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RESUME 

L'impression protéique a initialement été utilisée pour reproduire et comprendre l’influence de la 

matrice extracellulaire sur les cellules et certains de leurs composants. Au cours de la dernière 

décennie, l'impression subcellulaire s’est développée, permettant d’étudier les interactions 

protéiques et leur rôle dans les voies de signalisation ainsi que dans la formation de synapses, 

immunologiques ou neuronales.  

La connexion synaptique est médiée par les protéines d’adhésion synaptique présentes de chaque 

côté de la synapse. En raison de la complexité de l’environnement synaptique mais également du 

manque de modèle in vitro permettant d’étudier la connexion synaptique dans un environnement 

biomimétique et contrôlé, les rôles exacts de ces protéines dans la synaptogénèse restent encore 

incertains. L’impression protéique subcellulaire est une solution potentielle pour combler ce 

manque. Pour cela, nous avons développé deux modèles biomimétiques basés sur l’impression 

protéique : un premier, utilisant des cellules hétérologues, permettant d’obtenir des informations 

sur la cinétique d’interaction des couples protéiques et ainsi de lier cela à leur fonction potentielle. 

Et un deuxième, utilisant des neurones primaires hippocampique, permettant de former des 

synapses artificielles pour étudier la nano-organisation de la synapse au cours du développement.  

Le système d’impression protéique PRIMO, commercialisé par Alvéole, qui co-finance cette thèse, 

est peu utilisé par les neuroscientifiques. En plus des objectifs biologiques, l'objectif industriel de 

cette thèse est de développer des méthodologies et des preuves de concept afin de démontrer 

les avantages et la faisabilité de la technologie PRIMO en neuroscience.  

En couplant notre premier modèle avec des techniques d’imagerie sur cellules vivantes (sptPALM 

et FRAP), nous avons pu différencier des cinétiques d’interaction entre différents couples de 

protéines d’adhésion synaptique mais également pour des interactions avec des protéines 

d’échafaudage. Une interaction labile pour SynCAM1, qui est connue pour son rôle dans la 

morphologie synaptique. Une forte et stable interaction pour Neuroligine1- Neurexine1β, due à la 

dimérisation de Neuroligine1, qui est indispensable pour la fonctionnalité de la synapse. 

Avec le second modèle, nous avons démontré, en présence de LRRTM2, la formation spécifique 

de synapses artificielles. Ces hémi-synapses présentent des caractéristiques morphologiques et 

fonctionnelles proches de synapses natives, avec la présence de vésicules et d’une activité calcique 

spontanée. Cependant, nous n’avons pas réussi à former de postsynapses artificielles avec 

Neurexine1β. Basés sur nos observations et une analyse bibliographique, nous avons formulé 

l’hypothèse que la postsynapse pourrait être le compartiment initiateur de la synaptogenèse.  

En conclusion, cette étude démontre : (1) que l’impression subcellulaire est un excellent modèle 

pour étudier la connectivité synaptique et l’adhésion de manière générale, aussi bien d’un point 

de vue fonctionnel qu’organisationnel. (2) Que les modèles d’hémi-synapses utilisant l’impression 

protéique sont plus spécifiques que les anciens modèles. (3) Que le système PRIMO ouvre de 

nombreuses perspectives en neurosciences via ses capacités d’impressions quantitatives. 
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ABSTRACT 

Micropatterning was initially employed to replicate and understand the influence of the 

extracellular matrix on cells and some of their components. Over the past decade, subcellular 

printing has emerged, enabling the study of protein interactions and their role in signaling 

pathways as well as in the formation of synaptic, immunological, or neuronal pathways.  

The synaptic connection is mediated by synaptic adhesion proteins present on each side of the 

synapse. Due to the complexity of the synaptic environment and the lack of in vitro models to 

study synaptic connection in a biomimetic and controlled environment, the exact roles of these 

proteins in synaptogenesis remain uncertain. Subcellular protein printing presents a potential 

solution to address this gap. For this purpose, we have developed two biomimetic models based 

on protein printing: a first one using heterologous cells, providing insights into the interaction 

kinetics of protein pairs and linking them to their potential function. And a second one using 

primary neurons, allowing the formation of artificial synapses to study synaptic nano-organization 

during development.  

The protein printing system PRIMO, commercialized by Alvéole, which is co-funding this thesis, is 

underutilized by neuroscientists. Besides these biological objectives, the industrial aim of this 

thesis is to develop methodologies and proofs of concept to demonstrate the advantages and 

feasibility of the PRIMO technology in neuroscience.  

By coupling our first model, based on heterologous cells, with live-cell imaging techniques 

(sptPALM and FRAP), we differentiated interaction kinetics among various synaptic adhesion 

protein pairs and also for interactions with scaffold proteins. A labile interaction was observed for 

SynCAM1, known for its role in synaptic morphology. A strong and stable interaction was evident 

for Neuroligin1/Neurexine1β due to Neuroligin1's dimerization, which is essential for synaptic 

functionality.  

With the second model using primary hippocampal neurons, we demonstrated, in the presence 

of LRRTM2, the specific formation of artificial synapses. These hemi-synapses exhibited 

morphological and functional characteristics close to native synapses, including the presence of 

vesicles and spontaneous calcium activity. However, we were unable to form artificial 

postsynapses with Neurexine1β. Based on our observations and bibliographic analysis, we 

hypothesize that the postsynapse could be the initiating compartment for synaptogenesis. 

In conclusion, this study demonstrates: (1) that subcellular printing is an excellent model to study 

synaptic connectivity and adhesion from both a functional and organizational perspective. (2) That 

models of hemi-synapses using micropatterning are more specific than previous models. (3) That 

the PRIMO system opens numerous perspectives in neuroscience through its quantitative printing 

capabilities. 

 

 

 

 

Key words 
Protein micropatterning – Synapses – Hemisynapses – Synaptic adhesion proteins  

Diffusion- Trapping – Cellular Imaging – Fluorescence Imaging – Single Particle Tracking (SPT) – 
Fluorescence Recovery After Photobleaching (FRAP) – Electron microscopy  
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INTRODUCTION 

Ce projet de thèse CIFRE découle d'une collaboration entre l'Institut Interdisciplinaire de 

Neurosciences (IINS) et la société Alvéole. L'IINS se consacre à l'étude du fonctionnement du 

cerveau, en se penchant particulièrement sur la physiologie des systèmes neuronaux et la 

biologie des synapses. L'IINS est structuré autour de plusieurs axes de recherche 

interdisciplinaire, parmi lesquels figure le développement d'outils et de technologies 

d'investigation innovants. L'équipe "Cell Organ-izers", dirigée par Vincent Studer, au sein de 

laquelle s'inscrit ma thèse, joue un rôle central dans cet axe. Elle se distingue notamment par 

ses contributions au développement de nouvelles technologies de bio-ingénierie, dont la 

méthode LIMAP (Strale et al., 2016) qui, depuis 2016, est commercialisée par la société Alvéole 

sous le nom de PRIMO. Cette méthode de photolithographie sans contact ni masque permet 

de maîtriser la chimie et la topographie du microenvironnement cellulaire. Elle sert à 

influencer la morphologie, le développement et la prolifération des cellules en culture, et elle 

est déjà utilisée dans plus de 125 laboratoires de recherche dans le monde. L'application phare 

du système PRIMO est l'impression de biomolécules ou le micropatterning. Alvéole cherche à 

étendre sa technologie à divers domaines d'application en biologie afin de renforcer sa 

présence sur le marché. Les neurosciences sont l'un des domaines où le système PRIMO est 

peu répandu, malgré l'existence de plus de 327 articles scientifiques utilisant d'autres 

techniques d'impression protéique, dont 128 ont été publiés depuis 2016. De plus, ces 

dernières années, il y a une demande croissante de la part des utilisateurs et des potentiels 

acheteurs pour des preuves concrètes de l'efficacité de nos protocoles en neurosciences, en 

particulier pour la culture de neurones. Dans le but de démontrer la faisabilité et les avantages 

du système PRIMO, un projet de recherche en collaboration avec l'équipe "Cell Adhesion 

Molecules in Synapse Assembly" dirigée par Olivier Thoumine à l'IINS a été mis en place. 

L'objectif de ce projet est de caractériser l’interaction de protéines d'adhésion impliquées 

dans la formation des synapses, un phénomène encore insuffisamment documenté, en 

utilisant des modèles in vitro basés sur l’impression protéique. Mon rôle dans ce projet a été 

de développer et de valider deux modèles complémentaires. Le premier vise à répondre au 

besoin de caractériser biophysiquement des interactions protéine-protéine spécifiques et 

individuelles dans un environnement membranaire. Le second ambitionne de surpasser les 

modèles existants d'hémi-synapse actuellement utilisés pour étudier la capacité des protéines 

d'adhésion synaptique à induire la formation et la spécification synaptique. Avant d'entrer 

dans les détails des objectifs de ces modèles, il convient d'examiner les différents sujets 

couverts par ce projet. Tout d'abord, pour situer la technologie PRIMO dans le contexte de 

l'impression protéique, la première partie de cette introduction se concentrera sur les diverses 

solutions de micropatterning existantes et leurs applications en neurosciences. Pour 

comprendre l'origine de ce projet et l'importance de l'étude des protéines d'adhésion 

synaptique, la deuxième partie de l'introduction se penchera sur la connectivité synaptique et 

le rôle des protéines d'adhésion dans la formation des synapses. Enfin, la dernière partie 

établira un lien entre les deux premières en présentant les techniques traditionnelles d'étude 

des interactions protéiques, y compris les modèles d'hémi-synapse, et les premières 

expérimentations d’impression protéique dans ce domaine, mettant en lumière l'apport de 

cette technique.
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I Impression protéique micrométrique 

 Histoire  

Il est fascinant de constater que les procédés que j'utilise aujourd'hui dans mes travaux de 

recherche sont similaires à ceux que mon arrière-arrière-grand-père, Gustave Pierre, utilisait 

pour ses œuvres (Figure 1). En effet, les procédés d’impression de motifs micrométriques 

également appelé micropatterning trouvent leurs racines dans une technique qui été 

employée depuis l’Antiquité dans l’art, puis plus tard dans l’impression : la lithogravure. Cette 

technique consiste à graver un motif dans une pierre, qui, une fois encrée, peut être imprimé 

sur un autre support, tel que le papier, créant ainsi une estampe. Cette technique a été 

précurseur d’autres procédés, comme l’eau-forte, où la gravure est réalisée chimiquement sur 

une plaque de métal, et la lithographie qui utilise des procédés chimiques basés sur la 

répulsion entre l’eau et les corps gras pour imprimer des motifs, plutôt que de s'appuyer sur 

le relief. 

Au cours du XXe siècle, les avancées technologiques sur les matériaux, notamment le 

développement des premières techniques informatiques, ont conduit à la miniaturisation des 

composants et aux premières avancées en micro-électronique. Cela a entrainé l’optimisation 

des procédés de lithogravure pour aboutir à un procédé appelé photolithographie, ou 

lithogravure optique, qui utilise des photons, c’est-à-dire la lumière pour projeter un motif. Il 

est également possible d’utiliser des faisceaux d’électrons, permettant d’atteindre des 

résolutions nanométriques, avec la lithographie électronique. Ces techniques sont encore 

couramment utilisées dans l’industrie des semi-conducteurs, par exemple. L’objectif principal 

est le transfert d’un motif sur un autre support, quel que soit le vecteur utilisé à cet effet. 

En raison de la miniaturisation de ces procédés pour l’industrie des matériaux, il a été possible 

de les adapter à la recherche et à la biologie cellulaire. L’impression de motifs micrométriques 

s’est développée initialement pour obtenir des cellules individuelles ou des populations 

cellulaires confinées sur une géométrie spécifique, afin d’évaluer leur l’impact sur la 

différenciation (Warmflash et al., 2014), la prolifération (O’Neil et al., 1986), la migration ou 

encore l’organisation architecturale (Théry et al., 2006). Dans cette introduction sur les 

Figure 1. L’art précurseur du micropatterning 
Eau Forte de Gustave Pierre Homme aux lunettes Autoportrait 1920 
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techniques d’impression, je vais me concentrer sur les applications permettant l’impression 

de biomolécules en deux dimensions et plus particulièrement l’impression de protéines. 

 Impression protéique : intérêts et défis 

Les premières techniques d’impression avaient pour objectif de créer des zones adhésives 

versus non adhésives pour les cellules. Pour cela, elles se fondaient sur des propriétés physico-

chimiques telles que les forces d’adhésion et la mouillabilité de composés biologiquement 

inertes. Dans les premières publications sur le micropatterning, on découvre l’utilisation de 

motifs de palladium réalisés à l’aide d’un pochoir, permettant l’adhésion des cellules (Figure 

2), sur une couche non adhésive (Carter, 1967). De nombreuses molécules biologiquement 

inertes ont ensuite été utilisées, mais elles ont été délaissées afin de rendre ces techniques 

plus accessibles, moins dangereuses et plus adaptées également à l’évolution des 

technologies d’imagerie, en n’utilisant plus de matériaux opaques tels que les métaux. 

Cependant, la principale raison en est la nécessité d’ajouter une bio-activité aux motifs en 

imprimant des biomolécules, principalement de l’ADN et des protéines. Ceci a permis de 

développer de nouvelles applications biologiques telles que les biocapteurs (Thibault et al., 

2005) et les systèmes de diagnostic, ainsi que l’étude des interactions protéiques régissant les 

contacts cellule-cellule (Schwarzenbacher et al., 2008), cellule-matrice ou la signalisation 

(Mossman, 2005).  

L'adaptation des techniques pour l'impression de biomolécules présente de nombreux défis. 

En effet, les biomolécules sont des composants fragiles et il est donc nécessaire d’avoir des 

protocoles permettant d’éviter leur dénaturation et de conserver leurs propriétés 

fonctionnelles et structurelles. De nombreux paramètres doivent donc être pris en compte 

lorsqu’on parle d’interaction protéine-substrats : le type de solvants, le pH, la température, la 

force ionique, l’exposition interface air-eau (Czeslik, s. d.; Oscarsson, 1997). C’est d’autant plus 

vrai lorsqu’on travaille avec des protéines qui ont une structure tridimensionnelle bien définie 

et dont l’adsorption et l’orientation sur la surface ont un impact sur leurs activités 

(Thyparambil et al., 2015) (Figure 3). En plus des défis liés à l’utilisation de biomolécules, ces 

Figure 2. Les premiers essais de micropatterning cellulaire  
Cellules gliales confinées sur des micro-patterns de palladium entourés d’acétate de cellulose (7200µm2). 

Source : Westermark, 1978  
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techniques doivent, également, être biocompatibles pour pouvoir cultiver des cellules sur ces 

substrats, surtout dans notre cas où l’on souhaite travailler avec des neurones qui sont parmi 

les types cellulaires les plus sensibles à leur environnement.  

Il existe de nombreuses techniques d’impression de protéines. Pour comprendre pourquoi 

certaines sont privilégiées dans les études en neuroscience, il est nécessaire de connaître 

l’historique de ces techniques, leurs principes, avantages et inconvénients. On peut classer les 

techniques de micropatterning de différentes manières. Nous avons choisi de les regrouper 

en deux catégories : les impressions mécaniques et la photolithographie. Nous présenterons 

les caractéristiques, les avantages et les inconvénients de chaque technique, en mettant 

l’accent sur leur utilisation en Neuroscience. 

 Technologies d’impression protéique  

1.3.1 Impression mécanique  

Les techniques d'impression dites mécaniques sont les premières méthodes développées pour 

les biomolécules. Dans cette première catégorie, on trouve exclusivement des technologies 

classées comme additives, car elles consistent à ajouter des composés sur un substrat. Nous 

allons détailler deux principes d’impression mécanique : le premier est un ensemble de 

techniques basées sur l’impression par écriture tandis que le second concerne l’impression 

par contact ou microcontact printing (µCP), qui est l’une des techniques de micro-impression 

les plus couramment utilisées.  

Figure 3. Impact de l’adsorption sur l’activité protéique 
(a) Protéine native en solution (b) Adsorption de la protéine dans la bonne orientation, sans obstruction de son 

site actif et sans altération de sa conformation (c) Mauvaise orientation de la protéine adsorbée, entraînant le 

blocage de son activité (d) Protéine adsorbée mais ayant perdu sa conformation et, par conséquent, son activité. 

Sources : Thyparambil et al., 2015 Reproduit à partir de R. A. Latour, Colloids Surf, B 124, 25 (2014).  
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1.3.1.1 Impression par écriture  

L’impression protéique par écriture regroupe un ensemble de techniques qui sont basées sur 

le dépôt d’une « encre » sur le support, principalement sous forme de gouttes, à partir d’une 

source externe. Différentes sources externes peuvent être utilisées. Ces techniques 

d’écritures sont caractérisées comme étant relativement lentes, car elles sont réalisées en 

série, c’est-à-dire au point par point. Cependant, elles offrent, pour certaines, la meilleure 

résolution d’impression de biomolécules et surtout, elles permettent, pour la plupart, un 

excellent contrôle de la localisation du dépôt.  

L’une des techniques très utilisées en neuroscience est la technique des micro-îlots. Elle a été 

développée en 1976 pour des applications en électrophysiologie (Furshpan et al., 1976), dans 

le but d’obtenir des îlots de neurones individuels. La technique initiale consiste à déposer 

manuellement des gouttes de biomolécules (par exemple, du collagène) à intervalles réguliers 

sur une surface non mouillante (par exemple, du polystyrène) à l'aide d'une pipette. Après le 

séchage des gouttes, cela permet le dépôt de cellules supportrices pouvant accueillir des 

neurones (Figure 4.B). La taille des îlots est d’environ 300 à 500 µm de diamètre. Cette 

technique a ensuite été améliorée et s’est éloignée des technologies d’écriture en 

automatisant le dépôt de goutte grâce à l’utilisation d’un micro-atomiseur (Figure 4.A) pour 

pulvériser une solution de collagène sur un revêtement d’agarose (Bekkers & Stevens, 1991).  

Cette adaptation permet d’obtenir des spots aléatoirement distribués et de taille allant de 20 

à 1000 µm de diamètre. Bien qu’initialement utilisé pour le dépôt de collagène, cette 

technique a également été adaptée à d’autres protéines, telles que la laminine et la Poly-D-

lysine (Henderson et al., 2019). Elle est principalement utilisée en neuroscience pour isoler 

des neurones (Figure 4. B et C), ce qui facilite l'étude des synapses via la formation d'autapses, 

c'est-à-dire des synapses formées par un neurone avec lui-même, par rapport à des cultures 

denses.   

Figure 4. Technique d’écriture : Les micro-îlots 
A) Schéma d’un micro-atomiseur. B) Neurone isolé en culture pendant 19 jours sur une couche de cellules 

cardiaques sur un micro-îlot de collagène. C) Neurone individuel sur micro-îlot de poly-D-lysine et laminine avec 

un immunomarquage de la pré- et de la postsynapse (vGLUT1 et PSD-95).  

Sources : Burey et al., 2008 ; Furshpan et al., 1976 ; Henderson et al., 2019 
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Son utilisation a permis d’étudier de nombreux mécanismes cellulaires et moléculaires de la 

synapse, comme le rôle des protéines synaptiques dans la formation des synapses (Tarsa & 

Goda, 2002) ou dans l’exocytose au cours de la plasticité (Schlüter et al., 2006). La technique 

des micro-îlots est relativement simple à mettre en œuvre et ne requiert que très peu de 

matériel, ce qui la rend très accessible. Cependant, elle ne permet pas de contrôler de manière 

précise la taille des spots ni leur localisation, et est limitée à une géométrie de motif circulaire.  

Dans le cadre du développement des micro-réseaux de protéines et d’ADN, des techniques 

similaires aux premières expérimentations en micro-îlots se sont développées avec 

l’utilisation d’épingle (pin en anglais) pour déposer des micro-goulettes de biomolécules (Tse-

Wen Chang, 1983). Ce type d’approches a rapidement été industrialisé avec le développement 

des robots automatisés, appelés « spotters » (utilisant des pins, capillaires…) avec des vitesses 

de dépôts élevées (plusieurs milliers de gouttes par secondes), une standardisation et un 

contrôle très précis des dépôts avec des gouttes de l'ordre de quelques dizaines de picolitres. 

Parallèlement, des outils moins coûteux ont été développés, notamment l’utilisation 

d’aiguilles en dioxyde de silicium (Figure 5) fabriquées grâce à des techniques de lithographie 

(J. Xu et al., 2004) permettant le dépôt de gouttes par contact. Le dépôt peut être contrôlé 

électriquement en couplant les aiguilles avec un système micro-électrique (Leïchlé et al., 

2006). Les gouttes sont formées en amenant les aiguilles en contact avec le substrat, et par 

capillarité, elles prennent forme. Le temps et l’angle de contact jouent un rôle sur la taille des 

spots, qui peut varier de quelques micromètres à quelques centaines de micromètres de 

diamètre. L’utilisation de ces aiguilles à un rendement surfacique plus faible, bien qu’il soit 

possible de multiplier les dépôts en parallélisant les aiguilles, ce qui augmente le débit. 

Parmi les autres automates développés, on retrouve les techniques d’impression à jet d’encre 

qui utilisent des buses pour pulvériser la solution protéique sans contact avec le substrat 

(Figure 6.A). La pulvérisation est continue si le liquide est pompé à travers la buse, mais il peut 

être discontinu via des impulsions acoustiques, électriques ou thermiques qui permettent de 

former des gouttelettes. La pulvérisation en continu permet de réaliser des motifs plus 

complexes, qui ne sont plus réalisés en pointillisme. Les buses permettent d’atteindre une 

Figure 5. Technique d’écriture : Les spotters 
A) Schéma d’une aiguille micro-fabriquée pour l’impression micrométrique. B) a. Image du dépôt de 

biomolécules. b. Exemple de motifs obtenus avec des molécules fluorescentes grâce à l’utilisation d’une aiguille.  

Sources : Xu et al., 2004 ; Atwater et al., 2018 
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taille de spot d’une dizaine de micromètres (Derby, 2010). Cette technologie a été brevetée 

au 19ème siècle (Lord Willian Kelvin) mais n’a été utilisée seulement que depuis les années 

1950 par Siemens. Cependant, il a fallu attendre le début du 21ème siècle pour son adaptation 

au domaine de la biologie. On trouve quelques applications en Neurosciences (Figure 6.B), par 

exemple la réalisation de motifs en laminine pour étudier l’adhésion neuronale (Turcu et al., 

2003). Cependant, cette technologie a surtout évolué vers l’impression directe de cellules 

(Park et al., 2017) puis vers l’intégration de la 3D pour l’impression de tissus.  

Pour réaliser des motifs de l’ordre du nanomètre, il est nécessaire de se tourner vers une autre 

technologie, la nano-lithographie à stylo profond (Deep Pen Nanolithography DPN). Cette 

technique repose sur un concept utilisé depuis des millénaires dans l’écriture : l’utilisation 

d’un objet pointu (comme une plume ou un morceau de bois) pour transporter de l’encre et 

le déposer par capillarité sur du papier, à une échelle macroscopique. Il a fallu attendre le 

développement de la microcopie à force atomique (Atomic Force Microscopy AFM) pour 

mettre au point le DPN en 1999 (Hong et al., 1999; Piner et al., 1999). Ce développement est 

le résultat d’un problème rencontré en AFM, où la condensation de l’eau entre le substrat et 

la pointe de l’AFM réduit les capacités de résolution de la technique. Cependant, cette 

formation d’un ménisque d’eau permet, en fonction de la mouillabilité et l’humidité, un 

Figure 6. Technique d’écriture : Impression par jet d’encre  
 A) Schéma explicatif de l’impression à jet d’encre B) Exemple de motif de laminine réalisé par impression à jet 

d’encre et croissance de neurones isolés le long de ces lignes. 

Sources : Geissler & Xia, 2004 ; Turcu et al., 2003 

Figure 7. Technique d’écriture : Deep Pen Nanolithography 
A) Schéma de principe de la nano lithographie à stylo profond B) Exemple d’impression multiprotéique réalisée 

en DPN.  

Sources : Piner et al., 1999 ; Demers et al., 2002 
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transport de molécules de la pointe vers le substrat, ce qui permet de réaliser un dépôt de 

molécules sur le substrat (Figure 7.A). Les résolutions minimales de cette technique sont 

environ 10 à 100 nm (Ginger et al., 2004). Il s’agit de la technique d’écriture offrant la meilleure 

résolution d’impression, mais elle est assez chronophage à mettre en œuvre. Cette technique, 

comme les précédentes, a principalement été utilisée pour la création de bio-réseaux d’ADN 

(Demers et al., 2002) et de petites molécules, principalement pour des systèmes de détection, 

et moins pour des applications en biologie cellulaire.  

1.3.1.2 Impression par contact 

Le microcontact printing est une technique d’impression de biomolécules basée sur des 

procédés d’imprimerie. Pour la mettre en œuvre, on fait appel à des techniques de 

lithographie douce. La lithographie classique est un procédé « top down » consistant en un 

ensemble de processus visant à éliminer de la matière indésirable afin de créer une géométrie 

spécifique. Ces techniques sont relativement coûteuses et difficiles à mettre en place, ce qui 

les rend peu accessibles. C’est dans cette optique que des approches de lithographie douce 

ont été développées. Dans la lithographie douce, on peut identifier trois catégories (Gates et 

al., 2005) : le modelage par réplication (E. Kim et al., 1995), l’embossage (Kuo et al., 2003) et 

l’impression. Ces trois catégories reposent sur un principe identique : l’utilisation d’un moule 

généralement en silicium, dont les reliefs sont réalisés par des techniques de lithographie 

classique (photolithographie, lithographie électronique…). Ce moule est ensuite utilisé pour 

déformer ou structurer un substrat. Le moule est réutilisable, ce qui rend ces approches moins 

coûteuses et donc plus abordables pour les biologistes. De plus, ces techniques conviennent 

davantage aux composés fragiles, notamment pour l’utilisation de biomolécules.  

L’impression par contact en biologie est donc intégralement basée sur ces approches de 

lithographie douce. Le moule sert à fabriquer un timbre (Figure 8.A), généralement constitué 

Figure 8. Impression par contact 
A) Etapes de fabrication du tampon en PDMS : Dépôt du polymère liquide (2) sur le moule solide (1). Après 

polymérisation, le timbre est moulé à la forme du moule (3). B) Etapes de l’impression par contact : Encrage du 

timbre, soit par dépôt d’une goutte de solution, soit par trempage des motifs (1). Contact entre le timbre encré 

et le substrat induisant le dépôt de biomolécules (2). Passivation du substrat pour rendre non adhésives les 

parties non imprimées (3).  
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à partir d’un précurseur liquide, un mélange de polymères qui se solidifie par réticulation 

thermique ou grâce aux ultraviolet (UV). Ensuite, le timbre est démoulé. Une fois le moule 

prêt, il n’est plus nécessaire de travailler dans une salle blanche (Théry & Piel, 2009). La 

première impression micrométrique utilisant ce procédé a été réalisée en 1993 en utilisant un 

timbre de polydiméthylsiloxane (PDMS) souple (Kumar & Whitesides, 1993). Cependant, pour 

chaque nouvelle géométrie, un nouveau moule doit être créé, ce qui limite la versatilité de 

cette technique. Pour effectuer l’impression, la première étape est l’encrage du timbre de 

PDMS, une étape clé pour obtenir une impression uniforme et de qualité. Le plus souvent, la 

solution de biomolécule est déposée en goutte sur la surface du timbre pour l’encrage. Il est 

également possible de remplir le moule utilisé pour fabriquer le timbre avec une solution 

protéique, permettant de déposer différentes protéines sur un même tampon (Zheng et al., 

2009). Après un temps d’incubation variable en fonction du type de biomolécule, la solution 

est retirée et séchée à l’aide d’un flux d’azote ou sous hotte. Selon la nature de la biomolécule, 

le séchage peut entraîner une perte d’activité. Ensuite, le timbre est utilisé comme un tampon 

encreur, mis en contact avec le substrat. Si l’affinité de la biomolécule pour le substrat est plus 

forte que pour le timbre, les biomolécules sont adsorbées à la surface du substrat (Figure 8.B). 

L’impression des biomolécules peut-être réalisée de manière directe, impliquant que la 

protéine d’intérêt est imprimée directement, comme dans l’impression de disques de Poly-D-

lysine pour créer des îlots de neurones (Figure 9) sur un revêtement d’agarose (Meijer et al., 

2019). Toutefois, l’impression peut également être indirecte, en utilisant des liaisons 

covalentes ou des interactions de fortes affinités entre deux composés (Pereiro et al., 2019). 

L’impression indirecte garantit une meilleure stabilité du motif dans le temps, réduit la perte 

d’activité de la protéine en limitant l’impact mécanique du tampon ou de l’adsorption sur la 

structure tridimensionnelle, et en favorisant une bonne orientation du site actif.  

En neuroscience, l’impression par contact a été utilisée pour créer des réseaux neuronaux 

(Hardelauf et al., 2014), étudier l’impact sur la croissance axonale en imprimant des molécules 

répulsives pour le cône de croissance (Ryu et al., 2019) ou étudier les différentes phases de 

migration du soma dans le cortex au cours du développement (Zhao et al., 2018). Si le substrat 

sur lequel le motif est réalisé est adhésif, il peut être nécessaire de réaliser une dernière étape 

Figure 9. Impression par contact : Îlot de neurone 
Neurones humains dérivés d’iPSC par induction NGN2 sur des motifs circulaires de poly-D-lysine, collagène et 

acide citrique, recouverts d’astrocytes de rat. Immunomarquage GFAP (vert) et MAP2 (rouge).  

Source : Meijer et al., 2019 
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de passivation pour limiter l’adhérence des cellules et, dans le cadre d’une impression 

indirecte, pour limiter l’adsorption non spécifique en dehors des zones de patterns. Plusieurs 

solutions ont été publiées, mais celle la plus utilisée pour l’impression protéique est le 

polyéthylène glycol (PEG), un polymère synthétique très hydrophile. Il est utilisé sous sa forme 

linéaire pour saturer des sites d’adhésion. L’efficacité de cette passivation, comparée à 

d’autres, a été démontrée pour une utilisation sur des neurones primaires, réduisant 

l’attachement des neurites (Wheeler et al., 1999). Une variante du PEG, le PLL-g-PEG (Csucs 

et al., 2003) un copolymère constitué d’une chaine de PEG greffé à de la Poly-L-lysine (PLL), 

présente des propriétés d'adsorption rapide et forte, ce qui rend la passivation plus efficace 

(Ning-Ping Huang et al., 2000).  

Initialement, cette technologie était limitée à des impressions micrométriques, d’où le nom 

microcontact printing. Cependant, avec l’amélioration des techniques de lithographie et 

l’optimisation des étapes d’encrage pour limiter les effets de diffusion lors de l’impression, il 

est désormais possible d’atteindre des tailles nanométriques avec des motifs de 100 nm (H. Li 

et al., 2002). Comparé aux techniques de spotting, il est possible de réaliser des formes 

beaucoup plus complexes et personnalisées. Cependant, cela implique de créer un nouveau 

moule à chaque changement de géométrie, ce qui a un coût, et surtout cela requiert un temps 

de réalisation conséquent. Il est donc nécessaire de bien réfléchir au motif souhaité en amont 

et d’en disposer plusieurs par tampon.  

Il est possible de combiner les principes des différentes techniques présentées afin de 

contourner certains inconvénients en tirant parti de leurs avantages. Par exemple, le polymer 

pen lithographie (Brinkmann et al., 2013) fusionne les concepts du DPN et de l’impression par 

contact. La pointe AFM est remplacée par un timbre en PDMS comportant un réseau de 

pointes dont les mouvements sont contrôlés avec un système piézoélectrique (Figure 10). Ce 

modèle permet de multiplexer les dépôts de protéines. Cette technique est plus accessible 

que le DPN et permet, avec un seul tampon, de varier les motifs et les dispositions.  

Figure 10. Combinaison de techniques : Polymer Pen Lithographie  
Schéma de principe du polymer pen lithographie utilisé pour imprimer différentes protéines simultanément, 

représentés par les quatre couleurs primaires. B) Exemple de motif réalisé avec le PPL et trois différents fluorophores. 

Bar d’échelle : 20 µm 

Source : Brinkmann et al., 2013 
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1.3.2 Impression par Photolithographie  

Les techniques d’impressions de biomolécules utilisant la lumière, notamment les photons, 

reposent sur les protocoles de lithographie optique employés dans l’industrie. Le principe de 

ces techniques consiste à structurer la lumière, principalement l’UV proche (400-300nm), 

selon le motif souhaité. La lumière UV peut être utilisée de deux manières : dans un processus 

additif, elle permet de fixer directement ou indirectement une protéine en activant des 

groupes fonctionnels, tandis que dans un processus soustractif, elle permet de retirer 

localement une couche antiadhésive là où l'on souhaite déposer la protéine. Les processus 

soustractifs sont plus énergivores à mettre en œuvre que les processus additifs, mais ils 

offrent l’avantage d’une adhésion plus spécifique. Pour réussir à mettre en œuvre des 

applications soustractives, les chercheurs se sont tournés vers l’utilisation de l’UV lointain 

(<200nm), qui fournit une énergie suffisante. Toutefois, le développement de la chimie basée 

sur les UV proches a permis d’accéder à des applications soustractives en utilisant de l’UV 

proche. Cela a été rendu possible grâce à l'utilisation de photo-initiateurs réactifs à ces 

longueurs d'ondes, qui catalysent la réaction. Néanmoins, ces réactions génèrent des dérivés 

réactifs de l'oxygène, lesquels peuvent induire du stress oxydatif pour les cellules si le substrat 

n'est pas correctement rincé. Pour moduler la lumière et ainsi imprimer le motif souhaité, il 

est nécessaire d’utiliser un masque. Ce masque peut être physique ou virtuel. Dans cette 

nouvelle section, nous allons explorer les différentes solutions de structuration de la lumière. 

1.3.2.1 Photolithographie : masque physique 

Pour structurer la lumière, la première solution consiste à utiliser un masque physique 

photorésistant transparent soit en quartz, recouverts de motifs opaques en métal, tels que le 

chrome ou l'oxyde de fer (Figure 11.A), soit en plastique imprimé. Sous une illumination 

homogène, la lumière ne passera que par les zones transparentes du masque. Pour effectuer 

l’impression, le masque doit être en contact avec la surface d’impression, bien que cela puisse 

être inadapté si le substrat est fragile. Ces masques sont généralement fabriqués par 

lithographie à faisceaux d’électrons, la technique de lithographie offrant la meilleure 

résolution, car l’utilisation d’électrons permet de réduire la diffraction de la lumière. Bien que 

les procédés de lithographie soient adaptés à l’impression de protéines, la lithographie 

électronique a été utilisée de manière limitée pour l'impression de biomolécules (Palankar et 

al., 2013). Cette technique exige des équipements extrêmement coûteux, et l’impression est 

très lente, limitant son développement dans ce domaine.  

La création de masques, en particulier avec des motifs personnalisés, est donc relativement 

longue. Bien qu’il soit possible d’avoir plusieurs géométries sur un même masque, la 

polyvalence de cette technique en termes de motifs demeure assez limitée. Des solutions 

commerciales existent pour l’achat de masques, mais ils sont coûteux, en particulier lorsqu’on 

travaille avec de l’UV lointain, nécessitant des masques en quartz synthétique adaptés à ces 

longueurs d’onde. La résolution des motifs dépend fortement de la qualité et du matériau des 

masques, ce qui influence le prix, et la qualité peut se détériorer au fil du temps. Il est possible 
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d’atteindre des résolutions de 0.5 µm, mais en moyenne les masques offrent une résolution 

d’environ 1 µm.  

Pour l’impression additive de biomolécules, il est nécessaire de travailler avec des substrats 

ou des groupes fonctionnels (Dillmore et al., 2004) réagissant à l’UV proche, permettant la 

fixation des biomolécules d’intérêt. On trouve, par exemple, l’utilisation de substrats 

fonctionnalisés avec de la benzophénone, qui, une fois exposée à la lumière, permet par 

estérification la fixation des biomolécules d’intérêt (Balakirev et al., 2005; Martin et al., 2011) 

(Figure 11.B). La benzophénone, un photo-initiateur, a également été utilisée directement en 

solution mélangée avec de la fibronectine, permettant de greffer directement la protéine au 

PEG (Fink et al., 2007).  

La photolithographie en mode soustractif est réalisable en utilisant des UV lointains (Figure 

11.B) pour dégrader un revêtement non adhésif, créant ainsi de la place pour l’adsorption 

ultérieur de la protéine. Les UV lointains permettent de dégrader différents polymères non 

adhésifs tels que le polystyrène (Welle & Gottwald,2002) ou des polycarbonates, ainsi que le 

PEG (Azioune et al., 2009). Quelques études ont utilisé la photolithographie par masque pour 

explorer des phénomènes en neuroscience, comme l’étude moléculaire de la dynamique de 

l’actine au niveau du cône de croissance (Garcia et al., 2015) ou l’arborisation des neurones 

de sangsue (Fromherz & Schaden, 1994).  

1.3.2.2 Photolithographie sans masque et sans contact 

Pour se défaire de l'utilisation de masques physiques, deux approches sont possibles pour 

créer des motifs de lumière. La première consiste à utiliser un laser pour dessiner le motif 

point par point, tandis que la deuxième utilise un modulateur spatial pour donner directement 

à l'illumination la forme du motif. Pour cela, un système d’illumination, couplé avec un 

microscope et un logiciel dédié, est nécessaire pour contrôler les paramètres de projection, 

tels que la dose UV, les coordonnées spatiales et la géométrie du motif. Cet ensemble permet 

Figure 11. Photolithographie par masque 
A) Image d’un photo-masque B) Schéma explicatif de la différence entre impression additive et soustractive en 

photolithographie. Additive : Fixation de la protéine d’intérêt (rouge) par estérification d’un substrat ou de 

groupement fonctionnel (OH) par exposition à (violet). Soustractive : Dégradation d’un revêtement non adhésif 

(vague bleue) par l’UV, permettant l’adsorption de la protéine. 

Source : adapté de https://www.texaspowerfulsmart.com/ 

  

https://www.texaspowerfulsmart.com/nanometer-range-2/subtractive-and-additive-creation-of-nanostructures.html
https://www.texaspowerfulsmart.com/nanometer-range-2/subtractive-and-additive-creation-of-nanostructures.html
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de créer un « masque virtuel ». L’avantage majeur de ces systèmes est leur versatilité, car le 

motif est défini sous forme d’image numérique, facilitant ainsi sa variation par rapport à la 

fabrication de masques physiques ou de tampons. 

L’un des premiers protocoles utilisant les masques virtuels est le LAPAP (laser-assisted 

adsorption by photobleaching), qui utilise un système d’illumination laser (473 nm) collimaté 

par un objectif (Bélisle et al., 2008) avec une résolution d’environ 1µm. Ce protocole additif 

permet l’impression indirecte de protéines biotinylées. Pour ce faire, une solution de 

fluorescéine-4-biotin (B4F) est exposée à la lumière, ce qui, par un phénomène de 

photoblanchiment et d’activation, induit la fixation de la fluorescéine sur le substrat recouvert 

d’albumine de sérum bovin (BSA). La streptavidine est ensuite utilisée en tant 

qu’intermédiaire entre la B4F et la molécule d’intérêt biotinylée. L’utilisation d’un laser 

collimaté nécessite le balayage du substrat pour créer l’ensemble du motif, ce qui entraîne 

une vitesse d’impression relativement lente. Pour augmenter la résolution de cette technique 

et la rapidité d’impression, l’illumination laser peut-être remplacée par une illumination multi-

photonique plus énergétique (Scott et al., 2012). Ceci permet d’imprimer des surfaces de 20 

mm2 en 50 minutes, soit 30 fois plus rapidement que le protocole initial. De plus, 

l’augmentation de la puissance permet d’imprimer sur du PEG, réduisant l’adhésion non 

spécifique des neurones en dehors des zones d’impression, ce qui est favorable pour l’étude 

de la croissance des neurites (Wissner-Gross et al., 2011) par rapport au protocole LAPAP 

classique.  

L’impression utilisant un laser a ensuite été détrônée par des méthodes permettant de 

structurer directement l’illumination en insérant dans le trajet optique un modulateur spatial, 

tel qu’un écran à cristaux liquides (LCD, Bélisle et al., 2009) ou une matrice de micro-miroirs 

(Digital micromirror Device (DMD) (Waldbaur et al., 2012) afin d’envoyer ou non la lumière 

vers l’échantillon avec un contrôle micrométrique (Figure 12). Le DMD est devenu plus 

populaire que le LCD, car il permet de travailler avec une plus grande gamme de longueurs 

d’onde. L’avantage de ces systèmes est que l’illumination n’est plus limitée à un seul point 

Figure 12. Photolithographie sans contact et sans masque  
Schéma présentant les grandes étapes du protocole LIMAP 1) Passivation du substrat pour le rendre non adhésif 

2) Insolation aux UV avec structuration de la lumière selon un motif grâce à un modulateur spatial 3) Incubation 

des protéines, suivie d’un rinçage la protéine est imprimée suivant le motif préétabli.  
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laser, ce qui permet d’illuminer l’ensemble du champ de l’objectif, autorisant ainsi une 

impression d’un motif complet direct avec une résolution d’environ un micromètre sur une 

surface d’environ 0.15 mm2 (Objectif 20X). Cependant, si on prend en compte uniquement le 

temps d’impression, sans tenir compte du temps de fabrication du masque et du timbre, ces 

techniques demeurent quand même plus lentes par rapport aux techniques de 

photolithographie par masque et d’impression par contact, qui permettent une impression 

directe sur des surfaces de plusieurs dizaines de millimètres carrés.  

Les modulateurs et les lentilles optiques classiques ne sont pas compatibles avec l’UV profond, 

et les systèmes optiques adaptés à ces longueurs d’onde sont extrêmement coûteux. Pour 

imprimer en mode soustractif, il est donc indispensable de travailler avec des photo-

initiateurs. Le protocole LIMAP (Strale et al., 2016), développé dans notre laboratoire, est le 

premier à coupler l’utilisation de micro-miroirs avec ce type de composé afin de dégrader du 

PEG et d’imprimer des protéines en utilisant l’UV proche (375 nm). Les applications de la 

technique LIMAP en neurosciences sont peu nombreuses et assez récentes. L’une d’elles est 

la coculture de neurones et de cellules de glioblastome, pour étudier la migration de ces 

dernières (Guyon et al., 2021). Les études les plus récentes se concentrent sur des applications 

spécifiques, avec la réalisation de pattern sur des grilles de microscopie électronique afin 

d’étudier des structures neuronales telles que les microtubules (Chakraborty et al., 2022). Ces 

applications mettent en avant l’un des avantages de l’utilisation de masques virtuels, à savoir 

l’absence de contact avec le substrat, permettant ainsi d’imprimer des protéines sur des 

supports fragiles.  

1.3.3 Evolution de l’impression protéique  

Si l’on établit un comparatif des techniques (Tableau 1), on s’aperçoit que la plupart ont réussi 

à se développer pour atteindre une résolution de l’ordre de 1 µm. Cependant, les technologies 

permettant d’atteindre des résolutions nanométriques, telles que le DPN, ne sont finalement 

que peu développées pour des applications en biologie cellulaire en raison de leur lenteur. 

Concernant les autres techniques d’écriture, elles se sont majoritairement développées pour 

la création de réseaux de protéines ou d’ADN. Les trois techniques les plus représentées en 

micropatterning de protéines pour des applications en biologie cellulaire sont l’impression par 

contact, la photolithographie par masque et la lithographie basée sur l’utilisation de DMD. Ce 

Tableau 1. Tableau comparatif des techniques d’impressions protéiques  
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qui différencie ces techniques est la vitesse d’impression surfacique, très rapide, sauf pour la 

photolithographie en DMD. Cependant, cette technique présente l’avantage d’offrir une 

versatilité de motif que ne peuvent fournir les techniques de microcontact printing et de 

photolithographie par masque physique.  

Afin de reproduire au mieux les contraintes que subissent les cellules in vivo, les techniques 

d’impression se sont développées pour offrir de nouvelles applications, permettant un 

contrôle plus précis, tant au niveau quantitatif que qualitatif, des impressions. 

L’environnement physiologique est très complexe, donc, si l’on veut pouvoir réaliser des 

études biomimétiques, il est nécessaire de pouvoir proposer de nouvelles options 

d’impressions. Si l’on regarde l’environnement cellulaire, les phénomènes qui régissent les 

activités cellulaires, tels que l’adhésion ou la migration, sont rarement dus à une seule 

protéine, mais à une action combinée de plusieurs. Par exemple, la migration cellulaire est 

rendue possible par l’action combinée de protéines ayant soit un pouvoir attractif ou répulsif, 

agissant sous formes de gradient de concentration. Basée sur l’idée de pouvoir au mieux 

reproduire l’environnement cellulaire, les techniques d’impression de biomolécules se sont 

améliorées en permettant de contrôler la quantité de protéines déposées afin de tester 

l’impact de différentes densités protéiques. Mais également sur les aspects d’impression 

multiples, permettant de disposer de façon contrôlée plusieurs protéines sur une même 

surface. Les aspects de reproductibilité sont également importants si l’on veut standardiser 

des essais et envisager des applications pharmaceutiques.  

Si l’on compare les techniques les plus appropriées pour réaliser des impressions multiples, 

les techniques mécaniques ont l’avantage de limiter les contaminations croisées lors de 

l’impression en raison de leur nature additive, permettant ainsi un meilleur contrôle. Pour les 

techniques d’écriture, il est facile de paralléliser les dépôts et d’imprimer en simultané 

différentes protéines, ce qui représente un gain de temps par rapport à une impression 

séquentielle. En ce qui concerne l’impression par contact, il est possible d’imprimer plusieurs 

protéines différentes, si l’encrage du timbre est contrôlé (Zheng et al., 2009). Cependant, la 

plupart du temps, l’impression est réalisée séquentiellement, même s’il est beaucoup plus 

complexe de gérer l’alignement. Cependant, des solutions basées sur l’utilisation de platine 

microscopique existent (Eichinger et al., 2012). Pour les techniques de photolithographie, les 

impressions sont nécessairement séquentielles, ce qui oblige à répéter le protocole 

d’impression pour chaque protéine. De plus, pour ces techniques non mécaniques, 

l’incubation de protéines est non localisée, c’est uniquement l’adsorption ou la fixation de la 

protéine qui est favorisée dans les zones illuminées. Or, l’adsorption est un phénomène non 

spécifique et chaque protéine a des capacités d’adsorption différentes pouvant être liées à 

leur caractéristique conformationnelle (Norde, 1986). Cependant, concernant les techniques 

utilisant des modulateurs spatiaux, les systèmes sont toujours couplés à un microscope, ce qui 

permet de gérer l’alignement des motifs en utilisant directement la résolution de la platine. 

Ce qui distingue les techniques utilisant des masques virtuels, c'est leur capacité à réaliser une 

impression quantitative. Il est possible, via ces techniques, de contrôler informatiquement la 

dose d'UV envoyée localement sur le substrat, et il a été démontré que la dégradation du PEG 

varie en fonction de la dose d'UV, ce qui permet de faire varier la quantité de protéines 

adsorbées (Das & Gupta, 2005).  
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Pendant longtemps, ces techniques ont semblé inaccessibles aux biologistes sans expertise 

dans ce domaine. Pour répondre à cette demande, plusieurs entreprises ont développé des 

solutions commerciales, avec des consommables prêts à l’emploi, tels que les masques pour 

l’impression par contact (Ex : Delta mask, Netherlands), ainsi que des substrats déjà imprimés 

avec ou sans la biomolécule déjà incubée (4Dcell, CYTOO, Ibidi). En ce qui concerne les 

techniques d’impression utilisant des masques virtuels, la société Alvéole est la seule 

entreprise à proposer un système, basé sur un DMD, à brancher sur un microscope. Dédié 

principalement à l’impression protéique, il permet de réaliser ses propres impressions. Les 

avantages du PRIMO résident dans sa versatilité, son accès facile à l’impression quantitative 

et ses potentiels en termes d’impression multiprotéique.  

1.3.3.1 Micropatterning en neuroscience  

En neuroscience, les modèles d'îlots synaptiques ont permis des études sur la synapse et 

certains mécanismes synaptiques, tels que l'exocytose, car l'isolement de neurones sur ces 

îlots induit la formation de contacts appelés autapses, plus faciles à étudier qu'en culture 

classique. Dans ces expériences, le motif ne sert qu'à isoler les cellules en fonction de la taille 

des zones d'adhésion. La protéine imprimée, le plus souvent du collagène ou de la polylysine, 

est utilisée principalement pour ses propriétés adhésives. L’impression protéique a été 

largement utilisée pour étudier le guidage et la croissance axonale, en imprimant des 

molécules attractives ou répulsives pour le cône de croissance (Ryu et al., 2019), ou des 

molécules affectant la croissance neuronale (Belkaid et al., 2013). Dans ces modèles, les 

protéines imprimées sont utilisées pour leur action biologique et pour étudier leurs impacts 

sur un élément neuronal. Cependant, ce type d’étude reste minoritaire.  

La technique principalement utilisée dans ces essais est l'impression par contact. Un des 

facteurs favorisant cette technique est sa rapidité et sa surface d'impression (Azioune et al., 

2009). C'est en effet un avantage lorsque l'on souhaite travailler avec des neurones, car ces 

cellules ont des caractéristiques structurelles nécessitant des zones d'étalement plus 

importantes que les autres cellules (II. Connectivité synaptique et formation des synapses).  

Cependant, ces dernières années, l'impression protéique s'est ouverte à de nouvelles 

applications, avec l'impression de protéines à une échelle subcellulaire afin de créer des 

interactions spécifiques qui régissent principalement les contacts entre cellules et d'étudier le 

rôle et les impacts moléculaires de cette interaction. Parmi les applications, quelques travaux 

ont permis d'étudier le rôle de certaines protéines d'adhésion synaptique (III. Etude du rôle 

des protéines d’adhésion dans la connectivité synaptique). Dans la partie qui suit nous 

détaillerons les spécificités des cellules neuronales et pourquoi il est intéressant d’étudier les 

protéines d’adhésion synaptique. Ensuite, nous développerons les différentes techniques et 

modèles in vitro existant pour étudier ces protéines synaptiques et leur rôle dans la formation 

des synapses. Nous aborderons également comment et pourquoi le micropatterning 

commence à trouver sa place dans l’étude des interactions protéine-protéine de manière 

générale, ainsi que l’intérêt de ces techniques pour l’étude de la connectivité synaptique.  
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II Connectivité synaptique et formation des synapses 

La principale cellule constitutive du système nerveux est : le neurone. La première observation 

de ce que l’on appelle maintenant neurone a été réalisé par Otto Deiters (1865) qui observa 

des motoneurones de la moelle épinière de vache, il décrivit une cellule avec un soma central 

avec deux types d’excroissance irradiante, une avec des prolongements très arborisés, qui 

déclarât comme des excroissances protoplasmiques et une autre décrite comme un axe 

cylindrique. L’organisation du système nerveux fut débattue avec d’abord la théorie réticulaire 

(Joseph von Gerlach 1871) suggérant que le système nerveux était un ensemble continu, une 

fusion de plein d’éléments. La première description fondée de l’organisation cellulaire du 

système nerveux fût faite par Santiago Ramon y Cajal (1852-1934). Il observa pour la première 

fois l’organisation des neurones par observation microscopique de tissus neuronaux colorés 

au nitrate d’argent, d’après la technique de Camillo Golgi développé en 1873. Ramon y Caja, 

décrivit des cellules indépendantes avec de nombreuses et très longues ramifications pouvant 

faire plusieurs mètres (Figure 13.A). Cette théorie du neurone fut complétée en 1891, par 

Heinrich Wilhelm Gottfried von Waldeyer-Hartz, qui proposa le premier l’appellation neurone 

pour ces cellules.  

Le neurone présente une morphologie qui se distingue des cellules des autres systèmes. Le 

corps cellulaire du neurone, le soma, est la partie qui se rapproche le plus d’une cellule 

classique avec la présence du noyau, de l’essentiel du cytoplasme et des organites communs 

(Figure 13.B-C). Le neurone est une cellule polarisée. On retrouve d’une part un ensemble de 

ramifications courtes et nombreuses qui sont les dendrites. Le diamètre de la dendrite décroît 

en s’éloignant du corps cellulaire et on y retrouve des petites protrusions qui sont les épines 

dendritiques. Et d’autre part, un unique prolongement de diamètre constant pouvant être très 

long, l’axone. A l’extrémité de ce prolongement, on retrouve le cône de croissance (Cajal, 

1890). L’axone peut se diviser en plusieurs prolongements, les collatérales, afin d’établir des 

contacts avec d’autres cellules, neuronales ou non. La zone de contact axonal est appelée 

bouton synaptique. La caractéristique de ces différents prolongements est la présence 

importante de structure du cytosquelette qui donne sa forme au neurone, on distingue trois 

Figure 13. Morphologie du Neurone 
(A) Dessin d’observation de neurones (B) Schéma simplifié d’un neurone (C) Schéma anatomique détaillé d’un 

neurone et de ses différents compartiments structurels. Source : Santiago Ramón Instituto Cajal CSIC  
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types de structures : les microtubules, les microfilaments d’actine et les neurofilaments qui 

sont tous composés de polymères protéiques (Figure 13.C).  

Le transfert de l’information au niveau du cerveau est médié par la communication entre les 

neurones via des signaux électriques et chimiques. La connexion entre les neurones est 

médiée par la formation de synapses qui permettent de former un réseau neuronal, 

connectant les épines dendritiques et les boutons synaptiques. Au sein du neurone, 

l’information est reçue au niveau de l’épine dendritique, transite par le soma et se propage 

jusqu’au bouton synaptique au niveau de l’axone. Cela permet de transmettre cette 

information à une autre cellule neuronale ou non (Cajal.,1899). Dans cette thèse, je vais me 

focaliser sur la synapse chimique, qui est la catégorie de synapses majoritaires du système 

nerveux central, comparé aux synapses électriques. Je vais brièvement présenter la structure 

et la fonction de la synapse chimique et les étapes de formation de la synapse au cours du 

développement. Dans une deuxième partie, je m’attarderais sur un des principaux acteurs de 

la synapse, les protéines d’adhésion synaptique et leur rôle dans la synaptogenèse. 

 

  Synapse 

2.1.1 Structure et fonction  

Le terme synapse fut défini pour la première fois par Charles Scott Sherrington pour décrire la 

zone de contact entre deux neurones. Le cerveau est composé de billions de neurones et de 

trillions de synapses. Ce contact a lieu la plupart du temps entre un bouton au niveau de 

l’axone, que ça soit à une extrémité axonale ou le long de l’axone avec la formation de 

synapses « en passant », et une épine dendritique, présente le long de la dendrite. Suivant les 

zones du cerveau ou les types de synapses, on trouve également des contacts entre axone et 

soma (axo-somatique), entre un axone et le segment initial d’un autre (axo-axonique) ou 

encore entre deux dendrites (dendrodentritique).  

Nous allons nous concentrer sur les synapses axodendritiques et leurs composants. Les épines 

dendritiques présentent des morphologies et des tailles assez disparates (Figure 14) allant de 

0,2 à 1 µm (Pchitskaya & Bezprozvanny, 2020; Sorra & Harris, 2000). Ces morphologies sont 

changeantes dû à une forte relation structure-fonction des synapses. L’état des synapses fixe 

leurs propriétés plastiques et l’activité neuronale module la morphologie synaptique 

Figure 14. Répartition des synapses le long du neurone 
Imagerie 3D-ISM d’un neurone de l’hippocampe exprimant la GFP. Bar d’échelle : 5µm.  

Source: Kashiwagi & Okabe., 2021 
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(Matsuzaki et al., 2004; Tønnesen & Nägerl, 2016). Il y a des milliers de synapses qui peuvent 

se former le long d’un axone, avec environ une spécialisation en présynapse tous les 2 µm 

(Takács et al., 2018).  

La morphologie plus précise de la synapse fût accessible avec le développement de la 

microscopie électronique en 1931 (Ruska, 1987) (Figure 15.A), qui a permis d’observer des 

structures qui n’étaient jusqu’alors que théoriques, car difficiles à marquer et à observer en 

microscopie photonique. Ces observations, ont permis de montrer que la synapse est 

composée de deux éléments, un post-synaptique et un pré-synaptique chacun limité par une 

membrane, qui sont séparés par un espace de 15-20 nm de diamètre, la fente synaptique 

(Palay et al., 1962).  

La synapse est un élément asymétrique, en raison de la composition structurelle distincte des 

différents compartiments de la pré- et de la postsynapse. Ces différences sont liées à la 

fonction de ces compartiments au cours de la transmission de l’information. La transmission 

de l’information neuronale est liée à la circulation d’un potentiel d’action (Bois-Reymond, 

1884), quand ce potentiel arrive au niveau de la présynapse, cela induit une dépolarisation de 

la membrane et l’ouverture des canaux calciques voltage-dépendant présents au niveau de la 

membrane du bouton synaptique, entrainant une entrée importante de calcium dans la zone 

pré-synaptique. Ce calcium va induire le relargage des neurotransmetteurs dans la fente 

synaptique (Lisman et al., 2007). Ces neurotransmetteurs sont stockés dans un grand nombre 

de vésicules présynaptiques, qui représentent l'élément synaptique le plus caractéristique 

(Figure 15.A). L’entrée de calcium va induire la fusion de ces vésicules avec la membrane au 

niveau de la zone active.  

Figure 15. Morphologie de la synapse  
(A) Image d’une synapse chimique excitatrice par microscopie électronique à transmission (B) Schéma d’une 

synapse chimique, avec les étapes de la transmission de l’information. L’arrivé d’un potentiel d’action entraîne 

l’ouverture des canaux calciques et la libération des neurotransmetteurs contenus dans les vésicules pré-

synaptiques au niveau de la fente synaptique. Par la suite, les neurotransmetteurs activent les récepteurs au 

niveau de la postsynapse.  

Sources : aquaportail.com, sciencephoto.com 
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Deux types de vésicules ont été morphologiquement identifiées dans les synapses : des petites 

(30-50nm) vésicules lisses qui sont les plus représentées et des vésicules pléomorphes, avec 

des tailles et caractéristiques (densité, granulosité…) variables (Figure 16.A). Il a été démontré 

que ces différents types de vésicules sont associés à des caractéristiques fonctionnelles qui 

permettent de dissocier les synapses excitatrices, qui transmettent l’information sous forme 

de potentiel d’action, des synapses inhibitrices, qui inhibent la formation du message nerveux 

(Van Der Want & Nunes Cardozo, 1988). Les synapses inhibitrices contiennent des vésicules 

de morphologies variables (Bodian, 1966; Uchizono, 1965) contenant du GABA (Acide γ-

aminobutyrique) comme neurotransmetteur. Les synapses excitatrices, qui libèrent 

principalement du glutamate, sont principalement caractérisées par de petites vésicules 

claires et homogènes 

Les vésicules, lorsque observées en microscopie électronique, semblent faire partie d’une 

même population. Cependant, des études ont montré l’existence de différents groupes de 

vésicules ayant des fonctions différentes (Figure 16.B). Il est donc nécessaire de distinguer 

trois types de vésicules : celles du groupe de réserve, représentant 80 % des vésicules de la 

présynapse et libérées uniquement en cas de forte stimulation ; les vésicules recyclées, 

constituant environ 10-20 % des vésicules totales ; enfin, les vésicules prêtes à être libérées, 

situées au plus près de ce que l'on appelle la zone active de la présynapse et déjà amarrées à 

la membrane (Rizzoli & Betz, 2005). 

Concernant la morphologie de la postsynapse, on peut observer la présence d’un élément 

dense (de Robertis, 1961) localisé juste en dessous de la membrane plasmique de l’épine 

dendritique, appelé densité postsynaptique (PSD). Cette zone est un disque de 200 à 500 nm 

de diamètre et avec une épaisseur de 30 à 60 nm (K. M. Harris et al., 1992; Spacek & Harris, 

1997). Cette zone dense est due à la formation d’un complexe macromoléculaire protéique 

qui contient les récepteurs transmembranaires permettant la fixation des 

Figure 16. Les différentes vésicules pré-synaptiques 
(A) Image de microscopie électronique des terminaisons 

synaptiques connectant une dendrite. A gauche, une 

synapse inhibitrice (I, tête de flèche) avec des vésicules 

multiformes. A droite, une synapse excitatrice (E, flèche) 

avec des vésicules rondes. (B) Schéma des trois 

catégories de groupes de vésicules basées sur les 

propriétés de relargage. Sources : Palay., 1958 et Rizzoli 

& Betz, 2005 
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neurotransmetteurs et le transfert de l’information. Les récepteurs sont spécifiques des types 

de synapse. Au niveau des synapses inhibitrices, on retrouve les récepteurs GABA et pour les 

synapses excitatrices le récepteur métabotropique au glutamate et les récepteurs 

ionotropiques AMPA et kaïnate. La PSD est difficilement observable dans les synapses 

inhibitrices alors qu’elle est très prédominante dans les synapses excitatrices (Gray, 1963). 

Cette différence permet de caractériser les synapses inhibitrices de symétrique et les synapses 

excitatrices d’asymétrique.  

Les récepteurs ne sont pas les seules protéines présentes dans la densité post-synaptique. On 

y retrouve également des protéines d’échafaudage, qui sont intracellulaires et qui 

interagissent avec les récepteurs ainsi qu'avec les protéines d’adhésion synaptique. Elles 

permettent de regrouper en clusters ces différents éléments. Les protéines d’échafaudage ont 

d’autres rôles comme la régulation des éléments du cytosquelette (Vessey & Karra, 2007). Les 

protéines d’adhésion synaptique sont des protéines transmembranaires qui assurent la liaison 

entre les membranes post et présynaptique. Des études ont démontré que ces protéines 

semblent déterminer la taille de la fente synaptique (Phillips et al., 2001; Tanaka et al., 2000; 

Zuber et al., 2005). 

La structure de la synapse telle que décrit correspond à une synapse mature. Avant d’arriver 

à cet état, il y a plusieurs étapes permettant l’initiation, la formation et la maturation d’une 

synapse au cours du développement. Dans une première partie, nous décrirons de façon 

générale ces différentes étapes en nous concentrant sur les synapses axo-dendritiques, 

formées entre un axone et une épine dendrite. Dans une seconde partie, nous présenterons 

quelques protéines d’adhésion synaptique sur lesquels j’ai travaillé durant ma thèse en 

insistant sur leur rôle dans la formation synaptique.  

2.1.2 Formation synaptique 

La formation des synapses est la dernière étape du développement neuronal, cette étape est 

importante car des anomalies de connexion sont retrouvées dans des maladies 

neurodéveloppementales : telles qu’une hyper connectivité synaptique dans le cadre de 

l’autisme (Pagani et al., 2021) ou un nombre de synapses trop faible dans des cas de 

schizophrénie (Howes & Onwordi, 2023). La stabilisation des synapses et la capacité à moduler 

le réseau au cours de la plasticité synaptique sont aussi importantes. En effet, il a été montré 

que les personnes souffrant de maladies neurodégénératives perdent plus de synapses 

(Wishart et al., 2006). Il est donc nécessaire de comprendre les étapes qui mènent à la 

formation de la synapse et à sa stabilisation. Cependant, il reste encore beaucoup à 

comprendre sur les étapes de ce processus, leur chronologie et leur importance, la plupart 

des études soulignent le fait que ce procédé n’est potentiellement pas régi par un seul facteur 

(activité, environnement, protéine…) mais est multiparamétrique, ce qui le rend complexe à 

étudier et ne permet pas de statuer sur ce qu’il se passe réellement in vivo.  

Si on revient un peu en arrière, sur les étapes qui précèdent la formation de la synapse, tout 

commence par la détermination du destin neuronal (Taverna et al., 2014), qui va définir la 

fonction, la position, la morphologie, la trajectoire des interactions ce qui va influencer les 

propriétés synaptiques du neurone dans le réseau. Ces événements sont régis par des 
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morphogènes produits par le tissu environnant sous forme de molécules solubles qui agissent 

en gradient, et qui vont induire l’expression de facteurs de transcription précis. Après 

migration des précurseurs neuronaux vers la région d’intérêt (Kay, 2016), la polarisation de la 

cellule se produit, avec d’un côté la migration de l’axone et de l’autre la formation de 

l’arborisation dendritique (Figure 17). Cette migration axonale, qui est restreinte au 

développement, est induite par le cône de croissance qui va pouvoir sentir via des récepteurs 

membranaires des signaux attractifs ou répulsifs sur des courtes et longues distances afin de 

déterminer la trajectoire à emprunter (Seiradake et al., 2016).  

Pour que l’axone se spécialise en zone pré-synaptique et que la dendrite se spécialise en 

postsynapse, il y a plusieurs étapes nécessaires : la reconnaissance de la cible et l’initiation du 

contact, l’assemblage de la synapse et sa maturation. Bien que de nombreux avancements ont 

été réalisés sur la compréhension fonctionnelle des synapses, leurs mécanismes de formation 

au niveau moléculaire et structurel demeurent encore peu clairs.  

Le modèle le plus accepté par la communauté sur l’initiation de la synapse est le modèle basé 

sur des structures motiles appelées les filopodes et qui sont présentes en nombre le long de 

la membrane dendritique dans les premiers temps de la synaptogénèse (Figure 18). La 

Figure 17. Etapes du développement des neurones hippocampiques 
Etapes du développement, comprenant la formation des neurites (stade 2) et le début de la polarisation (stade 3) 

avec le développement de l’axone. Les autres neurites deviennent ensuite des dendrites (Stade 4). Plus tard, des 

contacts synaptiques se forment (Stade 5) permettant la création du réseau neuronal.  

Source : Arimura et Kaibuchi., 2007  

Figure 18. Formation des synapses : Les filopodes dendritiques 
Etapes de la formation d’un filopode comme précurseur des épines dendritiques  

Source: Ethell & Pasquale 2005 
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formation de ces filipodes de quelques dizaines de microns de long est possible grâce au 

cytosquelette d’actine (Hotulainen & Hoogenraad, 2010; Miermans et al., 2017) qui va induire 

la déformation de la membrane dendritique. Le filopode va ensuite pouvoir explorer son 

environnement proche et contacter des structures axonales qui se différencieront alors en 

présynapse. Le temps de vie d’un filipode est relativement court, environ 10 min en moyenne 

(Ziv & Smith, 1996), nécessitant d’établir un contact rapidement. Le nombre de filipodes 

présents le long de la dendrite diminue avec l’augmentation du nombre de boutons pré-

synaptiques formés (Ziv & Smith, 1996). 

Les autres structures motiles décrites comme jouant potentiellement un rôle dans l’initiation 

du contact synaptique sont axonales : ce sont les filipodes axonaux qui, sur le même principe 

que leurs homologues dendritiques, forment des contacts directement avec la dendrite 

(Dailey & Smith, 1996). Le cône de croissance est aussi décrit comme un potentiel médiateur 

de l’initiation synaptique. Le cône serait réceptif à des zones spécifiques présentes à la surface 

dendritique pour initier un contact (Cooper & Smith, 1992), et ainsi changer 

morphologiquement pour former un bouton synaptique (Figure 19. A-C). 

La sélection des zones de contacts de ces structures n’est pas du tout définie, plusieurs pistes 

sont proposées en voici quelques exemples. La croissance du filopode dendritique est 

stimulée par la libération de glutamate par un axone à proximité. Le cône de croissance 

pourrait être lui attiré par la présence de charges négatives à la membrane dendritique (Burry, 

1980), il a en effet été montré avec des modèles in vitro que des protéines de la matrice 

chargées négativement pouvaient induire la formation de présynapses (III.2 Rôle des protéines 

d’adhésion synaptique : Modèle d’hémi-synapse). 

Ce premier contact, qu’il soit induit par la formation de filopode dendritique ou par le cône de 

croissance va ensuite être stabilisé. Cette stabilisation est induite par des interactions trans-

Figure 19. Etapes de la formation des synapses  
(A-C) Sélection, assemblage et maturation des synapses basés sur le modèle du cône de croissance. (D-F) Zoom 

sur le rôle des protéines d’adhésions synaptiques et le recrutement des différentes protéines  

Source : Giagtzoglou et al., 2009 
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synaptiques via les protéines d’adhésion synaptiques, qui pour la grande majorité ont leur pic 

de niveau d’expression autour de cette étape (Filova et al., 2020; Linhoff et al., 2009). Cette 

interaction va permettre la différenciation et la maturation des contacts en synapses 

fonctionnelles. Cette stabilisation va induire le recrutement des premiers composants 

synaptiques avec au niveau du bouton pré-synaptique l’agrégation de vésicules, qui 

commencent à former la zone active, en s’amarrant à des éléments du cytosquelette (Figure 

19.D). Au niveau post-synaptique la formation de la PSD va induire l’agrégation et la 

localisation des premiers composants dont principalement les récepteurs (Figure 19.E).  

Ensuite, une phase assez longue de maturation et stabilisation va se dérouler, avec une 

évolution du nombre et des types de récepteurs ainsi qu’une augmentation du nombre de 

vésicules pré-synaptiques (Figure 19.F). La morphologie du filopode va également évoluer 

grâce principalement à la modulation du cytosquelette d’actine, avec plusieurs stades 

morphologiques afin de donner ensuite des épines dendritiques (Ethell & Pasquale, 2005). 

Une découverte plus récente en neuroscience a fait évoluer les connaissances sur la 

stabilisation et la maturation des synapses, en étudiant l’implication des cellules gliales (Van 

Horn & Ruthazer, 2019) suite à l’observation de la synapse tripartite (Araque et al., 1999). Les 

cellules gliales interagiraient avec les compartiments synaptiques via des protéines d’adhésion 

synaptique contenues dans leur membrane (Tan & Eroglu, 2021) qui sont similaires à celles 

liant la pré et la postsynapse. Ces protéines d’adhésion synaptique sont impliquées dans la 

plupart des étapes de la formation et stabilisation des synapses, la plupart voyant leur pic 

d’expression autour de cet instant.  

 Protéines d’adhésion synaptique et synaptogenèse  

Les protéines d’adhésion synaptique sont des protéines transmembranaires de type I (Partie 

N-terminale en extracellulaire et C-terminale en intracellulaire) qui permettent d’établir un 

lien physique entre les éléments pré et postsynaptiques. Ces protéines interagissent par paires 

homophiliques ou hétérophiliques. En cohésion avec l’asymétrie structurelle et fonctionnelle, 

on retrouve également une disparité de diversité et de fonctions de ces protéines entre les 

deux compartiments. Si l’on regarde leur distribution connue (Figure 20), on constate 

effectivement que la postsynapse présente plus de variétés que la présynapse. Cette diversité 

permet de moduler l’activité synaptique, en effet certaines protéines de la postsynapse sont 

présentes uniquement dans les synapses inhibitrices ou excitatrices. A l’opposé, pour la 

présynapse le nombre de protéines d’adhésion est beaucoup plus faible et elles sont 

omniprésentes dans toutes les synapses. De par leurs faibles nombres, les protéines de la 

présynapse présentent pour la plupart de nombreux interacteurs au niveau post-synaptique, 

ce qui induit des compétitions protéiques au niveau postsynaptique qui peuvent également 

influencer les fonctions synaptiques. Cette différence de quantités de protéines entre les deux 

compartiments, suggère que la majorité des interactions sont hétérophiliques.  

Le cerveau est composé de trillions de synapses, chacune ayant ses propres fonctions et 

spécificités. Ces fonctions sont régies par une multitude de protéines, variants et isoformes, 

qui interagissent de manière spécifique et se localisent différemment. La plupart de ces 

protéines jouent un rôle dans l'organisation des synapses, qu'il s'agisse de la formation des 
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connexions naissantes, de la maturation, de la stabilisation, de la fonction, de la plasticité 

synaptique ou de la disruption des synapses. Cependant, aucune protéine seule ne gère toutes 

ces actions. La formation du réseau neuronal nécessite une synergie entre plusieurs protéines 

d'adhésion synaptique et leurs partenaires. Certaines de ces protéines, appelées 

organisateurs de synapse, ont la capacité d'induire une différenciation fonctionnelle pré ou 

postsynaptique in vitro. Dans cette partie, nous présenterons des protéines d'adhésion 

synaptique parmi les plus étudiées, et celles avec lesquelles notre étude a été réalisée, ainsi 

que les rôles connus qu'elles jouent dans la formation des synapses. 

Figure 20. Les protéines d’adhésions synaptiques  
Schéma hypothétique des complexes trans-synaptiques régissant l'assemblage des synapses. 

Source : Südhof., 2021 
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2.1.1 Neurexines  

Les Neurexines (Nrx) sont une famille de protéines de la présynapse spécifique du cerveau, la 

première Neurexine a été découverte comme récepteur de l’α-latroxiphin (Ushkaryov et al., 

1992), qui est un composé du venin de la veuve noire connue pour induire un relargage massif 

de neurotransmetteurs. Il existe trois isoformes de la Neurexine chez les vertébrés, codés par 

trois gènes (Nrx1-3), chaque isoforme possède deux formes, la forme α et β (Tabuchi & 

Südhof, 2002) (Figure 21), liées à la présence de deux promoteurs de transcription 

indépendants. Ces six isoformes de Neurexine sont coexprimés dans des zones du cerveau, 

certaines formes telles que la Neurexine-1α sont exprimées dans toutes les régions, avec des 

variations du niveau d’expression, alors que d’autres ont des zones d’expressions plus 

restreintes, tels que la Neurexine-1β principalement exprimé dans le thalamus, certaines 

zones de l’hippocampe et les couches 2 et 3 du cortex. Tout cela montre que ces différentes 

formes peuvent-être coexprimées dans les neurones et agir de façon combinée, pour moduler 

l’activité synaptique (Ullrich et al., 1995).  

Au niveau structurel (Figure 21), les formes α et β, se distinguent par un domaine 

extracellulaire différent qui est constitué de domaine LNS (laminin, neurexin, sex-hormone-

binding globulin). La forme β ne contient qu’un domaine, alors que la forme α en contient 6 

qui sont séparés par des domaines EGF (epidermal growth factor like) au nombre de trois. Au 

niveau de certains domaines LNS on retrouve chez les vertébrés des sites canoniques 

d’épissage alternatifs, avec 5 sites pour la forme α et 2 pour la forme β. Sur le site d’épissage 

4 (SS4), communs aux deux formes, deux variants d’insertion sont possibles : un négatif et un 

positif. Si on prend en compte les différents isoformes, les différentes formes et les variants 

d’épissage on peut obtenir des milliers de variants de Neurexine (Tabuchi & Südhof, 2002; 

Ullrich et al., 1995). 

La Neurexine est engagée dans des interactions avec de nombreux partenaires 

transmembranaires présentant des caractéristiques structurelles très différentes : 

Figure 21. Neurexine structure et interaction 
Schéma de la structure et des interactions de la forme α et β de la Neurexine. Au niveau extracellulaire, la 

majorité des protéines interagissent avec le domaine LNS6 (Nlg, LRRTM), latrophiline (LPN), Dystroglycan (DAG), 

Cerebelins (Cbln), Calsyntenins (CLSTN)). Les dystroglycans et les Neurexophilins (NXPH), interagissent eux avec 

le domaine LNS2. Sources : Modifié de Südhof., 2017 et Chamma and Thoumine., 2018 
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Neuroligine 1-4 (Ichtchenko et 1995), Dystroglycan (DAG) (Sugita et al., 2001), Leucine-rich 

repeat transmembrane proteins (LRRTM1-4) (de Wit et al., 2009; Fuccillo et al., 2015). La 

plupart de ces partenaires interagissent via le domaine LNS6, commun aux formes α et β, la 

modulation du SS4 permet de réguler finement les différentes interactions (Rudenko et al., 

s. d.). LRRTM se fixe uniquement à la Neurexine sans insertion au niveau du site 4 (-SS4) 

(Siddiqui et al., 2010). Pour Neuroligine (Nlg) l’insertion des 30 acides aminés au niveau du site 

4 (+SS4) de Neurexine1β réduit la formation de clusters des Neuroligines 1,3 et 4 et l’affinité 

pour la Neuroligine 1 et 4. Concernant Le Neuroligine 2 l’interaction avec la Neurexine1β n’est 

pas impacté par le variant SS4+ (Graf et al., 2006). La Neuroligine peut donc interagir avec les 

différents variants d’épissage de la Neurexine, mais avec une plus forte affinité pour la forme 

-SS4 (Comoletti et al., 2007). 

Des mutations génétiques ponctuelles sur les trois gènes de Neurexine ont été identifiés chez 

des personnes atteintes de schizophrénie et de troubles du spectre autistique. (Tromp et al., 

2021). Mais l’impact de ces mutations sur l’activité des Neurexines et sur la fonction 

synaptique n’est pas encore déterminé.  

Une délétion totale des isoformes de Neurexine-α chez des souris est létale à la naissance. 

Cependant, les souris mutantes pour Neurexine-α présentent une ultrastructure synaptique 

normale, avec une zone active, un nombre et une taille de vésicules identique à la condition 

non mutée (Missler et al., 2003). Ce qui sous-entend que ces isoformes ne sont pas 

indispensables à la formation des synapses. Des expériences in vitro de coculture entre une 

cellule hétérologue et un neurone (III. Etude du rôle des protéines d’adhésion dans la 

connectivité synaptique), ont cependant déterminé que Neurexine seul permet d’induire une 

différenciation en postsynapse (Nam & Chen, 2005). En absences des Neurexines, un déficit 

de libération de neurotransmetteurs a été identifié, et des analyses plus poussées suggèrent 

que les Neurexines, au niveau pré-synaptique, sont indispensables pour obtenir un couplage 

efficace de la machinerie d’exocytose des vésicules et l’activation des canaux calciques au 

niveau de la zone active, permettant un transfert d’information correct (Missler et al., 2003). 

Neurexine semble être indispensable pour la maturation et l’obtention de synapses 

fonctionnelles, ce rôle étant lié aux interactions cytosoliques établit par Neurexine via son 

domaine intracellulaire, qui est identique pour les différentes formes, où on retrouve un site 

de liaison au motif PDZ. Ce domaine permet l’interaction avec des protéines 

d’échafaudages tels que CASK (Hata et al., 1996) potentiel interacteur entre la Neurexine et 

les canaux calciques. Neurexine interagit également avec la synaptotagmine (Hata et al., 

1993), molécule de la membrane vésiculaire qui participent à la fusion vésiculaire au niveau 

pré-synaptique.  

Synthèse :  

→ Principales protéines de la présynapse ayant de nombreux partenaires  

→ Létalité en cas de suppression des Neurexines  

→ Rôle dans la différenciation post-synaptique et maturation des synapses, mais pas 

dans la formation initiale de la synapse.  
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2.1.2 Neuroligines 

Les Neuroligines présentes au niveau post-synaptique sont au nombre de quatre isoformes 

(Nlg 1 à 4), codés par quatre gènes différents. Au niveau structurel, la partie extracellulaire est 

composée d’un unique domaine estérase, ne présentant pas d’activité enzymatique. Ce 

domaine présente une forte homologie avec la séquence de l’acétylcholinestérase. 

L’interaction avec la Neurexine s’effectue en trans via ce domaine extracellulaire, cette 

interaction est dépendante du calcium (Araç et al., 2007). Sur ce domaine, on retrouve deux 

sites d’épissages : le site A (Figure 22), commun à toutes les Neuroligines, et le site B (Figure 

22) uniquement présent chez la Neuroligine1 (Ichtchenko et al., 1995, 1996). Ce site 

d’insertion B module l’interaction avec les formes α et β de la Neurexine, en présence de 

l’insert la Neuroligine1 ne se lie plus à la Neurexine-β (Comoletti et al., 2006). Au niveau 

extracellulaire on retrouve une interface de dimérisation (Araç et al., 2007) (Figure 22), la 

Neuroligine est constitutivement retrouvée sous forme dimérique (Comoletti et al., 2003) 

(Figure 22). L’utilisation de mutant monomérique de la Neuroligine a permis de démontrer 

que cette dimérisation était indispensable pour l’agrégation et le recrutement de Neurexine, 

qui est monomérique, et permettre la différentiation présynaptique (Shipman & Nicoll, 2012). 

Dans les neurones, la forme monomérique de Neuroligine est retenue dans le réticulum 

démontrant son instabilité conformationnelle (Poulopoulos et al., 2012). Des mutations de 

Neuroligine 3 et 4, liés à des troubles du spectre autistique (Jamain et al., 2003), présentent 

le même phénotype, suggérant également un impact structurel. (Chih et al., 2004; De Jaco et 

al., 2006). In vitro, la dimérisation entre différentes formes de Neuroligine a été démontrée, 

la Neuroligine peut donc former des homo- ou hétérodimères (Poulopoulos et al., 2012), les 

dimères de Neuroligine peuvent également oligomériser (Dean et al., 2003), favorisant la 

clustérisassions du complexe Neurexine/Neuroligine.  

Au niveau de la queue cytosolique, il y a un motif commun à toutes les isoformes qui en se 

liant aux domaines PDZ, permet l’interaction avec la protéine d’échafaudage PSD-95 et de 

Figure 22. Structure de Neuroligine1 
Représentation structurale d'un protomère de Neuroligine1 avec deux angles de rotation de 180°C suivant l’axe. 

Les hélices α sont colorées en orange, les feuillets β sont colorés en cyan et l'unique liaison disulfure est colorée 

en magenta. Les zones de variants d'épissage et de dimérisation sont notées. 

Source : Araç et al., 2007 
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nombreuses autres protéines avec des domaines PDZ-like (Hirao et al., 1998; Irie, 1997; Meyer 

et al., 2004), tels que SPAR, une protéine impliquée dans la morphologie de l’épine 

dendritique par sa capacité à remodeler l’actine (Pak et al., 2001). On retrouve également la 

présence de motif tyrosine régulant la liaison à la géphyrine (Giannone et al., 2013; Letellier 

et al., 2018), une protéine d’échafaudages permettant le recrutement sélectif des récepteurs 

GABA aux synapses inhibitrices (Poulopoulos et al., 2009). In vitro, les différents isoformes se 

lient à des protéines d’échafaudage des synapses excitatrices et inhibitrices. (Graf et al., 2004; 

Nam & Chen, 2005; Scheiffele et al., 2000). La présence de motif tyrosine permet de réguler 

le recrutement spécifique des isoformes et dans la spécification synaptique. En effet, la 

Neuroligine-1 est retrouvée uniquement dans les synapses excitatrices (Song et al., 1999), 

alors que la Neuroligine-2 et 4 sont dans les synapses inhibitrices (Hoon et al., 2011; 

Varoqueaux et al., 2004), tandis que la Neuroligine-3 est localisée dans les deux types de 

synapses (Budreck & Scheiffele, 2007). L’ensemble de ces combinaisons entre les isoformes 

et les variants d’épissage de Neurexine et Neuroligine, a été décrit comme un code 

moléculaire (Südhof, 2017) permettant de réguler les fonctions et les réponses synaptiques.  

Tout comme pour la Neurexine, la délétion constitutive des différentes isoformes de 

Neuroligine est létale à la naissance, due à un problème respiratoire. Les observations 

montrent une diminution du nombre de synapses inhibitrices et une réduction de l’activité 

GABAergique, mais un nombre de synapses global stable. Les synapses excitatrices sont, elles 

structurellement stables et leur activité n’est que modérément affectée. (Varoqueaux et al., 

2006). Cela confirme que le complexe Neurexine/Neuroligine est indispensable pour la 

maturation, la stabilisation et la fonctionnalisation des synapses, mais qu’il n’est pas 

nécessaire pour la formation de ces dernières. La présence de Neuroligine permet pourtant 

seul d’induire une différenciation pré-synaptique in vitro dans le système de coculture décrit 

plus haut (Chubykin et al., 2005).  

En effet, Neuroligine est capable d’immobiliser les récepteurs AMPA par l’intermédiaire de 

PSD-95 (Mondin et al., 2011) et de recruter les récepteurs NMDA via son domaine 

intracellulaire (Barrow et al., 2009; Budreck et al., 2013), cette interaction est d’ailleurs 

régulée par la phosphorylation de Neuroligine (Letellier et al., 2018, 2018). Plus récemment 

un modulateur de l’interaction du complexe Neurexine/Neuroligine a été découvert, les 

protéines MDGA (MAM domain GPIanchored molecules), qui interagissent avec les 

Neuroligines en cis et rentre en compétition avec Neurexine pour le site d’interaction 

(Elegheert et al., 2017), permettant de moduler fortement les interactions synaptiques en 

déstabilisant le complexe Neurexine/Neuroligine.  

Synthèse :  

→ Partenaire le plus étudié de Neurexine 

→ Létalité en cas d’absence des Neuroligines  

→ Rôle dans la différenciation pré-synaptique et maturation des synapses, mais pas 

dans la formation initiale de la synapse.  



INTRODUCTION 

Page | 40 
 

2.1.3 LRRTMs  

Les protéines LRRTMs appartiennent à la grande famille des leucine rich repeat (LRR) qui 

contient différents types de protéines : récepteur, protéine d’adhésion, enzyme, protéine de 

la matrice extracellulaire avec des fonctions très variées (adhésion cellulaire, transduction 

signalisation, apoptose …). Il existe quatre isoformes de LRRTM, codés par quatre gènes 

différents, présents uniquement chez les vertébrés et essentiellement exprimé dans le 

cerveau dès le développement (Laurén et al., 2003). LRRTM2 est la seule forme retrouvée dans 

d’autres tissus.  

Structurellement, la partie extracellulaire de la protéine est composé d’une succession de 

domaines LRR et de feuillet β, ce qui induit une courbure formant une crosse entourée par 

des séquences riches en cystéine (Figure 23). La zone concave de la crosse est une zone très 

conservée, c’est dans cette zone qu’initialement l’interaction entre LRRTM et les différents 

isoformes de Neurexine a été décrite (Paatero et al., 2016). Cependant, il a été démontré 

depuis par cristallographie que Neurexine interagit au niveau de l’extrémité C-terminale de la 

crosse (A. Yamagata et al., 2018). LRRTM et Neuroligine sont en compétition pour le même 

site d’adhésion avec la Neurexine (Ko et al., 2009a), la formation du complexe 

Neurexine/LRRTM est-elle aussi calcium dépendante. Il a été démontré qu’un excès de 

LRRTM2 pouvait inhiber le complexe Neurexine/Neuroligine (A. Yamagata et al., 2018), ce qui 

est un moyen potentiel de contrôle de l’activité synaptique. LRRTM contrairement à la 

Neuroligine est retrouvé uniquement au niveau des synapses excitatrices (Linhoff et al., 2009) 

et principalement dans l’épine dendritique où elles s’organisent en nano-domaines denses 

(Chamma et al., 2016). 

Au niveau cytoplasmique, le court domaine intracellulaire permet d’interagir avec des 

domaines PDZ, permettant de recruter PSD-95 et des sous-unités des récepteurs AMPA 

(de Wit et al., 2009), permettant potentiellement de réguler l’adressage membranaire de ces 

derniers. LRRTM seul est suffisant pour induire in vitro une différenciation pré-synaptique via 

Figure 23. Structure et interaction de LRRTM 
(A) Schéma de la structure de LRRTM, basé sur l’étude cristallographique de Kobe et Deisenhofer (1995) (B) 

Structure du complexe Neurexine1β (SS4-) (vert) et LRRTM2 au niveau de la crosse du côté C-terminal (rose).  

Source : Chipman et Goda., 2016 ; Yamagata et al., 2018 
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son interaction avec Neurexine (Ko et al., 2009a; Linhoff et al., 2009), LRRTM2 est la forme qui 

induit la plus forte activité d’initiation synaptique. Son effet est même plus important que 

celui de Neuroligine-1 in vitro. (Siddiqui et al., 2010). Le rôle et les activités de LRRTM durant 

le développement synaptique semblent redondant avec ceux de Neuroligine, ce qui laisse 

suggérer que LRRTM intervient également dans la maturation et la stabilisation synaptique 

(Roppongi et al., 2017).  

Synthèse :  

→ Compétiteur de Neuroligine pour l’interaction avec Neurexine  

→ Rôle dans la différenciation pré-synaptique et la maturation des synapses  

2.1.4 SynCAMs 

Les SynCAMs, également appelés CADM, font partie de la super famille des immunoglobulines 

(N-CAM, Nectin …). Ces molécules sont rassemblées dans cette famille car elles présentent au 

niveau extracellulaire un ou plusieurs domaine immunoglobuline (Ig). Quatre isoformes de 

SynCAM, codées par les gènes CADM1-4 ont été décrites. Elles sont localisées à la pré et à la 

postsynapse (Biederer et al., 2002) lors d’immunomarquages. Les quatre isoformes possèdent 

des structures similaires avec trois domaines Ig au niveau extracellulaire (Figure 24). Les 

domaines Ig peuvent former des liaisons entre eux en cis via les domaines Ig2 et 3 et en trans, 

on retrouve donc des interactions homophiliques et des interactions hétérophiliques (Fogel 

et al., 2007) entre les différentes isoformes, induisant la formation d’oligomères. La perte de 

l’association latérale, réduit la formation de cluster de SynCAM et impacte la synaptogenèse 

et la structure synaptique en modulant la taille des synapses formées (Fogel et al., 2011). Ce 

qui laisse suggérer que SynCAM à un rôle dans la structuration et l’organisation des synapses. 

Concernant la partie intracellulaire des SynCAM, c’est un domaine très cours conservé entre 

les différentes isoformes avec des sites de liaisons aux domaines FERM et PDZ (Biederer, 

2006). Permettant, respectivement, l’interaction avec des protéines d’échafaudage de la 

présynapse telle que CASK et la synténine (Biederer et al., 2002) et la protéine intracellulaire 

4.1B au niveau post-synaptique. La protéine 4.1B induisant le recrutement des récepteurs 

NMDA et AMPA (Hoy et al., 2009)  

SynCAM-1 est majoritairement exprimée dans le cerveau, principalement au niveau 

hippocampique et très tôt dans le développement embryonnaire (Thomas et al., 2008). Elle 

est retrouvée aussi dans d’autres organes comme le foie (Fogel et al., 2007). Les autres 

isoformes de SynCAM (2 à 4) sont présentes uniquement au niveau du système nerveux 

Figure 24. Structure de SynCAM 
Schéma structurel de SynCAM avec les domaines immunoglobulines (Ig) et leurs sites de glycosylation. Le 

domaine intracellulaire EYFI permet la liaison au domaine PDZ de différentes protéines, dont CASK et synténine. 

Source : Biederer et al., 2002 
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central et ont un pic d’expression au cours de la synaptogenèse. Cela suggère un rôle de 

SynCAM-1 dans des étapes en amont de la formation des synapses, en effet des études ont 

déterminé la présence de cette protéine au niveau du cône de croissance. Cette localisation 

serait liée à une fonction dans la morphologie du cône de croissance au cours de la croissance 

axonale, via l’interaction avec une kinase (FAK : focal adhesion kinase) des adhésions focales 

(Stagi et al., 2010). Ce rôle morphologique se poursuivrait lors de la formation de la synapse 

en intervenant dans le changement de conformation du cône de croissance en bouton pré-

synaptique (Stagi et al., 2010). Cette idée est renforcée par une forte présence de SynCAM-1 

au niveau péri synaptique des postsynapses qui permet de conserver une intégrité structurelle 

(Perez de Arce et al., 2015). SynCAM semble donc intervenir dès les premières étapes de la 

formation synaptique, avec un rôle fort dans l’organisation structurelle de la synapse. En effet, 

la perte du domaine extracellulaire de SynCAM, qui régit l’adhésion, induit une diminution 

drastique de la formation de synapses (Biederer et al., 2002).  

Synthèse :  

→ Interaction homophilique 

→ Rôle dans la structure et l’initiation synaptique  

2.1.5 Cadhérines 

Les cadhérines (calcium-dependent adhesion) appartiennent à une super famille de 80 

membres contenant plusieurs groupes basés sur la similitude de leurs domaines 

cytoplasmiques (Cadhérines classiques, Protocadhérines, Tcadhérine, desmosomales), 

présentant tous des domaines cadhérine, en nombre variable, qui permettent de fixer le 

calcium indispensable pour la fonction d’adhésion de ces protéines. Nous allons nous focaliser 

sur les cadhérines classiques qui sont présentes dans de nombreux tissus et qui ont un rôle 

dans l’adhésion, la transmission des signaux extracellulaire, la morphologie cellulaire via une 

Figure 25. Cadhérine structure et fonction 
Schéma de l’interaction des cadhérines classiques au niveau de domaine EC1 entre deux cellules. Annotation des 

différentes voies de signalisation et fonctions activables lors de l’interaction en cis ou en trans, ainsi que via des 

intermédiaires tels que la caténine. 

Source : Piprek et al., 2020 
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interaction indirecte avec le cytosquelette (Figure 25). Les différentes cadhérines sont 

nommées suivant les tissus où on les a identifiés, nous allons donc nous intéresser à la 

Ncadhérine (Ncadh), qui est une cadhérine de type 1, présente dans le tissu neuronal et 

abondamment au niveau synaptique. Elle est constituée de 5 domaines cadhérine 

extracellulaires permettant l’interaction en trans et en cis via le domaine EC1, Ncadhérine 

peut être sous forme dimérique ou monomérique à la membrane (Shapiro et al., 1995; 

Shirayoshi et al., 1986), ce qui permettrait de moduler l’adhésion et l’activité synaptique 

(Tanaka et al., 2000). Les N-cadhérines sont présentes de manière ubiquitaire et en abondance 

dans les synapses, et elles sont localisées au niveau péri synaptique durant les premiers temps 

de l’initiation et de la formation des synapses et leur nombre décline ensuite (Uchida et al., 

1996). Le principal rôle des cadhérines de manière générale est l’adhésion cellule-cellule et de 

ce fait les cadhérines jouent un rôle très tôt dans le développement au cours de la 

morphogenèse, il est donc difficile d’étudier leur rôle spécifique dans la synaptogenèse. 

L’implication de la Ncadhérine dans l’initiation du contact synaptique semble évidente, 

cependant Ncadhérine a également un rôle structurel et organisationnel, de par ses 

interactions au niveau de sa queue cytosolique avec des protéines comme la caténine et des 

enzymes tels que des kinases et des phosphatases (Figure 25), qui permettent de faire le lien 

avec des éléments du cytosquelette tels que l’actine (Nikitczuk et al., 2014). Sa localisation au 

niveau péri synaptique (Fannon & Colman, 1996) accentue son implication dans la 

morphologie de l’épine dendritique. Ncadhérine seule, n’est pas suffisante pour induire une 

différenciation synaptique, même si pourtant Ncadhérine participe également au 

recrutement de récepteurs (Silverman et al., 2007). 

Synthèse :  

→ Interaction homophilique 

→ Rôle adhésif dans l’initiation synaptique  

 Synapse et protéines d’adhésion synaptique : un puzzle incomplet 

Malgré des récentes découvertes les connaissances concernant la formation des synases et le 

rôle des protéines d’adhésion synaptique dans ce domaine ainsi que sur les voies de 

signalisation en aval et en amont sont loin d’être complètes. C’est également le cas pour la 

spécification (inhibitrice/excitatrice) et la plasticité synaptique. Il est difficile de rattacher 

l’ensemble des pièces du puzzle pour comprendre la mécanique dans son intégralité. Il reste 

donc encore énormément à apprendre, comprendre et redécouvrir concernant les protéines 

d’adhésion synaptique, qui sont un élément central de la synapse et de sa fonction. 

Le Dr Südhof, un des grands experts du domaine, décrit très bien son point de vue sur les 

enjeux liés à l’étude de ces protéines dans ses différentes revues afin d’expliquer pourquoi il 

manque autant de pièces du puzzle (Südhof, 2017, 2018, 2021) :  

- Localisation des protéines à la synapse : La taille et l’encombrement de la synapse rend 

difficile l’observation de la localisation de ces constituants. Même si cela a beaucoup 

progressé avec l’apparition des techniques de super-résolution et le développement de 

l’immunomarquage en microscopie électronique. Cependant, il n’est pas toujours évident 
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d’avoir des anticorps spécifiques des protéines d’intérêt. De plus, lorsque les protéines 

sont présentes à la fois à la post et à la présynapse, il est plus difficile de distinguer la 

localisation entre les deux compartiments.  

 

- Identification sur des interactions : Il existe de nombreuses techniques permettant 

l’étude interactions protéine-protéine que l’on détaillera dans la partie suivante (III. Etude 

du rôle des protéines d’adhésion dans la connectivité synaptique). La plupart de ces 

techniques seules ne sont pas suffisantes pour conclure la présence d’une interaction à 

cause de taux élevés de faux positifs. Il est donc nécessaire de coupler ces techniques avec 

des études cinétiques et structurelles.  

 

- Fonction des protéines : Les modèles de gains ou de perte de fonction (RNAi, 

surexpression) qui sont couramment utilisés pour déterminer la fonction d’une protéine 

peuvent induire des modifications non spécifiques ou favoriser des interactions faibles non 

présentes physiologiquement. Ce qui peut biaiser l’étude fonctionnelle de la protéine. 

Les modèles d'hémi-synapse sont largement utilisés pour étudier la capacité des protéines 

d'adhésion synaptique, appelées protéines organisatrices de synapse, à induire la formation 

de synapses (III.2. Rôle des protéines d’adhésion synaptique : Modèle d’hémi-synapse). Bien 

que ces techniques aient considérablement contribué aux avancées, il est important de noter 

qu'un nombre excessif de protéines d'adhésion synaptique ont été identifiées comme 

capables d'induire des synapses artificielles. Cependant, il est évident qu'une seule protéine 

ne suffit pas à elle seule pour cet effet. Par conséquent, ces méthodes seules ne sont pas 

suffisantes pour une étude complète de la fonction synaptique. 
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III Etude du rôle des protéines d’adhésion dans la connectivité 

synaptique  

Pour étudier les interactions protéine-protéine régissant la connectivité synaptique au niveau 

trans-synaptique, de nombreuses techniques ont été développées en vue d’identifier et de 

caractériser ces interactions par des approches biophysiques et structurelles. Dans la 

première partie, seront présentées les techniques les plus couramment utilisées pour analyser 

ces interactions protéine-protéine. Mais également, les techniques plus récentes, liées aux 

avancées en microscopie, qui permettent de caractériser ces interactions dans un 

environnement synaptique in cellulo. De plus, l'impact de l'environnement cellulaire et 

membranaire sur ces interactions protéiques sera également discuté. 

Dans la deuxième partie, seront explorés les modèles in vitro développés pour étudier le rôle 

des protéines d'adhésion synaptique dans la formation des synapses, en mettant l'accent sur 

les modèles d'hémi-synapse. Ces modèles fournissent des informations précieuses sur les 

mécanismes impliqués dans ce processus clé. Enfin, dans la dernière partie, l'intérêt du 

micropatterning sera mis en avant. Cette approche permet non seulement de caractériser les 

interactions protéiques d'un point de vue biophysique dans un environnement contrôlé, mais 

aussi de former des hémi-synapses pour étudier le rôle des protéines d'adhésion synaptique 

tout au long du développement. Grâce à cette approche innovante, il est possible d'obtenir 

des données plus précises sur les interactions moléculaires, tout en recréant un 

environnement biomimétique qui simule des conditions physiologiques pertinentes. Cela 

ouvre de nouvelles perspectives pour approfondir la compréhension du rôle des protéines 

d'adhésion synaptique et de leur influence dans le développement synaptique. 

 Technique d’études des interactions protéine-protéine 

La plupart des événements biologiques, tels que l’établissement des contacts cellule-cellule 

et le développement synaptique sont dépendants des interactions protéine-protéine (PPIs). 

La caractérisation de ces interactions permet de comprendre la fonction de ces protéines, 

mais également de les déstabiliser ou de les stabiliser au moyen d’approches 

pharmaceutiques et moléculaires (von Eichborn et al., 2012). Les PPIs peuvent être classifiées 

suivant plusieurs critères (Nooren & Thornton, 2003) :  

• La surface de l’interaction, avec les interactions homophiliques lorsque l’ensemble des 

protéines du complexe sont identiques, et les complexes hétérophilique composés de 

sous-unités différentes.  

• Le temps de l’interaction, distinguant les interactions transitoires, lorsque les 

interactions peuvent s’associer et se dissocier in vivo, des interactions permanentes, 

lorsque le complexe est stable.  

• Diversité fonctionnelle, soit lorsque l’interaction est obligatoire pour que la protéine 

soit stable ou pour qu’elle ait une activité, soit lorsque l’interaction n’est pas 

obligatoire.  
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Un grand nombre de techniques sont disponibles pour étudier les PPIs, et nous nous 

pencherons sur les détails des techniques les plus courantes, ainsi que sur certaines plus 

récentes. Cependant, de nombreuses revues détaillent l’ensemble des techniques existantes 

pour étudier les PPIs (Byron & Vestergaard, 2015; Miernyk & Thelen, 2008; Perrakis et al., 

2011; Podobnik et al., 2016; Rao et al., 2014).  

3.1.1 Techniques d’études des interactions protéine-protéine in vitro 

De nombreuses approches pour étudier les PPIs ont été développées dans différents 

domaines, tels que la protéomique, la biochimie, la biophysique et les approches structurelles. 

Toutes ces approches offrent un accès à différents niveaux d’informations concernant 

l’interaction, notamment le criblage des interactions, la cinétique, et la structure (Figure 26). 

Pour mieux appréhender la réalité physiologique d’une interaction, ces techniques sont 

souvent combinées afin de décrire l’interaction de manière plus complète.  

3.1.1.1 Identifier des interactions  

Au niveau synaptique, de nombreuses paires de protéines sont présentes, et on continue de 

découvrir de nouvelles protéines et donc de nouvelles interactions, comme récemment la 

découverte de la protéine MDGA (Díaz-López et al., 2005) qui module l’interaction entre 

Neuroligine et Neurexine (Elegheert et al., 2017). Pour cela, différentes méthodes, 

Figure 26. Méthodes d’étude des interactions protéine-protéine 
Synthèse et classification non exhaustive des principales méthodes d’étude des interactions protéiques en 

fonction de leur résolution et de leur capacité de criblage.  

Source : Modifié de Podobnik et al., 2016 
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principalement in vitro, permettent de déterminer l’interactome d’une protéine donnée (Rao 

et al., 2014). Les principales approches utilisées sont la biochimie et la protéomique, mais il 

est crucial de noter que l’évolution des capacités informatiques a ouvert la voie au 

développement d’analyses computationnelles, permettant d’émettre des hypothèses sur des 

interactions encore inconnues (Hosur et al., 2012; Xenarios, 2002).  

Les premières techniques qui se sont développées sont les techniques de purification par 

affinité (Figure 27.A). L’idée est de récupérer et de concentrer une protéine d’intérêt et ses 

partenaires, formant un complexe protéique, à partir de lysats de cellules ou de tissus. 

Plusieurs méthodes permettent d’y parvenir. Le complexe peut être capté par un anticorps, 

fixé sur une colonne ou sur des billes, reconnaissant la protéine dont on cherche les 

partenaires. C’est ce qu’on appelle la technique de co-immunoprécipitation (Kessler, 1975). 

Cependant, il n’existe pas toujours un anticorps de haute affinité pour la protéine d’intérêt. 

Dans ce cas, le complexe peut également être capté par un anticorps ou un ligand 

reconnaissant une étiquette peptidique ou protéique fusionnée à la protéine d’intérêt par 

transgenèse. L’utilisation de cette étiquette améliore la purification, et il est possible de 

procéder à une double purification afin d’augmenter la spécificité, ce qui est la méthode TAP 

(Tandem affinity purification) (Rigaut et al., 1999). Après la capture des partenaires protéiques 

d’intérêt, une phase d’élution permet de récupérer les composants du complexe en vue de les 

Figure 27. Techniques d’identification d’interaction protéiques 
Représentation schématique de techniques d’identification d’interactions protéiques. L’objectif de ces 

techniques est de déterminer l’interactome (Y) de la protéine d’intérêt (X). Pour cela, il est possible de purifier 

ses partenaires (A) ou de cribler des interactions en utilisant des bactériophages génétiquement modifiés pour 

exprimer des interacteurs (B), des interacteurs couplés à des facteurs de transcription (C) ou de détecter des 

interactions par des réactions enzymatiques (D). Source : Inspiré de Béganton et al., 2019 
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analyser et de les identifier. Le complexe protéique peut être soumis à une électrophorèse en 

condition dénaturante (SDS-PAGE) pour isoler les protéines en fonction de leur masse 

moléculaire. Cependant, le plus souvent, la spectrométrie de masse (Paul et al., 2011) est 

utilisée, permettant de mesurer avec plus de précision la masse et d’accéder à la structure 

chimique des protéines présentes dans le complexe pour les identifier. Ces techniques de 

purification par affinités, ont permis d’isoler Neuroligine-1 (Ichtchenko et al., 1995) et LRRTM2 

(Ko et al., 2009b) en tant que partenaire de Neurexine1β.  

D’autres techniques utilisant des approches génétiques emploient des « vaisseaux » pour 

exprimer des protéines d’intérêt et observer des interactions. Deux principales techniques se 

distinguent. La technique d’exposition sur phage (Figure 27.B ) (Phage display) est une 

technique relativement récente qui permet de cribler rapidement des interactions protéiques 

(Sidhu et al., 2003). Elle repose sur l’utilisation de bactériophages génétiquement modifiés 

pour fusionner une protéine du manteau protéique du phage avec une protéine d’intérêt (G. 

P. Smith, 1985). Des librairies de phages exprimant différentes protéines peuvent ainsi être 

soumises à des tests. En mettant en contact ces bactériophages avec une protéine cible 

immobilisée, les phages seront retenus en cas d’interaction. Ensuite, les phages immobilisés 

sont élués, amplifiés et séquencés pour identifier les partenaires protéiques de la protéine 

immobilisée. La technique de double hybride en levure (Fields & Song, 1989) est une seconde 

alternative basée sur la modification génétique (Figure 27.C). Cette technique consiste à 

activer, chez la levure, la transcription d’un gène rapporteur (B-galactosidase) en 

reconstituant la fonction d’un facteur de transcription par l’interaction de deux protéines 

d’intérêt. La versatilité et la facilité de mise en œuvre de cette technique sont des avantages, 

mais elle présente des taux significatifs de faux positifs et négatifs. Cette technique a permis 

de déterminer que la Neuroligine interagissait principalement avec le domaine PDZ3 de la 

Neuroligine (Irie, 1997). 

D’autres techniques de criblage à haut débit, basées sur l’utilisation de protéines purifiées, se 

sont développées. Par exemple, une méthode basée sur la technique ELISA (enzyme linked 

immunosorbent assay) consistant à réaliser un « sandwich » entre une protéine appât fixée 

par un anticorps via une étiquette (Figure 27.D). Cet appât est mis en contact avec différentes 

protéines. Si une interaction se produit, le partenaire sera reconnu par son étiquette 

spécifique grâce à un anticorps couplé à une enzyme, la peroxydase (Figure 27.D). L’enzyme 

entraîne une coloration du milieu en présence de son ligand. Cette technique a été utilisée 

pour cribler des interactions entre protéines d’adhésion synaptique (Ozgul et al., 2019). Enfin, 

les micros-réseaux de protéines ont été utilisés pour tester des interactions protéiques et leurs 

activités (Figure 28). Différentes solutions permettent de créer ces micros-réseaux (H. Zhu & 

Snyder, 2001). Parmi ces techniques, on retrouve l’impression protéique et plus 

particulièrement les techniques d’écriture (MacBeath & Schreiber, 2000). L’interaction avec 

la protéine imprimée sur le support est déterminée grâce à l’utilisation de fluorophores 

couplés aux ligands déposés.  



 Etude du rôle des protéines d’adhésion dans la connectivité synaptique 

Page | 49  
 

3.1.1.2 Structure de l’interaction 

La détermination de la structure tridimensionnelle d’un complexe protéique et des régions 

spécifiquement impliquées dans une interaction revêt une grande importance pour 

comprendre le rôle de ce complexe. Cela permet ensuite d’identifier les éventuelles zones de 

mutation qui pourraient déstabiliser l’interaction, perturber la fonction induite par 

l’interaction et ainsi déterminer les effets physiologiques qui en découlent.  

La technique la plus couramment utilisée pour déterminer la structure d’une protéine est la 

cristallographie par rayons X (Friedrich et al., 1913 ; Bragg et al., 1913). Les premières 

structures protéiques déterminées par cette technique étaient celles de l’hémoglobine 

(Perutz et al., 1960) et de la myoglobine (Kendrew et al., 1958). Depuis lors, environ 90 % des 

structures protéiques disponibles dans les bases de données ont été résolues par 

cristallographie par rayons X. La cristallographie est l’étude des cristaux et de leur structure 

atomique. Les cristaux (Figure 29.A) présentent des arrangements atomiques spécifiques et 

périodiques qui forment un réseau cristallin. En cristallisant des macromolécules complexes, 

telles que les protéines, il est possible de reconstruire leur structure atomique 

tridimensionnelle en combinant des données de diffraction (angles et intensité) des rayons X 

diffractés par les atomes de la protéine. Cependant, la cristallisation des protéines est un 

processus très complexe, et il n’est pas toujours possible d’obtenir des cristaux de la protéine 

d’intérêt, en particulier pour les protéines membranaires, qui représentent pourtant 30% des 

protéines totales. Pour ces raisons, seules quelques structures de protéines membranaires ont 

été résolues à une résolution atomique (Bill et al., 2011). Les difficultés de cristallisation des 

protéines membranaires sont multifactorielles, l’une des principales raisons étant la faible 

stabilité de ces protéines, qui se dénaturent rapidement lors des étapes du processus. L’étude 

du complexe Neuroligine1/Neurexine1β (Figure 29.B) par cette méthode a permis de 

déterminer l’organisation de l’interaction entre deux monomères de Neurexine et un dimère 

Figure 28. Criblage d’interaction protéique par micropatterning 
Révélation par immunomarquage (BODIPY-FL-IgG (0,5 mg/ml) en bleu, Cy5-FKBP12 (0,5 mg/ml) en rouge et 100 

nM de rapamycine) d’une lamelle de points imprimés par un automate de haute précision (150-200 nm diamètre 

des points) Sur tous les points de la protéine G a été déposés, sauf sur un (ligne 27, colonne 109), où du FRB a 

été imprimé. L’immunomarquage démontre la spécificité du dépôt et de la détection.  

Source : MacBeath & Schreiber, 2000 
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de Neuroligine, et ainsi pouvoir déterminer les sites d’interaction précis ainsi que les sites 

actifs pour le calcium (Araç et al., 2007). 

Cependant, ces dernières années ont vu l’émergence de la Cryo-microscopie électronique 

(Cryo-EM) (Cheng, 2018) en tant que technique révolutionnaire pour l'étude des protéines 

membranaires. Cette méthode permet d'imager des molécules dans leur environnement 

membranaire lipidique sans nécessiter une étape complexe de cristallisation. En utilisant la 

Cryo-EM, il est possible de résoudre les structures protéines membranaires, en moyennant 

des images prises sous des orientations aléatoires de protéines incorporées dans une fine 

couche de glace vitrifiée. Bien que ces développements soient récents, la Cryo-EM va 

surement révolutionner l’étude des interactions protéiques membranaires au cours des 

prochaines décennies. Quelques publications ont d’ailleurs déjà décrit des structures à 

résolution atomique de récepteurs membranaires, tels que les récepteurs synaptiques (S. Zhu 

et al., 2018).  

La deuxième technique la plus couramment utilisée après la cristallographie par rayons X est 

la résonance magnétique nucléaire (RMN) (Hall, 1964). La RMN est utilisée lorsque la 

cristallisation des protéines est impossible ou pour étudier des interactions faibles ou 

transitoires. Cette technique peut également être utilisée en complément de la 

cristallographie car elle permet d’obtenir des informations dynamiques sur la structure et 

l’interaction des protéines. Cependant, la RMN est limitée à l’étude de protéines de faibles 

poids moléculaires (>50Kda). La RMN utilise des champs magnétiques pour aligner les spins 

nucléaires des atomes d'un échantillon en solution, puis envoie des ondes radio pour exciter 

et détecter les signaux résultants, permettant ainsi de créer des images détaillées de la 

structure et de la composition de l'échantillon. 

3.1.1.3 Caractérisation biophysique  

Lors de la caractérisation biophysique des interactions protéine-protéine, l’objectif est de 

déterminer quantitativement les paramètres de l’interaction protéique. La plupart des 

approches biophysiques reposent sur des techniques optiques mesurant des phénomènes 

physiques surfaciques. Ces techniques peuvent être classifiées en deux catégories, en fonction 

Figure 29. Cristallographie  
(A) Exemple de cristaux protéique (B) Structure de l'hétérotétramère Neuroligine1/Neurexine1β obtenue après 

cristallographie 

Source : Araç et al., 2007 
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de l’état du ligand, qui peut soit être fixé à la surface, soit en solution lors de la mise en contact 

avec un partenaire potentiel, appelé analyte, qui lui est en solution. 

La résonance plasmonique de surface (SPR) exploite la formation d’ondes évanescentes, 

appelées plasmons de surface, liées à une oscillation d’électrons libres à la surface d’un métal, 

le plus souvent de l’or. Ces ondes sont créées lors de l’envoi d’une lumière avec un angle de 

réflexion interne totale (Kretschmann, s. d.) sur une surface métallique (Figure 30). Cet angle 

de réflexion interne totale est obtenu en envoyant un faisceau lumineux avec un angle 

d’incident critique sur une surface ayant un indice optique plus faible (interface verre/air par 

exemple).  

Pendant la phase d’association, l’analyte en solution se lie au ligand immobilisé à la surface 

du capteur (Liedberg et al., 1983) (Figure 30.A). Cela induit une variation de l’indice de 

réfraction. La détection de cette variation d’indice au cours des phases d’association (Figure 

30), puis de dissociation lors du rinçage de l’analyte, permet d’extraire des paramètres 

cinétiques spécifiques de l’interaction. Lorsque deux espèces A et B interagissent pour former 

un complexe AB (Figure 30.B ), plusieurs paramètres régissent cette interaction (Corzo, 2006). 

Tout d’abord, le taux d’association (on-rate), noté kon (M-1. s-1), qui est une constante de 

second ordre car influencé par la concentration des protéines individuelles. Deuxièmement le 

taux de dissociation (off-rate), noté koff (s-1), qui est une constante du premier ordre 

directement liée au temps de vie du complexe protéine-protéine. Une valeur élevée de Koff 

signifie un temps de vie du complexe très court, le temps de demi vie (2/ Koff) représente le 

temps pour que 50% des complexes initiaux se dissocient. A l’équilibre de la réaction, les 

vitesses d’apparition et de disparition sont équivalentes (dA/dt=dAB/dt=0), donnant la 

constante d’équilibre Kd, exprimée en M, (Kd= kon/koff) qui est inversement proportionnelle à 

l’affinité Ka (Ka= 1/Kd). 

Le SPR est une technique permettant d’obtenir des données cinétiques précises, ce qui en a 

fait la méthode de choix dans l’industrie pharmaceutique. Le premier automate a été lancé au 

début des années 90 (BIAcore®), ce qui en fait aujourd’hui la technique de référence en 

matière de mesures biophysiques. La plupart des mesures cinétiques des protéines 

Figure 30. Résonance plasmonique de surface  
(A) Représentation schématique du dispositif et du principe de résonance plasmonique de surface (B) Courbe de 

réponse (variation de l’indice de réfraction) et présentation des différentes phases d’association et de 

dissociation de l’analyte sur la molécule d’intérêt fixée à la surface du dispositif. Formule d’association de deux 

composés A et B ainsi que les constantes qui influencent cette équation.  

Source : Modifié de reactionbiology.com et Nicoya.com 



INTRODUCTION 

Page | 52 
 

d’adhésion synaptique utilisent cette technique. Par exemple, elle a été utilisée pour mesurer 

la cinétique d'interaction entre différentes formes, plus ou moins tronquées, de Neuroligine 

et Neurexin-1β afin d'identifier dans quel domaine se situe l'interaction entre ces deux 

partenaires (Comoletti et al., 2003). Bien que le rendement du SPR ait été faible à ses débuts, 

il s'est amélioré avec l'évolution des instruments. Le SPR couplé à de l'imagerie (SPRi) s'est 

développé pour permettre le criblage de nombreux analytes (Kodoyianni, 2011). Par exemple, 

le criblage de SynCAM1 avec différentes protéines de la famille des immunoglobulines a été 

réalisé avec cette technique, démontrant ainsi une interaction entre SynCAM 1 et 4 (Ito et al., 

2018). 

Même si le SPR est la technique de référence, d’autres techniques se sont développées. 

L’interférométrie de bio-couches (Shah & Duncan, 2014) (BLI, Bio-layers interferometry), 

relativement similaire au SPR, permet d’extraire les mêmes paramètres, mais elle est plus 

adaptée au criblage des interactions. Dans cette technique, le ligand est immobilisé à la pointe 

d'un biosenseur proche d'une fibre optique. La mesure des variations d'interférence 

lumineuse permet de caractériser l'interaction avec l'analyte en solution dans lequel la pointe 

est immergée. En utilisant plusieurs pointes, il est possible de réaliser plusieurs mesures 

d'interactions simultanément, et l'interférence due à la solution est moins importante par 

rapport au SPR. Cette technique a permis de démontrer le rôle de compétiteur de MDGA1, 

qui bloque les sites d'interaction de Neuroligine2 avec Neurexine1β, entre autres (J. A. Kim et 

al., 2017).  

Une autre technique permet de travailler avec le ligand en solution : la titration calorimétrique 

isotherme. Elle mesure les échanges de chaleur qui se produisent lorsqu'un ligand est ajouté 

à une macromolécule (protéine, acide nucléique, etc.) à température constante. Cette 

méthode permet de déterminer les constantes d'affinité, les stœchiométries et des 

paramètres thermodynamiques tels que l’enthalpie, l’entropie et l’énergie libre. Son 

utilisation a permis de démontrer que l’insertion du site B d’épissage de Neuroligine1 perturbe 

l’interaction avec la Neurexine1β, en bloquant structurellement la formation d’une liaison (X. 

Chen et al., 2008). 

Ces approches biophysiques offrent l'avantage de la précision et de la reproductibilité des 

expériences, grâce au contrôle important de l'environnement dans lequel les mesures sont 

effectuées. Cependant, un défi majeur évoqué par les biologistes est le manque de physiologie 

de l'environnement dans lequel ces mesures sont réalisées. C'est pourquoi de nouvelles 

techniques basées sur la microscopie se sont développées pour étudier ces interactions 

protéiques dans leur environnement natif. 

3.1.2 Microscopie : Diffusion, interactions protéiques in cellulo et impact 

de l’environnement cellulaire  

La mesure des paramètres biophysiques in cellulo, notamment au niveau de la synapse, est 

devenue possible grâce au développement des techniques de microscopie à fluorescence du 

vivant. Cela a permis de faire d’importantes avancées dans l’étude tout d'abord, de la diffusion 

des composés cytosoliques, puis des composés membranaires. Avant de plonger dans les 

détails des techniques, il est essentiel de définir la diffusion. Cependant, la définition de la 
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diffusion peut varier en fonction du contexte et de la molécule étudiée (Figure 31). Nous allons 

ici nous focaliser sur la diffusion des protéines au niveau membranaire. 

Il est important de noter que toutes les molécules indépendamment de l’environnement 

subissent un mouvement appelé mouvement brownien, dû à l'agitation des molécules dans 

un fluide, résultant des collisions constantes entre les petites molécules du fluide et les grosses 

molécules immergées (Einstein 1905 et Perrin 1913). Concernant les molécules en suspension, 

elles ont la capacité de traverser les membranes (plasmique, nucléaire…). Cela peut se faire 

par diffusion simple, suivant la loi de Fick, qui permet d'équilibrer les concentrations entre les 

compartiments. L'augmentation de la vitesse de déplacement des molécules résulte de 

collisions plus fréquentes dans les compartiments de forte concentration. Cependant, la 

diffusion simplifiée est principalement réservée aux molécules de petite taille (<40 à 50 kDa). 

Il y a ensuite la diffusion facilitée, qui utilise des canaux protéiques permettant le passage 

passif des molécules suivant le gradient de concentration, ou des protéines utilisant le 

transport actif, qui consomme de l’énergie à contre-courant du gradient. Le principal transport 

facilité de protéines est le passage du noyau vers le cytosol, et inversement, via les pores 

nucléaires. Dans le cas des protéines transmembranaires intégrées dans la membrane, on 

parle de diffusion latérale, car elle se limite à un environnement bidimensionnel. Cette 

diffusion est influencée par des interactions et des structures membranaires. 

L’étude de la diffusion latérale des protéines transmembranaires a permis d’explorer l’impact 

de l’environnement cellulaire, en particulier de la membrane, sur les interactions des 

protéines. Dans une première section, nous présenterons les facteurs cellulaires qui 

influencent ces interactions. Ensuite, nous aborderons les techniques d’imagerie qui ont été 

initialement développées pour étudier la diffusion, mais dont les modèles d’analyse se sont 

élargis pour permettre de pouvoir également l'étude de la cinétique des interactions. 

Figure 31. Schéma des différents types de diffusion 
Les molécules (en vert) peuvent traverser les membranes, que ce soit en suivant le gradient de concentration 

par diffusion simple pour les petites molécules, ou en utilisant des canaux protéiques pour faciliter leur 

diffusion, dans le cas des protéines. Lorsqu'il est nécessaire de se déplacer à contre-courant du gradient de 

diffusion, on a recours à des protéines transporteuses qui consomment de l'énergie. En ce qui concerne les 

protéines membranaires, elles sont piégées dans la membrane et diffusent en 2D de manière latérale. 
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3.1.2.1 Interaction et diffusion protéique : impact de l’environnement 

cellulaire  

Les protéines d’adhésion synaptique jouent un rôle essentiel dans la médiation des 

interactions entre les neurones au niveau des synapses. L’étude de la diffusion latérale de ces 

protéines membranaires est importante et peut influencer la formation de ces interactions 

protéiques. Il a été observé que les protéines membranaires peuvent diffuser dans des régions 

spécifiques de la membrane et y rester piégées (Chow & Poo, 1982). Plusieurs facteurs 

cellulaires et membranaires contribuent à ce phénomène. Un facteur clé est la géométrie du 

compartiment, qui peut créer des effets barrières et concentrer les protéines membranaires, 

comme décrit au niveau du segment initial (Nakada et al., 2003) ou de la synapse (M. Renner 

et al., 2012). Ces zones à fortes concentrations de protéines favorisent les interactions en 

augmentant la probabilité de collisions entre protéines et peuvent ainsi augmenter la vitesse 

d’association de deux protéines (Northrup & Erickson, 1992). Les collisions augmentent le taux 

d’interaction en favorisant la rencontre des sites actifs des partenaires du complexe. En effet, 

une rotation entre deux protéines de quelques degrés ou d’ångström de différence entre deux 

protéines peut suffire pour rompre une interaction. La création de zones denses limite 

également la création de zones de contact parasites en dépeuplant les zones non spécifiques, 

ce qui peut jouer un rôle dans les zones de création des synapses.  

Un autre moyen de concentrer localement les protéines membranaires est la membrane elle-

même ou plus particulièrement les structures spécifiques qui la composent. Pendant 

longtemps, la membrane a été décrite comme homogène et fluide (Singer & Nicolson, 1972). 

Cependant, des nouveaux modèles ont démontré que la membrane est un environnement 

bien plus complexe et que le mouvement des lipides et protéines n’est pas aussi fluide 

(Dietrich et al., 2002), en raison de la présence de compartiments micro ou macro-métriques 

(Vereb et al., 2003). Ces structures sont liées à des interactions entre lipides, entre protéines 

ou entre ces deux composés. Parmi les structures macro-métriques les plus étudiées, on 

retrouve les radeaux lipidiques, qui sont décrits pour avoir un rôle dans la transduction, le 

transport membranaire, et la transmission synaptique (Allen et al., 2007). Concernant, les 

protéines transmembranaires, il a été montré qu’elles pouvaient également être entourées 

par un anneau de lipides et diffuser de manière cohésive avec ces lipides (Niemelä et al., 2010). 

De plus, la présence de lipides permettrait de favoriser une orientation protéique verticale, 

favorisant les interactions transmembranaires (Palsdottir & Hunte, 2004).  

 

Dans ces zones denses en protéines et en contacts transmembranaires, il a été démontré que 

certaines protéines pouvaient être exclues. Cette éviction semble être liée à la taille de ces 

protéines, qui bloque l’accès des protéines ayant des petits domaines extracellulaires en les 

empêchant physiquement de créer des contacts transmembranaires (Schmid et al., 2016). En 

raison d’effets d’encombrement stérique, au niveau de la synapse, les petites protéines 

peuvent être rejetées des zones denses, telles que la densité post-synaptique (M. L. Renner 

et al., 2009). Des simulations entre des environnements en trois dimensions et un 

environnement membranaire limité à des mouvements en deux dimensions ont montré que 

la membrane favorise la formation d’interactions en trans et cis (Wu et al., 2013). En plus de 
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la membrane elle-même, des éléments extérieurs à la membrane tels que le cytosquelette, 

les protéines d’échafaudages à la synapse (Choquet & Triller, 2003; Triller & Choquet, 2005) 

ou la matrice extracellulaire par exemple, peuvent influencer le confinement des protéines et 

donc leur interaction.  

Tous ces exemples démontrent l’importance d’étudier les interactions protéine-protéine dans 

un environnement membranaire. Des différences de cinétique ont pu être démontrées entre 

des mesures in vitro et in cellulo, avec, par exemple, pour Neuroligine-Neurexine une cinétique 

relativement rapide en SPR (Comoletti et al., 2003) et pourtant une forte stabilisation, avec 

une cinétique lente de la Neuroligine au niveau post-synaptique (Chamma et al., 2016).  

 

3.1.2.2 Microscopie : Mesure de diffusion et d’interactions 

La plupart des études sur la diffusion latérale et l’interaction des protéines in cellulo sont 

basées sur des techniques de microscopie de fluorescence du vivant. Ces techniques se sont 

développées dans les années 70 avec l’avènement des molécules fluorescentes, ce qui a 

permis d’obtenir une meilleure compréhension de l’impact de l’environnement cellulaire et 

membranaire sur les interactions protéiques et leur recrutement dans les zones de contact, 

telles que la synapse. Il est important de noter que la nécessité d’utiliser des marqueurs 

fluorescents dans ces techniques peut limiter les interactions en raison d’effets 

d’encombrement stérique. 

3.1.2.2.1 Spectroscopie de corrélation de fluorescence  

La technique de spectroscopie de corrélation de fluorescence (FCS : fluorescence correlation 

spectroscopy) est une méthode de mesure quantitative de la mobilité et de l'interaction des 

molécules fluorescentes en solution ou dans des cellules vivantes. Cette technique permet 

une résolution de la molécule unique (Magde et al., 1972) et une résolution temporelle de 

l'ordre de la microseconde. Le principe de cette technique repose sur l'analyse des 

fluctuations rapides du signal de fluorescence dans un volume focal (Figure 32). Ce volume est 

généré soit par la présence d’un sténopé dans le chemin optique, soit par l’utilisation d’une 

illumination biphotonique, permettant d’illuminer avec un laser un petit volume (femtolitre) 

d’un échantillon biologique contenant des molécules fluorescentes.  

Les molécules fluorescentes présentes dans cette petite région émettent de la lumière, 

collectée par un détecteur de photons. Ce signal est ensuite analysé par autocorrélation pour 

extraire différents paramètres notamment le coefficient de diffusion, en analysant le temps 

que met la molécule à traverser le volume focal. Pour étudier les interactions protéiques, une 

variante du FCS a été développée. Elle utilise deux protéines couplées avec des fluorophores 

distincts afin de déterminer si leur diffusion est identique (Rika & Binkert, 1989; Schwille et 

al., 1997). Cette variante est appelée spectroscopie de corrélation croisée (FCCS : Fluorescence 

cross-correlation spectroscopy). Il convient de noter que ces techniques sont peu compatibles 

avec un signal dense, ce qui réduit fortement la précision de la mesure (Figure 32.B). Il est 

donc préférable de travailler avec des marquages fortement dilués, bien que cela ne soit pas 

toujours compatible avec l’analyse des compartiments cellulaires. Cependant, il est possible 
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de combiner FCS avec d’autres modalités d’imagerie, telles que le STED (Willig et al., 2006), 

pour réduire la taille de l’émission du fluorophore et améliorer la capacité à distinguer 

différentes molécules dans un environnement dense (Kastrup et al., 2005). Des analyses des 

interactions synaptiques ont été réalisées en solution, par exemple, avec l’étude de mutations 

impactant l’interaction de SynCAM1 chez des patients autistes (Fujita et al., 2010). De plus, 

ces techniques ont été employées dans un environnement membranaire pour examiner 

l’interaction de Syntaxin1 et munc18, qui sont impliquées dans l’amarrage des vésicules à la 

membrane présynaptique. (Kavanagh et al., 2014).  

3.1.2.2.1 FRET : Transfert d'énergie entre molécules fluorescentes 

La technique du transfert d'énergie par résonance de fluorescence (FRET : Förster resonance 

energy transfer), comparée aux techniques présentées précédemment, n’a pas été 

initialement développée pour l’étude de la diffusion latérale des protéines, mais plutôt pour 

l’investigation des interactions protéiques (Clegg,1995). Le FRET repose sur l'interaction entre 

deux molécules fluorescentes, appelées donneur et accepteur. Le donneur est excité par une 

source lumineuse et transfère son énergie d'excitation à l'accepteur par une interaction 

dipôle-dipôle (Figure 33.A). Si la distance entre les deux molécules est inférieure à la distance 

critique de FRET (environ 10 nm) (Figure 33.B), l'accepteur émettra une fluorescence à des 

longueurs d'onde plus élevées. La quantité de signal FRET, obtenue par mesure spectrale puis 

par la mesure des niveaux de fluorescence du donneur par rapport à celui du récepteur, peut 

également être influencée par la concentration relative des fluorophores et l'orientation des 

dipôles des molécules. 

Le FRET présente une limitation importante due à la nécessité d'utiliser deux fluorophores 

ayant des spectres d'absorption et d'émission distincts, tout en assurant un chevauchement 

suffisant pour que l'énergie puisse être transférée (Figure 33.A). La position du fluorophore 

lors de son couplage génétique est un facteur important, car elle doit permettre, lors de 

l’interaction protéique, d’obtenir la proximité adéquate des fluorophores pour générer un 

Figure 32. Spectroscopie de corrélation de fluorescence 
Illustration du principe du FCS et de l’analyse des fluctuations du signal d’intensité de fluorescence, ainsi que de 

l’impact de la variation de diffusion (A) ou de concentration (B) sur la courbe d’autocorrélation.  

Source : Machàn et Wholand, 2014 
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signal FRET. Quelques applications de cette technique ont été réalisées dans un 

environnement synaptique, avec l’étude des protéines impliquées dans l’exocytose (Degtyar 

et al., 2013) ou l’analyse de l’impact de la taille du domaine cytoplasmique de la protéine 

stargazin sur son interaction avec PDS-95 (Hafner et al., 2015). Cependant, à ma connaissance, 

aucune mesure n’a été effectuée à l’aide de cette technique sur les protéines d’adhésions 

synaptiques. 

 

3.1.2.2.2 FRAP : Retour de fluorescence après photoblanchiment 

La technique de retour de fluorescence après photoblanchiment également appelée FRAP 

(Fluorecence recovery after photobleaching) a été développée (Axelrod et al., 1976; Koppel et 

al., 1976) initialement pour l’étude de la diffusion des protéines dans la membrane. Cette 

technique permet de mesurer la vitesse de remplacement de la fluorescence après 

photoblanchiment dans une région donnée (Figure 34.A). Le photoblanchiment est effectué 

en exposant une région de taille et de géométrie contrôlée à une forte puissance laser, ce qui 

entraîne l’extinction de la fluorescence. Le FRAP est une technique couramment utilisée, 

initialement pour mesurer la diffusion des protéines entre compartiments, puis pour étudier 

la dynamique des protéines et leurs interactions. La photo-activation (PA) qui repose sur des 

fluorophores photo-activables est une alternative au FRAP qui ne nécessite que de faibles 

puissances laser. Sous excitation UV, ces fluorophores émettent de la fluorescence dans une 

longueur d’onde précise (Sawin & Nurse, 1997). Dans le cadre de la photo-activation, on 

observe la disparition d’un signal fluorescence, dû au détachement des molécules 

fluorescentes et à leur diffusion. Pour l’étude des protéines membranaires, le FRAP et la PA 

sont le plus souvent couplés avec de la microscopie de fluorescence par réflexion totale 

interne (TIRF : Total Internal Reflection Fluorescence). Ce type de microscopie permet, grâce à 

Figure 33. Transfert d'énergie entre molécules fluorescentes 
(A) Schéma expliquant le recouvrement requis entre le spectre d’émission du donneur et le spectre d’excitation 

de l’accepteur pour avoir un transfert d’énergie. Impact de la distance (B) et de l’orientation (D) entre le 

récepteur et le donneur sur le FRET. 

Source : Broussard et al. (2013). 
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l’utilisation d’une onde évanescente, de n’exciter qu’une zone d’environ une centaine de 

nanomètres près de la surface (Sako & Uyemura, 2002). Ainsi, on peut observer uniquement 

la dynamique dans la zone membranaire.  

La technique du FRAP semble relativement simple, mais son analyse est complexe, 

notamment si l’on souhaite extraire des valeurs de cinétique précises. Par conséquent, les 

analyses des données de FRAP sont le plus souvent qualitatives et permettent de déterminer 

si la protéine présente une mobilité rapide ou lente, si des interactions ont lieu ou non. 

Souvent, ces analyses comparent la protéine dans différentes conditions environnementales 

(telles que pH, viscosité, compétiteurs) ou avec différentes formes de la protéine (mutations) 

pour évaluer l'effet sur la dynamique par rapport à la condition de référence (Dou et al., 2002). 

Habituellement, des ajustements de courbe basés sur l’utilisation d’une ou deux 

exponentielles sont utilisés (Sakurai-Yageta et al., 2015). Parfois, des modèles plus complexes 

sont appliqués, admettant que la diffusion et l’interaction sont deux phénomènes 

temporellement distincts (Chamma et al., 2016), ou que la diffusion peut être négligée. Bien 

que le FRAP ait été largement utilisé par les biologistes, de nombreuses expérimentations ne 

font pas l'objet d'un traitement analytique détaillé et précis. Cependant, des lignes directrices 

sur les méthodes d’analyse et d’interprétation des données de FRAP existent dans la 

littérature (B. L. Sprague et al., 2004; B. Sprague & Mcnally, 2005). Ces lignes directrices 

démontrent qu'il existe de nombreuses combinaisons possibles entre diffusion et interaction 

et proposent des modèles adaptés pour une meilleure compréhension des données. Ces 

différents modèles seront présentés en détail dans la partie des résultats (I.1.1.2. Analyse des 

retours de FRAP).  

3.1.2.2.3 Suivie de particule unique  

Les techniques de FCS et de FRAP permettent d’étudier la dynamique de diffusion et 

d’interaction moyenne d’un ensemble de molécules. Pour une meilleure compréhension des 

mécanismes de diffusion et afin de potentiellement catégoriser des sous-populations, les 

chercheurs ont développé des techniques permettant de suivre le déplacement de molécules 

Figure 34. Retour de fluorescence après photoblanchiment 
(A) Schéma explicatif du principe du FRAP (B) Photoblanchiment d’une synapse surexprimant AP-Neuroligine1 

dans des neurones primaires hippocampiques de rat à DIV15 
Source : B. Sprague & Mcnally, 2005 et Chamma et al., 2016 
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individuelles (SPT : single particle tracking) dans l’espace et au fil du temps. Pour réussir cela, 

plusieurs facteurs sont nécessaires : une faible quantité de molécules observables 

simultanément pour pouvoir les isoler individuellement, une fréquence d’acquisition élevée 

(20ms) pour suivre les déplacements rapides des protéines, un niveau de signal suffisant 

pendant une durée adéquate pour pouvoir analyser les trajectoires.  

Plusieurs solutions ont été développées pour marquer ou observer un faible nombre de 

molécules simultanément (Alcor et al., 2009) : marquage avec des fluorophores ou des 

anticorps à faible concentration (Tardin et al., 2003), utilisation de billes d’or ou de latex 

(Meier et al., 2001) recouvertes d’anticorps. Une technique de marquage largement utilisée 

pour étudier la dynamique des récepteurs (Charrier et al., 2006; Dahan et al., 2003; Lévi et al., 

2008) et des protéines d’adhésion synaptique (Neupert et al., 2015; Thoumine et al., 2008) 

est l’utilisation de particules nanométriques de semi-conducteurs, les Quantum Dots (QDs) 

(Alivisatos, 1996). Les QDs, en raison de leur brillance et de leur photo-stabilité élevées, 

permettent de suivre des molécules sur des périodes beaucoup plus longues qu’avec des 

fluorophores classiques. Cependant, la taille des anticorps ou des QDs (10-30 nm) peut 

affecter la diffusion, et cela peut bloquer l'accès de la molécule d'intérêt si le compartiment 

est encombré et de petite taille, comme c'est le cas à la synapse (Groc et al., 2007). Les 

protéines fluorescentes, dont la taille est de l’ordre du nanomètre, sont plus adaptées, mais 

leur faible brillance est problématique, ce qui oblige à augmenter la puissance d’illumination, 

accélérant ainsi le photoblanchiment et réduisant la durée des trajectoires. Pour améliorer 

l’observation, des modalités d’imagerie spécifiques telles que l’illumination oblique (Tokunaga 

et al., 2008) ou la microscopie TIRF peuvent être utilisées en complément pour exciter 

uniquement la zone d’intérêt et réduire drastiquement l’impact des plans hors focus et du 

photoblanchiment global. Le développement des fluorophores photo-convertibles ou photo-

activables (Fernández-Suárez & Ting, 2008) couplés génétiquement, et donc de la microscopie 

de super résolution, a ouvert de nouveaux horizons pour le SPT. Le développement de la 

microscopie de localisation photo-activée (PALM : photo-activated localization microscopy) 

(Betzig et al., 2006; Hess et al., 2006) et son utilisation au cours du temps avec le sptPALM 

(Manley et al., 2008) ont été des avancées majeures dans l’étude du rôle de la diffusion 

latérale des protéines synaptiques (Chamma et al., 2016; Hosy et al., 2014). Les fluorophores 

photo-convertibles (mEOS, Dendra, Dronpa…) subissent un décalage de leur spectre 

d’excitation et d’émission lors d’une exposition aux UV ou à la lumière bleue (Figure 35.A). Il 

est donc possible, en appliquant une faible quantité d’UV, de stochastiquement activer 

quelques molécules. L’imagerie en direct permet ainsi de suivre ces molécules activées au fil 

du temps. L’amélioration de la résolution de ces techniques est principalement liée à l’analyse. 

Un ajustement gaussien du signal émis par une molécule (Kechkar et al., 2013; C. S. Smith et 

al., 2010) permet de la localiser précisément et ainsi réduit la distance minimale pour 

distinguer deux molécules proches, ce qui permet d’imager une densité de molécules activées 

plus importantes (Sibarita, 2014) (Figure 35.B). Une fois la localisation des molécules 

effectuée, il est possible de les suivre au fil du temps pour obtenir les trajectoires. Pour 

déterminer les connexions temporelles, de nombreux modèles mathématiques (Kalaidzidis, 

2009) et logiciels d’analyse ont été développés (Chenouard et al., 2014).  
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 Rôle des protéines d’adhésion synaptique : Modèle d’hémi-synapse  

Le concept d’hémi-synapse a été introduit pour décrire des expériences d’interaction entre un 

neurone primaire et un environnement artificiel. L’objectif de ces expériences est d’étudier la 

capacité d’une molécule d’adhésion synaptique donnée à initier la formation d’une synapse 

et à induire une différenciation en compartiment pré- ou post-synaptique. L’un des avantages 

de ces modèles d’hémi-synapse, également connus sous le nom de synapse induite, réside 

dans le contrôle de la composition d’un des deux compartiments de la synapse. Cela 

représente un avantage par rapport aux techniques de perte ou de gain de fonction, qui ont 

été longtemps utilisées pour déterminer le rôle des protéines dans la formation des synapses, 

mais qui sont limitées en raison de la redondance d’activité des différentes protéines et leurs 

isoformes, pouvant entraîner des phénomènes de compensation. Ces modèles sont 

compatibles avec les techniques de microscopie du vivant, ce qui permet de mesurer une 

interaction induite par une protéine spécifique du compartiment pré ou post-synaptique. Ils 

constituent des modèles intermédiaires entre des mesures complètement in vitro avec des 

protéines purifiées et des mesures totalement in cellulo, où la compréhension des paramètres 

mesurés est difficile en raison de la présence de complexes macro-protéiques à la synapse et 

de la redondance des fonctions protéiques. Il existe plusieurs approches permettant de créer 

un compartiment artificiel synaptique (Figure 36) que nous détaillerons dans cette section.  

Figure 35. Suivie de particule unique par photo-activation 
(A) Schéma de la photo-conversion de la protéine Eos. (B) Pipeline d’analyse permettant de localiser les particules 

uniques en extrayant leurs coordonnées, puis de les connecter au cours du temps pour obtenir des trajectoires  

Source : Sibarita., 2014 ; Harward et al., 2018 et Fernández-Suárez & Ting, 2008 
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3.2.1 Interaction Bille-Neurone  

Les premières expérimentations basées sur l’utilisation de billes ont permis de démontrer que 

des molécules polyacides sont suffisantes pour induire la formation de présynapse lorsqu’elles 

sont mises en contact avec des neurones en utilisant des billes couvertes de polylysine (Burry, 

1980, 1982; Burry & Hayes, 1986). En recouvrant ces billes de latex ou de silicate avec une 

protéine d’adhésion synaptique recombinante, il est possible d’étudier son rôle dans la 

synaptogenèse. Différentes solutions sont possibles pour fixer la protéine d’intérêt sur la bille 

sans la dénaturer, comme l’enrobage via des liposomes pour former une bicouche lipidique 

avec la protéine ancrée dans la membrane, grâce à sa fusion avec un glycolipide (Baksh et al., 

2005) ou simplement avec l’utilisation d’un anticorps reconnaissant le fragment cristallisable 

(Fc), fragment qui est couplé à la protéine d’intérêt (Heine et al., 2008). Les billes 

fonctionnalisées sont ensuite déposées sur des neurones en culture, permettant d’induire la 

formation au temps de développement souhaité. Cependant, il est difficile d’observer 

l’évolution de la synapse au fil du temps sur un même échantillon, car les billes peuvent être 

phagocytées par les cellules gliales (Burry et al., 1985). L’utilisation de billes recouvertes de 

Neurexine ou de Neuroligine a permis de démontrer les rôles respectifs de ces molécules dans 

l’induction pré (Dean et al., 2003) ou post-synaptique (Graf et al., 2004), en recrutant des 

marqueurs spécifiques (Figure 37.B). Ce modèle a déjà été utilisé en combinaison avec la 

technique de FRAP afin d’étudier la dynamique de la Ncadhérine (Thoumine et al., 2006). 

Figure 37. Interaction bille -Neurone 
 (A) Image de microscopie électronique d’un neurone (DIV7) en contact 

avec une bille de polyacrylamide, l’étoile marque l’élément présynaptique. 

Barre d’échelle : 2.5µm (B) Bille couverte de Neurexine1B-Fc en contact 

avec un neurone hippocampique. La bille induit le recrutement de PSD-95-

mCherry.  Source : Burry, 1982 ; Heine et al., 2008 

Figure 36. Modèle d’hémi-synapse  
Schématisation de différents modèles d’hémi-synapse, représentant l'interaction entre un neurone et un 

compartiment artificiel. 
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3.2.2 Coculture  

Dans le modèle de coculture, des lignées cellulaires hétérologues sont transfectées pour 

surexprimer la protéine d’adhésion synaptique d’intérêt. Par la suite, des neurones primaires 

sont déposés sur ces cellules afin de déterminer si la protéine d’intérêt peut induire la 

formation de zones synaptiques au niveau de la zone de contact entre une cellule et un 

neurone (Scheiffele et al., 2000). L’avantage de cette technique réside dans la possibilité de 

travailler avec des protéines entourées d’un environnement membranaire dans les deux 

compartiments de la synapse. Cependant, il est important de noter que la présence de 

protéines d’adhésion nativement présentes dans ces lignées cellulaires telles que la cadhérine, 

peut favoriser la formation de pré et post synapse (M. Yamagata et al., 2018), ce qui peut 

conduire à des résultats faussement positifs. Cette technique relativement simple à mettre en 

œuvre, est devenue la méthode de référence pour l’étude du rôle des protéines dans la 

formation synaptique. Elle est largement utilisée pour étudier le rôle des protéines du 

complexe Neurexine/Neuroligine (Chubykin et al., 2005; Nam & Chen, 2005), mais également 

d’autres protéines telles que SynCAM (Biederer et al., 2002) ou LRRTM (Roppongi et al., 2020).  

3.2.3 Cluster d’anticorps  

Des hypothèses sur le fonctionnement de Neuroligine dans l’induction de la différenciation en 

présynapse ont conduit au développement d’un nouveau modèle permettant d’induire des 

hémi-synapses. L’hypothèse avancée était que Neuroligine recrute Neurexine par formation 

des clusters (Dean et al., 2003). Pour valider cette hypothèse, la formation de cluster de 

Neurexine1β couplée avec une étiquette VSV (vesicular stomatitis virus), a été induite en 

utilisant des multimères d’anticorps anti-SVS par un anticorps secondaire, avant d’être 

déposée sur des neurones primaires. Cette formation de clusters de la Neurexine a induit des 

effets similaires à ceux observés avec les billes de Neuroligine, en induisant le recrutement de 

marqueurs vésiculaires caractéristiques de la présynapse (Dean et al., 2003). Cette technique 

de cluster a été ensuite utilisée avec des protéines purifiées, telles que la Neurexine couplée 

à une étiquette permettant sa reconnaissance par un anticorps primaire puis secondaire, 

favorisant son agrégation et la formation de postsynapse (Giannone et al., 2013). La 

Figure 38. Coculture  
(A) Cellule COS transfectées avec Neuroligine1 (Rouge) en coculture avec des neurones. Marquage des 

terminaisons présynaptique avec la synaptophysin (vert) (B) Image de microcopie électronique d’une 

terminaison présynaptique entre un neurone et une cellule COS, avec le recrutement caractéristique de 

vésicules. Barre d’échelle : 200 nm.  Source : Chubykin et al., 2005 
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réticulation des protéines transmembranaire par le biais de la formation de cluster a 

également permis de mettre en évidence l’impact des interactions sur la diffusion des 

molécules en combinant ce modèle avec le suivi de particules uniques (Mondin et al., 2011) 

(Figure 39). Cependant, à l’instar des billes, les agrégats formés sont susceptibles d’être 

phagocytés, ce qui limite la possibilité d'un suivi sur de longues périodes. 

 Micropatterning subcellulaire : interactions protéiques et hémi-synapse 

Ces dernières années, l'utilisation du micropatterning subcellulaire a connu une augmentation 

significative. Cette technique consiste en l’impression de motifs de quelques micromètres de 

taille inférieure à celles des cellules, permettant principalement l'étude des mécanismes 

moléculaires, en particulier les interactions protéine-protéine. L’objectif de ces nouveaux 

modèles est de contrôler l’un des compartiments de l’interaction en imprimant des protéines 

purifiées pour étudier leur rôle, tout en préservant les propriétés membranaires du second 

compartiment. Deux approches sont envisageables pour le compartiment cellulaire :  

- L’utilisation de cellules hétérologues qui surexpriment la protéine d’intérêt, offrant un 

contrôle total sur les deux compartiments. 

- L’utilisation de la cellule d’intérêt, telle que le neurone, pour travailler avec les 

protéines endogènes et l’environnement physiologique, afin d’étudier le réseau de 

partenaires induit par l’interaction.  

L’impression de biomolécules présente des avantages dans l’étude des interactions protéine-

protéine par rapport aux modèles précédemment utilisés, tels que les billes ou les cocultures. 

Tout d’abord, cette technique permet une imagerie facile des zones d’interaction, qui sont 

directement orientées dans le plan focal. De plus, grâce à la localisation de l’interaction près 

de la lamelle de verre, il est possible d’utiliser l’imagerie TIRF pour accéder uniquement à la 

membrane où l’interaction a lieu, ce qui améliore la sensibilité. Enfin, les zones d’interaction 

potentielles sont géométriquement et spatialement définies, et elles sont fluorescentes, ce 

qui permet une comparaison aisée entre les zones d’interaction et les zones de non-

interaction au sein d’une même cellule. Cela facilite la caractérisation des interactions faibles. 

Figure 39. Cluster d’anticorps  
Neurone hippocampique de rat exprimant la Neuroligine1 et PSD-95-GFP en contact avec un mélange réticulé de 

Neurexine1-Fc et d’anticorps. Les flèches vertes indiquent les synapses PSD-95 positives naturellement 

présentes, et les flèches rouge les accumulations de PSD-95 dues aux clusters de Neurexine1-Fc.  

Source : Mondin et al. 2011 
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L’impression protéique subcellulaire a été largement utilisée pour étudier initialement les 

interactions protéiques qui régissent la formation des synapses immunologiques, puis pour 

l’étude des voies de signalisation. L’interaction des protéines induit le recrutement de la 

protéine membranaire sur les zones de motif, ce qui est observable par un niveau de 

fluorescence de la protéine membranaire plus élevé à l’intérieur qu’à l’extérieur des zones 

d’impression protéiques (Figure 40.A). En associant ces modèles cellulaires avec des modalités 

d’imagerie, comme que le FRAP, il est possible d’étudier quantitativement ces interactions 

(Figure 40). Par exemple, cela a été utilisé pour caractériser l’interaction entre un récepteur 

membranaire des lymphocytes T, recruté via un anticorps micro-imprimé, et une protéine 

intracellulaire, afin de comprendre la cinétique lors de l’activation des cellules immunitaires 

(Motsch et al., 2019). Il est également possible de combiner plusieurs modalités telles que le 

FRAP (Figure 40. B) et le suivi de molécules uniques pour étudier la dynamique des 

interactions, comme les complexes de signalisation formés par l’interféron de type I (Löchte 

et al., 2014) ou la reconnaissance immunologique du récepteur CD4 (Schwarzenbacher et al., 

2008).  

Pour le moment, il existe seulement quelques applications du micropatterning subcellulaire 

en neurosciences, et la majorité des publications proviennent de l’équipe d’Olivier Thoumine 

de l’institut interdisciplinaire de Neurosciences. Les premières applications visaient à créer des 

hémi-synapses afin de démontrer la possibilité d’induire des différenciations pré ou post-

synaptiques (Figure 41) grâce à l’impression de protéines d’adhésion synaptiques telles que 

SynCAM, Neurexine (Czöndör et al., 2013) ou Neuroligine (Li Wei et al., 2013). Il est également 

possible de coupler ces techniques avec des méthodes de suivi des molécules pour observer 

Figure 40. Impression subcellulaire : Etude des interactions protéine-protéine 
(A) Cellule HeLa transfectée avec IFNAR2-HaloTag (Bleu) sur un motif d’HaloTag Ligand et EGFP-USP18 (Vert) un 

interacteur du récepteur. Graphique du niveau de fluorescence relative de ces deux composants montrant une 

accumulation au niveau des zones de motif. (B) Schéma explicatif du recrutement de tyk2 (vert) via le récepteur 

IFNAR1-HaloTag sur des impressions de HaloTag ligand. Image du recrutement de tyk2 et des zones de 

photoblanchiment (zones en pointillées). Graphique du retour de fluorescence pour les différentes zones. Barre 

d’échelle : 10 µm. Source : Löchte et al., 2014 
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la diffusion de molécules synaptiques telles que les récepteurs AMPA, par exemple, ainsi que 

des techniques d'imagerie calcique pour valider l'activité des hémi-synapses formées. 

Le micropatterning subcellulaire a également été utilisé pour étudier les mouvements de 

l’actine au niveau du cône de croissance, en utilisant des impressions de Ncadhérine (Garcia 

et al., 2015), grâce à des techniques telles que le SPT et le FRAP. Cela montre la compatibilité 

de l’impression protéique avec ces techniques d’imagerie du vivant. La Ncadhérine est 

souvent utilisée comme contrôle dans les articles de formation d’hémi-synapse par impression 

protéique, car elle n’induit pas de spécialisation synaptique, mais participe à la formation des 

adhésions focales. L’impression de protéines représente un modèle polyvalent pour étudier 

les interactions dans un environnement biomimétique contrôlé, facilitant ainsi l’analyse et la 

compréhension des données de microscopie du vivant en contrôlant l’un des compartiments. 

En résumé, par rapport aux modèles d’hémi-synapse classiques, l’impression protéique offre 

plus d’opportunité en termes de :  

• Impression quantitative avec la possibilité de varier les quantités de protéines 

imprimées 

• Standardisation des zones de contact (taille, emplacement…)  

• Analyse haut débit (orientation dans l’axe optique, localisation via les motifs…) 

• Suivi dans le temps des synapses car le compartiment artificiel n’est pas phagocyté.

Figure 41. Modèle d’hémi-synapse par impression protéique 
(A) Schématisation d’une vue de dessus de l’adhésion des neurones et de la formation des synapses sur les motifs 

de Neurexine imprimés. (B) Vue zoomé sur le complexe formé lors de l’interaction et la formation de l’hémi-

synapse sur les patterns de Neurexine1β-Fc avec le recrutement de Neuroligine1 et PSD-95. (C) Image de 

microscopie d’une mosaïque d’images de neurones formant des hémi-synapses (jaune) sur le pattern. (D) Zoom 

sur le recrutement spécifique de Neuroligine sur les patterns de Neurexine.  

Source : Czöndör et al., 2013 
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OBJECTIFS DE LA THESE  

L’objectif principal de cette thèse est de démontrer l’utilité de l’impression protéique dans 

l’étude de la connectivité synaptique, plus précisément les interactions protéine-protéine 

régissant la formation de synapses. Nous mettrons en avant les avantages de la technologie 

PRIMO, notamment l’impression quantitative et l’impression multiprotéique, tout en 

cherchant des solutions pour améliorer le rendement d’impression. Actuellement, parmi les 

nombreuses techniques d’analyse in vitro des interactions protéiques, peu permettent de 

caractériser ces interactions dans un environnement membranaire pertinent. À l’opposé, les 

techniques de microscopie in cellulo permettent d’extraire des informations cinétiques dans 

un environnement synaptique, mais leur complexité rend l’interprétation des résultats 

difficile. Il existe donc un besoin de modèles intermédiaires entre ces deux extrêmes. Des 

études récentes ont suggéré que l'impression protéique à une échelle subcellulaire pourrait 

être une solution pour créer de tels modèles. De plus, il existe un intérêt croissant pour 

l’impression protéique dans les modèles d'hémi-synapse, largement utilisés en neurosciences 

pour étudier les protéines d'adhésion synaptique. 

La première partie de cette thèse sera dédiée au développement d’un modèle 

« biomimétique » permettant de disséquer les interactions protéine-protéine dans un 

environnement membranaire, en combinant des techniques de FRAP et de SPT. Pour cela, le 

couple de protéines d’adhésion synaptique le plus étudié, Neurexine/Neuroligine, sera utilisé. 

Ce choix s’explique par la collaboration avec l'équipe d'Olivier Thoumine, dont ce complexe 

protéique est au centre des travaux. De plus, de nombreuses données dans la littérature sur 

la cinétique d'interaction de ce complexe, à la fois in vitro et in cellulo au niveau synaptique, 

seront utilisées comme points de comparaison. Ce couple sera également comparé à 

l'interaction homophilique SynCAM1, moins caractérisée. L'idée de ce modèle est d'imprimer 

une protéine d'adhésion synaptique pour induire une interaction et le recrutement de son 

partenaire surexprimé dans des cellules hétérologues. L’utilisation de ces lignées cellulaires 

permettra d’obtenir une interaction individuelle et contrôlée. Une complexification du 

modèle peut être ensuite envisagée en exprimant d’autres protéines, telles que des protéines 

d’échafaudage. Les objectifs pour ce projet sont de réussir à obtenir des interactions et ainsi 

conserver la fonctionnalité de la protéine d’intérêt. Une fois la validation de la spécificité des 

interactions réalisée, ces interactions seront caractérisées en utilisant le sptPALM et le FRAP. 

Figure 42. Modèle schématisé d'interaction protéine-protéine par micropatterning 

• Interaction individuelle spécifique 

• Paramètres biophysique  

• Environnement membranaire  
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Ces techniques permettront d’extraire la diffusion des protéines dans une zone d’interaction 

ou non au sein d’une même cellule, ainsi que les paramètres cinétiques de ces interactions. 

Ce modèle offre des perspectives de développement, notamment en ce qui concerne des 

modalités de compétition, nécessitant l'impression contrôlée et spécifique de plusieurs 

protéines, ainsi que des capacités de criblage pour caractériser de nombreuses interactions 

entre différentes protéines d'adhésion synaptique. 

La seconde partie de la thèse est consacrée au développement d’hémi-synapses par 

l’impression protéique. Comparativement au modèle précédent, l’objectif est de travailler 

avec des neurones primaires pour étudier les protéines natives. L’un des principaux objectifs 

est de valider la formation d’hémi-synapses en observant le recrutement de marqueurs et de 

structures caractéristiques de la pré ou de la postsynapse. L'imagerie de fluorescence et la 

microscopie électronique seront utilisées. Cependant, il est nécessaire de développer un 

protocole de culture de neurones sur nos substrats imprimés, car cela constitue actuellement 

un obstacle majeur pour ce projet et pour les utilisateurs du système d'Alvéole. Une fois ces 

objectifs atteints, ce modèle nous permettra d'obtenir un grand nombre d'hémi-synapses, 

nous permettant ainsi de créer une représentation d'une synapse moyenne induite par une 

seule protéine d'adhésion synaptique. Nous pourrons ainsi étudier l'impact de cette protéine 

sur la morphologie, l'organisation et l'interactome à différents stades du développement de 

la synapse. Un suivi en timelapse au cours du développement serait une première avec les 

modèles d'hémi-synapses, qui ne sont pas compatibles avec un suivi sur le long terme. Ces 

études pourront être réalisées grâce à différentes techniques d'imagerie, y compris la 

microscopie de super-résolution. À plus long terme, l'utilisation de cellules souches 

permettrait de démontrer la possibilité d'étudier les défauts de formation de synapses chez 

des cellules issues de patients atteints de maladies neurodéveloppementales.  

 

 

 

 

Figure 43. Modèle schématisé d'hémi-synapse par micropatterning 

• Environnement synaptique 

• Localisation de synapse artificielle 

• Interactome  

• Nano-organisation 
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MODELE D’INTERACTION PROTEINE-PROTEINE 

Depuis quelques années, l’utilisation de l’impression protéique ne se limite plus à l’imitation 

de la géométrie cellulaire. Les protéines imprimées ne sont plus seulement utilisées pour 

favoriser l’adhésion des cellules, mais aussi pour étudier le rôle de ces protéines dans des 

phénomènes biologiques, ce que l’on appelle le micropatterning subcellulaire. Ces 

applications se sont largement répandues en immunologie et pour l’étude des voies de 

signalisation, mais elles restent encore peu développées en neurosciences.  

Les protéines d’adhésion synaptiques créent des interactions qui établissent un lien physique 

entre les compartiments synaptiques, mais elles ont également un rôle important dans la 

maturation et la morphologie des synapses. Cependant, l’étude de ces protéines est 

complexe, en particulier lorsqu’il s’agit d’examiner les paramètres cinétiques qui régissent ces 

interactions. Il y a un manque de solutions intermédiaires entre les mesures purement in vivo 

dans un environnement dense et complexe et les mesures in vitro, trop éloignées de la réalité 

physiologique.  

La création d’interactions protéiques n'est pas une tâche aisée, car les protéines sont sensibles 

à leur environnement et peuvent perdre leur fonctionnalité. De plus, chaque technique 

d’impression protéique présente ses propres spécificités, ce qui rend difficile le transfert d’un 

protocole d’une technique à une autre. Lorsque nous avons commencé à travailler sur ce 

projet avant ma thèse, nous ne parvenions qu’à créer des interactions entre un anticorps anti-

GFP et une protéine transmembranaire couplée à une GFP extracellulaire. Il était impossible 

de transposer avec notre technique les protocoles utilisant des protéines synaptiques 

réalisées en photolithographie par masque (Czöndör et al., 2013; Garcia et al., 2015). De 

nombreuses optimisations ont dû être réalisées pour ancrer la protéine d’intérêt et ainsi 

observer une interaction protéique. Cela démontre que les différentes techniques 

d’impression protéique ont des propriétés distinctes et que l’adsorption est un phénomène 

complexe. 

Le développement de ce protocole, nous a permis de disséquer les mécanismes d’interaction 

de différents couples de protéines d’adhésion synaptique et de démontrer que ce modèle 

intermédiaire ouvre de nombreuses perspectives concernant la compréhension des 

interactions protéine-protéine. Ces résultats sont synthétisés sous la forme d’un article, qui 

sera prochainement soumis à une revue scientifique. 

I Résultats 

 Dissection des interactions protéiques  
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1.1.1 Détails des analyses cinétiques  

Dans l’article, les diverses analyses cinétiques utilisées en FRAP et en SPT sont présentées de 

manière succincte. Cependant, elles sont basées sur des analyses complexes et globalement 

peu utilisées par les biologistes, car elles vont au-delà des analyses de base. Cette section 

complémentaire de l’article vise à résumer l’état de notre compréhension du sujet, ainsi que 

les travaux que nous avons consultés concernant l’analyse des paramètres cinétiques en SPT-

PALM et en FRAP. 

1.1.1.1 Analyse des trajectoires de SPT-PALM  

L’analyse des trajectoires de molécules uniques est importante pour comprendre la cinétique 

des biomolécules. L’étude du coefficient de diffusion permet de distinguer si une molécule 

diffuse librement, ou au sein d’un complexe, ou si elle est ralentie à cause d’interaction ou de 

son environnement.  

Une fois la trajectoire de chaque molécule unique reconstruite (III.6.2. Analyse du suivi de 

molécule unique), le coefficient de diffusion apparent de chaque molécule est déterminée en 

ajustant la courbe de l’écart quadratique moyen (Kusumi et al., 1993; Saxton & Jacobson, 

1997). Le MSD (mean square displacement) s’apparente à l’aire (r2) explorée par la molécule 

à chaque point de temps (t). Pour tracer la courbe de l’écart quadratique moyen (Figure 44.A), 

il faut tracer la moyenne de l’aire parcouru (r2), pour tous les points de temps de la trajectoire 

(t), et ceux pour chaque décalage temporelle Δt (Δt =t,2t,3t,4t…).  

L’analyse des courbes de MSD par trajectoire permet de donner des informations sur le mode 

de diffusion. La diffusion normale est équivalente à de la diffusion libre caractéristique d’un 

mouvement brownien, tandis que la diffusion anormale implique une diffusion dirigée ou 

Figure 44. MSD et coefficient de diffusion 
(A) Représentation schématique de la mesure de la moyenne des distances parcourue (r2) pour chaque décalage 

temporelle (Δt). Exemple de courbe de MSD (B) Exemple de trajectoires types correspondant aux différents types 

de diffusion (C) Courbe de MSD type en fonction des différents types de diffusion. 

Source : Kapanidis et al., 2018 et Ruthardt et al., 2011 
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confinée (Figure 44.B) (Kapanidis et al., 2018). Dans le cadre d’une diffusion 2D normale, 

l’ajustement de la courbe de MSD est linéaire (MSD= 4Dt) et la pente de la courbe permet 

d’estimer le coefficient de diffusion (Figure 44.C). Cette analyse est plus complexe pour les 

diffusions anormales, avec une relation MSD = 4Dtα (Figure 44.C). Un coefficient alpha 

supérieur à 1 indique un régime de super diffusion lié à une diffusion dirigée, comme dans le 

cadre du transport moléculaire par exemple. Lorsque alpha est inférieur à 1, cela indique une 

subdiffusion due à des encombrements stériques ou spatiaux, à l’intégration dans un 

complexe, ou à des interactions ponctuelles.  

Cependant, lorsque les molécules présentent au sein d’une trajectoires des comportements 

complexes, mêlant différents modes de diffusion mais également des événements de liaisons, 

l’analyse des trajectoires devient plus complexe et des analyses telles que le déplacement 

quadratique moyen et la détermination du coefficient de diffusion ne sont plus suffisantes. En 

effet, la présence de multiples transitions au sein des trajectoires entraîne la variation de la 

distribution des coefficients de diffusion (Figure 45 A-C). De nombreux facteurs peuvent 

induire ce type de comportement complexe (Montiel et al., 2006). Par exemple, la présence 

de structures membranaires telles que les complexes lipidiques, des encombrements 

stériques ou spatiaux, ainsi que des interactions avec des composants intracellulaires peut 

impacter la diffusion de la protéine.  

Pour une meilleure lecture de potentielle variation de la diffusion au cours du temps, il est 

également possible de réaliser une mesure qui, cette fois-ci, ne sera pas un unique coefficient 

de diffusion apparent, mais plusieurs coefficients de diffusion au cours du temps, donc tout 

au long de la trajectoire. On nomme cela des coefficients de diffusion instantanée (Dinstant) 

(Michalet, 2010; Pinaud et al., 2009). Pour chaque point de la trajectoire, une fenêtre de N 

points centrée autour de la position est sélectionnée afin de créer une sous-trajectoire, dont 

le Dinstant pourra être défini en ajustant la courbe de MSD de cette sous-trajectoire. Cela est 

répété pour tous les points de la trajectoire. Plus la valeur de N est faible, plus le coefficient 

de diffusion reflète l’instant, mais avec une précision plus faible pour les mesures de MSD 

(Michalet, 2010), il est donc nécessaire de trouver le juste équilibre entre ces deux 

paramètres.  

Figure 45. Effet des taux de transition sur la distribution des coefficients de diffusion  
Simulation de l’impact des taux de transition sur les distributions du coefficient de diffusion apparent (D*). Trois 

taux de transition sont évalués : lent (A), intermédiaire (B) et rapide (C) par rapport à la fréquence d’images. Une 

fusion des distributions liées et non liées apparaît en présence de taux de transition élevés (C), entraînant une 

diffusion apparente intermédiaire.  

Source : Vink et al., 2020 
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Dans le cadre de notre projet, nous nous sommes particulièrement intéressés aux études 

ayant cherché à distinguer les périodes où la molécule est libre des périodes où la molécule 

est liée. Ces études tentent de démontrer qu’il est possible d’estimer les paramètres 

cinétiques d’interactions (kon, koff) à partir de ces trajectoires individuelles. En effet, dans le 

cas d’interactions faibles et très labiles, il est possible, selon la longueur des trajectoires, 

d’observer des transitions entre l’état libre et l’état lié.  

Dans l’article de Marianne Renner (M. Renner et al., 2017), un coefficient (Pc = packing 

coefficient) permettant d’estimer le degré de liberté de mouvement de la molécule au cours 

du temps est utilisé. Ce coefficient prend en compte la taille du compartiment dans lequel la 

molécule diffuse, ce qui est totalement pertinent pour les études en synapse. Cependant, ce 

paramètre pourrait également être utilisé pour déterminer les paramètres cinétiques si les 

périodes confinées sont dues à une interaction. Dans cet article les trajectoires étudiées sont 

longues car elles ont été obtenues avec des QDs, qui ont un faible taux de photoblanchiment, 

mais peuvent, en raison de leur taille, avoir un impact sur la diffusion, surtout dans des 

compartiments étroits. La longueur des trajectoires favorise l’observation de transitions 

complètes. Cependant, pour les études utilisant des protéines fluorescentes, les trajectoires 

sont souvent beaucoup plus courtes.  

D’autres modèles plus complexes ont été développés afin d’extraire les phases de transitions 

pour les trajectoires courtes. Le défi de ce type d’analyse, comparé aux travaux sur des 

trajectoires longues, est de parvenir à combiner correctement les informations d’une 

multitude de courtes trajectoires, avec des transitions partielles. Nous pouvons citer en 

exemple deux types d’analyses : l’une basée sur une méthode bayésiennes variationnelles et 

des modèles de Markov (Persson et al., 2013), et d’autre méthodes analytique mettant en 

œuvre l’estimation maximale de vraisemblance et les probabilités (Akimoto & Yamamoto, 

2017; Vink et al., 2020).  

1.1.1.2 Analyse des retours de FRAP 

L’analyse des courbes de FRAP est la partie la plus complexe et qui nous a pris le plus de temps 

à comprendre, mais ce travail nous a permis de définir les bons modèles analytiques à utiliser 

puis de les appliquer.  

Lorsqu’on s’intéresse à une interaction, on peut décrire des populations distinctes : une 

population de molécules diffusives, également appelées libres ou mobiles (F), qui, en présence 

de sites de liaison vacants (S), vont former une population de molécules piégées ou liées (C). 

Les transitions entre ces deux états sont régulées par les constantes d’association (kon) et de 

dissociation (koff). En plus de ces deux constantes, il faut également prendre en compte la 

diffusion des molécules libres ainsi que les concentrations en molécules libres (f), en sites de 

liaison non occupés (s) et en complexes (c).  

𝐹 + 𝑆 

𝒌𝒐𝒇𝒇
←  

𝒌𝒐𝒏 
→  

 𝐶  
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Cette réaction est médiée par des équations complexes qui peuvent être simplifiées en 

admettant plusieurs critères. Le premier critère est que la réaction est à l’équilibre lors du 

photoblanchiment, ce qui signifie que les concentrations de f, s et c sont à l’équilibre (Feq, 

Ceq, Seq). Cela nous permet de définir une pseudo-constante de première ordre k*on, qui 

équivaut donc à k*on= kon x Seq. La deuxième hypothèse simplificatrice est que les sites de 

liaison font partie d'un complexe immobile et de taille importante, du moins pendant la durée 

de la mesure du FRAP. Cette hypothèse est particulièrement valable dans notre modèle 

d'impression protéique, où le partenaire de la molécule observée est fixé sur le motif. Le 

deuxième critère est la circularité de la zone de photoblanchiment, qui est la géométrie la plus 

couramment utilisée par les biologistes. D'autres critères incluent la taille réduite de ces zones 

de FRAP par rapport au compartiment fluorescent, ainsi que l’observation d’une diffusion en 

2D plutôt qu’en 3D dans le plan de focalisation.  

Toutes ces simplifications permettent de dériver des équations de bases complexes pour 

obtenir une solution universelle pour les mesures de FRAP pour des interactions avec ou sans 

diffusion et avec une seule liaison, dans le cadre d’une géométrie de photoblanchiment 

circulaire (B. L. Sprague et al., 2004) (Figure 46).  

Bien que ce modèle permette d’accéder à tous les comportements de FRAP, il est possible de 
dériver ce modèle générique en des modèles simplifiés, utilisables dans des cas spécifiques. 
Ces modèles peuvent être classés en trois grandes catégories : la diffusion pure, le FRAP non 
couplé à la diffusion, et le FRAP couplé à la diffusion que nous détaillerons en première partie. 
Ces catégories sont soumises à des contraintes qui permettent de les utiliser. Ces contraintes 
sont liées aux constantes d’association et de dissociation. Les valeurs de ces contraintes 

peuvent être simulées pour des ratios (τ𝐷 =
𝑤2

𝐷𝑓
) donnés de taille de zone de 

photoblanchiment (w : rayon) et de diffusion libre de la molécule d’intérêt (Df) (Figure 47) (B. 
L. Sprague et al., 2004). Dans une dernière partie nous abordons de manière moins détaillée 
le cas des réactions avec des liaisons multiples.  

Figure 46. Equation de réaction-diffusion générique par transformé de Laplace  
P est la variable de Laplace inversé pour obtenir le temps, w et le rayon de la zone de photoblanchiment et K1 

et I1 sont les fonctions modifiées de Bessel de première et seconde espèce.  
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1. Diffusion pure dominante :  

Ce modèle est utilisable lorsque la grande majorité des molécules fluorescentes sont libres, 

c’est-à-dire non piégées. Dans ce cas, on mesure principalement la dynamique des molécules 

diffusives. Cela est possible quand le temps moyen nécessaire au piégeage est très grand par 

rapport au temps nécessaire pour que la protéine se détache (k*on/ koff <<1), ou en cas 

d’absence ou d’abolition de l’interaction, par exemple, par mutation.  

L’équation de diffusion libre pour une zone de blanchiment circulaire utilise l’équation 

modifiée de Bessel (Soumpasis, 1983), avec I0 et I1 qui désignent les fonctions de Bessel 

d’ordre 0 et 1. D’autres équations existent en fonction de la géométrie de la zone de 

photoblanchiment (Goehring et al., 2010; Mueller et al., 2008).  

𝑓𝑟𝑎𝑝(𝑡) = 𝑒−
τ𝐷
2𝑡 [I0 (

τ𝐷

2t
) + I1 (

τ𝐷

2t
)] avec τ𝐷 =

𝑤2

𝐷𝑓
 

La courbe de FRAP est ajustée à l’aide d’un un seul paramètre, qui est τD. Ce facteur permet, 

en utilisant le rayon (w) de la zone de FRAP, d’extraire le coefficient de diffusion de la molécule 

(Df).  

2. FRAP non couplé à la diffusion :  

Ce modèle est le plus souvent utilisé quand la diffusion est très rapide ou inexistante par 

rapport au piégeage, et qu’il y a une fraction importante de molécules piégées à l’équilibre 

(k*on x w2 / Df)<<1. Dans ces conditions, les deux modalités sont donc totalement dissociées, 

et les molécules ont déjà diffusé dans la zone de photoblanchiment avant que les échanges 

entre les molécules piégées et diffusives commencent (Figure 48) (B. Sprague & Mcnally, 

2005).  

 

 

Figure 47. Graphique des différents régimes 
d’interaction et de leurs frontières  
Limite approximative (Ligne épaisses) des limites entre les 

différents modèles simplifiés pour une simulation avec un 

τ𝐷 de 0.008 (Df =30 µm2/s et w= 0.5 µm).  

Domaine de diffusion pure (k*on/ koff <<1) : les molécules 

sont majoritairement dans un état libre sans piégeage. 

Domaine de réaction dominante ((k*on x w2/Df) <<1 : la 

majorité des molécules sont dans un état piégé, une 

première phase de diffusion bréve peut être présente. 

Domaine de diffusion effective ((k*on x w2/Df)>>1) : Les 

échanges entre la fraction piégée et diffusive sont très 

rapides, ce qui donne une courbe semblable a une courbe 

de diffusion pure mais avec un coefficient de diffusion 

effectif ralentit. Le modèle générique (Full model) 

s’adapte à toutes les conditions mais certain régimes ne 

sont ajustables que par ce modèle. Source : B. L. Sprague 

et al., 2004  
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• Réaction dominante : 

Si la diffusion est inexistante (Ceq=1(koff<<k*on) ou trop rapide par rapport à la période 

d'acquisition des premiers points de temps après le photoblanchiment, on utilisera un modèle 

de réaction dominante (L. Sprague et al., 2004). Dans ce modèle, les molécules libres 

reviennent instantanément à l’équilibre juste après le blanchiment (f=Feq). Il est important de 

souligner que cette équation n’est pas dépendante de la géométrie de la zone de FRAP, ce qui 

en fait l’une des rares équations de ce type.  

𝑓𝑟𝑎𝑝(𝑡) = 1 − 𝐶𝑒𝑞𝑒
−𝑘𝑜𝑓𝑓∗𝑡  

• Transition entre un régime de pure-diffusion et un de réaction :  

Il est possible d’observer des retours de FRAP avec des transitions distinctes entre diffusion et 

réaction dans le cas où (k* 
on x w2/Df <<1) le temps nécessaire pour que les molécules diffusent, 

sur l’ensemble de la région photo-blanchie, est plus important que le temps nécessaire pour 

que la molécule se lie (B. L. Sprague et al., 2004). Cela correspond à des réactions situées dans 

la partie basse des domaines de modèles (Figure 47). Dans ce cas, l’équation de ce modèle est 

l’addition des équations de diffusion pure et de réaction dominante. Les fractions diffusive et 

liée sont déterminées par les concentrations à l’équilibre (Feq et Ceq). Pour pouvoir observer 

cette fraction diffusive, la période d’acquisition dans les premiers points de temps doit être 

courte.  

𝑓𝑟𝑎𝑝(𝑡) = (𝐹𝑒𝑞 + 𝐶𝑒𝑞) ∗ [𝑒−
τ𝐷
2𝑡 [I0 (

τ𝐷

2t
) + I1 (

τ𝐷

2t
)]] + Ceq (1 − 𝑒−𝑘𝑜𝑓𝑓∗𝑡) 

Figure 48. Schéma explicatif du modèle de FRAP non couplé à la diffusion  
Les molécules dans la zone blanchie commencent par diffuser rapidement. Ensuite, des échanges plus lents entre 

états lié et libre se produisent, permettant le remplacement des molécules photo-blanchies par des molécules 

fluorescentes. Ce mécanisme induit une courbe principalement influencée par la liaison. Source : B. Sprague & 

Mcnally, 2005 
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Ce type de modèle basé sur des doubles exponentielles doit être utilisé avec prudence et en 

se basant sur d’autres connaissances concernant l’interaction étudiée. En effet, les 

ajustements en double exponentielle permettent d’ajuster un grand nombre de courbes de 

FRAP, ce qui peut conduire à formuler des fausses hypothèses sur la force et le nombre de 

liaisons. Cependant, c’est le type d’ajustement le plus souvent utilisé par les biologistes.  

En effet, par exemple si la courbe a une forme « d’épaule » et que la partie initiale est donc 
relativement importante, cela peut aussi refléter la présence de multiples sites d’interaction 
plutôt qu’une phase diffusive (Figure 49). Cela signifie que la partie diffusive peut 
correspondre davantage à une interaction faible et la partie piégée à une interaction forte. Il 
est alors possible de déterminer la fraction de chaque type d’interaction, tout comme on 
détermine la fraction mobile et piégée. Dans ce cas, il est nécessaire d’analyser ces courbes 
avec des modèles plus appropriés basés sur des liaisons multiples (4. Modèle à double états).  
 

3. FRAP couplé à la diffusion :  

A l’opposé on trouve le FRAP couplé à la diffusion, où les échanges entre la fraction piégée et 

la fraction libre commencent avant que les molécules aient terminé de diffuser dans la zone 

photo-blanchie (Figure 50). Ces comportements sont les plus complexes à analyser, et il est 

important de noter que ces modèles sont rarement utilisés par les biologistes pour expliquer 

le comportement de leurs protéines d'intérêt. En fonction de la différence entre le temps de 

diffusion et le temps d'association, on peut utiliser un modèle simplifié appelé diffusion 

effective.  

 

 

Figure 49. Courbe en épaule pour des modèles a simple état versus double états 
Représentation graphique de la difficulté à différencier une courbe pour une réaction avec une réaction avec 

deux états (pointillées) (Diffusion effective + réaction) et une courbe pour une réaction unique (courbe 

pleine). Entre ces deux modèles, seule la première composante de la courbe change, soit par de la diffusion 

pure, soit de la diffusion effective.  
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• Diffusion effective :  

Ce modèle est utilisé lorsque le temps d’association avec un site de liaison est plus rapide que 

le temps de diffusion dans la zone de blanchiment (k*on x w2/Df)>>1). Ce type de 

comportement donne des courbes de FRAP qui ressemblent à des courbes de diffusion pure, 

mais qui sont plus lentes. En utilisant la même équation que pour un comportement de 

diffusion pure on peut extraire un coefficient de diffusion effective qui sera plus lent qu’une 

diffusion classique, et il est donnée par τ𝐷 =
𝑤2

𝐷𝑒𝑓𝑓
 . Ce coefficient peut être relié à un ratio de 

k*
on/koff (B. L. Sprague et al., 2004; B. Sprague & Mcnally, 2005) . 

𝐷𝑒𝑓𝑓 =  
𝐷𝑓

(1+(
𝑘𝑜𝑛 
∗

𝑘𝑜𝑓𝑓
))

 soit 
𝑘𝑜𝑛 
∗

𝑘𝑜𝑓𝑓
=

𝐷𝑓

𝐷𝑒𝑓𝑓
− 1 

La situation se complique quand le temps de diffusion est équivalent au temps d’association. 
Dans ce cas, le modèle de diffusion effective n’est plus valable et il n’existe pas de modèle 
simplifié pour ce comportement. Il est donc nécessaire d’utiliser le modèle générique pour 
analyser ces interaction complexes.  

4. Modèle à double états :  

Si nous ne sommes plus dans un cas d’interaction simple, mais avec deux états d’association 

indépendants, ce qui peut être le cas dans le cadre d’interaction dimérique, par exemple, il y 

a maintenant deux constantes d’association et de dissociation qui régissent l’interaction. De 

Figure 50. Schéma explicatif du modèle de FRAP couplé à la diffusion 
Les molécules photo-blanchies transitent entre l’état lié et l’état libre plus rapidement que le temps nécessaire 

à la molécule pour diffuser dans l’intégralité de la surface blanchie. Par conséquent, les deux composantes 

(diffusion et interaction) se mélangent, rendant difficile la séparation des états au niveau analytique.  

Source : B. Sprague & Mcnally, 2005 
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la même manière, il est possible d’obtenir une équation universelle pour ce type d’interaction 

(B. L. Sprague et al., 2004), équation qui peut être réduite en fonction du modèle qui régit 

chaque état, ces modèles sont soumis aux mêmes contraintes que ceux pour un simple état. 

𝐹 + 𝑆1 

𝒌𝟏𝒐𝒇𝒇
←   

𝒌𝟏𝒐𝒏 
→  

 𝐶1 , 𝐹 + 𝑆2 

𝒌𝟐𝒐𝒇𝒇
←   

𝒌𝟐𝒐𝒏 
→  

 𝐶2 

Nous allons nous attarder sur deux modèles en particulier. Le premier qui est une réduction 

basée sur la combinaison de deux modèles de réaction dominante (Kimura & Cook, 2001; Molk 

et al., 2004; B. L. Sprague et al., 2004).  

𝑓𝑟𝑎𝑝(𝑡) = 1 − 𝐶1𝑒𝑞(𝑒
−𝑘1𝑜𝑓𝑓∗𝑡) − 𝐶2𝑒𝑞(𝑒

−𝑘2𝑜𝑓𝑓∗𝑡) 

Le deuxième est un cas où la première réaction comprend une première composante de 
diffusion effective et une deuxième composante de réaction dominante. Cette équation est 
semblable à celle utilisée pour définir une transition entre un régime de diffusion pure et un 
régime de réaction dans le cadre d’une réaction à un seul état, puisque la diffusion effective 
est ajustée par l’équation de diffusion pure. (B. L. Sprague et al., 2004) 

𝑓𝑟𝑎𝑝(𝑡) ≈ (𝐹𝑒𝑞 + 𝐶𝑒𝑞) ∗ [𝑒
−
τ1𝑒𝑓𝑓
2𝑡 [I0 (

τ1𝑒𝑓𝑓

2t
) + I1 (

τ1𝑒𝑓𝑓

2t
)]] + 𝐶2𝑒𝑞(1 − 𝑒−𝑘2𝑜𝑓𝑓∗𝑡) 
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 Développement futur pour l’étude des interactions protéiques 

Afin de démontrer le potentiel futur de l’impression protéique subcellulaire avec PRIMO pour 

l’étude des interactions protéiques, le développement de fonctions supplémentaires du 

modèle biomimétique présenté dans l'article a été initié. Cela a débuté par l’amélioration de 

l’impression et de production des protéines pour des essais à haut débit. Cela afin de 

permettre de cribler des interactions protéiques, dans le but de déterminer tous les 

partenaires d’une protéine, leurs paramètres cinétiques et éventuellement découvrir de 

nouvelles interactions. Ce développement ouvrirait des perspectives dans des domaines tels 

que la pharmacologie, par exemple.  

Une seconde perspective concerne le développement d'un modèle compétitif. En raison de la 

multiplicité d'interacteurs pour certaines protéines, la question de l'impact de la compétition 

entre ces partenaires sur la stabilité et la fonction synaptique revêt une importance 

particulière. Cependant, il s'agit d'une thématique pour laquelle les données demeurent 

limitées, principalement en raison du manque de modèles in vitro permettant d'étudier ces 

compétitions. Nous sommes d'avis que l'impression protéique pourrait offrir un modèle 

d'étude des compétitions relativement puissant. 

La dernière perspective étudiée est orientée vers l’étude de la structure membranaire au 

niveau des zones d’interactions des protéines transmembranaires. En effet, la différence 

soulevée entre les modèles in vitro, tels que le SPR, et notre modèle biomimétique est la 

présence de la membrane. La présence de cluster protéique, surtout avec des protéines 

pouvant interagir avec le cytosquelette a un impact sur la membrane (Arumugam & 

Bassereau, 2015). Nous souhaitons donc observer l’impact des interactions créées sur la 

morphologie de la membrane plasmique et étudier l’espace entre la membrane et le motif 

protéique, pour cela on utilise la microscopie électronique. Récemment, des articles ont 

démontré le potentiel du système PRIMO pour des expérimentations de microscopie 

électronique réalisée sur grille (Engel et al., 2019; Toro-Nahuelpan et al., 2020). L’impression 

protéique est, comme à ses débuts, principalement utilisée pour donner une forme à la cellule, 

observer l’impact de la géométrie sur des structures précises, ou localiser précisément des 

structures au niveau des zones d’imagerie sur les grilles de microscopie électronique. L’idée 

est donc également de démontrer d’autres applications de l’impression protéique en 

microscopie électronique et de proposer des protocoles complémentaires.  

Les résultats pour chacun de ces développements sont préliminaires, nous avons exploré ces 

projets pour valider des preuves de concepts en vue de futurs sujets de thèse ou des 

collaborations.  

1.2.1 Criblage d’interaction 

La réalisation d’essais de criblage nécessite plusieurs critères. Premièrement, il est nécessaire 

d’avoir une capacité de rendement importante en termes de préparation d’échantillons. 

Deuxièmement, il faut avoir accès à des banques de molécules d'intérêt suffisamment 

conséquentes ou être en mesure de les produire. Enfin, il est indispensable de disposer de 
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modalités d'imagerie et d'analyse compatibles avec la quantité de données à acquérir et à 

traiter. En ce qui concerne la capacité de rendement, le temps d'impression en PLPP liquide 

est considérablement long, avec une durée d'impression d'une heure pour une zone de 20 

mm2. Si l'on vise un modèle de plaque 96 puits, cela représente environ 75 heures 

d'impression. Le développement du PLPP gel (I.1.1. Augmenter la vitesse d’impression 

surfacique) permet d'accélérer l'impression en réduisant de 20 fois la durée d'impression. Le 

PLPP gel ayant été développé et caractérisé pendant ma thèse, nous n'avons pas eu le temps 

de réaliser un criblage sur les protéines synaptiques. Cependant, tout au long de la thèse, 

plusieurs paires de protéines purifiées ont été testées, et des essais d’interaction croisée ont 

été réalisés comme contrôles (Tableau 2). On constate que chaque fois qu’une interaction est 

attendue, on observe effectivement une interaction quantifiable par l’enrichissement. 

Cependant, dès que l’on associe des protéines qui n’interagissent pas entre elles, la protéine 

membranaire n’est pas enrichie sur les motifs. L’ensemble de ces essais démontre la 

spécificité des interactions créées dans notre modèle. 

Pour faciliter davantage le processus de criblage, nous avons exploré des moyens pour 

accélérer la production de banques d'ectodomaines de protéines, afin d'alléger la charge 

temporelle pour les utilisateurs. La production de protéines recombinantes se fait en 

transfectant une lignée cellulaire avec un plasmide codant pour la protéine d'intérêt (III.3.1 

Protéines recombinantes). Ainsi, avant d'obtenir une banque de protéines, il est nécessaire de 

disposer de l'ensemble des plasmides codant pour ces protéines. 

Une fois produite par les cellules, la protéine est libérée dans le milieu extracellulaire. Ce 

milieu, qualifié de "conditionné", est ensuite purifié pour isoler la protéine recombinante, 

souvent en utilisant son étiquette biologique, comme le fragment cristallisable (Fc). Ces étapes 

peuvent s'étendre sur plusieurs semaines, surtout lorsqu'un rendement conséquent est 

recherché. Par ailleurs, du côté des solutions commerciales, les protéines recombinantes sont 

relativement coûteuses, et le choix demeure limité pour les protéines synaptiques étiquetées. 

              Ligand

Récepteur

SynCAM1-Fc Neurexin1-Fc LRRTM2-Fc Ncadhérine-Fc Neuroligine1-Fc

SynCAM1

Neurexin1

LRRTM2

Ncadhérine

Neuroligine1

Neuroligin L399A-N400A

Neuroligine E584A/L585A

Tableau 2. Synthèse des interactions protéiques testées  
Les interactions montrant un enrichissement du récepteur sur le ligand sont indiquées en vert, tandis que celles qui 

ne présentent pas de recrutement du récepteur sont en rouge. Les cases barrées signalent que cette interaction n'a 

pas été testée. 
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Dans le but de réduire les coûts et le temps nécessaires à la préparation d'une banque de ce 

type, nous avons exploré la possibilité de s’affranchir de l'étape de purification, qui permet de 

concentrer et d'isoler la protéine d'intérêt des autres composants du milieu. Dans cette 

optique, nous avons comparé en tant que preuve de concept des solutions purifiées de 

Ncadhérine-Fc et de Neurexine1β-Fc avec des solutions non purifiées de ces mêmes protéines. 

Parallèlement, on a soumis des cellules au même protocole de production, mais nous avons 

incorporé un plasmide vide afin de valider que le milieu extracellulaire (« milieu 

conditionnée ») en lui-même n’induit pas d’interaction non spécifique.  

Ce que l’on constate, c’est qu’en présence des protéines non purifiées une accumulation est 

observée (Figure 51.A et B) avec un enrichissement autour de 1.9 et de 2.9 pour Ncadhérine-

Fc et Neurexine1β-Fc respectivement. Ce qui pour Neurexine1β-Fc équivaut à 

l’enrichissement obtenue avec la protéine purifiées (2.5). Pour Ncadhérine-Fc, le niveau 

d’enrichissement est plus faible pour la condition avec la protéine non purifiée, en effet 

l’enrichissement obtenu en présence de la protéine purifiée est autour de 2.8 mais cette 

diminution n’est pas significativement différente. De plus, comme on n’a pas mesuré la 

concentration de nos solutions non purifiées, cela peut s’expliquer par une quantité de 

protéine imprimée plus faible. Enfin, en présence du milieu conditionné seul, aucune 

accumulation (enrichissement <1) n’est observée dans les deux cas, indiquant qu’il n’y a pas 

d’interaction non spécifique induit par des composants du milieu.  

Figure 51. Impression de protéines non purifiées 
A) Images TIRF (100X) de COS-7 surexprimant la Ncadhérine-GFP, avec l’image en épifluorescence des motifs 

correspondants (Streptavidine-A647) (B) Graphiques de la distribution de l'enrichissement pour chaque condition. 

Kruskall wallis test **P=0.0063, ****P<0.0001, *P=0.0272, ***P=0.0002, ns >0,9999 

(Nbr de cellules/ Nbr d’expérimentations) Ncadhérine-GFP/Ncadhérine-Fc purifiée (11/1), Ncadhérine-GFP/Nrx1β-Fc 

purifiée (6/1), Ncadhérine-GFP/Ncadhérine-Fc non purifiée (8/1), Ncadhérine-GFP/milieu conditionné (11/1), 

Neuroligine1-GFP/Nrx1β-Fc purifiée (10/1), Neuroligine1-GFP/ Ncadhérine-Fc purifiée (8/1), Neuroligine1-

GFP/Nrx1β-Fc non purifiée (9/1), Neuroligine1-GFP/ milieu conditionné (9/1). 
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1.2.2 Modèle de compétition  

La Neurexine1β a de nombreux partenaires post-synaptiques tels que Neuroligine et LRRTM. 

Ces partenaires, présents dans les mêmes synapses, sont en compétition pour interagir avec 

la Neurexine1β. Cependant, il existe peu de connaissances biophysiques sur l’impact de ce 

phénomène compétitif, principalement des études structurelles et fonctionnelles. Il existe peu 

de modèle in vitro permettant de tester la compétition entre les protéines 

transmembranaires. L’un des protocoles couramment utilisés consiste à agréger la protéine 

transmembranaire exprimée dans une cellule par une première protéine purifiée, puis à 

ajouter dans la solution la deuxième protéine compétitrice pour observer si elle permet de 

déstabiliser l’interaction initialement créée (Siddiqui et al., 2010). 

L'utilisation de l'impression protéique offre la possibilité d'imprimer de manière distincte deux 

protéines d'intérêt (Figure 52), ce qui permet d'étudier le comportement du récepteur de 

manière précise. De plus, via l’impression quantitative, il est possible de jouer sur les quantités 

des protéines pour évaluer si cela influence l'affinité du récepteur. Les variations de 

concentrations et potentiellement d'affinités entre les différents partenaires pourraient en 

effet jouer un rôle crucial dans la régulation de la stabilisation dans plasticité synaptique, par 

exemple. Ce projet de modèle in vitro de compétition, a été proposé comme sujet de stage de 

deux mois pour un étudiant en L3 Sciences de la vie et de la terre, sous ma supervision, pour 

ce stage nous avons cherché un sujet relativement multidisciplinaire impliquant l'impression 

protéique, la biochimie, la biologie moléculaire, la culture cellulaire et l'imagerie.  

De plus, la demande croissante de solutions, de protocoles et de support de la part des 

utilisateurs de PRIMO pour l'impression multiprotéique souligne l'importance d'acquérir des 

données et des connaissances dans ce domaine. Cette approche multidisciplinaire, alliant des 

techniques d'impression protéique à la biologie moléculaire et à l'imagerie, peut contribuer 

de manière significative à notre compréhension des interactions protéiques complexes et de 

leurs implications fonctionnelles. Elle pourrait également avoir des applications potentielles 

dans la recherche biomédicale et pharmaceutique pour le développement de nouvelles 

thérapies ciblées. 

La complexité de ce type d’essai réside dans la nécessité d’éviter toute contamination entre 

les différentes protéines. Cependant, les techniques d’impressions soustractives, telles que 

Figure 52. Modèle de compétition 
(A) Schéma en coupe longitudinale d’une impression multiple de 2 ligands d’intérêts. (B) Image de fluorescence 

d’une impression de deux composés fluorescents.  
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notre protocole, ne sont pas les plus adaptées à cet égard car le dépôt de la protéine n’est pas 

localement contrôlé, contrairement aux impressions mécaniques (I.3.1 Impression 

mécanique). Plusieurs articles préconisent l’utilisation d’agent de saturation de nature 

différente suivant le protocole (BSA, PEG …) (Delhaye, 2021). L’idée est de bloquer tous les 

sites libres d’adsorption, avant de réaliser la deuxième impression. Dans notre cas, dans la 

chaîne d’amplification que nous utilisons (Figure 53), la première couche est de la BSA biotine. 

La BSA est couramment utilisée pour bloquer les sites d’adhésion non spécifiques, et nous 

avons constaté que cela facilite la réalisation d'impressions multiples.  

Cependant, pour réussir à imprimer une seconde protéine synaptique, il est nécessaire de 

développer une deuxième chaîne d’amplification qui ne repose pas sur des interactions 

streptavidine-biotine et sur la reconnaissance du fragment cristallisable (Fc) comme étiquette 

biologique. Notre hypothèse est que cette chaîne d’amplification permet d’amplifier et 

d’orienter correctement la protéine synaptique que l’on souhaite imprimer. Nous avons choisi 

cette chaîne initiale en se basant sur la littérature, car la liaison biotine-streptavidine est 

couramment utilisée pour fixer des protéines (N. Li & Ho, 2008; Schwarzenbacher et al., 2008). 

Pour le développement de la seconde chaîne, nous avons envisagé plusieurs solutions en 

étudiant à nouveau la littérature, notamment l’étiquette 6-His (Gautrot et al., 2010) et la 

chimie clic (Löchte et al., 2014). Au cours de ces recherches, nous avons découvert une étude 

portant sur l’impression de fibrinogène couplé à différentes molécules (Watson et al., 2021). 

Le fibrinogène est un facteur de la coagulation, c’est une protéine de grande taille (340Kda) 

et cette étude a montré une forte adsorption de cette protéine.  

Figure 53. Chaines d'amplification 
La chaîne d’amplification en bleu est celle initialement développée et qui repose sur des interactions biotines-

streptavidines pour l’impression de protéine couplée à un tag Fc. En rouge, la chaîne d’amplification secondaire 

que l’on cherche à développer est essentiellement basée sur le fibrinogène et les interactions de chimie clic. 
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Pour valider le choix du fibrinogène nous avons réalisé quelques essais préliminaires (Figure 

54), pour voir s’il est possible d’obtenir des motifs distincts sans contaminations croisées en 

utilisant la base de nos chaînes (BSA + Streptavidine et Fibrinogène). Pour cela, nous avons 

essayé en première instance d’imprimer la chaîne de BSA, puis ensuite le fibrinogène. Ce 

premier essai nous a permis d’observer que le fibrinogène présente effectivement des 

propriétés d’adsorption élevées, puisqu’il parvient à combler des zones non saturées par la 

BSA et ainsi à se fixer sur le premier motif insolé (Figure 54.A). En inversant l’ordre 

d’incubation des protéines, nous constatons que le niveau de saturation du fibrinogène est 

bien supérieur (Figure 54.B) ce qui permet d’avoir très peu de contamination croisée entre les 

deux incubations. L’augmentation du temps d’incubation du fibrinogène permet d’obtenir un 

résultat quasiment parfait (Figure 54.C).  

Cependant, tester seulement le niveau de fluorescence n’est pas suffisant. En effet, dans notre 

chaîne d’amplification, seule la streptavidine est fluorescente, donc il est impossible de 

visualiser si l’anticorps ou la protéine d’intérêt se fixe de manière non spécifique sur le 

fibrinogène. De plus, pour optimiser les temps d’incubation, la protéine d’intérêt (ici 

Neurexine), qui doit incuber pendant un minimum de 2 heures à température ambiante, est 

incubée toute la nuit, en dernier, après la deuxième insolation, plutôt qu’entre les deux 

insolations. Le seul moyen valide de tester la spécificité est par l’étude du recrutement du 

partenaire membranaire (ici Neuroligine) sur les motifs protéiques. Pour ce faire, nous avons 

donc déposé sur une double impression de Neurexine1B-Fc et de fibrinogène des cellules 

exprimant la Neuroligine1-GFP (Figure 54.D). Nous constatons que la Neuroligine1-GFP est 

recrutée uniquement au niveau des zones où nous avons imprimé la chaîne d’amplification 

basée sur la streptavidine-biotine et donc bien uniquement où la Neurexine1B-Fc est 

attendue. Ceci démontre qu’il est possible, même en impression multiple, de créer des zones 

définit d’interaction lorsqu’on utilise l’impression indirecte et des liaisons fortes. Ce type de 

preuve de concept peut paraitre évident, mais en réalité, de plus en plus d’utilisateurs de 

PRIMO demandent des conseils pour améliorer leurs protocoles d’impressions multiples, et 

ce type de démonstration permet de montrer que chaque protéine a des caractéristiques 

uniques et que des choses simples telles que le temps et l’ordre d’incubation sont des facteurs 

qui peuvent faire varier considérablement la qualité de l’impression multiple.  

Cependant, il est important de noter que cet essai n’est pas totalement représentatif de ce 

que l’on souhaite faire, car on utilise du fibrinogène couplé à un fluorophore. Or, j’ai observé 

au cours de mes travaux que certains fluorophores, notamment les Alexa-fluor, favorisent une 

meilleure adsorption des protéines en apportant des charges négatives. Donc, en travaillant 

avec du fibrinogène sans fluorophore, rien ne nous assure d’avoir la même efficacité.  

Pour notre seconde chaîne d’amplification, nous avons choisis d’utiliser du fibrinogène. Afin 

de fixer la protéine d’intérêt dessus, nous avons décidé d’utiliser un système de chimie clic 

(Dreyer et al., 2023). La protéine d’intérêt serait donc étiquetée avec un SNAP et le fibrinogène 

avec un SNAP ligand (Figure 53). Comme il n'existe aucune solution commerciale pour ces 

protéines chimériques, le projet de stage a été principalement axé sur la production et le 

couplage de ces protéines. 
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Figure 54. Facteurs d’améliorations de l’impression multiple 
(A) Frise des étapes du protocole avec l’incubation de la BSA biotine + streptavidine-A488 en premier, suivie du 

fibrinogène-A647. Image de fluorescence de ces deux molécules imprimées. Graphique montrant le niveau de 

fluorescence du Fibrinogène et de la streptavidine, démontrant une fixation du fibrinogène sur le premier motif 

insolé. (B) Protocole inversant l’ordre d’incubation des protéines. Images et graphique démontrant le peu de 

contamination croisée entre les impressions protéiques. (C) Impact du temps d’incubation du fibrinogène sur la 

cross-contamination (D) Image en TIRF d’une cellule surexprimant la Neuroligine1-GFP sur un motif de Fibrinogène-

A647 et de BSA+streptavidine-A405+Neurexine1β-Fc. Graphique de l’enrichissement de Neuroligine1-GFP sur les 

deux chaînes de protéines différentes.  
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1.2.2.1 Efficacité du couplage Fibrinogène SNAPligand  

Ce couplage est réalisé entre du fibrinogène humain natif et un SNAPligand doté d’une 

fonction NHS capable de former des liaisons avec les amines du fibrinogène (III.3.2. Couplage 

protéique). Pour évaluer l’efficacité de ce couplage, nous avons réalisé, à partir d’un gel 

d’électrophorèse (SDS-PAGE), un Coomassie, afin d’observer l’intégralité des protéines et un 

Western Blot pour valider l’efficacité du couplage, en révélant la présence d’une protéine 

commerciale SNAPtag qui va se lier au SNAPligand. Comme contrôle, nous avons utilisé 

différentes protéines (Figure 55.A) : du fibrinogène-A647 (condition 1), du fibrinogène-

SNAPligand seul (condition 2) et de la protéine SNAPtag seule (condition 4). La condition 

d’intérêt qui permettra de déterminer l’efficacité du couplage est le complexe entre le 

fibrinogène-SNAP ligand et la protéine SNAPtag commerciale (condition 3).  

En Coomassie (Figure 55.B), nous observons un résultat similaire pour les conditions 1 et 2 

avec trois bandes de taille moléculaire entre 55 et 80 kDa. Ces trois bandes correspondent aux 

trois chaînes non identiques du fibrinogène. Pour la condition 2, il est normal de ne pas 

observer de décalage lié au couplage avec le SNAPligand (BG-GLA-NHS) car il a un poids 

moléculaire négligeable. Pour la protéine commerciale SNAPtag (4), nous observons deux 

bandes autour de 20kda, ce qui correspond au poids moléculaire des deux espèces constituant 

la protéine SNAPtag commerciale. Une troisième bande est observable à 40 kDa, 

correspondant à des dimères de la protéine. Pour notre condition d’intérêt (3), en plus des 

trois bandes caractéristiques du fibrinogène entre 55 et 80 kDa, nous observons une bande à 

20kDa qui pourrait correspondre à un excédent de protéine SNAPtag. Pour cette condition, 

nous nous attendions à un décalage des poids moléculaires dû à la liaison du fibrinogène-SNAP 

ligand avec la protéine SNAPtag, que nous n’observons pas ici.  

Le western blot (Figure 55.C) permet de révéler la présence de la protéine commerciale 

SNAPtag, grâce à l’utilisation d’un anticorps anti-SNAPtag. La révélation ayant été faite via un 

anticorps secondaire fluorescent, lors de l’imagerie, le fibrinogène-A647 (1) est du coup 

également observable. Cependant, aucun marquage ne ressort pour le fibrinogène-

SNAPligand seul (2), ce qui montre bien la spécificité de notre anticorps. Pour la protéine 

SNAPtag seule (4), nous observons un marquage avec les bandes autour de 20kDa et 40kDa 

comme pour le Coomassie. Dans notre condition d’intérêt, nous retrouvons les deux bandes 

correspondant à la protéine seule mais également une trainée au-dessus de 70kDa, que nous 

observons dans aucune autre condition. Lors du couplage du fibrinogène et du SNAP ligand, 

le nombre de SNAP ligand fixé par protéine et même par sous domaine de la protéine est 

variable, ce qui explique que nous avons des poids moléculaires si étalés. Cependant, la forte 

intensité des trois bandes sur le Coomassie comparées au marquage en western blot nous 

laisse penser que la quantité de fibrinogène couplé est relativement faible face à la quantité 

de fibrinogène non couplé. Même si le couplage semble possible, l’efficacité de ce dernier 

n’est pas optimale.  
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1.2.2.2 Activité de la Neurexine-SNAPtag  

En parallèle du couplage du fibrinogène au SNAPligand, nous avons produit la protéine 

Neurexine1β-SNAPtag recombinante (III.3.1. Protéines recombinantes). Nous nous sommes 

orientés vers la production de la Neurexine comme première protéine afin, ensuite, de 

comparer les interactions crées avec la Neurexine1β-SNAPtag et notre contrôle la 

Neurexine1β-Fc. Cette comparaison permettra de déterminer si les interactions créées avec 

les deux chaînes d’amplification sont équivalentes. 

Après la production de la Neurexine1β-SNAPtag, un Western blot (Figure 56.A) a été réalisé 

pour valider la présence de la protéine. A cet effet, un anticorps anti-SNAPtag a été utilisé. 

Nous observons la présence d’une bande entre 40 kDa et 55 kDa. Puisque la Neurexine1β-Fc 

a un poids moléculaire autour de 55 kDa on s'attendait effectivement à une réduction du poids 

moléculaire, car le SNAPtag est de taille plus réduite que le Fc. Cette bande n’est pas observé 

dans la condition contrôle de production avec un plasmide vide (pcDNA), ce qui confirme que 

la protéine présente est bien liée au plasmide codant pour la Neurexine1β-SNAPtag est non à 

un composant du milieu.  

Pour évaluer la fonctionnalité de la protéine, nous avons effectué un marquage, sur des 

cellules vivantes surexprimant la Neuroligine1-GFP, avec la Neurexine1β-SNAPtag couplé à un 

SNAPligand-A647 (III.3.2. Couplage protéique). Nous avons utilisé deux contrôles dans notre 

Figure 55. Efficacité du couplage Fibrinogène et SNAPligand 
(A) Représentation schématique des différentes conditions utilisées pour valider l’efficacité du couplage entre le 

Fibrinogène et le SNAPligand. (B) Coomassie des différentes conditions (C) Western blot, révélation des protéines 

SNAP tag par un anticorps anti-SNAPtag.  
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essai. Un premier contrôle validant la possibilité de créer une interaction 

Neuroligine1/Neurexine1β, en utilisant la protéine Neurexine1β-Fc, qui sera reconnue par un 

anticorps reconnaissant le fragment cristallisable (Figure 56.B). Un deuxième contrôle, avec 

des cellules surexprimant la Neurexine1β membranaire fusionnée à un SNAPtag 

extracellulaire, qui seront, elles, directement marquées avec le SNAPligand de surface couplé 

à une AlexaFluor647 (Figure 56.C). Ce deuxième contrôle permettra de valider le marquage 

avec le SNAPligand de surface.  

Figure 56. Activité de la Neurexine1β-SNAPtag recombinante  
(A) Western blot de la Neurexine1β-SNAPtag et d’une condition contrôle de production sans protéine exprimée (pcDNA) 

(B-D) Image en épifluorescence (100X) de cellules COS. (B) Formation de cluster de Neuroligine1-GFP en présence de 

Neurexine1β-Fc. (C) Contrôle du marquage SNAPligand-A647 sur des cellules exprimant la Neurexine1β-SNAPtag. (D) 

Condition test de la protéine recombinante Neurexine1β-SNAPtag, sur des cellules sur des cellules exprimant la 

Neuroligine1-GFP, par un marquage avec SNAPligand-A647. (E-F) Image en épifluorescence (20X) de l’immunomarquage 

avec l’anti-SNAPtag-A647. Soit sur des cellules exprimant Neurexine1β-SNAPtag membranaire (E) ou sur des cellules 

exprimant la Neuroligine1-GFP et mises en contact juste avant la fixation avec la protéine Neurexine1β-SNAPtag 

recombinante 
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En présence de Neurexine1β-Fc, la Neuroligine1-GFP se clustérise (Figure 56.B) et un 

marquage de l’anticorps anti Humain-Fc A647 est observable après une dizaine de minute 

d’incubation. Dans la seconde condition contrôle (Figure 56.C), un marquage des cellules avec 

le SNAPligand-A647 est observé, indiquant une reconnaissance du SNAPligand et du SNAPtag. 

Pour notre condition test (Figure 56.D), en présence de la Neurexine1β-SNAPtag 

recombinante, aucun marquage n'est observé sur les cellules exprimant la Neuroligine1-GFP. 

Ce résultat indique soit un défaut de couplage entre la Neurexine1β-SNAPtag et le 

SNAPligand-A647, soit une absence d’interaction de la Neurexine1β-SNAPtag avec la 

Neuroligine1-GFP.  

Pour s’assurer que le problème ne provienne pas du couplage avec le SNAPligand-A647, une 

deuxième expérience a été menée sur des cellules Neuroligine1-GFP fixées après mise en 

contact avec la Neurexine1β-SNAPtag). Un immunomarquage est ensuite réalisé avec un 

anticorps anti-SNAPtag et un anticorps secondaire fluorescent pour observer si la 

Neurexine1β-SNAPtag interagit avec la Neuroligine1-GFP (Figure 56.F). En tant que contrôle 

positif, nous utilisons à nouveau les cellules surexprimant la Neurexine1β membranaire 

fusionnée à un SNAPtag extracellulaire (Figure 56.E). Dans la situation de contrôle, une 

reconnaissance du SNAPtag extracellulaire est à nouveau observée, validant la fonctionnalité 

de l’anticorps anti SNAPtag. Pour notre condition test de la Neurexine1β-SNAPtag, aucune 

cellule exprimant la Neuroligine1-GFP ne présente de marquage de l'anticorps anti-SNAPtag. 

L’absence de marquage, signifie que nous n’arrivons pas à observer une interaction entre la 

Neuroligine1 et notre protéine recombinante Neurexine1β-SNAPtag, indiquant une absence 

de fonctionnalité de cette dernière.  

1.2.3 Etude de la zone membrane-motif protéique par EM  

Afin d’étudier la structure membranaire au niveau des zones d’interactions des protéines 

transmembranaires avec le motif protéique imprimé, nous avons utilisé de la microscopie à 

balayage (MEB) pour pouvoir observer la morphologie des cellules sur nos impressions 

protéiques. De plus, la microscopie à transmission (MET) a été employée pour examiner 

l’interface membranaire au niveau des zones de recrutement des protéines sur le motif.  

Les observations en microscopie à balayage ont permis d’observer la morphologie que 

prennent nos cellules sur les motifs linéaires. Nous avons observé que les cellules sont 

principalement alignées dans le sens du pattern avec la plus grande surface d’étalement dans 

l’axe du motif ; ce qui est qualifié de « guidage par contact ». Des écartements plus importants 

entre les lignes peuvent influencer ce phénomène (Buskermolen et al., 2020). Ces images 

mettent en évidence l’impact du substrat non adhésif constitué de PEG sur les cellules. On 

peut clairement voir que lorsque les cellules atteignent le bord du motif, elles subissent une 

forte contrainte physique (Figure 57.A). Les lamellipodes et les filopodes des cellules se 

forment au niveau des zones d’impression pour permettre aux cellules de se déplacer et de 

s’étendre sur les zones de motif (Figure 57.B). Entre chaque ligne de pattern, on observe des 

zones de membranes concaves non adhésives (Figure 57.B). Ces zones ont déjà été largement 

caractérisées au niveau du cytosquelette avec la présence de fibre de stress en grande 

quantité (Tabdanov et al., 2018; Théry et al., 2006). Cependant, bien que ces images soient 
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esthétiquement attrayantes, elles ne nous permettent pas d'accéder à ce qui se passe au 

niveau membranaire entre la protéine imprimée et la protéine transmembranaire. 

Pour accéder à l’espace membrane-motif, la microscopie à transmission a été utilisée. 

L’objectif était d’obtenir une vue en coupe longitudinale de la cellule et du motif afin 

d’observer ce qui se déroule dans la cellule au niveau structurel entre les zones de 

recrutement des protéines transmembranaires et les zones non adhésives. Pour réussir cela, 

un nouveau support d'impression a été utilisé en remplacement des lamelles de verre, à savoir 

l'aclar. L’aclar est un polymère disponible sous forme de film mince (199 µm) et flexible, 

couramment utilisé en microscopie électronique. L’avantage de ce film réside dans sa 

souplesse, permettant ainsi sa découpe à l'ultramicrotome. Le protocole consiste en 

l’impression des protéines sur l’aclar, suivi du dépôt des cellules pour induire le recrutement 

du récepteur membranaire. Ensuite, après fixation et traitement en vue de la microscopie, 

l’ensemble est inclus dans la résine. La principale difficulté réside dans la réalisation de coupes 

longitudinales de 70 nm, qui doivent être effectuées dans le bon axe par rapport au motif pour 

permettre l'observation des zones de motifs et des zones non adhésives sur la coupe. 

L’impression sur aclar n’a nécessité que très peu d’optimisation du protocole. Seule une 

augmentation de la dose UV a été nécessaire, car la transmission à travers l’aclar est moins 

efficace que sur le verre. En conséquence, l’impression de motifs sur l’aclar a été rapidement 

réussie (Figure 58.A). L’observation par imagerie TIRF s’est avérée compliquée sur l’aclar, car 

les objectifs utilisés sont adaptés pour l’indice de réfraction du verre (1.5), tandis que celui de 

l’aclar est plus faible (1.3). Heureusement, sur certaines cellules, il a été possible d’observer 

l’enrichissement du récepteur en épifluorescence (Figure 58.B), ce qui a validé la 

fonctionnalité de l'impression sur l'aclar. Pour faciliter l'identification et l’imagerie des cellules 

présentant un enrichissement, des incisions non traversantes ont été réalisées, sur les 

substrats d'aclar imprimés, à l'aide d'un scalpel (Figure 58.C-D).  

Figure 57. Microscopie électronique à balayage sur des COS-7 sur des impressions protéiques linéaires 
(A) Image champ large de cellules C07-7 surexprimant SynCAM1-GFP sur des motifs en lignes, de 5 µm d’épaisseur 

séparées par 5 µm, de SynCAM1-Fc (B) Zoom sur un cellule et sur différentes régions de la cellule pour voir les 

zones adhésives versus non adhésive.  
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Cette grille doit être réalisée après impression, sinon les marques induisent d'importants 

effets de diffraction des UV, ce qui réduit considérablement la qualité des impressions. Après 

le dépôt et la fixation des cellules surexprimant le récepteur, on réalise un scan rapide de la 

lamelle à faible grossissement pour identifier les cellules présentant un recrutement du 

récepteur (Figure 58.D). Les premières observations de coupes transversales en MET (Figure 

58.E), n’ont pas été concluantes. Malgré l’observation de cellules étalées sur plusieurs des 

surfaces couvrant plusieurs régions adhésives et non adhésives (zones de 5 µm séparées de 

5µm), on n’a pas pu distinguer de structures ou de densités qui pourraient représenter les 

zones d’interactions. Cependant, nous avons pu observer certains éléments cytosoliques, tels 

que des mitochondries et du réticulum (Figure 58.E). L’un des problèmes est que l’on essaye 

de trouver des différences structurelles sans savoir où se trouvent les zones de motif et les 

zones de PEG. 

Pour pouvoir distinguer les zones d'adhésions des zones non adhésives pendant l'imagerie, 

nous avons souhaité incorporer des billes d'or dans nos motifs fluorescents. Pour ce faire, 

nous avons travaillé avec deux streptavidines couplées à des billes d’or de tailles différentes : 

10 nm et 1.4 nm. L’avantage des billes de 1.4 nm est que leur petite taille risque de moins 

perturber l’interaction que les billes de 10 nm, qui présentent un encombrement stérique plus 

important. Cependant, les billes de 1.4 nm nécessitent une étape d’amplification à l’argent 

après la post fixation pour augmenter leur taille et les rendre observables en MET.  

Pour vérifier que l’utilisation de billes dans les zones de motif n’affecte pas l’interaction, nous 

avons testé différentes concentrations de streptavidine gold 10 nm, sur lamelle de verres pour 

pouvoir utiliser du TIRF et observer le recrutement de récepteur (Figure 58.F-H). En comparant 

l'enrichissement par rapport à une condition avec uniquement de la streptavidine 

fluorescente, nous avons constaté que la présence de streptavidine gold dans le motif 

n'affecte pas l'enrichissement du récepteur (Figure 58.F). Lors des observations en MET 

(Figure 58.I-L), nous observons la présence de billes pour les deux tailles de bille d’or. L’une 

des constatations est que pour les billes de 1.4 nm, l’amplification à l’argent n’est pas très 

homogène, ce qui provoque des variations importantes de taille des billes (Figure 58.L). Ce 

problème ne se pose pas avec les billes de 10 nm (Figure 58.J). Dans tous les cas, le nombre 

de billes observées pour une coupe de 70 nm est relativement élevé, comparé à ce que l’on 

peut observer avec des immunomarquages avec des billes d’or. Cela laisse penser que nous 

parvenons à concentrer les billes d’or sur les patterns.  

Cependant, la taille du motif de 5 µm avec un espacement de 5 µm est trop important pour 

pouvoir observer plusieurs zones de motif sur un même champ de vision avec la résolution 

nécessaire pour observer des structures. Nous pensons qu'il serait plus pertinent de passer à 

des zones d'une épaisseur de 1 µm, compte tenu des capacités du MET, et ainsi plus facilement 

identifier les zones de motif. 

Lorsque nous avons tenté d'imprimer des lignes de 1 µm espacé par 1 µm, deux problèmes 

sont apparus. Tout d'abord, la transmission de l’aclar est plus faible que celle du verre en 

raison de l’indice de réfraction de ce dernier, ce qui rend difficile l'impression de petits motifs, 

car nos objectifs sont adaptés à l’indice de réfraction du verre.  
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Figure 58. Impression protéique sur de l’Aclar pour la microscopie électronique à transmission 
(A) Image en épifluorescence d’impression sur aclar (B) Images en épifluorescence d’une cellule surexprimant 

SynCAM1-GFP sur des motifs de SynCAM1-Fc réalisés sur de l’aclar (C) Image en épifluorescence d’impression sur 

aclar post-griffage (D) Localisation de cellules avec accumulation via la grille sur Aclar. (E) Image de MET d’une cellule 

SynCAM1-GFP étalée sur plusieurs motifs SynCAM1-Fc de 5µm (basée sur la taille). (F) Graphique de 

l’enrichissement de cellules SynCAM1-GFP sur des motifs de SynCAM-1Fc en présence ou non de différentes 

concentrations de streptavidine couplé à des billes d’or. (G-H) Image TIRF de cellules surexprimant SynCAM1-GFP 

sur des motifs de SynCAM1-Fc en présence ou non de streptavidine couplée à des billes d’or. (I-K) Image de MET de 

zones avec des billes d’or de 10 nm ou de 1.4  nm.  
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Pour remédier à ce problème, nous avons augmenté la concentration de photo-initiateur, ce 

qui a permis d'accélérer la réaction et de réussir à imprimer des motifs de petite taille. Le 

deuxième problème réside dans le fait que les lignes de 1 µm que l'on imprime ne sont pas 

homogènes en termes de fluorescence et donc en termes de protéines absorbées, que ce soit 

sur le verre ou sur l'aclar (Figure 59.C). 

Lorsque que nous avons cherché à comprendre la cause de ces inhomogénéités, il nous est 

apparu que cela devait provenir des caractéristiques du DMD présent dans le PRIMO 

(DLP4500, de Texas instrument). Pour information, ce DMD est constitué d’un ensemble de 

micro-miroirs agencés en losange (Figure 59.A). L’adressage des micro-miroirs, c’est-à-dire 

leurs coordonnées sur le DMD, est tel que le réseau compte des lignes de 912 micro-miroirs 

(axe x) et des colonnes de 1140 micro-miroirs (axe y). Chaque micro-miroir correspond à un 

pixel de l’image numérique envoyée au DMD. Ils sont mobiles et peuvent pivoter autour d’un 

axe central pour réfléchir ou non les UV vers le chemin optique (Figure 59.B). Cette disposition 

en losange permet d’obtenir un dispositif plus compact et généralement moins coûteux. En 

effet, le fait que l’axe de rotation des micro-miroirs soit situé en diagonale permet d’avoir un 

système optique global plus petit car le rayon réfléchi est dans le même plan que le rayon 

incident. Cependant, cela entraîne quelques subtilités à prendre en compte, en particulier si 

l’on veut faire des patterns avec des petits motifs et contrôler précisément les micro-miroirs. 

En effet, on peut voir que l’adressage des miroirs selon l’axe x et l’axe y est différent (Figure 

59.A). Si on appelle δ la longueur d’une diagonal d’un micro-miroir, on voit que la distance 

entre deux colonnes est de δ alors que la distance entre deux lignes est δ/2. De plus, une ligne 

de micro-miroirs n’a pas exactement la même forme qu’une colonne de micro-miroirs. Dans 

le premier cas, c’est une ligne droite de carré connecté par les sommets, dans l’autre un « 

serpentin » de carré connecté par les côtés. Il y a donc une transformation non triviale entre 

l’image numérique qui est chargée sur le DMD et l’image affichée sur ce DMD. En négligeant 

les subtilités qui peuvent subvenir avec des patterns de quelques pixels ou sur les bords des 

patterns, on peut considérer que l’image affichée subit une dilatation d’un facteur deux dans 

la largeur par rapport à l’image numérique. 

Cette dilatation entre l’image numérique et l’image affichée sur le DMD se traduit par une 

différence de ratio µm/pixel en x qui est le double du ratio en y. Ce n'est pas idéal pour la 

création d'images numériques par les utilisateurs qui doivent prendre en compte ce 

paramètre. Pour leur faciliter la tâche, il a été décidé que Leonardo, le logiciel pilote de PRIMO, 

prendrait en entrée des images de 1824 pixels de large par 1140 pixels de haut avec un rapport 

µm/pixel équivalent dans les deux axes (0,28 µm/px à 20x par exemple). Le logiciel 

redimensionne ensuite l'image pour obtenir une image de 912 par 1140 pixels, en 

transformant les motifs via une interpolation du plus proche voisin, sans lissage. Cette 

transformation entraîne des pertes d'informations, en particulier pour les petits motifs, ce qui 

peut entraîner des variations de taille des motifs, ainsi que des niveaux de protéines si les 

motifs sont répartis sur deux micro-miroirs. 

La solution la plus simple pour notre motif consiste à fournir une image numérique avec les 

lignes le long de l’axe x, ce qui permet d’éviter les artefacts dues au redimensionnement de 

l’image. Cependant, cette solution n’est pas adaptée à tous les motifs. Suite à ces 
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observations, une solution plus pérenne a été implémentée dans la dernière version du 

logiciel Léonardo. Il est dorénavant possible de fournir des images numériques avec une taille 

de 912 par 1140 pixels et un ratio pixel/µm différent en x et y permettant ainsi d’éviter le 

redimensionnement de l’image et la perte d’informations. En utilisant cette solution, il est 

possible d’imprimer des lignes avec beaucoup moins de variations de taille, permettant ainsi 

d’obtenir des patterns micrométriques voire même submicrométriques de meilleure qualité 

(Figure 59.D). Cette avancée va nous permettre, lors de futures expérimentations, d'observer 

en microscopie électronique des alternances de zones d'interaction de 1 µm. De plus, elle nous 

offrira la possibilité de proposer aux utilisateurs une meilleure résolution d'impression. 

  

Figure 59. Impact de l’orientation et de l’adressage des miroirs sur des impressions micrométriques 
(A) Représentation schématique du DMD (DLP4500, Texas instrument) et de l’ordre des micro-miroirs dans les axes 

des y et des x (B) Vue en coupe des micro-miroirs pour montrer les différentes positions possibles permettant de 

projeter les UV dans le chemin optique ou non. (C) Cellule présentant de l’accumulation sur des motifs de 1µm réalisé 

avec un redimensionnement de l’image numérique (D) Cellule présentant de l’accumulation sur des motifs de 1µm 

réalisé sans redimensionnement de l’image numérique 
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II Conclusion 

Pour conclure cette première partie, nous avons présenté une approche reposant sur 

l’impression protéique, permettant d'évaluer de manière quantitative les interactions ligand-

récepteur au niveau de la cellule individuelle, dans un environnement membranaire. En 

combinant ce modèle avec le suivi de molécules uniques, nous avons pu précisément 

déterminer les coefficients de diffusion des récepteurs ainsi que les transitions à court terme 

entre l'état libre et l'état lié. Parallèlement, le FRAP, associé à des modèles analytiques 

adaptés, a permis d'estimer le taux de renouvellement à long terme des récepteurs.  

Du point de vue biologique, nous avons utilisé ce modèle biomimétique pour analyser la 

dynamique d'interaction des complexes moléculaires synaptiques, notamment la liaison 

extracellulaire homophilique entre SynCAM1, la liaison hétérophilique entre Neurexine1β et 

Neuroligine1, ainsi que la liaison intracellulaire entre Neuroligine1 et PSD-95.  

Plus précisément, nos résultats ont démontré que SynCAM1 forme des liaisons homophiliques 

de courte durée, détectables par des transitions rapides de l'état libre à l'état lié en SPT lors 

de l’analyse de la diffusion instantanée et par l'ajustement des courbes FRAP à l'aide d'un 

modèle de diffusion effective. À notre connaissance, il existe très peu d’articles dans la 

littérature se concentrant sur la cinétique d'interaction entre les membres de la famille 

SynCAM, à l’exception d’un article qui mesure en SPRi les paramètres cinétiques entre les 

différents membres de la famille SynCAM (Ito et al., 2018). Pour l’interaction 

SynCAM1/SynCAM1, ils obtiennent un kon de 6.4.104 M-1s-1, un koff de 7.3.10-3 s-1 et une 

constante de dissociation (Kd) de 114.4 nM. Dans notre étude nous avons déterminé par FRAP 

un rapport entre k*
on/koff de 3.3, et par SPT nous avons estimé de manière très approximative 

un k*
on de 6.2 s-1 et un koff de 3.5 s-1. L’interaction que nous décrivons semble beaucoup plus 

labile que celle décrite dans la littérature. Cependant, il est difficile de comparer nos mesures 

réalisées dans un environ 2D, sans connaissance précise de la densité de surface des ligands 

et des récepteurs, à celles réalisées dans un environ 3D sans présence de membrane (Wu et 

al., 2011).  

Le rôle de SynCAM1 au niveau de la synapse est multiple, il participe à sa formation (Stagi et 

al., 2010), à sa morphologie (Fogel et al., 2011) et à son intégrité structurelle de par sa 

présence au niveau péri synaptique (Perez de Arce et al., 2015). En plus de cela, SynCAM1 a 

également un rôle de régulation dans la plasticité synaptique. En effet, son absence induit une 

augmentation de la dépression à long terme (LTD) (Robbins et al., 2010), qui est un mécanisme 

qui contribue à l’apprentissage et à la mémoire (Stacho & Manahan-Vaughan, 2022) et au 

cours duquel la morphologie des synapses varie pour renforcer ou déstabiliser certaines 

connections (Becker et al., 2008). Cela nous semble cohérent que la modulation 

morphologique, ne soit pas médiée par des interactions fortes et de longue durée qui 

offriraient peu de capacité d’adaptation et de réactivité. La présence d’une interaction ayant 

un taux d’association et de dissociation élevé permet d’avoir un contact qui se renouvelle en 

permanence, permettant une réponse rapide aux signaux neuronaux. Cette interaction 

SynCAM1 peut d’ailleurs être modulée par des modifications de glycosylation (Fogel et al., 

2010), présentées comme un mécanisme de régulation de l’adhésion trans-synaptique.  



MODELE D’INTERACTION PROTEINE-PROTEINE   
 

Page | 116 
 

Concernant l’interaction entre Neurexine1β et Neuroligine1, nos données révèlent, que 

Neuroligine1 établit des liaisons de longue durée avec Neurexine1β, très probablement du fait 

de sa nature dimérique. L'introduction de mutations ponctuelles dans Neuroligine1 

(L399A/N400A), connues pour altérer la liaison Neurexine1β - Neuroligine1 (Reissner et al., 

2008), a conduit à une absence d’accumulation des récepteurs et à une cinétique de FRAP 

correspondant à une diffusion pure. Cela confirme la spécificité de la liaison créée sur nos 

substrats micro-imprimés. De plus, un mutant ponctuel de Neuroligine1 (E584A/L585A) 

incapable de se dimériser (Araç et al., 2007; Dean et al., 2003) a présenté une accumulation 

moindre et une cinétique de FRAP plus rapide sur les motifs recouverts de Neurexine1β-Fc par 

rapport au Neuroligine1 de type sauvage. Ceci démontre que la dimérisation de Neuroligine1 

ralentit son interaction avec Neurexine1β. 

A l’opposé de SynCAM1, il existe de nombreuses études utilisant une variété de méthodes 

pour caractériser la cinétique d’interaction du couple Neuroligine1/Neurexine1β. Les mesures 

en SPR, utilisées comme technique de référence, rapportent des valeurs disparates : une 

cinétique rapide, avec un Kd à 16 nM, lorsque la Neuroligine1 dimérique est adsorbée sur la 

puce de SPR et interagit avec la Neurexine1β monomérique soluble (Leone et al., 2010) ; et 

une cinétique plus lente (koff = 0,015 s-1 et Kd = 300 nM) lorsque la Neurexine1β-Fc est greffé 

sur la puce et interagit avec la Neuroligine1 soluble dimérique (Comoletti et al., 2003). Ceci 

laisse penser que lorsque l’on étudie la Neurexine1β comme analyte, qui est nativement 

monomérique, elle échange rapidement avec l’un des deux composants de la Neuroligine1 

qui est constitutivement dimérique. Mais lorsque l’on utilise la Neurexine1β-Fc, la Neurexine 

devient faussement « dimérique » à cause de la formation d’un pont disulfure entre les 

fragments cristallisables (Saint-Michel et al., 2009). Cela induisant un modèle à deux états et 

de potentiels effets de liaison successive (rebinding en anglais), rendant la liaison avec la 

Neuroligine1 beaucoup plus stable.  

Avec notre modèle, nous trouvons des interactions encore plus lentes que celle décrite dans 

la littérature avec un koff = 0,0042 s-1 et de 0,0015 s-1 mesuré respectivement en FRAP dans un 

environnement membranaire 2D ou en solution (3D). Ce retour de FRAP très lent concorde 

avec celle prédite par le détachement progressif de QDs recouvert de Neurexine1β-Fc 

interagissant avec des neurones primaires exprimant Neuroligine1 (Saint-Michel et al., 2009). 

De plus, nous avons décrit deux composantes à la cinétique pour Neuroligine1, une partie très 

lente qui correspondrait à une interaction dimérique et une partie plus rapide. Cette partie 

plus rapide, ne donnant pas un coefficient de diffusion cohérent avec les résultats de SPT, 

nous nous sommes aperçus qu’elle était très similaire au retour de FRAP observé pour le 

mutant Neuroligine1E584A/L585A incapable de se dimériser. Nous supposons donc que cette 

partie rapide correspond à une interaction monomérique, nous sommes donc en présence 

d’un modèle a deux états.  

Face à cette analyse nous avons réfléchi à la pertinence de notre modèle et de nos résultats. 

Neurexine1β étant monomérique in vivo, est-ce que la composante dimérique de l’interaction 

que l’on observe est un biais expérimental, dû à la présence du fragment cristallisable ? Mais 

des mesures plus récentes par titration calorimétrique isotherme, où les molécules sont sous 

forme soluble, décrivent une interaction avec une forte réaction exothermique et un Kd de 
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390 nM entre l’ectodomaine de Neuroligine1 et la Neurexine1β monomérique (Elegheert et 

al., 2017). Dans le même article, des mesures réalisées en SPR avec Neurexine1β sous forme 

soluble, donc monomérique, donnent un kD deux fois plus élevé avec une valeur de 718 nM 

(Comoletti et al., 2003; Leone et al., 2010). Valeur qui correspond à la mesure réalisée en 

présence de la Neurexine1β dimérisé via le Fc (Comoletti et al., 2003). L’hypothèse de la 

création d’un double état du fait du Fc ne semble donc pas être la cause des différences de 

mesure décrites dans les articles précédents (Comoletti et al., 2003; Leone et al., 2010) 

Dans la littérature, des études montrent qu’en l’absence de dimérisation de la Neuroligine, la 

formation de clusters de Neurexine est annihilée, impactant ainsi la maturation de la synapse. 

C’est pourquoi, in vivo, la forme monomérique de Neuroligine, étant une conformation 

instable, est retenue dans le réticulum (Poulopoulos et al., 2012). Cela laisse suggérer que 

l’interaction à double état que l’on mime dans notre modèle est potentiellement présente au 

niveau physiologique, avec un rôle non négligeable.  

De plus, il est connu que la présence de multiple interactions, comme les interactions 

dimériques, permet effectivement d’obtenir des interactions plus fortes, via un phénomène 

appelé l’effet cluster (Deng et al., 2022; Gopalakrishnan et al., 2005; Marianayagam et al., 

2004; Wu et al., 2013). Ce phénomène de cluster est favorisé par différents mécanismes, dont 

un principalement décrit pour les interactions ligands solubles – récepteurs : le ré-

attachement (rebinding en anglais), favorisé par une densité élevée de partenaire et leur 

proximité (Erbaş et al., 2019; Lagerholm & Thompson, 1998; Vauquelin & Charlton, 2010). Lors 

d’essais préliminaires visant à déstabiliser les dimères de Neurexine1β-Fc par utilisation de 

DTT (Saint-Michel et al., 2009), aucune différence de retour de FRAP n’est observée, laissant 

suggérer que le double état décrit est davantage lié à une forte densité de Neurexine1β-Fc sur 

nos motifs protéiques qu’à la dimérisation de ce dernier.  

Pour aller dans ce sens, nos résultats sur différentes densités d’impression de Neurexine1β, 

réalisées pour étudier l’impact sur la diffusion et l’enrichissement des récepteurs au sein d’une 

même cellule, démontrent un impact non négligeable de la densité sur la diffusion instantanée 

des molécules. En effet, en présence d’une forte densité la diffusion des molécules au sein des 

motifs est ralenti par des effets d’encombrements stériques (Roosen-Runge et al., 2011), 

comme déjà démontrés à la synapse (M. Renner et al., 2012) et par simulation sur des micro-

motifs (Arnold et al., 2016). Bien que l’encombrement stérique soit décrit comme ayant 

principalement un effet sur la diffusion, cela a quand même un impact, certes moindre, sur la 

cinétique d’interaction. La plupart des études affirme que l’encombrement augmente 

également le taux d’association (Zimmerman & Minton, 1993).  

In vivo, l’interaction Neurexine1β/Neuroligine1 est indispensable, car l’absence d’un des deux 

partenaires est létale chez les rongeurs (Missler et al., 2003). La formation des synapses n’est 

pas impactée par la perte de cette interaction, mais c’est la maturation et la fonctionnalité 

des synapses qui se voient dégradées. Il a été montré que l’affinité de cette interaction peut 

être modulée par une autre protéine membranaire, MDGA, qui par interaction avec la 

Neuroligine1 bloque les sites d’interactions avec la Neurexine1β (Elegheert et al., 2017). La 

variation de la concentration de MDGA permet de moduler plus ou moins son effet.  



MODELE D’INTERACTION PROTEINE-PROTEINE   
 

Page | 118 
 

Dans la dernière partie de cette étude sur les interactions protéine-protéine, nous avons 

utilisé la forte liaison entre Neuroligine1 et Neurexine1β-Fc comme modèle pour explorer la 

dynamique d'interaction entre l'extrémité C-terminale de Neuroligine1 et la protéine 

d’échafaudage intracellulaire PSD-95. Ceci a permis de révéler une interaction plus complexe 

avec les 3 domaines PDZ que ce qui est décrit dans la littérature. Il est en effet décrit que la 

Neuroligine1 interagit via son domaine d’interaction au protéine PDZ avec le domaine PDZ3 

(Irie, 1997) de la PSD-95. Cependant, notre modèle indique, via l'utilisation de mutants de 

PSD-95, que bien que l'interaction avec PDZ3 semble être la plus stable, Neuroligine1 peut 

également interagir avec les domaines 1 et/ou 2, mais avec une affinité moindre. L’interaction 

avec le mutant ayant uniquement le domaine PDZ3 semble cependant plus stable qu’en 

présence de la forme sauvage. Un mécanisme potentiel pour expliquer ce résultat serait 

qu'une queue C-terminale d'un dimère Nlg1 interagit préférentiellement avec le domaine PDZ 

3 du PSD-95, tandis que l'autre queue C-terminale lie les domaines PDZ 1 ou 2 sur la même 

molécule PSD-95. En présence uniquement du mutant avec une mutation sur les domaines 

PDZ 1 et 2, les deux extrémités de Nlg1 sont liées à un domaine PDZ3 ralentissant le 

détachement.  

Pour pousser notre modèle un peu plus loin, nous avons commencé à développer des preuves 

de concept pour de futurs développements. Ces résultats étant très préliminaires, les 

conclusions le sont également. Ces développements sont orientés autour de 3 axes : le 

criblage haut-débit, un modèle de compétition protéique et l’étude de la topologie de la 

membrane cellulaire. Nous avons principalement développé les aspects techniques, en 

démontrant la possibilité d’imprimer des protéines non purifiées pour réduire le temps de 

production de banque protéique. Nous avons proposé des solutions pour réussir à fixer de 

manière spécifique et contrôlée deux protéines d’adhésions synaptiques, afin de développer 

un modèle de compétition protéique. Cependant, nous avons fait face à des difficultés de 

couplage protéique en raison d’un manque d’expérience dans ce domaine. Enfin, nous avons 

amélioré notre capacité d’impression micrométrique et démontré la possibilité d’observer les 

motifs protéiques par l’utilisation de la microscopie électronique pour étudier la membrane 

cellulaire au niveau des zones de motifs. Ces projets seront développés dans le cadre de 

prochaines collaborations ou par de prochains étudiants.  
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III Matériels et méthodes  

 Plasmides d’ADN 

3.1.1 Plasmide pour mesure d’enrichissement, SPT-PALM et FRAP   
 

SynCAM1-GFP (+420) (Cheadle & Biederer, 2012) a été gracieusement offerts par T. Biederer 

(Yale University, New Haven, USA).  

GFP-Neurexine1B (SS4-) (Klatt et al., 2021) a été gracieusement offerts par M. Missler 

(Münster University, Allemagne). 

HA-Nlg1-GFP (-21) (Scheiffele et al., 2000) et AP-Nlg1 (Liu et al., 2013) sont des dons respectifs 

de P. Scheiffele (Biozentrum, Basel, Suisse) et A. Ting (Stanford University, Palo Alto, CA, USA). 

Toutes les constructions d'ADN Nlg1 contiennent les inserts d'épissage A et B.  

Les plasmides SynCAM-mEos3.2 (+420) et HA-Nlg1-mEos3.2 (-21) ont été dérivés des 

plasmides SynCAM-GFP et HA-Nlg1-GFP (-21), respectivement, en remplaçant la séquence 

GFP par des mEos3.2 de mEos3.2-C1, un don de Michael Davidson & Tao Xu (Addgene plasmid 

# 54550 ; http://n2t.net/addgene:54550 ; RRID : Addgene_54550). 

HA-Nlg1 E584A/L585A-GFP (-21) a été généré en sous-clonant la partie mutée de Nlg1 de HA-Nlg1 
E584A/L585A, déjà décrite (Saint-Michel 2009), dans HA-Nlg1-GFP (-21) aux sites EcoRV/KpnI. 

La double mutation L399A/N400A a été insérée dans le plasmide HA-Nlg1-GFP (-21) en 

remplaçant la séquence EcoNI-EcoRV WT de Nlg1 par l'insert généré par Eurofins contenant 

les mutations. 

La mutation AP-Nlg1-Δ5 a déjà été décrite (Letellier et al, 2018, eLife). Le plasmide 

Ncadhérine-GFP a déjà été décrit (Gavard et al., 2004).  

Le plasmide PSD-95-GFP (+253) et les versions mutants H130V-H225V et H372V de ce 

plasmide ont été gracieusement offerts par M.Sainlos (IINS, Bordeaux), ces plasmides ont déjà 

été décrit (Sainlos et al., 2011). 

Le plasmide LRRTM2-GFP, a été généré en remplaçant dans la séquence du plasmide LRRTM2-

CFP (dons de A.M Craig), le CFP au site AgeI/NotI par la séquence GPF du vecteur pEGFP-N1 

(clontech). La fidélité de toutes les constructions a été vérifiée par séquençage à l'aide de la 

société Genewiz.  

 

3.1.2 Plasmide pour production de protéines recombinante  
 

Le plasmide Neurexine1β-Fc (SS4-) a été généreusement donné par P. Scheiffele (Biozentrum, 

Basel), SynCAM1-Fc par T. Biederer (Université de Yale), le plasmide Ncadhérine-Fc par 

D.Commoletti (Université Victoria, Wellington). Le plasmide Neurexine1-SNAPtag est dérivé 

du plasmide Neurexine1β-Fc et du vecteur commercial pSNAPf (NEB) en remplaçant la 

séquence du Hu-Fc par la séquence du SNAPtag via les sites BamHI et XhoII.  

 Electroporation  

Pour toutes les expérimentations nous avons travaillé avec des cellules COS-7 (ATCC). Ces 

cellules sont cultivées dans du milieu FluoroBrite Dulbecco's modified Eagle's medium 
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(DMEM; GIBCO/BRL) supplémenté avec 10% de sérum bovin fœtal (FBS), 100 unités mL-1 de 

pénicilline, 100 µg. mL-1 de streptomycine, 1% de Glutamax et 1% de Sodium-Pyruvate dans 

une atmosphère à 37°C et 5% de CO2. L’absence de rouge de phénol dans le milieu est 

préconisée car ce dernier s’adsorbe dans les zones d’impression créant un fort niveau d’auto-

fluorescence dans le vert.  

36 heures avant les expériences, les cellules sont rincées avec du PBS à 37°C, trypsinées 

pendant 5 min, suspendue dans du milieu de culture et centrifugées pendant 5 min à 1000 

rpm. Le culot contenant environ 1M à 2M de cellules est suspendu dans 100 µl de milieu 

d'électroporation, placé dans une cuvette et électroporées en utilisant le système Amaxa 

Nucleofector (Lonza) avec 1-3 µg d’un des plasmides suivants :  

- Pour le SPT-PALM : Nlg1-mEos3.2, SynCAM1-mEos3.2 ou Nlg1 E584A/L585A-mEos3.2  

- Pour le FRAP : et GFP-Nrx1β, Nlg1-GFP, Nlg1 E584A/L585A GFP, Nlg1 L399A/N400AGFP, 

SynCAM1-GFP, Ncadhérine-GFP, LRRTM2-GFP (pour FRAP et/ou enrichissement). Pour 

les expériences FRAP sur PSD-95-GFP, les cellules sont électroporées avec 2 plasmides : 

AP-Nlg1 ou AP-Nlg1Δ5, ainsi que PSD-95-GFP (WT ou mutants ponctuels H130V/H225V 

ou H372V), avec un rapport Nlg1 :PSD-95 de 4 :1.  

- Pour l’étude de l’activité de la protéine recombinante Neurexine1β-SNAPtag : 

Neuroligine1-GFP, SNAPtag-Neurexine1β 

Les cellules électroporées sont ensuite remises en suspension dans un milieu de culture, 

placées dans des plaques de 12 puits et replacées dans l'incubateur jusqu’à le début de 

l’expérimentation.  

 Protéines 

3.3.1 Protéines recombinantes 

Les protéines recombinantes Nrx1β, Ncadhérine, SynCAM1 fusionnées au Fc humain au 

niveau C-terminale et Neurexine1β fusionnées au SNAPtag, ont été produites en transfectant 

(X-Gene) des cellules HEK-293 avec les plasmides correspondants, qui contiennent une 

résistance à l'hygromycine. Vingt-quatre heures après la transfection, de l'hygromycine (0,5 

mg/ml) a été ajoutée, le milieu (DMEM-F12) a été changé tous les deux jours en rajoutant de 

l’hygromycine pour maintenir la sélection. Après une sélection d’une quinzaine de jours, le 

milieu a été remplacé par du milieu synthétique AIMV sans sérum (Invitrogen), et le milieu 

conditionné a été prélevé tous les 2-3 jours. Au total, 500 ml de milieu conditionné ont été 

recueillis, filtrés à 0.2 µm, et congelés à -20°C.  

 

Pour la purification des protéines, les 500 ml de milieu conditionné ont été décongelés. La 

protéine a été purifiée par affinité sur une colonne de protéine G (HiTrap protG) et éluée avec 

de la glycine. La purification a été réalisée par la plateforme de Biochimie du Neurocentre 

Magendie. Différentes fractions ont été collectées et équilibrées avec du Tris 1 M pH 9, pour 

tamponner le pH à 7,2. Les échantillons ont été conservés congelés à -80°C. La pureté des 

protéines a été évaluée par électrophorèse sur gel suivie d'une coloration au bleu de 

Coomassie. Pour caractériser la production des protéines, des échantillons de fractions 
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collectées, ainsi que des quantités connues de Fc humain purifié, ont été séparés par SDS-

PAGE à 4-20 % en présence de b-mercaptoéthanol. Les protéines ont été transférées sur des 

membranes de nitrocellulose, et les sites de liaison non spécifiques ont été bloqués avec 5 % 

de BSA pendant 1 heure. La présence de protéine-Fc et de Fc a été révélée avec un anticorps 

Fc antihumain de chèvre (dilution 1/1000, Jackson) et un anticorps secondaire anti-chèvre 

conjugué à la HRP (dilution 1/5000, Jackson). Les Western blots ont ensuite été développés à 

l'aide de la méthode ECL (Amersham). Des fractions sont regroupées en deux lots et la 

concentration de protéines purifiées a été estimée, en accord avec des mesures 

indépendantes par dosage protéique (Bio-Rad), en utilisant la BSA comme étalon. Les lots sont 

ensuite aliquotés et conservés à -80°C.  

 

Les protéines recombinantes Ncadhérine-Fc (1388-NC) et LRRTM2-Fc (5589-LR) ont été 

achetées chez R&D biosystems. Le fragment humain Fc couplé à la Cy3 (009-160-008) a été 

acheté chez Jackson immunoresearch.  

 

3.3.2 Couplage protéique  

3.3.2.1 Neuroligine1-HaloTag 

La Nlg1-Halotag et la Nlg1AB-Fc a été gracieusement offerte par Carsten Ressner. Le couplage 

avec le ligand Halotag-Alexa488 (Promega, G1002) de la Nlg1-Halotag a été réalisé par nos 

soins en incubant la Nlg1-HaloTag avec un excès (5X plus) de ligand Halotag-Alexa488 à 4°C 

sous agitation pendant une nuit. Ensuite, la solution a été passée à travers un centricon (10 

kDa) pour éliminer l’excès de ligand libre. La Nlg1-Halo-Alexa488 a été remise en suspension 

à une concentration de 0.5 mg/ml dans une solution de 10 mM de Hepes et 300 mM de NaCl. 

Des aliquotes de la solution ont été conservées à -20°C après filtration. 

 

3.3.2.2 Fibrinogène SNAPligand 

• Couplage Protéique :  

Pour obtenir le Fibrinogène SNAPligand, nous avons utilisé du fibrinogène humain commercial 

(RP-43142, Invitrogen) et du BG-GLA-NHS (S9151S, BioLabs). Le BG-GLA-NHS est spécialement 

conçu pour coupler des protéines à un SNAPligand, permettant ainsi la reconnaissance par un 

SNAPtag. Grâce à la fonction NHS et à la présence d’amines en quantité sur le fibrinogène, il 

est possible d’induire un couplage via une liaison ester (Figure 60). Pour ce faire, le BG-GLA-

NHS est dissous dans du DMSO afin de réduire l’hydrolyse du NHS. Le fibrinogène est ensuite 

ajusté à un pH de 8.1 afin que les amines soient sous forme non ionisées. Ces deux composants 

Figure 60. Réaction de couplage pour le fibrinogène-SNAPligand 
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ont ensuite été mélangés avec un excès de BG-GLA-NHS (3 fois plus) et incubés pendant 1 

heure à température ambiante sous agitation. Ensuite, la solution a été passée à travers une 

colonne de dessalage (PD MiniTrap G-25) pour éliminer l’excès de BG-GLA-NHS non fixé, qui a 

un poids moléculaire bien inférieur à celui du fibrinogène. L'éluât a ensuite été aliquoté, et les 

échantillons ont été conservés à -80°C. 

• Western blot et Coomassie :  

Avant le dépôt des protéines, un couplage entre le fibrinogène-SNAPligand et la protéine 

SNAPtag commerciale (P9312, New England BioLabs) a été réalisé en incubant 10 µl de 

Fibrinogène-SNAPtag à 6 µM avec 2 µl de protéine SNAPtag à 50 µM, auxquels nous avons 

ajouté 1µl de DTT à 10 µM pour éliminer les dimères de protéine SNAPtag. Le couplage a été 

effectué pendant 30 minutes à 37°C sous agitation, conformément aux recommandations 

commerciales. 

Pour toutes les protéines (le fibrinogène-A647, le fibrinogène-SNAPligand, le fibrinogène-

SNAPligand couplé à la protéine SNAPtag), 10 µg de chaque ont été déposés. La protéine 

SNAPtag seule a été déposée à 2 µg. Les échantillons ont été dénaturés pendant 5 minutes à 

95°C avant d'être chargés sur un sur un gel de polyacrylamide contenant du Laury sulfate de 

sodium (SDS-PAGE) 4-20% (Biorad) pour permettre la séparation des protéines en fonction de 

leur poids moléculaire. Étant donné que le gel comportait 15 puits, le dépôt de chaque 

protéine a été réalisé deux fois, permettant ainsi la réalisation d'un Coomassie et d'un 

Western Blot. Après la migration (200V pendant 35 minutes), le gel a été coupé en deux. 

Pour la coloration au bleu de Coomassie, une moitié du gel a été rincée à l'eau, puis immergée 

dans une solution de bleu de Coomassie. Après rinçage du bleu et élimination de l'excès de 

colorant, les bandes positives ont été visualisées à l'aide du système d'imagerie Odyssey Fc 

(LI-COR). 

Pour le western blot, les protéines ont été transférées sur une membrane de nitrocellulose et 

incubées dans une solution de blocage (LI-COR) pendant 1 heure à température ambiante, 

avant d'être incubées avec des anticorps primaires et secondaires : anti-SNAPtag de lapin 

(P9310, New England BioLabs 1 : 1000) ; IRdye-800-conjugué AffiniPure chèvre Anti-lapin (LI-

COR, 926-32211, 1 :15000). Les bandes positives ont été visualisées à l'aide du système 

d'imagerie Odyssey Fc (LI-COR).  

3.3.3 Activité de la protéine recombinante Neurexine1β-SNAPtag 

3.3.3.1 Western blot 

Les échantillons ont été dénaturés 5 minutes à 95°C, avant d'être chargés sur un gel SDS-PAGE 

8% (Biorad) pour permettre la séparation des protéines. Après migration sur le gel (200V,35 

min), les protéines ont été transférées sur une membrane de nitrocellulose et incubées dans 

une solution de blocage (LI-COR) pendant 1 heure à température ambiante, avant d'être 

incubées avec des anticorps primaires et secondaires : anti-SNAPtag de lapin (P9310, New 

England BioLabs 1 : 1000) ; IRdye-800-conjugué AffiniPure chèvre Anti-lapin (LI-COR, 926-
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32211, 1 :15000). Les bandes positives ont été visualisées à l'aide du système d'imagerie 

Odyssey Fc (LI-COR).  

3.3.3.2 Marquage live et immunomarquage  

En premier lieu, un échantillon de 3.5 ml de Neurexine1β-SNAPtag a été concentré et 

partiellement filtré via l’utilisation d’un filtre à centrifuger (10 kDa) et suspendu dans 450µl de 

PBS1X.  

Après 36 heures suivant l’électroporation, le marquage avec le SNAPsurface-A649 (S9159S, 

New England BioLabs) a été effectué. Pour les cellules SNAPtag-Neurexine1β, le SNAPsurface-

A649 a été dilué au 1 :200 dans du milieu, puis incubé pendant 30 minutes à 37°C dans du 

milieu de culture. Pour les cellules Neuroligine1-GFP, il a été nécessaire de coupler par chimie 

clic la protéine recombinante Neurexine1β-SNAPtag avec le SNAPsurface-A649. Pour ce faire, 

nous avons mélangé 5 µM de Neurexien1β-SNAPtag avec 10 µM de SNAPsurface-A649 dans 

du milieu, en ajoutant du DTT (Dithiothréitol), puis incubé pendant 30 minutes à 37°C sous 

agitation. Ensuite, ce mélange a été déposé sur les cellules Neuroligine-GFP pendant 30 

minutes. Les cellules ont ensuite été rincées, puis observées en épifluorescence avec un 

objectif 100X. Pour le marquage Neurexine1 β -Fc, nous avons travaillé avec un mélange de 2 

µM d’anti Humain-Fc A647 et 2 µM de Neurexine1 β -Fc dilué dans du milieu. Les paramètres 

d’incubation et d’observation sont les mêmes que pour la protéine Neurexine1β-SNAPtag.  

Pour l’immunomarquage, les lamelles de cellules Neuroligine1-GFP restantes ont été 

disposées sur de la glace, et de la Neurexine1β-SNAPtag (concentrée ou non concentrées) a 

été incubée pendant 30 min. Les lamelles de cellules SNAPtag-Neurexine1β restantes ont suivi 

le même protocole, sans incubation de protéines. Ensuite, les cellules ont été fixées 

chimiquement avec une solution de 4% de paraformaldéhyde (PFA). Après rinçage du PFA 

avec du PBS1X, une première étape dans du NH4CL pendant 15 min a été réalisée pour bloquer 

les molécules de PFA libres restantes. Ensuite, à l'aide de PBS contenant 1% d'albumine de 

sérum bovin sans biotine (Carlroth) pendant 1 heure, on bloque les zones non-spécifique pour 

limiter le bruit de fond. Les cellules ont ensuite été marquées par un anticorps polyclonal de 

lapin anti-SNAPtag (P9310, New England BioLabs 1 : 500) pendant 1 heure, suivi d'un anticorps 

d’âne anti-lapin Alexa647 (A31573, Thermo Fischer Scientific, 1 :1000) pendant 1 heure. Les 

lamelles ont ensuite été observées en épifluorescence avec un objectif 20X.  

 Micro-impression de biomolécule en PLPP liquide  

La passivation du substrat a été réalisée dans une salle blanche. Des lamelles de verre de 18 x 

18 mm (Marienfeld SUPERIOR Germany, 0107032) ont été activées par un traitement plasma 

de 5 minutes (Harrick Plasma, Ithaca, NY, USA). Pour les manipulations de microscopie 

électronique à transmission, les lamelles de verres ont été remplacées par de l’Aclar (33C 

#50425-10, EMS) découpé en carrés de 20 mm x 20 mm, mais le traitement est équivalent. Un 

disque de polydiméthylsiloxane (PDMS) de 18 mm de diamètre et 250 µm d'épaisseur, avec 

un puit carré de 16 mm au centre, a été découpé dans un film de silicone transparent (BISCO 

HT-6240, Rogers Corporation Carol Stream, IL, USE) à l'aide d'un cutter vinyle craft Robo Pro 

(Graphtec, Irvine, CA, USA) et placé sur la lamelle. Ensuite, les lamelles ont été placées dans 
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une chambre fermée avec 150 µl de (3-aminopropyl) triéthoxysilane (Sigma-Aldrich, Saint-

Quentin Fallavier, France) et un dessiccateur (Sigma-Aldrich) pendant 1 heure. Une solution 

de poly (éthylène glycol) -Succinimidyl Valerate, MW 5000 (PEG-SVA, Laysan Bio, Arab, AL, 

USA) à 228,6 mg/ml dans un tampon carbonate 10 mM pH> 8, a été incubée dans le puits 

pendant 1 h, puis rincée trois fois avec une solution saline tamponnée au phosphate (PBS 1X) 

sans sécher la surface. Le micropatterning a été réalisé à l'aide du système PRIMO monté sur 

un microscope inversé (Nikon Eclipse Ti-E Japon) et couplé au logiciel Leonardo (Alvéole, 

France). Le motif choisi est une série de lignes parallèles de 5 µm de large espacées de 5 µm. 

Les images numériques ont été réalisées via le logiciel Inkscape, les images doivent être au 

format 8 bits et en TIFF. La taille des images est de 1824 * 1140 pixels avec un ratio px/µm de 

0.28 pour un objectif 20X (Nikon Super Fluor 0.75 NA). Après avoir aligné le centre du puits 

avec le motif UV en déplaçant la platine de balayage, une solution de photo-initiateur (PLPP, 

Alvéole, France) est déposée sur l'échantillon. Les molécules de photo-initiateur activées par 

les UV catalysent la réaction de dégradation des chaînes PEG en fonction de la dose d'UV ce 

qui permet l'adsorption des protéines sur les zones exposées aux UV. Nous avons travaillé 

avec une dose UV de 600mJ/mm2 pour les expérimentations sur verre et avec une dose de 

800 mJ/mm2 pour celles sur Aclar.  

Après rinçage au PBS1X de la solution de PLPP, de l'albumine sérique bovine (BSA) biotinylée 

(Thermo scientific, 29130) diluée à 100 µg/ml dans du PBS1X a été incubée. Des incubations 

successives ont été réalisées avec de la Streptavidine, conjugué Alexa Fluor™ 647 (Invitrogen, 

S21374) pour le FRAP, de la Streptavidine, conjugué Alexa Fluor™ 405 (Invitrogen, S32351) 

pour le SPT-PALM ou de la streptavidine conjuguée avec des billes d’or de 1.4 nm (Nanogold®-

Streptavidin de Nanoprobres) ou de 10 nm (S9059, Merck) pour la microscopie électronique 

à transmission, et de l'anticorps anti-Fc Humain biotinylé (Jackson immunoresearch, 109-065-

098) et de la protéine Fc purifiée. Toutes ces molécules ont été incubées à une concentration 

de 50 µg/ml dans du PBS 1X. Toutes les incubations ont été réalisées à température ambiante, 

sauf pour la protéine Fc purifiée, où l'incubation a été effectuée à 4°C. La BSA-biotine et la 

streptavidine ont été incubées pendant 3 minutes, l'anticorps anti-Fc biotinylé pendant 10 

minutes, et la protéine-Fc purifiée toute la nuit. Entre les différentes incubations, trois 

rinçages ont été effectués avec du PBS 1X sans jamais laisser sécher la surface. Une 

observation en épifluorescence a été réalisée pour contrôler la qualité des motifs juste après 

l'incubation de la streptavidine. 

Pour réaliser une deuxième impression protéique, il est possible de renouveler l’insolation en 

incubant à nouveau du PLPP et en effectuant une seconde exposition aux UV. Pour les 

manipulations d’impression multiple, nous avons également travaillé avec du fibrinogène 

humain couplé à de l’Alexa Fluor 647 (F35200, Invitrogen) à 50µg/ml. Différents ordres 

d’incubation et de temps d’incubation ont été testés et sont présentés dans les résultats. 

Ensuite, les cellules électroporées ont été détachées avec de la trypsine et ensemencées sur 

les supports micro-imprimés à une concentration d’environ 20 000 cellules par lamelle. Après 

2 heures d'incubation, les cellules non adhérentes ont été rincées, puis des images ont été 

acquises entre 1 et 3 heures plus tard. 
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 Imagerie  

3.5.1 Epifluorescence et TIRF  

Pour l’imagerie des motifs et des cellules, nous utilisons deux modalités de microscopie à 

champ large. Pour l’imagerie des motifs, nous utilisons l’épifluorescence, qui est le mode 

d’illumination le plus courant. En épifluorescence (Figure 61.A), l’échantillon est illuminé par 

une colonne de lumière. Pour créer cette colonne, le faisceau de lumière incident est focalisé 

sur l’axe optique dans le plan focal arrière de l’objectif, de sorte que les rayons sortent de 

l’objectif parallèlement à l’axe optique. Dans ce type d’illumination, l’ensemble de l’épaisseur 

de l’échantillon est illuminé, et l’image d’émission obtenue correspond à tous les 

fluorophores, même ceux en dehors du volume focal, ce qui peut induire un fond de 

fluorescence et du flou suivant le type d’échantillon. Pour l’imagerie des motifs, cela ne pose 

pas de problème car l’épaisseur de ces derniers est relativement faible, le ratio signal sur bruit 

est donc très bon en épifluorescence.  

Cependant, pour l’imagerie des cellules, cela peut poser problème car l’épaisseur de la cellule 

et la présence de deux membranes sur le même axe peuvent limiter l’observation du 

recrutement du récepteur au niveau du motif en détériorant le signal par rapport au bruit. 

Pour remédier à cela, nous avons utilisé l’imagerie TIRF (total internal reflection fluorescence). 

Dans ce type d’illumination, les rayons sont inclinés par rapport à l’axe optique (Figure 61.B). 

Pour ce faire, le faisceau incident est décalé par rapport à l’axe optique au niveau du plan focal 

arrière de l’objectif. Lorsque le faisceau émergent est suffisamment incliné en sortie 

d’objectif, il est totalement réfléchi au niveau de l’interface lamelle/milieu. Cela induit 

également la formation d’une onde évanescente à l’interface verre/eau. Pour réussir à incliner 

le faisceau il est nécessaire de travailler avec des objectifs ayant une forte ouverture 

numérique (NA). Cette onde non propagatrice (en champ proche) a une intensité qui décroît 

de manière exponentielle avec la distance à l’interface avec une longueur caractéristique de 

l’ordre de 200 nm. Dans notre cas, cela permet d’illuminer uniquement la zone qui nous 

intéresse, à savoir la membrane qui est en contact avec nos motifs. Cette modalité d’imagerie 

est couramment utilisée pour l’étude des protéines membranaires. 

Figure 61. Epifluorescence et TIRF  
Schéma illustrant la différence d’illumination entre l’épifluorescence (A) et l’imagerie TIRF (B). Les molécules 

fluorescentes excitées sont représentées en vert, et celles non excitées en gris. 
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3.5.2 Système d’imagerie optique 

Pour l’imagerie, nous utilisons un microscope inversé (Nikon Eclipse TiE), équipé d’un objectif 

APO TIRF 100x/1,49 NA à immersion à huile. L’appareil est installé dans une boîte 

thermostatique (Life Imaging Services) fournissant de l'air à 37 °C pour l’imagerie du vivant 

(FRAP et SPT)  

L'imagerie par épifluorescence est réalisée à l'aide d'une lampe à mercure (Nikon Xcite) et de 

jeux de filtres appropriés (SemROCK) pour chaque fluorophore : EGFP (Excitation : FF01-

472/30; Dichroïque: FF-495Di02; Emission: FF01-525/30); et Alexa647 (Excitation: FF02-

628/40; Dichroïque: FF-660Di02; Emission: FF01-692/40); Alexa 405 (Excitation : FF01-379/34 

; Dichroïque : FF-409Di03 ; Emission : FF01-440/40), et mEOS3.2 561 nm (Excitation: FF01-

543/22; Dichroïque: FF562Di02; Emission: FF01-593/40). Pour l’imagerie TIRF, un banc laser à 

quatre couleurs (405 ; 488 ; 561 ; et 642 nm, 100 mW chacun ; Roper Scientific) est connecté 

par une fibre optique au bras d'illumination TIRF du microscope. Les puissances des lasers sont 

contrôlées par des filtres acousto-optiques accordables (AOTF) pilotés par Metamorph. La 

fluorescence est recueillie à l'aide de filtres d'émission (FF01 676/29 nm) placés sur une roue 

à filtres (Sutter Instruments). Les images sont acquises à l’aide d’une caméra EMCCD Evolve 

512 (Phototometrics®).  

3.5.2.1 FRAP 

Les cellules COS-7 exprimant les différentes protéines marquées GFP (Nrx1β, Nlg1, SynCAM1, 

ou PSD-95) ont été ensemencées pendant 3 heures sur des lamelles imprimées avec 

différentes protéines marquées Fc. Les lamelles ont été montées, dans le milieu FluoroBrite 

complet utilisé pour la culture, dans une chambre d'observation inox ouverte (Life Imaging 

Services, Basel, Suisse). L’observation a été réalisée via le système d’imagerie décrit 

précédemment. Le banc laser utilisé pour l'illumination TIRF possède une deuxième sortie de 

fibre optique connectée à un dispositif d'illumination contenant deux miroirs de balayage 

galvanométrique x/y (ILAS, Roper Instrument) pilotés par MetaMorph. Cela permet un 

contrôle spatial et temporel précis du faisceau laser focalisé sur n'importe quelle région 

d'intérêt sélectionnée par l'utilisateur à l'intérieur de l'échantillon pour un photoblanchiment 

ciblé. La commutation entre les deux fibres pour alterner entre l'imagerie et le blanchiment 

est réalisée en quelques millisecondes à l'aide d'un AOTF. L'illumination TIRF a été réalisée en 

utilisant le laser 488 nm à faible puissance (300 µW à l'avant de l'objectif) pour imager les 

molécules dans la membrane plasmique près du plan du substrat. Après l'acquisition d'une 

ligne de base de 10 secondes à une fréquence d'images de 1s, un photoblanchiment rapide et 

sélectif de 9 zones circulaires de 18 pixels de diamètre (finale) a été réalisé à une puissance 

laser élevée (3 mW à l'avant de l'objectif), avec 35 répétitions soit environ 560 ms de 

blanchiment. La profondeur de photoblanchiment est comprise entre 70-80%. La récupération 

de la fluorescence a ensuite été enregistrée immédiatement après la séquence de 

blanchiment pendant 5 à 20 minutes avec différente fréquence (Tableau 3) le tout avec un 

temps d’exposition de 100ms. Le photoblanchiment observé a été maintenu à un niveau très 

bas, comme cela a été évalué en observant des zones de contrôle non blanchies à proximité.  
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3.5.2.2 SPT PALM  

Les cellules exprimant les différents récepteurs marqués mEos3.2 (Nrx1β, Nlg1, ou SynCAM-1 

+ monomère) ont été ensemencées pendant 3 heures sur des lamelles imprimées avec 

différents ligands marqués Fc. Les lamelles ont été montées dans le milieu FluoroBrite complet 

utilisé pour la culture dans une chambre d'observation inox ouverte (Life Imaging Services, 

Basel, Suisse). L’observation a été réalisée via le système d’imagerie décrit précédemment. 

Une faible puissance du laser 405 nm a été utilisée pour induire le changement de 

conformation de la mEOS3.2 de manière stochastique. Les échantillons ont été imagés par 

illumination laser TIRF, permettant l'excitation de ligands individuels conjugués au mEOS3.2 

et liés à la surface de la cellule, sans illuminer les ligands en solution.  

La fluorescence a été recueillie à l'aide d'un filtre d'émission FF01 676/29 nm placé sur une 

roue à filtres (Sutter Instruments). Des piles de 4 000 images consécutives ont été obtenues 

pour chaque cellule avec un temps d'intégration de 20 ms, en utilisant le système de mise au 

point parfaite de Nikon pour éviter la dérive axiale. 

3.5.3 Microscopie Electronique  

En microscopie électronique à balayage et à transmission, l’étape de fixation des cellules est 

identique. Trois heures après le dépôt des cellules, elles sont fixées dans un mélange de PFA 

composé de 1,6% PFA qualité EM et 2% de glutaraldéhyde dilué dans un tampon phosphate 

(0.1 M pH=7,4). Cette phase de fixation est suivie par trois rinçages de 5min dans du tampon 

phosphate (PB) 0.1 M. 

3.5.3.1 Microscopie électronique à balayage  

Pour cette technique, des lamelles de 12 mm sont utilisées afin de s’adapter aux supports 

d’observation du microscope à balayage. Dans le cadre de la microscopie à balayage, la 

fixation est suivie d’une déshydratation réalisée par une série d’incubations dans de l'éthanol 

à des concentrations croissantes (50° pendant 5 min, 70° pendant 5 min, 95° pendant 5 min, 

100° pendant 2 fois 5 min sur tamis moléculaire). Ensuite, l’échantillon est métallisé au platine 

à l’aide d’un métalliseur QT150T, à un courant 15mA pendant 25 min. Les observations sont 

effectuées sur la plateforme de microscopie électronique du Bordeaux Imaging Center (BIC) 

sur le GEMININ300 de Zeiss.  

Tableau 3. Séquence de FRAP 
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3.5.3.2 Microscopie électronique à transmission 

Pour la microscopie électronique à transmission, après la fixation, on effectue une post 

fixation de 1 heure 30 sur glace et dans le noir, avec une solution de 1ml tétroxyde d’osmium 

(OsO4) à 4% et du Ferrocyanure de potassium (0.04 g) dans 3 ml de PB 0.1M. Dans le cas des 

essais réalisés avec de la streptavidine couplée à des billes d’or de 1.4 nm, une étape 

d’amplification à l’argent est effectuée en utilisant le kit « HQ Silver enhancement » de 

Nanoprobes.  

Ensuite, on procède à l’étape de contraste en utilisant de l’acétate d’uranyle 0.5% (filtré à 

0.22µm) dilué dans de l’eau, pendant 30 min à température ambiante et dans l’obscurité. Ces 

deux étapes sont suivies de trois lavages à l’eau de 5 minutes, à température ambiante. 

L’échantillon est ensuite déshydraté par incubation dans des solutions d'éthanol à 

concentrations croissantes (50° pendant 10 min, 70°pendant 10 min, 95°pendant 2 fois 15 

min, 100° pendant 2 fois 20 min sur tamis moléculaire). Par la suite, on procède à une première 

étape d’imprégnation dans un mélange de 50% d’éthanol à 100° et 50% de résine époxy 

décongelé, pendant 2h à température ambiante. Pendant cette période, nous préparons de 

la résine époxy fraîche en vue d’une incubation de résine pure pendant la nuit (congélation à 

-20°C de la résine restante en 2 aliquots pour le lendemain). Le matin suivant, on décongèle 

un des aliquots de résine en vue d’un changement de la résine pour une incubation de 5 

heures. Après ces 5 heures d’incubation, les cellules sont inclues dans une gélule de résine, 

puis incubés à 60°C pendant plus de 48h. La gélule est décollée de la lamelle en utilisant 

alternativement de l'eau chaude et de l'azote. Ensuite, la gélule est trimée autour de la zone 

de motif, visible à l’œil nu. Des coupes longitudinales fines de 70nm, à une vitesse de 1mm/s, 

sont réalisées au microtome équipé d’un couteau diamant. Les coupes sont récupérées dans 

l’ordre sur des grilles carbonées. Les observations sont effectuées sur la plateforme de 

microscopie électronique du BIC en utilisant le microscope Hitachi (120kv, H7650).  

 

 

 

Figure 62. Protocole de préparation des coupes longitudinales pour l’imagerie MET 
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 Analyse  

3.6.1 Mesure de l’enrichissement  

Les mesures d’enrichissement sont réalisées sur les images TIRF de la cellule. Ces mesures 

sont partiellement automatisées grâce à une macro ImageJ (Annexe 1). L’utilisateur de la 

macro doit spécifier le fichier d’entrée contenant les images, ainsi que le fichier de sortie pour 

les images d’analyse, les régions d’intérêt et des données extraites. Cette macro a été conçue 

pour traiter les images acquises avec le logiciel MetaMorph© en utilisant une acquisition 

multidimensionnelle, impliquant plusieurs canaux d'excitation/émission. 

L’image TIRF de la cellule ainsi que l’image en épifluorescence du motif permettent de 

distinguer les zones d’interactions potentielles, c'est-à-dire celles situées sur le motif, des 

zones en dehors du motif, où il n'y a pas d'interaction (Figure 63). Dans un premier temps, 

l’intervention de l’utilisateur est requise pour tracer les contours de la cellule à analyser sur 

chaque image TIRF. C'est la seule étape qui nécessite l'intervention de l'utilisateur, car la forte 

différence de contraste entre les zones cellulaires recrutant le récepteur et celles sans 

recrutement rend difficile la réalisation d'un seuillage automatique de la cellule. 

Ce contour de la cellule permet ensuite, lorsqu'il est superposé sur un masque de l'image du 

motif, d'extraire les zones situées sur le motif (ON Pattern) et, en utilisant son inverse, les 

zones en dehors du motif (OUT Pattern). Pour mesurer l’enrichissement, il suffit ensuite de 

calculer le ratio entre l’intensité de fluorescence à l’intérieur de la cellule sur les zones de 

motif (ION) et celle à l‘extérieur des zones de motif (IOUT). Un ratio égal à 1 (E=1) indique que le 

niveau de fluorescence est équivalent à l’extérieur et à l’intérieur des zones du motif, ce qui 

signifie l’absence d'enrichissement du récepteur. 

 

𝐸 =
(𝐼𝑂𝑁 − Background)

(𝐼𝑂𝑈𝑇 − Background)
 

Figure 63. Mesure d'enrichissement en COS-7 
Etapes des différentes étapes du pipeline d’analyse automatique pour la mesure de l’enrichissement en COS-7.  
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3.6.2 Analyse du suivi de molécule unique  

3.6.2.1 SPT-PALM  

Les acquisitions de SPT-PALM ont été analysées à l'aide du programme PalmTracer, qui 

fonctionne sous Metamorph®. Ce programme est basé sur la segmentation en ondelettes et 

le fit gaussien pour la localisation des molécules et la détermination du centroïde de la 

particule unique (Izeddin et al., 2012; Kechkar et al., 2013). Il a été généreusement fourni par 

Jean-Baptiste Sibarita (IINS, Bordeaux).  

Dans un premier temps, un seuil d’intensité est défini pour détecter les signaux moléculaires 

du bruit de fond, mais également ceux au bon focus (Seuil entre 250 et 300), ainsi qu’un 

paramètre de watersheld à 7. Ce dernier paramètre permet de séparer deux molécules 

uniques qui se touchent via la création d’une carte des distances. La reconnexion des points 

au cours du temps est ensuite réalisée. Un fichier .trc est extrait contenant pour chaque point, 

le numéro de la trajectoire à laquelle il appartient, le numéro de l’image où il apparait, ses 

coordonnées x, y des centroïdes, son intensité intégrée, son id. Les trajectoires à l’intérieur et 

à l’extérieur des motifs sont ensuite extraites en utilisant les régions déterminées en utilisant 

l’image en épifluorescence du motif et le contour de la cellule, nous avons gardé uniquement 

les trajectoires qui sont à 100% dans chaque compartiment. Nous avons sélectionné les 

trajectoires de plus de 200 ms (10 points) pour la mesure des coefficients de diffusion 

apparent (D). Pour l’ajustement de la courbe de MSD nous avons utilisé un Δt de 4, et pour les 

coefficients de diffusion apparent un histogramme entre -6 et 1 avec intervalle de 35 en log. 

Les trajectoires dont la fonction MSD ne peut être ajustée sont arbitrairement considérées 

comme D = 10-5 µm².s-1. Les trajectoires dont la zone d’exploration est inférieure (D = 10-2 

µm².s-1) à celle imposé par la résolution spatiale de l’image (~50 nm pour notre système) par 

rapport au laps de temps utilisé pour ajuster MSD (256 ms), sont considérés comme immobile 

((0.052/(4*4*0.02)) ≈0.007 µm2/s). Pour le calcul des Dinstant nous avons utilisé une fenêtre de 

4 points autour du point d’intérêt et un pour l’ajustement de la courbe de MSD nous avons 

conservé un Δt de 4. Seules les trajectoires de plus de 30 frames sont utilisées pour le D instant. 

3.6.2.2 Extraction des coefficients cinétiques  

Pour extraire les Toff et Ton de nos trajectoires, nous avons développé un code Matlab qui 

permet de calculer la durée des événements où la molécule est liée (Free) ou libre (Bound) en 

se basant sur le coefficient de diffusion instantanée. A partir des fichiers .trc fournis par 

PalmTracer, nous calculons le MSD (I.1.1.1. Analyse des trajectoires de SPT-PALM) pour 

ensuite extraire le coefficient de diffusion instantanée le long de chaque trajectoire. 

Ensuite, pour distinguer les molécules liées des molécules libres, nous avons défini un seuil à 

0.039 µm2/s en fonction du fit de la courbe moyenne de MSD. Sur une trajectoire, il va donc 

être possible de définir en fonction des Dinstant si la molécule est libre (Dinstant >0.039 µm2/s) ou 

liée (Dinstant <0.039 µm2/s). Ceci va nous permettre de définir des plages de diffusion et 

d’interaction. La durée de ces plages nous permettra d’extraire le temps de résidence en 

secondes dans chaque comportement, respectivement le Toff et le Ton (Figure 64). 
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Pour s’assurer d’avoir des évènements complets, nous ne conservons que les événements qui 

sont entourés par d’autres événements, donc nous éliminons principalement les débuts et 

fins de trajectoires et les trajectoires de molécules complément mobiles ou immobiles (Figure 

64). L’inverse de ces temps va nous permettre d’extraire le k*
on (Toff) et le koff (Ton).  

3.6.2.3 Simulation de trajectoires via FluoSIM 

L’algorithme complet du logiciel FluoSIM ainsi qu'un manuel d'utilisation détaillé ont été 

publiés (Lagardère et al., 2020). Nous avons utilisé ce logiciel pour simuler des trajectoires en 

SPT et voir l’impact des valeurs de k*
on, koff, et donc du taux de transitions sur la distribution 

du coefficient de diffusion. Le contour d’une cellule type ainsi que des zones de contact 

correspondant aux zones de motifs ont été dessinés dans Metamorph à l’aide d’une image de 

référence et importé sur FluoSIM.  

Ensuite, il est possible de venir peupler ces régions avec une quantité donnée de molécules 

(2000), pour correspondre à la quantité de molécules stochastiquement activées au cours de 

l’acquisition. Chaque molécule individuelle est caractérisée par ses coordonnées 2D x et y au 

cours du temps t, et par son intensité. Il est possible de reproduire les conditions de 

l’expérience en fixant la durée des simulations (80s) et le pas de temps d’acquisition (20 ms). 

Le coefficient de diffusion des récepteurs libres en dehors des zones de motif (DOUT) a été 

défini à 0,12 µm²/s, sur la base des données sptPALM sur SynCAM1-mEos3.2. Bien que dans 

FluoSIM, nous puissions définir un coefficient de diffusion (DON) plus faible pour les récepteurs 

libres se déplaçant dans les zones adhésives afin de prendre en compte l'encombrement 

stérique, nous avons ici négligé ce phénomène et avons choisi DON = DOUT. Les complexes liés 

peuvent diffuser à un coefficient de diffusion inférieur Dbound = 0,005 µm²/s, reflétant la 

précision de pointage de notre système de détection.  

Les transitions entre les valeurs d'intensité ON/OFF sont définies par deux paramètres photo 

physiques : le taux d'allumage (konFluo =1 s-1) et le taux d'extinction (koffFluo =3 s-1). Ces taux 

représentent les probabilités par unité de temps qu'une molécule met pour passer d'un état 

Figure 64. Distribution de Dinstant le long de trajectoires à l’extérieure et à l’intérieure du motif protéique 
Graphique de la distribution de Dinstant pour des trajectoires expérimentales de SynCAM1-mEoS3.2 sur des motifs 

de SynCAM1-Fc. Délimitation des événements où la molécule unique est liée ou libre au cours du temps en fonction 

du seuil défini (ligne rouge) de 0.039 µm2/s.  
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où elle émet de la fluorescence à un état où elle n'émet pas de fluorescence, afin de modéliser 

la photo-conversion de mEos3.2.  

Une phase d'équilibrage relativement courte de 2000 images a été exécutée sous FluoSim 

jusqu'à ce que le système moléculaire atteigne un état d'équilibre, à la fois en termes de 

cinétique de liaison et de photo-physique. Des séquences ont été générées avec différents 

ensembles de kon et koff, en gardant toujours un rapport kon*/koff = 2, ce qui détermine 

approximativement une valeur d'enrichissement E = 3. Les positions (x, y) des molécules 

individuelles émettant de la fluorescence ont été stockées sous forme de fichiers .trc, puis 

ensuite analysées pour extraire les Ton et Toff (III.6.2.2. Extraction des coefficients cinétiques).  

3.6.3 Correction et normalisation des données de FRAP  

Pour chaque zone de FRAP, deux corrections sont effectuées. La première correction concerne 

l’élimination du bruit de fond de l’image, tandis que la seconde concerne le photoblanchiment 

global de l’ensemble de l’image. Pour ce faire, à chaque point de temps d’acquisition (t), on 

soustrait le niveau de fond de l’image (ffond(t)) au niveau de fluorescence mesuré dans la zone 

de FRAP (f(t)), puis on divise, par l’intensité de fluorescence moyenne sur l’ensemble de la 

cellule (fréférence(t)), à l’exclusion des zones de FRAP. 

𝐹𝑐𝑜𝑟𝑟𝑖𝑔é (𝑡) =
𝑓(𝑡) − 𝑓𝑓𝑜𝑛𝑑(𝑡)

𝑓𝑟𝑒𝑓𝑒𝑟𝑒𝑛𝑐𝑒 (𝑡)
 

Ensuite, pour chaque retour dans chaque zone, on normalise les valeurs entre 0 et 1. Pour ce 

faire, on soustrait du niveau de fluorescence corrigé le niveau de fluorescence minimum 

mesuré juste après photoblanchiment (t0) qu’on nomme F(t0). Ensuite, on divise le tout par 

Δfluo qui représente la différence entre le niveau de fluorescence maximum mesuré avant 

photoblanchiment (F(t<0)) et F(t0). Le calcul de F(t<0) consiste à prendre la moyenne des 

différents niveaux de fluorescence dans la zone de FRAP, sur l’ensemble des points 

d’acquisition avant photoblanchiment.  

𝐹𝑐𝑜𝑟𝑟𝑖𝑔é
𝑛𝑜𝑟𝑚𝑎𝑙𝑖𝑠é =

𝐹𝑐𝑜𝑟𝑟𝑖𝑔é(𝑡)−F(t0)

Δfluo
 avec Δfluo = F(t<0) −  F(t0) 

Ensuite, les courbes de FRAP normalisées pour chaque zone de photoblanchiment sont 

moyennées afin d’obtenir une courbe moyenne par cellule. Sans cette normalisation, il est 

impossible de pouvoir comparer et moyenner les signaux de photoblanchiment entre les 

différentes cellules car le niveau d’expression entre les cellules est beaucoup trop variable. 
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Figure 65. Correction et normalisation des données de FRAP 
(A) f(t) correspond à l’intensité dans la région photo-blanchie au cours du temps, fréférence(t) mesure l’intensité de 

fluorescence totale dans la cellule moins les zones photo-blanchies. Ce signal est utilisé pour corriger le 

photoblanchiment observationnel. Ffond(t) mesure le signal de fond de l’image au cours du temps, il est utilisé pour 

corriger le signal de retour de fluorescence (f(t)) et l’intensité totale (fréférence(t)). F(t<0) est le niveau de fluorescence 

maximal avant photoblanchiment, F(t0) est le niveau de fluorescence après photoblanchiment. Δfluo est la 

différence entre le niveau minimum et maximum. Ces valeurs sont mesurées après correction du fond et du 

photoblanchiment. (B) Les données sont ensuite normalisées entre zéro et un afin de pouvoir moyenner et 

comparer l’ensemble des courbes.  
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MODELE D’HEMI-SYNAPSE 

Dans le cadre de ce second projet, les objectifs visent à réaliser, via la technologie PRIMO, un 

modèle d’hémi-synapse pré et post-synaptique fonctionnelle pour étudier la formation des 

synapses au cours du développement. La proposition d’un modèle permettant d’étudier de 

manière standardisée et à haut débit des synapses pourrait contribuer à l’acquisition de 

nouvelles connaissances concernant les étapes de la formation des synapses au niveau 

structurel et organisationnel. En effet, de nombreuses maladies neurodéveloppementales 

présentent des défauts de connexion synaptique, tels que des variations du nombre de 

synapses (Howes & Onwordi, 2023; Pagani et al., 2021) ou des anomalies du recrutement de 

protéines et de structure synaptique (Moretto et al., 2018; Nishiyama, 2019).  

En comparaison avec les techniques classique de formation d’hémi-synapse, l’impression 

protéique permet de standardiser la taille de la zone de contact, le nombre de synapses 

possibles par unité de surface, ainsi que la position des hémi-synapses. De plus, elle permet 

également d’obtenir un nombre conséquent d’hémi-synapses formées, facilitant ainsi 

l’acquisition d’une quantité d’information importante pour décrire l’image moyenne d’une 

synapse dans une condition donnée. La qualité de ces informations est favorisée par une 

meilleure capacité d’imagerie, grâce à l’orientation des hémi-synapses formées dans le plan 

focal au plus proche de la lamelle. Enfin, l’avantage majeur réside dans la possibilité de suivre 

l’évolution à long terme d’une même synapse, car le compartiment synaptique artificiel ne 

peut théoriquement pas être phagocyté.  

Pour les premières étapes de ce projet, nous allons travailler avec des neurones 

hippocampiques primaires de rat. L’hippocampe est la structure qui régit la mémoire, et elle 

est la plus précocement touchée dans les troubles neurologiques. Cependant, dans le but de 

réduire l’expérimentation animale et d’étudier les maladies neurodégénératives touchant les 

humains, nous souhaiterions réussir à transposer ce type essais pour des neurones dérivés de 

cellules souches de patient. Cependant, avant d’en arriver à ces étapes, le premier défi 

consiste à maintenir des neurones en culture sur le long terme. De nombreux collaborateurs 

d'Alvéole sont confrontés à des difficultés lorsqu'ils cultivent des neurones sur leurs substrats 

micro-imprimés. Pour cela nous avons visé deux axes : proposer un protocole limitant le stress 

Figure 66. Modèle d’hémi-synapse 
Schéma du modèle in vitro en vue de dessus et en coupe transversale. Neurones de l'hippocampe (gris foncé) en 

culture sur des micro-motifs (points de 5µm séparés par 10 µm) de protéines synaptiques (rouge). En gris clair, 

le revêtement antifouling sur lequel les cellules ne peuvent pas adhérer. 
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pour les neurones et adapté à une culture peu dense, et améliorer notre capacité d’impression 

surfacique pour obtenir de plus grande surface d’adhésion pour les neurones.  

Dans le cadre de ce projet, nous avons décidé de modifier la géométrie des motifs afin de les 

rapprocher de celle des synapses. Cependant, au début de ce projet que nous menions en 

parallèle du projet COS, nous n’avions pas encore résolu les problèmes d’impressions à 

l’échelle micro et submicrométrique. Par conséquent, nous avons principalement travaillé 

avec des motifs circulaires de 5 µm séparés de 10 µm les uns des autres. L'adhésion des 

neurones sur des motifs plus petits s'est en plus avérée complexe. 

I Résultats 

 Culture de neurones primaires sur substrat micro imprimés  

1.1.1 Augmenter la vitesse d’impression surfacique  

Lors de nos premiers essais de culture de neurone sur des patterns réalisés en PLPP liquide, 

nous avons constaté que la surface de l’impression est un facteur critique pour la viabilité des 

cultures de neurones sur le long terme. Les neurones ne se développent pas de manière 

optimale à faible densité (Figure 67.A), ce qui induit souvent la mort des cellules. Si l’on 

augmente la densité, en présence d’une petite surface de motif, les corps cellulaires occupent 

une trop grande partie de la surface, rendant ainsi difficile l’observation des synapses qui se 

forment le long des axones et des dendrites (Figure 67.B). Donc, une augmentation de la 

surface d’impression permet une meilleure observation des zones de formation des hémi-

synapses (Figure 67.C)  

Cependant, avec le protocole d’impression initial basé sur l’utilisation du PLPP en phase 

liquide, obtenir des surfaces importances (plus de quelques mm2) nécessitait plus d’une heure 

pour la dose UV optimale déterminée dans la première partie (600 mJ/mm2), ce qui n’était 

pas adapté pour mener des expériences scientifiques avec plusieurs conditions et répétitions. 

Pour augmenter la vitesse d’impression de notre système, plusieurs solutions ont été 

envisagées :  

Figure 67. Impact de la densité neuronale et de la surface de motif 
Schéma explicatif de l’impact de la densité cellulaire et de la surface du motif adhésif sur l’observation des 

potentiels zones de formation des hémi-synapses. (A) Culture peu dense, ce qui peut être préjudiciable pour les 

cellules (B) Surface de motif non adaptée à la densité cellulaire (B) Combinaison optimale entre densité cellulaire 

et surface de motif.  
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• Réduire la dose UV nécessaire pour dégrader la même quantité de PEG. Pour cela, des 

variations ont été envisagées sur le photo-initiateur et la puissance laser.  

• Paralléliser les insolations pour augmenter le débit. Cependant, cette solution nécessite 

un temps de développement industrielle élevé, ce qui n’est pas envisageable à court 

terme.  

La solution développée par Alvéole consiste en un nouveau photo-initiateur appelé PLPP gel. 

Ce composé est déposé en forte concentration en fiche couche gélifiée, au plus près des 

brosses de PEG, optimisant la catalyse de la réaction de dégradation du PLPP par rapport à la 

version liquide du PLPP. La fine couche est créée en mélangeant le PLPP gel avec de l’éthanol 

absolu, qui, en s’évaporant, forme une fine couche de PLPP sous forme de gel. Ce produit 

permet de réduire de 30 fois la dose d’UV nécessaire, permettant ainsi l’impression de 

surfaces d’environ de 20 mm2 en 3 min environ (Tableau 4). La réaction médiée par le photo-

initiateur nécessite la présence d’oxygène (Sikkema et al., s. d.). Dans le cas d’illumination 

prolongées, comme lors de l’utilisation de PLPP liquide, il peut y avoir une déplétion locale de 

l’oxygène, ce qui diminue l’efficacité de la réaction. Pour pallier à cela, nous injectons en 

continu du carbogène durant l’illumination, ce qui n’est pas forcément réalisable pour tous 

les utilisateurs du PRIMO. L’accélération de l’impression grâce au PLPP gel permet également 

de s’affranchir de l’utilisation du carbogène. Enfin, l’avantage de travailler avec une solution 

« gélifiante » est la possibilité d’imprimer sur des surfaces opaques, que l’on pourra retourner 

face à l’objectif. Mon rôle dans ce développement a consisté à caractériser et valider le PLPP 

gel pour une utilisation en biologie cellulaire.  

1.1.1.1 Caractérisation du PLPP gel  

Pour la caractérisation du PLPP gel, des cellules hétérologues (COS-7) surexprimant une 

protéine synaptique, en l'occurrence la Neuroligine1-GFP, ont été utilisées. Ce modèle 

cellulaire est plus approprié pour l'optimisation que les neurones, du fait de sa simplicité et 

de sa capacité à fournir rapidement une réponse cellulaire. L'hypothèse relative au 

fonctionnement du PLPP gel repose sur l'idée selon laquelle la quantité de PEG dégradé est 

plus importante en raison de la concentration accrue de photo-initiateur au niveau des 

brosses de PEG. 

 Cela permet une adsorption protéique plus efficace en un temps d'exposition réduit. Il est à 

noter que, dans la première partie de cette thèse, la nécessité d'utiliser un "arbre 

d'amplification" composé d'une chaîne protéique basée sur les interactions streptavidine-

biotine a été démontrée pour visualiser une interaction entre la protéine imprimée et la 

protéine cellulaire (Figure 68). L'objectif était de vérifier si cette interaction pouvait être 

Tableau 4. Comparatif du PLPP liquide versus PLPP gel 
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reproduite sur des impressions réalisées en PLPP gel. À cette fin, l'enrichissement de 

Neuroligine1-GFP surexprimé dans les cellules sur des motifs de Neurexine1-Fc a été comparé 

en utilisant l'arbre d'amplification complet (condition 1 : BSA-biotin, streptavidine-A647, 

anticorps anti-Human Fc biotinylé). L'expérience a également été réalisée dans deux 

conditions supplémentaires en retirant une couche protéique à chaque étape, en 

commençant par la BSA-biotin (Figure 68, Conditions 1 et 2). 

En PLPP liquide, en présence de l’intégralité de la « chaîne d’amplification », nous observons 

un enrichissement de 3.8 (+/-0.6 SEM). Pour les deux autres conditions, l’enrichissement 

diminue à 1.5 (+/-0.2 SEM), lorsque la BSA-biotin est retirée, puis à 1.1 (+/-0.1 SEM) lorsque la 

streptavidine est enlevée (Figure 68. C). En outre, lors de l’observation des images en TIRF, 

nous remarquons que l’enrichissement est beaucoup plus homogène en présence de BSA-

biotine (Figure 68. Condition 1. A). Cette différence peut s’expliquer par une faible adsorption 

de la streptavidine-A647 et de l’anticorps anti-HuFc-A647 par rapport à la BSA-biotine. En 

effet, si nous examinons le niveau de fluorescence du motif (Figure 68.B), il est plus élevé en 

présence de BSA-biotine. En PLPP gel, dans la condition 1, nous obtenons un enrichissement 

similaire à celui obtenu en PLPP liquide (Figure 68.B & C), avec un enrichissement de 4.0 (+/-

0.2 SEM). Cependant, pour les conditions 2 et 3, l’enrichissement est cette fois similaire à la 

condition BSA-biotin avec respectivement 4.3 (+/-0.2 SEM) et 4.6 (+/-0.3 SEM). En plus de ces 

trois conditions, nous avons aussi réalisé un essai en imprimant uniquement la Neurexine1B-

Fc, mais nous n’avons pas observé d’enrichissement significatif, et très peu de cellule qui 

adhérent sur les patterns (données non illustrées). Ce résultat n’est pas surprenant car 

l’adsorption direct d’une protéine peut fortement perturber son activité. La chaine protéine 

minimale, en PLPP gel, pour pouvoir observer une interaction est donc anti-HuFc et la protéine 

d’intérêt marquée avec une étiquette Fc. En observant le niveau de fluorescence sur les 

patterns, il n’y a pas de différence significative entre les trois conditions en PLPP gel, ce qui 

suggère que l’efficacité accrue de la réaction en présence de PLPP gel favorise l’adsorption des 

protéines.  

Pour vérifier la spécificité en PLPP gel, nous avons réalisé en parallèle une expérimentation de 

réaction croisée en disposant des cellules surexprimant la Neuroligine1-GFP sur des 

impressions de SynCAM1-Fc. Dans ce cas, aucune cellule n’a adhéré, ce qui laisse supposer 

qu’il y a moins d’adhésion cellulaire non spécifique en PLPP gel par rapport au PLPP liquide 

(données non illustrées). Pour la suite des expérimentations, nous avons choisi de conserver 

l’intégralité de la chaîne d’amplification. Cependant, il est important de noter que les 

caractéristiques d’adsorption des protéines diffèrent entre des impressions en PLPP liquide et 

en PLPP gel, ce qui peut influencer certaines expérimentations, tels que l’impression 

multiprotéique (I.3.1. Impression multiprotéique).  

1.1.2 Culture de neurone sur le long terme 

Dans ce projet, notre objectif est d'étudier la formation d'hémi-synapses en effectuant un suivi 

dans le temps. Nous nous concentrons sur les neurones hippocampiques, avec lesquels nous 

travaillons. La formation de synapses commence autour de 5 jours in vitro (DIV5) et se poursuit 

pendant plusieurs semaines (Kaech & Banker, 2006).  
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Figure 68. Caractérisation du PLPP gel 
(A) Représentation schématique des trois conditions, correspondant à différentes chaînes protéiques permettant de fixer 

la Neurexine-Fc pour créer une interaction avec la Neuroligine1-GFP surexprimée en cellule COS-7.  

Condition 1 : Chaîne d’amplification protéique complète Condition 2 : Chaîne avec StrepA647 en première couche. 

Condition 3 : AntiHu-Fc en première couche. 

(B) Epifluorescence (100X) des patterns correspondant à la streptavidin-Alexa647 et imagerie TIRF (100X) de cellules 

COS-7 surexprimant la Neuroligine1-GFP sur un motif de Neurexine1β-Fc réalisé avec le protocole liquide PLPP ou le 

protocole gel PLPP. (C) Graphiques montrant la distribution du niveau de fluorescence et de l'enrichissement pour les 

trois conditions différentes en PLPP liquide et PLPP gel. Kruskal Wallis *** P= 0.0002, ** P [0.0014-0.0044] 

(Nbr de cellules/Nbr d’expérimentations) : Condition 1 : (71/2) ; Condition 2 : (59/2) ; Condition 3 : (50/2). 
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Par conséquent, avant de tenter de former des hémi-synapses, il est essentiel de valider que 

nos neurones peuvent survivre en culture sur le long terme. En premier lieu, il est crucial de 

s'assurer que nos motifs, et plus particulièrement les protéines d'intérêt, restent stables au fil 

du temps. 

1.1.2.1 Stabilité des patterns  

Afin de vérifier la stabilité des impressions protéiques au fil du temps, des impressions 

protéiques ont été réalisées au jour 0. Certaines lamelles micro-imprimées ont été conservées 

dans du milieu de culture et dans les conditions de culture standard (37°C, 5% CO2) pendant 

7 ou 14 jours. Aux jours 0, 7 et 14, des cellules surexprimant le partenaire d’intérêt fluorescent 

ont été déposées sur les substrats pour mesurer le niveau d’enrichissement. Cette expérience 

a été menée avec deux protéines : LRRTM2-Fc, connue pour induire des présynapses in vitro 

et Ncadhérine-Fc, utilisée comme contrôle négatif dans les essais de formations d’hémi-

synapse. Les cellules utilisées expriment Neurexine1B-GFP et Ncadhérine-GFP, qui sont les 

partenaires réciproques des protéines imprimées. 

Pour évaluer la stabilité des patterns, deux paramètres ont été mesurés : le niveau de 

fluorescence sur le pattern, correspondant à la streptavidine-A647, et l’enrichissement. En ce 

qui concerne l’enrichissement, deux aspects ont été examinés : la présence ou l’absence 

d’enrichissement après plusieurs jours dans les conditions de culture des neurones, ainsi que 

le niveau de l’enrichissement par rapport aux substrats utilisés le jour de leur réalisation (Jour 

0). Lorsque nous analysons le niveau de fluorescence entre les différentes conditions (Figure 

69.A & B), nous constatons des variations significatives, notamment pour la condition LRRTM2 

J7. Cependant, ces variations ne semblent pas être liées à l’incubation du substrat. Les 

variations intra-manipulations sont souvent observables et elles sont liées à la préparation des 

substrats, en particulier à l'étape de pégylation, et sont plus prononcées entre les 

expérimentations. Par conséquent, les premières couches de l'arbre d'amplification (BSA-

biotine, streptavidine) semblent rester stables au fil du temps. Cependant, pour confirmer la 

présence et le bon fonctionnement des autres couches, en particulier de la protéine 

synaptique, il est nécessaire d'étudier leur capacité à établir une interaction, ce qui implique 

de se pencher sur l'enrichissement de la protéine cellulaire transmembranaire (Figure 69.A & 

C).  

Pour Ncadhérine et LRRTM2, nous observons à J0 un enrichissement respectif moyen de 6.5 

(+/-0.5 SEM) et 5.0 (+/-0.4 SEM). Dans les deux conditions à J14 un enrichissement de la 

protéine est toujours observable et mesurable. Cependant, nous constatons une diminution 

de cet enrichissement au fil du temps, avec un enrichissement de 5.0 (+/-0.4 SEM) et 1.7 (+/-

0.2 SEM) pour Ncadhérine et LRRTM2 respectivement à J14. Cette baisse est significative pour 

LRRTM2. Cette réduction de l’enrichissement résulte du détachement d’éléments au niveau 

de la chaîne protéique ou d’une perte d’activité de la protéine, expliquant ainsi la différence 

observée entre LRRTM2 et Ncadhérine, car certaines protéines sont plus sensibles en fonction 

de leur configuration. Cette expérimentation a permis d’analyser la stabilité des patterns dans 

les conditions de culture. Cependant, il est aussi possible que la présence de neurones puisse 

avoir un impact positif ou négatif sur la stabilité du pattern, en le stabilisant par des 
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interactions ou en le déstabilisant par des contraintes mécaniques ou par endocytose des 

protéines. De plus, cette expérience a révélé que les cellules s'étendent davantage sur les 

patterns ayant 7 ou 14 jours que sur la condition initiale (Figure 69.D). Cela semble indiquer 

que le recouvrement non adhésif de PEG est moins efficace. Une hypothèse plausible est que 

les composants du milieu (sérum, etc.) ayant des propriétés adhésives peuvent s'accumuler 

en surface, favorisant ainsi l'expansion des cellules. 

1.1.2.2 Culture Banker 

Pour la culture des neurones nous avons opté, après de nombreux essais, pour les cultures en 

Banker (Kaech & Banker, 2006). Ce protocole de culture est couramment utilisé en 

neurosciences pour les neurones primaires hippocampiques. Il consiste à retourner des 

lamelles de neurones sur une couche nourricière de cellules gliales (Figure 70.A). Un espace 

entre les lamelles et la couche de glies est créé par la présence de petits points de parafilm 

Figure 69. Stabilité des patterns 
(A) Images TIRF (100X) de COS-7 surexprimant la Ncadhérine-GFP ou Neurexine1β-GFP avec l’image en 

épifluorescence des patterns correspondant (Streptavidin-A647) après conservation du pattern 0, 7 ou 14 

jours dans l'incubateur (B) Graphiques montrant la distribution du niveau de fluorescence de la streptavidine 

pour chaque condition. ** P [0.0015-0.0065] Ordinary one way Anova. (C) Graphiques montrant la distribution 

de l'enrichissement pour chaque condition. Kruskal-Wallis (D) Graphiques montrant la distribution de la 

surface cellulaire (px2) pour chaque condition. *P=0.0011 Kruskal-Wallis 

(Nbr de cellules/ Nbr d’expérimentations) Ncadhérine-GFP / Ncadhérine-Fc (14(J0),13(J7),17(J14) /1) ; 

Neurexine1β-GFP/LRRTM2-Fc (8(J0),9(J7),1(J14) /1). 
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sur la lamelle. L’avantage de ce protocole est qu’il est optimisé pour des cultures de faibles 

densité, adaptées pour l’étude des prolongements neuronaux, en particulier les synapses. De 

plus, la présence des cellules gliales, qui libèrent continuellement des nutriments dans le 

milieu, permet de réduire les étapes de changement de milieu, réduisant ainsi 

Figure 70. Culture de neurones micro-imprimés 
(A) Protocole de culture des neurones hippocampiques en culture banker (B) Mosaïque d’images en épifluorescence (20X) de 

neurones primaires hippocampiques de rat à DIV14 sur des impressions de SynCAM1-Fc (motif : points de 5 µm) de 20 mm2, soit 

environ 100 000 motifs circulaires. Image de neurones à différents stades de culture (DIV10, 14 et 21). (C) Graphique de 

distribution des tailles de chaque point individuel (D) Graphique du niveau de fluorescence de chaque point individuel (E) 

Graphique du ratio signal sur bruit de chaque point individuel.  
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considérablement le stress pour les neurones. Dans le protocole Banker classique, les 

neurones sont mis en culture sur des lamelles recouverte de poly-L-lysine. Dans notre cas, 

nous remplaçons ce revêtement par notre protocole d’impression protéique. Les préparations 

des cultures de neurones et de glies restent donc inchangées, ce qui rend ce protocole facile 

à mettre en place pour un laboratoire réalisant déjà des cultures classiques en Banker. La 

combinaison de ce protocole de culture avec les grandes surfaces de motifs réalisés en PLPP 

gel permettent de maintenir en culture des neurones hippocampiques de rat pendant plus de 

21 jours in vitro (DIV21) (Figure 70.B). Les neurones sont mis en culture sur des patterns 

d’environ 20 mm2, ce qui représente environ 100 000 dots de 5 µm, offrant la possibilité de 

former autant d’hémi-synapse. Cela fait de notre système un bon moyen de criblage en raison 

de la densité élevée de synapses induites formées. Pour appuyer cet argument, nous avons 

réalisé des mesures sur les motifs pour observer les fluctuations de taille et d'intensité sur 

l'ensemble de cette surface, afin d'avoir une idée de l'homogénéité de nos motifs. (Figure 

70.C-E). Nous constatons que la taille des motifs obtenus (Figure 70.C) est en moyenne 

d’environ 1 µm plus grand que la taille escompté (5 µm), avec une distribution autour de 6 µm 

(+/- 0.58 SD). La différence observée est due à des effets de diffusion de la réaction de clivage. 

Pour limiter ces effets il suffit de réduire la dose d’UV envoyée. C’est pourquoi pour la suite 

des expérimentations, nous avons utilisé une dose d’UV de 20 mJ/mm2 au lieu de 50 mJ/mm2.  

Le rapport signal sur bruit (Figure 70.E) est relativement élevé (16.7 +/- 1.89 SD), ce qui 

démontre une impression de qualité avec un bruit de fond relativement faible, caractéristique 

des impressions en PLPP gel. Les variations du rapport signal sur bruit sont faibles, on note 

quelques points avec des variations de taille et de rapport signal sur bruit plus élevées souvent 

dû à des zones où le substrat n’est pas parfait (séchage, gouttelette de silicone dû à la 

préparation des lamelles …). Ce type de variations est récurent sur quelques zones mais cela 

est négligeable par rapport à l’ensemble des motifs. Ce protocole de culture de neurones sur 

impressions protéiques a été rédigé sous la forme d’une note d’application qui est mis à 

disposition des utilisateurs de PRIMO pour faciliter les essais en Neurosciences (Annexe 3), 

ainsi qu’un chapitre de livre inclus dans la réédition du livre « Synapse Development » 

(Czôndor et al., in press) (Annexe 4).  

 Formation et caractérisation d’hémi-synapse  

Pour valider notre modèle d’hémi-synapse, nous avons travaillé avec des protéines 

d’adhésions synaptiques, dont la capacité à induire des hémi-synapses a déjà été démontrée 

via d’autres modèles in vitro. Pour la formation de présynapse, on utilise LRRTM2 (Roppongi 

et al., 2017) et pour la formation de postsynapse, on utilise Neurexine1β (Czöndör et al., 2013; 

Graf et al., 2004). En tant que contrôle, nous utilisons la Ncadhérine, reconnue pour son rôle 

dans l’adhésion des synapses, mais non dans le recrutement de marqueurs synaptiques. Pour 

valider la formation d’hémi-synapse, nous observons le recrutement de marqueurs 

spécifiques de la présynapse ou de la postsynapse par immunomarquage. Comme marqueur 

de la présynapse, nous utilisons la protéine du transporteur vésiculaire 1 du glutamate 

(vGLUT1), présente sur les membranes des vésicules pré-synaptique des neurones excitateurs. 

Comme marqueur de la postsynapse, nous utilisons la protéine échafaudage PSD-95, présente 

uniquement au niveau des synapses excitatrices. Pour compléter cette première analyse, nous 
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observons la présence de structures caractéristiques de la présynapse (vésicules) et de la 

postsynapse (densité postsynaptique) par microscopie électronique à transmission. 

1.2.1 Recrutement spécifique de marqueur pré-synaptique  

Dans un premier temps, nous nous sommes concentrés sur la formation de présynapse en 

utilisant des impressions de LRRTM2-Fc avec comme contrôle négatif des impressions de 

Ncadhérine-Fc. Après avoir maintenu les neurones en culture sur des substrats micro-

imprimés pendant 14 jours, nous observons, par immunomarquage (Figure 71.A), une 

distribution régulière et des zones très circulaires du marquage vGLUT1, sur les impressions 

de LRRTM2-Fc. Ces zones vGLUT1 positives, correspondent parfaitement aux zones 

d’impressions (Figure 71.A1), démontrant ainsi un recrutement sur les motifs protéiques. En 

revanche, ce recrutement n’est pas observé sur les impressions de Ncadhérine-Fc (Figure 

71.A2), ce qui valide la spécificité de notre essai.  

Pour quantifier ce recrutement, nous nous sommes basés sur l’enrichissement des marqueurs 

synaptiques, que nous avons mesuré par une analyse automatisée (III.7.2 Analyse de 

l’enrichissement hémi-synaptique). Afin de mieux évaluer les différences, nous avons classifié 

les enrichissements en trois catégories (Tableau 5) : l’absence d’enrichissement pour les zones 

avec un enrichissement inférieur ou égal à 1, un enrichissement faible pour les hémi-synapses 

avec un enrichissement supérieur à 1 et inférieur à 2 et un enrichissement fort pour un 

enrichissement supérieur à 2. Etant donné que nous travaillions avec des protéines 

endogènes, les niveaux d’enrichissement moyens (Tableau 5) sont faibles. Cette classification 

en catégories permet donc une lecture plus détaillée des résultats et une comparaison plus 

précise entre les différentes conditions. 

Sur les impressions de LRRTM2-Fc, à DIV14, nous avons mesuré l’enrichissement de plus de 

3000 zones potentiellement hémi-synaptiques. Moins de 10% ne présentent pas 

d’enrichissement, et plus de 24 % présentent un enrichissement fort pour vGLUT1 (Figure 71.B 

et Tableau 5). En ce qui concerne le marqueur PSD-95, plus de 46% des zones ne présentent 

pas d’enrichissement, et 50% présente un faible enrichissement. (Figure 71.B et Tableau 5). 

Tableau 5. Valeurs d’enrichissement sur les hémi présynapse 
Nbr d’hémi-synapses potentielles / Nbr d’expérimentations : LRRTM2-Fc DIV7 (734/1) ; LRRTM2-Fc (3109/1) ; 

Ncadhérine-Fc (386/1). *P=0.046, 0.023 ; ns P =0.16 ou >0.99 ; ** P=0.0066 ; **** P<0,0001 Kruskall wallis test, multiple 

comparaison.  
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Figure 71. Formation d’hémi-présynapse 
A. Images d'épifluorescence (60X) de neurones hippocampiques primaires sur des motifs de Ncadhérine-Fc 

immunomarquage pour vGLUT1 (orange), PSD-95 (violet) et MAP2 (Gris) B. Graphiques illustrant la distribution de trois 

catégories d'enrichissement en fonction du rapport entre le niveau de fluorescence à l'intérieur (FIN) et à l'extérieur (FOUT) 

de la zone de motif pour Vglut1 et PSD-95. (Aucun enrichissement = FON ≤ FOUT , Rose ; Faible enrichissement = FON> FOUT , 

Violet ; Fort enrichissement = FON ≥ 2 X FOUT , Orange) C. Images d'épifluorescence (100X) de neurones primaires de 

l'hippocampe sur des impressions de LRRTM2-Fc immunomarquage pour vGLUT1, PSD-95 et MAP2. D. Graphiques 

illustrant la distribution des catégories d'enrichissement pour PSD-95 et vGLUT1 à DIV7 et DIV14 sur les motifs LRRTM2-

Fc. Nbr d’hémi-synapses potentielles / Nbr d’expérimentations : LRRTM2-Fc DIV7 (734/1) ; LRRTM2-Fc (3109/1) ; 

Ncadhérine-Fc (386/1).  
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Concernant les impressions de Ncadhérine-Fc, nous avons beaucoup moins de zones 

potentielles d’hémi-synapse, avec seulement 386 zones analysées, parmi lesquelles 70 % et 

80 % ne présentent pas d'enrichissement pour vGLUT1 et PSD-95 respectivement (Figure 71.B 

et Tableau 5). Ces premiers résultats montrent le recrutement spécifique d’un marqueur 

présynaptique sur les impressions de LRRTM2-Fc, suggérant ainsi la formation d’hémi 

présynapse. De plus, ce recrutement est bien lié à la protéine, car en présence de Ncadhérine, 

qui est un contrôle négatif, nous n’observons aucun recrutement.  

Si l'on examine l'évolution des hémi-présynapses au fil du temps en comparant les marquages 

après 7 jours et 14 jours de culture des neurones hippocampiques (Figure 71.C-D), nous 

constatons, tout d’abord, que le nombre de zones potentielles d’hémi-synapses, est plus faible 

à DIV7, avec 734 zones de mesures. Cela est lié à un étalement moins important des neurones 

à ce stade de développement. De plus, nous observons une diminution du recrutement de 

vGLUT1, avec seulement 1% des zones présentant un enrichissement fort et 41% un faible 

enrichissement.  

1.2.2 Recrutement spécifique de structure pré-synaptique  

Grâce à l’immunomarquage, il a été établi que sur les motifs de LRRTM2-Fc, nous observons 

le recrutement de vGLUT1, une protéine présente au niveau des vésicules présynaptiques. Ces 

vésicules sont des structures caractéristiques de la présynapse, jouant un rôle dans le 

relargage des neurotransmetteurs et donc dans l’activité synaptique. Afin d’observer ces 

vésicules au niveau de nos hémi-synapses, nous avons utilisé la microscopie électronique à 

transmission (MET) (III.6.2.2 Microscopie électronique à transmission).  

Pour ces premières expériences, nous n’avons pas de moyen de visualiser avec certitude les 

motifs. Cependant, sur les images en grand champs, nous avons réussi à déterminer 

approximativement leur emplacement de par l’organisation des croisements axonaux et 

dendritiques qui connecte les motifs circulaires (Figure 72. A). Un zoom sur les structures au 

niveau des motifs individuels révèle que les hémi-présynapses formées sur LRRTM2-Fc 

présentent des zones étendues contenant des vésicules, comparées aux zones sur 

Ncadhérine-Fc qui sont bien plus petites (Figure 72.B). La densité synaptique (nombre de 

vésicule/µm2) est équivalente pour les deux conditions, avec plus de 200 vésicules par 

micromètre carré (Figure 72.C). Vu que la taille des zones vésiculaire est plus grande sur 

LRRTM2-Fc, il y a donc plus de vésicules totales pour LRRTM2-Fc que pour Ncadhérine sur une 

zone de motif (Figure 72.D). Ce qui est cohérent avec les résultats d’immunomarquage pour 

vGLUT1.  

En ce qui concerne la morphologie des vésicules, le diamètre de ces dernières est équivalent 

dans les deux conditions, avec un diamètre compris entre 38 et 36 nm (Figure 72.F). Ces 

valeurs correspondent à la taille des vésicules décrites dans les synapses des neurones 

hippocampiques en culture (Qu et al., 2009, p.). Pour rappel, les synapses excitatrices sont 

décrites comme rondes, de taille régulière et lisses. Pour étudier la forme des vésicules dans 

nos hémi-synapses, nous avons mesuré leur circularité et leur rondeur (III.7.2 Analyse des 

hémi-synapses et des vésicules en MET). Dans les deux conditions, la rondeur est en moyenne 

de 0,8, ce qui signifie que les vésicules sont globalement assez lisses. 
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Figure 72. Recrutement de vésicules pré-synaptique 
(A) Image grand champ de neurones primaires hippocampiques de rat à DIV14 sur des motifs de LRRTM2-Fc (jaune). Zoom sur 

un motif avec une hémi-synapse potentielle (B) Images représentatives d’hémi-synapses sur des motifs de LRRTM2-Fc ou de 

Ncadhérine-Fc. Coloration manuelle des différents compartiments (axone/dendrite : vert, mitochondrie : bleu, vésicules : 

rouge). (C-E) Graphiques montrant l’aire des compartiments contenant des vésicules (C), la densité surfacique des vésicules 

(D), le nombre de vésicules sur l’ensemble du motif (E) et les caractéristiques morphologiques des vésicules (diamètre, rondeur 

et circularité) (F) entre les motifs LRRTM2-Fc et Ncadhérine-Fc ** P=0.0031, **P=0.017, ns= 0.4, 0.2, 0.09, 0.06 Mann-Withney 

test (Nbr d’hémi-synapses potentielles/ Nbr d’expérimentations) LRRTM2-Fc (4/1) ; Ncadhérine-Fc (3/1), 15 vésicules par hémi-

synapse analysées pour F).  
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Concernant la circularité, elle est très élevée et globalement stable avec une moyenne autour 

de 0,92, ce qui signifie que les vésicules sont rondes (Figure 72.F). 

En présence de motif de Ncadhérine-Fc, nous avons observé en immunomarquage un léger 

enrichissement de vGLUT1 (Tableau 5). Bien que cela ne soit pas comparable avec le 

recrutement présent sur les motifs LRRTM2-Fc, cela reste néanmoins inattendu. En 

microscopie électronique (Figure 72.C), nous observons sur les motifs des zones, contenant 

des vésicules de petites tailles avec une aire moyenne de 0,3 µm². Alors que la taille des zones 

vésiculaires sur les motifs de LRRTM2-Fc est bien plus conséquente avec une aire d’environ 2 

µm2 de moyenne. Sachant que l’aire de la zone active dans les présynapses est décrite avec 

une aire autour de 0,04 µm2 (Schikorski & Stevens, 1997) mais pouvant atteindre des tailles 

allant jusqu’à 0,4 µm2 (Yeow & Peterson, 1991), les zones formées sur Ncadhérine pourraient 

donc correspondre à des synapses natives.  

1.2.3 Plurihémi-synapse, tripartite et activité synaptique 

1.2.3.1 Plurihémi synapse et complexe tripartite  

En immunofluorescence et en microscopie électronique, nous avons remarqué la présence de 

multiples compartiments vésiculaires sur certains motifs de LRRMT2-Fc. Pour mieux étudier 

ces zones, nous avons capturé des images en épifluorescence à l'aide d'un objectif à plus fort 

grossissement et avec une meilleure ouverture numérique pour obtenir une meilleure 

résolution (Figure 73.A-B). En augmentant la résolution et en éliminant le bruit de fond (III.7.1 

Analyse de l’enrichissement hémi-synaptique), nous avons pu délimiter ces compartiments, ce 

qui nous a permis d'extraire le nombre et la taille des compartiments par motif (Figure 73.E-

F). Cette analyse a été réalisée à la fois pour le marquage vGLUT1 et PSD-95.  

Nous avons observé en moyenne cinq compartiments pour vGLUT1 (+/- 2.2 SD), avec une aire 

moyenne de 1 µm², légèrement supérieure à celle d'une synapse classique. Ces résultats 

concordent avec nos observations en microscopie électronique. En revanche, pour le 

marquage PSD-95, nous avons remarqué un nombre plus élevé de compartiments par motif 

(8 +/- 4.3 SD). Cependant, la taille moyenne de ces compartiments est significativement plus 

petite, avec une aire moyenne d'environ 0,6 µm², correspondant davantage à la taille d'une 

synapse normale. Ces zones de petite taille pour PSD-95 pourraient confirmer notre 

hypothèse émise pour les substrats de Ncadhérine, suggérant la formation de synapses 

normales au niveau des zones de motifs, entraînant une augmentation des interactions axone-

dendrite sur ces motifs protéiques. 

Cependant, sur les motifs de LRRTM2-Fc, nous observons occasionnellement des 

compartiments de PSD-95 plus grands et fortement marqués (Figure 73. C et D), bien que cela 

ne soit pas la majorité. De plus, une analyse globale sur des images de faible résolution a révélé 

des données intrigantes : 99% des hémi-synapses étaient positives (enrichissement supérieur 

à 1) pour PSD-95, tout en étant également positives pour vGLUT1.  

À l'inverse, plus de 41% des régions vGLUT1 positives étaient négatives pour PSD-95. Cela 

souligne la présence systématique de vGLUT1 en présence de PSD-95, alors que l'inverse n'est 

pas vrai. Ces zones avec des compartiments PSD-95 de grande taille sont d'autant plus 
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présentes vers le corps cellulaire, là où les dendrites sont plus abondantes (Figure 73. C). De 

plus, si nous regardons l’enrichissement moyen de vGLUT1 pour les hémi-synapses 

doublement positives (PSD-95 et vGLUT1), il est plus élevé (1.75) que pour l’enrichissement 

des synapses positives uniquement pour vGLUT1 (1.32). Nous avons nommé ces zones 

positive pour vGLUT1 et PSD-95, des complexes synaptiques tripartites.  

Figure 73. Plurihémi-synapse et tripartite complexe 
(A et C) Images d’épifluorescence (100X) de neurones hippocampiques de rat à DIV14 en culture sur des impressions de 

LRRTM2-FC, immunomarquage pour MAP2 (Gris), vGLUT1 (Orange) et PSD-95 (Violet). (B et D) Zoom sur des zones hémi-

synaptiques. (E) Graphique du nombre de compartiments/motifs pour vGLUT1 et PSD-95 (F) Graphique de l’aire des 

compartiments pour vGLUT1 et PSD-95.  

****P <0.0001 Wilcoxon test (Nbr d’hémi-synapses/ Nbr d’expérimentations) : LRRTM2-Fc (365/1) 
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Notre idée est que lorsque les dendrites passent près des zones hémi-présynaptiques, ils 

créent des postsynapses ; ce qui forme un complexe à trois composants : le motif de LRRTM2-

Fc qui est un compartiment artificiel, la hémi-présynapse et la postsynapse qui se forme en 

surplomb (Figure 73. C et D). La formation de ce complexe tripartite semble agir sur l’efficacité 

de la synapse en augmentant la taille de la zone active et de la PSD.  

1.2.3.2 Activité synaptique  

Pour étudier l’activité synaptique, nous avons réalisé des mesures d’activité calcique, en 

transfectant (III.3.2 Transfection Neurones) des neurones à DIV7 sur des impressions de 

LRRTM2-Fc avec un indicateur calcique le GCaMP6f, afin d’observer les flux de calcium au 

niveau des hémi-synapses à DIV14 (Figure 74). Les premières observations démontrent un 

recrutement de GCaMP6f au niveau des motifs. La mesure du signal de GCaMP6f au fil du 

Figure 74. Différence d’activité synaptique entre les hémi-présynapses simples et les complexes tripartites  
(A) Image en lumière claire de neurones hippocampiques de rat à DIV14 sur des motifs de LRRTM2-Fc. Image en épifluorescence 

inverse du marqueur post-synaptique Homer-DsRed et de l’indicateur calcique GCaMP6. Les motifs circulaires indiquent les zones 

de synapses potentielles. Coloration basée sur le niveau de signal calcique maximum observé. (B) Zoom sur des hémi-synapses 

présentant différents niveaux de signal calcique avec le niveau basal et les influx calcique (C) Graphique des moyennes des signaux 

calcique pour les hémi-synapses de chaque catégorie (D) Corrélation entre le marquage Homer et le signal calcique maximum 

observé. (Nbr d’hémi-synapses potentielles / Nbr d’expérimentations : 40/1)  
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temps, présente des fluctuations d’intensité, correspondant à des vagues calciques 

spontanées. Ce qui démontre la présence d’une activité au niveau des hémi-synapses formées 

avec les motifs imprimés.  

Afin de pouvoir différencier les hémi-synapses tripartites des hémi-présynapses, nous avons 

également transfecté un marqueur postsynaptique, Homer-DsRed. En observant les images 

en épifluorescence (Figure 74.A), nous constatons qu’il y a des hémi-synapses avec un fort 

recrutement de Homer et de GCamP6, alors que certaines hémi-synapses ne présentent pas 

de recrutement de Homer mais montrent un marquage GCaMP6f, bien que ce dernier semble 

plus faible. Après avoir analysé les courants calciques spontanés normalisés par rapport au 

niveau basal, nous avons pu distinguer trois catégories d’hémi-synapses (Figure 74.B-C) en 

fonction du signal calcique : élevé (orange), modéré (violet rose) ou nul (noir). Les hémi-

synapses ayant le signal calcique le plus élevé durant les phases d’influx sont celles présentant 

un recrutement du marqueur post-synaptique Homer (Figure 74.D) le plus élevé. Cependant, 

pour les hémi-synapses avec un signal modéré, certaines ne présentent aucun recrutement 

du marqueur Homer (Figure 74.D). Nous avons émis l’hypothèse que ces hémi-synapses, 

correspondent aux hémi-synapses positives uniquement pour vGLUT1 dans les 

expérimentations précédentes. Cela signifie donc que les hémi-synapses formées semblent 

recevoir des influx calciques, mais que la formation d’un complexe tripartite accroît ce signal 

calcique et donc potentiellement l’activité. 

1.2.1 Morphologie des synapses  

Suite aux images en immunofluorescence et en microscopie électronique à transmission, nous 

avons été surpris par l’ampleur des synapses formées, recouvrant quasiment la totalité des 

motifs, bien que nous ayons démontré l’existence de plusieurs compartiments. Afin d’étudier 

plus en détails la morphologie des hémi-synapses, nous avons utilisé la microscopie 

électronique à balayage pour examiner la topologie des membranes.  

Ces observations ont été réalisées sur des neurones à DIV14, cultivés sur des motifs de 

LRRTM2-Fc. Les images obtenues montrent clairement la croissance des neurones 

uniquement sur les zones de motifs (Figure 75.A). Il est intéressant de noter que lorsque 

différentes dispositions des motifs sont utilisées (Figure 75.B), que ce soit une distribution 

carrée avec une distance en diagonale plus importante ou une distribution hexagonale, les 

prolongements favorisent la distance la plus courte. Une observation plus précise au niveau 

des motifs de 5 µm (Figure 75.C) révèle une membrane très étalée avec un aspect poreux au 

niveau du motif. Si le diamètre du motif circulaire est réduit à 2 µm, la membrane est 

beaucoup moins étalée et présente un aspect beaucoup plus lisse. En revanche, en modifiant 

la géométrie du motif pour adopter une forme en L, plus asymétrique que le motif circulaire, 

nous observons une adaptation de la forme de l’hémi-synapse. Cependant, une analyse en 

immunomarquage du recrutement de vGLUT1 sur ce type de motif asymétrique (Figure 75.D), 

montre un taux de recouvrement moins important que sur les motifs circulaires de 5 µm. En 

effet, sur ces motifs asymétriques, nous observons un recouvrement d'environ 50% du 

pattern. Il est donc possible de modifier la morphologie des hémi-présynapses en modifiant 

la morphologie du motif protéique.  
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Figure 75. Morphologie membranaire des hémi-présynapses 
(A) Image grand champ de neurones primaires d'hippocampe de rat à DIV14 sur des motifs de LRRTM2-Fc. (B) 

zoom sur des neurones sur des motifs de 5 µm avec soit une répartition en carrée (droite) soit hexagonale 

(gauche) (C) Gros plan sur différentes morphologies d'hémi-synapses induites sur différentes géométries de motif 

LRRTM2-Fc. (D) Immunomarquage de neurones primaires d'hippocampe de rat à DIV14 sur des motifs en forme 

de L de LRRTM2-Fc. Graphique du taux de recouvrement et de l’aire des hémi-synapses formées entre les motifs 

en L et des motifs circulaires de 5µm. **** P<0.0001, Kruskal-Wallis test comparaisons multiple (Nbr d’hémi-

synapses/ Nbr d’expérimentations) : Pattern L (774/1), Pattern dots 5µm (3110/1) 
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1.2.2 Hémi-postsynapse  

Afin de démontrer la versatilité de notre modèle il est important de montrer que l’on peut 

également former des hémi-postsynapses. Pour cela, nous avons décidé de travailler avec la 

Neurexine que nous avons caractérisée dans la première partie de cette thèse, et qui est 

également l’une des protéines de la présynapse les plus utilisées dans les modèles de 

présynapses. Cependant, nous avons rapidement rencontré un problème, car les neurones 

n’adhérent pas sur les impressions de Neurexine1β-Fc. Et lorsque, de manière très rare, 

quelques neurones arrivent difficilement à adhérer, nous constatons qu’ils évitent totalement 

les zones de motifs et préfèrent pousser sur le PEG, normalement non adhésif pour les cellules 

(Figure 76).  

Afin de comprendre ce phénomène, une comparaison a été réalisée avec les différents articles 

scientifiques utilisant Neurexine1β-Fc dans leur compartiment artificiel pour former des 

postsynapses (Tableau 6). La première observation révèle que, dans l’ensemble des essais, la 

Neuroligine est surexprimé dans les neurones, ce qui peut favoriser une formation de contact. 

Les articles de Graf de 2004 et de Lee de 2017 sont les seuls qui démontrent la possibilité de 

former des hémi-postsynapses sans surexpression de la Neuroligine1. Dans les deux cas, ils 

utilisent un modèle de coculture où la protéine du compartiment artificiel n’est pas une 

protéine purifiée, puisqu’elle est exprimée par la cellule à la membrane. Dans l’article de 

Czöndor de 2013, basé sur l’impression protéique, il est indiqué que lors d’essais sans 

surexpression de la Neuroligine, ils n’obtiennent pas d’hémi-synapses. En revanche, la plupart 

des essais de formation de présynapses utilisant la Neuroligine1, ne nécessitent aucune 

surexpression de Neurexine1 (Tableau 7), ce qui semble indiquer que la formation de 

présynapses est plus facile.  

Il existe, à notre connaissance, peu d’essais de formation d’hémi-synapse utilisant d’autres 

protéines pré-synaptiques que la Neurexine. Un essai basé sur un modèle de coculture, avec 

Figure 76. Neurone sur impression de Neurexine 
Image en épifluorescence (100X) d'un neurone primaire d'hippocampe de rat DIV14 immunomarquage pour 

MAP2 sur un motif de Neurexine1β-Fc. 
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la présence de la protéine FLTR3 dans le compartiment artificiel, montre l’incapacité de 

recruter la synapsine, un marqueur postsynaptique, sans transfection de son partenaire, la 

latrophiline 3 (O’Sullivan et al., 2012). Un second article, démontre cependant que le 

récepteur neuronal de la pentraxine (NPTXR) permet, dans un modèle de coculture, d’induire 

la formation de postsynapse sans surexpression de la protéine partenaire (Lee et al., 2017).  

Une autre différence par rapport à notre protocole est la présence de protéine d’adhésion de 

la matrice, telles que la polylysine ou la laminine (Tableau 6 et Tableau 7). Ces protéines 

permettent l’adhésion des neurones et décorrèlent ainsi l’adhésion de l’action de la protéine 

synaptique. Dans la littérature, il n’est pas clair que Neurexine1β a un rôle dans la croissance 

et l’adhésion des neurones. Il est donc possible que la seule présence de la Neurexine1β ne 

soit pas suffisante pour induire l’adhésion des neurones à des stades précoces, cependant des 

essais préliminaires mélangeant Ncadhérine et Neurexine, n’ont pas donné des résultats plus 

concluants, signifiant que ce n’est pas le principal problème.  

 Décorréler l’adhésion de la formation des synapses  

Au vu des résultats obtenus lors des essais de formation de postsynapses, nous avons cherché 

un moyen de dissocier les motifs inducteurs de synapses, des motifs d’adhérence cellulaire de 

manière générale. En plus, si nous parvenons à cela, nous pourrons proposer aux utilisateurs 

du PRIMO de nouveaux protocoles pour travailler avec des protéines répulsives ou non 

Tableau 6. Synthèse formation d'hémi postsynapse avec Neurexine1  

Tableau 7. Synthèse formation d'hémi présynapse avec Neuroligine 
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adhésives pour les cellules. En effet, avec le protocole classique utilisant le PEG, qui est un 

traitement cytophobique, une molécule adhésive est indispensable, sinon les cellules ne 

peuvent pas adhérer. Par ailleurs, au cours de ces expérimentations, nous avons souvent été 

confrontés à des détachements des neurones lors des différentes étapes d’immunomarquage. 

Ceci démontre que l’adhésion proposée par les motifs circulaires n’est pas suffisante.  

Pour atteindre cet objectif, nous avons essayé deux approches : l’une basée sur l’impression 

multiprotéique et l’autre basée sur le remplacement du PEG par un revêtement adhésif.  

1.3.1 Impression multiprotéique 

La première solution envisagée pour créer une zone adhésive pour les neurones implique 

l’ajout de motifs adhésifs en plus des motifs de protéines d'adhésion synaptique. Dans le cadre 

du développement de modèle compétitif (I.2.2. Modèle de compétition), nous avions déjà 

validé un protocole de réalisation de double motif protéique en PLPP liquide (Figure 77.A). Ce 

protocole permet d’éviter la contamination croisée de la laminine sur la zone du premier motif 

grâce au pouvoir saturateur de la BSA (Figure 77.B). De plus, l’ensemble de la chaîne 

d’amplification étant nécessaire pour observer un enrichissement en PLPP liquide (I.1.1.1 

Caractérisation du PLPP gel), nous pouvons nous permettre, afin d’optimiser au mieux le 

temps d’expérimentation, d’incuber l'anticorps et la protéine synaptique, qui nécessitent une 

incubation respective de 10 minutes et de 2 heures minimum à RT, après les deux insolations. 

Nous avons démontré que si l'anticorps et la protéine Fc sont potentiellement adsorbés au 

niveau du motif de laminine, cela n'était pas suffisant pour observer une interaction protéique 

(Figure 77.C). Cette optimisation des temps d’expérimentations est un facteur que nous 

souhaitons au maximum conserver pour faciliter l’accessibilité et le rendement des protocoles 

proposés par Alvéole.  

Cependant, pour la culture de neurones, nous utilisons maintenant le PLPP gel pour obtenir 

plus rapidement de plus grande surface de pousse. Cependant, nous avons démontré que, 

dans cette condition, la chaîne d'amplification n'était pas nécessaire (I.1.1.1 Caractérisation 

du PLPP gel). En effet, en suivant exactement le même protocole (Figure 77. A) que pour le 

PLPP liquide, si nous disposons des cellules exprimant une protéine synaptique (ici SynCAM-

mCherry) sur une impression multiple de SynCAM1-Fc et de laminine, on constate que la 

protéine cellulaire transmembranaire est enrichie sur les deux motifs (Figure 77. D), avec 

cependant un enrichissement moins fort au niveau des motifs de laminine. Cependant, nous 

cherchons une complète distinction des zones de formation synaptique des zones 

d’adhésions. Il est donc nécessaire d’adapter le protocole d’impression multiples à ces 

nouveaux paramètres.  

Une modification potentielle du protocole est d'incuber l'anticorps anti humain Fc avant la 

deuxième insolation (Figure 77. E). Nous avons en effet montré que la protéine d'adhésion 

synaptique seule n'était pas suffisante pour obtenir une interaction protéique en PLPP gel 

(I.1.1.1 Caractérisation du PLPP gel), donc même si elle s’adsorbe sur les motifs de laminine, 

nous ne devrions pas obtenir d’enrichissement.  



MODELE D’HEMI-SYNAPSE  

Page | 156 
 

 

Figure 77. Multiprotéique impression en PLPP gel 
(A) Protocole de d’impression multiples (B) Image d'épifluorescence du rendu du multipatterning en PLPP gel avec des points 

de BSA biotine et de streptavidine-A647 (SA-A647) et des lignes de Laminine A488. Mesure par ligne de balayage du niveau 

de fluorescence (C-D) Image TIRF de cellules COS-7 surexprimant SynCAM1-mCherry sur un revêtement de Laminine (fluo ou 

non) et SynCAM1-Fc réalisé soit avec du PLPP liquide (C) soit avec du PLPP gel (D). Graphiques montrant la distribution de 

l'enrichissement entre le motif en points (SynCAM1-Fc) et celui en lignes (Laminine) (E) Protocole alternatif pour l’impression 

multiple en PLPP gel. Image TIRF de cellules COS-7 surexprimant SynCAM1-mCherry sur des points de SynCAM1-Fc et 

Laminine-A488. Graphiques montrant la distribution de l'enrichissement entre le motif en points (SynCAM1-Fc) et celui en 

lignes (Laminine) ** P=0.0014, ** P=0.0046, ns = 0.5, Paired t test (Nbr de cellules / Nbr d’expérimentations) PLPP liquide 

(5/1) ; PLPP gel (8/1) , PLPP gel second protocole (3/1). 
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Cependant, en réalisant cette modification, nous n’avons plus d’enrichissement de la protéine 

membranaire et ceux sur tous les motifs (Figure 77.E). L’ordre d’incubation de l’anticorps 

étant le seul changement effectué nous supposons qu’il ne supporte pas l’étape de séchage 

puis de gélification du PLPP gel nécessaire pour réaliser la seconde insolation, ce qui empêche 

la fixation de la protéine d’intérêt sur le motif.  

1.3.2 Impression sur revêtement adhésif 

En parallèle de nos essais d’impression, nous avons testé une approche différente, basée cette 

fois ci sur le remplacement du revêtement cytophobique (PEG) par un revêtement adhésif 

(Figure 78.A). Une récente étude, utilise une approche similaire pour étudier le guidage des 

lymphocytes T en exposant aux UV une surface couverte d’une protéine adhésive, afin de 

créer des zones plus ou moins adhésives (Luo et al., 2019). Cependant, dans cette étude, il 

n’imprime pas une seconde protéine dans les zones insolées, il cherche uniquement à 

dégrader partiellement le revêtement adhésif. Donc, suite à cette étude, nous avons tenté 

d’utiliser ce type d’approche, dans le cadre d’une collaboration, pour explorer les mécanismes 

de guidance en imprimant des protéines répulsives sur un revêtement adhésif. Ces essais, 

réalisés en PLPP liquide, étaient prometteurs avec une légère adsorption de protéine répulsive 

lors de l’utilisation d’une dose UV de 1000 mJ/mm2. Cependant, la dose UV nécessaire pour 

obtenir un motif protéique avec une adsorption correcte auraient été trop élevées, entraînant 

des temps d'impression excessivement longs et donc une rentabilité très faible pour des essais 

sur neurones. Cependant, avec le développement du PLPP gel, permettant d’amplifier la 

réaction et donc de réduire fortement la dose UV nécessaire (I.1.1.1 Caractérisation du PLPP 

gel), le projet d'impression sur revêtement adhésif a été relancé pour le projet hémi-synapse.  

Pour cela, nous avons opté pour l’utilisation d’un revêtement homogène de laminine, mais 

par la suite, nous souhaitons démontrer la faisabilité de ce protocole avec d’autres protéines 

de la matrice extracellulaire, telles que la polylysine et la fibronectine. Le protocole 

d’impression est équivalent à celui classiquement utilisé, seule la préparation du substrat 

change avec l’incubation de la laminine (III.5.2. Impression sur coating homogène) à la place 

de l’étape de pégylation. Pour valider notre preuve de concept nous avons, dans un premier 

temps travaillé avec des COS-7, ce qui nous as permis d’obtenir une réponse biologique plus 

rapide qu’avec des neurones. Dans un deuxième temps, nous avons travaillé avec des 

neurones primaires, pour valider la formation d’hémi-synapses.  

En première observation, nous pouvons constater qu’il est possible d’imprimer une protéine, 

ici la straptavidine-A405, au niveau des motifs insolés (UV +PLPP gel) sur le revêtement de 

laminine-A488 (Figure 78.B). Nous avons testé différentes doses UV afin de déterminer la 

condition d’insolation optimale (Figure 78.C). Lors de l’augmentation de la dose UV, nous 

observons une diminution du niveau de fluorescence de la laminine-A488 dans les zones 

insolées par rapport au niveau basale à l’extérieur des zones de motifs. Cette diminution 

semble atteindre un palier entre 200 et 300 mJ/mm2. Concernant l’adsorption de la 

streptavidine, nous observons une relation dose-effet, entre la dose UV et le niveau de 

fluorescence de la streptavidine au niveau des zones insolées. Cet effet semble atteindre un 

plateau autour de 500 mJ/mm2. Une dose de 500 mJ/mm2 induit des impressions déjà 
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relativement longues (environ 1 heure pour 20 mm2), nous n’avons donc pas cherché à 

augmenter encore la dose et nous avons gardé cette valeur comme dose optimale. La dose 

UV classiquement utilisée en PLPP gel est entre 20 et 50 mJ/mm2, la réaction de dégradation 

de la laminine est donc moins efficace de celle du PEG.  

Pour valider la fonctionnalité des motifs protéiques, nous avons disposé sur des motifs de 

SynCAM1-Fc des cellules exprimant SynCAM1-mcherry (Figure 78.D). Nous constatons que la 

protéine transmembranaire SynCAM1-mCherry est spécifiquement recrutée au niveau des 

zones d’illumination, où la présence de la protéine synCAM1-Fc est souhaitée (Figure 78.D). Si 

nous mesurons le niveau de fluorescence le long d’une ligne sur l’image pour la streptavidine-

A405, la laminine-A488 et la SynCAM1-mCherry, nous observons des pics de fluorescences 

pour SynCAM1-mcherry alignés avec les pics de signal de la streptavidine-A405 et totalement 

désalignés avec les pics de la laminine-A488 (Figure 78.E).  

Nous avons réalisé cet essai sur trois conditions (Figure 78.F-G). Deux conditions utilisant la 

streptavidine comme première protéine d’accroche pour notre arbre d’amplification, mais 

utilisant soit de la laminine-A488 soit de la laminine non fluorescente comme revêtement 

adhésif. La troisième condition utilise la BSA biotine comme première protéine d’accroche 

pour notre arbre d’amplification. Il n’est pas nécessaire, dans le cadre des expérimentations 

futures, que la laminine soit fluorescente, il est même préférable qu’elle ne le soit pas pour 

pouvoir réaliser différents marquages d’intérêt sur les neurones. Cependant, nous devons 

nous assurer que l’absence de fluorophore n’induise pas un biais dans le protocole. 

Concernant la BSA, de par son pouvoir saturateur, nous avions préféré initialement ne pas 

l’utiliser par crainte qu’elle se fixe sur la laminine. Cependant, pour travailler dans les mêmes 

conditions que nos précédentes expérimentations il serait préférable que nous puissions 

l’utiliser. Dans les trois conditions nous observons le même niveau d’enrichissement de la 

SynCAM1-GFP sur les motifs de SynCAM1-Fc (Figure 78.F) et ceux même si l’adsorption de 

streptavidine est significativement plus conséquente en présence de la BSA biotine (Figure 

78.G).  

Ces essais avec les cellules hétérologues sont très encourageants et ce protocole devrait 

permettre de former des hémi-synapses sur ces motifs réalisés sur revêtement adhésif. Nous 

avons donc utilisé des neurones primaires afin de réaliser un essai de formation d’hémi 

présynapse. Lors de l'immunomarquage des neurones, nous constatons qu’ils poussent bien 

sur les zones de motifs et que le recrutement de vGLUT1 sur les motifs de LRRTM2 est 

observable (Figure 78.L). Cependant, nous nous attendions à obtenir des neurones sur 

l’ensemble de la lamelle, dû à la présence de laminine sur l’ensemble de celle-ci. Or, nous 

avons observé que quelques zones où les neurones se trouvent en dehors de la zone 

d'impression. Dans ces dernières, nous observons un faible niveau de fluorescence 

correspondant à la streptavidine (Figure 78.I). Cela peut être dû à des zones qui ont séchés et 

où les protéines se sont adsorbées. Nous observons au final peu de zones où les neurones 

poussent uniquement en présence de la laminine (Figure 78.I). La laminine n’ayant pas un rôle 

adhésif pour les cellules COS-7, nous n’avions donc pas pu évaluer ce paramètre en amont. Il 

semble donc que nous ne parvenions pas à conserver l’intégrité de la laminine au cours de 

notre protocole, et qu’elle n’ait donc pas conservé ses propriétés adhésives.  
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Figure 78. Impression sur recouvrement adhésif  
(A) Vue schématique du dessus des neurones poussant sur un revêtement adhésif avec des points de protéines d’adhésion 

synaptique pour créer des zones de formation de synapse (B) Image en épifluorescence d’un revêtement de laminine-A488 

après insolation aux UV et incubation de streptavidine-A405. (C) Graph du ratio signal sur bruit de la laminine-A488 et de 

la streptavidine-A405 en fonction de la dose d’UV. (D) Image d’épifluorescence d’un motif de BSA+streptavidine-A405 

+SynCAM1-FC sur un revêtement homogène de Laminine-A488. Image TIRF d’une cellule COS-7 surexprimant synCAM1-

mCherry. (E) Graphique du niveau de fluorescence le long d’une même région linéaire pour la laminine-A488, la 

streptavidine-A405 et synCAM1-mcherry. Les pics pour la streptavidin-A405 et synCAM1-mCherry sont alignés. (F) 

Graphique de l'enrichissement de SynCAM1-mCherry sur des motifs de SynCAM1-Fc avec soit la laminine-A488 soit 

laminine simple pour la phase adhésive. Pour la première couche de l’arbre d’amplification soit la streptavidine soit la BSA 

biotin. (G) Graphique du niveau de fluorescence du motif pour les conditions précédentes. (H-J) Image d’épifluorescence 

(20X) de neurone primaire d’hippocampe à DIV14 sur une impression avec recouvrement adhésif. ns >0.99 et 0.54, *** 

P=0.0003, Kruskal-Wallis test comparaisons multiple (Nbr de cellules / Nbr d’expérimentations) Laminine-A488 + SA (6/1) ; 

Laminine + SA (7/1) , Laminine + BSA biotine + SA (13/1). 
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II Conclusion  

Pour conclure cette seconde partie, nous avons démontré, avec le système d’impression 

protéique PRIMO, la capacité à induire la formation d’hémi-présynapses à partir de neurones 

primaires d’hippocampe de rat. Une caractérisation structurelle et fonctionnelle a été réalisée 

en combinant ce modèle à des immunomarquages, à de la microscopie électronique et à de 

l’imagerie calcique.  

Cela a permis d’observer le recrutement de marqueurs vésiculaires (Figure 71) et de 

caractériser morphologiquement ces vésicules (Figure 72), confirmant ainsi la formation 

spécifique de présynapses excitatrices sur des impressions de LRRTM2-Fc. Bien que la 

formation d’hémi-présynapses sur des impressions protéiques ne soit pas une nouveauté, les 

articles sur ce sujet sont rares (Czöndör et al., 2013; Li Wei et al., 2013). C’est donc la première 

fois que cela est démontré avec la protéine LRRTM2, et ce, en l’absence de polylysine qui est 

connue pour induire des formations spontanées de présynapses (Burry, 1982). De plus, c’est 

la première fois que des images de microscopie électronique à transmission démontrent le 

recrutement de vésicules sur des impressions protéiques de protéines d’adhésions 

synaptiques. Cela a permis d’observer que les vésicules recrutées sur les synapses induites ont 

les mêmes caractéristiques morphologiques que celles présentes dans les synapses 

excitatrices matures natives des neurones hippocampiques (Qu et al., 2009, p.). 

L’analyse du recrutement de vGLUT1, marqueur vésiculaire, a montré une augmentation du 

recrutement de vésicules au fil du temps, cohérente avec les étapes, précédemment décrites, 

d’augmentation vésiculaire au cours de la maturation des synapses (Blue & Parnavelas, 1983; 

Dyson & Jones, 1980; Vaughn, 1989). Cependant, dans notre modèle, il est difficile de 

différencier différents groupes de vésicules comme décrit dans les synapses natives 

(Mozhayeva et al., 2002) car ils sont définis en fonction de leur distance par rapport à la 

densité synaptique. Comme notre modèle mime la postsynapse, nous n’avons pas accès à ces 

informations. 

De plus, par vidéo-imagerie de neurones transfectés avec GcAMP6, nous avons démontré que 

les hémi-présynapses formées présentent des flux calciques, confirmant leur fonctionnalité 

(Figure 74). D'autres mesures sur des neurones vivants sont envisageables, telles que le suivi 

du recrutement de différentes protéines synaptiques ou de nanostructures au cours du 

développement synaptique. La standardisation et l’orientation des hémi-synapses induites 

par l’impression protéique représentent un réel avantage pour l’acquisition et l’analyse 

comparée à des neurones en culture classique. 

Quant à l'aspect morphologique des hémi-présynapses formées (Figure 75), l’étalement et 

l’aspect poreux de la membrane, observés sur les motifs micro-imprimés, sont cohérents avec 

ce qui a déjà été publié précédemment sur des motifs imprimés de taille similaire (Li Wei et 

al., 2013). Il existe très peu d’images, à notre connaissance, de boutons synaptiques réalisées 

en microscopie électronique à balayage sur des neurones en culture, rendant la comparaison 

peu évidente. Cependant, l’article de Hirano et Kasono (Hirano & Kasono, 1993) présente des 

images avec un faible grossissement de synapses formées entre des interneurones et des 

cellules de Purkinje. La morphologie observée est moins étalée que nos hémi-présynapses, 
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avec un aspect plus protubérant et une membrane plus lisse. Cette différence peut s’expliquer 

par le fait que, dans notre modèle, les motifs sont aussi les seules zones où l’adhésion est 

possible, ce qui peut potentiellement changer la morphologie.  

Nous avons déterminé qu’avec des motifs de 5 µm, il arrive que plusieurs hémi-synapses se 

forment sur un seul motif. Ce phénomène existe également in vivo, où il a déjà été décrit que 

plusieurs boutons synaptiques peuvent se former sur une même épine dendritique (Jones & 

Powell, 1969; Santuy et al., 2018), ce qui est très caractéristique chez les neurones 

hippocampiques (Rigby et al., 2023). Cependant, il serait intéressant de réduire la taille des 

motifs pour se rapprocher de la taille physiologique de ces dernières. Dans la première partie 

de cette thèse, nous avons réussi à améliorer l’impression de motifs de petite taille, ce qui 

sera utile pour les développements futurs sur ce projet d’hémi-synapses.  

Le contrôle de la taille des synapses formées est intéressant car une corrélation a été établie 

entre la taille de la synapse et certains compartiments (PSD, zone active...) fortement corrélés 

entre eux mais surtout avec l’efficacité de la synapse (Bourne et al., 2013; Branco et al., 2008; 

K. m. Harris & Sultan, 1995; K. Harris & Stevens, 1989; Murthy et al., 2001; Schikorski & 

Stevens, 1997). Pendant la plasticité synaptique et donc l’apprentissage, la morphologie 

synaptique varie avec une augmentation de la taille des synapses et des nanostructures 

(Clavet-Fournier et al., 2023; Marrone & Petit, 2002). Pour un axone qui forme plusieurs 

contacts avec un même dendrite, il a été démontré que ces synapses ont la même 

morphologie et la même mémoire, ayant subi le même historique en terme d’activité et 

d’information (Bartol et al., 2015). 

Nous avons constaté que les hémi-présynapses formées peuvent adapter leur morphologie 

en fonction de la géométrie du motif protéique imprimé. En variant le diamètre d’un motif 

circulaire, nous avons observé une variation de la morphologie et de l’aspect de la membrane. 

De plus, en utilisant une forme asymétrique, nous avons complétement modifié la 

morphologie de l’hémi-synapse. Si l’on teste différentes tailles de motifs de géométrie 

similaires pour créer différents « historiques synaptiques », cela pourrait permettre 

d’observer l'impact sur l’activité des hémi-présynapses créées, ainsi que sur la taille de 

certains compartiments, tels que la zone active, par exemple. A terme, nous espérons obtenir 

des images modélisées de synapses et de compartiments synaptiques moyens, mais nous 

avons principalement travaillé avec une géométrie circulaire complètement symétrique, 

rendant difficile ce type de moyennage.  

L’imagerie électronique à balayage a également permis d’observer la présence d’axones 

isolés, ce qui est relativement difficile à obtenir en culture, où les axones s’enroulent autour 

des dendrites. Cela est possible grâce à la disposition des motifs mais également au contrôle 

de la densité cellulaire par rapport à la surface du motif. Nous observons également des 

paquets d’axones et de dendrites. Ce type de bundle dense a déjà été décrit précédemment 

sur des motifs protéiques linéaires (Jun et al., 2007).  

L’analyse plus poussée de l’immunomarquage a montré que certaines hémi-présynapses 

présentent un recrutement de vGLUT1 et de PSD-95 (Figure 73). Le recrutement de PSD-95 

seul n’a pas été observé, et une première hypothèse, confirmée par les résultats obtenus en 
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présence de Ncadhérine, suggère que les motifs sont des zones favorisant le croisement entre 

axone et dendrite. Ce qui favoriserait la formation de synapses natives sur les motifs, cela 

étant validé par la taille moyenne des compartiments observés sur les motifs de Ncadhérine. 

Cependant, certaines postsynapses, surtout autour du corps cellulaire, sont de tailles plus 

conséquentes et induisent des hémi-présynapses avec un enrichissement plus important de 

vGLUT1. Nous avons défini ces cas spécifiques comme étant un complexe tripartite avec pour 

constituants : le motif, l’hémi-présynapse et une postsynapse. Le nom de ce complexe fait 

référence à la synapse tripartite décrite depuis quelques années, qui inclut les astrocytes 

comme acteurs importants dans la formation, la maturation et la plasticité des synapses. Au 

niveau hippocampique, plus de la moitié des synapses sont des complexes tripartites (Ventura 

& Harris, 1999). La présence de protéines d’adhésion synaptique, telles que la Neuroligine1, a 

été démontrée comme permettant la liaison physique entre les astrocytes et les 

compartiments synaptiques (Tan & Eroglu, 2021). Notre hypothèse est que le motif pourrait 

dans ce cas mimer l’action des astrocytes, cela est suggéré par l’augmentation du signal 

calcique dans les complexes tripartites formés. En effet, ce compartiment glial est connu pour 

jouer un rôle actif dans l’activité synaptique, notamment dans le relargage de 

neurotransmetteurs et la concentration calcique cytosolique (Araque et al., 1999; Santello et 

al., 2012).  

En ce qui concerne la formation de postsynapses, l’analyse bibliographique (Tableau 7) a 

montré qu'il n'était pas simple de réussir à en former, surtout en l'absence de surexpression 

de la protéine présynaptique. Cela soulève un point important concernant l’utilisation de 

protéines recombinantes, en effet, nous avons observé que, dans les deux publications où la 

formation de postsynapses a été démontrée en absence de surexpression de Neuroligine1, le 

modèle d’hémi-présynapse utilisé est la coculture. Cette technique est la seule qui ne soit pas 

basée sur l’utilisation de protéines recombinantes, puisque le compartiment artificiel est une 

cellule hétérologue exprimant la Neuroligine1 dans sa forme transmembranaire. 

Les protéines purifiées sont une version tronquée, conservant seulement l’ectodomaine, qui 

est la partie extracellulaire. De plus, dans son état natif, Neurexine1β présente des 

modifications sulfatées, des chaînes d’héparine sulfates jouant un rôle important en créant 

une interaction supplémentaire avec les Neuroligine1 et LRRMT2. La présence de ces chaînes 

est indispensable pour la structure et la fonction des synapses (Zhang et al., 2018). Ces chaînes 

ont été montrées comme les facteurs induisant la formation spontanée de présynapses, 

uniquement et non de postsynapses, en présence de billes recouvertes de poly-D-lysine 

(Lucido et al., 2009). Dans ce même article, il est démontré que la Neurexine1β recombinante 

que nous utilisons est tronquée avant la région contenant les sites de modification des 

héparines sulfates. Cela peut en partie expliquer nos difficultés à former des hémi-

postsynapses. La question biologique principale que soulèvent nos résultats et l’étude 

bibliographique est la suivante : est-ce que la formation de postsynapses nécessite la présence 

d’une présynapse mature pour pouvoir se former ? En effet, il semble beaucoup plus facile 

d’induire la formation de présynapses, même en l’absence de protéines synaptiques. 

Un point technique que nous avons soulevé et qui peut jouer un rôle dans la formation de 

postsynapses est la capacité adhésive du motif. En effet, dans l’ensemble des études de 
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formation d’hémi-présynapses, en plus de la protéine d’intérêt, une protéine adhésive est 

utilisée (Laminine, PLL…). Pour cela, nous avons testé deux protocoles, l’un basé sur 

l’impression multiple (Figure 77) et l’autre sur le remplacement du recouvrement 

cytophobique de PEG une molécule adhésive (Figure 78). Pour le moment, les résultats 

expérimentaux ne sont pas encore optimaux : dans le premier cas, nous n’arrivons pas à 

conserver la localisation spécifique de la protéine d’intérêt, et dans le deuxième, nous ne 

conservons pas les propriétés adhésives de la laminine.  

Pour que la solution d’impression multiple fonctionne en PLPP gel, il faudrait effectuer la 

deuxième illumination UV en utilisant le protocole de PLPP liquide plutôt qu'en PLPP gel, 

même si cela peut être plus chronophage. Une seconde option consisterait à expérimenter 

avec des molécules de saturation après la deuxième insolation. En ce qui concerne 

l’impression sur recouvrement adhésif, l’optimisation de ce protocole n’en est qu’à ses 

prémices et sera poursuivie par la suite, car le développement offre de belles perspectives 

pour Alvéole.  
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III Matériels et Méthodes 

 Culture de neurones primaires hippocampiques  

Avant le dépôt des neurones, les lamelles sont rincées 3 fois dans du PBS et une fois dans du 

milieu de culture pour neurone (Neurobasal complet) conditionnées par des cellules gliales 

(Dénommée milieu conditionné ensuite). 30 min avant l’ensemencement les lamelles sont 

placées par 4 dans des boites de pétrie de 60 mm avec du milieu conditionné à 37°C et 5%CO2 

pour équilibrer l’ensemble.  

Les neurones primaires hippocampiques de rat sont dissociés à partir d’embryons de rat 

Sprague-Dawley à E18 basés sur le protocole décrit précédemment (Kaech and Banker, 2006). 

Tous les animaux sont utilisés en accord avec les recommandations de l’université de 

Bordeaux et le comité de protection et d'utilisation des animaux du CNRS.  

Les neurones sont ensemencés à une densité de 35 000 cellules par lamelles avec des motifs, 

soit 3000 cellules/mm2 dans notre cas. 6 heures après le dépôt des neurones, les lamelles sont 

« flippées » dans une boite de pétri avec une couche nourricière de cellules gliales. 72 heures 

après 2 µM d’Arac-C est ajouté pour bloquer la pousse des cellules gliales. 

Milieu et préparation des astrocytes :  

Neurobasal complet : Milieu Neurobasal Plus (sans rouge de phénol) supplémenté avec 0.5 

mM GlutaMAX et 1X B-27 Plus (Thermo Fischer Scientific), 100 units mL-1 penicilline, 100 µg. 

mL-1 streptomycine. 

La couche nourricière d’astrocyte est préparée à partir du même type d’embryons que les 

neurones. Les astrocytes sont ensemencés entre 20 000 et 40 000 cellules par boites de pétrie 

de 60 mm (suivant le lot de sérum de cheval utilisé) et cultivés pendant 14 jours dans du MEM 

(Thermo Fisher Scientific) contenant 4.5 g.l-1 Glucose, 2mM GlutaMAX et 10% sérum de cheval 

inactivé par la chaleur (Thermo Fischer Scientific). 4 jours avant la dissection et le dépôt des 

neurones, le milieu des glies est remplacé par du milieu Neurobasal complet ce qui donne du 

milieu conditionné après le relargage de nutriments par les cellules gliales.  

 Plasmides d’ADN 

Electroporation COS : SynCAM1-GFP (+420), SynCAM1-mCherry (+420), et GFP-Neurexine1B 

(SS4-) sont des dons T. Biederer (Yale University, New Haven, USA) (Cheadle & Biederer, 2012) 

et M. Missler (Münster University, Allemagne), respectivement. 

Le plasmide Ncadhérine-GFP a déjà été décrit (Gavard et al., 2004). 

Transfection calcium phosphate Neurones :  

Les plasmides Homer1c-DsRed (Mondin et al., 2011) et GCaMP6f (Getz et al., 2022) ont déjà 

été décrits.  

La fidélité de toutes les constructions a été vérifiée par séquençage à l'aide de la société 

Genewiz. 

 

 

https://www.sciencedirect.com/science/article/pii/S2211124721011220#bib36
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 Electroporation  

3.3.1 Electroporation COS-7 

Les cellules COS-7 (ATCC) sont cultivées dans du milieu FluoroBrite Dulbecco's modified Eagle's 

medium (DMEM ; GIBCO/BRL) supplémenté avec 10% de sérum bovin fœtal (FBS), 100 unités 

mL-1 de pénicilline, 100 µg. mL-1 de streptomycine, 1% de Glutamax et 1% de Sodium-Pyruvate 

dans une atmosphère à 37°C et 5% de CO2. L’absence de rouge de phénol dans le milieu est 

préconisée car ce dernier s’adsorbe dans les zones d’impression créant un fort niveau d’auto-

fluorescence dans le vert. 

Trente-six heures avant les expériences, les cellules sont rincées avec du PBS à 37°C, trypsinées 

pendant 5 min, puis suspendue dans du milieu de culture et centrifugées pendant 5 min à 

1000 rpm. Le culot contenant environ 1M à 2M de cellules est suspendu dans 100 µl de milieu 

d'électroporation, placé dans une cuvette et électroporé en utilisant le système Amaxa 

Nucleofector (Lonza) avec 1-3 µg d’un des plasmides décrits. Les cellules électroporées sont 

ensuite remises en suspension dans un milieu de culture, placées dans des plaques de 12 puits 

et replacées dans l'incubateur jusqu’à le début de l’expérimentation.  

3.3.2 Transfection Neurones  

La transfection calcium-phosphate est une méthode basée sur la formation de précipités 

phosphate de calcium-ADN pour faciliter l’entrée de l’ADN dans les cellules via l’endocytose 

(Dudek et al., 1998). Ce protocole peut être utilisé avec des cultures neuronales (Graham & 

van der Eb, 1973). 

Nous conseillons d’utiliser la transfection au phosphate de calcium au lieu d’autres méthodes 

telles que l’électroporation pour les neurones sur impressions protéiques. En effet, 

l’électroporation doit être effectuée juste avant l’ensemencement des cellules sur les 

substrats, et c’est assez stressant pour les neurones. Ainsi, pour augmenter l’adhésion des 

neurones sur des substrats imprimés, la transfection au phosphate de calcium est préférable 

car effectuée 7 jours après l’ensemencement. 

Les neurones ont été transfectés à DIV 7 en utilisant 0,5 à 1 µg de plasmides d'ADN. Avant la 

transfection, 2 ml du milieu équilibré approprié ont été ajoutés à chaque boîte. La 

combinaison de différents plasmides a été diluée dans du tampon TE, ajoutée goutte à goutte 

pour former les précipités et cette solution a été transférée à la solution HEBS (solution saline 

tamponnée 2x HEPES : NaCl 274 mM, KCl 10 mM, Na2HPO4 1,4 mM, glucose 12 mM, HEPES 

42 mM - pH 7,2). Les lamelles de neurones cultivés ont ensuite été transférées dans des 

plaques à 12 puits contenant 200 µl/puits de milieu neurones et 50 µl d'acide kynurénique 5x. 

Nous avons ajouté 50 µL de solution de précipité dans chaque puits et les neurones ont été 

incubés pendant 1 heure à 37°C. Ensuite, les cellules ont été lavées pendant 20 minutes à 37°C 

avec 400 µl de milieu équilibré contenant 2 mM de KA, puis ont été remises dans leur boîte 

de culture d'origine jusqu'à l'imagerie. 
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 Protéines  

Les protéines recombinantes Neurexine1β (SS4-), Ncadhérine, SynCAM1 fusionnées au Fc 

humain au niveau C-terminal ont été produites et purifiées comme décrit précédemment 

(III.3.I Protéines recombinantes).  

Les protéines recombinantes Ncadhérine-Fc (1388-NC) et LRRTM2-Fc (5589-LR) ont été 

achetées chez R&D biosystems.  

 

 Impression protéique  

3.5.1 Impression en PLPP gel  

Après traitement de 5 min au plasma (Harrick Plasma), les lamelles de 18mm, avec des points 

de parafilm, préalablement nettoyées à l’acide nitrique, sont placées dans une chambre 

fermée avec du 3-aminopropyl triethoxysilane en solution dans des capuchons d’Eppendorf 

(300 µl au total) pendant une heure. Après, une solution fraîche de mPEG-SVA à 100 mg/ml 

dans du tampon carbonate (10mM, pH 8) est incubée pendant une heure (150 µl par lamelle). 

Ensuite, les lamelles sont abondamment rincées avec de l’eau distillée puis séchées sous un 

flux d’azote. Un mix de 33µl d’éthanol absolu et de 3 µl de PLPP gel est déposé par lamelle, 

une bonne répartition du liquide sur la lamelle est réalisée par des rotations légères de la 

lamelle. L’ensemble est laissé séché pendant 1 h à température ambiante afin d’obtenir un 

gel transparent de PLPP à la surface de la lamelle (Figure 79.A).  

Le fichier Tiff, en 8-bits est dessiné sur le logiciel Inkscape. Il est chargé sur le logiciel Leonardo 

fourni avec le système PRIMO (Alvéole, France), qui est lui branché sur un microscope inversé 

(Nikon TiE Eclipse) avec un objectif Super Fluor 20X/0.75NA. Leonardo permet de définir les 

coordonnées via la platine du microscope, la dose UV en contrôlant la puissance laser et le 

temps d’insolation et les différentes géométries à imprimer, en contrôlant le DMD. L’UV 

structuré est ensuite projeté sur la lamelle via l’objectif 20X à une dose UV entre 20 et 50 

mJ/mm2 (Figure 79.A). 

L’action combinée de l’UV et du PLPP gel va localement induire la dégradation du PEG. La 

lamelle est ensuite rincée abondamment avec de l’eau distillée stérile puis séchée avec un 

pistolet à air. Une chambre de rinçage en PDMS (Figure 79.B) (PDMS stencil, Alvéole, France), 

a été développée permettant de correctement rincer les premières couches de protéines, 

l’utilisation de cette chambre est critique surtout pour l’impression de multiples protéines. 

Cette chambre est réalisée en découpant un film de silicone transparent de 250 µm 

d’épaisseur (BISCO HT-6240, Rogers Corporation Carol Stream, IL, USE) à l'aide d'une machine 

de découpe vinyle (Graphtec, Irvine, CA, USA). Le film de silicone est pris en sandwich entre 

deux feuilles de plastique, une de ces feuilles est conservée comme support. Le motif découpé 

est enlevé permettant, en retournant la partie imprimée de la lamelle (côté des dots) vers 

l’intérieur du puits, de créer une chambre de rinçage et d’incubation. Il est important de ne 

pas recouvrir les canaux d’entrée et de sortie de liquide avec la lamelle (Figure 79.B). Après 

réhydratation de la lamelle avec du PBS pendant quelques minutes, la BSA biotin à 100 µg/ml 

est incubée pendant 3 min puis après 3 rinçages en PBS la Streptavidine-Alexa405 est incubée 
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à 50 µg/ml pendant 3min. Après 3 rinçages en PBS, la lamelle est rincée à l’eau distillée est 

séchée à nouveau. La streptavidine étant fluorescente, une vérification de l’aspect et de la 

qualité des motifs peut être réalisée à cette étape. Un cercle de PDMS de 16 mm2 est ensuite 

utilisé (Figure 79.B). Les lamelles sont conservées dans du PBS à 4°C. Une fois l’impression et 

l’incubation des premières protéines pour toutes les lamelles, l’anticorps anti Humain-Fc est 

incubé à 50 µg/ml pendant 10 min et après rinçage la protéine-Fc est imprimée à 50 µg/ml 

durant toute la nuit à 4°C dans une boite fermée. Une heure avant le dépôt des neurones, les 

lamelles sont rincées trois fois avec du PBS1X, sans sécher la lamelle, et le PDMS est enlevé. 

Après un rinçage avec du milieu de culture, les lamelles sont disposées par quatre dans des 

boîtes de pétri avec du milieu conditionné. 

Pour réaliser une deuxième impression protéique, il est possible de renouveler l’insolation en 

incubant à nouveau du PLPP et en effectuant une seconde exposition aux UV. Pour les 

Figure 79. Protocole d’impression protéique en PLPP gel 
 (A) Sur lamelle classique (1) un revêtement de Silane-PEG permet de créer une brosse antifouling dense (2). 

Une solution de photo-initiateur (PLPP gel) est ensuite ajoutée (3). La lumière UV (375 nm) est modulée en 

fonction d'une image chargée dans le logiciel LEONARDO (où les paramètres de l'éclairage sont contrôlés) 

(4). Le motif de lumière UV est projeté via l’objectif et le PLPP activé clive localement le PEG (5) rendant le 

substrat adhésif pour les protéines (6). (B) schéma de la chambre de rinçage en PDMS et du stencil en PDMS 

utilisé pour l’incubation de l’anticorps et la protéine d’intérêt.  
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manipulations d’impressions multiples, nous avons travaillé avec de la Laminine-A488 

(couplage maison en colonne de dessalage) et de la Laminine non fluorescente (L2020, Merck).  

3.5.2 Impression sur coating homogène  

Pour l’impression sur revêtement homogène adhésif, la différence est dans la préparation des 

lamelles. Les étapes de silanisation et de pégylation ne sont pas réalisées, à la place, la 

laminine fluorescente, ou non, est incubée à 25 µg/ml dans du PBS1X pendant 48h à 4°C sur 

les lamelles dans une boite de pétri fermée. Les lamelles sont ensuite rincées abondamment 

à l’eau distillée et séchées au pistolet à air. Les étapes du protocole sont ensuite identiques à 

celles décrites précédemment avec juste une augmentation de la dose UV à 500 mJ/mm2.  

 Imagerie 

3.6.1 Microscopie optique   

3.6.1.1 Système optique  

Pour l’imagerie des immunomarquages, nous utilisons un microscope inversé (Nikon Eclipse 

TiE), équipé de plusieurs objectifs : TIRF 100x/1,49 NA à immersion a huile, Plan Fluor 40x/1.30 

NA à immersion a huile et un Super Fluor 20x/0.75 NA.  

L'imagerie par épifluorescence est réalisée à l'aide d'une lampe à mercure (Nikon Xcite) et de 

jeux de filtres appropriés (SemROCK ou Chroma) pour chaque fluorophore : Alexa 405 

(Excitation : D380/60x ; Dichroïque : DM400 ; Emission : D460/50M), Alexa 488 (Excitation : 

FF01-472/30 ; Dichroïque : 3035B ; Emission : FF01-530/43) ; TRITC (Excitation : FF01 531-40 ; 

Dichroïque : T585lpxr ; Emission : ET630/75M) et Alexa647 (Excitation : FF02-628/40 ; 

Dichroïque : FF-660Di02; Emission: FF02-692/40). Les images sont acquises à l’aide d’une 

caméra EMCCD Evolve 512 (Phototometrics®) et du logiciel Metamorph® (Molecular Devices). 

3.6.1.2 Immunomarquage  

Les lamelles avec les neurones ont été fixées avec du paraformaldéhyde (PFA) 4% pendant 15 

min. Un traitement avec NH4Cl 50mM pendant 10 min a permis de bloquer les groupements 

aldéhydes libres avant perméabilisation avec du PBS contenant 0,2% de Triton X-100 pendant 

10 min. Une étape de blocage avec du PBS contenant 2% de sérumalbumine bovine (BSA) est 

réalisée pendant 1 h.  

Un immunomarquage des neurones a été réalisé avec les marqueurs suivant : 

- PSD-95 endogène en utilisant un anticorps monoclonal de souris anti-PSD-95 (Thermo 

Fischer Scientific, MA1-046, 1 :500) suivi d'un anticorps de chèvre anti-souris Alexa 488 

(Sigma-Aldrich, A11001, 1 :500)  

- vGLUT1 endogène en utilisant un anticorps monoclonal de cochon d’inde anti-vGLUT1 

(Abcam, AB5905, 1 :1000) suivi d'un anticorps d’âne anti-cochon d’inde Alexa 647 (Sigma-

Aldrich, A21450, 1 :800) 
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- MAP2 endogène en utilisant un anticorps monoclonal de poulet anti-MAP2 (Abcam, 

AB5905, 1 :500) suivi d'un anticorps d’âne anti-poulet TRITC (Jackson Immunoresearch, 

703-025-155, 1 :800) 

Les lamelles ont ensuite été montées entre lame et lamelle dans du Fluoromount-G 

(15586276, Ficher scientific) sans DAPI.  

3.6.2 Microscopie Electronique  

Pour la microscopie électronique à balayage et à transmission, l’étape de fixation des 

neurones est identique. Après 14 DIV, les neurones sont fixés dans un mix de PFA 1,6% EM 

grade et du glutaraldéhyde à 2% dilué dans du tampon phosphate (0.1M pH=7,4). Cette phase 

de fixation est suivie par trois rinçages de 5min dans du tampon phosphate (PB) 0.1M 

3.6.2.1 Microscopie électronique à balayage  

Pour cette technique, les lamelles utilisées sont des lamelles de 12 mm sans dots de parafilm 

pour pouvoir tenir sur les supports d’observation du microscope à balayage. Pour la 

microscopie à balayage, la fixation est suivie d’une déshydratation par incubation dans des 

degrés croissants d’éthanol (50°- 5min, 70°-5min, 95°- 5min, 100°-2*5min sur tamis 

moléculaire). Ensuite l’échantillon est métallisé au platine par un métalliseur QT150T 15  

mA/25min. Les observations sont réalisées sur la plateforme de microscopie électronique du 

BIC sur le GEMININ300 de Zeiss.  

3.6.2.2 Microscopie électronique à transmission  

Pour la microscopie électronique à transmission, après la fixation, on effectue une post 

fixation de 1heure 30 sur glace et dans le noir, avec une solution de 1ml tétroxyde d’osmium 

(OsO4) à 4% et du Ferrocyanure de potassium (0.04 g) dans 3 ml de PB 0.1M. Dans le cas des 

essais réalisés avec de la streptavidine couplée à des billes d’or de 1.4 nm, une étape 

d’amplification à l’argent est effectuée en utilisant le kit « HQ Silver enhancement » de 

Nanoprobes.  

Ensuite, nous procédons à l’étape de contraste en utilisant de l’acétate d’uranyle 0.5% (filtré 

à 0.22µm) dilué dans de l’eau, pendant 30 min à température ambiante et dans l’obscurité. 

Ces deux étapes sont suivies de trois lavages à l’eau de 5 minutes, à température ambiante. 

L’échantillon est ensuite déshydraté par incubation dans des solutions d'éthanol à 

concentrations croissantes (50° pendant 10min, 70°pendant 10min, 95°pendant 2 fois 15min, 

100° pendant 2 fois 20min sur tamis moléculaire). Par la suite, nous procédons à une première 

étape d’imprégnation dans un mélange de 50% d’éthanol à 100° et 50% de résine époxy 

décongelée, pendant 2h à température ambiante. Pendant cette période, nous préparons de 

la résine époxy fraîche en vue d’une incubation de résine pure pendant la nuit (congélation à 

-20°C de la résine restante en 2 aliquots pour le lendemain). Le matin suivant, nous 

décongelons un des aliquots de résine en vue d’un changement de la résine pour une 

incubation de 5 heures. Après ces 5 heures d’incubation, les cellules sont inclues dans une 

gélule de résine, puis incubées à 60°C pendant plus de 48h. La gélule est décollée de la lamelle 
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en utilisant alternativement de l'eau chaude et de l'azote. Le matériel biologique d’intérêt se 

trouvant sur une faible épaisseur, au plus proche du bas de la cupule, pour garantir la 

récupération de la zone souhaitée dès la première section, l’épaisseur des coupes à été plus 

que doublés par rapport au protocole traditionnel, avec une épaisseur de 150 nm. Les coupes 

sont réalisées à une vitesse de 1mm/s au microtome équipé d’un couteau diamant et elles 

sont récupérées dans l’ordre sur des grilles carbonées. Les observations sont effectuées sur la 

plateforme de microscopie électronique du BIC en utilisant le microscope Hitachi (120kv, 

H7650) et le Talos (200 KV FEI F200S).  

 Analyse  

3.7.1 Analyse de l’enrichissement hémi-synaptique  

Un des avantages majeurs de l’impression protéique est la localisation des hémi-synapses 

créées. En effet, si l’on compare avec une image de neurones en culture 2D classique (Figure 

81.A), les synapses formées ne sont pas toujours orientées d’une manière qui permet de 

distinguer correctement la présynapse de la postsynapse. Dans notre modèle classique (Figure 

81.B) un des compartiments est mimé par le motif, ce qui permet d’avoir la formation de 

l’hémi-synapse au plus proche de la lamelle avec une orientation constante. La fluorescence 

du motif, la répétabilité de sa forme et de sa distribution sont des avantages pour réaliser des 

analyses de haut-débit.  

Pour ce faire, j’ai développé une macro d’analyse ImageJ afin d’automatiser la détection et les 

mesures de fluorescence pour nos hémi-synapses (Annexe 2). Dans ce processus analytique 

classique (Figure 81.C), le motif va nous permettre de venir localiser nos zones potentielles de 

formation d’hémi-synapse. Pour cela, nous utilisons le centre de masse de chaque motif pour 

les localiser et ensuite venir définir une région d’intérêt (ROI) carrée autour (taille du carrée = 

2 x diamètre du motif). Les motifs trop prêts du bord de l’image dont la région autour serait 

tronquée ne sont conservés. Ces ROIs seront ensuite transférées sur un masque réalisé en 

seuillant une image combinée de MAP2 et vLUGT1.  

Ce masque binaire (0 ou 256) va nous permettre de pouvoir éliminer les régions sans 

prolongement neuronal et les régions au niveau du corps cellulaire. Pour cela, nous utilisons 

la moyenne d’intensité dans chaque région. 

 

Figure 80. Protocole de préparation des coupes de neurones pour l’imagerie MET 
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Figure 81. Analyse haut-débit des hémi-synapses  
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 En effet, le motif où la formation des hémi-synapses a lieu ne représente que 20% de la 

surface totale de la ROI, et les prolongements, étant des structures relativement fines la 

surface, couvrent une surface quasiment négligeable. Donc, si la surface neuronale couvre 

plus de 68% de la région (soit une intensité moyenne à 175) nous avons considéré cette région 

comme recouverte par le corps cellulaire. Si l’intensité moyenne est inférieure à 255, c’est 

donc une région vide sans passage du neurone. Pour les régions où un prolongement neuronal 

est présent, mais en dehors du motif imprimé, nous les éliminons plus tard dans le processus 

d’analyse, si aucun marquage n’est détecté dans la zone de motif.  

Ensuite, pour chaque fluorophore (A647, GFP, A405) correspondant à un marquage d’intérêt 

(vGLUT1, PSD-95, Motif), nous créons une pile d’images, correspondant aux différentes ROIs, 

à la suite. La pile d’image avec les motifs individuels nous permet de déterminer par seuillage 

une région correspondant au motif et une région opposée couvrant la surface en dehors du 

motif. Puis en réalisant un seuillage dans chacune de ces deux zones sur les images de PSD-95 

ou de vGLUT1, nous pouvons déterminer les zones de marquage à l’intérieur du motif (ON 

pattern) et à l’extérieur (OUT pattern). Ce qui va nous permettre ensuite de mesurer l’intensité 

dans ces zones (ION et IOUT) pour pouvoir mesurer l’enrichissement (E).  

𝐸 =
(𝐼𝑂𝑁 − Background)

(𝐼𝑂𝑈𝑇 − Background)
 

Pour cette analyse, nous avons décidé de constituer trois conditions suivant l’enrichissement : 

Aucun enrichissement = ION ≤ IOUT, Faible enrichissement = ION > IOUT et Fort enrichissement = 

ION ≥ 2 x IOUT.  

Pour les mesures en mode « pluri-synapse » sur les images au 100X, pour définir les régions 

ON pattern et OUT pattern, nous traitons les images vGLUT1 et PSD-95 avant le seuillage avec 

un flou gaussien (σ=5). Ensuite, nous soustrayons cette image à l’image originale pour éliminer 

les bruits de fond et les niveaux de fluorescence les plus diffus et ainsi mieux isoler par 

seuillage les compartiments entre eux.  

3.7.2 Analyse des hémi-synapses et des vésicules en MET 

Dans un premier temps, nous avons détourés manuellement les limites des compartiments 

contenants des vésicules comme représentées par les lignes roses (Figure 82). Ensuite, nous 

sommes venus compter (points orange) manuellement le nombre de vésicules par 

compartiments (Figure 82). Les vésicules synaptiques sont facilement identifiables par leur 

membrane sombre et leur lumière transparente aux électrons. Comme dans des articles 

publiés (Qu et al., 2009), les grands compartiments membranaires (astérisques noirs) n'ont 

pas été inclus dans la mesure. Ensuite, quinze vésicules par zone de motif, réparties entre les 

différents compartiments, ont été détourées en traçant à la main l’extérieur de la membrane 

comme représenté par les lignes rouges (Figure 82).  

Pour déterminer la densité vésiculaire, nous avons mesuré l’aire des compartiments 

vésiculaires (lignes roses) auxquelles nous avons soustrait l’aire des mitochondries (lignes 

bleues) s’il y en a dans les compartiments. Pour mesurer le diamètre (d) des vésicules, nous 
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avons considéré qu’elles sont circulaires (d=2√(aire/π)). Enfin, pour décrire la forme de ces 

vésicules, nous avons mesuré la circularité et la rondeur.  

Circularité : 4π × aire / Périmètre2 avec une valeur de 1,0 indiquant un cercle parfait. À mesure 

que la valeur s'approche de 0 elle indique une forme de plus en plus allongée. Les valeurs 

peuvent ne pas être valables pour les très petites particules.  

Rondeur : 4 × aire/ (π × Axe majeur2) l'inverse du rapport hauteur/largeur. 

Figure 82. Analyse manuelle des vésicules sur les images de MET d’hémi-synapse  

* 
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DISCUSSION ET PERSPECTIVES  

Bien que de nombreux modèles et techniques permettent d’étudier les interactions protéine 

-protéine et comprendre le rôle de ces interactions dans la connectivité synaptique, il reste 

énormément à découvrir sur la compréhension détaillée du rôle de ces interactions dans 

l’initiation ou la plasticité synaptique. Dans ce projet de thèse, nous avons démontré que 

l’impression protéique subcellulaire couplée à différentes techniques de microscopie permet 

d’acquérir de nouvelles connaissances dans ce domaine. Pour cela, nous avons utilisé deux 

modèles : un modèle biomimétique avec des cellules hétérologues exprimant une protéine 

transmembranaire synaptique, et un deuxième modèle, dit d’hémi-synapse, utilisant des 

neurones hippocampiques primaires, le tout disposé sur des impressions de protéines 

synaptiques. 

Grâce à notre premier modèle, nous avons ainsi mis en évidence, par l’utilisation du FRAP et 

du sptPALM, que l’interaction homophilique de SynCAM1, ayant un rôle dans la morphologie 

synaptique, est très labile. En revanche, l’interaction Neuroligine1/Neurexine1β est très stable 

en raison de la forme dimérique de Neuroligine1, et cette interaction prolongée est 

indispensable pour la fonctionnalité de la synapse. De plus, nous avons démontré, en utilisant 

un mutant de PSD-95, que l’interaction entre Neuroligine1 et la protéine intracellulaire PSD-

95 peut se faire via les trois domaines PDZ de PSD-95 avec le domaine C-terminale de 

Neuroligine1, mais avec des affinités différentes.  

A l’aide du second modèle, nous avons démontré par microscopie photonique et électronique 

la capacité de former, via LRRTM2, des hémi-présynapses recrutant un marqueur 

présynaptique ainsi que des vésicules synaptiques, le tout accompagné d’une activité calcique 

spontanée. De plus, nous avons constaté que la formation de postsynapses par l’impression 

de Neurexine1β n’est pas aussi simple que décrite dans littérature, suggérant des biais dans 

les modèles hémi-synaptiques utilisés avant l’impression protéique. Cette observation nous a 

amené à formuler l'hypothèse que la postsynapse pourrait être le compartiment initiateur de 

la synaptogenèse.  

I Dissection des interactions protéine-protéine  

Avec ce projet nous avons répondu à un besoin de modèle intermédiaire permettant de 

caractériser des interactions protéine-protéine spécifiques et individuelles dans un 

environnement membranaire. Pour cela, nous avons couplé l’impression protéique avec des 

techniques et analyses de sptPALM et de FRAP afin de proposer un modèle intermédiaire 

entre le SPR et des mesures in cellulo dans les synapses. En utilisant ce modèle biomimétique, 

nous avons pu disséquer les mécanismes d’interaction des couples protéiques hétérophilique 

Neurexine/Neuroligine et homophilique SynCAM.

Du point de vue de notre étude, le modèle proposé dans le cadre de cette thèse ne vise pas à 

remplacer les mesures de SPR ou les mesure in cellulo. Cependant, complémente et aide à 

comprendre les divergences de mesure observées entre ces deux techniques. Il constitue ainsi 

un maillon d’informations supplémentaires dans la caractérisation de la cinétique 
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d’interaction. En effet, ce modèle permet d’évaluer l’impact de la membrane sur les 

interactions et offre la possibilité de contrôler les protéines présentes pour comprendre le 

rôle et l’impact de chaque partenaire ou compétiteur.  

La composante analytique du FRAP, principalement, mais aussi du SPT, revêt une importance 

capitale pour extraire des informations réelles des mesures effectuées. Cependant, en raison 

de la complexité de ces analyses, il est recommandé, pour les non-initiés à la biophysique, 

d’avoir des connaissances préalables sur l’interaction étudiée, que ce soit au niveau structurel 

ou cinétique, afin de s’orienter correctement. C’est pourquoi cette technique est 

complémentaire et ne peut se suffire à elle-même, comme toutes les techniques d’étude des 

interactions protéiques.  

L’utilisation de l’impression subcellulaire pour étudier les interactions protéine-protéine est 

encore à un stade précoce de son développement et de son utilisation. Affirmer que 

l'environnement proposé par impression protéique mime parfaitement la complexité 

physiologique est difficile. Des essais et analyses supplémentaire sont nécessaire. Quelques 

articles tentent, par des simulations, de comprendre l’impact de l’immobilisation protéique 

par impressions (Arnold et al., 2016, 2020) sur la diffusion et l’interaction, mais les données 

et les connaissance sur le sujet doivent encore s’étoffer et ce travail de thèse contribue à cet 

enrichissement. 

Pour se rapprocher davantage de l’environnement physiologique de la synapse, une 

perspective vraiment intéressante serait d’imprimer des membranes lipidiques fluides 

contenant la protéine synaptique d’intérêt. Récemment, des articles utilisant le 

micropatterning de membrane lipidiques (Z. Chen et al., 2021; Colin et al., 2023) ont émergé. 

Un de ces articles a permis de comparer l’impression classique avec des protéines immobiles 

de l’impression de membrane, permettant aux protéines d’intérêt d’avoir une mobilité et une 

diffusion sur les motifs. Cela a révélé le rôle de la formation de clusters dans l’efficacité des 

voies de signalisation induites par les récepteurs Ephrine (Z. Chen et al., 2021). Dans le 

contexte de l’interaction Neuroligine/Neurexine la formation de clusters Neurexine est 

connue pour avoir un rôle important (Shipman & Nicoll, 2012), expliquant ainsi l’impact 

significatif de la dimérisation de la Neuroligine sur la cinétique d’interaction. Pouvoir étudier 

la formation des clusters et leurs caractéristiques permettrait d’ajouter une dimension 

supplémentaire à notre modèle. Surtout que la formation de cluster est quelque chose de 

relativement présent et important au niveau synaptique, avec pour exemple la formation des 

nano-colonnes trans-synaptiques, ayant un rôle dans l’efficacité synaptique (Biederer et al., 

2017; Tang et al., 2016).  

II Hémi-synapse et induction synaptique médié par la présynapse 

L’impression protéique permet de surpasser les modèles classiques, d’hémi-synapse, en 

permettant le suivie de la formation des synapses au fil du temps, avec une capacité de 

criblage importante en termes de quantité d’hémi-présynapses formées et d’analyse. De plus, 

comparée aux techniques classiques de formation d’hémi-synapse, qui pour la plupart 



Hémi-synapse et induction synaptique médié par la présynapse  

Page | 177  
 

utilisent un compartiment artificiel phagocyté par les cellules, nous avons démontré que nos 

motifs protéiques restent stables sur de longues périodes.  

Ce modèle nous a permis de former des hémi-présynapses qui se développent, en termes de 

marqueurs synaptiques, de manière similaire aux synapses natives. Par microscopie 

électronique, nous avons observé la présence de nombreuses vésicules présentant des 

caractéristiques similaires à celles retrouvées dans les synapses hippocampiques. De plus, 

nous avons détecté, par imagerie en direct, une activité calcique qui pourrait indiquer une 

activité synaptique, hypothèse renforcée par la présence de mitochondries dans les hémi-

présynapses (Ly & Verstreken, 2006).  

Concernant la formation d’hémi-postsynapses, nous n’avons pas réussi avec des impressions 

de Neurexine1β à obtenir le recrutement de marqueurs postsynaptiques, et nous avons même 

rencontré des difficultés pour obtenir l’adhésion des neurones. À la lumière de ces résultats 

et d’une étude approfondie de la littérature, nous avons émis l’hypothèse que la présence 

d’une présynapse mature est indispensable pour avoir la formation de postsynapse. Cette 

hypothèse est également soutenue par d’autres travaux, par exemple, la formation d’épines 

dendritiques induites dans le cortex par la libération de neurotransmetteurs indiquant que le 

relargage de neurotransmetteurs par des présynapses induit un assemblage des 

postsynapses, et potentiellement leur spécialisation en synapse excitatrice ou inhibitrice selon 

le neurotransmetteur relargué (Kwon & Sabatini, 2011; Oh et al., 2016). À l’opposé, l’induction 

de la formation de présynapses par des éléments non synaptiques tels que la polylysine (Burry, 

1982) démontre la simplicité à former des présynapses. De plus, il est intéressant de noter 

que c’est la Neuroligine, et donc le compartiment postsynaptique, qui est régulé par la 

présence de la protéine MDGA (Elegheert et al., 2017), bloquant les sites d’interactions de 

Neuroligine1 avec la Neurexine. Je trouve cela intéressant que dans notre modèle nous ne 

parvenons pas à induire la formation de postsynapses avec Neurexine1β. En effet, l’une des 

critiques du professeur Südhof (Südhof, 2018), suggérait que de nombreuses protéines sont 

décrites comme capables d’induire la formation de pré ou de postsynapses artificielles 

(Südhof, 2018), remettant en question la véracité des résultats obtenus par les méthodes de 

formation d'hémi-synapse. Il serait donc intéressant de tester davantage de protéines avec 

notre méthode et de déterminer si notre modèle est plus spécifique.  

Concernant les hémi-présynapses, il reste un énorme potentiel à explorer autour de ce 

modèle, pour confirmer que ces hémi-synapses sont physiologiquement pertinentes et pour 

pousser l’étude du développement et de la connectivité synaptique. Pour approfondir 

l’analyse de l’activité synaptique, il serait intéressant d’étudier le relargage des vésicules 

présentes dans nos structures hémi-synaptiques. Pour cela, j’ai initié une collaboration avec 

l’équipe de David Perrais, à l’IINS, pour étudier les différentes phases de relargage vésiculaires 

(Rizzoli & Betz, 2005) en utilisant des protocoles basés sur l’utilisation de fluorophores 

sensibles au pH (Sposini et al., 2020). Dans notre modèle, l’orientation ventrale des hémi-

présynapses, avec la zone de relargage au plus près de la membrane, facilite grandement 

l’acquisition des événements de libération vésiculaire.  

En ce qui concerne l’étude des vésicules, nos observations et analyses en microscopie 

électroniques sont pour le moment approximatives car la localisation des motifs protéiques 
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ne peut être réalisée précisément. Pour ce faire, il est nécessaire d’utiliser la corrélation entre 

de la microscopie optique et électronique (CLEM) (Van Rijnsoever et al., 2008). Le CLEM, 

offrirait également la possibilité de corréler le nombre de vésicules ou d’autre structures avec 

l’enrichissement de vGLUT1 ou d’autres marqueurs fluorescent. En termes d’analyse, il existe 

maintenant des logiciels (ex : Ilastik) basés sur l’intelligence artificielle et l’apprentissage 

profond (Deep Learning en anglais) qui permettent d’identifier automatiquement les 

différentes structures. Cela évite de biaiser les caractéristiques des vésicules via des analyses 

manuelles et d’augmenter le nombre de mesure possible. 

Nous avons observé qu’il était possible d’imposer à la présynapse différentes formes et tailles 

en fonction de la géométrie du motif imprimé. Lors d’événements de plasticité synaptique, 

tels que la LTD et LTP, des synapses peuvent apparaitre, disparaitre ou changer de taille et de 

morphologie. L’étude de la réponse de nos hémi-présynapses à des protocoles mimant ces 

effets, permettrait de valider la physiologie de nos synapses induites.  

Concernant l’étude de l’interactome induit par la protéine imprimée, nous n’avons pour le 

moment pas développé énormément cet aspect. Cependant, nous avons des idées 

d’expérimentations qui pourraient nous permettre d’étudier les protéines recrutées au cours 

du développement de nos hémi-synapses. La localisation précise de nos hémi-synapses sur les 

motifs permettrait de récupérer par dissection laser (Cahill et al., 2016) de nombreuses hémi-

synapses afin d’étudier par spectrométrie de masse les protéines recrutées au cours du 

développement. Cela permettrait des avancées sur la compréhension de la formation des 

synapses et de leur maturation, mais également d’identifier potentiellement des interacteurs 

inconnus.  

En plus de l’étude de la synaptogenèse, la formation de présynapses peut également être 

utilisée pour étudier la nano-organisation de certains composants synaptiques. Par exemple, 

une étude récente utilise des billes recouvertes de polylysine pour étudier le cytosquelette 

d’actine au sein de présynapses artificielles par microscopie de super-résolution (Bingham et 

al., s. d.). L’utilisation d’hémi-synapses est essentielle pour cette application car dans les 

cultures classique la forte densité d’actine postsynaptique masque l’actine présynaptique, 

rendant impossible l’analyse de sa structure. En utilisant l’impression protéique pour induire 

les présynapses, nous faciliterions davantage l’analyse de l’organisation de l’actine en ayant 

une orientation constante de la présynapse artificielle créée.  

Des premiers essais de super résolution sur nos hémi-présynapses sont en cours au sein de 

l’équipe pour observer le réseau d’actine (Figure 83.A), mais également la présence de nano-

colonne afin de valider que la nano-organisation de nos hémi-synapses soit physiologique. Au 

sein de notre modèle, il n’y a pas que les hémi-synapses qui sont intéressantes ; en effet, nous 

nous sommes aperçus que nous réussissons à obtenir, entre nos motifs, des axones isolés, ce 

qui n’est pas si simple en culture classique. L’organisation du réseau d’actine en anneau dans 

les axones (K. Xu et al., 2013) est un exemple de structure dont l’étude est facilité par la 

présence d’axone isolés. Nous avons d’ailleurs montré que nous arrivons à observer ces 

anneaux au sein de nos neurones adhérés sur nos motifs (Figure 83.B). 
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Un aspect intéressant des résultats que nous avons obtenus est la formation de complexes 

tripartites entre un motif protéique mimant une postsynapse, une hémi-présynapse et une 

postsynapse native. Si notre hypothèse selon laquelle une présynapse mature est 

indispensable à la formation d’une postsynapse est vraie, ce résultat suggère que nos hémi-

synapses sont suffisamment matures pour induire la formation d’une postsynapse. De plus, 

l’activité calcique est beaucoup plus forte dans ces complexes tripartites. Nous avons comparé 

ce complexe à la présence des cellules gliales au niveau synaptique, qui interagissent avec les 

compartiments synaptiques via des protéines d’adhésion synaptique et augmentent 

l’efficacité synaptique. L’étude de la synapse tripartite et des interactions protéiques qui la 

médient peut également être envisagée avec notre modèle en cultivant directement des 

cellules gliales. Nous avons d’ailleurs remarqué que sur les motifs de Neurexine, les cellules 

gliales prolifèrent très bien, et on sait qu’elles expriment au niveau membranaire Neuroligine 

(Tan & Eroglu, 2021).  

Enfin, nous envisageons de substituer les neurones primaires de rongeurs par des neurones 

humains dérivés de cellules pluripotentes induites (iPSCs) (Takahashi & Yamanaka, 2006). Des 

essais avec des neurones dérivés d’iPSC sur des impressions protéiques ont déjà démontré la 

faisabilité de création de réseaux neuronaux sur ce type de substrats (Burbulla et al., 2016). 

Cette perspective trouve sa première raison dans l’inévitable diminution à venir de 

l’expérimentation animale dans les années à venir. Il est donc crucial de montrer la 

comptabilité de nos modèles avec des solutions alternatives. De manière principale, travailler 

avec des cellules humaines nous offrirait la possibilité d'utiliser des neurones issus de patients 

atteints de maladies neurodégénératives. Cette approche comparative, entre les neurones 

provenant de patients sains et ceux atteints de pathologies, pourrait permettre d'identifier les 

étapes spécifiques de la formation des synapses ou de la nano-organisation qui sont impactées 

dans ces conditions pathologiques. 

Figure 83. Image du réseau d'actine par STORM sur des neurones adhérés sur des micro-motifs 
(A) Imagerie de la β-spectrine par STORM et vGLUT1 par épifluorescence (100X) dans des neurones adhérés sur 

des micro-motifs de LRRTM2-Fc (1) gros plan sur l'architecture du cytosquelette au niveau d'une hémi-

présynapse. (B) Imagerie des anneaux d'actine par STORM. Détection de molécules uniques à partir du balayage 

linéaire, montrant la périodicité des anneaux d'actine à l'intérieur des axones le long de la ligne 
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III Impact industriel  

Du point de vue technologique, la superposition de plusieurs couches de protéines sur le 

substrat, à savoir de la BSA-biotine, suivie de la streptavidine et d'anticorps anti-Fc biotinylés 

pour capturer les ligands marqués Fc, a été cruciale pour amplifier et orienter la protéine 

d’intérêt. Sans cette chaîne d’amplification, aucun effet de la protéine synaptique n’est 

observable en PLPP liquide. La spécificité de reconnaissance du ligand étiqueté Fc et la 

saturation induite par la BSA permettent de travailler avec des protéines non purifiées. Cette 

chaîne d’amplification sera transmise aux utilisateurs de PRIMO intéressés par l'étude des 

interactions protéine-protéine. 

De plus, nous avons caractérisé un nouveau photo-initiateur proposé par Alvéole, le PLPP gel, 

permettant de réduire d’environ 60 fois la dose d’UV nécessaire pour imprimer les protéines. 

Ce protocole représente une avancée significative en termes de vitesse d’impression 

surfacique pour une modalité d’impression sans masque et sans contact.  

Cela ouvre de nombreuses perspectives en matière de criblage, bien que des améliorations 

soient encore nécessaires pour imprimer sur des supports de type 94 puits. En effet, même si 

l’utilisation du PLPP gel accélère le temps d'impression, il entraîne d'autres contraintes que le 

PLPP liquide n'avait pas, comme la rétraction du gel du substrat au bout de quelques heures, 

par exemple. Nous avons démontré, au cours de la caractérisation du PLPP gel, que la réaction 

de clivage n'induit pas les mêmes effets, puisque la chaîne d’amplification n’est plus 

nécessaire. Cela peut être dû soit à une réaction plus efficace, soit à une réaction 

complétement différente. Afin d'approfondir nos connaissances à ce sujet, nous pensons qu'il 

est nécessaire de réaliser des mesures d'AFM, sur des impressions en PLPP gel, comme cela a 

été fait précédemment en PLPP liquide (Strale et al., 2016), pour pouvoir comparer les deux 

impressions.  

L'utilisation du PLPP gel nous a permis de développer un protocole permettant d'imprimer 

rapidement des surfaces suffisamment denses pour maintenir en culture des neurones 

hippocampiques de rat selon le protocole de culture en Banker, souvent utilisé par les 

neuroscientifiques. Ce protocole a été documenté dans une note d’application destinée aux 

clients d'Alvéole intéressés à maintenir des neurones en culture sur le long terme sur micro-

impressions (Annexe 3). 

En raison de l’inutilité de la chaîne d’amplification en PLPP gel pour obtenir une interaction, 

nous rencontrons des difficultés à transposer nos protocoles d’impressions de plusieurs 

protéines établit en PLPP liquide. Cependant, cela nous a permis de revisiter un ancien projet 

d’impression sur revêtement adhésif qui demande une dose UV trop importante lors de 

l’utilisation du PLPP liquide. La réaction étant plus efficace avec le PLPP gel, ce protocole 

devient envisageable, permettant d’imprimer directement sur une couche adhésive plutôt 

que sur du PEG. Même si, pour le moment, nous n’avons pas réussi à conserver les propriétés 

adhésives de la protéine utilisé à la place du PEG, nous avons démontré qu’il était possible 

d’imprimer des protéines sur ce revêtement, et d’avoir une interaction spécifique. Ce 

protocole doit continuer à être optimisé car la pégylation est une étape longue, fastidieuse et 

critique du protocole d’impression. Les difficultés à réaliser des impressions de qualité sont 
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souvent liés à des défauts de pégylation. Proposer un protocole accessible serait donc une 

réelle plus-value pour conquérir de nouvelle part de marché pour Alvéole.  

Le développement d’un modèle de compétition basé sur l’impression de deux protéines 

synaptiques est aussi une perspective industrielle, qui mérite d’être reprise suite à ce projet. 

En effet, il existe peu de modèles permettant d’étudier les compétitions protéiques pour les 

protéines transmembranaires. Le seule facteur bloquant le développement d’une solution 

basé sur l’impression protéique, pour le moment, est le développement d’une seconde chaîne 

d’amplification basée sur une étiquette différente du fragment cristallisable. En collaborant 

avec des chimistes confirmés ou des sociétés spécialisées dans le domaine nous pourrions 

certainement obtenir une solution qui pourraient être vendue, sous forme de kit contenant 

l’ensemble des protéines nécessaire pour les deux chaînes d’amplification, par Alvéole.  

Concernant les capacités techniques de PRIMO, nous avons utilisé la capacité d’impression 

quantitative, qui est une des modalités dans lesquelles les impressions sans contact et sans 

masque sont les plus performantes. Nous avons montré qu’il était possible, au sein d’une 

même cellule et donc sans variation inter-cellule, de faire varier la quantité de récepteur 

accumulé en fonction de la densité de protéines imprimées. Ce qui ouvre de nombreuses 

possibilités sur des mesures d’affinités. Enfin, étant donné la nécessité d’avoir des motifs de 

taille submicrométrique en microscopie électronique nous avons amélioré la résolution 

d’impression de la plateforme PRIMO en améliorant le traitement d’image du logiciel 

Leonardo dédié à la plateforme. Cette nouveauté sera implémentée dans la prochaine version 

qui sera disponible pour les utilisateurs. 

L’ensemble de ce travail de thèse et les publications qui en découleront permettront à Alvéole 

de prospecter auprès des chercheurs dans le domaine des neurosciences, en leur démontrant 

les potentialités de l’impression protéique dans ce domaine.
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ANNEXES  
 

https://github.com/AlieNorsk/Enrichment-Pattern-Cell-line 

 

 

Annexe 2. Macro d’analyse des hémi-synapses 

https://github.com/AlieNorsk/Enrichment-Neuron-Paterned 

Annexe 1. Macro d'analyse de l'enrichissement 

https://github.com/AlieNorsk/Enrichment-Pattern-Cell-line
https://github.com/AlieNorsk/Enrichment-Neuron-Paterned


ANNEXES 

Page | 184 
 

Annexe 3. Note d’application Alvéole “Micropatterning of primary neurons with PRIMO” 
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Annexe 4. Chapitre « Synaptic developement » 
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