d’intérêt. L’intensité de fluorescence du pyrène augmente avec la 

polymérisation de l’actine. Les cinétiques de polymérisation de l’actine sont mesurées 

par spectroscopie de fluorescence (fluorimétrie).   

 

 

              III.2.1.2.   Considérations biochimiques et techniques et analyse des données 

 

La polymérisation de l’actine, sous forme Ca-ATP-actine-G marquée à 10% au pyrène, 

a été induite en ajoutant une concentration de sel qui varie entre 25 et 100 mM KCl 

supplémentée par 1 mM MgCl2 et 0.2 mM EGTA. Dans nos expériences de cinétiques, 
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la concentration totale de sel a parfois été diminuée à 25 mM KCl, ce qui est assez 

faible par rapport à la concentration reconnue comme physiologique de 100 mM KCl. 

Nous avons fait ce choix car certaines protéines de liaison à l’actine changent d’activité 

en fonction de la force ionique, comme la vinculine (Le Clainche et al., 2010) et VASP 

(Laurent et al., 1999), étudiés dans cette thèse, qui deviennent capables de nucléer des 

filaments d’actine à faible force ionique. L’analyse des cinétiques de polymérisation 

d’actine reflète souvent une combinaison de différents processus de nucléation et 

d’élongation des filaments d’actine. Pour mieux comprendre le mécanisme, une de ces 

activités a été éliminée ou favorisée en variant la force ionique de 25 mM à 100 mM 

KCl. Nous avons par exemple travaillé à 100 mM KCl dans certaines expériences pour 

supprimer la contribution de la nucléation par la vinculine et VASP et observer 

seulement leur effet sur l’élongation. En général, nous avons toujours inclus les 

conditions les plus physiologiques dans nos séries d'expériences et avons retenu ces 

résultats comme les plus pertinents. Une autre manière de rendre la nucléation 

négligeable est d’initier la réaction de polymérisation par des filaments préformés. Pour 

cela nous avions à notre disposition des amorces de spectrine-actine ajoutées à 100 

pM dans la réaction. Ces amorces sont des petits filaments d’actine stabilisés par la 

spectrine extrait du cortex de globules rouges. Dans les cellules eucaryotes, la majorité 

de l’actine monomérique cytoplasmique est complexée avec la profiline. La profiline-

actine constitue donc le principal réservoir pour la polymérisation (Pollard et Borisy, 

2003). La profiline a donc été ajoutée dans nos réactions avec des concentrations 

respectant un rapport profiline/actine ≈ 6:1 pour atteindre un taux de saturation de 

l’actine par la profiline important. La profiline empêche ainsi la nucléation spontanée 

et sert de co-facteur à VASP (Hansen et Mullins, 2010). La présence de la profiline rend 

donc nos conditions plus physiologiques et pertinentes. 

 

En plus de ces considérations d’ordre biochimique, nous avons également fait certains 

choix pour l’acquisition, l’analyse et la présentation des données. L’intensité de 

fluorescence a été mesurée dans des cuvettes en quartz avec un intervalle de temps de 

20s entre chaque mesure, et en utilisant un spectrofluorimètre Safa Xenius FLX (Safas, 

Monaco). Les longueurs d’onde d’excitation et d’émission choisies étaient 

respectivement de 366 nm et 407 nm. Les valeurs d’intensité de fluorescence collectées 

par le spectrofluorimètre ont été utilisées pour tracer les courbes de polymérisation en 

fonction du temps. La plupart des courbes ont été normalisées à 0 au temps t0 en 

retranchant la valeur de fluorescence initiale qui correspond à la fluorescence faible de 

l’actine-pyrène monomérique. La quantification de la fraction d’élongation des bouts 
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barbés a été établie en calculant le rapport entre la vitesse initiale d’élongation en 

présence de la protéine d’intérêt et la vitesse initiale d’élongation de l’actine seule. 

Toutes les expériences de cinétiques ont été reproduites de deux à quatre fois avec les 

mêmes conclusions pour confirmer la reproductibilité du travail. Les triplicatas sont 

représentés sur la même graphique avec des points de différents couleurs qui montrent 

trois expériences indépendantes avec les mêmes conditions. Tous les graphiques ont 

été assemblées et analysées par Excel ou Kaleidagraph.  

 

 

 

III.2.2.   Mesure de la formation de faisceaux d’actine en diffusion de la lumière 

suivie d’une observation en microscopie à épifluorescence   

 

Au niveau des JA, les filaments d’actine sont organisés en super-structures. Cette 

organisation spécifique est contrôlée par des protéines de liaison à l’actine. 

L’oligomérisation de ces protéines de liaison aux filaments d’actine et leur capacité à 

s’associer entre elles génèrent des complexes qui regroupent les filaments d’actine en 

super-structures qui peuvent être des réseaux en 3D ou des faisceaux. Les protéines 

étudiées dans cette thèse sont toutes des oligomères. L’α-caténine et la vinculine sont 

des dimères alors que VASP est un tétramètre.  

 

La capacité de nos protéines à former des faisceaux de filaments d’actine a d’abord été 

déterminée par des mesures de diffusion de la lumière pendant la polymérisation de 

l’actine en solution. Un spectrofluorimètre Safas Xenius FLX (Safas, Monaco) a été utilisé 

pour cela avec des longueurs d’onde d’excitation et d’émission de 400 nm. La réaction 

de polymérisation de l’actine a été induite en ajoutant 25 mM KCl, 1 mM MgCl2 et 0.2 

mM EGTA à la solution d’actine-G (marquée à 2% d’Alexa-488 pour des observations 

parallèles en microscopie), en présence des protéines d’intérêt. L’augmentation de 

signal reflète la présence de grosses structures qu’on peut interpréter en première 

approximation comme des faisceaux d’actine.  Cependant, la sensibilité des mesures 

de diffusion de la lumière est faible et ces mesures sont indirectes. C’est pourquoi nous 

avons observé en microscopie de fluorescence les faisceaux et les réseaux d’actine 

formés à l’issue des cinétiques de diffusion de la lumière.  

 

Les cinétiques de diffusion de la lumière ont été assemblées et analysées par Excel ou 

Kaleidagraph. L'amplitude de la diffusion de la lumière a été mesurée au même 
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moment pour toutes les conditions, c'est-à-dire au temps où les réactions avaient 

atteint l'état d'équilibre dans la majorité des conditions. Les expériences ont été 

reproduites trois fois avec les mêmes conclusions. Les triplicatas sont représentés sur 

le même graphique avec des points de différents couleurs qui montrent trois 

expériences indépendantes avec les mêmes conditions. Les images en épifluorescence 

ont été acquises avec un microscope inversé Olympus IX71 équipé d’un objectif à 

immersion d’huile 60X (Olympus, 1.45 NA) et couplé à une camera EMCCD (Cascade, 

Photometrics). Les images ont été acquises par le programme MicroManager, puis 

assemblées avec le logiciel ImageJ.  

 

 

 

III.2.3   Observation in vitro de filaments d’actine uniques en microscopie de 

fluorescence TIRF.  

 

 

III.2.3.1.   Principe et stratégie expérimentale  

 

Pendant longtemps, il n'a pas été possible d'imager la croissance d'un seul filament 

d'actine en temps réel par microscopie de fluorescence car les conditions biochimiques 

nécessaires à une polymérisation raisonnablement rapide (environ 1 µM d'actine) 

produisaient un enchevêtrement de nombreux filaments qui ne pouvaient être 

distingués. Une méthode apparue dans notre domaine au début des années 2000 a 

permis de contourner ce problème en observant uniquement les filaments qui se 

développent à la surface d'un échantillon.  Cette méthode est la microscopie à 

fluorescence par réflexion interne totale (TIRFM), ou microscopie à ondes 

évanescentes, qui permet d'examiner une tranche très fine d'un échantillon (100-200 

nm). Le principe de base de cette méthode est d'exciter la fluorescence à une très faible 

profondeur, près de l'interface verre/eau. Les molécules fluorescentes sont excitées par 

une onde évanescente qui est créée lorsque la lumière laser incidente à un angle 

critique est totalement réfléchie à cette interface. 
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III.2.3.2.   Préparations des chambres et considérations techniques 

 

Le protocole suivi dans ce travail est une modification des protocoles utilisés 

précédemment pour étudier l’activité de la vinculine (Le Clainche et al., 2010) et de la 

taline (Ciobanasu et al., 2018). Tout d’abord, les lamelles de verre (24 mm x 40 mm, 

Thermo Scientific/Menzel-Glaser) ont été lavées et soniquées dans de l’eau milliQ, de 

l’éthanol, puis de l’eau milliQ à nouveau. Après irradiation pendant 1 min aux UV 

profonds à 180nm (Ossila), les lamelles ont été incubées avec 0.1 mg.mL-1 PLL-g-PEG 

(SuSoS) dissout dans 10 mM HEPES pH 7.4 pendant 1h à température ambiante (Figure 

32). Les lamelles ont ensuite été lavées avec de l’eau milliQ et séchées à l’air comprimé. 

Une chambre, d’un volume de 50 à 70 μL, a été assemblée en fixant la lamelle (côté 

passivé avec le PLL-PEG) sur une lame en verre (Super Frost, Thermo Scientific) à l’aide 

de fines bandes d’adhésif double-face.  

 

 

Figure 32. Illustration des étapes de préparation des chambres pour l’observation 

in vitro des filaments uniques d’actine en microscopie à fluorescence TIRF. 

Après lavage dans de l’eau et de l’éthanol, les lamelles ont été irradiées aux UV puis 

passivées avec du PLL-g-PEG. Les chambres ont été montées en fixant chacune (côté 

passivé) sur une lame à l’aide des rubans adhésifs double-face. Le mélange d’actine-G 

marquée au atto-488 avec ou sans les protéines d’intérêt est ensuite injecté dans la 

chambre.  
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La chambre a été d’abord lavée avec le tampon de lavage (5 mM Tris pH 7.8, 200 µM 

ATP, 1 mM DTT, 1 mM MgCl2, 25 or 100 mM KCl) pendant 1 min, saturée avec 10% 

d’albumine de sérum bovin (BSA) pendant 5 min, et ensuite lavée avec le tampon de 

lavage à nouveau. La réaction de polymérisation a été induite en présence de 5 mM 

Tris pH 7.8, 200 µM ATP, 0.4% méthyl-cellulose, 5 mM 1,4-diazabicyclo(2,2,2)-octane 

(DABCO), 100 mM KCl (or 25 mM KCl), 1 mM MgCl2, 200 µM EGTA, 20 mM DTT, 0.8 µM 

actine-G (10% atto-488) supplémentés par nos protéines d’intérêt. Après injection de 

la réaction finale, la chambre a été fermée avec de l’huile ou un mélange de vaseline, 

lanoline et paraffine (VALAP).  

 

Dans cette approche microscopique, les conditions expérimentales sont les plus 

proches possibles de celles utilisées précédemment dans les approches cinétiques pour 

permettre la comparaison. Cependant il faut garder à l’esprit que ces essais de 

microscopie, contrairement aux cinétiques en spectroscopie, sont réalisés en présence 

de méthylcellulose pour limiter le mouvement des filaments d’actine qui entraine leur 

cassure. De plus, ce polymère, qui imite l’encombrement stérique des protéines dans 

les cellules, a un effet de coussin qui tend à confiner les filaments proches de la surface 

ce qui pourrait modifier la formation des faisceaux. Pour cette raison, nous n’avons pas 

quantifié les faisceaux observés en microscopie TIRF.      

 

 

III.2.3.3.   Observation microscopique et analyse des données 

 

L’actine-atto488 a été excitée avec un laser de longueur d’onde 488nm. Des films de 

10 min, avec des intervalles de temps de 10s, ont été acquis par MicroManager avec 

un microscope inversé Olympus IX71 équipé d’un objectif à immersion d’huile 60X 

(Olympus, 1.45 NA) et couplé à une camera EMCCD (Cascade, Photometrics). Les films 

ont été analysés en utilisant ImageJ. Des kymographes ont été obtenus à l’aide du 

plugin KymoToolBox dans ImageJ pour mesurer les vitesses d’élongation des filaments 

d’actine. Les expériences ont été répétées trois fois avec les mêmes conclusions. Les 

triplicatas sont représentés sur le même graphique avec des points de différents 

couleurs qui montrent trois expériences indépendantes avec les mêmes conditions. 

Tous les graphiques ont été assemblées et analysées par Excel ou Kaleidagraph.  
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IV. RÉSULTATS 
 

 

ARTICLE 1: LES PROTÉINES DES JONCTIONS ADHÉRENTES α-CATÉNINE, 

VINCULINE ET VASP COOPÈRENT POUR FAVORISER L’ASSEMBLAGE DE L’ACTINE  

Référence BiorXiv : https://doi.org/10.1101/2022.12.04.518837 (SOUMIS)                        

 

 

La cohésion des tissus nécessite que les cellules établissent des contacts entre elles. 

Afin d’établir ce type d’adhésion, les cellules forment différentes extensions 

membranaires dont les lamellipodes. La dynamique et l’organisation de ces structures 

sont dépendantes du complexe Arp2/3 qui branche les filaments d’actine pour créer 

un réseau de filaments qui déforme la membrane. Les lamellipodes entrent en contact 

les uns avec les autres initiant ainsi la formation des jonctions adhérentes (JA) 

contenant des cadhérines. La maturation des JA implique des changements de 

l’architecture et de la dynamique d’assemblage de l’actine qui dépendent de la force 

exercée sur les complexes mécanosensibles formés par les protéines de liaison à 

l’actine des jonctions. Plusieurs études cellulaires ont montré que les protéines α-

caténine, vinculine et VASP forment une chaine d’interaction protéique qui relie les 

cadhérines au cytosquelette d’actine. La formation de cet assemblage protéique 

dépend de la force appliquée à l’α-caténine par le cytosquelette contractile d’actine et 

de myosine II. Lorsque ce complexe est formé, il induit la polymérisation de l’actine au 

niveau des JA. Cette activité nécessite que les trois protéines interagissent entre elles 

et avec l’actine. Le mécanisme par lequel ces trois protéines coopèrent pour induire 

l’assemblage de l’actine n’est cependant pas compris. En particulier, il est difficile de 

déterminer si ces protéines stimulent la formation de nouveaux filaments ou si elles 

accélèrent l’élongation de filaments existants ou les deux. Il existe des informations, 

issues d’études in vitro, sur les activités des trois protéines prises séparément. Ainsi la 

vinculine possède des activités de nucléation et de coiffe et promeut la formation de 

faisceaux d’actine, l’α-caténine coiffe les filaments et VASP stimule la nucléation, 

l’élongation et l’assemblage des filaments en faisceaux. Toutefois, l’activité du 

complexe ternaire α-caténine-vinculine-VASP n’a pas été étudiée en raison de la 

difficulté d’appliquer une force sur ce complexe in vitro pour induire sa formation. 

 

L’objectif de ce travail était d’abord de comprendre l’activité de régulation de la 

polymérisation de l’actine et d’organisation spatiale des filaments qui résultent de 

about:blank
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l’action coordonnée des protéines α-caténine, vinculine et VASP. Dans un deuxième 

temps, nous avons cherché à déterminer comment ce complexe remodèle le réseau de 

filaments d’actine branché par Arp2/3. Pour cela nous avons combiné différentes 

approches in vitro comme la cinétique de polymérisation de l’actine en spectroscopie 

de fluorescence avec l’observation de filaments uniques d’actine en microscopie à 

fluorescence par réflexion interne totale (TIRFM).  

 

Dans ce travail, nous avons d’abord purifié et mis au point l’utilisation de mutants de 

ces protéines qui peuvent interagir constitutivement, indépendamment de l’application 

d’une force. En particulier, nous avons utilisé une construction d’α-caténine appelée 

Δmod, dans laquelle les domaines MII et MII ont été supprimés, exposant ainsi le 

domaine de liaison à la vinculine (VBS) de manière constitutive. Nous avons également 

utilisé un mutant de vinculine appelé V1ab4 contenant six mutations ponctuelles dans le 

domaine Vh ce qui affaiblit son autoinhibition permettant son interaction avec le VBS 

de la construction Δmod de l’α-caténine. Une fois ces mutants validés, nous avons 

étudié l’effet sur la polymérisation et l’organisation de l’actine de différentes 

combinaisons d’α-caténine, vinculine et VASP. Les variations de force ionique entre les 

conditions nous ont permis de découpler certaines activités comme la nucléation et 

l’élongation, ce qui s’est avéré précieux pour la compréhension des mécanismes. 

L’utilisation de la profiline était nécessaire car le complexe profiline-actine est 

considéré comme l’espèce polymérisante dans les cellules. En effet, cette protéine 

sature l’actine. La profiline est également un cofacteur de VASP.  

 

À faible force ionique, l’α-caténine, la vinculine et VASP stimulent synergiquement 

l’assemblage de l’actine en absence et en présence de la profiline. L’étude cinétique 

dans des conditions favorables pour l’élongation des filaments d’actine (forte force 

ionique), qui rendent la nucléation spontanée négligeable, montre que ces trois 

protéines coopèrent pour stimuler l’élongation des bouts barbés en absence et en 

présence de la profiline. Comme l’interprétation des études cinétiques atteint 

inévitablement ses limites en présence de trois protéines et afin de confirmer les 

résultats de ces études, nous avons ensuite observé l’effet du complexe ternaire sur 

des filaments d’actine uniques en microscopie TIRF. Une augmentation de la densité 

des filaments est observée en présence des trois protéines combinées à faible et forte 

force ionique, ce qui indique un effet sur la nucléation. De plus, une quantification des 

vitesses d’élongation des filaments d’actine, à faible et forte force ionique, montre que 

lorsque l’α-caténine, la vinculine et VASP sont combinées la vitesse d’élongation des 
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filaments augmente de 2 à 3 fois par rapport à la vitesse d’élongation de l’actine seule. 

Cet effet est conservé en présence de profiline. En conséquence, nos observations 

directes en microscopie confirment les essais cinétiques en montrant que les trois 

protéines agissent en synergie pour nucléer les filaments d’actine et accélérer 

l’élongation de leur extrémité barbée en présence de la profiline.  

 

Pour comprendre l’effet de ces protéines sur l’organisation des filaments d’actine nous 

avons utilisé des approches complémentaires. En effet, l’observation des filaments 

d’actine en microscopie TIRF révèlent une organisation spécifique des filaments 

d’actine en faisceaux en présence de l’α-caténine, la vinculine et VASP. Cependant, 

cette approche est peu appropriée pour une analyse rapide de la quantité de faisceaux 

d’actine formés. Pour cela, des cinétiques de diffusion de la lumière ont permis de 

démontrer que les trois protéines agissent d’une manière synergique pour lier les 

filaments en larges structures. Les observations directes des réactions de diffusion de 

la lumière en microscopie à épifluorescence ont confirmé la formation de ces faisceaux 

de filaments. 

 

Enfin, pour étudier l’effet de ce complexe ternaire sur la formation des réseaux de 

filaments d’actine branchés par le complexe Arp2/3, des cinétiques de polymérisation 

suivies d’observations des filaments d’actine en microscopie TIRF ont été menées.  Nos 

résultats montrent que la formation du réseau branché de filaments par le complexe 

Arp2/3, activé par le domaine catalytique VCA de la protéine N-WASP, est inhibée par 

le complexe ternaire α-caténine-vinculine-VASP. Cet effet est accompagné par la 

formation de faisceaux de filaments d’actine au sein desquels l’élongation des 

filaments est accélérée.   

 

En conclusion, ces résultats mettent en lumière les mécanismes moléculaires par 

lesquels les régulateurs de l'actine contrôlent en synergie la transition de l'architecture 

et de la dynamique de l'actine qui accompagne la formation et la maturation des AJ. 

 

Dans cet article, j’ai réalisé et quantifié toutes les expériences présentées en utilisant 

les protéines que j’ai purifiées. J’ai également préparé les différentes figures du 

manuscrit. Hemalatha Narassimprakash a participé à la purification et au marquage de 

l’actine. Cet article est disponible dans BioRxiv, sous forme d’une pré-publication, et a 

été soumis pour publication à eLife.  
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Abstract 

The cohesion of tissues requires that cells establish cell-cell junctions. Cells contact 

each other by forming Arp2/3-dependent lamellipodia before they initiate the formation 

of cadherin-based adherens junctions (AJs). Maturing AJs then assemble actin under 

force though the formation of a mechanosensitive complex comprising the actin-

binding proteins α-catenin, vinculin and VASP, which individually act on the nucleation, 

elongation and organisation of actin filaments in different ways. However, the activity 

of the ternary complex that these actin-regulatory proteins form has not been 

investigated due to the difficulty of assembling this complex in vitro in the absence of 

force. Here, we first designed mutants of these proteins that interact independently of 

force. We then studied their activity by combining actin polymerization kinetics in 

fluorescence spectroscopy with observation of single actin filaments in TIRF 

microscopy. Our results reveal how α-catenin, vinculin and VASP combine their 

activities in a complex to inhibit Arp2/3-mediated branching, stimulate the nucleation 

and elongation of linear actin filaments from profilin-actin and crosslink these filaments 

into bundles. These findings shed light on the molecular mechanisms by which actin 

regulators synergistically control the transition of actin architecture and dynamics that 

accompanies the formation and maturation of AJs.  
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Introduction 

The formation and dynamics of tissues during the development of multicellular 

organisms, their constant repair during wound healing and tissue regeneration, and 

their adaptation to mechanical perturbations in adults, require adaptative adhesion 

between cells. Among the cell-cell adhesion structures, cadherin-dependent adherens 

junctions (AJs) contribute significantly to tissue integrity and maintenance (Collins and 

Nelson, 2015; Guillot and Lecuit, 2013; Takeichi, 2014). Their action is not limited to 

passive adhesion since they also act as mechanosensors that trigger adaptation 

mechanisms to variations in the forces transmitted throughout tissues (Hoffman and 

Yap, 2015; Ladoux and Mège, 2017; Lecuit and Yap, 2015). 

The formation of AJs requires cells to emit membrane protrusions, dependent on the 

formation of branched actin networks by the Arp2/3 complex, for their cadherins to 

make contact (Kovacs et al., 2002; Verma et al., 2004; Le Clainche and Carlier, 2008). 

Once formed, AJs mature into stable structures that assemble an actin network whose 

organization and dynamics is influenced by the tension that results from the recruitment 

of myosin II (Heuzé et al., 2019; Mège and Ishiyama, 2017). AJ repair also requires 

Arp2/3-dependent protrusive activity to bring neighbouring cell membranes together 

and promote cadherin binding (Li et al., 2021). Deciphering the molecular mechanisms 

that govern the transition between actin networks of different dynamics and 

architecture is key to understand the formation and permanent remodelling of AJs. 

However, the molecular mechanisms underlying actin dynamics associated to AJs is 

poorly understood. 

Cadherins are coupled to the actin cytoskeleton via the interconnected proteins β-

catenin, α-catenin, vinculin and VASP. α-catenin has a major structural and regulatory 

role since its N-terminal dimerization domain dissociates into a monomer that interacts 

with β-catenin, itself associated with the cytoplasmic domain of cadherins, its central 

part includes a vinculin binding domain (VBD), and the C-terminal actin-binding domain 

(ABD) binds to actin filaments (Kobielak and Fuchs, 2004). Along this force 

transmission pathway, the α-catenin-vinculin interaction is the main mechanosensitive 

switch that responds to myosin II activity. The actomyosin force transmitted to the ABD 

domain of α-catenin induces vinculin recruitment to AJs by releasing the autoinhibition 

of the VBD domain in α-catenin, leading to the reinforcement of AJs (le Duc et al., 

2010; Seddiki et al., 2018; Thomas et al., 2013; Yonemura et al., 2010). Single-

molecule experiments, using magnetic tweezers and AFM, showed that stretching the 

central fragment of α-catenin reveals a unique cryptic vinculin binding site (VBS) which 

reversibly binds vinculin at 5 pN (Yao et al., 2014; Maki et al., 2018). Although the 

binding of β-catenin to α-catenin breaks the α-catenin dimer and reduces its affinity for 

actin filaments in solution (Drees et al., 2005), subsequent manipulations of single 

molecules with optical tweezers and structural studies showed that β-catenin-α-catenin 

heterodimers bind actin under force through a catch bond with an optimum at a force 

of 5 pN (Buckley et al., 2014; Mei et al., 2020; Xu et al., 2020). Finally, the actin 
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regulator VASP interacts with a FPPPP motif in the proline-rich linker of vinculin 

(Brindle et al., 1996).   

Several lines of evidence suggest that the proteins that link cadherins to actin, 

mentioned above, also regulate actin polymerization in a force-dependent manner. 

Indeed, the knock-downs of non-muscle myosin II isoforms (NMIIA and NMIIB) cause 

a decrease in the amount of junctional F-actin and barbed end density at AJs, 

suggesting the existence of an actin nucleation mechanism dependent on actomyosin 

tension (Leerberg et al., 2014). This activity involves the recruitment of vinculin to AJs 

through its force-dependent interaction with the vinculin binding site (VBS) of α-catenin. 

This mechanism also requires the binding of Mena/VASP to the FPPPP motif of the 

proline-rich linker of vinculin (Leerberg et al., 2014; Vasioukhin et al., 2000). These 

data suggest that the force-dependent formation of a ternary complex containing α-

catenin, vinculin and VASP induces actin assembly though an unknown mechanism. 

At the molecular level, α-catenin, vinculin and VASP possess ABDs that act on actin 

polymerization and organisation in different ways. Vinculin, via its actin filament binding 

domain Vt, nucleates actin filaments capped at their barbed ends and bundles these 

filaments (Le Clainche et al., 2010). The bundling activity of vinculin requires the 

dimerization of Vt (Thompson et al., 2017). α-catenin possesses barbed end capping 

activity through its ABD domain (Hansen et al., 2013). Finally, tetrameric proteins of 

the VASP family cumulate nucleation, barbed end elongation, and bundling activities 

(Breitsprecher et al., 2011, 2008; Hansen and Mullins, 2010; Laurent et al., 1999).  

The individual activities of the AJ proteins on actin polymerization detailed above do 

not allow to predict the relative importance of these proteins, nor the activity that results 

from their combination in AJ dynamics. Here, we used mutated versions of the proteins 

that interact constitutively without the action of a mechanical stimulus to reconstitute 

the α-catenin-vinculin-VASP complex and determined its activity by combining kinetic 

measurements in fluorescence spectroscopy with quantification of the polymerization 

and organisation of actin filaments by microscopy. Our results reveal the mechanism 

by which α-catenin, vinculin and VASP combine their activities to inhibit Arp2/3-

mediated branching, enhance actin filament nucleation and barbed end growth from 

profilin-actin, and bundle these filaments. 

 

Results 

-catenin, vinculin and VASP combine their activities to stimulate actin 

assembly in the presence of profilin. 

To determine whether and how the machinery composed of the proteins α-catenin, 

vinculin and VASP regulates actin polymerization, we used purified recombinant 

proteins (Supplementary Figure 1). The formation of a complex containing these three 

proteins is not constitutive because, in α-catenin, the VBS is masked by the interaction 

of the M1 α-helix bundle that contains it with the adjacent α-helix bundles MII and 
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MMIII. Similarly, vinculin is auto-inhibited by a well-documented intramolecular 

interaction between vinculin head (Vh), which interacts with the VBS of several proteins 

including α-catenin, and vinculin tail (Vt), which interacts with actin filaments. We 

therefore used an α-catenin construct called mod, deleted from the MII and MIII 

domains, that constitutively exposes the VBS domain (Seddiki et al., 2018). We also 

used a vinculin construct called V1ab4 containing point mutations in the Vh domain that 

weakens its autoinhibition, allowing its interaction with the VBS of α-catenin (Wang et 

al., 2022)(Supplementary Figure 1). As a first step, we determined the actin 

polymerization activity of these proteins by measuring the polymerization kinetics of 

pyrene-labelled actin in fluorescence spectroscopy (Figure 1). This method allows the 

detection of small variations and the rapid screening of multiple conditions before the 

direct observation of actin filaments in fluorescence microscopy. Because 

physicochemical conditions in the vicinity of a membrane vary due to ionic fluxes, 

enrichment with charged lipids such as PIP2, or molecular crowding with proteins of 

different charge, we varied the ionic strength conditions of the assays from 25 mM KCl 

to 100 mM KCl. Of the three proteins tested alone, only VASP had significant actin 

polymerization stimulating activity, while α-catenin (WT and mod) and Vinculin V1ab4 

showed little or no activity at 25 mM KCl (Figure 1A, B). The pairwise association of 

the proteins showed that V1ab4, which is inactive alone, increased the activity of VASP 

at 25 mM KCl in a dose dependent manner (Figure 1A, B, C, Supplementary Figure 

2A). Similarly, the combination of V1ab4 and mod resulted in stimulation of actin 

assembly, which appeared to be the result of the exposure of the Vt domain of V1ab4 

following its activation by mod (Figure 1B, D, Supplementary Figure 2B). This 

hypothesis is supported by the fact that the activity was not observed with WT α-

catenin, which does not bind vinculin (Figure 1A). The fact that VASP and α-

catenin/mod, which are not known to interact directly, stimulated actin assembly in a 

synergistic manner was not expected, but suggests that these two ABPs cooperate 

when combined in the same protein complex. Finally, we observed the strongest 

stimulation of actin assembly in the presence of all three proteins (Figure 1A, B). 

Increasing ionic strength reduced the ability of the three proteins to stimulate actin 

assembly. The maximum effect was observed at 25 mM KCl, while the activity 

remained strong at 50 mM KCl, which is the ionic strength used in many studies, and 

little effect was observed at 100 mM KCl (Figure 1E, Supplementary Figure 2C). 

Profilin is an essential protein in the mechanisms governing actin assembly in cells, as 

it is generally accepted that the majority of the polymerizable cytoplasmic actin pool is 

complexed to profilin. One of the main functions of profilin is to prevent spontaneous 

nucleation of actin in the cytoplasm so that it can be controlled in time and space by 

specific machineries. In addition, profilin serves as a co-factor for many actin regulatory 

proteins, including VASP or formins (Breitsprecher et al., 2008; Romero et al., 2004). 

In agreement, we observed here, in the presence of profilin, the strongest stimulation 

of actin assembly in the presence of all three proteins at 25 mM KCl (Figure 1F, G). 
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These experiments also confirmed that α-catenin mod, with an exposed VBS, 

conferred more activity than α-catenin WT (Figure 1F, G). Profilin did not abolish the 

ability of V1ab4 to synergize with VASP and mod (Figure 1H, I, Supplementary Figure 

2D, E). Our data suggest that VASP is likely the protein that plays the most important 

role in inducing actin polymerization in the presence of profilin, as it alone possesses 

this activity, whereas the role of the other proteins seems to be to increase the activity 

of VASP (Figure 1F, G). Increasing the ionic strength in the presence of profilin also 

reduced the ability of all three proteins to stimulate actin polymerization. The maximum 

effect was observed at 25 mM KCl, remained strong at 50 mM KCl, and was greatly 

reduced at 100 mM KCl (Figure 1J, Supplementary Figure 2F).  

As the kinetics of spontaneous actin assembly can reflect a concomitant stimulation of 

nucleation and elongation, we decided to uncouple these two activities by adding 

spectrin-actin seeds in our reactions, which boosts elongation and makes the 

spontaneous nucleation of actin a negligible parameter (Figure 2). To avoid the 

contribution of V1ab4 and VASP nucleation activities, which are favoured at low ionic 

strength, the experiments were performed only at 100 mM KCl. In these conditions, 

VASP effectively protected against the capping activity of V1ab4 and α-catenin (Figure 

2A, C, Supplementary Figure 3A), but only modestly protected against the mod 

capping activity (Figure 2B), suggesting that the absence of the MII-MIII domains in 

mod leads to a better exposure of the C-terminal ABD of α-catenin that caps actin 

filament barbed ends. Surprisingly, when the three proteins were added together, they 

synergised to accelerate elongation at a rate that was greater than that of VASP alone. 

This observation suggests that VASP protects the barbed ends of actin filaments 

against the combined capping activity of V1ab4 and α-catenin/mod, but also that V1ab4 

and α-catenin/mod assist VASP to increase the elongation of these actin filaments 

(Figure 2A, B). The surprising loss of influence of mod capping activity in the presence 

of V1ab4 and VASP could result from a hierarchy between the activities, leading to V1ab4 

imposing its activity on mod. This would explain why mod capping activity did not 

add to that of V1ab4 when the 2 proteins were together in the absence of VASP (Figure 

2B). Importantly, in the presence of profilin, VASP, combined with V1ab4 and α-

catenin/mod, also promoted barbed-end elongation (Figure 2D-F, Supplementary 

Figure 3B). 

 

The stimulation of actin assembly by the combined action of -catenin, vinculin 

and VASP results from an increase in both nucleation and barbed end 

elongation.  

As the interpretation of kinetic studies of actin polymerization inevitably reaches its 

limits in the presence of three proteins that combine their individual activities, we 

observed their effect on single actin filaments in TIRF microscopy to confirm nucleation 

and barbed-end elongation activities. In this series of experiments, we used the 
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experimental conditions tested previously to determine the density of actin filaments, 

reflecting actin nucleation, and their elongation rate in the presence of V1ab4, mod and 

VASP, alone or in combination, at low (25 mM KCl) and high (100 mM KCl) ionic 

strength, with and without profilin. We first compared the density of filaments that form 

in the presence of these proteins over time. Although very few filaments were observed 

in the presence of the proteins alone, we observed an increase in the density of 

filaments when the three proteins were combined at both 25 mM and 100 mM KCl 

(Figure 3A, C, D, Supplementary movie 1, Supplementary movie 2), indicating an effect 

on nucleation. In the presence of the three proteins, the filaments were also longer, 

suggesting an effect on elongation (Figure 3A). We also observed, when the three 

proteins were combined, an increase in the density and length of actin filaments 

produced in the presence of profilin (Figure 3B, C, D, Supplementary movie 3, 

Supplementary movie 4).  

From the same experiments, we also measured the elongation rate of the barbed ends 

of actin filaments (Figure 4). At low ionic strength (25 mM KCl), proteins alone 

moderately affected filament elongation positively or negatively (Figure 4C). However, 

their combination resulted in a 2-3 fold increase in the rate of actin filament barbed end 

elongation, which was a specific activity of the V1ab4-mod-VASP combination, as it did 

not correspond to the sum of the activities measured for the isolated proteins (Figure 

4A, C). The addition of profilin, under the same low ionic strength conditions, allowed 

the combination of V1ab4, mod and VASP to accelerate actin filament elongation by 

up to a factor of 5 compared to the control with actin alone (Figure 4B, C). Observation 

of the details of single filament elongation revealed that it was regularly interrupted by 

marked pauses, reflecting capping events of the barbed ends by V1ab4 and mod 

(Figure 4B). These events were rarely observed in the presence of the same 

combination of proteins without profilin (Figure 4A). At high ionic strength (100 mM 

KCl), the combination of V1ab4, mod and VASP also led to the acceleration of actin 

filament elongation in the absence and presence of profilin (Figure 4D, E). The detailed 

quantification of these experiments revealed that this elongation activity emerges from 

the combined action of V1ab4, mod and VASP and was not the simple sum of the 

inhibitions and activations observed for the proteins alone (Figure 4F).  

Taken together, our direct observations in microscopy confirm the kinetic assays by 

showing that the three proteins synergize to nucleate actin filaments and accelerate 

the elongation of their barbed ends in the presence of profilin. 

 

-catenin, vinculin and VASP synergise to form actin filament bundles. 

The TIRF microscopy observations presented above revealed the formation of actin 

filament bundles when all three proteins V1ab4, mod, and VASP were present, while 

no bundles were observed when actin filaments were grown alone (Figure 3A, B). To 

quantify this activity precisely, we combined kinetics of actin filament bundling 

measured by light scattering with fluorescence microscopy observations of the same 
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reactions (Figure 5). Light scattering kinetics showed that neither V1ab4 nor mod alone 

induced bundle formation, whereas VASP showed low activity (Figure 5A-D). These 

experiments also revealed synergies between the protein pairs and the three proteins 

to form actin bundles (Figure 5A-D). Replacement of α-catenin with mod, in which 

VBS is exposed, allowed for a higher bundling activity when combined with V1ab4 and 

VASP (Figure 5C, D), indicating that the α-catenin-vinculin complex contributes to actin 

filament crosslinking. Direct observation of the reactions in fluorescence microscopy 

confirmed the formation of sparse bundles by the proteins alone and larger bundles by 

the protein pairs and the combination of the three proteins (Figure 5E). 

 

-catenin, vinculin and VASP inhibit Arp2/3-mediated branching of actin 

filaments to promote their cross-linking into fast-growing bundles.    

Early actin polymerization kinetics experiments showed that α-catenin inhibits the 

formation of branched actin networks by the Arp2/3 complex (Drees et al., 2005), while 

more recent studies showed that talin-activated vinculin reorganizes branched actin 

networks into bundles (Boujemaa-Paterski et al., 2020). These observations led us to 

test the effect of combinations of α-catenin, vinculin and VASP on the formation and 

organization of Arp2/3 dependent actin networks. Actin polymerization kinetics (Figure 

6A), quantified by measuring the half-time of polymerization (Figure 6B), showed that 

mod and vinculin V1ab4 alone inhibited the actin polymerization normally stimulated 

by the Arp2/3 complex in the presence of the VCA domain of N-WASP. In contrast, 

VASP alone had little effect on this reaction. The combination of mod, V1ab4 and VASP 

stimulated actin polymerization in the presence of Arp2/3 and VCA at a level identical 

to that stimulated by these three proteins in the absence of Arp2/3 and VCA, 

suggesting that Mod, V1ab4 and VASP imposed their combined activity to the 

branched reaction (Figure 6A, B). The direct observation of this reaction in TIRF 

microscopy revealed a progressive reorganization of the branched actin network by 

mod, V1ab4 and VASP (Figure 6C, Supplementary movie 5). From a densely branched 

network of filaments in the presence of Arp2/3-VCA, the network became sparse and 

weakly branched in the presence of mod, weakly branched and denser in the 

presence of mod and V1ab4, and densely populated with long, unbranched and 

strongly bundled filaments in the presence of mod, V1ab4 and VASP (Figure 6C, 

Supplementary movie 5). Kymographs showed not only the transition from a branched 

to a bundled network, but also the acceleration of the growth of filaments that develop 

from the bundles (Figure 6D), recapitulating the actions of mod, V1ab4 and VASP on 

the bundling and elongation of filaments. 

 

Discussion 

Our study shows how three proteins cooperate to adapt the architecture and dynamics 

of actin networks during the formation of adherens junctions (Figure 7A). Specifically, 
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we showed that α-catenin, vinculin and VASP combine their activities to inhibit Arp2/3-

mediated branching, stimulate the nucleation and elongation of linear actin filaments 

from profilin-actin and crosslink these filaments into bundles (Figure 7B, C). 

Isolated proteins have often been considered as functional entities and many studies 

have naturally sought to correlate their actin polymerization activities measured in vitro 

with actin dynamics observed in cells. In reality, many proteins are only parts of more 

complex machineries, as our study illustrates. Indeed, α-catenin was first described to 

cap actin filaments barbed ends (Hansen et al., 2013), while vinculin caps and 

nucleates filaments (Le Clainche et al., 2010), and VASP combines capping, 

nucleation and elongation activities (Breitsprecher et al., 2011, 2008; Hansen and 

Mullins, 2010; Laurent et al., 1999). Surprisingly we show here that the activity that 

results from their combination is not the sum of their individual activating and inhibiting 

activities. The mechanisms by which α-catenin, vinculin and VASP combine their 

activities to stimulate actin assembly seem to depend on the activities of VASP, such 

as nucleation and elongation which are enhanced by vinculin and α-catenin.  

The mechanism of actin nucleation by VASP is not fully understood, but it can be 

hypothesised that the tetrameric state of this protein allows its monomeric actin binding 

domains (GABs) to bring actin monomers together to create an actin filament nucleus 

(Zimmermann et al., 2002; Chereau and Dominguez, 2006; Laurent et al., 1999; Ferron 

et al., 2007). It is possible that, in our in vitro assays, the formation of a complex, 

containing α-catenin dimers, vinculin dimers and VASP tetramers, results in complexes 

containing up to four VASP tetramers, further increasing the efficiency of actin 

nucleation. In cells, however, α-catenin forms heterodimers with β-catenin (Drees et 

al., 2005), preventing its homodimerization, and associates with a single vinculin dimer, 

which in turn associates with two VASP tetramers. This nucleation mechanism 

probably exists in cells because we observed it at different ionic strengths and in the 

presence of profilin.  

The mechanism of actin filament barbed end elongation by VASP is well established 

as it requires the clustering of VASP tetramers, allowing the clusters of monomeric 

actin-binding domains (GABs) to feed actin monomers to the ends of filaments held by 

the actin-filament binding domains (FABs) (Breitsprecher et al., 2008, 2011; Brühmann 

et al., 2017). Bringing more VASP tetramers together through the formation of α-

catenin-vinculin-VASP complexes is likely the reason for the increased elongation 

observed in our assays. In this process, VASP seems to protect the growing barbed 

ends from the capping activities of vinculin or alpha-catenin, as it protects against the 

action of the heterodimeric capping protein (CP) (Bear et al., 2002; Breitsprecher et 

al., 2008; Hansen and Mullins, 2010).  However, our results cannot be explained by a 

simple competition between the three proteins for actin filament barbed ends since 

vinculin and α-catenin significantly increases the activity of VASP. Interestingly, the 

effect of vinculin and α-catenin, two bundling proteins, on VASP elongation activity is 

reminiscent of the effect of the bundling protein fascin on the elongation activity of the 
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Drosophila Ena protein, a member of the Ena/VASP proteins (Winkelman et al., 2014), 

suggesting a general mechanism of stimulation of VASP elongation activity by bundling 

proteins. 

Finally, our biochemical study must be placed in the context of cell-cell junctions. In 

cells, the mechanism of junction formation involves actin polymerization, which has 

been proposed to promote lateral clustering of cadherins (Truong Quang et al., 2013), 

while the tensile force of actomyosin would strengthen the junctions (Yonemura et al., 

2010). More recent studies in kidney epithelial cell sheets (MDCK cells) indicate that 

cadherin puncta observed in cells in fluorescence microscopy correspond to 

interdigitations of the plasma membrane (Li et al., 2021). These interdigitations are 

membrane protrusions whose formation requires actin polymerization under the control 

of the Arp2/3 complex, EVL and CRMP-1 (Li et al., 2020). Electron microscopy 

experiments revealed that two distinct actin network are associated to AJs; a 

juxtamembrane branched actin network and a perijunctional bundle of filaments 

parallel to the membrane (Efimova and Svitkina, 2018) (Figure 7A). Interestingly, 

junctional myosin isoforms have specific localization and functions, as NMIIA is 

associated with actin bundles to generate force, while NMIIB is associated with the 

branched network to promote force transmission (Heuzé et al., 2019). Other studies 

have shown that the α-catenin-vinculin-VASP complex induces the polymerization of 

actin filaments at AJs in response to the force generated by actomyosin (Leerberg et 

al., 2014). Our results suggest that, in response to actomyosin force, the branched 

actin network associated with AJs is also reorganized into bundles. Consistent with 

this hypothesis, NMIIB knock-down cells exhibit AJs that contain less open α-catenin 

and are associated with thicker Arp2/3-containing actin networks (Heuzé et al., 2019). 

However, to date there have been no comparative electron microscopy studies of the 

ultrastructure of actin networks associated with AJs subjected to increasing forces to 

test this hypothesis.  

In addition to Arp2/3 and α-catenin-vinculin-VASP machineries, formins, such as Dia-

1 and formin-1, known to promote the elongation of unbranched actin filaments 

(Romero et al., 2004), play a role in actin assembly at AJs (Acharya et al., 2017; 

Carramusa et al., 2007; Kobielak et al., 2004). Further studies are needed to 

understand the organization and dynamics of actin networks that result from 

coordination between the activities of Arp2/3, formins, α-catenin-vinculin-VASP, and 

the myosins NMIIA and NMIIB. 
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Materials and methods 

cDNA constructs 

α-catenin WT and Δmod cDNA were cloned into a pDW363 plasmid with a C-terminal 

His6 tag (Seddiki & al., 2017). cDNA encoding for vinculin 

E28K/D33H/D110H/R113E/N773I/E775K (V1ab4) was synthesized and subcloned in 

the NcoI site of pET-3d by Genscript, with a C-terminal His8 tag (Wang et al., 2022). 

The construct was verified by sequencing. The cDNA encoding for human full-length 

VASP was cloned into a pGEX-6P1 plasmid to produce a N-terminal cleavable 

Glutathione-S-transferase (GST)-fused VASP.  

Protein purification 

Rabbit skeletal muscle actin was purified from acetone powder (Wiesner, 2006). 

Cycles of polymerization and depolymerization were followed by dialysis in 5 mM Tris 

pH 7.8, 0.2 mM ATP, 0.1 mM CaCl2, 0.01% NaN3, 1 mM DTT, and gel filtration on a 

Superdex G-200 column (GE Healthcare). Actin was labelled with N-

pyrenyliodoacetamide, and Alexa Fluor 488 (Invitrogen) or Atto 488 (Atto-TEC) 

Succinimidyl Ester as previously described (Ciobanasu et al., 2015). Arp2/3 and profilin 

were purified as previously described (Le Clainche and Carlier, 2004). Spectrin-actin 

seeds were prepared as previously described (Casella et al., 1986).   

Expression of all the recombinant proteins in this study was performed with the same 

protocol. After plasmid transformation in Escherichia coli (BL21 DE3, Invitrogen), 

bacteria were grown in 3-6 liter of LB medium containing 0.1 mg.ml-1 of appropriate 

antibiotics (ampicillin or kanamycin) at 37°C until the absorbance reached 0.6-0.8 at 

600 nm. 1 mM of isopropyl 1-thio-β-D-galactopyranoside (IPTG) was added to the 

medium to induce the expression of the recombinant proteins of interest during 16h at 

16°C. After centrifugation, the α-catenin WT, α-catenin Δmod and VASP FL bacterial 

pellets were lysed by sonication in 20 mM Tris pH 7.8, 500 mM NaCl, 1 mM β-

mercaptoethanol, 10 µg.ml-1 benzamidine and 1 mM PMSF. The V1ab4 bacterial pellets 

were lysed by sonication in 20 mM Tris pH 8.0, 1 M NaCl, 1 mM β-mercaptoethanol, 

10 µg.ml-1 benzamidine and 1 mM PMSF.  

Lysates of His-tagged α-catenin WT and Δmod were bound to Ni-NTA (Ni2+-

nitrilotriacetic acid)-sepharose affinity chromatography (Qiagen), washed with 50 mM 

Tris pH 7.8, 500 mM NaCl, 20 mM imidazole, 1 mM β-mercaptoethanol, eluted with 50 

mM Tris pH 7.8, 500 mM NaCl, 250 mM imidazole, 1 mM β-mercaptoethanol, and 

purified on a gel filtration column (Superdex 200, 16/60, GE Healthcare). α-catenin 

constructs were finally dialyzed in 20 mM Tris pH 7.8, 150 mM KCl, 1 mM DTT, frozen 

in liquid nitrogen and stored at - 80°C. 

V1ab4 was purified by Ni-NTA-sepharose affinity chromatography (Qiagen), followed by 

a Q-Sepharose ion exchange column. V1ab4 protein was finally dialyzed in 20 mM Tris 

pH 7.8, 1 mM DTT, frozen in liquid nitrogen and stored at -80°C. 
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Human full-length VASP lysates were first bound to Glutathione Sepharose in 50 mM 

Tris pH 7.8, 500 mM NaCl, then cleaved from GST by Prescission protease. The 

protein was dialyzed in 20 mM Tris, 100 mM KCl, 1 mM DTT, frozen in liquid nitrogen 

and stored at - 80°C. 

Actin polymerization assay 

Actin polymerization was measured by the increasing in fluorescence of 10% pyrene-

labelled actin. For barbed-end elongation measurements, 100 pM of spectrin-actin 

seeds were added to the reaction and actin polymerization was induced by adding 100 

mM KCl, 1 mM MgCl2 and 0.2 mM EGTA to a solution of 10% pyrene-labeled Ca-ATP-

G-actin containing the proteins of interest. To test the nucleation activity of proteins, 

spontaneous polymerization was induced by adding 25 mM KCl, 1 mM MgCl2 and 0.2 

mM EGTA to a 10% pyrene-labeled Ca-ATP-G-actin solution in the presence of 

proteins of interest. Fluorescence measurements were carried out with a Safas Xenius 

FLX spectrophotometer (Safas, Monaco). The graphs and plots were assembled with 

Excel or Kaleidagraph. The experiments were reproduced 2 to 3 times with the same 

conclusions.  

Light scattering measurements and microscopy observation of actin bundling 

The actin filaments bundling during actin polymerization was examined by measuring 

the light scattering at 400 nm with a Safas Xenius FLX spectrophotometer (Safas, 

Monaco). Actin polymerization was induced by adding 25 mM KCl, 1 mM MgCl2 and 

0.2 mM EGTA to a solution of 2% Alexa488-labeled-G-actin in the presence of the 

proteins of interest. A 5 µl sample was taken from the reaction after 1500 s for 

epifluorescence microscopy observation. The graphs and plots for light scattering 

kinetics were assembled with Excel or Kaleidagraph. For epifluorescence microscopy, 

the images were acquired with an Olympus IX71 inverted microscope equipped with a 

60X oil immersion objective (Olympus, 1.45 NA) and coupled to an EMCCD camera 

(Cascade, Photometrics). Images were acquired with MicroManager and then 

assembled with ImageJ software. The experiments were reproduced 3 times with the 

same conclusions.   

Observation of single actin filaments in TIRF microscopy 

Our protocol is based on a modification of previously published methods (Ciobanasu 

et al., 2018; Le Clainche et al., 2010). After sonication with milliQ water and ethanol, 

the coverslips (24 mm x 40 mm, Thermo Scientific/Menzel-Glaser) were irradiated for 

1 min under a deep UVs lamp (Ossila), and then incubated with 0.1 mg.ml-1 PLL-g-

PEG (SuSoS) dissolved in 10 mM HEPES pH 7.4 for 1 h at room temperature. The 

coverslips were then washed with milliQ water and dried. Flow chamber, with a typical 

volume of 50 - 70 µl, was created by sticking the PLL-PEG passivated side of the 

coverslip to a glass slide (Super Frost, Thermo Scientific) using a double-sided 

adhesive tape. After incubation with washing buffer (5 mM Tris pH 7.8, 200 µM ATP, 
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1 mM DTT, 1 mM MgCl2, 25 or 100 mM KCl) for 1 min, the chamber was saturated 

with 10% bovine serum albumin (BSA) for 5 min, and then washed with washing buffer. 

A final reaction composed of 1.5 µM G-actin (10% Alexa Fluor or Atto 488-labeled) in 

5 mM Tris pH 7.8, 200 µM ATP, 0.4% methylcellulose, 5 mM 1,4-diazabicyclo(2,2,2)-

octane (DABCO), 100 mM KCl or 25 mM KCl, 1 mM MgCl2, 200 µM EGTA, 10 mM 

DTT supplemented with our proteins of interest, was injected in the chamber. The 

chamber was sealed with oil or VALAP (mix of vaseline, lanolin and paraffin), and then 

observed on an Olympus IX71 inverted microscope equipped with a 60X oil immersion 

objective (Olympus, 1.45 NA) and coupled to an EMCCD camera (Cascade, 

Photometrics). The time-lapse videos were acquired with MicroManager and analyzed 

by ImageJ. The plots were assembled with Excel or Kaleidagraph. All the experiments 

were reproduced 3 times with the same conclusions. Statistical analyses were carried 

out with a Mann-Whitney non parametric test in Microsoft Excel.  
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Figure 1. α-catenin, vinculin and VASP cooperate to stimulate actin polymerization in the presence
of profilin. (A,B) Spontaneous nucleation of 1.5 µM G-actin (10% pyrene-labeled) was measured in the
presence of the indicated combinations of 1.5 µM α-catenin, 2 µM V1ab4, 1 µM VASP (A), or 1.5 µM Δmod,
2 µM V1ab4, 1 µM VASP (B) in a low salt buffer (25 mM KCl). (C, D) The maximal rate of spontaneous actin
polymerization (1.5 µM G-actin, 10% pyrene-labeled) is plotted as a function of increasing concentrations
of V1ab4 in the presence of 1 µM VASP (C) or 1.5 µM ∆mod (D). (E) The maximal rate of spontaneous actin
polymerization (1.5 µM G-actin, 10% pyrene-labeled) is plotted against increasing concentrations of KCl in
the presence of 1.5 µM Δmod, 2 µM V1ab4, 1 µM VASP. (F,G) Spontaneous nucleation of 1.5 µM G-actin
(10% pyrene-labeled) was measured in the presence of 10 µM profilin and the indicated combinations of
1.5 µM α-catenin, 2 µM V1ab4, 1 µM VASP (F), or 1.5 µM Δmod, 2 µM V1ab4, 1 µM VASP (G), in a low salt
buffer (25 mM KCl). (H, I) The maximal rate of spontaneous actin polymerization (1.5 µM G-actin, 10%
pyrene-labeled) is plotted as a function of increasing concentrations of vinculin V1ab4 in the presence of 10
µM profilin and 1 µM VASP (H) or 10 µM profilin and 1.5 µM ∆mod (I). (J) The maximal rate of
spontaneous actin polymerization (1.5 µM G-actin, 10% pyrenyl-labeled) is plotted against increasing
concentrations of KCl in the presence of 1.5 µM Δmod, 2 µM V1ab4, 1 µM VASP and 10 µM profilin. These
experiments were performed three times with the same conclusions. Open symbols with different colors
represent three independent experiments in the same conditions, and closed symbols indicate the average
of the triplicates. Error bars represent ±SEM (n=3).
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Figure 2. α-catenin, vinculin and VASP synergize to promote barbed-end elongation in the
presence of profilin. (A,B) Barbed end elongation was measured in the presence of 100 pM spectrin-
actin seeds (SP), 1.5 µM G-actin (10% pyrene-labeled) and the indicated combinations of 1.5 µM α-
catenin, 2 µM V1ab4, 1 µM VASP (A) or 1.5 µM Δmod, 2 µM V1ab4, 1 µM VASP (B) in a high salt buffer (100
mM KCl). (C) Barbed end elongation was measured in the presence of 100 pM spectrin-actin seeds, 1.5
µM G-actin (10% pyrene-labeled), 1 µM VASP, and increasing concentrations of V1ab4 in a high salt buffer
(100 mM KCl). The fraction of barbed end elongation was then calculated as the ratio between the
elongation rate in the presence of the indicated proteins and the elongation rate of actin alone. (D,E)
Barbed end elongation was measured in the presence of 100 pM spectrin-actin seeds, 1.5 µM G-actin
(10% pyrene-labeled) in the presence of 10 µM profilin and the indicated combinations of 1.5 µM α-
catenin, 2 µM V1ab4, 1 µM VASP (D), or 1.5 µM Δmod, 2 µM V1ab4, 1 µM VASP (E), in a high salt buffer
(100 mM KCl). (F) Barbed end elongation was measured in the presence of 100 pM spectrin-actin seeds,
1.5 µM G-actin (10% pyrenyl-labeled), 1 µM VASP and 10 µM profilin, and increasing concentrations of
V1ab4. The fraction of barbed end elongation was then calculated as the ratio between the elongation rate
in the presence of the indicated proteins and the elongation rate of actin alone. These experiments were
performed three times with the same conclusions. Open symbols with different colors represent three
independent experiments in the same conditions, and closed symbols indicate the average of the
triplicates. Error bars represent ±SEM (n=3).
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Figure 3. Direct observation of single actin filaments in TIRF microscopy in the presence of Δmod,
V1ab4 and VASP. (A) Single actin filaments observed in TIRF microscopy in the presence of 0.8 µM actin
(10% Atto488-labelled) alone and supplemented with the indicated combinations of 1 µM Δmod, 1 µM V1ab4
and 0.6 µM VASP, in low salt (25 mM KCl) or high salt (100 mM KCl). See supplementary movies 1 and 2.
(B) Single actin filaments observed in TIRF microscopy in the presence of 0.8 µM actin (10% Atto488-
labeled) and 5 µM profilin, and supplemented with the indicated combinations of 1 µM Δmod, 1 µM V1ab4
and 0.6 µM VASP, in low salt (25 mM KCl) or high salt (100 mM KCl). See supplementary movies 3 and 4.
Each image represents a complete field. (A,B) Scale bar = 15 µm. (C,D) Quantification of filament density
as a function of time from the experiments shown in (A,B) at 25 mM KCl (C) and 100 mM KCl (D). In (C)
and (D) AP stands for actin + profilin. These experiments were performed three times with the same
conditions. Open symbols with different colors represent three independent experiments in the same
conditions, and closed symbols indicate the average of the triplicates. Error bars represent ±SEM (n=3).
Images were acquired in 590 s.
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Figure 4. Stimulation of actin filaments elongation by α-catenin, vinculin and VASP. (A,B) Traces
corresponding to the elongation of two filaments under the indicated conditions (from Figure 3A) in low salt
conditions (25 mM KCl) in the absence (A) or presence of profilin (B). (C) Quantification of the elongation
rate of the barbed end of filaments between pauses under the indicated conditions at 25 mM KCl. (D,E)
Traces corresponding to the elongation of two filaments under the indicated conditions (from Figure 3B) in
high salt conditions (100mM KCl) in the absence (D) or presence of profilin (E). (F) Quantification of the
elongation rate of the barbed end of filaments between pauses under the indicated conditions at 100 mM
KCl. (A,B,D,E) The two traces with same color represent two filaments from two independent experiments
in the same conditions. (C,F) Closed circle symbols with three different colors represent filaments
elongation rate from three independent experiments in the same conditions. The mean of each
independent experiment is represented by diamond symbols of three different colors. Error bars represent
±SEM (n=3). A significant difference was found using a two-tailed t-test comparing the mean values. ****,
p<0.0001; **, p<0.01; *, p<0.05.
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Figure 5. α-catenin, vinculin and VASP bundle actin filaments synergistically. (A) Light scattering
was measured during the polymerization of actin alone (1.5 µM G-actin), and in the presence of all the
combinations of 0.25 µM α-catenin WT, 0.25 µM V1ab4 and 0.25 µM VASP, in low salt (25 mM KCl). (B)
Quantification of light scattering amplitude at 1500 s for each conditions indicated in (A). (C) Light scattering
was measured during the polymerization of actin alone (1.5 µM G-actin), and in the presence of all the
combinations of 0.25 µM α-catenin Δmod, 0.25 µM V1ab4 and 0.25 µM VASP, in low salt (25 mM KCl). (D)
Quantification of light scattering amplitude at 1500 s for each conditions indicated in (C). (A-D) These
experiments were performed three times with the same conditions. (B, D) Symbols with different colors
represent three independent experiments. Error bars represent ±SEM (n=3). (E) Representative
epifluorescence images of Alexa-488 actin filament bundles observed alone and in the presence of all the
combinations of Δmod, V1ab4 and VASP. Conditions: 1.5 µM G-actin (2% Alexa-488-labeled), 0.25 µM
Δmod, 0.25 µM V1ab4 and 0.25 µM VASP. Scale bar = 15 µm.
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Figure 6. Remodeling of Arp2/3-mediated branched actin into fast-growing bundles by α-catenin,
vinculin and VASP. (A) Kinetics of actin polymerization were measured in the presence of 2 µM G-actin
(10% pyrene-labelled), 50 nM Arp2/3, 100 nM VCA, 5 µM Δmod, 5 µM V1ab4 and 3 µM VASP, in conditions
that allow nucleation and elongation (50 mM KCl). (B) Quantification of the polymerization half-time (t½) for
conditions indicated in (A). These experiments were performed three times with the same conclusions.
Symbols with different colors represent three independent experiments. Error bars represent ±SEM (n=3).
(C) TIRF microscopy observation of the transition from actin filaments branching to bundling in the
presence of 0.8 µM actin (10% Atto488-labelled), supplemented with the indicated combinations of 50 nM
Arp2/3, 100 nM VCA, 1 µM Δmod, 1 µM V1ab4 and 0.6 µM VASP. The images show the reaction at 590 s.
See supplementary movie 5. Scale bar = 15 µm. (D) Kymographs from (C) showing the elongation of a
single actin filaments (top), actin filament branching in the presence of Arp2/3 + VCA (elongation rate ~9
su/s) (middle), and bundling in the presence of Arp2/3 + VCA supplemented with Δmod, V1ab4 and VASP
(elongation rate ~15su/s) (bottom). (-) pointed end, (+) barbed end.
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Supplementary Figure 1. Schematic representation of proteins constructs used in this study. DD, 
dimerization domain; MI-MII-MIII, modulator domain; ABD, actin binding domain (orange); VBS, vinculin
binding site (red); Vt, vinculin tail; EVH1, Ena/VASP homology domain 1; PRD, proline-rich domain; 
E28K/D33H, D110H/R113E, N773I/E775K, point mutations in vinculin-V1ab4 mutant. Proteins partners
shown in gray can link to the corresponding domain of each protein of interest. 
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Supplementary Figure 2. Vinculin V1ab4 synergizes with α-catenin Δmod or VASP to stimulate actin
polymerization. (A,B) Spontaneous actin polymerization (1.5 µM G-actin, 10% pyrene-labeled) was
measured in the presence of increasing concentrations of V1ab4 in the presence of 1 µM VASP (A) or 1.5
µM ∆mod (B). (C) Spontaneous actin polymerization (1.5 µM G-actin, 10% pyrene-labeled) was measured
in the presence of increasing concentrations of KCl in the presence of 1.5 µM Δmod, 2 µM V1ab4 and 1 µM
VASP. (D,E) Spontaneous actin polymerization (1.5µM G-actin, 10% pyrene-labeled) was measured in
the presence of 10 µM profilin and increasing concentrations of V1ab4 in the presence of 1µM VASP (D) or
1.5 µM ∆mod (E). (F) Spontaneous actin polymerization (1.5 µM G-actin, 10% pyrene-labeled) was
measured in the presence of increasing concentrations of KCl, 10 µM profilin,1.5 µM Δmod, 2 µM V1ab4
and 1 µM VASP. The dashed lines in (C) and (F) correspond to the control with actin alone at 25, 50, 70
and 100 mM KCl.
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Supplementary Figure 3. Elongation of actin filament barbed ends by VASP in the presence of
V1ab4. (A,B) The elongation of actin filament barbed ends was measured in the presence of 100 pM
spectrin-actin seeds (SP), 1.5 µM G-actin (10% pyrene-labeled), 1 µM VASP, and increasing
concentration of V1ab4 in the absence (A) or the presence of 10 µM profilin (B).



Legends of supplementary movies

Supplementary Movie 1. Observation of the α-catenin-vinculin-VASP activity on single actin
filaments in TIRF microscopy at 25 mM KCl.
Conditions: 0.8 µM G-actin (10% atto 488-labeled) in fluorescence buffer (5 mM Tris pH7.8, 200 µM ATP,
5 mM 1,4-diazabicyclo(2,2,2)-octane (DABCO), 0.4% methylcellulose, 25 mM KCl, 1 mM MgCl2, 200 µM
EGTA, 20 mM DTT), supplemented with 1 µM Δmod or 1 µM V1ab4 or 0.6 µM VASP or the combination of
the three proteins together. Scale bar = 15 µm.

Supplementary Movie 2. Observation of the α-catenin-vinculin-VASP activity on single actin
filaments in TIRF microscopy at 100 mM KCl.
Conditions: 0.8 µM G-actin (10% atto 488-labeled) in fluorescence buffer (5 mM Tris pH7.8, 200 µM ATP,
5 mM 1,4-diazabicyclo(2,2,2)-octane (DABCO), 0.4% methylcellulose, 100 mM KCl, 1 mM MgCl2, 200 µM
EGTA, 20 mM DTT), supplemented with 1 µM Δmod or 1 µM V1ab4 or 0.6 µM VASP or the combination of
the three proteins together. Scale bar = 15 µm.

Supplementary Movie 3. Observation of the α-catenin-vinculin-VASP activity on single actin
filaments in TIRF microscopy in the presence of profilin, at 25 mM KCl.
Conditions: 0.8 µM G-actin (10% atto 488-labeled) in fluorescence buffer (5 mM Tris pH7.8, 200 µM ATP,
5 mM 1,4-diazabicyclo(2,2,2)-octane (DABCO), 0.4% methylcellulose, 25 mM KCl, 1 mM MgCl2, 200 µM
EGTA, 20 mM DTT), supplemented with 5 µM profilin alone and in the presence of 1 µM Δmod, 1 µM V1ab4
and 0.6µM VASP. Scale bar = 15 µm.

Supplementary Movie 4. Observation of the α-catenin-vinculin-VASP activity on single actin
filaments in TIRF microscopy in the presence of profilin, at 100 mM KCl.
Conditions: 0.8 µM G-actin (10% atto 488-labeled) in fluorescence buffer (5 mM Tris pH7.8, 200 µM ATP,
5 mM 1,4-diazabicyclo(2,2,2)-octane (DABCO), 0.4% methylcellulose, 100 mM KCl, 1 mM MgCl2, 200 µM
EGTA, 20 mM DTT), supplemented with 5 µM profilin alone and in the presence of 1 µM Δmod, 1 µM V1ab4
and 0.6 µM VASP. Scale bar = 15 µm.

Supplementary Movie 5. Remodeling of Arp2/3-mediated branched actin into fast-growing bundles
by α-catenin, vinculin and VASP.
Conditions: 0.8 µM G-actin (10% atto 488-labeled) in fluorescence buffer (5 mM Tris pH7.8, 200 µM ATP,
5 mM 1,4-diazabicyclo(2,2,2)-octane (DABCO), 0.4% methylcellulose, 50 mM KCl, 1 mM MgCl2, 200 µM
EGTA, 20 mM DTT), supplemented with the indicated combinations of 50 nM Arp2/3, 100 nM VCA, 1 µM
Δmod, 1 µM V1ab4 and 0.6 µM VASP. Scale bar = 15 µm.
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V. DISCUSSION ET PERSPECTIVES 
 

 

Dans les cellules, la dynamique et la stabilité des jonctions adhérentes résultent de la 

formation des complexes adhésifs entre cadhérines et du recrutement des protéines 

de régulation du cytosquelette d’actine dont l’activité dépend de la tension exercée sur 

ses jonctions. Dans cette étude, nous révélons un nouveau mécanisme de régulation 

de l’assemblage de l’actine médié par un complexe protéique, formé des protéines α-

caténine, vinculine et VASP, impliqué dans la formation et la maturation des jonctions 

adhérentes. Notre travail décrypte les mécanismes moléculaires par lesquels cette 

machinerie mécanosensible contribue à l’adaptation de l’architecture et de la 

dynamique des réseaux d’actine lors de la formation des jonctions adhérentes. En 

particulier, nous avons montré que l’α-caténine, la vinculine et VASP combinent leurs 

activités pour inhiber le branchement des filaments d’actine par le complexe Arp2/3, 

stimuler la nucléation et l’élongation des filaments d’actine linéaires à partir des 

complexes profiline-actine et regrouper ces filaments en faisceaux.  

 

Les protéines isolées ont souvent été considérées comme des entités fonctionnelles 

dans des travaux préliminaires.  L’α-caténine est capable de coiffer les bouts barbés 

des filaments d’actine (Hansen et al., 2013). La vinculine coiffe les extrémités barbées 

et nucléée les filaments (Le Clainche et al., 2010). VASP agit sur la nucléation, 

l’élongation et la formation des faisceaux (Laurent et al., 1999; Hansen et Mullins, 2010; 

Breitsprecher et al., 2008; 2011). Ces activités n’existent probablement pas, ou rarement, 

de manière isolée car toutes les protéines qui les portent sont de simples rouages de 

machineries plus complexes. La connaissance des activités de chaque pièce d’une 

machinerie ne permet pas non plus de prédire l’activité de la machinerie une fois 

assemblée. En effet, certaines propriétés ou activités émergent de cet assemblage. 

Ainsi, l’activité qui émerge de la combinaison de l’α-caténine avec la vinculine et VASP 

n’est pas la somme des activités des protéines prises séparément. Ces trois protéines 

combinent leurs activités de coiffe, de nucléation et d’élongation pour former une 

machinerie dont l’activité la plus prononcée est l’élongation et, dans une moindre 

mesure la nucléation de filaments, à partir de profiline-actine, qui est l’espèce 

polymérisable majoritaire des cellules. Comme nous avons utilisé une construction d’α-

caténine Δmod qui mime la conformation étirée par l’application d’une force, le 

mécanisme que nous avons décrit est celui mis en œuvre en réponse à la tension de 

l’actomyosine dans les jonctions adhérentes.  
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Notre étude biochimique peut aisément être replacée dans le contexte cellulaire et 

fournir une explication mécanistique manquante à des observations faites 

précédemment par d’autres groupes. En effet, les observations en cellules Caco-2 de 

Leerberg et ses collaborateurs en 2014 révélèrent que les jonctions induisent 

l’assemblage de l’actine en réponse à la tension de l’actomyosine (Leerberg et al., 2014). 

Ils ont montré une diminution de la quantité d’actine-F et de la quantité d’extrémités 

barbées libres au niveau des jonctions adhérentes lorsque l’expression des isoformes 

de myosine IIA ou IIB était réduite par shRNA, ou lorsque les interactions entre l’α-

caténine, la vinculine et VASP étaient interrompues (Figure 33). De même, une 

suppression des domaines auto-inhibiteurs MII et MIII dans l’α-caténine exprimée dans 

des cellules MDCK (construction Δmod utilisée dans notre travail qui permet la liaison 

de la vinculine sans l’application d’une force), entraîne une augmentation de la quantité 

de vinculine et d’actine jonctionnelle (Seddiki et al., 2018). Nos résultats sont 

parfaitement en accord avec ces travaux et en précisent les mécanismes sous-jacents.  

Figure 33. La vinculine et les protéines Ena/VASP sont nécessaires à l’assemblage 

de l’actine jonctionnelle. 

A. Images de microscopie confocale de l’actine-F et des extrémités barbées libres 

polymérisantes au niveau de la « Zonula Adherens » après une déplétion de la vinculine 

(vinculin KD) et une reconstitution des cellules KD par la vinculine entière (FL) ou des 

mutants de vinculine mutés dans le site de liaison pour Mena/VASP (AP4, 5A), ou une 

protéine de fusion qui contient 3 motifs consécutifs de liaison à Ena/VASP (3xFP4), tirés 

de la protéine ActA de Listeria, fusionné au domaine N-terminal de l’α-caténine. B-C. 

Quantification de l’actine-F jonctionnelle et des extrémités barbés (extrait de Leerberg 

et al., 2014). 
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Les mécanismes par lesquels cette machinerie nuclée et allonge des filaments d’actine 

ne sont pas complètement compris. En ce qui concerne la nucléation, une hypothèse 

qui peut être formulée est que l’état tétramérique de VASP permet à ses domaines de 

liaison aux monomères d’actine (GAB) de rapprocher les monomères pour créer un 

noyau de filaments d’actine (Laurent et al., 1999; Zimmermann et al., 2002; Chereau et 

Dominguez, 2006; Ferron et al., 2007). Comme l’α-caténine et la vinculine sont des 

protéines dimériques, on peut proposer que, dans nos essais in vitro, l’association de 

dimères d’α-caténine avec des dimères de vinculine et des tétramères de VASP crée 

des complexes contenant jusqu’à quatre tétramères de VASP, ce qui augmenterait 

considérablement l’efficacité de la nucléation de l’actine-profiline. Toutefois, l’α-

caténine forme des hétérodimères avec la β-caténine (Drees et al., 2005), ce qui 

empêche son homodimérisation. On peut tout de même proposer que dans les 

jonctions adhérentes, l’association d’hétérodimères de β-caténine/α-caténine avec des 

dimères de vinculine qui, à leur tour, s’associent à deux tétramères de VASP, constitue 

un mécanisme de nucléation efficace.  

 

L’accélération de l’élongation des bouts barbés des filaments d’actine observée en 

présence du complexe α-caténine-vinculine-VASP pourrait, comme la nucléation 

discutée ci-dessus, être le résultat d’une association de tétramères de VASP par la 

vinculine et l’α-caténine. En effet, le mécanisme d’élongation des extrémités barbées 

par VASP nécessite le regroupement des tétramères de VASP en clusters (Breitsprecher 

et al., 2008). Dans un tétramère de VASP, chaque domaine FAB fixe un filament d’actine 

et chaque domaine de liaison à l’actine monomérique (domaine GAB) délivre des 

monomères d’actine à l’extrémité barbée de ce filament ou d’un filament voisin 

(Breitsprecher et al., 2011; Brühmann et al., 2017). On peut donc proposer que 

l’augmentation de la vitesse d’élongation observée dans nos essais est probablement 

due au regroupement des tétramères de VASP par la formation des complexes α-

caténine-vinculine-VASP. Il est intéressant de rappeler que des études antérieures ont 

montré que VASP protège les bouts barbés contre l’activité de coiffe de la CP (Bear et 

al., 2002; Hansen et Mullins, 2010). De même, dans nos essais, VASP ne favorise pas 

seulement mais protège les extrémités barbées en croissance contre les activités de 

coiffe de l’α-caténine et de la vinculine. Nos résultats en spectroscopie de fluorescence 

montrent également que l’α-caténine et la vinculine augmentent significativement 

l’activité de VASP, ce qui suggère que l’α-caténine et la vinculine assistent VASP pour 

favoriser l’élongation des filaments d’actine. Nos résultats ne peuvent donc pas être 



109 
 

expliqués par une simple compétition entre les trois protéines pour l’extrémité barbée 

des filaments, mais par une synergie.  

 

Le mécanisme que nous avons étudié est similaire à celui observé pour les clusters de 

la protéine Ena de Drosophile, qui appartient à la famille des protéines Ena/VASP. Ainsi, 

il a été démontré que les bouts barbés associés à Ena, dans des faisceaux de filaments 

d’actine formés par la protéine de réticulation filopodiale fascine, s’allongent deux fois 

plus rapidement, ce qui suggère une coopération entre Ena et la fascine pour allonger 

les filopodes (Winkelman et al., 2014). Ce mécanisme ressemble donc à l’effet observé 

dans nos essais où l’α-caténine et la vinculine, deux protéines capables de contribuer 

à la formation de faisceaux, favorise l’élongation des filaments par VASP. Ces 

observations suggèrent un mécanisme général de stimulation de l’activité de 

l’élongation de VASP par les protéines de réticulation. De façon intéressante, lorsque 

les filaments d’actine organisés en faisceaux par la fascine sont allongés par des 

formines immobilisées sur une surface, avec une liberté de rotation et de translation 

réduite, la vitesse d’élongation et la processivité sont réduites (Suzuki et al., 2020). Il 

serait intéressant de déterminer l’élongation des faisceaux d’actine en présence d’α-

caténine, vinculine et VASP dans une expérience similaire qui reproduit bien le contexte 

des jonctions. 

 

La formation des contacts cellule-cellule est associée à des changements spectaculaires 

dans la dynamique des membranes et des réseaux d’actine. Le chevauchement des 

lamellipodes des cellules en contact initie la formation des adhésions cellule-cellule. La 

formation d’un réseau de filaments d’actine branchés par le complexe Arp2/3 activé 

par la cortactine contrôle l’extension de ces lamellipodes (Kovacs et al., 2002). L’activité 

lamellipodiale diminue au fur et à mesure de l’accumulation du complexe cadhérine-

caténine et de la maturation des contacts en jonctions intercellulaires stables. Dans ce 

contexte, la protéine α-caténine joue un rôle essentiel dans la régulation de 

l’assemblage de l’actine. En effet, des observations de souris qui ont subi un 

« knockout » de l’α-caténine révèlent une perte d’inhibition de contact et une 

augmentation de l’activité migratoire des kératinocytes (Vasioukhin et al., 2001). De 

même, une surexpression de l’α-caténine entraine une suppression de l’activité 

membranaire dans les neurones de l’hippocampe, alors qu’une diminution du niveau 

d’α-caténine augmente l’activité membranaire, suggérant ainsi que l’α-caténine 

réprime l’activité protrusive de la membrane (Abe et al., 2004). Dans des essais 

cinétiques in vitro, comparables à ceux utilisés dans notre travail, l’α-caténine inhibe la 
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polymérisation d’actine par le complexe Arp2/3. Cet effet est probablement dû à une 

compétition directe entre l’α-caténine et le complexe Arp2/3 pour la fixation aux 

filaments d’actine (Drees et al., 2005). L’activité de formation de faisceaux d’actine par 

l’α-caténine pourrait également contribuer à l’inhibition du branchement par Arp2/3. 

D’autre part, la vinculine joue un rôle fondamental dans la formation des adhésions 

cellule-cellule et cellule-matrice. La vinculine activée interagit avec les filaments 

d’actine et induit une réorganisation du réseau de filaments d’actine branchés par le 

complexe Arp2/3 en faisceaux de filaments de polarité mixte (Boujemaa-Paterski et al., 

2020). Ce mécanisme, discuté par les auteurs dans le contexte de l’adhésion cellule-

matrice, devrait également exister dans le contexte de l’adhésion cellule-cellule. Notre 

étude révèle cependant un rôle différent de celui proposé par ces auteurs puisque nous 

avons observé, dans des essais cinétiques et microscopiques, que la vinculine inhibe 

tout simplement la formation des branches. Comme les branches ne se forment pas, 

nous n’avons pas pu observer l’effet de réorganisation du réseau branché par la 

vinculine proposé ci-dessus. Enfin, plusieurs études ont montré que les protéines de la 

famille Ena/VASP réduisent la fréquence de branchement par le complexe Arp2/3 

(Skoble et al., 2001; Bear et al., 2002; Plastino et al., 2004). Ce mécanisme, qui reste 

débattu, pourrait être expliqué par une compétition entre Ena/VASP et Arp2/3 pour les 

monomères d’actine qui sont des cofacteurs nécessaires pour le branchement. Par 

ailleurs, VASP pourrait inhiber directement le branchement en empêchant la fixation 

du complexe Arp2/3 au filament d’actine mère. Une autre explication invoquée a pour 

origine la capacité de VASP à inhiber l’action de la CP. En présence de VASP, les 

filaments s’allongeraient donc plus longtemps entre chaque branchement, car ils ne 

sont plus coiffés, ce qui aurait pour conséquence une fréquence de branchement par 

unité de longueur de filament plus faible (Akin et Mullins, 2008). On pourrait proposer 

une explication similaire de nos résultats qui montrent que l’addition de l’α-caténine, 

la vinculine et VASP inhibe le branchement par Apr2/3 en microscopie TIRF. Dans nos 

expériences, VASP, en empêchant la coiffe des filaments d’actine par la vinculine et l’α-

caténine, réduirait le taux de branchement. Une autre explication est que ces trois 

protéines réorganisent a posteriori le réseau branché en formant des faisceaux d’actine.  

 

Nos résultats obtenus in vitro montrent donc que l’α-caténine, la vinculine et VASP 

combinent leurs activités pour réorganiser le réseau d’actine en inhibant le 

branchement et en formant des faisceaux. Cependant, l’observation de l’organisation 

des réseaux d’actine au niveau des jonctions adhérentes dans les cellules aboutit à des 

conclusions plus complexes. Ainsi, l’observation de cellules épithéliales de rein (MDCK) 
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en microscopie à fluorescence et en microscopie électronique indique que les 

ponctuations de cadhérines, connues de longue date, correspondent à des 

interdigitations de protrusions membranaires riches en actine, et non pas à des macro-

clusters de cadhérines le long de membranes lisses (Li et al., 2021). La formation de ces 

protrusions membranaires nécessite la polymérisation de l’actine sous le control de 

Arp2/3, EVL (Ena-VASP like) et CRMP-1 (Li et al., 2020). Le complexe Arp2/3 nuclée des 

nouveaux filaments d’actine branchés, tandis que EVL et CRMP-1 forment un complexe 

qui favorise l’élongation des extrémités barbées des filaments d’actine. L’élimination 

de ces trois facteurs entraine la dissociation des liens adhésifs entre cadhérines. Cette 

étude suggère que, dans les cellules épithéliales, l’activité protrusive dépendante de la 

polymérisation de l’actine agit régulièrement pour maintenir les jonctions cellule-

cellule et pour empêcher la déchirure des contacts par la contractilité dépendante de 

la myosine II. Cette étude suggère aussi que le réseau de filaments branchés devrait 

être majoritaire au niveau des jonctions. Pourtant, d’autres études ont révélé une autre 

organisation du cytosquelette d’actine au niveau des JA des cellules endothéliales. Les 

observations en microscopie électronique ont montré l’existence de deux réseaux 

d’actine distincts aux JA linéaires : un réseau d’actine branché juxtamembranaire et des 

faisceaux de filaments périjonctionnels parallèles à la membrane (Efimova et Svitkina, 

2018) (Figure 34). La VE-cadhérine interagit principalement avec le réseau d’actine 

branché contenant Arp2/3, alors que les faisceaux de filaments d’actine sont localisés 

en position plus distale. Ces derniers contiennent de la myosine IIA (NMIIA) et sont liés 

indirectement à la jonction via le réseau d’actine branché.  

 

Des études plus récentes ont exploré l’implication des deux isoformes de la myosine II 

A et B (NMIIA et NMIIB) pendant les étapes précoces de la formation des jonctions 

intercellulaires épithéliales (Heuzé et al., 2019). Chaque isoforme possède sa 

localisation spécifique au niveau des jonctions et ses propres fonctions. Les résultats 

de cette étude montrent que la NMIIA est associée aux faisceaux de filaments d’actine 

parallèles périjonctionnels, qui sont liés à un réseau branché d’actine juxtamembranaire 

distinct, auquel la NMIIB est associée. Ces deux localisations distinctes de la NMIIA et 

NMIIB au niveau des jonctions naissantes reflètent des contributions distinctes au 

fonctionnement des jonctions. La NMIIA est responsable de la génération de la force 

de traction nécessaire à la croissance des jonctions, alors que la NMIIB possède un rôle 

dans la transmission de la force générée par la NMIIA aux clusters de cadhérines 

membranaires nécessaire au maintien des jonctions. La force générée par la NMIIB est 

responsable de l’étirement de l’α-caténine qui induit sa conformation ouverte active 

(Figure 35). 
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Figure 34. Images en microscopie électronique montrant deux types de réseaux 

d’actine au niveau des JA. 

A. Vue d’ensemble d‘une cellule formant des jonctions adhérentes (JA) linéaires avec 

les cellules voisines. B. Agrandissement de la région encadrée en A. Deux types de 

réseaux d’actine sont observés au niveau de la jonction linéaire : une étroite bande 

d’actine branchée (orange) flanquée de deux faisceaux de filaments d’actine (cyan). La 

myosine IIA (NMIIA) est présentée en cyan et est colocalisée avec les faisceaux, mais 

pas avec le réseau branché. C. Agrandissement de la région encadrée en B. (adapté de 

Efimova et Svitkina, 2018).  

 

 

Dans cette étude il est intéressant de noter que les cellules dépourvues de NMIIB 

présentent des jonctions contenant moins d’α-caténine ouverte et sont associées à des 

réseaux de filaments d’actine branchés contenant le complexe Arp2/3 plus épais 

(Heuzé et al., 2019). Cette observation est compatible avec nos résultats qui montrent 

que l’α-caténine ouverte, mimée par le mutant Δmod dans notre travail, recrute la 

vinculine et VASP pour inhiber le branchement par Arp2/3 (Figure 36). 

 

En résumé, l’initiation des contacts cellule-cellule nécessite des extensions 

membranaires formées grâce à l’assemblage d’un réseau de filaments d’actine 

branchés par le complexe Arp2/3.  L’assemblage de ce réseau d’actine génère les forces 

de poussée qui permettent aux cellules d’entrer en contact. Durant les étapes précoces 

de la biogenèse des contacts intercellulaires, deux réseaux d’actine distincts sont 

impliqués : un réseau branché juxtamembranaire et des faisceaux contractiles parallèles 

périjonctionnels. Le rôle des deux isofomes de la myosine II A et B est crucial dans ce 
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processus. La NMIIB localisée très proche de la membrane est responsable du 

regroupement des clusters de cadhérines membranaires ainsi que de la transmission 

de la force nécessaire à l’activation de l’α-caténine. La NMIIA génère la force de traction 

nécessaire à la croissance des jonctions. Au niveau moléculaire, la formation des 

complexes cadhérines-caténines à cette étape contribue au contrôle de l’organisation 

de l’actine en réduisant la densité des réseaux branchés et en contribuant à la formation 

des faisceaux contractiles (Figure 36). Au fur et à mesure de l’augmentation de la 

tension et de l’extension des jonctions naissantes, l’α-caténine, étirée mécaniquement 

par l’activité de l’actomyosine, recrute la vinculine qui à son tour recrute VASP. Ce 

complexe ternaire agit sur la nucléation, l’élongation et l’organisation en faisceaux des 

filaments d’actine, contribuant ainsi à la réorganisation de l’actine jonctionnel en 

faisceaux parallèles à la membrane et donc à la maturation et la stabilité des JA (Figure 

36).  

 

Figure 35. L’isoforme NMIIB contrôle le dépliement de l’α-caténine au niveau des 

contacts cellule-cellule. 

A. Images confocales de la zone jonctionnelle des cellules MDCK ayant subi une 

déplétion de la myosine IIA (NMIIA KD), ou une déplétion de la myosine IIB (NMIIB KD). 

L’α-cat18 est un anticorps monoclonal qui reconnait la conformation ouverte de l’α-

caténine. Barre d’échelle : 10µm. B, C. Graphiques représentants les rapports des 

signaux α-cat18/α-caténine (B) et les niveaux d’intensité moyenne du signal de l’α-

caténine au niveau de la jonction (C). (adapté de Heuzé et al., 2019).  
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Figure 36. Modèle du mécanisme par lequel l’α-caténine, la vinculine et VASP 

régulent l’assemblage et l’organisation de l’actine durant la formation des 

contacts cellule-cellule. 

A. Mécanisme moléculaire de la régulation de l’assemblage de l’actine par les 

complexes d’adhésion associés aux jonctions adhérentes. B. Schéma montrant la 

transition des jonctions naissantes en jonctions matures ainsi que la réorganisation du 

réseau d’actine durant ce processus.  
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Après avoir décrit l’activité du complexe α-caténine-vinculine-VASP sur la régulation 

de l’assemblage de l’actine, nous pouvons envisager plusieurs perspectives.  

 

Comme dans notre étude nous avons utilisé des mutants qui miment les conformations 

actives des protéines mécanosensibles, une suite logique de ce projet serait de 

développer une stratégie expérimentale in vitro pour étudier l’activité du complexe α-

caténine-vinculine-VASP en fonction de la force appliquée par l’actomyosine. 

L’adaptation du dispositif expérimental précédemment développé par le 

laboratoire qui utilise des surfaces micro-imprimées (micropatterned) semble être une 

base idéale pour atteindre cet objectif (Ciobanasu et al., 2015). Nous pourrions ainsi 

immobiliser l’α-caténine dans ces structures et observer l’effet de la force actomyosine 

sur le recrutement de la vinculine et de VASP fluorescents tout en mesurant la 

polymérisation de l’actine et l’organisation des filaments.  

 

La contribution du complexe Arp2/3 dans la formation des jonctions adhérentes est 

bien établie dans la littérature. En revanche la persistance du réseau branché d’actine 

au niveau des JA matures et le rôle de la NMIIB à ce stade ne sont toujours pas clairs. 

Il semble nécessaire d’avoir des études cellulaires comparatives par microscopie 

électronique de l’ultrastructure des réseaux d’actine associés aux JA et soumis à des 

forces croissantes pour tester cette hypothèse.  

 

Enfin, il serait intéressant de déterminer le rôle des autres partenaires de cette 

machinerie dans la régulation de l’actine, notamment les formines, Dia-1 et formine-1, 

qui sont connues pour réguler l’assemblage de l’actine aux JA (Romero et al., 2004; 

Kobielak et al., 2004; Carramusa et al., 2007; Acharya et al., 2017).  L’objectif ultime 

serait de développer un système in vitro pour comprendre l’organisation et la 

dynamique des réseaux d’actine qui résultent de la coordination entre les activités 

d’Arp2/3, des formines, du complexe α-caténine-vinculine-VASP et des myosines 

NMIIA et NMIIB.  
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ARTICLE 2: La TALINE ET LA VINCULINE COMBINENT LEURS ACTIVITÉS POUR 

DÉCLENCHER L’ASSEMBLAGE DE L’ACTINE.                  (EN RÉVISION) 

Référence BiorXiv : https://doi.org/10.1101/2022.12.01.518757   

 

 

Les adhésions focales (AF) renforcent leur lien avec le cytosquelette d'actine pour 

résister à la force. L'association taline-vinculine pourrait renforcer l'ancrage de l'actine 

aux AF en contrôlant la polymérisation de l'actine. Cependant, l'activité de 

polymérisation de l'actine du complexe taline-vinculine n'est pas connue car elle 

nécessite la reconstitution des étapes d'activation mécanique et biochimique qui 

contrôlent l'association de la taline et de la vinculine et l'exposition de leurs domaines 

de liaison à l'actine. En combinant des essais cinétiques et de liaison avec des 

observations de filaments d'actine uniques en microscopie TIRF, nous montrons que 

l'association de mutants de taline et de vinculine, mimant différents degrés 

d'activation, entraîne une variété d'activités. En particulier, la taline étirée 

mécaniquement et la vinculine activée se combinent pour stimuler l'assemblage de 

l'actine de manière synergique par un mécanisme séquentiel dans lequel les filaments 

sont nucléés, coiffés et libérés pour s'allonger. Nos résultats suggèrent un mécanisme 

polyvalent pour la régulation de l'assemblage de l'actine dans les AF soumises à 

diverses combinaisons de signaux biochimiques et mécaniques. 

 

Dans ce travail, j’ai contribué à la purification des protéines, aux expériences de 

cinétiques présentées dans les figures 1, 2 et 3 et à leur quantification. 
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Abstract 

Focal adhesions (FAs) strengthen their link with the actin cytoskeleton to resist force. 
Talin-vinculin association could reinforce actin anchoring to FAs by controlling actin 
polymerization. However, the actin polymerization activity of the talin-vinculin 
complex is not known because it requires the reconstitution of the mechanical and 
biochemical activation steps that control the association of talin and vinculin and the 
exposure of their actin-binding domains. By combining kinetic and binding assays 
with single actin filament observations in TIRF microscopy,	 we show that the 
association of talin and vinculin mutants, mimicking different degrees of activation, 
results in a variety of activities. In particular, mechanically stretched talin and 
activated vinculin combine to stimulate actin assembly synergistically through a 
sequential mechanism in which filaments are nucleated, capped and released to 
elongate. Our findings suggest a versatile mechanism for the regulation of actin 
assembly in FAs subjected to various combinations of biochemical and mechanical 
cues. 

Keywords: adhesion, actin, talin, vinculin 
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Introduction  
To migrate efficiently in different tissues, cells must sense and adapt to variations of 
the mechanical properties of their environment. In this adaptive process, focal 
adhesions (FAs) can strengthen their link with the extracellular matrix (ECM) and the 
actomyosin stress fibers (Ciobanasu et al., 2013; Gardel et al., 2010; Geiger et al., 
2009). FAs are composed of transmembrane integrins that mechanically couple the 
ECM to the actomyosin cytoskeleton, via a variety of actin binding proteins (ABPs) 
(Bachmann et al., 2019; Ciobanasu et al., 2013; Le Clainche and Carlier, 2008; 
Romero et al., 2020).  

The mechanical coupling of stress fibers to FAs is highly regulated. The anchoring of 
actin filaments to FAs can be modulated by the degree of engagement of a molecular 
clutch composed of sliding layers of interacting proteins, including ABPs (Gardel et 
al., 2010; Hu et al., 2007). The regulation of the polymerization of the actin filaments 
that compose the stress fibers may also determine the level of their mechanical 
coupling to FAs (Ciobanasu et al., 2013). Interestingly, FAs associated with 
elongating dorsal stress fibers are associated with low traction forces, whereas FAs 
associated with non-elongating ventral stress fibers are associated with high traction 
forces (Tojkander et al., 2015). This inverse correlation between the elongation of the 
actin filaments and the transmission of force to the ECM sheds light on the 
importance of force-dependent ABPs which control actin assembly in FAs.  

Biochemical and cellular studies have described a variety of ABPs associated with 
FAs that regulate the elongation of actin filament barbed ends. Early in vitro studies 
showed that the vasodilator-stimulated phosphoprotein (VASP) nucleates actin 
filaments and assembles them into bundles (Laurent et al., 1999). More recent 
studies demonstrate that VASP can also elongate actin filament barbed ends in a 
processive manner (Breitsprecher et al., 2011, 2008; Hansen and Mullins, 2010). 
Similarly, a series of studies suggested that formins are involved in the processive 
elongation of stress fibers in cells (Hotulainen and Lappalainen, 2006; Tojkander et 
al., 2011). Talin and vinculin, which associate in response to the actomyosin force, 
could link force sensing to the control of actin polymerization in FAs. 

Vinculin is an autoinhibited ABP in which the single actin-binding domain (ABD), 
called vinculin tail (Vt), is masked by an intramolecular interaction with vinculin head 
(Vh) (Johnson and Craig, 1995). Biochemical studies showed that isolated Vt binds 
actin filaments and assembles them into bundles (Huttelmaier et al., 1997; Janssen 
et al., 2006). We showed that Vt also caps actin filament barbed ends and nucleates 
actin filaments (Le Clainche et al., 2010). All these activities of Vt are masked by Vh 
in the autoinhibited conformation of vinculin. 

Talin is a large ABP composed of a FERM domain, subdivided into F0, F1, F2, F3, 
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and a rod domain made of 13 helical bundles (R1 to R13) (Ciobanasu et al., 2013). 
The two major intramolecular interactions F3-R9 and F2-R12 keep talin in an 
autoinhibited form (Dedden et al., 2019; Goult et al., 2009). Talin contains three 
ABDs. ABD1, ABD2 and ABD3 correspond to the head (F2F3), the central region 
(R4-R8) and the last C-terminal bundle (R13) respectively (Hemmings et al., 1996). 
We previously demonstrated that the N-terminal ABD1 of talin blocks the elongation 
of actin filament barbed ends in low ionic strength conditions, whereas ABD2 and 
ABD3 do not affect actin dynamics (Ciobanasu et al., 2018). Full-length talin is 
inactive because ABD1 is inhibited by the F3-R9 intramolecular interaction.  

Biochemical and structural studies revealed the presence of 11 vinculin binding sites 
(VBSs) buried in some of the 13 helical bundles of talin (Gingras et al., 2005). The 
stretching of single molecules of talin revealed that force exposes several of these 11 
cryptic VBSs along talin rod domain (del Rio et al., 2009; Goult et al., 2018; Yao et 
al., 2016). Using an in vitro reconstitution approach, we demonstrated that the 
actomyosin force is sufficient to stretch talin, allowing its binding to vinculin 
(Ciobanasu et al., 2014). The release of talin autoinhibition also favors the low-affinity 
constitutive binding of vinculin (Atherton et al., 2020).  

In order for the Vh domain of vinculin to interact with talin VBSs, it is necessary to 
release it from its autoinhibitory interaction with Vt (Johnson and Craig, 1994). 
Although the mechanism of activation of vinculin is not fully understood, several 
studies show that once vinculin is bound to talin, the interaction of Vt with actomyosin 
keeps vinculin under tension in its open conformation (Carisey et al., 2013; Chen et 
al., 2006; Grashoff et al., 2010; Hirata et al., 2014; Humphries et al., 2007). In this 
mechanism, the actomyosin-dependent talin-vinculin complex acts as a catch-bond 
that releases Vt to strengthen the anchoring to actomyosin whose contraction initially 
induced its formation (Atherton et al., 2015; Ciobanasu et al., 2014; Hirata et al., 
2014). 

Because force is required to trigger vinculin association to talin, and because the two 
proteins are autoinhibited, it has so far been impossible to determine the ability of the 
talin-vinculin complex to regulate actin polymerization. Here, we designed a series of 
talin and vinculin mutants that associate constitutively into a stable complex. By 
combining kinetic studies in fluorescence spectroscopy, actin binding assays and 
single actin filament observations in TIRF microscopy, we determined the activities of 
these mutants and their complexes on actin binding and polymerization. Altogether 
our data reveal a force-dependent mechanism of actin assembly in FAs.   
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Results 

The release of the two autoinhibitory contacts of vinculin allows F-actin 
binding and barbed-end capping but not nucleation.  

Before starting the study of the talin-vinculin complex, we deciphered the complex 
mechanism that links the autoinhibition of vinculin and its activities. Indeed, 
biochemical and structural studies have revealed that the auto-inhibition of vinculin is 
controlled by two interfaces between Vt and the D1 and D4 subdomains of the head 
(Bakolitsa et al., 2004; Cohen et al., 2005; Le Clainche et al., 2010) (Figure 1A).  

In order to disrupt specifically both autoinhibitory interfaces, we designed a series of 
point mutations of amino acids in D1 and D4 that interact with Vt. Because the 
contact surface between Vt and D1 is significantly larger than the D4-Vt one, we 
mutated two separate groups of charged amino acids in the D1-Vt interface: E28K, 
D33H referred to as V1a and D110H, R113E referred to as V1b (Figure 1A). Their 
combination is referred to as V1ab. In D4, we designed a double mutation N773I, 
E775K called V4 (Figure 1A). In most of our comparative studies, we used full-length 
vinculin (VFL), the isolated ABD Vt and the following combinations of point mutants: 
V1a, V1ab, V4, V1a4, V1b4, V1ab4.  

We first characterized these vinculin mutants by measuring their binding to actin 
filaments (F-actin) using a cosedimentation assay. As previously reported, the 
autoinhibited VFL does not cosediment with F-actin (Le Clainche et al., 2010) (Figure 
1B, Supplementary Figure 1A). Among the mutants, V1a4 and V1ab4 display the 
highest affinity for F-actin, close to that of Vt, which indicates that Vt is almost 
completely exposed in these mutants (Figure 1B, Supplementary Figure 1B, C, D). In 
contrast V4 and V1b4 do not bind to F-actin (Figure 1B, Supplementary Figure 1E, F). 
Finally, V1a and V1ab display low to intermediate binding levels (Figure 1B, 
Supplementary Figure 1G, H). Altogether, these data demonstrate that the complete 
release of the D1-Vt contact is sufficient to partially expose the F-actin binding site of 
Vt,	whereas releasing D4 alone is not sufficient. The combined release of D4 and D1 
is required to fully expose Vt (Supplementary Table 1). 

We then tested the effect of these vinculin mutants on actin nucleation by measuring 
the acceleration of the kinetics of pyrenyl-labeled actin assembly in low ionic strength 
condition, which corresponds to 25 mM KCl, while the salt concentration normally 
used by the vast majority of laboratories is 50 mM KCl and sometimes 100 mM KCl. 
Several studies have revealed regulation mechanisms and activities of FA proteins, 
such as vinculin, talin and VASP, by varying the ionic strength of in vitro assays 
(Dedden et al., 2019; Laurent et al., 1999; Le Clainche et al., 2010). We first 
confirmed that Vt nucleates actin filament in a dose-dependent manner (Le Clainche 
et al., 2010) (Figure 1C, Supplementary Figure 2A). Unlike Vt, most vinculin mutants 
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do not show significant actin nucleation activities (Figure 1C, Supplementary Figure 
2B-G, Supplementary Table 1). Although their activities are very weak, the kinetics 
showed that V1a4 and V1ab4 are the only mutants to display a measurable activity 
(inset in Figure 1C, Supplementary Figure 2F, G), suggesting that the release of Vt 
from both D1 and D4 is necessary to nucleate actin, but not sufficient to fully expose 
this activity of Vt.  

These two series of experiments lead to an apparent contradiction, since the release 
of the 2 contacts D1-Vt and D4-Vt is sufficient to expose Vt and allow it to bind to F-
actin (Figure 1B), but not to nucleate actin filaments (Figure 1C). We hypothesized 
that, in addition to releasing the D1-Vt and D4-Vt contacts, F-actin, which is present in 
cosedimentation assays but absent at the beginning of the nucleation assays, 
contributes to the opening of vinculin by binding to Vt. To test this hypothesis, we 
compared the ability of vinculin mutants to cap preexisting actin filament barbed 
ends. The effect of vinculin mutants on barbed end capping was first assessed by 
measuring the inhibition of pyrenyl-labeled actin polymerization in the presence of 
spectrin-actin seeds (Le Clainche et al., 2010). Although VFL, V1a, V1ab and V4 display 
only weak activity (Figure 1D, Supplementary Figure 3A-D), V1a4 and V1ab4 strongly 
inhibit the elongation of preexisting actin filament barbed ends, in agreement with our 
hypothesis (Figure 1D, Supplementary Figure 3E, F, Supplementary Table 1).  

An isolated vinculin-binding domain of talin promotes vinculin binding to F-
actin but has no effect on barbed-end capping and nucleation.  

Before determining the activity of the talin-vinculin complex, it was necessary to 
determine whether and how the simple binding of talin to vinculin, independently of 
the activities of talin ABDs, influences the activities of vinculin described above 
(Figure 1). We therefore used a short domain of talin, called VBS1 (talin 482-636) 
corresponding to R1 deleted from its last helix, which exposes one VBS (Le Clainche 
et al., 2010) (Supplementary Figure 4).  

We tested the effect of increasing concentrations of VBS1 (0-10 µM) on the ability of 
vinculin mutants to bind to F-actin, using a cosedimentation assay (Figure 1E). VBS1 
induces the binding of vinculin to F-actin with various efficiencies, depending on 
mutations in vinculin autoinhibitory contacts. VBS1 induces a near two-fold increase 
in VFL binding to F-actin (Figure 1E, Supplementary Figure 5A). The weakening of 
D1-Vt increases the effect of VBS1, which results in a three-fold increase in the 
binding of V1a to F-actin (Figure 1E, Supplementary Figure 5B). Finally, mutations in 
D4, alone or combined with mutations in D1, conferred to VBS1 its highest efficiency, 
as shown by the 5-6-fold increase in V4 and V1b4 binding of F-actin (Figure 1E, 
Supplementary Figure 5C, D). Taken together, our data show that VBS1 binding to 
D1 mimics mutations in D1, explaining why the combination of VBS1 with mutations 
in D4 mimics the effect of mutations in both D1 and D4 observed previously in Figure 
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1B (Supplementary Table 1).  

VBS1 did not increase the nucleation activity of vinculin mutants (Figure 1F, 
Supplementary Figure 6A-H, Supplementary Table 1), which remains negligible 
compared to that of Vt (Figure 1F, Supplementary Figure 6I). This assay, in which F-
actin is initially absent, further supports the importance of F-actin as a co-activator of 
vinculin.  

Surprisingly, increasing concentrations of VBS1 do not change the ability of vinculin 
mutants to cap actin filament barbed ends in a spectrin-actin seed assay (Figure 1G, 
Supplementary Figure 7A-E, Supplementary Table 1). The fact that VBS1 does not 
increase the ability of V4 to inhibit barbed end elongation at the same level as V1ab4 
alone indicates that VBS1 binding to D1 is less efficient than D1 mutations in this 
polymerization assay. The fact that VBS1 activates V4 in the cosedimentation assay 
described above (Figure 1E), and not in a kinetic assay (Figure 1G), could be due to 
the higher concentration of the co-activator F-actin in the cosedimentation assay.  

Talin with exposed VBSs promotes vinculin-dependent barbed-end capping 
but has no effect on nucleation. 

After determining the contribution of an isolated talin VBS to the activity of vinculin, 
we designed a series of full-length talin constructs (TΔ1, TΔ2, TΔ3) in which VBSs are 
exposed (Figure 2A, Supplementary Figure 4), in order to study the activity of a 
constitutive talin-vinculin complex harbouring the ABDs of both proteins. We first 
designed a construct, referred to as TΔ1, in which the helix 5 of the helical bundle R1 
is deleted, which exposes the same VBS than that of the construct called VBS1 used 
in Figure 1. Talin TΔ2 has been designed to expose two consecutive VBSs in R3, 
thanks to the deletion of the 2 helices 10 and 13 located on both sides of the two 
VBSs. Talin TΔ3 combines the mutations of TΔ1 and TΔ2. We first verified the efficiency 
of deletions performed in TΔ1, TΔ2, TΔ3 using a micropatterning-based binding assay 
adapted form our previous work (Ciobanasu et al., 2015, 2014; Vigouroux et al., 
2020). Hence, TΔ1, TΔ2, TΔ3 constructs immobilized on micropatterned surfaces recruit 
the head of vinculin fused to EGFP (Vh-EGFP) more efficiently than the wild-type TFL 
(Figure 2B, C). Because it is impossible to distinguish the relative contribution of 
each protein in the talin-vinculin complex to F-actin binding, we did not perform 
cosedimentation assays for this part of the study. 

We already showed that VBS1, which does not include the ABDs of talin, is not 
sufficient to promote vinculin capping activity (Figure 1G). We then determined the 
contribution of the ABD domains of talin to the barbed-end capping activity of the 
talin-vinculin complex. To this aim, we combined the talin mutants with the V1a mutant 
of vinculin which does not efficiently cap actin barbed ends alone (Figure 1D), nor in 
the presence of VBS1 (Figure 1G). In the presence of a fixed concentration of V1a, 
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addition of increasing concentrations of TΔ1, TΔ2 and TΔ3 induced a dose-dependent 
inhibition of barbed-end elongation in a spectrin-actin seed assay (Figure 2D, 
Supplementary Figure 8B-D, Supplementary Table 1). Wild-type full-length talin (TFL) 
also induced barbed-end inhibition in the presence of V1a, but with a lower efficiency 
than TΔ1, TΔ2 and TΔ3 (Figure 2D, Supplementary Figure 8A, Supplementary Table 1). 
This effect is not due to talin constructs alone and requires the presence of V1a since 
TFL, TΔ1, TΔ2 and TΔ3 alone had no effect on barbed end elongation (Figure 2D, 
Supplementary Figure 9A-D). The fact that the fully autoinhibited VFL does not 
combine with TFL, TΔ1, TΔ2 and TΔ3 to inhibit barbed end elongation confirms that 
vinculin activation is required for this activity (Supplementary Figure 10A-E).  

We then tested the ability of the talin-vinculin complex to stimulate actin assembly by 
combining the talin mutants with the vinculin mutant V1ab4. The mutant V1ab4 
appeared to be the ideal choice here because it is close to the fully open 
conformation (Figure 1A). We hypothesized that the weak nucleation activity of V1ab4, 
(Figure 1C, Supplementary Figure 2G), could be increased by talin binding to vinculin 
head and the activity of talin ABDs. However, kinetic assays containing V1ab4 and TFL, 
TΔ1, TΔ2 or TΔ3, do not reveal a significant nucleation activity compared to the activity 
of Vt alone, and it was not higher than that of V1ab4 alone (Figure 2E, Supplementary 
Figure 11A-D, Supplementary Table 1).  

A talin-vinculin complex, in which all autoinhibitory contacts are released, 
nucleates actin filaments transiently capped at their barbed ends. 

The results obtained with the previous talin mutants may only partially reflect the 
activity of the talin-vinculin complex because talin remains autoinhibited by the F3-R9 
and F2-R12 contacts (Dedden et al., 2019; Goult et al., 2009). We previously 
demonstrated that the F3-R9 contact masks the capping activity of talin ABD1 
(Ciobanasu et al., 2018). Therefore, we hypothesized that releasing these 
autoinhibitory contacts in talin may unravel additional activities of the talin-vinculin 
complex. To test this hypothesis, we designed three talin constructs, called TΔAI, 
TΔ1ΔAI and TΔ1ΔAIΔABD2 (Figure 3A, Supplementary Figure 4). TΔAI corresponds to TFL 
deleted from the region encompassing the auto-inhibitory (AI) modules R9 and R12. 
TΔ1ΔAI combines the deletion of the AI region (ΔAI) and the deletion that exposes a 
VBS in R1 (Δ1). TΔ1ΔAIΔABD2 combines the ΔAI and Δ1 deletions with the deletion of the 
second actin binding domain (ΔABD2). 

In a spectrin-actin seed assay, increasing concentrations of TΔAI and TΔ1ΔAI stimulated 
the barbed-end capping activity of V1a but not that of VFL (Figure 3B, Supplementary 
Figure 12A-E, Supplementary Table 1). Altogether these experiments show that 
releasing the autoinhibitions of talin favors its association with vinculin to form a 
complex that caps actin filament barbed ends, provided that vinculin autoinhibition is 



	 9	

also weakened. The fact that TΔ1ΔAI is much more effective than TΔAI for this activity 
further indicates that the release of the autoinhibition of talin adds to the VBS 
exposure in R1 to promote vinculin binding. The strong barbed-end capping activity 
of the complex made of TΔ1ΔAIΔABD2 and V1a, but not VFL, also indicates that talin 
ABD2 is not required for this activity (Figure 3C, Supplementary Figure 13A-C, 
Supplementary Table 1). The number and position of exposed VBSs influence the 
barbed end capping activity of the complex since TΔ2ΔAI, in which two VBSs are 
exposed in R3, and TΔ3ΔAI, in which three VBSs are exposed in R1 and R3, combine 
efficiently with VFL to cap actin filaments (Supplementary Figure 14A-E, 
Supplementary Table 1), in contrast with TΔ1ΔAI, in which only one VBS is exposed in 
R1 (Figure 3B).  

We then tested the effect of complexes composed of TΔAI, TΔ1ΔAI and TΔ1ΔAIΔABD2 and 
vinculin mutants on actin nucleation. Increasing concentrations of TΔAI and TΔ1ΔAI 
stimulated actin assembly in the presence of V1ab4 but not in the presence of VFL 
(Figure 3D, Supplementary Figure 15A-D, Supplementary Table 1). As for the 
capping activity (Figure 3B), TΔ1ΔAI is much more effective than TΔAI for the nucleation 
activity, indicating that, in addition to the release of talin autoinhibition, VBS exposure 
is required for talin and vinculin to form a nucleation complex (Figure 3D, 
Supplementary Figure 15C,D). The number and position of exposed VBSs influence 
this activity of the complex since a complex made of V1ab4 and TΔ3ΔAI, in which three 
VBSs are exposed in R1 and R3, is slightly more active than complexes made of 
V1ab4 and TΔ1ΔAI or TΔ2ΔAI, in which one or two VBSs are exposed respectively 
(Supplementary Figure 16A-F, Supplementary Table 1).  

The fact that combinations of activated vinculin V1ab4 with auto-inhibited talin (TΔ1, TΔ2 

and TΔ3) do not stimulate actin assembly indicates that autoinhibited ABDs in talin 
play a critical role in this mechanism. To determine the relative importance of the 
ABDs of talin and vinculin for the activity of the complex, we tested various constructs 
of the two proteins deleted for ABDs and we added competitors of ABDs to 
polymerization reactions. First, we showed that talin ABD2 is not necessary since 
TΔ1ΔAIΔABD2, lacking ABD2, efficiently combines with V1ab4 to stimulate actin assembly 
(Figure 3E, Supplementary Figure 17A-C, Supplementary Table 1). We also 
compared the ability of talin constructs containing VBSs and either ABD1 or ABD3 to 
stimulate actin assembly in the presence of V1ab4. We found that ABD1 and ABD3 
can combine with vinculin to stimulate actin polymerization, suggesting redundancy 
between ABD1 and ABD3 (Supplementary Figure 18A). Interestingly, the addition of 
the isolated R9 domain of talin to a polymerization reaction containing TΔ1ΔAIΔABD2 and 
V1ab4 reduces the stimulation of actin assembly (Supplementary Figure 18B). This 
result confirms that ABD1, which is masked by R9 in inactive talin (Ciobanasu et al., 
2018), is involved in this activity. Finally, combinations of various activated talin 
constructs with vinculin head (Vh), which lacks its ABD Vt, failed to block the 
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elongation of actin filament barbed ends or stimulate actin assembly, indicating a 
critical role of Vt in all activities of the talin-vinculin complex (Supplementary Figure 
19A-B). Altogether our observations indicate that ABD1 and ABD3 domains of talin, 
as well as the Vt domain of vinculin, are involved in the activities of the complex.  

To confirm the mechanism by which the talin-vinculin complex regulates actin 
assembly, we observed in TIRF microscopy the actin filaments produced by the 
complex made of V1ab4 and TΔ1ΔAI or TΔ1ΔAIΔABD2 described above. Representative 
images and quantifications showed that the TΔ1ΔAI-V1ab4 complex induces the 
formation of a higher number of actin filaments than TΔ1ΔAI alone or V1ab4 alone 
(Figure 4A, C, Supplementary Movie 1). We found the same result for TΔ1ΔAIΔABD2-
V1ab4 complex (Figure 4B, D, Supplementary Movie 2). Interestingly, the analysis of 
actin filament elongation showed that they undergo frequent pauses reflecting barbed 
end capping events (Figure 4E, F). The exponential fit of the distribution of the pause 
duration gave an estimated dissociation rate constant of 0.006 s-1 (t1/2 = 110 s) for 
TΔ1ΔAI-V1ab4 and 0.009 s-1 (t1/2 = 75 s) for TΔ1ΔAIΔABD2-V1ab4 (Figure 4G).  

Finally, we followed fluorescent molecules of vinculin, talin and actin in real time 
during the nucleation and capping of individual actin filaments. We first immobilized 
pre-formed complexes of TΔ1ΔAI-Alexa594 and V1ab4-Alexa647 at low concentration on 
a glass surface passivated with PLL-PEG and added actin-Alexa488 under 
conditions that allowed nucleation and capping. This experimental setup allowed us 
to capture sequences of events in which spots, containing both talin and vinculin, 
associate with actin and release a growing actin filament (Figure 5A, Supplementary 
Movie 3). In this experiment, as in FAs that form in cells, talin, and under certain 
conditions vinculin, are dimers that assemble with high stoichiometry. The observed 
spots therefore contain several molecules of TΔ1ΔAI and V1ab4 that assemble via the 
exposed VBS of TΔ1ΔAI but also via other VBSs with lower affinity as indicated by the 
activity of the TΔAI-V1ab4 experiments (Figure 3D). The stationary fiduciary marks 
along actin filaments indicate that the talin-vinculin complex remains associated with 
the pointed end while the barbed end is free to grow on the other side (black arrow 
head, Figure 5A). Interestingly, nucleation events are often characterized by the 
existence of a delay between actin recruitment by a talin-vinculin complex and the 
elongation of a filament (Figure 5B, Supplementary Movie 4). In this series of 
experiments, pre-existing filaments are also captured and capped at their barbed end 
(Figure 5C, Supplementary Movie 5). Barbed-end capping is transient as many of the 
capped filaments are eventually left free to elongate after a delay (Figure 5D, 
Supplementary Movie 6). These activities lead to a distribution of talin-vinculin 
complexes at the pointed end of the filaments, following their nucleation, at the 
barbed end of the filaments, following their capping, or on the side of the filaments 
(Figure 5E). Quantification of the delay between actin recruitment and elongation 
allows to determine a rate (0.0047 s-1, t1/2 = 147 s, Figure 5E), that is close to the 
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dissociation rate of the barbed ends from the talin-vinculin complex observed 
previously (Figure 4G), suggesting that the talin-vinculin complex nucleates filaments 
initially capped at their barbed end.  

Altogether, our direct observations reveal a mechanism in which talin and vinculin, in 
their active conformations, form a complex that nucleates actin filaments transiently 
capped at their barbed ends before being released and free to elongate (Figure 6). 
The talin-vinculin complex may also follow part of this mechanism to cap pre-existing 
filaments (Figure 6). 

 
Discussion 

The assembly of the talin-vinculin complex is a key step in the reinforcement of cell-
matrix adhesions subjected to a mechanical stimulus such as the force generated by 
the actomyosin stress fibers. This complex strengthens the link with the tensile 
actomyosin cytoskeleton to resist the force it applies. However, the mechanisms by 
which the force-dependent complex acts on actin filaments was poorly understood. 

The mechanistic study of the talin-vinculin complex has long been limited by the fact 
that the assembly of the complex depends on the release of multiple autoinhibitory 
interactions both in talin and in vinculin. Although it is established that force exposes 
cryptic vinculin binding sites in talin by stretching helical bundles, the mechanisms 
allowing the release of the additional autoinhibitory interactions between distant 
domains in talin are not fully understood. The structure of full-length talin in its 
autoinhibited form has been reported recently and revealed that, in addition to the 
known interaction between F3 and R9, the F2 domain interacts with the R12 domain 
(Dedden et al., 2019; Goult et al., 2009). These autoinhibitory contacts mask the 
binding interface of ABD1, corresponding to F2 and F3, with F-actin, while ABD2, 
composed of R4 and R8, is masked by an interaction with R3 (Atherton et al., 2020; 
Ciobanasu et al., 2018; Dedden et al., 2019) (Figure 6). The mechanism by which 
these contacts are disrupted is unclear. The binding of RIAM and PIP2 to talin F3 is 
known to disrupt the F3-R9 autoinhibition (Yang et al., 2014). Once these two 
interdomain interactions are disrupted, talin can be pulled by actomyosin force, which 
stretches helical bundles to expose cryptic VBSs (del Rio et al., 2009; Yao et al., 
2016) (Figure 6). Force application to the ABD3/R13 domain of talin could also 
contribute to disrupting its auto-inhibitions, but no experimental evidence of such a 
mechanism has been reported to date. This mechanism is possible because the 
ABD3 domain is exposed, at least partially, in the inactive talin, as suggested by the 
flexibility of the neighboring domains (Dedden et al., 2019). In this study, we show 
that combining various deletions, including the part of talin that contains the R9 and 
R12 autoinhibitory domains, with the deletion of individual helices, which exposes 
VBSs, mimics the open and mechanically stretched conformation of talin (Figure 6). 
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Our results show that the release of talin autoinhibition is sufficient to allow the 
binding of vinculin and form a complex that caps and nucleates actin, which explains 
the observation made by others that a mutation in talin that disrupts the F3-R9 
interaction is sufficient to recruit vinculin in cells (Atherton et al., 2020). Our data also 
support the findings that the association of talin and vinculin without tension is 
required for efficient nascent adhesion maturation (Han et al., 2021). This interaction 
likely corresponds to a low degree of saturation of the partially exposed VBSs in this 
open talin structure that has become very flexible. Indeed, exposure of a single VBS 
motif in R1 significantly increases vinculin binding as evidenced by the enhanced 
activity of the talin-vinculin complex.  

Vinculin is autoinhibited by an intramolecular interaction between the head (Vh) and 
the tail (Vt) domains. Talin binding to the D1 subdomain of Vh is controlled by the D1-
Vt interaction (Johnson and Craig, 1994), whereas F-actin binding to Vt is controlled 
by a more complex mechanism involving interactions of D1 and D4 with both sides of 
Vt (Cohen et al., 2005; Johnson and Craig, 1995; Le Clainche et al., 2010). The 
identification of several intermediate open conformations of vinculin suggests that the 
level of activation of vinculin is controlled by the number of auto-inhibitory contacts 
removed (Chorev et al., 2018). Our vinculin mutagenesis strategy confirmed that Vt 
activities are controlled by different combinations of Vh-Vt autoinhibitory contacts. The 
disruption of D1-Vt is sufficient to induce F-actin binding to Vt, but the combination of 
D1 and D4 mutations provides a higher affinity for F-actin. In the present study we 
show that the disruption of D1-Vt is not sufficient to expose the capping activity of Vt, 
which requires the combined disruption of D1 and D4 contacts with Vt, as previously 
suggested (Le Clainche et al., 2010). Early studies showed that the coincidental 
binding of talin and F-actin to D1 and Vt respectively keep vinculin in its open 
conformation (Chen et al., 2006). In agreement with this model, full-length vinculin 
dissociates rapidly from FAs after actomyosin inhibition, whereas Vh remains stably 
associated, demonstrating that tensile actomyosin stress fibers bound to Vt maintain 
the open conformation of talin-bound vinculin (Carisey et al., 2013; Humphries et al., 
2007). This observation is further explained by the discovery that Vt forms a catch 
bond with F-actin in response to force (Huang et al., 2017). It is therefore not 
surprising that the release of D1 and D4 from Vt in our experiments releases the 
capping activity of vinculin that occurs in the presence of actin filaments, but results 
in very little actin nucleation initiated without actin filaments.  

Solving the problem of releasing the auto-inhibitory contacts of talin and vinculin was 
a prerequisite for determining the activity that results from the combination of their 
ABDs. It is interesting to remember that the combination of actin-binding proteins 
within transient complexes is often found in important signal-responsive mechanisms 
for regulating actin dynamics. However, the results of such combinations cannot be 
predicted from the activities of the isolated proteins, as exemplified by the formation 
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of branched actin filaments resulting from the combination of WASP and Arp2/3 (Le 
Clainche and Carlier, 2008). Here, we show that the combination of talin ABDs with 
vinculin Vt in a complex creates a machinery that nucleates actin filaments transiently 
capped at their barbed end (Figure 6). In this mechanism, talin and vinculin 
cooperate to form a new filament through a mechanism that is not yet understood but 
which probably involves the stabilization of actin nuclei that form spontaneously in 
solution by the ABDs of talin and vinculin. This mechanism leads to the transient 
barbed-end capping of the newly formed actin filaments. After being released from 
capping, the actin filament elongates by its free barbed end, while the complex 
remains attached to the side of the filament, near the pointed end (Figure 6). It would 
be tempting to attribute to vinculin alone the nucleation and capping activities of the 
talin-vinculin complex, since Vt has these activities (Le Clainche et al., 2010; Wen et 
al., 2009). However, our previous report indicates that the capping activity of the 
complex involves the ABD1 of talin (Ciobanasu et al., 2018). The fact that a complex, 
composed of active vinculin and talin with exposed VBSs but masked ABD1, does 
not nucleate, shows unambiguously the importance of ABD1 for nucleation. Although 
the function of the ABD1 domain of talin is generally restricted to integrin activation in 
a membrane-bound conformation that does not allow its binding to actin, it is 
important to recall here that talin is in equilibrium between actin and the plasma 
membrane as evidenced by its retrograde movement in FAs (Hu et al., 2007). ABD2 
is not involved in capping or nucleation mechanisms as demonstrated by the strong 
activities of a mutant that does not contain this domain. However, ABD3 can also 
combine with Vt to nucleate, suggesting a possible redundancy of ABD1 and ABD3 in 
this mechanism. It is interesting to see that the three domains of talin are redundant 
for the bundling of actin filaments (Kelley et al., 2020), but are involved more 
selectively in the actin polymerization activities of talin in combination with vinculin. It 
is very likely that actin filaments nucleated by talin and vinculin will end up forming 
large bundles, but our microscopy experiments, where the filaments are short and 
spaced out, disadvantages this activity and we have not explored this direction 
already widely documented by recent studies (Boujemaa-Paterski et al., 2020; Kelley 
et al., 2020). 

In the context of a stress fiber anchored to a focal adhesion, where this talin-vinculin 
complex resides, it is unlikely that this release of actin filaments, occurring with a 
half-time of 75 s to 110 s, allows the fast processive elongation of a stress fiber. 
However, this release is fast enough to feed stress fibers with new actin filaments 
and reinforce stress fibers. It would be interesting to determine how the talin-vinculin 
complex cooperates with other ABPs in FAs, such as VASP, parvin or tensin, to 
regulate actin assembly.  
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Material and methods 

Recombinant cDNA Constructs 

cDNAs encoding for vinculin 1-1066 (VFL), vinculin E28K/D33H (V1a), vinculin 
E28K/D33H/D110H/R113E (V1ab), vinculin N773I/E775K (V4), vinculin 
E28K/D33H/N773I/E775K (V1a4), vinculin D110H/R113E/N773I/E775K (V1b4), vinculin 
E28K/D33H/D110H/R113E/N773I/E775K (V1ab4) were synthezied and subcloned in 
the NcoI site of pET-3d by Genscript. cDNAs encoding for vinculin 879-1066 (Vt), 
talin-1 482–636 (VBS1), talin-1 1655–1822 (R9), full-length talin-1 (TFL), full-length 
vinculin (VFL) were described previously (Ciobanasu et al., 2018, 2015; Le Clainche 
et al., 2010). cDNAs encoding for TΔ1ΔAIΔABD2, TF2F3R1R2R3, TR2R3ABD3 were constructed 
by different PCR amplifications of the full length talin cDNA and subcloning in a 
pETM plasmid. N-terminal Strep-tag II, PreScission site and C-terminal His6 tag were 
introduced by PCR. cDNAs of TΔAI, TΔ1, TΔ2, TΔ3, TΔ1ΔAI, TΔ2ΔAI, TΔ3ΔAI were 
constructed and subcloned into pET-29a+ by Genscript. The constructs were verified 
by sequencing. See Supplementary Figure 4 for the detail of the talin constructs. 

Protein Purification 

VFL, Vt, V1a, V1ab, V4, V1a4, V1b4, V1ab4, TFL, TΔAI, TΔ1, TΔ2, TΔ3, TΔ1ΔAI, TΔ2ΔAI, TΔ3ΔAI, 
TΔ1ΔAIΔABD2, TF2F3R1R2R3, TR2R3ABD3 and VBS1 were expressed in E.Coli BL21 as 
previously described (Ciobanasu et al., 2015). Briefly, 1mM isopropyl β-D-1-
thiogalactopyranoside (IPTG) was used for induction. Bacterial pellets of VFL, Vt, V1a, 
V1ab, V4, V1a4, V1b4, V1ab4 were lysed by sonication in 20 mM Tris, pH 8.0, 1 M NaCl, 1 
mM β-mercaptoethanol, 10 µg/ml benzamidine and 1 mM PMSF. Lysates of His-
tagged vinculin constructs were purified by Ni-NTA-sepharose affinity 
chromatography (Ni2+-nitrilotriacetic acid, Qiagen), followed by a Q-Sepharose ion 
exchange column. Vt was purified as previously described (Le Clainche et al., 2010). 
Vinculin proteins were finally dialyzed in 20 mM Tris, pH 7.8, 1mM DTT. Bacterial 
pellets of TFL, TΔAI, TΔ1, TΔ2, TΔ3, TΔ1ΔAI, TΔ2ΔAI, TΔ3ΔAI, TΔ1ΔAIΔABD2, TF2F3R1R2R3, 
TR2R3ABD3 were lysed by sonication in 50 mM Tris, pH 7.8, 500 mM NaCl, 1% Triton 
X-100, 1 mM β-mercaptoethanol, 10 µg/ml benzamidine and 1 mM PMSF. Lysates of 
His-tagged talin constructs were purified by Ni-NTA-sepharose affinity 
chromatography (Ni2+-nitrilotriacetic acid, Qiagen), followed by a gel filtration column 
(Superdex 200, 16/600, GE Healthcare). VBS1 was purified as previously described 
(Le Clainche et al., 2010). Talin constructs were finally dialyzed in 20 mM Tris, pH 
7.8, 100 mM KCl, 1 mM DTT.  

F-actin co-sedimentation assay 

F-actin co-sedimentation assays were performed to determine the affinity of vinculin 
constructs for F-actin in the absence and presence of talin VBS1. In F-actin co-
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sedimentation assay with vinculin alone, 2 µM of vinculin (VFL, Vt, V1a, V1ab, V4, V1a4, 
V1b4, V1ab4) was incubated with 0, 1.5, 3, 4.5, 6, 10, 20 µM F-actin in 5 mM Tris, pH 
7.8, 100 mM KCl, 1 mM MgCl2, 0.2 mM EGTA, 200 µM ATP, 1 mM DTT during 15 
min at room temperature. To test the effect of VBS1, F-actin co-sedimentation assays 
were also performed in the presence of 2 µM of vinculin (VFL, V1a, V4, V1b4), 10 µM F-
actin, with or without 1, 3, 5, 10 µM VBS1 in 5 mM Tris, pH 7.8, 100 mM KCl, 1 mM 
MgCl2, 0.2 mM EGTA, 200 µM ATP, 1 mM DTT during 15 min at room temperature. 
After centrifugation at 90,000 rpm in a TLA-120.1 rotor (Beckman) during 30 min, the 
pellets and supernatants were separated and loaded on SDS-PAGE. Gels were 
scanned and analyzed with the ImageJ software. 

Polymerization assay 

Actin polymerization was measured by the increase in fluorescence of 10 % pyrenyl-
labeled actin in a SAFAS Xenius spectrofluorimeter (Safas, Monaco). To measure 
the elongation of actin filament barbed ends, actin polymerization was induced by 
100 pM spectrin-actin seeds in 10 % pyrenyl-labeled CaATP-G-actin, 100 mM KCl, 1 
mM MgCl2, and 0.2 mM EGTA in presence of indicated proteins. The fraction of 
barbed end elongation was calculated as the ratio between the elongation rates in 
the presence and absence of proteins of interest. To test the ability of proteins to 
nucleate actin filaments, spontaneous polymerization was induced by adding 25 mM 
KCl, 1 mM MgCl2, and 0.2 mM EGTA to 10% pyrenyl-labeled CaATP-G-actin solution 
in presence of the proteins of interest.  

Observation of talin, vinculin and single actin filaments in TIRF microscopy 

Our protocol is a modification of protocols used to study talin and vinculin activities 
(Ciobanasu et al., 2018; Le Clainche et al., 2010). To prevent the nonspecific binding 
of actin filaments to the surface of the coverslip, we first irradiated coverslips with 
deep UVs for 3 min and incubated them with 0.1 mg/mL PLL-PEG for 1 h at room 
temperature. The coverslip was then washed extensively with water and dried. Flow 
cells containing 40-60 µl of liquid were prepared by sticking the PLL-PEG-coated 
coverslip to a slide with double-sided adhesive spacers. In experiments to observe 
and count single filament number, the chamber was first incubated with washing 
buffer (5 mM Tris, pH 7.8, 200 µM ATP, 1 mM DTT, 1 mM MgCl2, 0.2 mM CaCl2, 25 
mM KCl) for 1 min. The chamber was then saturated with 10% BSA for 5 min and 
washed with washing buffer. The final reaction was then injected into the chamber. A 
typical reaction was composed of 1 µM actin (5% Alexa488-labeleld) in 5 mM Tris, 
pH 7.8, 200 µM ATP, 1% methylcellulose, 5 mM 1,4-diazabicyclo(2,2,2)-octane, 25 
mM KCl, 1 mM MgCl2, 200 µM EGTA, 40 mM DTT supplemented with various talin 
and vinculin mutants. To observe talin, vinculin and actin simultaneously, 0.2 µM 
TΔ1ΔAI (78% Alexa594-labelled) and 1 µM V1ab4 (18% Alexa647-labelled) were first 
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mixed, diluted 20 times to reach final concentrations of 10 nM TΔ1ΔAI and 50 nM V1ab4, 
injected on a flow chamber to immobilize TΔ1ΔAI-V1ab4 complexes non-specifically on 
the surface passivated with PLL-PEG, and finally supplemented with 0.8 µM actin 
(5% Alexa488-labelled). Finally, we sealed the flow chamber with VALAP (a mixture 
of Vaseline, lanolin, and paraffin) and observed the reaction on an Nikon Eclipse Ti-E 
inverted microscope equipped with 60X/1.49NA objective (Nikon). The time-lapse 
videos were acquired by Metamorph and subsequently analyzed by the ImageJ 
software. 

Protein labeling 

For 3-color imaging, actin is labeled with Alexa Fluor 488 carboxylic acid, 
succinimidyl ester, which reacts with the NH2 groups of basic amino acids 
(Ciobanasu et al., 2015). TΔ1ΔAI and V1ab4 are labeled on free cysteines with Alexa 
Fluor 594 maleimide and Alexa Fluor 647 maleimide respectively.  

Quantification and statistical analysis 

All experiments presented in this manuscript were repeated independently two to four 
times. Where appropriate, data points from two independent experiments are 
overlaid to demonstrate reproducibility. For unambiguous negative results, a single 
data set is presented.   
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Figure legends 

Figure 1. The release of the autoinhibitory contacts of vinculin allows F-actin 
binding and barbed-end capping but not nucleation.  

(A) Structure of vinculin featuring the subdomains and the auto-inhibitory contacts 
D1-Vt (blue box) and D4-Vt (green box). In D1, the double mutations E28K/D33H and 
D110H/R113E are referred to as V1a and V1b respectively. The double mutation 
N773I/E775K in D4 is referred to as V4. The mutated amino acids are in magenta. A 
schematic representation of the vinculin mutants is shown on the right. (B) 
Quantification of the cosedimentation of vinculin mutants (2 µM) in the presence of 
increasing concentration of F-actin. The fraction of vinculin depletion in the 
supernatants is plotted against F-actin concentration (Supplementary Figure 1). (C) 
The maximal rate of spontaneous actin polymerization (1.5 µM, 10% pyrenyl-labeled) 
is plotted against the concentration of vinculin mutants (Supplementary Figure 2). Vt 

is used as a positive control for nucleation. The inset is a zoom without Vt. (D) Actin 
filament barbed end elongation is measured in the presence of spectrin-actin seeds 
(100 pM), 2 µM actin (10% pyrenyl-labeled) and increasing concentrations of vinculin 
mutants (Supplementary Figure 3). The fraction of barbed end elongation is the ratio 
between the elongation rates in the presence and absence of vinculin. Open and 
closed circle indicate independent experiments in the same conditions. (E) The 
binding of the vinculin mutants (2 µM) to F-actin (10 µM) is measured in a co-
sedimentation assay in the presence of increasing concentrations of talin VBS1 
(Supplementary Figure 5). The ratio between vinculin bound to F-actin in the 
presence and absence of VBS1 is plotted against the concentration of VBS1. (F) The 
maximal rate of spontaneous actin polymerization (1.5 µM, 10% pyrenyl-labeled) is 
plotted against the concentration of V1ab4 in the absence or presence of 1 µM VBS1 
(Supplementary Figure 6). Vt alone is used as a positive control for nucleation. The 
inset is a zoom without Vt. (G) Actin filament barbed end elongation is measured in 
the presence of spectrin-actin seeds (100 pM), 1.5 µM actin (10% pyrenyl-labeled), 
vinculin mutants (2 µM) and increasing concentrations of VBS1 (Supplementary 
Figure 7). The fraction of barbed end elongation is the ratio of elongation rates in the 
presence of vinculin and VBS1 and in the presence of actin alone. 

Figure 2. Full-length talin with exposed VBSs promotes vinculin-dependent 
barbed-end capping but not nucleation.  

(A) Schematic representation of talin constructs with increasing numbers of exposed 
VBS used in (B-E). (B, C) Exposure of VBSs in talin increases the binding of vinculin. 
(B) A micropatterned surface is incubated with 1 µM of the indicated talin contructs, 
washed, incubated with 0.5 µM, 1 µM and 5 µM EGFP-Vh and imaged in TIRF 
microscopy. Scale bar = 10 µm. (C) Quantification of the experiment presented in 
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(A). Each data point represents the mean fluorescence of EGFP-Vh in one disk. The 
bar shows the mean. (D) Actin filament barbed end elongation is measured in the 
presence of spectrin-actin seeds (100 pM), actin (1.5 µM, 10% pyrenyl-labeled) and 
increasing concentration of talin mutants, in the absence and presence of vinculin 
V1a (2 µM) (Supplementary Figure 8). The fraction of barbed end elongation was 
calculated as the ratio of the elongation rate in the presence of increasing 
concentrations of talin, in the presence or absence of V1a, to the elongation rate of 
actin alone. Note the break between 0.5 µM and 1 µM on the x-axis. Open and 
closed symbols indicate independent experiments in the same conditions. (E) The 
maximal rate of spontaneous actin polymerization (1.5 µM, 10% pyrenyl-labeled) is 
plotted against increasing concentrations of V1ab4 alone and in the presence of 1 µM 
of the indicated talin mutants (Supplementary Figure 11). Vt alone is used as a 
positive control for nucleation. The inset is a zoom without Vt. 

Figure 3. A complex of talin and vinculin, in which all autoinhibitory contacts 
are released and VBSs are exposed, nucleates and caps actin filaments. 

(A) Schematic representation of the talin and vinculin constructs used in (B-E). (B, C) 
Actin filament barbed end elongation is measured in the presence of 100 pM 
spectrin-actin seeds, 1.5 µM actin (10% pyrenyl-labeled), 2µM VFL (blue) or 2 µM V1a 
(red) and increasing concentrations of (B) TΔAI (dash line) or TΔ1ΔAI (solid line) 
(Supplementary Figure 12), or (C) TΔ1ΔAIΔABD2 (Supplementary Figure 13). The 
fraction of barbed end elongation was then calculated as the ratio between the 
elongation rate in the presence of the indicated combinations of vinculin and talin and 
the elongation rate of actin alone. (D, E) The maximal rate of spontaneous actin 
polymerization (2.5 µM, 10% pyrenyl-labeled) is plotted as a function of increasing 
concentrations of (D) TΔAI or TΔ1ΔAI, (E) TΔ1ΔAIΔABD2 alone and in the presence of VFL or 
V1ab4 (Supplementary Figure 15 and 17). (B-E) Open and closed symbols indicate 
independent experiments in the same conditions. 

Figure 4. Direct observation of the nucleation and capping of single actin 
filaments by the talin-vinculin complex.   

(A,B) Single actin filaments observed in TIRF microscopy in the presence of 1 µM 
actin (5% Alexa488-labeled) alone and supplemented with 2.5 µM TΔ1ΔAI alone, 5 µM 
V1ab4 alone and 2.5 µM TΔ1ΔAI with 5 µM V1ab4 (A), and in the presence of 1 µM actin 
(5% Alexa488-labeled) alone and supplemented with 2.5 µM TΔ1ΔAIΔABD2 alone, 5 µM 
V1ab4 alone and 2.5 µM TΔ1ΔAIΔABD2 with 5 µM V1ab4 (B). Scale bar = 15 µm. See 
Supplementary Movie 1 (A) and Supplementary Movie 2 (B). (C, D) Quantification of 
filament density as a function of time from the experiments in (A) and (B). (E) 
Kymographs of single actin filaments in the presence of the indicated proteins from 
the experiment in (A) and (B). (F) Elongation traces of two filaments for each of the 
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conditions indicated from the experiment in (A) and (B). (G) Exponential fit of 1-
cumulative frequency of barbed end pause times measured in the presence of 1 µM 
actin, 2.5 µM T Δ1ΔAI with 5 µM V1ab4 (blue line, t1/2 = 110.35 ± 4.62 s, n = 1023) and 
2.5 µM T Δ1ΔAIΔABD2 with 5 µM V1ab4 (green line, t1/2 = 75.37 ± 1.83 s, n = 1619) from 
experiments in (A) and (B).  

Figure 5. Direct observation of talin, vinculin and actin during the nucleation 
and barbed-end capping of single actin filaments.   

(A-E) 10 nM TΔ1ΔAI (78% Alexa594-labelled) and 50 nM V1ab4 (18% Alexa647-
labelled) are immobilized on a glass surface passivated with PLL-PEG, followed by 
the addition of 0.8 µM actin (5% Alexa488-labelled). (A) Kymographs showing the 
nucleation of an actin filament by a talin-vinculin complex. The stationary fiduciary 
marks on the right side indicate that the talin-vinculin complex remains associated 
with the pointed end (-) while the barbed end (+) grows on the other side 
(Supplementary Movie 3). (B) Recruitment of actin by a talin-vinculin complex 
followed by the elongation of a filament after a delay indicated by the arrowheads 
(Supplementary Movie 4). The delays are quantified in (E).  (C) Kymographs showing 
the capture and barbed-end capping of an existing filament by a talin-vinculin 
complex (Supplementary Movie 5). (D) Kymographs showing the transient barbed-
end capping of a filament by a talin-vinculin complex followed by its release 
(Supplementary Movie 6). (E) (Left) Position of talin-vinculin complexes measured 
along 62 single filaments aligned on their pointed end (-). This quantification reveals 
that talin-vinculin complexes are found at the pointed end of newly nucleated 
filaments (black dots, n = 22), along the side of actin filaments (white dots, n = 26) or 
at the barbed end of capped filaments (grey dots, n = 21). Some of these events are 
on the same filaments. (Right) Exponential fit of 1-cumulative frequency of the time 
between actin recruitment by talin-vinculin complexes and barbed end elongation 
measured in the conditions described above and illustrated in (B), t1/2 = 146.69 ± 
18.95 s, n = 18. 

Figure 6. Working model for the activities and regulation of talin, vinculin and 
the talin-vinculin complex.  

On the left side, talin (top) and vinculin (bottom) are shown according to their 
increasing degree of activation towards the central grey box in which the fully 
activated talin and vinculin form a complex. On the right side, a lower resolution 
representation shows the activity of the talin-vinculin complex nucleating an actin 
filament that is transiently capped at its barbed end before being released to 
elongate.  
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Legends of supplementary figures and movies 

 
Supplementary figure 1. The high affinity binding of vinculin to the side of actin 
filaments requires the disruption of the contacts made by Vt with both D1 and 
D4. (A-H) SDS-PAGE gels showing the supernatant and pellet fractions of 
cosedimentation assays containing 2 µM of the indicated vinculin mutants and 
increasing concentrations of F-actin (0, 1.5, 3, 4.5, 6, 10, 20 µM).  
 
Supplementary figure 2. The release of the D1-Vt and D4-Vt contacts does not 
allow actin nucleation by vinculin. (A-G) Spontaneous actin polymerization was 
measured in the presence of increasing concentrations of the indicated vinculin 
mutants and 1.5 µM actin (10% pyrenyl-labeled) in a low salt buffer (25 mM KCl). The 
control kinetics corresponding to 1.5 µM actin alone are the same in all panel. 
 
Supplementary figure 3. The release of the D1-Vt and D4-Vt contacts allows 
barbed-end capping by vinculin. (A-F) The elongation of actin filament barbed end 
was measured in the presence of increasing concentrations of the indicated vinculin 
mutants, 100 pM spectrin-actin seeds, 2 µM actin (10% pyrenyl-labeled). The control 
kinetics showing the polymerization of 2 µM actin alone are the same in all panels. 
 
Supplementary figure 4. Talin constructs used in the study. Domain organisation 
of full-length talin and talin constructs featuring intramolecular autoinhibitions in red, 
VBSs in green and ABDs in pink. Grey bars indicate α-helices in the rod. Red stars 
indicate exposed VBSs.  
 
Supplementary figure 5. Talin VBS1 combined with D4-Vt release induces 
vinculin binding to F-actin. (A-D) SDS-PAGE gels showing the pellet fractions of F-
actin co-sedimentation reactions containing 2 µM of the indicated vinculin mutants, 
10 µM F-actin and increasing concentrations of talin VBS1 (0, 1, 3, 5, 10 µM). 
 
Supplementary figure 6. Talin VBS1 combined with D4-Vt release has no effect 
on nucleation by vinculin. (A-I) Spontaneous actin polymerization was measured in 
the presence of increasing concentrations of the indicated vinculin mutants and 1.5 
µM actin (10% pyrenyl-labeled) in a low salt buffer (25 mM KCl) in the absence of 
VBS1 (A-D, I) and in presence of 1 µM VBS1 (E-H). The control kinetics showing the 
polymerization of 1.5 µM actin in the presence of 1 µM Vt, as a positive control, or in 
the presence of 1 µM VBS1 alone, as a negative control, are the same in all panels.  
 
Supplementary figure 7. Talin VBS1 combined with D4-Vt release has no effect 
on barbed-end capping by vinculin. (A-E) The elongation of actin filament barbed 
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end was measured in the presence of 2 µM of the indicated vinculin mutants with 
increasing concentrations of VBS1 (0.12, 0.25, 0.5, 1, 2 µM), 100 pM spectrin-actin 
seeds and 1.5 µM actin (10% pyrenyl-labeled). The control kinetics showing the 
polymerization of 1.5 µM actin alone are the same in all panels. 
 
Supplementary figure 8. A complex composed of full-length talin with exposed 
VBSs and V1a caps actin filament barbed ends. (A-D) The elongation of actin 
filament barbed end was measured in the presence of 2 µM V1a with increasing 
concentrations of the indicated talin mutants, 100 pM spectrin-actin seeds and 1.5 
µM actin (10% pyrenyl-labeled). The control kinetics showing the polymerization of 
1.5 µM actin in the presence of 2 µM V1a are the same in all panels. 
 
Supplementary figure 9. Talin mutants with exposed VBSs alone do not cap 
barbed ends. (A-D) The elongation of actin filament barbed end was measured in 
the presence of increasing concentrations of the indicated talin mutants, 100 pM 
spectrin-actin seeds, 1.5 µM actin (10% pyrenyl-labeled). The kinetics with 1.5 µM G-
actin, 2 µM VFL or 2 µM V1a, used here as additional negative controls, are the same 
in all panels. 
 
Supplementary figure 10. Addition of full-length talin with exposed VBSs to VFL 
does not cap actin filament barbed ends. (A-D) The elongation of actin filament 
barbed end was measured in the presence of 2 µM VFL, increasing concentrations of 
the indicated talin mutants, 100 pM spectrin-actin seeds, 1.5 µM actin (10% pyrenyl-
labeled). The kinetics with 1.5 µM actin and 2 µM VFL are the same in all panels. (E) 
The fraction of barbed end elongation was calculated as the ratio of the elongation 
rate in the presence of VFL and talin mutants to the elongation rate of 1.5 µM actin 
alone. 
 
Supplementary figure 11. Talin mutants with exposed VBSs combined with 
V1ab4 do not stimulate actin assembly. (A-D) Spontaneous actin polymerization 
was measured in the presence of 1µM of the indicated talin mutants, increasing 
concentrations of V1ab4 and 1.5 µM actin (10% pyrenyl-labeled) in a low salt buffer 
(25 mM KCl). The kinetics with 1.5 µM actin and 1 µM Vt alone, used as a positive 
control for nucleation, or 1.5 µM actin and 4 µM V1ab4 alone are the same in all 
panels.  
 
Supplementary figure 12. Talin mutants, with released autoinhibitory contacts 
and one exposed VBS combine with V1a to cap actin filament barbed ends. The 
elongation of actin filament barbed end was measured in the absence and presence 
of 2 µM VFL or  2 µM V1a or 1 µM TΔAI or 1 µM TΔ1ΔAI (A), in the presence of increasing 
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concentrations of indicated talin mutants and 2 µM VFL (B-C) or 2 µM V1a (D-E), 100 
pM spectrin-actin seeds and 1.5 µM actin (10% pyrenyl-labeled). The control kinetics 
with 1.5 µM actin and 2 µM VFL (A-C) or 1.5 µM actin and 2 µM V1a (D-E) are the 
same in all panels.  
 
Supplementary figure 13. A talin mutant, with released autoinhibitory contacts, 
one exposed VBS and lacking ABD2, combines efficiently with V1a, but not with 
VFL, to cap actin filament barbed ends. (A-C) The elongation of actin filament 
barbed end was measured in the presence of increasing concentrations of T 

Δ1ΔAIΔABD2, 100 pM spectrin-actin seeds and 1.5 µM actin (10% pyrenyl-labeled) (A), 
increasing concentrations of T Δ1ΔAIΔABD2, 2 µM VFL (B) or 2 µM V1a (C), 100 pM 
spectrin-actin seeds and 1.5 µM actin (10% pyrenyl-labeled). The kinetics with 1.5 
µM actin alone and 1.5 µM actin and Vt are the same in all panels. 
 
Supplementary figure 14. Talin mutants, with released autoinhibitory contacts 
and two or three exposed VBSs, combine with VFL and V1a to cap actin filament 
barbed ends. (A-E) The elongation of actin filament barbed end was measured in 
the presence of increasing concentrations of TΔ2ΔAI and 2 µM of VFL (A), increasing 
concentrations of TΔ2ΔAI and 2 µM of V1a (B), increasing concentrations of TΔ3ΔAI and 
2 µM of VFL (C), increasing concentrations of TΔ3ΔAI and 2 µM of V1a (D), 100 pM 
spectrin-actin seeds and 1.5 µM actin (10% pyrenyl-labeled). The control kinetics 
with 1.5 µM actin and 2 µM Vt or 1 µM TΔ2ΔAI or 1 µM TΔ3ΔAI or 2 µM VFL or 2 µM V1a 
are the same in all panels. (E) Quantification of the experiments in (A-D). 
 
Supplementary figure 15. Talin mutants, with released autoinhibitory contacts 
and one exposed VBS, combine efficiently with V1ab4 to stimulate actin 
nucleation. (A-D) Actin polymerization was measured in the absence and presence 
of 5 µM of VFL or V1ab4 with increasing concentrations of TΔAI or TΔ1ΔAI and 2.5 µM G-
actin (10% pyreyl-labeled) in a low salt buffer (25 mM KCl). The kinetics with 2.5 µM 
actin alone, used as a negative control, and 2.5 µM actin and 5 µM Vt, used as a 
positive control for nucleation, are the same in all panels.  
 
Supplementary figure 16. Talin mutants, with released autoinhibitory contacts 
and two or three exposed VBSs, combine efficiently with V1ab4 to stimulate 
actin nucleation. (A-D) Actin polymerization was measured in the presence of 5 µM 
of VFL or V1ab4 with increasing concentrations of TΔ2ΔAI or TΔ3ΔAI and 2.5 µM actin 
(10% pyreyl-labeled) in a low salt buffer (25 mM KCl). (E) Additional negative control 
showing the polymerization of 2.5 µM actin (10% pyreyl-labeled) in the presence of 5 
µM VFL or 5 µM V1ab4 or 1.5 µM TΔ2ΔAI or 2.5 µM TΔ3ΔAI. The kinetics with 2.5 µM actin 
alone, used as a negative control, and 2.5 µM actin and 5 µM Vt, used as a positive 
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control for nucleation, are the same in all panels. (F) The maximal rate of 
spontaneous actin polymerization is plotted against increasing concentrations of talin 
mutants in the presence of VFL or V1ab4 as described in (A-D). Data for TΔ1ΔAI + VFL or 

V1ab4 and TΔAI + VFL or V1ab4 are the same as in Figure 3D. 
 
Supplementary figure 17. A talin mutant, with released autoinhibitory contacts, 
one exposed VBS and lacking ABD2, combines efficiently with V1ab4 to 
stimulate actin nucleation. (A-C) Spontaneous actin polymerization was measured 
in the presence of 2.5 µM actin (10% pyreyl-labeled) and increasing concentrations 
of TΔ1ΔAIΔABD2 alone (A), increasing concentrations of TΔ1ΔAIΔABD2 and 5 µM VFL (B) 
and increasing concentrations of TΔ1ΔAIΔABD2 and 5 µM V1ab4 (C) in a low salt buffer 
(25 mM KCl). The kinetics with 2.5 µM actin and 5 µM Vt alone, used as a positive 
control or 5 µM V1ab4 alone are the same in all panels. 
 
Supplementary figure 18. Importance of talin ABDs for the activities of the 
talin-vinculin complex. (A,B)  Spontaneous actin polymerization was measured in 
presence of 2.5 µM actin (10% pyrenyl-labeled) and the indicated talin and vinculin 
mutants in a low salt buffer (25 mM KCl). The black arrows in (B) indicate the 
stimulation of actin polymerization by V1ab4 alone and V1ab4 + TΔ1ΔAIΔABD2. The dark 
green arrow in (B) indicates that R9 reverses the actin polymerization induced by 
V1ab4 + TΔ1ΔAIΔABD2. 
 
Supplementary figure 19. A talin-vinculin complex, in which vinculin lacks Vt, 
does not nucleate and cap actin filaments. (A) The elongation of actin filament 
barbed end was measured in the presence of the indicated proteins, 100 pM 
spectrin-actin seeds, 1.5 µM actin (10% pyrenyl-labeled). (B) Spontaneous actin 
polymerization was measured in presence of 2.5 µM actin (10% pyrenyl-labeled) and 
the indicated proteins in a low salt buffer (25 mM KCl).  
	
Supplementary Movie 1. Observation of the activity of TΔ1ΔAI and V1ab4 on single 
actin filaments in TIRF microscopy.	Conditions: 1 µM actin (5% Alexa 488-labeled) 
in 5 mM Tris, pH 7.8, 200 µM ATP, 1% methylcellulose, 5 mM 1,4-
diazabicyclo(2,2,2)-octane (DABCO), 25 mM KCl, 1 mM MgCl2, 200 µM EGTA, 40 
mM DTT supplemented with 2.5 µM TΔ1ΔAI or 5 µM V1ab4 or 2.5 µM TΔ1ΔAI and 5 µM 
V1ab4. Scale bar = 15 µm.	
 
Supplementary Movie 2. Observation of the activity of TΔ1ΔAIΔABD2 and V1ab4 on 
single actin filaments in TIRF microscopy.	Conditions: 1 µM actin (5% Alexa 488-
labelled) in 5 mM Tris, pH 7.8, 200 µM ATP, 1% methylcellulose, 5 mM 1,4-
diazabicyclo(2,2,2)-octane (DABCO), 25 mM KCl, 1 mM MgCl2, 200 µM EGTA, 40 
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mM DTT supplemented with 2.5 µM TΔ1ΔAIΔABD2 or 5 µM V1ab4 or 2.5 µM TΔ1ΔAIΔABD2 
and 5 µM V1ab4. Scale bar = 15 µm.	
	
Supplementary Movie 3. Observation of talin, vinculin and actin during the 
nucleation of a single actin filament. 0.2 µM TΔ1ΔAI (78% Alexa594-labelled) and 1 
µM V1ab4 (18% Alexa647-labelled) were first mixed, diluted 20 times to reach final 
concentrations of 10 nM TΔ1ΔAI and 50 nM V1ab4, injected on a flow chamber to 
immobilize TΔ1ΔAI-V1ab4 complexes non-specifically on the surface, and finally 
supplemented with 0.8 µM actin (5% Alexa488-labelled).  
	
Supplementary Movie 4. Recruitment of actin by a talin-vinculin complex 
followed by the elongation of a filament after a delay. 0.2 µM TΔ1ΔAI (78% 
Alexa594-labelled) and 1 µM V1ab4 (18% Alexa647-labelled) were first mixed, diluted 
20 times to reach final concentrations of 10 nM TΔ1ΔAI and 50 nM V1ab4, injected on a 
flow chamber to immobilize TΔ1ΔAI-V1ab4 complexes non-specifically on the surface, 
and finally supplemented with 0.8 µM actin (5% Alexa488-labelled).  
	
Supplementary Movie 5. Capture and barbed-end capping of an existing 
filament by a talin-vinculin complex. 0.2 µM TΔ1ΔAI (78% Alexa594-labelled) and 1 
µM V1ab4 (18% Alexa647-labelled) were first mixed, diluted 20 times to reach final 
concentrations of 10 nM TΔ1ΔAI and 50 nM V1ab4, injected on a flow chamber to 
immobilize TΔ1ΔAI-V1ab4 complexes non-specifically on the surface, and finally 
supplemented with 0.8 µM actin (5% Alexa488-labelled).  
	
Supplementary Movie 6. Transient barbed-end capping of a filament by a talin-
vinculin complex followed by its release. 0.2 µM TΔ1ΔAI (78% Alexa594-labelled) 
and 1 µM V1ab4 (18% Alexa647-labelled) were first mixed, diluted 20 times to reach 
final concentrations of 10 nM TΔ1ΔAI and 50 nM V1ab4, injected on a flow chamber to 
immobilize TΔ1ΔAI-V1ab4 complexes non-specifically on the surface, and finally 
supplemented with 0.8 µM actin (5% Alexa488-labelled).  
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Supplementary Table 1: Summary of the activities of talin and vinculin mutants and their complexes  
     measured in kinetic assays 
 
 

Talin constructs Vinculin constructs Talin-vinculin complex activities 

Name ABD exposed AI released exposed VBS in: 

    

 

ABD1 ABD2 ABD3 

 

R1 (1) R3 (2) VFL V1a V1ab4 
Side 

binding Capping Nucleation 

              x     - - - 
                x   + - - 
                  x ++ +  +/- 
VBS1 na na na na x   x     + - - 
  na na na na x     x   ++ - - 
  na na na na x       x  +++ +  +/- 

TFL (WT)   
 

x       x       - - 
                x     +   
                  x      +/- 
TΔ1   

 
x   x   x       - - 

                x     ++   
                  x      +/- 
TΔ2   

 
x     x x       - - 

                x     ++   
                  x      +/- 
TΔ3   

 
x   x x x       - - 

                x     ++   
                  x      +/- 

TΔAI x 
 

x x     x       - - 
                x     ++   
                  x     + 
TΔ1ΔAI x 

 
x x x   x       - - 

                x     +++   
                  x     ++ 
TΔ2ΔAI x 

 
x x   x x       ++ - 

                x     +++   
                  x     ++ 
TΔ3ΔAI x 

 
x x x x x       ++ + 

                x     +++   
                  x     ++ 

TΔ1ΔAIΔABD2 x   x x x   x       - - 
                x     +++   



 
Talin and vinculin combine their activities to trigger actin 
assembly. 
 
 
Wang et al. 
 
 
 
Supplementary Figures.  



Supplementary figure 1. The high affinity binding of vinculin to the side of actin 
filaments requires the disruption of the contacts made by Vt with both D1 and D4. (A-H) 
SDS-PAGE gels showing the supernatant and pellet fractions of cosedimentation assays 
containing 2 µM of the indicated vinculin mutants and increasing concentrations of F-actin (0, 
1.5, 3, 4.5, 6, 10, 20 µM).  
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Supplementary figure 2. The release of the D1-Vt and D4-Vt contacts does not allow 
actin nucleation by vinculin. (A-G) Spontaneous actin polymerization was measured in 
the presence of increasing concentrations of the indicated vinculin mutants and 1.5 µM actin 
(10% pyrenyl-labeled) in a low salt buffer (25 mM KCl). The control kinetics corresponding 
to 1.5 µM actin alone are the same in all panel. 
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Supplementary figure 3. The release of the D1-Vt and D4-Vt contacts allows barbed-
end capping by vinculin. (A-F) The elongation of actin filament barbed end was 
measured in the presence of increasing concentrations of the indicated vinculin mutants, 
100 pM spectrin-actin seeds, 2 µM actin (10% pyrenyl-labeled). The control kinetics 
showing the polymerization of 2 µM actin alone are the same in all panels. 
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Supplementary figure 4. Talin constructs used in the study. Domain organisation of 
full-length talin and talin constructs featuring intramolecular autoinhibitions in red, VBSs in 
green and ABDs in pink. Grey bars indicate α-helices of the rod. Red stars indicate 
exposed VBSs.  
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Supplementary figure 5. Talin VBS1 combined with D4-Vt release induces vinculin 
binding to F-actin. (A-D) SDS-PAGE gels showing the pellet fractions of F-actin co-
sedimentation reactions containing 2 µM of the indicated vinculin mutants, 10 µM F-actin 
and increasing concentrations of talin VBS1 (0, 1, 3, 5, 10 µM). 
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Supplementary figure 6. Talin VBS1 combined with D4-Vt release has no effect on 
nucleation by vinculin. (A-I) Spontaneous actin polymerization was measured in the 
presence of increasing concentrations of the indicated vinculin mutants and 1.5 µM actin 
(10% pyrenyl-labeled) in a low salt buffer (25 mM KCl) in the absence of VBS1 (A-D, I) and 
in presence of 1 µM VBS1 (E-H). The control kinetics showing the polymerization of 1.5 µM 
actin in the presence of 1 µM Vt, as a positive control, or in the presence of 1 µM VBS1 
alone, as a negative control, are the same in all panels.  
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Supplementary figure 7. Talin VBS1 combined with D4-Vt release has no effect on 
barbed-end capping by vinculin. (A-E) The elongation of actin filament barbed end was 
measured in the presence of 2 µM of the indicated vinculin mutants with increasing 
concentrations of VBS1 (0.12, 0.25, 0.5, 1, 2 µM), 100 pM spectrin-actin seeds and 1.5 
µM actin (10% pyrenyl-labeled). The control kinetics showing the polymerization of 1.5 
µM actin alone are the same in all panels. 
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Supplementary figure 8. A complex composed of full-length talin with exposed VBSs 
and V1a caps actin filament barbed ends. (A-D) The elongation of actin filament barbed 
end was measured in the presence of 2 µM V1a with increasing concentrations of the 
indicated talin mutants, 100 pM spectrin-actin seeds and 1.5 µM actin (10% pyrenyl-
labeled). The control kinetics showing the polymerization of 1.5 µM actin in the presence of 
2 µM V1a are the same in all panels. 
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Supplementary figure 9. Talin mutants with exposed VBSs alone do not cap barbed 
ends. (A-D) The elongation of actin filament barbed end was measured in the presence of 
increasing concentrations of the indicated talin mutants, 100 pM spectrin-actin seeds, 1.5 
µM actin (10% pyrenyl-labeled). The kinetics with 1.5 µM G-actin, 2 µM VFL or 2 µM V1a, 
used here as additional negative controls, are the same in all panels. 
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Supplementary figure 10. Addition of full-length talin with exposed VBSs to VFL does 
not cap actin filament barbed ends. (A-D) The elongation of actin filament barbed end 
was measured in the presence of 2 µM VFL, increasing concentrations of the indicated talin 
mutants, 100 pM spectrin-actin seeds, 1.5 µM actin (10% pyrenyl-labeled). The kinetics with 
1.5 µM actin and 2 µM VFL are the same in all panels. (E) The fraction of barbed end 
elongation was calculated as the ratio of the elongation rate in the presence of VFL and talin 
mutants to the elongation rate of 1.5 µM actin alone. 
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Supplementary figure 11. Talin mutants with exposed VBSs combined with V1ab4 do 
not stimulate actin assembly. (A-D) Spontaneous actin polymerization was measured in 
the presence of 1µM of the indicated talin mutants, increasing concentrations of V1ab4 and 
1.5 µM actin (10% pyrenyl-labeled) in a low salt buffer (25 mM KCl). The kinetics with 1.5 
µM actin and 1 µM Vt alone, used as a positive control for nucleation, or 1.5 µM actin and 4 
µM V1ab4 alone are the same in all panels.  
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Supplementary figure 12. Talin mutants, with released autoinhibitory contacts and 
one exposed VBS combine with V1a to cap actin filament barbed ends. The elongation 
of actin filament barbed end was measured in the absence and presence of 2 µM VFL or  2 
µM V1a or 1 µM TΔAI or 1 µM TΔ1ΔAI (A), in the presence of increasing concentrations of 
indicated talin mutants and 2 µM VFL (B-C) or 2 µM V1a (D-E), 100 pM spectrin-actin seeds 
and 1.5 µM actin (10% pyrenyl-labeled). The control kinetics with 1.5 µM actin and 2 µM 
VFL (A-C) or 1.5 µM actin and 2 µM V1a (D-E) are the same in all panels.  
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Supplementary figure 13. A talin mutant, with released autoinhibitory contacts, one 
exposed VBS and lacking ABD2, combines efficiently with V1a, but not with VFL, to cap 
actin filament barbed ends. (A-C) The elongation of actin filament barbed end was 
measured in the presence of increasing concentrations of T Δ1ΔAIΔABD2, 100 pM spectrin-actin 
seeds and 1.5 µM actin (10% pyrenyl-labeled) (A), increasing concentrations of T Δ1ΔAIΔABD2, 
2 µM VFL (B) or 2 µM V1a (C), 100 pM spectrin-actin seeds and 1.5 µM actin (10% pyrenyl-
labeled). The kinetics with 1.5 µM actin alone and 1.5 µM actin and Vt are the same in all 
panels. 
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Supplementary figure 14. Talin mutants, with released autoinhibitory contacts and 
two or three exposed VBSs, combine with VFL and V1a to cap actin filament barbed 
ends. (A-E) The elongation of actin filament barbed end was measured in the presence of 
increasing concentrations of TΔ2ΔAI and 2 µM of VFL (A), increasing concentrations of TΔ2ΔAI 
and 2 µM of V1a (B), increasing concentrations of TΔ3ΔAI and 2 µM of VFL (C), increasing 
concentrations of TΔ3ΔAI and 2 µM of V1a (D), 100 pM spectrin-actin seeds and 1.5 µM actin 
(10% pyrenyl-labeled). The control kinetics with 1.5 µM actin and 2 µM Vt or 1 µM TΔ2ΔAI or 
1 µM TΔ3ΔAI or 2 µM VFL or 2 µM V1a are the same in all panels. (E) Quantification of the 
experiments in (A-D). 
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Supplementary figure 15. Talin mutants, with released autoinhibitory contacts and 
one exposed VBS, combine efficiently with V1ab4 to stimulate actin nucleation. (A-D) 
Actin polymerization was measured in the absence and presence of 5 µM of VFL or V1ab4 
with increasing concentrations of TΔAI or TΔ1ΔAI and 2.5 µM G-actin (10% pyreyl-labeled) in a 
low salt buffer (25 mM KCl). The kinetics with 2.5 µM actin alone, used as a negative 
control, and 2.5 µM actin and 5 µM Vt, used as a positive control for nucleation, are the 
same in all panels.  
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Supplementary figure 16. Talin mutants, with released autoinhibitory contacts and two 
or three exposed VBSs, combine efficiently with V1ab4 to stimulate actin nucleation. (A-
D) Actin polymerization was measured in the presence of 5 µM of VFL or V1ab4 with 
increasing concentrations of TΔ2ΔAI or TΔ3ΔAI and 2.5 µM actin (10% pyreyl-labeled) in a low 
salt buffer (25 mM KCl). (E) Additional negative control showing the polymerization of 2.5 µM 
actin (10% pyreyl-labeled) in the presence of 5 µM VFL or 5 µM V1ab4 or 1.5 µM TΔ2ΔAI or 2.5 
µM TΔ3ΔAI. The kinetics with 2.5 µM actin alone, used as a negative control, and 2.5 µM actin 
and 5 µM Vt, used as a positive control for nucleation, are the same in all panels. (F) The 
maximal rate of spontaneous actin polymerization is plotted against increasing 
concentrations of talin mutants in the presence of VFL or V1ab4 as described in (A-D). Data for 
TΔ1ΔAI + VFL or V1ab4 and TΔAI + VFL or V1ab4 are the same as in Figure 3D. 
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Supplementary figure 17. A talin mutant, with released autoinhibitory contacts, one 
exposed VBS and lacking ABD2, combines efficiently with V1ab4 to stimulate actin 
nucleation. (A-C) Spontaneous actin polymerization was measured in the presence of 2.5 
µM actin (10% pyreyl-labeled) and increasing concentrations of TΔ1ΔAIΔABD2 alone (A), 
increasing concentrations of TΔ1ΔAIΔABD2 and 5 µM VFL (B) and increasing concentrations of 
TΔ1ΔAIΔABD2 and 5 µM V1ab4 (C) in a low salt buffer (25 mM KCl). The kinetics with 2.5 µM 
actin and 5 µM Vt alone, used as a positive control or 5 µM V1ab4 alone are the same in all 
panels. 
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Supplementary figure 18. Importance of talin ABDs for the activities of the talin-
vinculin complex. (A,B)  Spontaneous actin polymerization was measured in presence of 
2.5 µM actin (10% pyrenyl-labeled) and the indicated talin and vinculin mutants in a low 
salt buffer (25 mM KCl). The black arrows in (B) indicate the stimulation of actin 
polymerization by V1ab4 alone and V1ab4 + TΔ1ΔAIΔABD2. The dark green arrow in (B) 
indicates that R9 reverses the actin polymerization induced by V1ab4 + TΔ1ΔAIΔABD2. 
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Supplementary figure 19. A talin-vinculin complex, in which vinculin lacks Vt, does 
not nucleate and cap actin filaments. (A) The elongation of actin filament barbed end 
was measured in the presence of the indicated proteins, 100 pM spectrin-actin seeds, 1.5 
µM actin (10% pyrenyl-labeled). (B) Spontaneous actin polymerization was measured in 
presence of 2.5 µM actin (10% pyrenyl-labeled) and the indicated proteins in a low salt 
buffer (25 mM KCl).  
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