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Préambule

Au cours de ce projet de thèse, je me suis intéressé à une protéine régulatrice majeure

de la dynamique intra-cellulaire : la formine.

Des défauts de fonction de la formine peuvent être liés au développement de plusieurs

pathologies. C’est par exemple le cas pour certains cancers, tels que la prolifération du

mélanome [1, 2] ; la neuropathie de Charcot [3] ; des difformités d’organes, notamment de

membres de souris [4] ou encore l’infection par le virus VIH [5].

Dans la cellule, la formine est un régulateur essentiel du cytosquelette d’actine. Elle

assemble des réseaux linéaires de filaments, impliqués dans une variété de processus

vitaux [6]. On retrouve parmi eux : la division cellulaire (ex : les câbles d’actine de l’anneau

de cytocinèse), l’adhésion (ex : jonctions entre cellules ou avec le substrat par les fibres de

stress) ou encore la migration (ex : les filopodes).

Remarquablement, la formine assemble les filaments de manière processive : elle reste

liée à l’extrémité du filament tout en favorisant son élongation [7].

Au vu de toutes ces implications biologiques et médicales, il est primordial de progres-

ser dans la compréhension de la régulation et l’activité de la formine, que ce soit du point

de vue thérapeutique (une chimiothérapie anticancéreuse pourrait cibler la formine [8]),

ou fondamental.

Dans cette thèse, je me suis concentré sur la processivité de la formine, qui a peu été

explorée spécifiquement. Cette étude se base sur des expériences effectuées in vitro, en

mesurant principalement le temps de résidence de la formine à l’extrémité du filament.

Nous verrons que la processivité peut être régulée à la fois par des facteurs biochimiques

et mécaniques.
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Ce manuscrit se divise en 4 parties :

Introduction

— Dans le chapitre 1, le cytosquelette y est décrit dans son ensemble, de sa com-

position à ses implications dans la cellule.

— L’actine est présentée en détails dans le chapitre 2. J’y présente d’abord le

monomère, puis le filament et sa dynamique d’assemblage. J’introduis, en fin

de chapitre, les principales protéines régulatrices du cytosquelette d’actine,

ainsi que l’implication de la mécanique dans sa régulation.

— Le chapitre 3, portant sur la formine, termine l’introduction. J’y décris les do-

maines moléculaires de la formine et leurs fonctions après avoir décrits les

processus dans lesquels cette protéine est impliquée. Nous y verrons notam-

ment l’état des connaissances concernant la processivité.

Méthodes

Après un bref historique, nous verrons, dans le chapitre 4, les détails de l’étude in

vitro de protéines régulatrices en interaction avec des filaments uniques d’actine

dans une chambre microfluidique.

Résultats

La régulation de la processivité des formines a été étudiée biochimiquement en

regardant :

— La compétition entre la formine et la protéine de coiffe (Chapitre 5)

— L’effet de la profiline, protéine de séquestration de l’actine (Chapitre 6)

Puis mécaniquement en explorant :

— L’influence de la tension (Chapitre 6)

Ces résultats sont accompagnés des articles correspondants : 1 (Chapitre 5) et 2

(Chapitre 6), ce dernier étant en révision au 20 décembre 2017.

Discussion & Conclusion

Nous discuterons des résultats de cette thèse et leurs conséquences in vitro et in

vivo, puis des perspectives, pour enfin conclure.
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Notes sur le choix du projet de thèse

La tropomyosine

Le projet de thèse portait initialement sur la tropomyosine. La tropomyosine est une

protéine qui se lie aux côtés des filaments d’actine. Sa fonction est principalement de

stabiliser le filament et de modifier sa capacité à lier d’autres protéines. Elle est décrite

plus longuement dans le chapitre 2. Le point de départ du projet était d’étudier, à l’échelle

du filament individuel, sa liaison coopérative, dont le mécanisme reste encore à clarifier

à l’heure d’aujourd’hui. Sa compétition avec d’autres protéines, spécifique à chaque

isoforme, est également mal comprise.

Une importante problématique est de comprendre à l’échelle moléculaire les causes et

conséquences de la décoration spécifique des tropomyosines sur les différents réseaux et

architectures de la cellule. Cette répartition pourrait être influencée par des changements

de conformations auxquels la tropomyosine serait sensible, venant soit des propriétés

d’assemblage du filament, qui diffèrent selon les nucléateurs intervenus pour générer

le filament, soit des différentes contraintes physiques (courbure, tension, compression)

appliquées au filament.

Ce projet découlait notamment de l’idée que la tropomyosine ferait une cible inté-

ressante pour des traitements anti-cancéreux. Ces traitements cibleraient des isoformes

spécifiques de tropomyosine sur-exprimés dans des cellules cancéreuses (telle que la

tropomyosine tmp3.1 dans les cellules de mélanomes [9]).

Ce projet impliquait la collaboration avec les laboratoires australiens de Till Boecking

et de Peter Gunning (UNSW, Sydney), tous deux spécialistes de la tropomyosine. Leur rôle

était de mettre au point les protocoles de purification, les différentes constructions de

différents isoformes de tropomyosine et de nous envoyer les plasmides correspondant

afin que l’on purifie ces protéines de notre côté. Ils devaient également nous envoyer

quelques échantillons de protéines.

Les purifications et mises aux points ont pris du temps, et ce n’est qu’arrivé à la fin de

ma thèse que des protéines fonctionnelles de tropomyosine sont disponibles. Le projet

sera repris, apportant potentiellement beaucoup de réponses sur la façon dont sont

contrôlés les réseaux cellulaires, à partir d’un unique réservoir de monomères d’actine.

Après quelques mois d’essais infructueux concernant la purification de tropomyosine

au début de la thèse, il a été plus sage de laisser ce projet en attente, en se concentrant

sur la régulation de la processivité de la formine, tel que je l’avais commencé en stage de

master.
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Introduction





Chapitre 1
Le cytosquelette, acteur de la dynamique

cellulaire

La cellule biologique est un organisme autonome, un être indivisible et pouvant se

reproduire. On distingue les cellules procaryotes, sans noyaux, des autres cellules, euca-

ryotes (ces dernières seront principalement abordées dans ce manuscript). Le mouvement

est un caractère indissociable à la cellule et il ne déroge pas au principe suivant, que l’on

peut résumer très brièvement par "action-réaction" : tout mouvement est du à une force

et en exerce une en retour.

Dans le contexte cellulaire, c’est le cytosquelette (en latin, "cyto" signifie cellule), qui

exerce des forces. Elles sont liées au fait, parmi d’autres, que la cellule se déplace, que

la membrane se déforme, ou encore que les chromosomes se divisent en deux lors de la

division cellulaire.

Le cytosquelette est constitué par des filaments ou bio-polymères, divisés en 3 familles :

les microtubules, les filaments intermédiaires et les filaments d’actine.

Le cytosquelette joue le rôle d’une charpente, tel un squelette, car il participe grande-

ment à maintenir la forme de la cellule et peut subir et transmettre les forces d’un bout

à l’autre de la cellule. Ce rôle structural n’a pas qu’une importance mécanique, puisque

les réseaux de filaments sont aussi utiles pour guider le trafic intra-cellulaire et extra-

cellulaire, participer au transport de vésicules (revue [10]), et contrôler l’organisation et le

mouvement des organelles (revue [11]).

Les trois types de filaments sont créés à partir d’assemblages non-covalents de pro-

téines. Ils ne sont donc pas statiques, et tels des muscles cellulaires, ils donnent à la

cellule une dynamique vitale. Les différents réseaux qu’ils forment s’organisent ou se
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réorganisent de façon précisément régulée, grâce à l’action nécessaire de protéines dites

régulatrices.

Le cytosquelette génère directement des forces participant à la régulation de la cellule.

L’ajout de sous-unités au bout d’un filament (microtubule ou actine) suffit, par exemple,

à exercer une force contre la membrane [12]. Cette capacité d’action est notamment

utilisée lors de la division cellulaire [13], ou de l’internalisation des éléments extérieurs,

lors du processus d’endocytose [14]. Le déplacement de moteurs moléculaires génère

également des forces, à l’image de la protéine myosine sur les filaments d’actine. Se

liant spécifiquement aux cotés des filaments et permettant leurs glissements relatifs, les

myosines engendrent une contraction ou extension du réseau, contraignant le corps

cellulaire pendant la cytocinèse, motilité ou adhésion.

De plus, la tenue mécanique de la cellule est préservée car le cytosquelette s’ajuste

à son environnement de manière active, modulant son élasticité selon les contraintes

mécaniques extérieures [15] (compression ou tension). Cette adaptation est surtout due

à l’organisation de réseaux aux filaments inter-connectés, où l’action de protéines réticu-

lantes, motrices ou non, peuvent modifier leurs propriétés mécaniques. Cela concerne

plus principalement le cytosquelette d’actine et les filaments intermédiaires [16]. La flexi-

bilité du substrat influence le fonctionnement [17] et le mouvement cellulaire [18, 19],

selon un processus impliquant l’activité contractile du cytosquelette d’actine. La cellule

utilise le cytosquelette pour se déplacer de plusieurs manières différentes : en rampant

(ex : l’actine chez les fibroblastes [20]) ou en nageant (ex : les microtubules au sein des

flagelles, chez les spermatozoïdes [21]).

Partant de protéines de bases, qui s’assemblent en filaments (voir figure 1.1), pour

aboutir à une variété de réseaux aux fonctions différentes, le cytosquelette est fascinant,

ne serait-ce que par son organisation. Sa régulation est primordiale mais complexe, et il

est encore indispensable de l’étudier pour mieux la comprendre.

Nous allons maintenant décrire les 3 familles qui composent le cytosquelette.

1.1 Les trois familles de filaments

1.1.1 Les microtubules

Assemblage et mécanique

Les microtubules sont des filaments présents dans toutes les cellules eucaryotes. Ils

résultent d’un assemblage dynamique de tubulines, protéines hétérodimériques, for-
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mées par deux sous-unités globulaires très semblables : l’α-tubuline et la β-tubuline.

Cet assemblage se fait selon une géométrie précise, formant une structure tubulaire en

pseudo-hélice, composée généralement de 13 proto-filaments (voir figure 1.1.B), consti-

tuant les parois du microtubule .

Avec une section d’un diamètre de 25 nm, c’est le plus large filament du cytosquelette.

Le microtubule est aussi le plus rigide [22]. La rigidité d’un filament peut se caractériser

par la notion de longueur de persistance, notée Lp . C’est la longueur typique à partir de

laquelle le filament apparaît courbé à cause des fluctuations thermiques. Plus un filament

est rigide, et plus cette longueur est grande. Dans le cas des microtubules, LMT
p = 1.4

mm [22]. Pourtant, ils apparaissent courbés dans la cellule. En comparant LMT
p et la taille

de la cellule, dont l’ordre de grandeur est de 100 µm, ces courbures ne s’expliquent pas en

considérant seulement les fluctuations thermiques. Il faut alors prendre en compte les

autres contraintes mécaniques que les microtubules subissent. Elles peuvent provenir soit

de l’intérieur de la cellule, notamment dues aux interactions avec les réseaux d’actine [23]

et de filaments intermédiaires, soit de l’extérieur. De plus, certaines tubulines manquantes

le long des proto-filaments créent des défauts dans la structure du microtubule, diminuant

sa rigidité [24].

Dynamique et fonctions

Du fait de la polarité des tubulines, on distingue les deux extrémités des microtubules

avec un bout +, le plus dynamique et un bout − (voir figure 1.1.B). Généralement, le bout

+ alterne entre des phases stables de polymérisation et des "catastrophes" provoquant de

rapides dépolymérisations, c’est l’instabilité dynamique [25].

Dans le cas des cellules animales, le centrosome, centre cellulaire organisateur des

microtubules, génère la plupart des microtubules. Les bouts − sont y sont ancrés et les

bouts + pointent vers l’extérieur de la cellule. Pendant la division cellulaire, le centrosome

se divise en deux pour former le fuseau mitotique. Au sein de celui-ci, les microtubules

sont attachés aux centres des chromosomes, appelés les kinétochores [21]). Par polyméri-

sation ou dépolymérisation de leurs bouts +, les microtubules alignent puis séparent les

chromosomes. Ils jouent ainsi un rôle essentiel pendant la mitose ou la méiose [26, 27].

Enfin, les microtubules constituent également les substrats avec lesquels interagissent

des moteurs moléculaires indispensables pour le traffic cellulaire : la kinésine [28], et la

dynéine cytoplasmique [29].
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FIGURE 1.1 Aperçu cellulaire et moléculaire des 3 types de filaments cytosquelettiques.
A : Filament Intermédiaire (; = 10 nm). B : Microtubule (; = 25 nm). C :Actine (; = 8
nm). Première ligne : Organisation des 3 filaments à l’échelle de la protéine [16]. On
distingue les protéines de base des 3 filaments, appelées monomères, isolées du reste du
filament. Il y a une protéine fibreuse (pouvant représenter plusieurs isoformes) pour les
filaments intermédiaires. La tubuline dimérique (représentée par deux boules, en vert
clair et foncé) qui s’assemble au sein de proto-filaments en microtubule à la structure
tubulaire, polarisé avec un bout + et −. L’actine-G, qui s’assemble en filament avec une
structure en double hélice. Ce filament est également polarisé, avec un bout barbé (B)
et pointu (P). Deuxième ligne : Schéma de répartition des 3 cytosquelettes dans une
cellule de fibroblaste [21]. Le noyau est représenté en noir. Le centre d’organisation de
microtubules est ici représenté en jaune. Troisième ligne :Répartition des 3 réseaux du
cytosquelette dans la cellule de fibroblaste [30]. Les fluorophores utilisés sont spécifiques
à chacune des protéines constituant les 3 réseaux : phalloïdines marquées pour l’actine,
et anticorps pour les microtubules et les filaments intermédiaires.
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1.1.2 Les filaments intermédiaires

Les filaments intermédiaires, d’un diamètre typique de 10 nm ont uniquement été

observés chez les vertébrés. Contrairement aux autres filaments du cytosquelette, ils sont

composés par des protéines de base à la structure filamenteuse et ne sont pas polarisés

(voir figure 1.1.A). On retrouve des homologues de ces protéines dans la lamina nucléaire,

réseau dense de filaments à l’intérieur du noyau [21]. Il existe 6 familles de protéines de

base formant les filaments intermédiaires comme, par exemple, les familles de kératines

I et II [21]. Les filaments intermédiaires sont extrêmement résistants aux contraintes de

tension, mais très peu aux contraintes de compression [31]. Ils semblent essentiellement

impliqués dans la régulation et le renforcement de la mécanique cellulaire statique. Ils

sont en effet peu dynamiques par rapport aux microtubules et aux filaments d’actine [32].

Même si le filament intermédiaire reste peu étudié, son implication biologique et phy-

siologique semble être essentielle au vu de nombreuses pathologies pouvant apparaître

dues aux mutations de ses diverses protéines constituantes [32].

1.1.3 Les filaments d’actine

Cela fait près de 80 ans que la recherche en biologie s’intéresse à l’actine. Elle ap-

partient à une famille de protéines très conservée chez tous les êtres vivants : chez les

procaryotes (on retrouve en effet des homologues de l’actine chez ces organismes, comme

MreB [21]) et les eucaryotes [33]. Sa découverte date de 1942, lorsque Mr Straub réus-

sit à isoler cette protéine, vue alors comme "activant" les myosines à partir d’extraits

de muscles [34]. Plus tard, elle est également détectée dans d’autres types cellulaires

eucaryotes [33].

Depuis beaucoup de connaissances ont été accumulées sur les propriétés biochi-

miques, mécaniques, structurales et cellulaires de l’actine. Certains détails ou mécanismes

restent encore à explorer. Selon le professeur Tom Pollard, l’attention se porte désormais

sur la régulation de l’actine par l’action de diverses "combinaisons" de protéines régula-

trices [35].

Suivant l’assemblage de monomères, le filament possède une structure en double

hélice et il est polarisé, avec deux extrémités ou bouts distincts appelés "barbé" et "pointu"

(voir figure 1.1.C). Aussi appelé micro-filament, le filament d’actine a un diamètre moyen

de 8 nm, et sa longueur de persistance, L Acti ne
p , est d’environ 10 µm [22].

L’actine se retrouve sous forme de filaments au cœur de nombreuses architectures

et processus cellulaires. Ces filaments sont principalement organisés en faisceaux ou en



24 Le cytosquelette, acteur de la dynamique cellulaire

réseaux très denses. Certains sont notamment impliqués dans la division cellulaire, et

d’autres dans la motilité cellulaire ou encore le trafic intracellulaire [21]. Même si L Acti ne
p

est petite par rapport à LMT
p , les organisations en réseaux regroupés et denses permettent

de générer des structures rigides.

L’importante dynamique du filament d’actine sera détaillée dans le chapitre 2.

1.1.4 Inter-connexions entre les différents cytosquelettes

S’ils ont beaucoup été étudiés séparément, explorer leurs interactions mutuelles per-

met de se rapprocher du contexte cellulaire. C’est un sujet d’intérêt émergent.

Coopérations avec les filaments intermédiaires

Les filaments intermédiaires interagissent avec les protéines impliquées dans les

adhésions focales [32], points de liaison de la cellule avec l’extérieur, formées par le

cytosquelette d’actine. Précisément, les filaments intermédiaires peuvent s’associer avec

l’α-actinine, protéine liant les filaments d’actine entre eux dans les fibres de stress, ou

encore avec la vinculine, protéine membranaire impliquée dans l’ancrage du cytosquelette

d’actine avec l’extérieur. Les filaments intermédiaires pourraient ainsi jouer un rôle dans

la régulation de ces adhésions [32]. De plus les filaments intermédiaires en interaction

avec les réseaux de microtubules ou d’actine, ont la capacité de renforcer la rigidité de ces

derniers [32].

Coopérations actine-microtubule

Des coopérations entre les cytosquelettes d’actine et de microtubules sont impliquées

dans plusieurs processus (revus ici [36]). C’est le cas pour le transport intra-cellulaire, où

une même vésicule peut être tractée le long des microtubules puis le long de filaments

d’actine. De plus, plusieurs indices indiquent que les microtubules sont impliqués dans

la formation de l’anneau de cytocinèse chez plusieurs espèces [37, 38]. Par exemple, des

regroupements de microtubules générés au fuseau mitotique conduisent à l’accumulation,

au site de division, de la protéine RhoA, une protéine GTPase. Cette protéine active la

formine, qui est responsable de l’assemblage de filaments d’actine au sein de l’anneau de

cytocinèse [38].

En 2017, une étude portant sur plusieurs ovocytes de mammifères a décelé la présence

d’un réseau d’actine aux cotés du fuseau de microtubules pendant la méiose. L’actine
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dans ce cas minimise les erreurs de ségrégation et d’alignement des chromosomes durant

l’anaphase de la méiose [39].

La formine est un médiateur majeur de l’interaction microtubule-actine

La formine, brièvement décrite en introduction, est le sujet principal de ma thèse, où

je m’intéresse uniquement à son interaction avec le cytosquelette d’actine. Il est important

de noter qu’elle semble être une protéine charnière dans la médiation de l’interaction

entre les microtubules et l’actine [40]. Responsable de l’assemblage du cytosquelette

d’actine, elle peut tout de même se lier, selon l’isoforme, au bout + des microtubules [40].

C’est le cas pour la formine DAAM dans des cellules neuronales [41]. De plus, l’activité

de la formine peut-être stimulée grâce à des protéines régulatrices des microtubules :

l’interaction observée in vitro entre la formine de mammifère mDia1 et la protéine CLIP-

170, liée aux bouts + des microtubules, accélère l’élongation d’un filament d’actine par

mDia1 [42].

La dynamique du cytosquelette est riche et hautement contrôlée. Si l’on se concentre

sur l’actine, son organisation en réseaux se base sur les propriétés d’assemblage du fila-

ment, ainsi que sur l’action des protéines régulatrices, telle que la formine. Avant d’étudier

cette dernière spécifiquement, nous allons maintenant nous concentrer sur les détails

moléculaires du monomère d’actine, puis du filament et de sa dynamique d’assemblage.

Nous verrons ensuite une variété de protéines régulatrices, et leurs propriétés orchestrant

le cytosquelette dans la cellule.





Chapitre 2
L’actine

2.1 Une variété de réseaux d’actine dans la cellule

Pour la cellule, la capacité de se déplacer, se nourrir, se diviser, de se déformer ou

encore d’intéragir avec d’autres cellules ou son environnement nécessite une rapide réor-

ganisation de son cytosquelette d’actine. Le cytosquelette se réarrange spécifiquement en

fonction du processus impliqué, partant d’un signal de départ, de nature biochimique

(exemple : chimiotaxie [43]) ou mécanique (exemple : durotaxie [18, 19]). De façon remar-

quable, plusieurs réseaux peuvent être modifiés durant ces réarrangements. Ils diffèrent

par leurs organisations et architectures mais ils coexistent.

Voici ceux que l’on retrouve principalement, représentés également en figure 2.1 :

— le réseau branché : Les filaments forment des branches à partir d’autres filaments,

formant un réseau dense. Le complexe de protéines nucléateur Arp2/3 [44] génère

des filaments "filles" à partir du coté du filament "mère". Ce branchement de

filaments crée un réseau arborescent caractéristique qui généralement s’oriente et

pousse vers une seule direction. C’est le cas au front du lamellipode [45], protrusion

impliquée dans la locomotion cellulaire.

— Le réseau isotrope : en apparence semblable au réseau branché, il est isotrope car

les filaments n’y ont pas d’orientations particulières mais forment un réseau très

dense. Assez fin, considéré comme un réseau quasi-2D, il est lié à la membrane,

notamment impliqué dans le cortex cellulaire.

— le faisceau parallèle : les filaments y forment un faisceau, un regroupement de

filaments. Leurs orientations sont toutes identiques, on parle alors de faisceau

parallèle. Ce réseau linéaire est notamment présent au sein des filopodes ou des

microvilli [46].
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FIGURE 2.1 Coexistence des réseaux d’actine dans une cellule motile. A : Un réseau bran-
ché, assemblé grâce au complexe Arp2/3 (en bleu) constitue le front avant de la cellule,
protrusion aussi appelée le lamellipode. B : Plus en avant, on retrouve des protrusions
très élancées, constituées par les faisceaux parallèles, les filopodes, contenant notamment
des formines en rouge et des protéines de faisceaux, les fascines en orange. C : Les fibres
de stress sont ici un exemple de réseau anti-parallèle. Elles sont ancrées au niveau des
adhésions focales (en violet) et sont contractiles grâce aux moteurs myosines et leurs
liaisons inter-filaments (en vert). D : Le cortex est un réseau isotrope et lié à la membrane,
formant la couche périphérique de la cellule.
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— le faisceau anti-parallèle : également un réseau linéaire, au cœur duquel on retrouve

les deux orientations de filaments. Des minifilaments de myosines, regroupant

plusieurs myosines, y sont incorporés. L’activité motrice des myosines permet de

déplacer les filaments les uns par rapport aux autres, créant une activité contractile.

C’est le cas au sein des fibres de stress, impliquées dans l’adhésion de la cellule au

substrat, ou encore l’anneau de cytocinèse, responsable de la réduction du corps

cellulaire lorsqu’il se contracte.

Tous ces réseaux participent à de nombreux processus cellulaires, y exerçant des fonctions

différentes. Pourtant ils coexistent parfaitement. La problématique est donc de savoir

ce qui est responsable de leurs régulations. Nous commencerons par détailler quelques

propriétés de l’actine. Nous verrons ensuite que la régulation de ces multiples réseaux est

orchestrée à la fois par plusieurs protéines régulatrices distinctes et très probablement

par certaines contraintes mécaniques.

2.2 Le monomère

2.2.1 Les isoformes de l’actine

Tout d’abord l’actine de mammifère est exprimée à partir de 6 gènes donnant naissance

à 6 isoformes distincts, mais aux séquences très proches (7 % de différence au maximum

entre chaque isoforme [47]). On distingue d’un côté les isoformes musculaires. Il y a

l’actine-αskelet al , la plus largement étudiée, qui est présente dans les muscles striés.

On retrouve l’actine-αcar di ac , dans les muscles cardiaques, puis les isoformes d’actine-

γsmooth et actine-αsmooth dans les muscles lisses (ex : parois vasculaires). D’un autre coté,

nous avons les isoformes présents dans le cytoplasme, l’actine-βc y to et l’actine-γc y to .

2.2.2 La structure du monomère

La première structure cristallographique du monomère d’actine date de 1990. Elle

est déduite de celle du complexe formé entre le monomère et la protéine DNase1 [48].

Depuis, d’autres structures ont été obtenues, dont celle du monomère non complexé [49]

(voir figure 2.2).

Le monomère, ou l’actine-G, est une protéine de 42 kDa, composée de 374 acides

aminés (pour l’isoforme α-skeletal). Le monomère peut loger dans un parallélépipède

aux dimensions de 6.7 × 4 × 3.4 nm [48]. Il est polarisé et sa structure spatiale peut se



30 L’actine

FIGURE 2.2 Structure tertiaire du monomère d’actine dans l’état ADP, non complexé.
Issue de [49] et représenté avec rcsb.org. Les 4 sous-domaines sont représentés, ainsi que
la molécule ADP dans la poche moléculaire et les deux faces de polarité du monomère.

diviser en 4 sous-domaines. On lui distingue alors deux "faces" : la face pointue et la face

barbée [21]

Le centre du monomère est organisé en une "poche" moléculaire (de l’anglais "mo-

lecular cleft"). Celle-ci contient un site de liaison au nucléotide adénosine triphosphate

(ATP), ou sa forme hydrolysée adénosine disphosphate (ADP). Plusieurs autres sites de

liaisons sont également présents, à affinités variables pour les cations divalents calcium

(Ca2+), magnésium (Mg2+) ou encore le cation potassium (K+) [48, 50].

2.2.3 L’état nucléotidique et les cations divalents

L’ATP est une molécule qui représente la source d’énergie de nombreuses réactions

chimiques du métabolisme cellulaire. En effet la réaction d’hydrolyse de l’ATP est éner-

gétiquement favorable. Le nucléotide devient donc ADP en libérant un groupement

phosphate et de l’énergie, selon la réaction : AT P +2H20 → ADP +Pi +H30+ (∆G0< 0).

Les cations divalents de calcium ou de magnésium en solution (Ca2+ ou Mg2+) ont la

capacité de se lier au nucléotide, l’ATP ayant une affinité pour eux [51]. Cette interaction

nucléotide-cation stabilise ensuite la liaison de l’ATP au monomère [52].

L’ATP possède une affinité 200 fois plus grande que l’ADP pour le monomère d’ac-

tine, ce qui indique qu’il y a une majorité de monomères actine-ATP dans la cellule. La

concentration physiologique de Mg2+ étant 105 fois plus élevée que celle du calcium (de
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l’ordre de 1 mM, comparée à 0.1 µM pour Ca2+ [51, 53]), les monomères d’actine sont

généralement liés à Mg2+, venant avec l’ATP. Par la suite, tous les monomères seront bien

considérés liés à Mg2+ mais seront seulement notés ATP ou ADP.

Sous forme de monomère, l’activité ATPase de l’actine est très faible, son taux d’hydro-

lyse menant à un temps de demi-vie de ≈ 27 heures (τhydr ol y se = 7×10−6s−1 [52]). C’est

sous forme de filament que l’hydrolyse de l’ATP est stimulée, par un processus décrit par

la suite.

2.3 Le filament d’actine

En solution, dans des conditions physiologiques, notamment de températures et

de sel (les cations K+ et Mg2+ suffisent), le filament d’actine s’assemble spontanément.

Au-dessus d’une concentration d’actine critique, on observe sa formation, appelée "nu-

cléation", puis sa croissance, appelée "polymérisation" ou "élongation". Ces étapes dy-

namiques d’assemblage sont détaillées plus tard. Comme dit précédemment, au sein du

filament, les monomères sont liés de manière non-covalente, en double hélice et toujours

selon une même direction. Ils deviennent alors sous-unités du filament, dont les deux

bouts, barbé et pointu, ont des propriétés différentes.

Historiquement c’est la façon dont les myosines décorent les filaments qui a permis

de nommer les extrémités du filament. Lorsque les myosines sont liées au filament, leurs

queues sont toutes orientées vers la même extrémité, donnant alors l’aspect de flèche

au filament. Cet aspect a permis de discerner les deux bouts du filaments donnant lieu à

l’appellation des bouts "barbé" et "pointu" (voir figure2.3) [54].

FIGURE 2.3 Bout barbé et bout pointu d’un filament. Image prise en microscopie électro-
nique. Filament décoré de méromyosines lourdes (HMM : heavy meromyosin), définissant
le bout barbé (B) à droite et pointu (P) à gauche. La barre représente 0.1 µm. Adaptée
depuis [54]
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2.3.1 La structure du filament

La résolution de la structure La première étude détaillant la structure du filament

d’actine [55] a été publiée aux cotés de la première structure du monomère, en 1990 [48].

Plus tard, en 2009, Oda et collaborateurs démontrent que les sous-unités du filament

possédent une structure plus aplatie que celle du monomère isolé (par un redressement

estimé de 20° des sous-domaines 1 et 2, par rapport aux sous-domaines 3 et 4) [56].

FIGURE 2.4 Organisation des monomères au sein d’un filament d’actine. A : Représen-
tation structurale d’un filament de 13 sous-unités issue de l’étude de Oda et collabo-
rateurs [56]. Adaptée depuis [57] B : Schéma représentatif, montrant la présence des 2
proto-filaments, démarqués en pointillé.

En 2015, grâce à la microscopie électronique cryogénique, Von der Ecken et collabo-

rateurs obtiennent une résolution du filament de quelques angströms (3.7 Å dans le cas

d’une décoration par la tropomyosine [58]).

Les propriétés structurales du filament En considérant la structure en double hélice,

on peut distinguer 2 proto-filaments s’enroulant l’un autour de l’autre (voir figure 2.4).

Chacune des sous-unités est en contact avec quatre autres : deux voisines longitudinales

au sein du même proto-filament et deux voisines latérales. Deux voisines latérales sont

tournées l’une par rapport à l’autre d’un angle de 167°, et décalées de 2.7 nm dans la

direction longitudinale [59].

Il semblerait que la structure du filament d’actine ne soit pas totalement fixe mais

soumise à des fluctuations. Au sein d’un échantillon de filaments d’actine, pourtant

tous exposés aux mêmes conditions biochimiques, plusieurs structures ont été résolues
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par microscopie électronique cryogénique, dont les différences seraient essentiellement

localisées au niveau du sous-domaine 2 des sous-unités [60]. Galkin et collaborateurs

proposent alors une certaine fluctuation conformationelle des sous-unités autour de leurs

positions moyennes, suggérant que le filament "respire" [61]. C’est intéressant, car cette

plasticité structurale pourrait dépendre des conditions d’élongation ou encore de l’état

nucléotidique des sous-unités. En fonction de l’assemblage, avec différents nucléateurs

par exemple (décrits plus tard), les états structuraux seraient différents [61].

2.3.2 Mécanisme de polymérisation de l’actine seule

La nucléation

Spontanément, les monomères, chargés négativement, se repoussent entre eux. La

présence d’ions Mg2+ ou Ca2+ en solution permet d’écranter l’effet des répulsions élec-

trostatiques [48] et une force ionique élevée favorise l’assemblage des monomères en

oligomères [52].

La nucléation d’un filament d’actine est le processus de formation d’un oligomère

minimal se comportant comme un filament. Celui-ci correspond à un tétramère [62], très

stable par rapport au trimère et dimère, qui se dissocient respectivement avec des taux de

100 s−1 et 106 s−1 [52].

La nucléation est l’étape limitante dans l’assemblage et la génération de novo de

filaments d’actine. Elle dépend très fortement de la concentration, qui à forte valeur

augmente les interactions entre monomères et donc la probabilité de formation d’un

tétramère [52]. Les concentrations physiologiques d’actine de l’ordre de 100 µM [63],

donneraientt lieu, in vitro, à une trop importante nucléation spontanée. Dans le contexte

cellulaire, la nucléation est régulée, et nous en verrons les mécanismes plus tard.

Élongation/Polymérisation

L’association et la dissociation À partir du tétramère, les monomères peuvent s’ajouter

aux deux bouts, ce qui est un processus limité par la diffusion [64]. À trop faible concentra-

tion, l’arrivée des monomères aux extrémités ne compense pas le désassemblage favorisé

par l’agitation thermique.

L’élongation se fait de manière dynamique. Considérant l’élongation d’un seul bout, la

vitesse d’élongation est définie par la différence nette entre l’arrivée et le départ de mono-

mères. L’arrivée ou la liaison de monomères au bout est décrite par la constante cinétique

d’association, représentée par kon . L’arrivée dépend également de la concentration en
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monomère, notées C . Le départ de monomères est décrit par la constante cinétique de

dissociation, représentée par ko f f . On a donc Vpol = konC −ko f f . On peut alors définir

une concentration critique, définie par le rapport entre ces deux constantes, Cc = ko f f

kon
,

pour laquelle le vitesse d’élongation (Vpol est en s−1) du bout considéré devient nulle :

Vpol = konC −ko f f = kon × (C − ko f f

kon
) = kon × (C −Cc ) (2.1)

Différences entre bout barbé et bout pointu Dans des conditions standards, en pré-

sence de monomères d’actine ADP (MgCl2 (1 mM), KCl (50 mM), EGTA (1 mM) et ADP (0.2

mM)), le filament peut s’allonger. Fujiwara et collaborateurs en 2007, mesurent alors

que l’actine ADP se lie beaucoup plus facilement au bout barbé qu’au bout pointu,

kb,ADP
on = 2.9 µM−1.s−1 comparé à kp,ADP

on = 0.09 µM−1.s−1. Pour la dissociation, cette

différence entre les deux bouts est également très notable [65]. L’exemple pris de mono-

mères ADP, nous montre que le bout barbé est plus dynamique que le bout pointu, les

monomères "vont et viennent" plus rapidement. Toujours en ne considérant que des

monomères ADP, les concentrations critiques aux deux bouts sont pourtant du même

ordre de grandeur (C b,ADP
c = C p,ADP

c ≈ 1.8 µM [52]). Dans ce cas, Vpol est similaire aux

deux bouts.

Hydrolyse de l’ATP au sein du filament Cette différence d’activité entre les deux bouts

est vrai également pour des monomères sous forme ATP, que nous devons prendre en

compte pour nous rapprocher du contexte cellulaire. Dans ce cas, l’étude de la dyna-

mique est plus complexe car ces monomères d’actine-ATP voient leurs activités ATPases

stimulées lorsqu’ils s’incorporent au sein du filament. Cette stimulation n’est pas encore

bien comprise, mais serait reliée à l’aplanissement des sous-unités lors de la transition

monomère-filament [56]. Celui-ci faciliterait la réaction d’hydrolyse, en contraignant

encore plus le nucléotide et les molécules d’eau dans la poche nucléotidique [66].

Dans la dynamique d’assemblage, la nature du nucléotide doit donc être considérée. Il

faut bien noter que l’hydrolyse n’est pas nécessaire pour la polymérisation du filament

d’actine [67]. Mais elle crée une différence énergétique entre les deux bouts du filaments :

Les deux états monomèriques ont des taux d’association, de dissociation ainsi que des

forces de liaisons inter-monomériques différentes [68]. L’hydrolyse va donc jouer un rôle

dans la dynamique de polymérisation.

Dynamique d’assemblage Lorsque les monomères ATP s’ajoutent au filament par le

bout barbé, l’hydrolyse du nucléotide s’effectue de manière stochastique [69]. La transition
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de l’ATP vers l’ADP au sein du filament est irréversible, aucune molécule d’ADP ne peut

s’échanger avec de l’ATP en solution. De plus l’hydrolyse se fait en deux étapes. En effet,

l’ATP est rapidement clivé lors de l’hydrolyse, résultant en une molécule d’ADP et un

groupement phosphate (ATP →ADP.Pi demi-vie≈ 0.4 secondes [69]). Mais la structure de

la poche nucléotidique dans le filament ralentit énormément le relargage du phosphate

(ADP.Pi→ADP demi-vie ≈ 100 secondes [69]). Cet état intermédiaire ADP-Pi est donc

fortement présent au sein du filament, surtout à proximité du bout barbé, correspondant

à quelques secondes après l’incorporation du monomère (voir figure 2.5.c).

À proximité du bout pointu, une majorité de monomères d’actine est devenue ADP.

Ce sont de "vieux" monomères, qui ont eu le temps de relarguer leurs phosphates-γ.

L’actine-ADP forme des liaisons inter-monomèriques plus faibles que celles formées par

l’actine-ATP ou l’actine ADP.Pi [68]. Illustrant cela, un "vieux" filament composé uni-

quement d’actine-ADP est plus flexible, L Acti ne−ADP
p = 9 µm, comparé à L Acti ne−ADP.Pi

p =
13.5 µm [70]. Comme nous le verrons, cette différence d’âge des filaments influe sur

leurs régulations. Cette partie du filament est donc plus instable : au bout pointu, les

monomères ADP ont tendance à se désassembler. Une fois relâchés, ces derniers sont

recyclés en actine-ATP. Cela se fait lentement à partir de solutions de monomères puri-

fiés seuls, le taux de renouvellement du nucléotide étant de 0.2 sec−1. Dans la cellule, la

protéine profiline, liée au monomère, accélère ce renouvellement nucléotidique jusqu’à

24 sec−1 [71].

Régime stationnaire et tapis roulant Pour un monomère, cette polymérisation dyna-

mique peut se résumer par une association sous l’état ATP au bout barbé ; son hydrolyse

menant alors à sa dissociation du bout pointu sous l’état ADP ; puis son renouvellement

menant à une nouvelle association (voir figure 2.5). Cette situation est bien plus complexe

en vérité, puisqu’il faut aussi considérer les potentielles associations ou dissociations de

monomères ATP au bout pointu par exemple.

Ce processus stationnaire, initialement théorisé, est appelé "polymérisation de la tête à

la queue" [72] ou plus récemment "tapis roulant" (de l’anglais "treadmilling" [73]). Malgré

une dynamique aux deux bouts, ce processus permet d’obtenir une longueur constante au

cours du temps, ou l’élongation au bout barbé compense exactement la dépolymérisation

au bout pointu. Ce processus a été observé in vitro [74].

La concentration stationnaire, notée Cs , peut se calculer dans une situation de tapis

roulant. Pour celle-ci, nous considérons des monomères d’actine ATP en solution. Glo-

balement, ces derniers sont considérés, puisqu’en solution, comme pouvant également

s’ajouter au bout pointu (association représentée par kp,AT P
on ), ou se dissocier du bout
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FIGURE 2.5 Mécanisme stochastique d’hydrolyse de l’ATP et du renouvellement de mo-
nomère ATP lors du processus de tapis roulant [69]. Les monomères incorporés au bout
barbé passent rapidement de l’état ATP à ADP.Pi, puis lentement de l’état ADP.Pi à ADP, de
manière stochastique. Ils finissent par tous devenir ADP, et par se désassembler au bout
pointu. Le renouvellement (0.2 sec−1) se fait lentement in vitro, pour de l’actine seule.
Constantes cinétiques issues de [65], constantes d’hydrolyse d’ATP issues de [69],
constante de renouvellement (ADP → ATP) issue de [71].

barbé (dissociation représentée par kb,AT P
o f f ). Ainsi, pour le filament dans sa globalité, la

concentration stationnaire est définie comme tel :

Cs =
kb,AT P

o f f +kp,ADP
o f f

kb,AT P
on +kp,AT P

on

(2.2)

Prenant les valeurs effectives de ces constantes, mesurées par Fujiwara et collabora-

teurs [65], on obtient une faible concentration stationnaire, Cs ≈ 0.13 µM .

Les simplifications faites pour ce calcul ne s’appliquent pas dans la cellule puisque

des protéines régulatrices modifient la situation, notamment les constantes cinétiques.

Mais conceptuellement, il est important de comprendre ce processus et de l’étudier

quantitativement, puisque qu’il concerne la stabilité du filament et la conservation de

sa longueur au cours du temps, se reposant sur le renouvellement d’état nucléotidique

des monomères (actine-ADP → actine-ATP), qui alimentent le réservoir d’actine-ATP

nécessaire à une réactivité efficace de la cellule.
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Optimiser le renouvellement de monomère, vers un "tapis roulant" plus

efficace ?

Si l’on considère l’actine seule, le renouvellement est très lent, du fait notamment du

faible taux de renouvellement (0.2 sec−1, voir figure 2.5) ou de la faible dissociation de

monomère ADP du bout pointu (kp,ADP
o f f = 0.25 sec−1 [65]). Ce renouvellement est accéléré

dans la cellule, mais pas seulement en considérant le processus de tapis roulant. Il y a

plusieurs possibilités et nous allons les détailler. En contrôlant la nucléation spontanée,

en assemblant localement des filaments, en les stoppant ou en les désassemblant, ce

sont les protéines régulatrices qui gouvernent l’efficacité de ce renouvellement. C’est sur

certaines d’entre elles que nous allons maintenant porter notre attention.

2.4 Réguler la dynamique de l’actine par

la biochimie : l’effet des protéines régulatrices

2.4.1 Réguler la nucléation

Comme mentionné précédemment, à des concentrations physiologiques de l’ordre de

100 µM [63], la nucléation spontanée est trop importante. Dans la cellule, les monomères

sont en fait séquestrés pour contrôler la nucléation, ce qui joue un rôle dans la régulation

de réseaux au sein de la cellule. On retrouve dans ce but plusieurs facteurs isolants de

monomère, leurs nombres variant en fonction du type cellulaire. Nous avons par exemple

la profiline en interaction avec la face barbée du monomère ou la thymosine-β4 qui

se lie "à cheval" entre la face barbée et la face pointue, empêchant toute formation

d’oligomères [52]. Nous nous concentrerons dans cette partie sur l’action de la profiline.

La profiline, essentiel inhibiteur de la nucléation spontanée

La profiline, découverte dans des extraits de rate de veau, forme un complexe de

stœchiométrie 1 :1 avec l’actine-G [75]. Dans la cellule, elle est présente avec l’actine à

des concentrations de l’ordre de 50 à 100 µM [76]. On suppose négligeable la présence de

monomère d’actine libre.

Son association au monomère est favorisée par un état nucléotidique ATP (KD =
0.1 µM) plutôt qu’ADP (KD = 0.5 µM) [63]. Une fois liée au monomère, la profiline ré-

duit l’affinité du nucléotide ATP ou ADP pour le monomère d’actine. De fait, une fois le

monomère dissocié du filament, elle accélère l’échange de nucléotide lors du recyclage
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ou renouvellement du monomère ADP en monomère ATP. Le taux de renouvellement

passe alors de 0.2 sec−1 à 24 sec−1 [71], ce qui fait de la profiline un régulateur essentiel

du renouvellement de monomère ATP dans la cellule.

Se liant à la face barbée du monomère (voir figure 2.6), elle inhibe la nucléation du

filament et l’élongation par le bout pointu [21].

La liaison du complexe actine-profiline au bout barbé change la conformation du

monomère, qui devient alors sous-unité du filament. L’affinité de la profiline pour la face

barbée de cette sous-unité est alors réduite (KD > 20µM), provoquant sa dissociation. Le

bout barbé est de nouveau libre, permettant l’addition d’une nouvelle sous-unité et ainsi

de suite.

FIGURE 2.6 Structure de la profiline en complexe avec l’actine-β cytoplasmique. Issue
de [77], représentée avec rcsb.org

En résumé, la profiline est impliquée dans la régulation de l’actine, bloquant la nucléa-

tion spontanée des filaments et permettant uniquement l’élongation de bouts barbés [78].

Comme nous le verrons, elle est également impliquée dans la dynamique d’élonga-

tion du bout barbé du filament, via des interactions avec des protéines élongatrices, et

également dans la dynamique de dépolymérisation (effet observé in vitro [79]).

Stimulateurs de nucléation : quelques protéines nucléatrices.

La plupart des monomères de la cellule sont donc séquestrés, notamment par la

profiline et ne peuvent pas spontanément former des filaments, bien que les conditions

nécessaires, en terme de force ionique ou de concentration, soient réunies. La nucléation

de filaments peut tout de même avoir lieu de manière régulée grâce à la présence de

facteurs générateurs de filaments, les nucléateurs. Ces nucléateurs sont le moyen pour
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la cellule d’avoir de nouveaux bouts barbés disponibles, en plus de la fragmentation

et le décoiffage qui peuvent également jouer ce rôle. Comprendre la régulation de ces

nucléateurs est donc primordial.

Il y a trois grandes familles de nucléateurs, avec des mécanismes de nucléation va-

riables. Très simplement : le complexe Arp2/3 nuclée les réseaux branchés, les formines

nucléent les réseaux linéaires, puis une grande famille de protéines contenant le domaine

WH2 est également impliquée dans la nucléation cellulaire.

FIGURE 2.7 Trois nucléateurs cellulaires. A : Le complexe Arp2/3 peut nucléer après
activation et liaison au coté du filament mère. B : la formine nuclée via son domaine
FH2. C : Spire (terminaison N), nuclée via ses 4 domaines WH2. Le domaine blanc est le
domaine KIND, pouvant lier certains domaines fonctionnels de formines [80].

Le complexe Arp2/3 Ce complexe protéique est à la base de l’organisation de réseaux

branchés dans les cellules eucaryotes (voir figure 2.1). Il est purifié pour la première fois

en 1994 [81]. Une fois activé et fixé sur le côté d’un filament préexistant (filament "mère"),

ce complexe nuclée un nouveau filament (filament "fille"), dont le bout pointu est ancré à

la jonction branchée et dont le bout barbé s’allonge. Le filament fille forme alors un angle

de 70° avec le filament mère [44] (voir figure 2.7). Ce type de réseau est impliqué dans le

développement du lamellipode.

Le complexe est composé de 7 sous-unités, dont les formes initialement non-actives

d’Arp2 et d’Arp3, des protéines homologues à l’actine, ont des structures proches de celle

du monomère d’actine [82]. C’est seulement après activation qu’Arp2/3 nuclée effica-

cement les filaments d’actine [83]. Plusieurs facteurs (les NPFs en anglais : Nucleation

Promoting Factor) sont responsables de cette activation [84]. Elle se traduit par un change-

ment conformationnel qui repositionne les sous-unités Arp 2 et Arp 3 selon une structure

proche d’un dimère au sein d’un filament. S’en suit une association d’un ou plusieurs mo-
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nomères, les premiers étant apportés par le facteur stimulateur de nucléation. Le facteur

s’ancre au même moment sur le coté du filament mère d’actine [85]. On notera, parmi les

facteurs stimulateurs de nucléation branchée, la protéine du syndrome Wiskott-Aldrich

(WASP), ou encore ses complexes homologues WAVE, qui activent le complexe Arp2/3

au front de migration de la cellule [83]. Ces facteurs sont repliés selon une conformation

d’auto-inhibition et également régulés par des protéines GTPases, telles que les protéines

de la famille Rho (telle que Rac [83]).

La formine Contrairement au complexe Arp2/3, l’activité nucléante de la formine as-

semble des structures linéaires (voir figure 2.1), tels que les réseaux parallèles ou anti-

parallèles. Sa capacité de nucléation est principalement basée sur l’interaction entre l’ac-

tine et son domaine majeur, appelé FH2 (de l’anglais Formin Homology 2). Homo-dimère

en forme d’anneau [86], le domaine FH2 est en interaction avec quelques monomères,

aidant ainsi à créer le noyau nécessaire à la génération du filament (voir figure 2.7). On

retrouve cette famille de protéines chez toutes les espèces eucaryotes. Chez l’humain et

de façon générale chez les vertébrés, 15 gènes donnent naissance à 15 formines [87], qui

sont toutes de larges protéines (leurs masses moléculaires sont supérieures à 100 kDa [87])

possédant plusieurs domaines, comme nous le verrons au chapitre 3.

Protéines avec plusieurs domaines WH2 Le domaine WH2, composé de 17 à 20 acides

aminés, peut se lier à la partie hydrophobe de la face barbée du monomère d’actine [85]. Ce

domaine est impliqué dans différentes nucléations. On distingue d’un coté la nucléation

branchée, qui participe à la création d’une nouvelle branche à partir du complexe Arp2/3.

On citera, par exemple, les protéines activatrices du complexe Arp2/3, comme WASP. En

agissant en réalité en doublons, les facteurs de nucléations activent à la fois le complexe

Arp2/3, tout en apportant grâce à leurs motifs WH2, les premiers monomères d’actine

formant le filament fille [85].

D’un autre côté, des protéines possédant de multiples domaines WH2 ont la capacité

de stabiliser des oligomères d’actine, nucléant ainsi des filaments. C’est le cas de la

protéine Spire qui possède 4 domaines WH2 (voir figure 2.7.C) ou encore la protéine

Cordon-Bleu [85].
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2.4.2 Réguler l’élongation

Optimiser l’élongation

Une fois le filament initié, les monomères disponibles dans le cytoplasme peuvent

s’y ajouter, sauf si leur séquestration ne le permet pas. La vitesse d’élongation du fila-

ment dépendra de la concentration d’actine, de manière proportionnelle à la constante

d’association kb,AT P
on , comme vu au début de ce chapitre. Cependant une stimulation de

l’élongation est nécessaire et utilisée dans divers processus cellulaires. Deux facteurs de

polymérisation sont connus dans la cellule : les protéines formines et Ena/VASP.

FIGURE 2.8 Deux facteurs d’élongation processive dans la cellule, impliqués dans la gé-
nération de filopodes. A : La Formine polymérise notamment par l’interaction de son
domaine FH1 avec les complexes d’actine-profiline, non représentés ici. B : Ena/VASP,
dont chaque monomère peut se lier au monomère d’actine ou au filament. Sa tétramé-
risation est impliquée dans son caractère élongateur processif. C : Détails moléculaires
d’un filopode. Les protéines Ena/VASP et formines sont ancrées à la membrane, d’où ils
assemblent les filaments responsables de la force générant le filopode. La fascine est une
protéine de faisceau renforçant ce réseau parallèle.

La formine Une fois le filament nucléé, la formine peut permettre et accélérer son élon-

gation. Elle est impliquée dans la formation du lamellipode, la génération du filopode

(voir figure 2.8.C) ou de l’anneau de cytocinèse [88]. Plusieurs de ses domaines sont res-

ponsables de cette capacité. C’est le cas du domaine FH2, qui se lie au bout barbé tout

en permettant l’incorporation de nouveaux monomères, ou d’un autre domaine adja-

cent, le domaine FH1, riche en segments poly-prolines (voir figure 2.8.A). Ces segments
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possèdent une forte affinité pour la profiline [89]. Ainsi, seuls les monomères liés à la

profiline peuvent interagir avec le domaine FH1, ce qui va, en résumant, augmenter la

concentration d’actine-profiline localement au bout barbé, stimulant son élongation.

En plus de cette accélération, la formine est également une protéine d’intérêt dans la

cellule, par sa capacité à pouvoir suivre le bout barbé tout en permettant son élongation.

C’est ce que l’on appelle la processivité. Cette propriété caractérise aussi les moteurs

moléculaires, telle la myosine V [13]. Tout en étant liés au filament, les moteurs peuvent se

déplacer le long de celui-ci. Le caractère processif de la formine est dû à des changements

conformationnels de son domaine FH2. Quant à l’accélération de l’élongation, elle est

due à son domaine FH1. Ces propriétés et domaines seront décrits plus en détails dans le

chapitre 3.

La protéine Ena/VASP C’est un tétramère qui possède plusieurs domaines sur chacun

de ses quatre monomères. Il y a parmi eux, un domaine WH2 et un domaine se liant

au filament. C’est la présence de ces domaines et du domaine de tétramérisation qui

permet une élongation accélérée et processive [90] (voir figure 2.8.B). Cette protéine se

retrouve co-localisée aux extrémités de filopodes, et serait impliquée dans leurs initia-

tions (voir figure 2.8.C). On le retrouve également au front de migration d’une cellule en

mouvement [91].

Stopper l’élongation et la dépolymérisation

Les différentes protéines de coiffe, présentes dans la cellule, stoppent l’addition ou le

départ de monomères aux extrémités du filament. Par exemple, la protéine CapZ se lie

très fortement au bout barbé (Kd = 0.016 nM [92]) et bloque son activité. CapZ est une

protéine hétérodimérique possédant deux sous-domaines α et β qui interagissent avec

les deux dernières sous-unités du bout barbé [93] (voir figure 2.9).

La gelsoline peut également coiffer des bouts barbés. Elle peut former un complexe

ternaire avec deux molécules d’actine (complexe GA2). Ce complexe bloque directement

l’activité du bout barbé. La gelsoline peut aussi se lier sur le côté du filament, le sectionner

et bloquer l’activité de polymérisation au niveau de la région de sectionnement [52].

L’indisponibilité des bouts barbés coiffés favorisent la liaison des monomères aux

bouts pointus ou aux autres bouts barbés encore disponibles. Parmi ces deux possibilités,

l’élongation des bouts barbés est privilégiée cinétiquement. Leurs vitesses sont augmen-

tées par cette "redistribution" de monomères ATP, primordiale pour la motilité cellulaire,

comme nous le verrons au chapitre 3.
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FIGURE 2.9 Structure de la protéine de coiffe. Représentation de structure issue de [94].
La protéine de coiffe se lie sur les deux dernières sous-unités du bout barbé du filament.

Réguler la coiffe des bouts barbés L’arrêt d’activité des bouts barbés doit être régulé.

Dans ce but, une variété de protéines possède un domaine d’interaction avec des protéines

de coiffe, le domaine CPI ("Capping Protein Interaction"). C’est le cas d’une protéine

essentielle dans le décoiffage cellulaire : la protéine CARMIL, qui est notamment localisée

au front du lamellipode. Sa suppression dans la cellule inhibe la formation du lamellipode,

ce qui est certainement dû à un excès de coiffe ne permettant pas son développement [94].

La présence de formine au bout barbé peut également empêcher dans une certaine

mesure l’action de protéines de coiffe. N’étant alors pas capable de coiffer totalement le

bout barbé, les protéines entrent en compétition avec la formine. La protéine à multiples

domaines WH2 Spire peut être considérée comme une protéine de coiffe. Elle et la formine

peuvent entrer dans une interaction ambivalente alternant entre un recrutement de la

formine par Spire puis une compétition exclusive [80]. Au cours de ma thèse, j’ai également

étudié la compétition pour le bout barbé avec la protéine de coiffe CapZ qui sera détaillée

au chapitre 5.

2.4.3 Désassembler le cytosquelette

La cellule, dans le but de s’adapter à son environnement, doit avoir une grande ca-

pacité de réactivité qui implique une réorganisation de son cytosquelette d’actine. Cette

réorganisation nécessite l’approvisionnement ou renouvellement de monomères ATP,

qui se base sur un désassemblage des réseaux. La cellule stimule ce désassemblage par
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sectionnement ou désassemblage à l’aide de plusieurs facteurs, dont l’essentielle famille

de protéines cofiline/ADF (Actin-Depolymerizing Factor).

ADF/cofiline

Les protéines de la famille ADF et cofilines sont des protéines de petites tailles (entre 13

et 20 kDa). Elles jouent un rôle central dans le désassemblage de filaments et des réseaux,

comme ceux du lamellipode, ou impliqués dans l’endocytose [95] ou la cytocinèse [96].

L’ADF ou la cofiline sectionne les filaments d’actine L’ADF/cofiline se lie sur le coté du

filament d’actine, préférentiellement sur les "vieux" filaments, composés de sous-unités

ADP [97]. Cette liaison est dite "coopérative" : des domaines croissent le long du filament à

partir d’une liaison initiale d’une seule protéine (voir figure 2.10.A). L’ADF/cofiline modifie

également les propriétés du filament d’actine, notamment structurales et mécaniques.

On note par exemple une augmentation de flexibilité du filament décoré d’ADF/cofiline

ou encore une réduction de l’angle d’orientation entre deux monomères adjacents [98].

Il y a une création de frontières entre ces domaines d’ADF/cofiline et les parties du fila-

ment non recouvertes. C’est au niveau de ces frontières que le sectionnement est le plus

probable [98] (voir figure 2.10.A). Relatif à cette propriété de sectionnement, voici deux

considérations :

— l’ADF/cofiline n’a que la propriété de fragmentation des filaments d’actine.

— Même en présence d’ADF/cofiline, les constantes cinétiques d’association et de

dissociation de monomères aux deux bouts sont inchangées.

En prenant cela en compte, alors le nombre de bouts barbés augmente autant que celui

des bouts pointus, ne modifiant pas de manière globale le renouvellement de monomères.

L’ADF/cofiline dépolymérise les deux bouts du filament Mais la cofiline peut égale-

ment stimuler la dépolymérisation du filament (voir figure 2.10.B). Le laboratoire a ré-

cemment directement observé [99] que des filaments saturés en cofiline dépolymérisent

plus rapidement par leur bouts pointus, confirmant de précédentes observations [57].

La concentration critique du bout pointu, par exemple, est augmenté d’un facteur 10 en

présence d’ADF, d’après [99], et permet ainsi de relarguer plus rapidement les monomères.

Remarquablement, cette dépolymérisation s’effectue aussi aux bouts barbés des fi-

laments saturés d’ADF/cofiline. Au cours de cette dépolymérisation, les monomères ou

même une protéine de coiffe ont beaucoup de difficultés à se lier à nouveau au bout

barbé. Ce résultat montre que le processus de tapis roulant (bout barbé polymérisant -
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FIGURE 2.10 Propriétés de l’ADF/cofiline. A : La cofiline se lie coopérativement sur le
côté du filament, pour former un domaine croissant de cofiline. Le sectionnement est
représenté à la frontière entre ce domaine et un côté du filament non recouvert. B : Lorsque
qu’un bout de filament est saturé en cofiline, celle-ci va stimuler la dépolymérisation.

bout pointu dépolymérisant) n’est pas nécessairement universel en ce qui concerne le

renouvellement du réservoir de monomères cellulaires.

Autres protéines de désassemblage

Protéines de fragmentation D’autres protéines peuvent être responsable de fragmen-

tation, telles que la gelsoline ou des formines comme l’isoforme INF2 :

— La gelsoline est proche de la cofiline en terme de structure. Son action comprend

le sectionnement du filament, en plus de sa fonction de protéine de coiffe. Elle ne

stimule cependant pas la dépolymérisation du filament.

— la formine INF2, en plus de son activité de nucléation et d’élongation, propre

aux formines, peut dépolymériser ainsi que sectionner le filament d’actine en

s’attaquant aux régions du filament contenant de l’ADP [100]. Elle travaille en

synergie avec la profiline, permettant une optimisation du taux de renouvellement

de l’actine [101].

Protéines stimulant la dépolymérisation D’après Pernier et collaborateurs [79], la pro-

filine en excès ralentit in vitro la polymérisation du filament d’actine jusqu’à favoriser

sa dépolymérisation (à partir de 30 µM pour 1 µM d’actine). À haute concentration, la
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profiline peut entrer en compétition pour le bout barbé avec l’actine, ce qui explique

l’effet de la profiline sur le désassemblage. Elle peut également entrer en compétition avec

la protéine de coiffe CapZ ou encore la formine mDia1 [79].

De plus les formines peuvent amplifier cet effet de la profiline. Elles ont également,

pour la plupart d’entre elles, la capacité de dépolymériser un filament d’actine, quel

que soit son état nucléotidique. Cela sera détaillé au chapitre suivant. L’implication de

cette fonction pour les formines n’a pas encore été découverte dans la cellule car elle a

seulement été obervée in vitro [79, 102].

2.4.4 Rassembler les filaments

Les myosines connectent les filament entre eux

Les myosines ont été les premiers moteurs moléculaires détectés. On connaissait leurs

implications dans la contraction musculaire avant la découverte de l’actine. Un protomère

de myosine se compose d’un chaîne lourde et de deux chaînes légères. La chaîne lourde

comporte une terminaison N globulaire, le domaine moteur, formant la tête de la myosine,

interagissant avec le coté du filament. Le reste de la chaîne jusqu’à la terminaison C,

est une hélice alpha, la queue de la myosine [21] (voir figure 2.11). Certaines myosines,

comme la myosine II, dimérisent via l’interaction de deux queues, qui s’enroulent l’une

autour de l’autre (voir figure 2.11.A).

Dans des conditions physiologiques, certaines myosines se rassemblent pour former

des mini-filaments, car leurs queues leur permettent de créer des faisceaux avec les autres.

Ce rassemblement de myosine est appelé "mini-filament" (voir figure 2.11.B).

En se liant à plusieurs filaments d’actine aux différentes orientations (réseaux denses

ou faisceaux anti-parallèles), les mini-filaments de myosine ont tout d’abord une activité

de regroupement et de réticulation de ces filaments entre eux. Tout cela forme des réseaux

d’acto-myosines.

Autres connexions passives entre les filaments

Il existe d’autres protéines regroupant ou réticulant les filaments entre eux, mais

contrairement à la myosine, elles n’auront aucune activité motrice. C’est le cas de la

fascine, formant le faisceau du filopode [103] (voir figure 2.8.C) ; ou encore l’α-actinine,

impliquée dans le cortex cellulaire [104].
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FIGURE 2.11 Propriétés de la myosine II. A : Représentation schématique de la myosine
II. La tête est en contact avec le filament d’actine et possède une activité ATPase, donnant
une activité motrice à la protéine. La queue peut interagir avec d’autres queues pour
former des mini-filaments. B : Mini-filament de myosine II.

De l’activité motrice à la contraction du réseau

Le caractère moteur de la myosine vient de son activité ATPase. La liaison au filament

de son domaine moteur stimule le largage du phosphate induisant un changement confor-

mationnel moteur, produisant la translation du filament (voir figure 2.12.A-C). Le départ

de l’ADP depuis la tête permet la liaison d’une molécule ATP, provoquant la dissociation

de la tête de la myosine du filament (voir figure 2.12.D-E). L’hydrolyse de cet ATP et un

retour vers la conformation initiale permettent ensuite à la myosine de se lier à nouveau

au filament et de continuer le cycle [13].

Plusieurs domaines moteurs regroupés en dimères (comme la myosine V) ou collec-

tivement au sein de mini-filaments (comme la myosine II) peuvent fonctionner les uns

après les autres, permettant alors une liaison constante au filament simultanément à

son mouvement, c’est-à-dire de manière processive. Les myosines "marchent" le long du

filament, toujours vers le bout barbé du filament, en utilisant l’hydrolyse de l’ATP comme

énergie.

Au sein de mini-filaments, les têtes des myosines sont orientées selon deux directions

opposées. Dans un réseau d’actine comprenant des mini-filaments de myosines, leurs

têtes induisent un glissement entre les filaments d’actine, se déplaçant spontanément vers

les bouts barbés. Autrement dit, l’activité motrice des myosines provoque la contraction

du réseau. Ce phénomène est responsable de la contraction musculaire [106], ou encore

l’activité contractile de l’anneau de cytocinèse une fois formé [107].
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FIGURE 2.12 Cycle moteur de la myosine V, le long d’un filament d’actine. A : Hydrolyse
initiant le cycle. B : Association au filament. C : Relargage du phosphate, changement
conformationnel du moteur, translation induite du filament (en rouge). D : Le départ de
l’ADP induit la fin de la translation du filament. E : Dissociation du moteur par association
de l’ATP, terminant le cycle. Adaptée de [105].

2.4.5 La tropomyosine pour réguler les fonctions des

filaments d’actine.

La contraction musculaire Dans les cellules musculaires, les myosines II sont respon-

sables de la contraction. Leurs activités motrices sont régulées pour contrôler le moment

de cette contraction. Dans les sarcomères, unité de base du muscle strié, les filaments

sont recouverts de protéines fibreuses et étendues, appelées les tropomyosines, se liant

sur le côté du filament et couvrant 6 à 7 monomères [108] (voir figure 2.13.A). Plusieurs

conformations de liaisons entre la tropomyosine et le filament sont possibles étant donné

la faible interaction entre les deux, de nature électrostatique [58]. L’une de ces conforma-

tions permet au mini-filament de myosine de venir interagir avec l’actine, enclenchant

l’activité contractile. La tropomyosine joue dans cette situation, un rôle d’interrupteur

moléculaire pour la contraction musculaire.

Réguler les protéines régulatrices De nombreux isoformes de tropomyosines ont éga-

lement été observés dans les cellules non-musculaires [109]. Ces isoformes sont impliqués

dans la régulation de l’interaction entre l’actine et d’autres protéines. Cette régulation

est dépendant de l’autre protéine considérée et spécifique à l’isoforme de tropomyo-



2.4 La dynamique de l’actine et les protéines régulatrices 49

sine. Cette régulation se retrouve avec des protéines comme certaines cofilines [110] ou

myosines [111]).

FIGURE 2.13 Propriétés de la tropomyosine. A : La tropomyosine, ici en vert, se lie sur 7
sous-unités du filament d’actine. Cette liaison peut modifier la liaison d’autres protéines
(cofiline ou myosine). B : Ce schéma de cellule épithéliale d’embryon montre 3 réseaux
d’actine différents, décorés spécifiquement par des isoformes de tropomyosine différents.
Adaptée de [108].

Coordinations des différents réseaux Chacun des isoformes de tropomyosines semble

décorer spécifiquement les différents réseaux cellulaires [108] (voir figure 2.13.B). Partant

d’un réservoir composé de monomère d’actine semblables, la tropomyosine pourrait

ainsi être impliquée dans la différentiation des réseaux [108]. Cette théorie impliquerait

également la façon dont sont nucléés les filaments. Une récente étude in vivo conclue que,

chez la levure, selon l’isoforme de formine générant le filament, un isoforme spécifique

de tropomyosine est alors recruté [112].

Cela s’expliquerait d’un point de vue structural : les différents nucléateurs amèneraient

à différentes conformations. Il existe également plusieurs conformations au sein d’un

échantillon de filaments, comme mentionné précédemment [60]. Se liant à 6 ou 7 mo-

nomères sur le côté du filament, la tropomyosine pourrait potentiellement être sensible

à ces changements conformationnels, ce qui participerait à une liaison spécifique aux

différents réseaux.
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2.5 Mécanobiologie de l’actine :

réguler la dynamique de l’actine par

les contraintes mécaniques

Historiquement, la notion de mécanobiologie, où le fait que la mécanique puisse

influer sur des processus biologiques n’est pas récente mais prends désormais une place

de plus en plus importante. Des travaux pionniers datant de la fin du XIX siècle, portant

sur la dépendance de la formation d’os à l’environnement mécanique, jusqu’à la diffé-

rentiation cellulaire par durotaxie, la mécanique influence directement les processus

cellulaires [113].

C’est notamment le cas de complexes de protéines qui peuvent changer d’organisation

grâce à la force, et découvrir des domaines inaccessibles dans le cas sans force. Au sein des

complexes, la force peut ainsi renforcer des liens, appelés alors les "catch-bond", ou les

affaiblir, ce que l’on appelle les "slip-bond" [114]. Ces complexes sensibles à la mécanique

sont généralement impliqués dans la mécanotransduction. Ce processus implique le

cytosquelette pour transmettre des forces de l’extérieur jusqu’au noyau, où l’expression

de protéines peut être modifiée pour s’adapter à l’effet de la contrainte mécanique de

départ.

C’est le cas pour le complexe d’adhésion composé de protéines transmembranaires,

les intégrines. Elles sont liées d’un coté à la matrice extra-cellulaire et de l’autre au cy-

tosquelette d’actine via notamment la protéine taline. Celle-ci peut se lier et activer la

vinculine, protéine constitutive des adhésions focales. Lorsque la taline est mise sous ten-

sion, son étirement structural permet de dévoiler des domaines provoquant l’association

de la vinculine à la taline [115]. La tension, potentiellement transmise par les fibres de

stress, peut directement renforcer les adhésions focales via ce complexe taline-vinculine,

impliqué dans la mécanotransduction.

La filamine, protéine longiligne se liant à l’intégrine-β, est une autre protéine reliant

les intégrines au cytosquelette. Le renforcement du lien entre la filamine et l’integrine-β à

été observé sous tension, exercée à la fois par une contrainte extérieure ou par des contrac-

tions dues à l’action de myosines II [116]. Ce lien mécanosensible pourrait également

intervenir dans la mécanotranduction.

Ces quelques exemples de complexes mécanosensibles nous indiquent déjà que le

cytosquelette d’actine n’est pas purement un système biochimique. Jusqu’ici nous avons

considéré sa régulation par des signaux biochimiques ou des protéines régulatrices. Il faut

également prendre en compte les actions des contraintes mécaniques pour comprendre,
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dans leur ensemble, les réactions du cytosquelette. Il y a plusieurs effets, impactant le

réseau entier mais également le filament seul, en passant par les modulations d’activités

de protéines régulatrices.

2.5.1 Réseaux de filaments

Au sein de la cellule, les filaments ne sont pas indépendants. Étudier les effets de la

force sur des réseaux entiers est donc nécessaire.

Les filaments, de façon assez simplement résumée, peuvent in vivo subir des contraintes

de tension, de compression, ou de torsion. Ces contraintes peuvent même raisonnable-

ment s’exercer toutes à la fois. En réalité, les organisations diverses et complexes des

réseaux cellulaires rendent difficile théoriquement et expérimentalement de localiser pré-

cisément l’origine des forces responsables des mouvements propres à la cellule (comme

ceux permettant de déformer la membrane lors de la motilité), ou même d’analyser la

distribution des forces lorsque la cellule subit une contrainte extérieure. Il est souvent

plus simple d’étudier ces problématiques en utilisant des systèmes reconstitués in vitro.

Un très bel exemple est le mécanisme de propulsion de la bactérie Listeria monocyto-

genes. L’implication de l’actine dans la force de propulsion de la bactérie a été suggérée

en étudiant la dynamique des filaments au sein de la "queue de la comète", observée au

dos de la bactérie lors d’une infection de cellule in vivo [117]. Le mécanisme physique de

propulsion due à la polymérisation de l’actine est alors proposé. Le système a ensuite été

reconstitué in vitro, utilisant les bactéries et un milieu pseudo-physiologique contenant

le nombre minimal de protéines pour observer la propulsion de la bactérie [118]. Cette

étude a permis d’identifier les protéines indispensables à l’action de Listeria et d’éclaircir

le mécanisme sous-jacent : le complexe Arp2/3 forme un réseau branché, généré depuis

l’arrière de la bactérie [118], puis les protéines de coiffe et la cofiline, permettent de réguler

le flux de monomères utilisés pour créer le réseau branché à proximité de la bactérie.

De plus, la génération de force d’un réseau branché permet une déformation de la

membrane au front d’un lamellipode. Pour comprendre quantitativement la génération

de force d’un réseau branché, une étude a permis de mesurer la force exercée par une

bille propulsée par une queue de comète similaire à celle utilisée pour le déplacement

de Listeria [118]. Ce réseau exerce une force mais peut également s’y adapter : une force

de 4,3 nN opposée à la direction de mouvement de la bille réduit à 20% la vitesse de

polymérisation par rapport à la vitesse hors contrainte [119]. Ce résultat est cohérent avec

ce que l’on observe dans le cas de filaments uniques, comme décrit ci-dessous.
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2.5.2 La mécanique du filament in vitro

Flexibilité intrinsèque

Comme on l’a vu, le filament est un bio-polymère semi-flexible, d’une longueur de

persistance d’environ 10 µm [22]. Cette flexibilité change en fonction de la nature nu-

cléotidique des sous-unités ou de l’action de protéines régulatrices liées au filament. Un

filament entièrement ADP est plus flexible qu’un filament entièrement ATP. Sa rigidité

varie également en fonction de sa décoration par : la tropomyosine, le rendant plus ri-

gide [70] ; ou la cofiline, qui au contraire le rend plus flexible [98]. Cette différence de

flexibilité peut impliquer des réponses différentes à des forces de compression.

Le filament exerce une force

Flambage d’un filament En mécanique, lorsque une structure est soumise à une com-

pression, elle a tendance, par instabilité élastique, à fléchir perpendiculairement à la

direction de la force de compression. On dit alors que cette structure flambe. Les caracté-

ristiques de ce flambage peuvent nous renseigner sur les propriétés du matériau.

Observant le flambage des filaments polymérisant à partir de formines ancrées (voir

figure 2.14), leurs bouts pointus collés à la surface par des myosines inactives, Kovar et

collaborateurs déduisent qu’un filament peut exercer une force de environ 1,3 pN [120].

FIGURE 2.14 Le flambage d’un filament d’actine. Schéma de l’expérience de Kovar &
Pollard [120]. Après interaction non spécifique avec la lamelle nue, la formine (Bni1) et
les myosines-NEM s’ancrent à la surface, ultérieurement passivée par la BSA. Lorsque le
filament s’allonge à partir de la formine, une interaction entre le coté ou le bout pointu du
filament et les myosines suffit à le coller à la surface. Du fait de l’allongement qui lui ne
stoppe pas, la force exercée par la formine suffit à faire flamber le filament.
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Modèle du cliquet brownien et études in vitro Dans le contexte cellulaire, les filaments

peuvent se retrouver à intéragir avec la membrane. La force qu’exerce un filament sur une

paroi, telle que la membrane est seulement due à la polymérisation du filament. Pour

étudier la polymérisation d’un bout barbé vers la membrane plasmique, il faut prendre en

compte les fluctuations auxquelles sont soumis le filament et la membrane. En effet, du

à ces fluctuations, l’écart entre le bout barbé du filament et la membrane varie au cours

du temps. Il y un pourcentage de chance que cet écart soit parfois plus grand que la taille

d’un monomère. Cela peut mener à la polymérisation, ce qui, au fur et à mesure de la

polymérisation, déplace la membrane, l’empêchant de revenir en arrière. De cette façon,

le filament exerce une force sur la membrane. C’est le modèle du cliquet brownien (de

l’anglais "Brownian Rachet") proposé en 1993 [12].

Ce modèle décrit également l’influence de la force opposée sur la vitesse d’élonga-

tion, effet observé expérimentalement sur des faisceaux de filaments [121, 122]. Ces deux

études nous démontrent que les polymérisations de filaments en faisceaux peuvent être

régulées uniquement par une force de compression, jusqu’à une élongation nulle. Selon

l’étude de Footer et collaborateurs, cet arrêt d’élongation arrive aux alentours de quelques

piconewtons, pour une faisceau de 8 filaments (≈ 1.5pN , [121]). Cette valeur se rapproche

de la valeur de ≈ 1.3pN obtenue par Kovar et Collaborateurs pour un filament individuel,

cela est cohérent avec une indépendance de filament dans le faisceau [120]. Selon Démou-

lin et collaborateurs, cet arrêt s’observe avec des forces compressives de l’ordre de 100pN ,

pour un faisceau de 120 filaments [122]. Un modèle supposant l’indépendance totale

des filaments au sein des faisceaux ne semble pas être compatible avec leurs données

expérimentales.

Il n’est pas évident de dire pourquoi les filaments ne possèdent pas la même indépen-

dance dans les deux études. Les protéines de faisceaux utilisées sont différentes, ainsi

que la façon de nucléer les faisceaux. Footer et Collaborateurs utilisent un acrosome

de sperme de limule à partir duquel les filaments polymérisent, et rajoutent ensuite de

l’α-actinine [121]. Tandis que seules des protéines fascines sont utilisées par Démoulin et

collaborateurs [122].

L’actine est un mécanosenseur affectant l’activité de protéines régula-

trices

Les contraintes exercées sur un filament unique peuvent modifier son activité d’inter-

action avec d’autres protéines régulatrices. Ainsi, étudiant les positions et organisations

des branches d’un réseau branché immobilisé à partir de protéines purifiées [123], Risca et
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collaborateurs ont constaté que le complexe Arp2/3 se liait préférentiellement à la partie

convexe d’un filament courbé. Dans la cellule, des courbures de filaments de réseaux

branchés peuvent être provoquées par interaction avec la membrane. D’après les auteurs,

le complexe qui se lie préférentiellement au niveau convexe de cette courbe servirait à

générer des branches vers la membrane et renforcer alors le réseau vis à vis de la contrainte

de départ [123].

En plus de la courbure ou de la compression ressentie par les filaments, la tension

joue également un rôle important. Elle peut se créer au sein de la cellule par des activités

contractiles de réseaux d’actomyosines, ou encore lors de la rétraction de protrusions,

telle que celle du filopode [124].

Une étude a ainsi démontré que la tension exercée le long d’un filament d’actine

pouvait retarder l’effet de la cofiline sur sa fragmentation [125].

Régulation mécanique directe sur des protéines

Même si jusqu’ici peu d’études l’ont démontré, la mécanique peut aussi directement

modifier l’activité de protéines, plutôt que par l’intermédiaire du filament.

On peut noter les études sur les moteurs moléculaires in vivo et in vitro, prouvant qu’ils

sont sensibles aux forces et qu’ils peuvent travailler sous des contraintes mécaniques [105].

Par exemple, par l’intermédiaire du filament d’actine sous tension, la processivité de

l’isoforme de myosine II est augmentée [126].

Une tension de quelques pico-newtons suffit à stimuler également l’activité d’élon-

gation de la formine. Une étude initiale faite par l’équipe en 2013, prouve que la vitesse

d’élongation de la formine mDia1 est doublée lorsque que le filament est sous tension (≈ 3

pN) dans des conditions physiologiques [102]. Dans une autre étude, la même conclusion

s’applique pour la formine de levure Bni1, et ce dans les mêmes conditions [127]. Enfin

cet effet stimulant de la force a été démontré récemment pour une formine polymérisant

un filament à partir d’actine ADP, avec ou sans profiline [128].

L’effet de la force sur la formine est au cœur de cette thèse, et les détails de cette

protéine ainsi que les différents mécanismes expliquant les effets de la force sur son

activité d’élongation seront décrits dans le chapitre 3.

Conclusion

Le cytosquelette est donc régulé par de multiples facteurs (l’état du nucléotide, les

protéines régulatrices et la mécanique) et à de multiples échelles (celle du monomère,

du filament et des réseaux). Si désormais nous comprenons que cette régulation est
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primordiale, elle reste difficile à étudier ou à comprendre dans ses détails mais aussi

dans sa globalité, puisque toutes ces échelles et régulateurs sont liés. Nous allons en

explorer une partie en nous concentrant sur la formine. Nous allons maintenant décrire

ses propriétés moléculaires et ses actions sur l’assemblage de filament d’actine, in vivo et

in vitro.





Chapitre 3
La Formine

Une étude observe en 1990 qu’une protéine est indispensable à la bonne formation de

membres de souris. Cette protéine est ainsi nommée formine [4]. Son nom traduit aussi sa

principale fonction moléculaire : former ou assembler les filaments d’actine non branchés

formant, dans la cellule, les réseaux à caractère linéaire.

Les 15 isoformes connus chez les métazoaires sont rassemblés en familles avec de plus

ou moins grandes homologies (voir figure 3.1).

FIGURE 3.1 15 isoformes de formines chez les mammifères. Les formines grisées sont
les formines formant la famille des DRFs ("Diaphanous Related Formins" [87]). Adaptée
de [87].

La plus grande famille de formines regroupe les formines liées à l’isoforme Diaphanous,

aussi appelées les formines DRFs ("Diaphanous-related-formins" [87]). C’est surtout à

cette famille de formines que l’on s’intéressera. Les formines possèdent deux grandes

régions, une région de régulation et une autre fonctionnelle (voir figure 3.7).
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Dans le cytoplasme, les DRFs sont auto-inhibées. Dans cette situation, la conformation

de la région de régulation est telle qu’elle bloque la fonction de la région fonctionnelle,

totalement ou partiellement selon les isoformes [40]. La levée de l’inhibition de la for-

mine se fait lors de son recrutement par une GTPase. Pour les DRFs, cette GTPase vient

de la famille de protéines Rho. Plusieurs mécanismes et localisations ont été observés,

dépendants de l’isoforme considéré.

Pour les DRFs, leurs recrutements se font au niveau de la membrane [87, 6] (voir

figure 3.8). Cet ancrage à la membrane, d’où la formine assemble des filaments, est

primordial pour plusieurs processus cellulaires, que nous allons désormais détailler. Dans

un second temps, nous verrons les détails et mécanismes de la régulation et d’activité de

la formine.

3.1 L’implication de l’actine et de la formine dans

les processus cellulaires

3.1.1 La locomotion

La locomotion cellulaire est impliquée dans de nombreux phénomèmes, incluant la

cicatrisation ou la régénération de tissus [129] ; ou encore le développement du cône de

croissance de neurones [21]. On peut également citer des processus intervenant dans

l’immunité ou le développement tumoral, qui impliquent respectivement un déplacement

de macrophages ou de cellules cancéreuses.

Plusieurs stratégies de locomotion à deux ou trois dimensions sont utilisées. Les sper-

matozoïdes utilisent le battement de leurs flagelles pour se propulser ; des organismes

comme les paramécies, eucaryotes unicellulaires, nagent grâce aux battements coordon-

nés de plusieurs dizaines d’extensions cytoplasmiques, appelées cils. Le reste des cellules

eucaryotes peut se déplacer grâce à des techniques basées sur la reptation.

Une étude pionnière a observé la locomotion, à deux dimensions, de fibroblastes [130].

Elle montre que lorsqu’une cellule commence à migrer [21], on observe tout d’abord la

formation de protrusions membranaires, qui polarise la cellule et initie le mouvement

directionnel. On distingue trois protrusions : le filopode, le lamellipode et le bleb. Après

formation, la protrusion s’attache au substrat en divers points d’ancrages, appelés contacts

focaux. Le reste de la cellule poursuit sa translocation, se servant de ces points d’appuis,

aidé finalement par la rétraction de la membrane plasmique arrière. La formine est

impliquée dans la nucléation des filaments initiaux engendrant les 3 types de protrusions.
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Le filopode

Le filopode est une protrusion très dynamique, en forme de doigt, d’environ 300

nm de diamètre, formée par un faisceau de 10 à 20 filaments d’actine orientés paral-

lèlement [131] (voir figure 3.2.A). En s’allongeant, ce faisceau crée une protrusion qui

déforme la membrane localement (revue ici [132]). Les filopodes sont très développés

aux fronts de migrations de cônes de croissances neuronaux, guidant la direction de leur

croissance [133].

Ils permettent à la cellule de sonder l’environnement, en terme de rigidité [134] ou

de composition chimique telle que la qualité de l’adhérence [135] ou encore lorsque un

macrophage veut capturer une proie [136]. Le filopode est également responsable de

l’initiation des contacts focaux [137].

FIGURE 3.2 Le filopode : faisceau allongé par les formines et Ena/VASP. A : Image de
microscopie électronique d’un filopode de cellule de mélanome de souris. On observe le
réseau branché (notamment en inset), en amont de la protrusion. Les filaments forment
un faisceau très compact et linéaire par rapport au reste du réseau, formant le filopode.
Barre d’échelle à 0.2 µm. Adaptée de [103]. B : Schéma très simplifié du filopode déjà
formé. Les protéines Ena/VASP et les formines allongent les filaments responsables de la
croissance de la protrusion. Seuls 3 filaments sont représentés ici.

Le mécanisme de génération des filopodes reste une question ouverte [132]. "L’exten-

sion convergente" décrit par exemple le filopode comme une extension du réseau branché

du lamellipode [103]. Par effet stérique, certains filaments du réseau, allongés depuis la

membrane par la formine ou ENA/Vasp, peuvent se rencontrer et croître parallèlement

créant un pseudo-faisceau. Ce faisceau, stabilisé par des protéines de faisceaux telles
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que la fascine [138], continue à s’allonger linéairement, jusqu’à déformer la membrane,

créant ainsi un filopode [103] (voir figure 3.2.B). Cependant, d’autres études ont décrit

des structures semblables aux filopodes malgré la suppression du complexe Arp2/3 et

l’absence de réseau branché dans des cellules de fibroblastes [139]. Le mécanisme est

donc encore à éclaircir [140].

Le lamellipode

Le lamellipode est une protrusion fine (≈ 0.2µm d’épaisseur) qui se développe au front

de migration de la cellule (ex : fibroblastes), dans le cadre d’une migration à deux dimen-

sions. Cette protrusion est considérée comme un "membre" responsable du déplacement

de la cellule.

Un exemple remarquable concerne les lamellipodes de kératocytes (cellules épider-

miques de poissons), qui peuvent s’étaler jusqu’à 20 µm [141]. La taille de leur lamellipode

et leur faible adhérence au substrat permettent aux kératocytes de se déplacer avec une

grande vélocité, jusqu’à 30 µm/min [21].

Ce que l’on peut appeler globalement "lamellipode", inclut deux zones distinctes : le

front du lamellipode et la lamella. Des images pionnières de 1971, prises en microscopie

électronique, montrent la présence de deux réseaux d’actine, l’un densément branché

au front du lamellipode et l’autre plus "lisse", en aval [141, 45]. L’intensité de l’adhé-

sion au substrat [142] ou encore la dynamique moléculaire (quantifiée par imagerie de

fluorescence en speckle [143]) dépendent de la zone du lamellipode que l’on observe.

Le front du lamellipode Partant de la membrane plasmique, le front du lamellipode

s’étale sur quelques microns seulement (1 à 3 µm [143]). C’est une zone hautement

dynamique, comprenant un réseau branché. Les complexes Arp2/3, activés au niveau

de la membrane, sont à l’origine de ce réseau. Ils assemblent les filaments à l’avant

du lamellipode. S’appuyant sur le réseau branché grandissant, ces filaments exercent

individuellement une force de l’ordre du piconewton [121] qui déforme la membrane

plasmique au front avant, de manière à la pousser dans la direction de migration.

La protéine de coiffe est également présente dans ce réseau dense. Elle participe à la

régulation du nombre de bouts barbés s’allongeant à partir du réservoir de monomères

environnant. Son action contrôle aussi la longueur des filaments du réseau, inférieur

en moyenne au µm dans la cellule [144]. Ils sont ainsi moins soumis au phénomène de

flambage lorsqu’ils poussent contre la membrane.

De plus, on retrouve aussi la famille de protéines ADF/cofiline dans le lamellipode [141].

Selon des observations faites in vitro, la présence de protéines de coiffe au bout barbé [99]



3.1 L’implication de l’actine et de la formine dans les processus cellulaires 61

FIGURE 3.3 Le lamellipode : la motilité par un réseau branché. Image de microscopie
électronique de cellule de kératocyte. On observe le réseau branché au front du lamelli-
pode, très dense. Formé notamment grâce à l’action de branchement d’Arp2/3, c’est ce
réseau qui peut exercer de grandes forces sur la membrane. Selon [45].

ou du complexe Arp2/3 au bout pointu [145] n’affecte pas l’action de désassemblage des

protéines ADF/cofilines sur le réseau branché. Tous ces résultats indiquent que la famille

de protéine ADF/cofiline stimule le désassemblage du réseau du lamellipode. Ce désas-

semblage est impliqué dans le renouvellement des monomères d’actine pour alimenter

les bouts barbés à l’avant du réseau, participant ainsi à son développement.

La lamella Selon Ponti et collaborateurs, la lamella s’observe derrière le front du la-

mellipode, où les filaments sont de plus en plus stables et le turnover de l’actine est

beaucoup plus faible. Selon leurs observations, la lamella contient essentiellement de la

tropomyosine et de la myosine [143]. La lamella possède donc des propriétés contractiles,

permettant d’amplifier le turnover de l’actine lors de la migration [146]. La présence de la

tropomyosine inhibe la liaison d’Arp2/3 et celle de l’ADF/cofiline de manière partielle.

C’est notamment en se basant sur ces propriétés qu’en 2010, une étude propose un méca-

nisme selon lequel la tropomyosine régule le réseau branché du lamellipode, et devient

une protéine majeure pour contrôler la motilité [147].

L’initiation du lamellipode reste à clarifier. La génération initiale de filaments mères au

front de migration, à partir desquels le réseau branché du lamellipode peut se développer,

est sûrement due à l’activité de certaines formines. Comme récemment proposé, la for-

mine de mammifère mDia1, s’ancrant au futur front avant du lamellipode, formerait les
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premiers filaments sur lesquels se basent les premiers branchements, par action ultérieure

du complexe Arp2/3 [148]. Chez les souris, la formine mDia2 pourrait également jouer un

rôle d’initiation similaire pour les lamellipodes de cellules de mélanomes [149].

Les voies de signalisation

Les processus responsables de la locomotion décrits précédemment se déclenchent

lorsque que la cellule est stimulée. Un signal de départ est traité à court et long terme,

impliquant le remodelage du cytosquelette d’actine, nécessaire au déplacement. Cette

stimulation peut s’accomplir par voie biochimique et/ou mécanique.

Signaux biochimiques Les facteurs de croissance, regroupant des protéines ou des

hormones, servent à initier le mouvement. Par exemple, l’acide lysophosphatidique (LPA),

un phospholipide, peut se lier à des récepteurs membranaires, à l’extérieur de la cellule.

Il est alors impliqué dans l’activation des GTPases de la famille Rho, facteurs pouvant

lier des récepteurs transmembranaires [150]. Les GTPases de la famille Rho sont très

impliquées dans l’initiation du filopode ou du lamellipode. On note Cdc42, Rac et RhoA

comme GTPases essentielles [151].

Signaux mécaniques Telle qu’introduit dans le chapitre 2, la mécanotransduction tra-

duit la réponse de la cellule à la mécanique.

Initialement découverte, l’activation ou l’ouverture mécanique de canaux ioniques,

permettant d’incorporer des ions calcium, joue un rôle dans la régulation du cytosquelette

et des structures menant à la locomotion [152]. Récemment étudiée, la réponse de la

cellule au calcium intervient sur plusieurs architectures à la fois, adaptant alors son

comportement face aux contraintes, notamment mécaniques : le cortex se désassemblant,

et la formine INF2 assemblant le réseau à proximité du réticulum endoplasmique [153].

La durotaxie [19, 154] est un exemple de signal mécanique influant sur l’état et le mou-

vement cellulaire. Le réseau d’acto-myosine, composant les adhésions focales, participe à

retransmettre la flexibilité du substrat, via les molécules transmembranaires intégrines.

Cela serait lié à la phosphorylation de la tyrosine de protéines d’adhésions focales, partici-

pant à une meilleure adhésion sur des substrats plus rigides [18]. Ce renfort d’adhésions

focales est un phénomène majeur régulant la durotaxie [152].
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3.1.2 Les adhésions focales

La polarisation cellulaire une fois initiée, la cellule forme et s’appuie sur des points

d’adhésion, connexions moléculaires entre le cytosquelette d’actine et la matrice extra-

cellulaire sur laquelle migre la cellule. Les lamellipodes possèdent alors une persistance

directionnelle plus forte [155] et les filopodes voient leurs durées de vies augmentées [156].

Cette connexion se construit par l’intermédiaire des protéines intégrines. L’intégrine a

différentes affinités avec des protéines de la matrice extra-cellulaire [157], telle que la

fibronectine [158] ou le collagène. L’adhésion se crée en suivant plusieurs étapes [159]. Un

premier complexe d’adhésion se forme au front du lamellipode, que l’on appelle complexe

focal. Il dérive ensuite avec la migration vers la limite entre le lamellipode et la lamella.

Il atteint alors une taille d’environ ≈ 1 µm. Certains d’entre eux sont renforcés (par des

protéines) pour devenir des complexes d’adhésions focales, reliés entre eux par des fibres

de stress.

Ces fibres peuvent mesurer jusqu’à ≈ 10 µm, et peuvent s’étendre de l’avant de la

lamella jusqu’au centre ou arrière de la cellule. Ces fibres sont appelées les fibres ventrales

(voir figure 3.4.A)

FIGURE 3.4 Les adhésions focales et les fibres de stress. A : Image de microscopie à fluo-
rescence de fibroblastes de rat. Fibres de stress ventrales, marquées par la phalloïdine
se liant aux filaments d’actine (en rouge) reliant les adhésions focales, marquées par la
paxilline-YFP (en jaune). Le noyau est également marqué au DAPI (bleu). Image issue
de [160]. B : Micrographe de microscopie confocale, immunofluorescence de formine
INF2 (en vert) et d’α-actinine (en rouge) chez des fibroblastes embryoniques des souris.
Les fibres de stress sont montrées par marquage avec de la phalloïdine marquée à l’Alexa-
488, tout à gauche. Les flèches blanches représentent une colocalisation entre l’α-actinine
et INF2. Image issue de [161].

Elles sont constituées de faisceaux anti-parallèles et contractiles, grâce à la présence

de myosines et de protéines réticulantes, dont l’α-actinine. Cette propriété de contraction
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est utile à la migration, notamment pour la rétraction de l’arrière de la cellule [162], qui

termine la translocation de la cellule.

La formation des fibres de stress est dépendante de l’activité de la protéine GTPase

Rho et de sa protéine en aval, la formine [163]. Plusieurs isoformes y sont impliqués, tels

que FHOD1 ou mDia1. À noter que la formine FHOD1 est activée via une phosphorylation

via la kinase ROCK I, dont l’activation dépend de Rho [164]. En 2015, une étude a observé

la présence de l’isoforme INF2 au sein de fibres de stress de fibroblastes de souris. Elle

ne se localise pas au niveau des adhésions focales mais plus en aval (voir figure 3.4.B).

Elle semble y être impliquée pour la maturation des adhésions et la création des fibres de

stress, plutôt que dans la formation initiale des adhésions focales [161].

Comme nous le verrons par la suite, les adhésions focales sont également des mécano-

senseurs et sont impliquées dans la mécanotransduction à l’échelle cellulaire.

3.1.3 La cellule sous tension : le cortex

Le cortex, mur cellulaire et dynamique

Le cortex cellulaire, réseau dense et réticulé d’actine, est lié à la membrane plas-

mique [165]. Le cortex est un réseau fin, d’une épaisseur d’environ 100 nm [166]. Pro-

tecteur et structurant, il joue le rôle des murs cellulaires présents dans les cellules de

plantes ou de bactéries. Cependant, contrairement à ces murs cellulaires, le cortex est dy-

namique [167]. La présence de minifilaments de myosine au sein du cortex y apporte des

propriétés contractiles, régulant la forte pression osmotique [168]. Il possède également

des protéines réticulantes, telles que la fimbrine, réticulant les filaments de manière croi-

sée, ou l’α-actinine, réticulant les filaments de manière linéaire [169]. La réorganisation

du cortex est impliquée dans de nombreux processus telle que la division cellulaire, le

changement de forme de la cellule ou encore la migration cellulaire (revues ici [170, 171]).

La nucléation de ce réseau cortical a été peu étudiée et impliquerait principalement

deux nucléateurs, le complexe Arp2/3 et la formine mDia1 (sans exclure totalement le rôle

d’autre formines de mammifères présentes dans le cortex, eg FHOD1 et DAAM1) [104].

Ces deux principaux nucléateurs tiennent des rôles équivalents dans l’assemblage du

cortex. Par contre, seule la suppression de mDia1 semble empêcher la division cellulaire

qui implique un remodelage du cortex. Les deux nucléateurs auraient des rôles différents

dans l’organisation de ce cortex [104].
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Le bleb

Le lien entre la membrane et les filaments du cortex peut être rompu occasionnelle-

ment (revue [171]). Ce trou dans le cortex fait suite, soit à un détachement du réseau de

la membrane plasmique, soit à une discontinuité du réseau due à l’activité contractile

des myosines, qui peut mener à une inhomogénéité du cortex. L’action des myosines

peut venir de son activation via la protéine kinase ROCK (Rho-associated protein ki-

nase) [171]. À cause de la pression osmotique, cette discontinuité corticale provoque une

expansion rapide du volume cellulaire. Cela prend la forme d’une excroissance cellulaire

qui se caractérise par une protrusion hémisphérique de 3-4 µm de diamètre, appelée

bleb [172, 173].

FIGURE 3.5 Le bleb. Cellule de mélanome. On y voit la répartition périphérique de myo-
sines (en vert), éloignées de la membrane (ici en rouge), qui subit l’effet de la pression
osmotique, induisant la formation de multiples blebs, ces protrusions hémisphériques
tout autour de la cellule. Barre d’échelle à 5 µm. Image issue de [171].

La croissance initiale du bleb se fait très rapidement (≈ 10 sec), avant de ralentir (≈ 50

sec). Ce ralentissement témoigne du développement du cortex, impliquant l’activité du

réseau d’actomyosine qui reconstitue alors un cortex continu. Une fois stabilisé, le bleb se

retracte [173]. L’ordre de recrutement des protéines formant le complexe reste cependant

encore à clarifier [171].

Certains types cellulaires, telle que l’amibe Dictyostelium discoideum [174], utilisent

les blebs plutôt que les lamellipodes pour se déplacer. Lorsque la cellule se polarise,

des protéines de myosines II se rassemblent au futur front de migration, créant une
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contraction corticale menant à la formation d’un bleb. Cette protrusion étend le corps

cellulaire selon la direction de migration. Puis des protéines d’adhésion attachent le

bleb à la matrice-extracellulaire, formant des pseudo-adhésions focales, jusqu’ici peu

étudiées [171].

Lorsque la cellule est confinée, comme dans un tube capillaire, l’avancée de la cellule

est due à la force qu’elle exerce sur les parois, perpendiculairement à la direction du

mouvement, selon un processus nommé de l’anglais "cheminying" [175] . Un ou plusieurs

blebs se développent alors à l’avant de la cellule pendant que l’arrière se rétracte, faisant

avancer globalement la cellule. Le bleb est une protrusion se développant plus rapidement

que le lamellipode et s’adapte plus à la morphologie de son environnement. Cette méthode

de migration à trois dimensions est notamment utilisée par de nombreuses cellules

cancéreuses aux seins de tissus [176].

3.1.4 L’anneau de constriction

La cytocinèse est la dernière étape de la division cellulaire, suivant la mitose (pour

revue [107, 177]). Cette étape consiste en un rétrécissement du corps cellulaire jusqu’à

la séparation physique finale de la cellule mère en deux cellules filles identiques. Ce

rétrécissement fait suite à une réorganisation du cortex cellulaire et à la formation d’un

anneau contractile. Les filaments constituant cet anneau sont d’abord assemblés par des

formines recrutées à la membrane, puis forment un réseau d’acto-myosine contractile. Le

mécanisme de formation de cet anneau contractile dépend de l’espèce considérée.

Les mécanisme(s) de formation de l’anneau

Chez la levure S. pombe des "nœuds" protéiques membranaires apparaissent sur une

bande équatoriale au moment de l’interphase [178, 179]. Ils contiennent une protéine,

Mid1p qui est impliquée dans le recrutement au futur site de division des protéines

telles que la myosine II et la formine Cdc12 [179]. La formine située sur un nœud peut

nucléer et allonger un filament qui sera au hasard "capturé" par une myosine, liée à

un autre nœud. L’activité motrice de la myosine exerce alors une traction/tension sur le

filament d’actine et rapproche ces deux nœuds. Des liens semblables existant entre tous les

nœuds, l’anneau contractile finit par se former, au bout d’approximativement 10 minutes.

C’est le mécanisme "cherche-et-capture" (search-and-capture mechanism [179]). Chez

les mammifères, le fuseau mitotique participe au recrutement de la GTPase RhoA au

niveau de la zone équatoriale [38, 180], localisant et activant par la suite les formines à la

membrane [181]. En parallèle, la protéine ROCK est aussi recrutée. Elle participe en aval à



3.1 L’implication de l’actine et de la formine dans les processus cellulaires 67

FIGURE 3.6 Schéma de l’anneau de cytocinèse. Réseau de filaments anti-parallèles, for-
més par des formines. Ce réseau est contractile, grâce à l’activité des myosines reliant les
filaments entre eux.

l’activation des moteurs myosines II [182, 181]. Suite aux recrutements de formines et de

myosines, l’anneau se forme également selon un mécanisme encore incompris. Salbreux

et collaborateurs [183] proposent un modèle où la rencontre entre deux flux d’actine

corticaux, provenant de l’activité contractile de myosines durant la mitose, créerait un

alignement des filaments menant à la création d’un anneau de cytocinèse.

L’anneau sous tension

Une fois l’anneau formé, son activité contractile rétrécit le corps cellulaire en son

centre, ce qui crée le sillon de division. C’est la dernière étape avant que la cellule soit

définitivement séparée en deux cellules filles. L’anneau est donc un fort générateur de

tension. En plus de l’activité contractile de la myosine dans un réseau anti-parallèle, la

dépolymérisation par des protéines restant attachées au bout pointu peuvent théorique-

ment mettre l’anneau sous tension et générer la contraction [184]. L’origine exacte de

cette contraction est encore soumise à débat.
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3.2 La formine est une protéine à multiples

domaines

Nous allons désormais nous concentrer sur les détails de la protéine formine de la

famille des DRFs.

Au niveau moléculaire, les formines ont une organisation complexe en plusieurs

domaines. Ces domaines sont impliqués soit dans la régulation de la formine, soit dans

l’activité de la formine. Ils peuvent différer selon les isoformes considérés.

FIGURE 3.7 La formine est une protéine multi-domaines. Deux régions sont à distinguer.
Région de régulation (en terminaison-N) et région d’activité (en terminaison-C). Les
doubles flèches représentent les interactions connues des domaines.

3.2.1 Les domaines de régulation des DRFs

La terminaison N de la formine contrôle le recrutement et l’auto-inhibition de la

formine. On distingue dans le sens des terminaisons N → C, les domaines

— BD ("Basic Domain") : Domaine basique

— G ("GTPases") : domaine à GTPases

— DID ("Diaphanous Inhibitory Domain")

— DD ("dimerization domain") : domaine de dimérisation

— CC ("coiled-coil")

Dans la suite on pourra s’appuyer sur la figure 3.7 pour plus de clarté.
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BD

C’est un domaine chargé positivement (dans des conditions physiologiques). Il contient

environ 90 acides aminés et est impliqué dans la liaison avec les phospholipides, permet-

tant le recrutement membranaire des formines [185] (voir figure 3.8).

GBD

Le domaine GBD ("GTPases Binding Domain"), regroupe le domaine G et une partie

du domaine DID. Il permet une interaction avec les protéines GTPases [186]. Les

GTPases interagissent avec ce domaine lors du recrutement de la formine et contribuent

à son activation.

FH3 : DID et DD

Historiquement pensé comme un même et seul domaine, le domaine FH3 regroupe le

domaine DID et DD. Il est impliqué dans le recrutement des formines in vivo [187].

DID Le domaine DID ne comporte environ qu’une quarantaine d’acides aminés. Sa

structure concave est très complémentaire de celle du domaine DAD [87]. Cela permet

une importante affinité entre ces deux domaines, dont la liaison crée l’auto-inhibition de

la formine [188].

DD Le domaine DD participe, comme son nom l’indique à la dimérisation de la formine.

L’interaction de deux doublets d’hélices-α, chacun venant d’un hémidimère différent,

provoque la dimérisation. Cette liaison est exclusivement homodimérique [189]. Le do-

maine DD participerait de plus, in vivo, à l’auto-inhibition des formines des DRFs via une

possible interaction entre, d’un côté, les domaines DID et DD, et de l’autre, les domaines

FH2 et DAD [189].

CC

Il a une structure en hélice-α qui, dans le cas de l’isoforme FMNL2, interagit avec la

protéine α-catenine à la jonction cellule-cellule [190]. En plus des autres domaines de la

terminaison N de la formine, le domaine CC est médiateur du recrutement de la formine

mDia2 à la membrane [191]. Ce rôle pourrait être universel et intervenir chez les autres

isoformes possédant le domaine CC.
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Inhibition et Activation

Auto-inhibition Pour la majorité des formines, leurs auto-inhibitions sont dues à l’in-

teraction entre leurs domaines DID et DAD. Dans ce cas, la formine est dans une confor-

mation repliée, telle que ses domaines actifs FH1 et FH2, gênés stériquement par les

domaines de régulations, ne peuvent pas interagir avec l’actine monomérique ou le

filament [192]. Cela bloque l’activité de la formine.

FIGURE 3.8 Activation membranaire des DRFs. A : Lorsque les domaines DID et DAD
sont en interaction, la formine est inhibée. Le domaine BD peut interagir électrostatique-
ment avec les phospholipides membranaires pour lier la formine à la membrane. B : Les
protéines de la famille Rho diffusant le long de la membrane, se lient à la formine entre
le domaine G et DID. Le domaine DAD se dissocie de DID et l’inhibition se termine. C :
La formine remplit sa fonction de nucléateur et d’élongateur, tout en restant ancrée à la
membrane. Inspirée de [185, 191].

Activation L’association de protéines GTPAses au niveau du domaine GBD (voir fi-

gure 3.7) libère la formine de sa conformation auto-inhibée. Le mécanisme sous-jacent a

été postulé pour l’activation de mDia1 par RhoC [193]. Lorsque mDia1 est en conforma-

tion auto-inhibée, et en présence de la protéine RhoC, une compétition se crée entre le

domaine DAD et RhoC, stériquement gênés l’un par l’autre, pour la liaison au domaine

GBD (Brièvement représenté en figure 3.8.B).
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Plusieurs études montrent que l’action seule de la GTPase ne serait pas suffisantes

pour localiser et activer la formine dans la cellule [192, 194]. L’interaction avec une ou

plusieurs autres protéines semble nécessaire pour permettre le fonctionnement de la

formine à la membrane [192, 7]. Une colocalisation de la protéine IQGAP1 et mDia1 est

observée au front de migration [195] ou stabilisant des microtubules [196]. IQGAP1, se

liant sur une partie du domaine DID, jouerait un rôle dans l’activation et la localisation

membranaire de la formine mDia1.

3.2.2 Les domaines fonctionnels de la formine

Pour les DRFS, une fois la formine recrutée et activée à la membrane, ses domaines

fonctionnels peuvent interagir avec les monomères d’actine [191], à savoir les domaines

FH1, FH2 et le domaine DAD, le dernier domaine en terminaison C (voir figure 3.7).

FH2

FH2, le plus grand domaine de la formine (≈ 400 résidus), est très conservé chez

tous les isoformes [197] et définit l’appartenance à la grande famille de protéines for-

mines [198].

Fonctions Ce domaine est nécessaire et suffisant pour promouvoir la nucléation, et sa

présence au bout barbé n’empêche pas l’élongation de filaments. Ces deux propriétés

sont essentielles aux DRFs. Lié au bout barbé, il est capable de le suivre pendant son

élongation [200, 201]. Nous verrons plus tard les mécanismes expliquant cette élongation

processive.

Structure Jusqu’à maintenant, les structures de 4 domaines FH2 ont été résolues. On

recense celles des isoformes de FMNL 3 [202] et de Bni1[86], toutes deux en complexe avec

l’actine. Celles des isoformes de mDia1 [203], Daam1 [199] (voir figure 3.9.A) et Bni1 [204]

ont été résolues sans actine. Les structures des dimères FH2 de Bni1 et de FMNL3 en

contact avec l’actine sont remarquables car elles nous indiquent comment les formines

peuvent interagir avec un filament.

Chacun de ces hémidimères possède 2 sites de liaison au monomère d’actine. Un

de ces sites se trouve sur le sous-domaine "knob", en terminaison N du principal sous-

domaine appelé "core", constituant la majeure partie de l’anneau. Ce sous-domaine est

constitué d’hélices-α, à l’origine du caractère rigide du domaine FH2. L’autre site est sur

le sous-domaine appelé "post", en terminaison C du domaine "core" (voir figure 3.9.A).
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FIGURE 3.9 Le domaine FH2.A : Structure du FH2 de la protéine DAAM1 [199]. Le domaine
FH2 possèdent plusieurs sous-domaines, dont des domaines plus flexibles qui peuvent
aller interagir avec les domaines de l’autre hémidimère, selon une configuration tête-
bêche (B). Le sous domaine "lasso" entoure le sous-domaine "post" de l’autre, dimérisant
les domaines.

Le dimère FH2 est simultanément en contact avec 3 monomères d’actine au maximum

(voir figure 3.11).

Dimérisation du domaine FH2 Formant la structure en anneau capable d’entourer le

bout barbé, le domaine FH2 est un dimère. Un hémidimère seul n’a pas d’influence sur

l’activité de l’actine [87].

La dimérisation de ce domaine se fait de manière antiparallèle ou "tête-bêche" (voir

figure 3.9.B). Elle est due à l’interaction entre la terminaison N d’un hémidimère, appelé le

"lasso", et la terminaison C du second hémidimère, le sous-domaine "post" [204]. Restant

dans la même orientation N → C, entre les sous-domaines "lasso" et "post" se trouvent :

les sous-domaines "linker", "knob" puis le sous-domaine "core" (voir figure 3.9).

Liaison dimérique flexible Le sous-domaine domaine "linker" est très flexible et sa

longueur varie selon l’isoforme [205]. Nous verrons par la suite que le sous-domaine

"linker" participe à l’activité du domaine FH2 au cours de la nucléation et de l’élongation.
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FH1

Le domaine FH1 se situe à la terminaison-N du domaine FH2. C’est une région riche en

segments poly-prolines pouvant se lier à la profiline ou au complexe profiline-actine [206]

(voir figure 3.10). La longueur du domaine et le nombre de segments poly-prolines varient

en fonction de l’isoforme considéré. Fus1, une protéine de levure de fission n’a qu’un

seul segment, tandis que mDia1 en possède 14 [207]. Le domaine FH1 est impliqué dans

l’accélération du taux d’élongation du bout barbé en présence de formine, comme nous

le verrons [164]. Il ne possède pas de structure puisque c’est un domaine désordonné [6].

Ainsi, seuls des modèles nous permettent d’explorer ses mécanismes d’action au bout

barbé [208, 209].

FIGURE 3.10 Le domaine FH1. Les multiples segments poly-prolines ont une forte affinité
avec la profiline ou avec le complexe profiline-actine. Le domaine est désordonné et sa
conformation représentée ici est purement spéculative.

DAD

Le domaine DAD est le dernier domaine en terminaison C des formines DRFs. Ce

domaine peut interagir avec le domaine DID de la même formine, créant l’auto-inhibition

comme vu précédemment. Mais, d’après l’étude de Copeland et collaborateurs, il peut

également interagir avec le domaine DID d’une autre formine, du même isoforme ou d’un

autre, devant cependant être un homologue proche [189] (mDia1 peut précipiter avec

mDia2 mais pas DAAM1). L’interaction DID-DAD, en plus d’être une interaction d’auto-

inhibition, peut ainsi mener à une hétéromérisation [189]. Cette propriété ne semble

cependant pas avoir de fonction évidente in vivo.
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Enfin, le domaine DAD permet de stimuler la nucléation du filament et possède une

affinité avec l’actine monomérique [210], à l’instar des domaines WH2 que possèdent

plusieurs nucléateurs [85]

3.3 Propriétés biochimiques de la formine

Nous allons maintenant nous concentrer sur les propriétés d’assemblage remar-

quables de la formine.

3.3.1 La nucléation par la formine

Comme vu dans le chapitre 2, la formation du dimère et du trimère d’actine est très

peu favorable. In vitro, seule une forte concentration permet de nucléer spontanément.

En plus de l’instabilité des dimères et trimères, le fait que les chocs entre les monomères

n’amènent qu’à environ 2% de chocs "efficaces", où les monomères ont une orientation

favorisant la polymérisation, ne favorise pas la nucléation [64].

Mécanisme de la nucléation

Le mécanisme de nucléation par la formine n’est pas encore connu dans son ensemble.

La formine de levure Bni1 semble plus apte à nucléer à partir de la stabilisation d’un di-

mère d’actine [211]. Cela est compatible avec les données structurales du domaine FH2,

qui ont été obtenues dans son état "fermé". Cet état est ainsi dénommé car il ne permet pas

l’ajout d’une nouvelle sous-unité au bout barbé [86]. De plus, en 2015, une modélisation

identifie des interactions électrostatiques entre les sous-unités et le sous-domaine "knob"

de la formine [212]. Ce sont elles qui participeraient à la stabilisation du dimère. C’est

l’arrivée d’un troisième monomère qui permet de stabiliser ce dimère et d’initier l’élonga-

tion d’un filament [86]. Les interactions, électrostatiques ou même stériques, du domaine

avec l’actine pourraient favoriser les chocs "efficaces" en contraignant l’orientation des

monomères et donc favoriser leurs liaisons.

Autres domaines stimulant la nucléation

Le domaine FH1, in vivo Chez la levure, la profiline est nécessaire pour l’assemblage

de câbles d’actine polarisants [213]. En présence de profiline, une formine possédant les

domaines FH1 et FH2 contribue à une nucléation plus efficace que dans le cas où elle ne

possède que FH2 [213].



3.3 Propriétés biochimiques de la formine 75

Le domaine FH1, in vitro À partir de protéines purifiées, la formine, soit avec les do-

maines FH1 et FH2, soit avec le FH2 seul, nuclée plus efficacement l’actine que dans le cas

sans formine [200]. En présence d’une faible quantité de profiline, la présence du domaine

FH1 ne semble pas avoir d’effet significatif sur la capacité de nucléation [211, 205]. Dans

tous les cas, un excès de profiline vis-à-vis de l’actine inhibe la nucléation [164].

Au vu de ces résultats obtenus in vitro, la facilité de la formine à nucléer in vivo à

partir de la haute concentration cellulaire en profiline (≈ 100 µM [76]) n’est cependant

pas encore comprise [214, 213].

DAD Le domaine DAD augmente grandement la capacité de nucléation de la formine

mDia1, par interaction directe avec des monomères d’actine [210]. Ce domaine est requis

pour stimuler la nucléation, et serait à l’origine des variations d’activités nucléatrices des

divers isoformes [215].

3.3.2 Une élongation de manière processive et accélérée

Suivre le bout barbé de manière processive

La capacité d’élongation processive de la formine, c’est-à-dire à pouvoir suivre le bout

barbé qu’elle allonge, est remarquable. On retrouve ce caractère processif chez les moteurs

moléculaires [13], ou chez le tétramère ENA/Vasp, élongateur de filaments d’actine [216].

Cette propriété de la formine a d’abord été observée dans la cellule, puis confirmée in

vitro.

Élongation processive in vivo Higashida et collaborateurs ont observé le mouvement

de mDia1 marquée (FH1FH2-GFP) à proximité de la membrane de fibroblastes de xe-

nope [217]. Utilisant des drogues modifiant la dynamique de l’actine, ils ont déduit que

la formine reste ancrée au bout barbé pendant l’élongation. Ils l’ont confirmé avec des

expériences in vitro.

Élongation processive in vitro D’autres études in vitro, portant sur l’élongation de fila-

ments uniques par la formine, ont renforcé et élargi cette observation à d’autres isoformes

de formines [120, 218].

En 2004, Roméro et collaborateurs observent que des formines mDia1 tronquées (FH1-

FH2), accolées non spécifiquement à des billes, sont capables d’allonger processivement

des filaments à partir d’une solution d’actine-profiline. En 2006, Kovar et collaborateurs

caractérisent les activités de nucléation et d’élongation de quatre isoformes de formines
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également tronquées : Cdc12 (levure à fission), Bni1 (levure à bourgeon), et deux formines

de mammifères, mDia1 et mDia2. Les quatre formines allongent des filaments d’actine à

partir d’une solution d’actine-profiline, mais ils mesurent tout d’abord d’importantes va-

riations de vitesses. L’identification des bouts barbés est faite en observant le changement

d’intensité suivant l’ajout de nouveaux monomères au taux de marquage plus important.

Ils font alors plusieurs observations :

Premièrement, le bout barbé est observé fixe lorsque les formines sont préalablement

ancrées à la surface. Deuxièmement, lorsque le bout pointu, ou toute autre zone du fila-

ment, se colle occasionnellement à la surface, on observe alors que le filament subit un

flambage. Cette courbure peut se transformer en boucle, due à l’élongation continue du

bout barbé. Ces deux observations confirment les conclusions d’Higashida et collabora-

teurs : la formine assemble processivement le filament d’actine par son bout barbé. Si

celui-ci est fixe, le bout pointu s’en éloigne, comme "poussé" loin de celui-ci.

Depuis des études utilisant la microscopie en molécules uniques ont pu rendre compte

directement de cette activité processive en suivant le mouvement, au bout barbé, de

différents isoformes de formines marquées en fluorescence [219–221, 92].

Modéliser l’élongation processive

La processivité est possible car les deux hémidimères du domaine FH2 peuvent bouger

l’un par rapport à l’autre. L’un interagit avec le filament pendant que l’autre se repositionne

(telles les deux têtes de la myosine V, sur le coté d’un filament). Otomo et collaborateurs

ont réussi à cristalliser la formine en complexe avec l’actine dans un état "fermé", qui ne

permet pas l’association d’un monomère.

Cet état "fermé" de la formine correspond à une conformation où les monomères ad-

jacents en contact avec le domaine FH2 sont tournés de 180° l’un par rapport à l’autre [86].

Cette conformation à 180° diffère de l’angle de 167° entre les monomères, mesuré dans

le cas d’un filament libre [55]. Au bout barbé, il est possible qu’une certaine flexibilité

conformationnelle des monomères permette une telle action de la part de la formine [222].

Dans tous les cas, cette conformation n’est effectivement pas favorable à l’addition de nou-

velles sous-unités. Cela suggère un autre état, appelé "ouvert" où la formine exerce moins

de contraintes sur les monomères pour qu’une incorporation d’un nouveau monomère

puisse se faire.

À partir de ces données structurales, cette deuxième conformation "ouverte" a donc

été déduite, celle-ci étant compatible avec l’association d’un monomère. En absence

de profiline, on peut se rendre compte de la capacité d’élongation d’une formine, en

regardant le rapport entre la vitesse d’élongation avec et sans la formine. Ce rapport est
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appelé le "gating factor" [208], et vaut 0.95 pour la formine mDia1, qui inhibe donc très

peu l’ajout des monomères au bout barbé. Si l’on suppose que le kon d’un monomère

pour le bout barbé reste inchangé en présence de la formine en conformation ouverte,

alors le "gating factor" nous indique également la différence de temps passé dans les

conformations "ouvertes" et "fermées".

Les deux modèles majeurs publiés jusqu’ici tiennent compte de l’équilibre entre les

deux états, ainsi que des contraintes imposées aux monomères du bout barbé en contact

avec la formine. Les différences sont dans la nature des états "ouverts" ou "fermés".

Pour le modèle de la "marche enjambée", les états reposent sur une translocation d’un

hémidimère de FH2. Pour le modèle du "saut enclenché", la transition est associée au

relâchement de l’interaction du domaine FH2 avec le filament. La translocation se produit

de manière différente également.

Premier modèle : "marche enjambée" ou "stair-stepping" Le mécanisme décrit par

Otomo et collaborateurs est le mécanisme de la "marche enjambée" (de l’anglais "stair-

stepping", premièrement proposé par Xu et collaborateurs [204]). Il faudra se référer à la

figure 3.11 pour plus de clarté.

Selon ce modèle, un des hémidimères, que l’on nommera "ambulant", est en équilibre

rapide entre sa position "fermée", impliquant un contact de ses deux sites de liaison (sous-

domaines "post" et "knob") avec les sous-unités d’actine 2 et 3, et sa position "ouverte" au

bout barbé, n’ayant alors qu’un seul site (le sous-domaine"knob") de liaison en contact

avec la sous-unité d’actine 1. Les fluctuations thermiques permettent à l’hémidimère

"ambulant" de changer de position et de transloquer sur une distance correspondante

a un monomère (voir "Translocation", figure 3.11). Le changement de contrainte sur la

sous-unité 3, changeant alors potentiellement de conformation, pourrait également aider

au déplacement de l’hémidimère ambulant jusqu’au bout barbé [7]. Dans la position

"ouverte" de l’hémidimère, un nouveau monomère peut interagir avec le deuxième site de

liaison libre (sous domaine "post"). Celui pourrait aider à l’incorporation d’un nouveau

monomère. Une fois ce nouveau monomère ajouté, les rôles sont intervertis : l’hémidimère

"ambulant" devient "immobile" après ajout du monomère, et vice-versa.

La sous-unité 1 est en permanence en contact avec l’hémidimère "immobile" mais

en contact avec l’hémidimère "ambulant" seulement dans l’état "ouvert". Dans l’état

fermé, la sous-unité, moins liée, est moins soumise à la contrainte de la formine [7]. Une

dissociation de cette dernière est alors possible, menant à une dépolymérisation du bout

barbé dans l’état fermé de FH2 (voir figure 3.11).



78 La Formine

FIGURE 3.11 Représentation schématique du mécanisme en "marche enjambée". L’hé-
midimère ambulant transloque entre un état ouvert polymérisant et un état fermé dépoly-
mérisant. Inspirée de [204, 86].

Plusieurs arguments sont en faveur de ce modèle [102, 128]. En 2013, l’équipe, en

étudiant l’activité de la formine mDia1 sous tension, mesure une augmentation de la

vitesse d’élongation du bout barbé occupé par la formine avec la force. À partir du modèle

de "marche-enjambée", la relation force-vitesse qu’ils proposent est en très bon accord

avec leurs données expérimentales.

En 2017, Kubota et collaborateurs ont étudié l’effet de la combinaison de la force

et de la profiline sur l’activité de la formine mDia1. Avec ou sans profiline, et avec des

monomères ATP ou ADP, c’est également le modèle de la marche enjambée qui semble le

plus adéquat pour décrire leurs données obtenues [128].

Deuxième modèle : "saut enclenché" ou "stepping second" Le deuxième mécanisme

a été proposé par Paul et Pollard [205, 219] : le mécanisme du saut enclenché, présenté

en figure 3.12. Selon celui-ci, l’hémidimère "ambulant" de la formine transloque sur une

distance correspondante à un monomère, seulement après l’addition d’un monomère

d’actine au bout barbé. Ce modèle considère, comme le précédent, un état "fermé" où les

deux hémidimères sont liés aux sous-unités 1 à 3, imposant une conformation forcée à

180°. Celui-ci est en équilibre rapide avec un état "ouvert", où les domaines FH2 sont plus

faiblement liés au filament, permettant une conformation plus "lâche" au bout barbé à
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167°. Contrairement au modèle de "marche enjambée", il n’y a pas ici de translocation

de l’hémidimère "ambulant" lors du passage de l’état "fermé" à l’état "ouvert". C’est

l’ajout d’un monomère qui induit la translocation de l’hémidimère "ambulant" du bout

barbé jusqu’aux deux dernières sous-unités. Cela représente la configuration de départ,

où l’hémidimère "ambulant" est maintenant devenu "immobile".

Les arguments en faveurs de ce modèle concernent la formine Bni1 [205]. Dans le

cadre de ce modèle, plus de monomères sont ajoutés, et plus le domaine FH2 transloque.

Pendant la translocation, le FH2 est plus faiblement lié à l’actine et aurait alors plus de

chances de se dissocier du bout barbé. Une forte élongation processive provoquerait alors

un plus fort détachement. L’étude expérimentale de Paul et Pollard, faite sur des filaments

uniques, mesure que sa probabilité de se dissocier augmente proportionnellement avec

la vitesse d’élongation [205].

Réguler la processivité de la formine

L’élongation processive de la formine est responsable de la génération de filaments

impliqués dans des processus primordiaux. Une élongation contrôlée et précise par la for-

mine est donc indispensable, mais le mécanisme n’est pas encore compris. Notamment,

les longueurs de filaments, observées in vivo (proche du µm [144]) ou in vitro(quelques

dizaines de µm), sont très différentes qui suggèrent d’autant plus une importante régula-

tion [6].

On recense deux protéines modifiant l’activité du domaine FH2 de la formine de levure

Bnr1 : Bud14 et Smy1, qui respectivement, quand observées in vitro, détachent le FH2 ou

inhibent sa capacité d’élongation à 50% [6].

De plus, des études mesurent, in vitro, les processivités d’isoformes de différentes

espèces : nématodes [223], levures [223, 218] et mammifères [218, 221, 92].

Mais la régulation de la processivité a peu été étudiée en détails. Paul & Pollard

montrent en 2008 que l’élongation du bout barbé de la formine de levure Bni1 stimule le

détachement de la formine [205]. Cette observation se base sur l’utilisation d’une unique

concentration de profiline. En 2014, Vizcarra et collaborateurs montrent que le domaine

DAD est déterminant pour la processivité de la formine de drosophile Cappucino, poten-

tiellement par une interaction avec le coté du filament [215].

Ces études sont particulièrement importantes dans cette thèse. J’ai en effet étudié la

processivité de la formine mDia1 ainsi que sa régulation, comme nous le verrons dans la

partie Résultats.
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FIGURE 3.12 Représentation schématique du mécanisme en "saut enclenché". Les deux
hémidimères sont en équilibre rapide entre deux conformations serrées ou relâchées
par rapport aux monomères du bout barbé. La conformation serrée/fermée (FH2 en
rouge), contraignant les monomères, représente l’état "fermé", bloquant l’activité du bout
barbé. La conformation relâchée/ouverte (FH2 en orange), représente l’état "ouvert",
polymérisant ou dépolymérisant. Il permet aux monomères de retrouver leurs conforma-
tions privilégiées et permet l’activité du bout barbé. L’ajout de monomères provoque la
translocation de l’hémidimère "ambulant". Inspirée de [205].



3.3 Propriétés biochimiques de la formine 81

Accélération de l’élongation

L’élongation en présence de la formine dépend du domaine FH2, responsable de

l’aspect processif, et du domaine FH1, responsable de la stimulation de l’élongation.

La présence seule de FH2 au bout barbé inhibe plus ou moins l’élongation selon

les isoformes [218]. Cette inhibition est estimée selon le"gating factor", introduit précé-

demment, qui est une propriété intrinsèque à la formine. Ainsi le taux d’élongation en

présence du domaine FH2 de mDia1 ne diminue que de 5% par rapport à celui du bout

barbé libre [218].

Un assemblage stimulé de filaments nécessite à la fois la profiline et le domaine FH1.

Cela est clairement démontré par l’utilisation de mutants de profiline avec une affinité

réduite pour l’actine ou la profiline, qui ne stimulent pas, ni l’un ni l’autre, l’élongation du

bout barbé [211, 218]. Grâce aux domaines FH1, la formine va être capable d’augmenter

l’élongation d’au moins 5 fois par rapport au bout barbé seul, pour l’isoforme mDia1 [218,

102]. Paul & Pollard ont par ailleurs montré que l’élongation, à une concentration d’actine-

profiline donnée, augmente avec le nombre de segments poly-prolines du domaine FH1

de Bni1 [205].

La profiline favorise puis inhibe la polymérisation d’un bout barbé en présence de for-

mine En revanche l’effet de la profiline est biphasique [208] (voir figure 3.13). À une

concentration d’actine donnée, l’addition de profiline crée de plus en plus de complexes

d’actine-profiline. Ces derniers vont alors s’associer au domaine FH1, par l’intermédiaire

de la profiline (voir figure 3.10), ce qui favorise la rencontre entre les monomères et le

bout barbé du filament (voir figure 3.14), augmentant son taux d’élongation [224]. Un

excès de profiline enclenche une compétition avec le complexe actine-profiline pour

les sites poly-prolines de FH1 ou le bout barbé. Dans ce cas-là, les profilines liées au

domaine FH1 peuvent potentiellement participer au désassemblage du bout barbé [208].

Cela résulte en une diminution du taux d’élongation [218, 205], qui peut aller jusqu’à une

dépolymérisation du filament à très forte concentration de profiline [79].

Mécanisme de stimulation de l’élongation par la formine et la profiline Cet effet "en

cloche" de la profiline (accélération puis inhibition de l’élongation, voir figure 3.13) donne

des éléments sur la façon dont FH1 peut interagir avec le bout barbé [218], dont le méca-

nisme est encore sujet à débat.

En se liant à un segment poly-proline, l’actine-profiline devient très concentrée près

du bout barbé, ce qui expliquerait l’augmentation du taux d’élongation. Plus précisément,

Vavylonis et collaborateurs [208] ont modélisé le comportement du domaine FH1 en
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FIGURE 3.13 Effet biphasique de la profiline sur l’élongation de plusieurs isoformes de
formine. Les courbes montrent, en fonction des différents isoformes de formines, les
dépendances des taux d’élongations en fonction de la concentration en profiline, en
présence de 1 µM d’actine non marquée et 0.5 µM d’actine marquée. L’aspect biphasique
(accélération puis inhibition de l’élongation) est visible pour chaque isoforme. Adaptée
de [218].

présence d’actine-profiline et du bout barbé, et l’ont comparé aux données expérimen-

tales [218]. Il est plus probable que FH1 transfère directement les monomères d’actine au

bout barbé à travers la profiline, en formant un complexe en "anneau", le "ring complex" :

FH1-profiline-actine-bout barbé-FH2 [208] (voir figure 3.14). L’origine de ce transfert

actif viendrait de la flexibilité du domaine FH1, diffusant à proximité du bout barbé, qui

favoriserait les collisions entre l’actine-profiline et le bout barbé. Cela explique pourquoi

les monomères liés aux segments poly-prolines de FH1 les plus proches de FH2 sont plus

efficaces pour apporter l’actine au bout barbé [224].

3.3.3 La force et la formine

La formine est contrainte mécaniquement pendant l’assemblage de filaments in vivo

Tous les processus cellulaires détaillés au début de ce chapitre pourraient être décrits

mécaniquement. Le cytosquelette d’actine est responsable de la création des protrusions

et des fibres de stress à l’origine de la locomotion cellulaire ou de la force exercée sur le
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FIGURE 3.14 Mécanisme du "Ring Complex". Selon le modèle le plus probable, Vavylonis
et collaborateurs proposent que le FH1 apporte l’actine au bout barbé. La première étape
est la liaison du complexe actine-profiline à un segment poly-proline. Ensuite, le FH1, lié
au complexe, peut faire interagir cette actine-profiline directement avec le bout barbé,
formant le "ring complex". Selon [208].

substrat. Cependant, tel qu’évoqué en introduction et dans le chapitre 2, le cytosquelette

subit des forces en retour [124].

La formine est ainsi soumise à des contraintes mécaniques in vivo [124]. Le réseau

branché du lamellipode ou le réseau parallèle du filopode peuvent être comprimés au

niveau de la membrane, comprimant également les formines assemblant ces deux réseaux.

La formine peut également subir des tensions : au sein des adhésions focales ; pendant la

rétractation des filopodes ou encore dans l’anneau de cytocinèse, due à l’activité contrac-

tile des myosines. De plus, la formine, impliquée dans l’assemblage de filaments du réseau

cortical, peut subir des compressions ou tensions selon les diverses activités contractiles

de ce réseau d’acto-myosine :

Les effets in vitro des contraintes sur la formine Dans le cas où la formine subit une

tension, son activité d’élongation, est stimulée [102, 127, 128]. Ces études in vitro sont les

premières preuves d’un changement d’activité d’une protéine régulatrice de l’allongement

des filaments d’actine par la force, proposé théoriquement [225].

L’effet de la compression sur la formine au sein de la cellule, n’a pas encore été étudié

in vitro. Étudier l’effet de la compression est techniquement délicat car les filaments

sont très flexibles et des petites forces de compression suffisent à induire un flambage du
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filament. C’est pourquoi les études de l’effet de la compression sur l’assemblage de l’actine

en filaments, sont faites sur des filaments en faisceaux [121, 122]. Rajouter la formine

dans ces faisceaux devrait mener à des observations similaires à celles déjà observées. Un

modèle se basant sur le cliquet brownien pourrait alors décrire le comportement de la

formine dans cette situation.

Cette "mécano-sensibilité" de la formine pourrait aussi avoir un rôle in vivo, notam-

ment sur sa fonction cellulaire, selon une étude de Riveline et collaborateurs, de 2001 [226].

L’application d’une contrainte mécanique, ici la tension, sur les adhésions focales via les

fibres de stress, suffit à renforcer leurs assemblages, nécessitant cependant la protéine

RhoA. Cette protéine recrute et active mDia1 [181]. En inhibant RhoA et en exprimant

des constructions actives (non auto-inhibées) de formines mDia1 dans la cellule, ils ont

cependant observé le renforcement d’adhésions focales suite à la contrainte mécanique.

Sans que le mécanisme ne soit aujourd’hui compris, cela suggère que la tension stimule

l’assemblage de filaments par la formine, indépendamment des voies de signalisation en

amont.

3.3.4 Conclusion

La formine est un régulateur très complexe de l’assemblage d’actine, dont certains

mécanismes d’action pour la nucléation, ou l’élongation processive, sont encore à éclaircir.

Mais cette protéine est bel et bien régulée, biochimiquement et mécaniquement. La

problématique est de savoir comment étudier ces contraintes et leurs effets sur l’activité

de la formine.

Nous allons nous intéresser à la processivité de la formine.

Si plusieurs études sont possibles, une approche in vitro permet plus simplement de

remonter à un mécanisme d’action. Ce mécanisme peut être altéré par la présence de

régulateurs supplémentaires dans la cellule. De plus, concernant la régulation mécanique,

l’effet des forces sur l’activité de la formine reste complexe. Il y a donc une certaine

nécessité à l’étudier in vitro.

Le chapitre suivant sera consacré aux différentes méthodes que nous utilisons pour

l’observation et la manipulation de filaments d’actine. On se concentrera ensuite sur les

méthodes permettant d’étudier la processivité de la formine, en vue de présenter ensuite

les résultats sur sa régulation.



Deuxième partie

Méthodes





Chapitre 4
Méthodes

Nous verrons dans un premier temps un rapide récapitulatif historique des avancées

concernant la visualisation et manipulation de la dynamique d’assemblage de l’actine,

avant de nous concentrer sur les méthodes utilisées pendant cette thèse.

4.1 Biochimie, visualisation et manipulation

mécanique de l’actine, bref historique

4.1.1 Études des premières propriétés de l’actine

Premières découvertes et observations

Suivant sa découverte de 1942, énormément de progrès techniques ont amené à

la compréhension biochimique et biophysique actuelle de l’activité et la régulation de

l’actine. Les premières découvertes majeures concernent les propriétés que l’on considère

maintenant "de base" de l’actine. Elles sont notamment l’œuvre du laboratoire de Fumio

Oosawa, figure emblématique et pionnier dans la compréhension des mécanismes de

polymérisation de l’actine et de ses implications dans la cellule [227]. Un bel exemple est

celui de la découverte de la concentration critique dans la polymérisation de l’actine, en

1962 [228]. Cette étude se base sur une technique d’analyses de biréfringence.

Ces premiers travaux utilisaient également des techniques telles que la viscosité,

l’analyse d’anisotropie des solutions, ou encore les techniques de sédimentation ou de

co-sédimentation.
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Purification de l’actine

D’autres recherches pionnières concernent la purification de l’actine.

Le protocole de purification d’actine, encore largement utilisé aujourd’hui, provient

de l’étude de Spudich & Watt de 1971 [229], étudiant in vitro, à partir de muscles de lapin,

l’interaction entre le complexe de protéines tropomyosine-troponine et l’actine-αskelet al ,

pour comprendre la contraction musculaire.

C’est cette méthode de purification que nous utilisons et nous verrons le protocole un

peu plus tard.

Première visualisation de l’actine au microscope électronique

Au même moment la microscopie électronique se développe. Elle permet l’observation

de filaments d’actine. Cette technique a montré en 1975 pour la première fois l’aspect de

filaments d’actine avec une certaine polarité, définit par l’orientation de myosines se liant

sur leurs côtés. Cette étude a défini les terminologies toujours largement utilisées pour

distinguer les deux extrémités, bout "barbé" et bout "pointu" [54]. De plus les premières

mesures de constantes d’association et de dissociation des monomères aux bouts des

filaments ont été déduites en 1981 à partir de données issues de la microscopie électro-

nique [230]. Cette étude se base sur la variation de longueurs de filaments de différents

échantillons en fonction de leurs temps d’allongement.

Suivre la polymérisation

En 1981, Kouyama et collaborateurs [231] observent une augmentation du signal de

fluorescence suivant la polymérisation de l’actine marquée au pyrène

(N-(1-pyrene)iodoacetamide). Cette étude a permis d’aller encore plus loin dans l’étude de

la dynamique de la transition monomère-filament. La technique de spectrométrie utilisée

indique, au sein d’un échantillon de filaments, la concentration en actine polymérisée

au cours du temps. Les analyses des courbes permettent de remonter aux dynamiques

des bouts barbés et pointus, ainsi qu’aux actions de plusieurs facteurs, tels que des

toxines ou des protéines régulatrices. Par exemple la toxine latrunculine, qui séquestre les

monomères [232], ou qui stabilise les filaments, telle que la tropomyosine, qui ralentit la

polymérisation ou la dépolymérisation [233] (voir figure 4.1).

Pourtant, les limitations de ces méthodes d’observations sont importantes. Certes

celles-ci étudient la dynamique de l’actine, mais à l’échelle globale de toute une popu-

lation de filaments. Les effets des diverses protéines sur la dynamique et régulation de
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FIGURE 4.1 Évolution de l’observation de l’actine. A : Gauche : suivi de polymérisation
à 0.8 µM d’actine marquée au pyrène en présence (+TM) ou non (-TM) de 0.26 µM de
tropomyosine, d’une solution prenucléée de 6 µM d’actine marquée au pyrène, saturé de
2 µM de tropomyosine. Droite : Suivi de dépolymérisation de filaments saturés avec 6.66
µM de tropomyosine (+TM) ou non (-TM), après dilution dans du tampon. Figure issue de
l’étude de Lal et collaborateurs [233]. B : Images d’un filament d’actine stabilisé à la phal-
loïdine marquée avec le marqueur tétraméthyl-rhodamine, qui fluctue thermiquement (6
secondes entre chaque image). Figure issue de l’étude de Isambert et collaborateurs [70].

l’actine ne sont pas directement observés, mais déduits quantitativement de l’analyse des

données. Cette vision indirecte ne permet pas : premièrement, de mesurer directement

le nombre de filaments au cours du temps, ne donnant pas d’information sur le taux de

nucléation au sein de la solution ; deuxièmement, de connaître la méthode d’action de la

protéine, telle celle du complexe Arp2/3 qui permet le branchement de deux filaments

impliquant une liaison sur le côté du filament [83], ou encore, comme on l’a vu au chapitre

3, l’élongation processive d’un filament d’actine par la formine.

Observations de filaments uniques stabilisés

Le développement de la microscopie à fluorescence et des fluorophores permettent

d’aller plus loin dans l’exploration du cytosquelette d’actine. Les filaments d’actine

peuvent être stabilisés en présence de phalloïdine, une toxine interagissant avec l’actine

principalement sous forme filamenteuse [234]. Une liaison de molécule de rhodamine

fluorescente (tétraméthyl-rhodamine) à la phalloïdine a permis les premières observa-

tions d’actine dans la cellule, mais aussi en filaments uniques stabilisés in vitro. Ces

études ont permis d’obtenir des informations précieuses sur les propriétés et fonctions de

l’actine, telle que son implication dans la formation de l’anneau de cytocinèse [235] ou

sur les propriétés mécaniques du filament, in vitro, en 1995 [70] (voir figure 4.1).
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En revanche la phalloïdine, qui stabilise la liaison entres les monomères, perturbe

la dynamique de désassemblage du filament et empêche son étude. La phalloïdine ne

permet qu’une visualisation "statique" de l’actine, une fois le filament formé.

Marquage de l’actine monomérique : cystéine ou lysine

Dynamique en direct Ultérieurement, d’autres méthodes de marquage voient le jour. Il

devient alors possible de visualiser la dynamique de l’actine, aussi bien l’association que

la dissociation de monomères aux deux bouts d’un filament, dedans et en dehors de la

cellule. Deux méthodes sont utilisées :

— Des marqueurs fluorescents peuvent être fusionnés génétiquement à l’actine, telles

que la GFP ("green fluorescent protein").

— Il est possible chimiquement de lier covalemment un marqueur fluorescent à

une protéine purifiée. Ce marquage se fait ultérieurement à la purification de la

protéine.

Marquage chimique L’acide aminée cystéine 374 et les lysines de l’actine peuvent être

ciblés lors du marquage. De nombreuses observations ont été faites à partir de monomères

d’actine marqués sur la cystéine 374, avec des flurophores maleimides (rhodamine [236])

ou iodoacetamide (Oregon Green (OG) 488 [120, 218, 205, 220]).

Protocole de marquage de l’actine purifiée D’autres études, dont celles faites dans

l’équipe, utilisent les lysines en surface, en effectuant la réaction de marquage sur un

filament d’actine plutôt que les monomères.

Dans l’équipe, nous procédons au marquage à la suite de la purification de l’actine

monomérique. Ces protocoles viendront plus tard (voir subsection 4.2.1).

Les limites du marquage Le marquage de la cystéine a cependant l’inconvénient qu’elle

ne permet pas une élongation significative du filament de la part des monomères marqués.

En effet, le taux d’élongation diminue lorsque la part de monomères marqués augmente

par rapport à la part des monomères non marqués [237]. Ce type de marquage ne permet

pas non plus une interaction avec la profiline au bout barbé [238]. L’inhibition de cette

interaction limite l’incorporation de ces monomères marqués par le domaine FH1 de la

formine. Dans ce cas, la formine assemble plus favorablement un filament à partir de

monomères non marqués, donnant lieu à des filaments plus sombres [120, 218].
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Cependant, le marquage sur l’une ou l’autre des acides aminés cystéine ou lysine, rend

tout de même possible l’incorporation de monomères marqués. On peut réussir à suivre

l’élongation du filament en microscopie de fluorescence [237].

La dynamique d’un filament unique

La microscopie de fluorescence peut être par exemple utilisée dans le cas de marquage

à la rhodamine, comme c’est le cas par exemple pour des filaments d’actine décorés avec

de la phalloïdine-rhodamine (voir figure 4.1). Ce microscope éclaire la quasi-totalité du

volume de l’échantillon. Indépendamment de la méthode de marquage, la trop grosse

contribution au signal lumineux global des monomères environnants crée un bruit de

fond trop important. Le rapport du signal (venant des filaments) sur le bruit (venant des

monomères) n’est dans ce cas pas assez important et ne permet pas une distinction nette

des filaments.

Une meilleure visualisation de la dynamique d’assemblage des filaments a pu être

possible un peu plus tard, avec l’utilisation de la microscopie à réflexion interne total

("TIRF microscopy"), contournant ce problème de bruit de fond. En 2001, une étude utilise

pour la première fois cette technique de microscopie pour visualiser les branchements

dus à l’activité du complexe Arp2/3 [236].

La microscopie TIRF se base sur un laser qui éclaire le bas de l’échantillon avec un

angle d’incidence élevé (supérieur à 61°, valeur de l’angle critique de réflexion à l’inter-

face eau-verre). Arrivé à l’interface entre la lamelle et la solution de l’échantillon, il est

complètement réfléchi, mais une onde évanescente lumineuse éclaire significativement

l’échantillon jusqu’à une profondeur d’environ 200 nm à la surface de l’échantillon (voir

figure 4.9.A). Ainsi seule une section de l’échantillon à proximité de la surface reçoit de

la lumière. Les signaux venant des monomères compris dans cette section sont alors

beaucoup moins nombreux et le bruit de fond est faible. Les filaments deviennent plus

discernables par rapport au bruit de fond. L’utilisation d’un TIRF nous permet d’utili-

ser des plus fortes concentrations en monomères marqués et libres, afin de suivre leur

incorporation au sein de filament en direct.

Méthodes d’imagerie sans marquage

Conséquences du marquage Rajouter un marqueur sur une protéine nous éloigne vrai-

semblablement de la situation naturelle sans marquage. La taille ou l’emplacement de

ce marqueur est importante à prendre en compte concernant l’interaction avec d’autres

protéines. De plus, l’illumination de filaments composés de monomères marqués peut
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provoquer une fragmentation des filaments ou encore une dimérisation covalente entre

monomères. Au bout barbé, ce dimère a un taux de dissociation très lent [239], inhibant la

dépolymérisation à l’instar d’une protéine de coiffe.

Méthode interférométrique Basée sur la microscopie interférométrique, la méthode

iSCAT permet de visualiser, par exemple, les mouvements des moteurs moléculaires, en

n’ancrant qu’une seule particule d’or par protéine moteur. Les filaments d’actine, eux,

sont discernables sans marqueurs [240].

Microscopie à force atomique ou AFM La microscopie à force atomique (AFM) se base

sur la faible déflexion du micro-levier par interaction entre les atomes de la pointe de ce

levier et les atomes de la surface (voir figure 4.2). L’AFM à haute vitesse permet de visualiser

dynamiquement des interactions entre protéines dans leurs ensembles. Les "pas" de la

myosine V le long du filament d’actine ont été ainsi directement observés [241], ou encore

l’effet de la cofiline sur la conformation du filament [242]. Ces méthodes ont l’avantage de

ne pas utiliser de monomères d’actine marqués, mais sont contraignante techniquement

à mettre en place. C’est pourquoi beaucoup de laboratoires utilisent encore la microscopie

photonique.

4.1.2 Contraindre mécaniquement le filament

Exercer des contraintes mécaniques contrôlées implique des méthodes précises, qui

permettent d’obtenir des études quantitatives sur les propriétés physiques des filaments.

Plusieurs méthodes permettent par exemple d’exercer des tensions sur des filaments

d’actine ou les protéines régulatrices associées. C’est le cas de la méthode des pinces

optiques ou de la microscopie à force atomique (AFM).

Pinces Optiques Dans le cas des pinces optiques, un laser infra rouge est envoyé à

travers une bille de verre, se trouvant dans l’échantillon. La réfraction du laser passant

par les deux interfaces liquide-verre et verre-liquide crée une force sur la bille, dont la

direction est opposée à celle de la réfraction du laser. Ces pinces peuvent permettre de ma-

nipuler plusieurs billes à la fois avec une certaine force, mais également de remonter aux

forces auxquelles sont soumises ces billes. Ainsi, l’étude de Hayakawa et Collaborateurs,

remarque le retard de l’action de la cofiline sur un filament d’actine mis sous tension entre

une bille immobile et une bille mobile, "piégée" par le laser [125] (voir figure 4.2.A).
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FIGURE 4.2 Manipulation mécanique de l’actine. A : Schéma d’expérience de pinces op-
tiques, depuis l’étude de Hayakawa et Collaborateurs [125]. Une bille est fixe et l’autre
se déplace (flèche noire), mettant le filament sous tension (flèches blanches). La cofiline
est en solution (en bleu). B et C : Schéma d’expérience de l’étude de Lee et Collabora-
teurs [243]. L’extrémité du micro-levier de l’AFM est ancrée à un monomère d’actine,
qui peut interagir avec les filaments (B) ou les monomères (C) ancrés à la surface de
la lamelle. Des forces peuvent être exercées sur les liaisons monomère-monomère ou
monomère-filament.

AFM Grâce au contrôle de la hauteur et de la rigidité du micro-levier de l’AFM, vue

précédemment, cette technique permet également d’étudier l’effet de la tension sur

l’interaction entre une protéine ancrée à la pointe et l’autre à la surface de la lamelle [243]

(voir figure 4.2).

4.1.3 Conclusion de l’historique

Les avancées technologiques et scientifiques permettent d’aller encore plus loin dans

les connaissances sur l’actine et sa dynamique. Les interactions des protéines peuvent

être étudiées in vivo à une très haute résolution, grâce au développement de la super

résolution. In vitro, on peut visualiser directement l’effet d’une unique protéine marquée

sur une autre, et l’impact potentiel de la mécanique sur cette interaction. Ces deux ap-

proches, tant in vivo qu’in vitro permettent de décrypter des mécanismes de processus

biologiques impliquant la régulation du cytosquelette qui découlent des interactions

entre les différentes protéines. On peut citer l’exemple de la protéine Spire, recrutant la

formine Fmn2 qui permet un rapide assemblage du filament. In vivo, ce mécanisme va

être impliqué dans la translocation du fuseau mitotique dans les ovocytes, au cours de la

fertilisation [80].
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Il y a fort à parier que d’autres mécanismes biochimiques et mécaniques régulant le

cytosquelette seront prochainement découverts, à commencer par les résultats qui seront

présentés dans cette thèse.

4.2 Les méthodes utilisées pour visualiser

des filaments individuels d’actine

L’équipe est spécialiste de l’étude de l’actine in vitro, par des approches moléculaires.

L’actine et quelques protéines régulatrices, telle que la formine, sont purifiées. Ensuite

l’effet de ces protéines régulatrices sur l’actine, seules ou en combinaison avec d’autres,

sont testées et observées avec les méthodes décrites ultérieurement, notamment la mi-

crofluidique. L’ambition de l’équipe n’est pas tant pour le moment de reconstruire des

systèmes physiologiques à partir d’un nombre minimal de protéines, comme c’est le cas

dans une approche appelée "bottum-up" [244]. En réalité, nous tentons in vitro d’aus-

culter le mécanisme d’interaction et de régulation biochimique et mécanique de ces

diverses protéines avec l’actine. Nos résultats nous aident à extrapoler les interprétations

du mécanisme au milieu cellulaire. Nous allons d’abord nous intéresser à la purification

de l’actine, puis aux méthodes d’observations et de manipulations des filaments. Nous

terminerons par les méthodes d’analyse des données.

4.2.1 Purification et marquage de l’actine

Purification de l’actine-αskelet al

Le protocole de purification que nous utilisons est résumé dans un chapitre de mé-

thode publié en 2006 [245], mettant à jour le protocole de 1971 [229].

Dans les tissus musculaires, l’actine est en contact avec principalement les myosines,

tropomyosines et également α-actinine. Il faut donc séparer l’actine de ces protéines

pendant la purification.

Les myosines sont d’abord extraites des tissus musculaires à forte concentration de

sel. Les muscles sont ensuite déshydratés avec de l’acétone à -15°C.

A partir de cette poudre acétonique, on fait une première extraction de l’actine, accom-

pagnée de la tropomyosine et de l’ α-actinine. Sous forte concentration en sel (3.3 M KCl),

on sépare l’actine de l’α-actinine, en centrifugeant lentement le gel alors formé. Après

une dialyse dépolymérisant les filaments, la tropomyosine est extraite encore avec une



95

forte concentration en sel (0.8 M KCl). Une dernière dépolymérisation puis un passage

des monomères dans une colonne de filtration par exclusion de taille terminent ensuite la

purification.

L’actine une fois significativement isolée, est plus longtemps conservée en contact

avec des ions Ca2+, dans ce que l’on nomme le tampon G (G pour "globular"), tampon

sans KCl. La solution mère d’actine monomérique ainsi obtenue est à une concentration

variant aux alentours de 60-70 µM .

Lors de l’utilisation de l’actine, il faut en fait séquestrer les ions Ca2+ avec des mo-

lécules d’EGTA pour permettre à des ions Mg2+ de s’incorporer aux monomères. Les

monomères Mg2+ mènent plus rapidement à la polymérisation du filament.

Marquage de l’actine-αskelet al

Une fois l’actine purifiée, on procède directement au marquage d’une partie de la

solution mère. Les filaments sont préalablement allongés sous forte concentration de sel

(100 mM KCl). Puis vient la réaction proprement dite de marquage avec des fluorophores

succinimidyl ester, qui lient covalemment les fluorophores Alexa 488, 568, 594 ou 649, aux

lysines présentes à la surface du filament [69, 102, 92, 221]. En effectuant la réaction de

marquage sur un filament d’actine plutôt que sur les monomères, les lysines marquées

sont en surface et ne gênent pas la polymérisation. Ces filaments sont isolés par centri-

fugation, dépolymérisés puis polymérisés à nouveau. Ils sont de nouveaux isolés avant

une dernière dépolymérisation qui nous donnera une solution "mère" d’actine avec une

certaine fraction de monomères marqués, généralement proche de 50% et à une même

concentration que la solution de départ.

4.2.2 Expériences en chambre ouverte

La plupart des études en filaments uniques se basent sur l’observation de filaments, au

sein de ce que l’on appelle des "chambres ouvertes" [120, 218, 220, 221]. J’ai eu plusieurs

fois recours à cette méthode, pour tester l’efficacité de différentes passivations ou encore

l’activité de protéines nouvellement purifiées, telle que l’actine (taux de polymérisation)

ou la formine (activité de nucléation ou d’élongation).

Préparation de la chambre

Assemblage de la chambre Des lames ou lamelles (plus fines) de verre subissent dans

un premier temps un lavage intensif par une suite de plusieurs traitements chimiques,



96 Les méthodes utilisées pour visualiser des filaments individuelles d’actine

dans des bains placés dans un ultrasonicateur : Détergent TDF9 (2%, 30 minutes) ; Rinçage

(3 fois avec de l’eau milli-Q) ; KOH (2M, 30 minutes) ; Rinçage (3 fois avec de l’eau milli-Q) ;

Eau milli-Q (10 minutes) ; Éthanol absolu (20 minutes).

FIGURE 4.3 Expériences en chambre ouverte. A : Schéma d’expérience. Sont représentées
une lame et une lamelle, séparées par des bandes de parafilm ou de scotch double face.
On injecte la solution à l’entrée de la chambre avec une pipette (représentée par le cône),
puis on aspire à la sortie avec du papier buvard ou mouchoir papier. B : Vue de coté.

Ces chambres consistent simplement en une lame et une lamelle, collées ensemble

par du parafilm chauffé ou de l’adhésif double face. Plusieurs bandes de parafilm ou de

scotch peuvent former plusieurs chambres (voir figure 4.3). C’est idéal pour faire, par

exemple, une chambre témoin par rapport à une autre. Le volume de ces chambres varient

entre 10 et 20 µl . Lors d’une injection de solution, l’écart entre les parois (qui est de l’ordre

de 100 µm) permet à la solution de s’y insérer par capillarité puis on aide la solution à

couler en l’aspirant au bout, avec un mouchoir papier par exemple, et ce jusqu’à ce que la

solution soit bien homogène à l’intérieur de la chambre (voir figure 4.3). Empiriquement,

un rinçage satisfaisant ce fait avec 3 ou 4 fois le volume de la chambre. Cela représente

environ 50 µl de tampon pour rincer quasi-totalement une solution.

Passivation BSA ou PLL-g-PEG Une fois la chambre assemblée, elle peut être passi-

vée/protégée par deux façons lors de mes expériences. On peut utiliser de la protéine

globulaire BSA ("bovine serum albumin"), concentrée à 5 % (50 mg/ml). Après incubation

jusqu’à une demi-heure, puis rinçage par l’eau ou la solution tampon (voir annexe 1), la

protéine globulaire BSA se lie à la surface de façon non-spécifique et la recouvre, empê-

chant de cette façon la liaison non spécifique de protéines avec le verre (voir figure 4.5).

De la BSA est par la suite ajoutée en faibles quantités dans les diverses solutions injectées

dans la chambre pour les expériences. Cela évite au maximum une dégradation de la

passivation, qui peut arriver par décollement de certaines BSA.

Le PLL-g-PEG (poly(l-lysine)-graft-poly(éthylène glycol)) forme une brosse de poly-

mères PEG à la surface (voir figure 4.13). Il est utilisé de la même façon que la BSA. Avant
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incubation en revanche, une étape d’activation de la surface par un plasma cleaner ou par

un traitement à l’UV est nécessaire, contrairement au cas d’utilisation de la BSA. Cette

activation se fait notamment par création de radicaux libres chargeant la surface néga-

tivement, attirant électrostatiquement ou pouvant probablement lier covalemment les

chaînes chargées positivement de poly-lysine [246].

Comme nous le verrons, la passivation peut-être également complétée par des pro-

téines BSA biotinylées (voir figure 4.5) ou chaînes de PLL-g-PEG biotinylées (voir fi-

gure 4.13). Ces biotines, ainsi ancrées à la surface de passivation, servent à lier spéci-

fiquement des protéines, via l’intermédiaire de protéines streptavidines ou neutravidines

(une homologue à la streptavidine). Ce lien non-covalent biotine-streptavidine est remar-

quable car il résiste à des forces de l’ordre d’une centaine de piconewton [247].

Après une étape de rinçage avec la solution tampon, les solutions échantillons peuvent

être ajoutées dans la chambre.

Observation des filaments

Pour initier l’assemblage des filaments à partir des solutions de monomères, on rajoute

du sel et du magnésium en excès, ainsi que de l’EGTA, séquestrant les ions Ca2+, accélérant

de cette façon l’échange entre les ions Ca2+ et Mg2+ au sein des monomères. Cela change

alors le tampon G en tampon F (F pour Filament).

Filaments libres Les filaments préformés en solution, avec une certaine fraction de

monomères marqués (de 10 à 20 %), ont tendance à diffuser en 3 dimensions une fois

injectés dans la chambre, lorsque leurs deux bouts sont libres. On rajoute en solution des

agents ségrégants, telle que la méthylcellulose, pour qu’ils soient maintenus à proximité

de la surface. Cela permet une observation optimale en microscopie TIRF (voir figure 4.4.

A) ou en microscopie à épi-fluorescence dans le cas où les monomères fluorescents en

solution ont été rincés de la chambre.

Ancrage par un bout On peut également ancrer le filament à la surface. L’ancrage par

un seul bout n’empêche pas le reste du filament de fluctuer. La méthycellulose sera

toujours nécessaire pour observer convenablement la dynamique de l’autre bout près de

la surface et pour observer tout le contour du filament, qui apparaît flou autrement (voir

figure 4.4.B).

Des protéines se liant à un bout ou l’autre du filament peuvent être fixées non-

spécifiquement à la surface de verre préalablement à la passivation à la BSA. Si les

protéines sont marquées avec des molécules biotinylées, elles peuvent être ancrées de
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FIGURE 4.4 L’effet de la méthylcellulose sur les expériences en chambre ouverte. A : Ob-
servations de filaments préformés à partir d’une solution d’actine marquée à 20% d’Alexa
594. Microscopie TIRF, passivation à la BSA et utilisation de 0.2% de méthycellulose. B :
Observation en microscopie à épi-fluorescence après rinçage des monomères, passivation
au PLL-g-PEG, sans méthylcellulose. La partie non ancrée des filaments diffuse dans la
solution, hors du point focal, créant cet aspect flouté. Les filaments sont ici ancrés par des
amorces biotinylées, montrées par des flèches.

manière spécifique via la streptavidine ancrée à BSA biotine ou au PLL-g-PEG biotine,

comme mentionné précédemment. Des séquences d’acides aminés spécifiques rajoutées

génétiquement à la protéine (telle que l’étiquette ploly-histidine ou la protéine GST pré-

cédemment utilisée par l’équipe [102] ) interagissent avec des anticorps secondaires. Si

ces derniers sont biotinylés, ils peuvent servir d’intermédiaire d’ancrage (voir figure 4.5).

C’est le cas pour l’anticorps Penta·His Biotin Conjugate, qui peut se lier à une streptavi-

dine de surface et lier l’étiquette ploly-histidine. Ces séquences peuvent être également

directement biotinylées (tel que l’étiquette SNAP, voir figure 4.13.B).

Protéines d’ancrage par le bout On pourra se référer à la figure 4.5 pour plus de clarté.

L’ancrage par le bout pointu peut se faire en utilisant des amorces, purifiées à partir de

globules rouges humains (voir figure 4.5.A). Leur composition ne nous est pas totalement

connue mais elles contiennent des protéines spectrines, ainsi que de l’actine. Leur struc-

ture permet une élongation du filament seulement par le bout barbé. Elles permettent de

générer des filaments, sans nucléation nécessaire [248].

De l’autre côté, l’ancrage par le bout barbé peut se faire en utilisant un complexe

gelsoline-actine (GA2, voir figure 4.5.B). L’ancrage du bout barbé peut aussi se faire en

ancrant des protéines spécifiquement. Par exemple, après biotinylation de la protéine,

elle peut s’ancrer via une streptavidine accrochée à de la BSA-biotine (voir figure 4.5.C),

ou même du PLL-g-PEG-Biotine (voir figure 4.8).
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FIGURE 4.5 Différentes protéines d’ancrage mènent à plusieurs configurations. A et B :
L’utilisation d’amorces spectrines (bout pointu ancré (A)) ou de complexes GA2 (bout
barbé ancré (B)) se fait précédemment la passivation à la BSA . C : La passivation à la
BSA-biotine, permet, via la streptavidine un ancrage spécifique de protéines biotynilées,
comme c’est le cas ici avec une amorce biotinylée.

Protéines d’ancrage par le côté L’utilisation de myosine-NEM (N-ethylmalaeimide),

dont la fonction motrice est inactive [249], permet de lier le coté du filament tout en

laissant ses bouts pointu et barbé libres à la polymérisation ou dépolymérisation [237].

Cet ancrage le long du filament permet d’éviter l’utilisation de méthycellulose.

Les limitations des expérience en chambres ouverte

L’utilisation de la méthycellulose n’a pas d’influence directe sur les cinétiques de poly-

mérisation ou dépolymérisation des filaments. Mais ce sont des polymères, qui peuvent

stériquement gêner l’interaction entre deux protéines, ou stimuler le regroupement en

faisceaux de filaments [250].

De plus, le filament est rapproché de la surface à la fois par un ancrage par l’un de

ses bouts et l’utilisation de la méthycellulose ou bien l’ancrage seul par la myosine-NEM.

L’inconvénient est qu’une trop grande proximité avec la surface peut gêner l’interaction

avec des protéines régulatrices, notamment des protéines venant se lier sur le côté du

filament (ex : la tropomyosine).

Il a ainsi été observé que de trop grandes interactions avec la surface provoquent des

pauses dans la dépolymérisation du filament [73]. Ces pauses pourraient également venir

des multiples points d’ancrage dans le cas de l’utilisation de myosines-NEM [237]. Dans

ce dernier cas, l’action de protéines sur le filament pourra potentiellement être également

modifiée par une réduction de liberté conformationnelle entre deux points d’ancrage

rapprochés.
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Enfin, même si le volume total de la chambre est seulement de l’ordre de 10 à 15 µl,

le changement de conditions biochimiques à l’intérieur est très lent, l’homogénéisation

d’une nouvelle solution prend jusqu’à une minute. Ce temps comprend principalement

le temps d’injection et d’aspiration (voir figure 4.3). C’est une contrainte importante à

prendre en compte lors de l’étude des effets de protéines régulatrices, ou lors de change-

ment de conditions dans les chambres [250].

4.2.3 Visualiser, accumuler, manipuler : la puissance de la

microfluidique

Le montage microfluidique, jumelé à un microscope TIRF, permet d’observer plusieurs

filaments d’actine individuels, ancrés par un seul bout au fond d’un canal. Les filaments

s’alignent avec le flux. Leurs environnements biochimiques et mécaniques peuvent être

contrôlés précisément, permettant une étude mécanobiologique de l’actine inédite et

avantageuse. Nous pouvons étudier les mécanismes des interactions entre protéines

responsables du cytosquelette d’actine. Nous allons donc voir les détails de ce montage.

Description du montage

Telle que visible sur la figure 4.6.A, la chambre microfluidique consiste en un collage

d’un bloc de PDMS moulé du motif microfluidique et d’une lamelle lavée intensivement,

tel qu’expliqué précédemment. Le collage de la chambre se fait après activation de la

lamelle et du PDMS (du coté contenant le motif) par traitement à l’UV ou au plasma

cleaner (voir figure 4.6.A).

La chambre possède généralement 3 à 4 entrées et les dimensions du canal principal,

de 1.3 cm de long, peut varier en hauteur (de 20 à 60 µm) ainsi qu’en largeur (800 ou

1600 µm) d’une expérience à l’autre. Les entrées et la sortie sont reliées aux réservoirs de

solutions de protéines, par des tuyaux à faibles diamètres internes (≈ 100 µm) de plusieurs

dizaines de centimètres de long (voir figure 4.7). Cela forme un circuit ininterrompu,

depuis les réservoirs d’entrées jusqu’à celui de la sortie.

Un appareil, communiquant avec un logiciel, contrôle la pression de la phase vapeur

au-dessus des solutions, déterminant ainsi la force de leurs injections dans les tuyaux, et

comme nous le verrons, la répartition des solutions au sein de la chambre. Les pressions,

allant de quelques millibars jusqu’à quelques centaines de millibars, sont contrôlées en

amont, rendant très stables les flux des solutions au sein de la chambre. Ce contrôle de la
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FIGURE 4.6 La chambre microfluidique. A : Photo de chambre PDMS reliée aux tuyaux
dans lesquels coulent les solutions. Cette chambre est accolée à la lamelle, qui a été inten-
sivement lavée préalablement et activée. B : La chambre est moulée au motif comprenant
les entrées et la sortie, ainsi que les canaux les reliant entre eux.

phase vapeur est tel qu’il permet un changement quasi-instantané de pression dans les

différents réservoirs (voir figure 4.7).

Les grandes longueurs des tuyaux, malgré leurs petites sections, représentent un

volume mais également une surface intérieure importante. L’écoulement de solution

est fortement ralenti à proximité de cette surface, à cause de la friction qui s’y crée.

L’écoulement au centre aura une plus grande vitesse que sur les bords, donc le centre

sera renouvelé plus rapidement que les bords. De fait, un renouvellement de solution

dans un des tuyaux (lorsque le réservoir est vide, que la protéine se détériore, ou qu’il faut

changer de protéine) nécessite de 5 à 8 minutes selon la pression (de 70 à 150 mbar) et

les dimensions de la chambre. Ce temps représente le temps d’homogénéisation de la

solution dans le tuyau et dans la chambre lors d’un changement de solution entre deux

expériences. Il n’est pas à prendre en compte pendant une expérience, puisqu’une fois

que la solution est injectée puis homogène dans le tuyau et la chambre, elle y coule en

continu, dans la limite du volume du réservoir. Pendant ce changement de solution, pour

ne pas injecter de l’air, nous faisons en sorte qu’un flux rétrograde fasse sortir un peu de

solution au niveau de l’entrée du tuyau.
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FIGURE 4.7 Contrôler les flux microfluiques. A et B : Le logiciel Maesflo est connecté et
communique avec l’appareil MFCS. Cela permet de fixer les 4 pressions de l’air quasi-
instantanément en sorties de l’appareil. C : Les réservoirs sont directement connectés au
MFCS, et leurs pressions de la phase vapeur changent également quasi-instantanément.
La pression permet une injection plus ou moins forte de la solution dans le tuyau. D :
Les réservoirs sont connectés à la chambre PDMS, où se déroule l’expérience. Comme
les flèches oranges l’indiquent, les flux de solutions peuvent être dans les deux sens,
rétrograde ou non. Schéma adapté et provenant de fluigent.com.

Observations des filaments dans le montage microfuidique

Ancrer les filaments La passivation et l’ancrage des filaments au fond de la chambre se

fait exactement de la même façon qu’en chambre ouverte (voir figure 4.9.C).

Dans mes expériences, j’utilise ainsi des amorces de spectrines pour ancrer les bouts

pointus et avoir le bout barbé libre, qui pourra ensuite interagir avec d’autres protéines

de choix, telles que les formines. La formine peut aussi être également ancrée (voir fi-

gure 4.13), le filament qu’elle génère s’aligne avec le flux, ayant le bout pointu libre.

Préparer la surface Tout comme la chambre ouverte, la chambre nécessite une passi-

vation pour éviter un collage trop important de nos filaments ou des interactions non

spécifiques avec des protéines, telles que les monomères d’actine non polymérisés. Une

accumulation de ceux-ci pourrait augmenter le signal lumineux venant de la surface,

rendant les filaments difficiles à distinguer, même en microscopie TIRF.

On utilise soit la BSA soit le PLL-g-PEG, ce dernier donnant de meilleur résultats en

terme de quantités de protéines accolées à la surface et de bruit de fond. La chambre,

pour son assemblage, est activée par un traitement à l’UV ou plasma. Cette activation est
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antérieure à toute autre étape car elle peut détruire d’éventuelles protéines à la surface

traitée.

— Passivation à la BSA : Comme en chambre ouverte, on incube préalablement la

chambre avec une solution d’amorces, pour ensuite avoir des filaments au bout

barbé libre. Puis on injecte la BSA pour passiver la surface non occupée par les

amorces. L’activation initiale ici n’affecte aucune de ces étapes.

— Passivation au PLL-g-PEG : Le PLL-g-PEG, qui nécessite cette activation pour

interagir avec la surface, est incubé directement après l’assemblage de la chambre.

L’utilisation du mélange de PLL-g-PEG et de PLL-g-PEG-biotine est alors utilisé

pour mener, via la streptavidine, à l’ancrage spécifique de protéines (voir figure 4.8).

Dans tous les cas, un rinçage de PLL-g-PEG ou de BSA avec une solution de tampon est

nécessaire avant l’injection de toutes autres protéines.

FIGURE 4.8 Passivation au PLL-g-PEG. La passivation au PLL-g-PEG/PLL-g-PEG-biotine,
permet, via la streptavidine, un ancrage spécifique de protéines, telle qu’une amorce
biotinylée, représenté ici.

Suivre les filaments Le flux exerce une force de friction visqueuse sur tous les filaments

d’actine, ce qui les aligne avec le flux. Les filaments sont soumis à des fluctuations, qui

se réduisent avec la force du flux (voir figure 4.9.A). De bonnes analogies sont les algues

longilignes emportées au fond d’une rivière ou les queues de cerfs-volants s’alignant au

vent. C’est un avantage très important de la microfluidique : puisque tous les filaments

sont parallèles, le suivi des bouts non ancrés est beaucoup plus facile que dans une

situation en chambre ouverte où il n’y pas de direction privilégiée pour leur croissance.

Une augmentation de vitesse de flux provoque deux choses : un rapprochement du

reste du filament vers la surface et une réduction de ses fluctuations. Dans la gamme



104 Les méthodes utilisées pour visualiser des filaments individuelles d’actine

FIGURE 4.9 Les filaments avec la microfluidique. A : L’onde évanescente issue du laser
rasant la surface de la lamelle n’éclaire qu’à proximité de la surface. Le filament s’allonge
au fur et à mesure de l’expérience, et est visible dans les premiers instants de la poly-
mérisation et s’aligne très rapidement avec le flux. B : La vitesse du flux détermine les
fluctuations du filament, qui augmentent lorsque le flux diminue.

d’écoulements utilisés, la hauteur du filament fluctue autour de la valeur de 250 nm (voir

figure 4.9.B). Le filament n’interagit alors que rarement avec la surface, ce qui est une

amélioration conséquente par rapport à la situation en chambre ouverte. La longueur

typique de pénétration de l’onde évanescente du laser en microscopie TIRF est d’environ

de 200 nm, qui peut être facilement modulée en contrôlant l’angle d’incidence du laser.

Nous arrivons à voir très nettement nos filaments. Pour ce montage et ces expériences, le

microscope TIRF est idéal.

Manipuler les filaments d’actine

Modifier l’environnement biochimique des filaments Un avantage conséquent dans

le montage microfluidique vient du fait que les trois solutions (ou plus) sont constamment

injectées côte à côte dans la chambre. Les pressions d’injection des solutions contrôlent

ainsi la répartition latérale des solutions injectées dans la chambre. Cette répartition

peut être équitable ou en faveur d’une seule solution (voir figure 4.10). Les conditions

biochimiques dans la chambre correspondant à la répartition des solutions peuvent être

changées avec une rapidité de l’ordre de la seconde, temps de stabilisation des flux. À ces
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FIGURE 4.10 Changer l’environnement biochimique dans la chambre microfluidique,
par différence de pression des phases vapeurs des solutions. A : Si les pressions sont
égales, les 3 solutions coulent dans la chambre équitablement. Il y a donc 3 environ-
nements biochimiques différents occupant environ 1

3 de la chambre chacun. B : Si une
pression est plus élevée que les autres (comme ici pour la solution verte), alors la so-
lution correspondante devient majoritaire dans la chambre et il n’y a plus qu’un seul
environnement biochimique.

dimensions, nous sommes dans des conditions de flux laminaires et les solutions ne se

mélangent pas, une diffusion ayant lieu seulement à proximité des frontières entre les

solutions.

Une contrainte mécanique calibrée La friction, le long du filament, a un autre avantage.

Le coefficient de friction sur le filament a été calibré [102]. La force au point d’ancrage du

filament est directement proportionnelle à la longueur du filament ainsi qu’à la vitesse

locale de l’écoulement du fluide.

For ce ∝ L f i l ament ×V f lux (4.1)

Cette force est par conséquent facilement modulable. De plus le filament ressent un

gradient de force le long du filament, minimum et quasi-nul à son bout libre, et maximum

à son point d’ancrage (voir figure 4.11). Les forces exercées sont de l’ordre de quelques

piconewtons, pour une vitesse de flux allant jusqu’à quelques centaines de µm.sec−1,
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FIGURE 4.11 Avec ou sans force : 2 configurations pour l’étude de la formine. A : situation
où le bout barbé est libre. La formine liée au bout barbé n’est pas soumise à une force.
B : situation où le bout barbé est ancré à la surface via la formine. La formine est mise ici
sous tension, grâce à l’action de la friction visqueuse de la solution intégrée sur toute la
longueur du filament, qui crée un gradient de force du bout libre (force nulle) au bout
ancré (force maximale).

pour un filament d’une longueur de 10 µm. Beaucoup de protéines peuvent ainsi être

étudiées sans ou avec l’influence de la force, notamment les protéines interagissant avec

le bout barbé (comme la formine, en figure 4.11).

4.3 Étudier l’activité processive de la formine

4.3.1 Purifications et conservations des formines

Purifications des formines

Plusieurs constructions de formines L’isoforme de formine que j’ai principalement

utilisé pendant ma thèse est une construction de mDia1, de la famille des DRFs (voir

chapitre 3), ne comprenant que ses domaines fonctionnels et les étiquettes SNAP et pluri-

histidine (SNAP-FH1-FH2-DAD-His). Les étiquettes sont rajoutées à la formine pour sa

purification et son ancrage, comme nous le verrons. Cependant, plusieurs constructions

ont été créées et purifiées dernièrement, par Luyan Cao la post-doctorante de l’équipe : la

formine mDia1, sans le domaine FH1 (FH2-DAD-His) ou encore la formine mDia1 dont

le domaine FH1 ne possède que 2 segments poly-prolines (FH12pol y−pr ol i nes -FH2-DAD-

His). J’ai utilisé ces constructions pour des expériences, que nous détaillerons au chapitre

6.

Production de la formine recombinante Contrairement à l’actine qui est isolé depuis

des tissus musculaires, les formines utilisées sont des protéines recombinantes, c’est-
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à-dire exprimées par des bactéries. Cela nécessite plusieurs étapes, résumées comme

suit.

Tout d’abord, on procède à la transformation des bactéries, afin qu’elles contiennent

le plasmide codant la protéine d’intérêt :

— Des plasmides sont spécialement conçus (correspondant à toutes les constructions

de formines décrites ci-dessus), dans l’équipe ou dans d’autres laboratoires. Ils

contiennent aussi un gène de résistance à un antibiotique afin de pouvoir sélec-

tionner les bactéries contenant le plasmide d’intérêt. Je n’ai jamais participé à

l’élaboration des plasmides.

— Trois souches de bactéries E.coli chimiquement compétentes sont couramment

utilisées au laboratoire : des Top10 qui permettront de conserver intact le plas-

mide et de l’amplifier, des BL21 DE3 Star qui permettront de produire la protéine

d’intérêt, et des Rosetta2 DE3 qui permettront également de produire la protéine

d’intérêt et qui comportent en plus un plasmide permettant de traduire les codons

rares, notamment les codons de la Proline, dont le domaine FH1 de la formine

mDia1 est très riche.

— L’incorporation des plasmides dans les bactéries E.coli se fait par choc thermique

45 secondes à 42°C après incubation dans la glace. Après refroidissement, du milieu

nutritif LB est ajouté afin que les bactéries se remettent du choc.

— Les bactéries ainsi transformées sont ensuite étalées sur du LB agar solide avec

antibiotique, afin d’être isolées.

Une fois cette préparation terminée et fonctionnelle, les colonies de bactéries s’étant

développées, on procède à la partie production de la protéine. Les bactéries ont intégré le

plasmide et vont maintenant se diviser et exprimer la protéine correspondant au plasmide.

— Préculture : Les bactéries sont incubées à 37 °C toute la nuit dans des petits volumes

de LB (10 mL par litre de culture).

— Culture : Chaque tube de 10 ml de préculture est incubé dans 1 litre de LB à 37°C,

jusqu’à atteindre la fin de la phase exponentielle de croissance.

— Induction : À 16°C, et seulement après injection de 1 mM d’IPTG, les bactéries

commencent exprimer les protéines d’intérêts, ce qui durera toute la nuit.

— Ces solutions de bactéries sont ensuite centrifugées, et le culot, contenant les

bactéries et les protéines exprimées est ensuite congelé à -80°C. Il conservé jusqu’à

l’étape suivante de leur purification.

Purifier la formine Suite à la production de la formine, il faut la purifier, c’est-à-dire

l’isoler de toutes autres protéines présentes dans les bactéries. Pour cela, on utilise des



108 Étudier l’activité processive de la formine

méthodes de chromatographie en phase liquide : FPLC (Chromatographie Liquide et

Rapide de Protéine), à l’aide de quelques colonnes d’affinités pour lier les protéines

d’intérêt.

— Les culots sont décongelés, puis les bactéries sont resuspendues dans du tampon

de lyse hypertonique (voir annexe) pour participer aux chocs osmotiques favorisant

la lyse ou l’éclatement des cellules. Cela libère, notamment, les protéines d’intérêt

à purifier.

— Les formines passent ensuite dans une colonne Histrap. Au sein de celle-ci, une ma-

trice (gel d’agarose chargé en Nickel) possède une forte affinité pour les étiquettes

poly-histidines et permet de lier spécifiquement les formines.

— Un gel SDS PAGE permet ensuite de vérifier le niveau de pureté/isolation de la

protéine

— Une colonne de filtration par exclusion de taille ("gel filtration column"), permet

ensuite d’optimiser cette pureté (voir annexe). Sa matrice en gel est composée de

pores dont la distribution de tailles est aléatoire. Suivant la taille de la protéine, le

chemin à parcourir sera d’autant plus long que la protéine est petite, ayant à passer

dans plus de pores. La formine, étant une grosse protéine, sort relativement tôt lors

de la filtration.

La conservation de la formine

La formine est une protéine fragile. L’activité de nucléation d’une population de

formines, décroît drastiquement, environ de moitié, après un seul cycle de congélation et

de décongélation à -80°C [188]. Li & Higgs arrivent à cette conclusion en présence ou non

de 50 % de glycérol. Durant nos purifications de formines, nous utilisons des tampons

avec 10 % de glycérol. Nous n’avons pas établi de quantifications précises de l’impact

de la congélation sur son activité. Cependant après décongélation, la formine ne peut

se conserver que plusieurs heures sur glace : à la fin d’une journée d’expérience ou son

lendemain, on constate en effet une perte d’activité. Ces quelques heures diffèrent des

plusieurs semaines de conservation sans changement d’activités notable de la protéine

à 4°C déjà reportées [188]. Cette différence est cohérente avec une dégradation de nos

formines suite à une décongélation.
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4.3.2 Deux configurations expérimentales pour l’étude de

la formine

Dans les résultats que nous verrons dans les chapitres qui suivent, nous nous concen-

trerons essentiellement sur la processivité de la formine. Cette capacité est mesurée par

son temps de résidence au bout barbé, qui se termine par un détachement de la formine.

Comme nous allons le détailler, deux méthodes de mesure de ce temps découlent des

deux techniques d’étude de la formine, en configuration ancrée ou libre. En configuration

ancrée, on mesure le temps entre la nucléation du filament et son départ de la surface.

En configuration libre, on mesure le temps entre l’association et la dissociation de la

formine par l’intermédiaire du changement de vitesse d’élongation. Dans chacun des cas,

on obtient alors une distribution de temps de détachement, menant après analyse à un

taux de détachement, k1. C’est ce k1 que l’on veut connaître dans diverses conditions, qui

nous renseigne sur la processivité , comme nous le verrons dans la partie résultats.

Mesure sans forces : les formines au bout barbé libre

Cette configuration utilise des filaments ancrés à la surface via des amorces d’actine-

spectrine, ancrées non-spécifiquement à la surface de la chambre, passivée dans un

second temps par de la BSA. Les formines interagissant avec des bouts barbés libres ne

ressentent aucune force, et allongent le filament en se déplaçant avec le bout barbé dans

le sens du flux (voir figure 4.12.C).

Cette configuration expérimentale avec le bout barbé libre est utilisée pour l’étude

biochimique de la formine, telle que l’influence du sel ou de la concentration en actine par

exemple (voir chapitre 5 et 6). L’alignement des filaments pendant l’expérience facilite le

suivi de la dynamique de leurs bouts libres. Les images, montrant l’historique du filament

à intervalle régulier, sont mises côte à côte au sein d’un kymographe. Celui-ci témoigne

de sa dynamique (voir figure 4.12). Nous avons vu qu’en présence d’actine-profiline, la

formine modifie la vitesse de polymérisation du bout barbé. On peut alors, simplement en

étudiant le changement de vitesse de polymérisation, observer l’association de la formine

avec le bout barbé, ainsi que sa dissociation.

Mesures avec forces : les formines ancrées

Dans les expériences avec formines ancrées, le mélange de PLL-g-PEG et de PLL-g-

PEG-biotine est principalement utilisé comme passivation. Après incubation et rinçage,

une solution de streptavidine est ajoutée (10 µg .ml−1), pour saturer les biotines dispo-
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FIGURE 4.12 Effet de la formine sur un bout barbé libre, avec une solution d’actine mar-
quée à 12 % (1 µM), de profiline (6 µM) et de KCl (100 mM), dans du tampon F. A : Les
amorces ancrées à la surface sont exposées soit à une solution d’actine-profiline (A-P,
en vert), soit brièvement à une solution ne contenant que de la formine (en rouge). B :
Dans un premier temps, la solution d’actine-profiline allonge le bout barbé nu. On vérifie
ensuite que l’injection de formine a bien permis une association de la protéine (flèche
"on") au bout barbé, en notant l’accélération (puisque les conditions amènent ici à une
accélération) de la polymérisation suite à une nouvelle exposition à l’actine-profiline.
Cette accélération est caractérisée par un changement de pente sur le kymographe. Le
détachement de la formine (flèche "off") permet au bout barbé de reprendre sa polyméri-
sation normale. C : schéma du filament vue de côté, en présence de la formine au bout
barbé.

nibles. Les formines peuvent alors être ancrées par leurs étiquettes poly-histidines et via

un anticorps anti-his biotinylé (injecté à environ 5 µg .ml−1), ou par une étiquette SNAP,

préalablement biotinylée via l’utilisation d’un marqueur "SNAP-biotin" (Biolabs) (voir

figure 4.13).

Les multiples avantages de l’ancrage des formines Lorsque les formines sont ancrées

(voir figure 4.13), la friction du fluide sur les filaments qu’elles allongent exerce une tension

sur la protéine. C’est comme cela que l’on peut étudier l’effet de la force sur l’activité de

la formine [102], que nous développerons dans le chapitre 6. On peut également étudier

leurs comportements avec de l’actine non marquée. En effet, en nucléant avec de l’actine

marquée à 20% puis allongeant avec de l’actine non marquée ensuite, on peut créer

un filament "hybride". La phase de nucléation nous permet de localiser le bout barbé

précisément, soit l’emplacement de la formine. Puis ensuite, ce segment peut être suivi
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FIGURE 4.13 La passivation au PLL-g-PEG/PLL-g-PEG-biotine, permet, via la streptavi-
dine, un ancrage spécifique des formines, par leur domaine FH2 ou FH1. A : L’ancrage
par le FH2 se fait via l’utilisation d’anticorps biotinylés anti-histidine (en violet), ancrés
par une streptavidine, et qui interagissent avec l’étiquette spécifique poly-histidine. B :
L’ancrage par le FH1 se fait via l’étiquette SNAP. Une fois biotinylée, elle peut s’ancrer
spécifiquement à la streptavidine à la surface.

simplement, comme "poussé" de plus en plus loin par la polymérisation de l’actine non

marquée (voir figure 4.14.B).

Nous considérons que le temps de résidence au bout barbé de la formine ancré

correspond au temps entre le début de l’élongation avec l’actine non marquée, suivant la

nucléation, et la disparition du filament.

Regarder l’activité de la formine avec de l’actine non marquée évite des artefacts dus

à l’utilisation de monomères marqués, déjà mentionnés précédemment. Nous pouvons

utiliser un microscope à épi-fluorescence pour pouvoir suivre les segments fluorescents

puisqu’il n’y pas de monomères fluorescents en solution. Cette configuration ancrée est

également plus physiologique : en plus de la présence d’actine non marquée dans la cellule,

la formine est activée lorsqu’elle se lie et s’ancre en interagissant, via sa terminaison N,

avec des protéines membranaires (voir figure 3.8).

De plus, Il existe certaines gammes de concentrations d’actine-profiline pour les-

quelles les vitesses de polymérisation du bout barbé libre ou en présence de formine

sont trop proches pour être distinguées. Ces conditions rendent difficile la détection de

la formine dans une configuration en bout barbé libre, basée justement sur ces change-
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ments de vitesse, comme expliqué précédemment. Un ancrage à la surface et un suivi du

segment fluorescent (voir figure 4.14.B), permet l’étude de la formine au bout barbé dans

de telles conditions biochimiques.

Les limites de l’ancrage des formines En revanche, le filament subit la friction vis-

queuse dans tous les cas. Ainsi même à très faible flux, la formine sera soumise à une

force, même si très faible, ce qui n’est pas le cas de la situation en bout barbé libre. Aussi,

l’ancrage en soi, par le domaine FH1 ou FH2, peut potentiellement modifier l’activité de la

formine en comparaison avec le cas où la formine dans son entier est libre au bout barbé.

Il faut donc s’assurer qu’aucun artefact ne soit créé par cette situation. Par exemple, l’effet

de la force sur la vitesse d’élongation d’une construction de la formine mDia1 similaire à

celle que j’ai utilisée dans les expériences [102], est indépendant du choix de l’ancrage

(par ses domaines FH1 ou FH2).

Les deux méthodes (bout barbé libre ou ancré) seront donc utiles pour nos études

biochimiques et mécaniques de l’activité de la formine.

FIGURE 4.14 Élongation d’un filament "hybride" à partir de formine ancrée. A : La for-
mine est ancrée par le domaine FH1 et son étiquette SNAP biotinylée. On suppose que
cet ancrage se fait par une seule biotine. On expose la formine à de l’actine marquée
fluorescente. Cela crée le segment fluorescent. Puis on expose le filament à de l’actine non
marquée. Haut : Images d’expériences. Bas : Schémas correspondants. B : Kymographe
montrant l’élongation du filament. Après nucléation du filament avec l’actine marquée, le
segment fluorescent s’écarte de la formine au fur et à mesure de l’élongation avec l’actine
non marquée.
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4.3.3 Des événements singuliers au taux global : l’analyse

des données expérimentales

Fonction de répartition

Lorsque que l’on étudie l’activité d’une protéine ayant une action précise au bout

barbé (i.e. changement d’élongation pour la formine ou arrêt de l’élongation pour la

protéine de coiffe), on veut déduire un taux, définissant, par exemple, la cinétique de

passage d’un état initial à un état final. Ce passage est l’événement d’intérêt. Par exemple

on peut se retrouver à étudier la cinétique de passage de l’état d’un bout barbé libre à

celui d’un bout barbé occupé par cette protéine (étude de l’association de la protéine) ou

vice-versa (étude de la dissociation de la protéine). Il nous faut ensuite tracer la fraction,

dite de survie, de filaments toujours à l’état initial au cours du temps, notée S(t ).

Par exemple, dans toutes les expériences d’études de processivité, nous mesurons des

temps de résidence de la formine. L’état initial est un bout barbé lié à la formine, l’état

final est le détachement de la formine. Pour cela, nous sélectionnons des filaments au

hasard, et nous traçons un kymographe, dans le but de détecter la période de changement

de leurs vitesses pour le cas libre (voir figure 4.15.A), ou de leurs présences pour le cas

ancré (voir figure 4.15.B). Les temps de début et de fin de présence de la formine sont

répertoriés pour chacune des formines, en prenant en compte les événements, dits de

censure, que nous verrons ci-dessous. Puis le décompte d’événements de détachement

par intervalle de temps est effectué (voir figure 4.15.C). Enfin on trace ce décompte en

fonction du temps, dans une fonction de répartition N (t), ou sa version normalisée, la

fraction de survie, S(t ) (voir figure 4.15.D).

Modélisation simple : mono-exponentielle Dans le cas de la configuration en bout

barbé libre, seules l’association puis la dissociation de la formine sont observées. Le temps

d’association ("temps on") est ensuite pris comme temps initial commun de la liaison

de la formine au bout barbé et ce pour toutes les formines. Ainsi, seul variera le temps

de détachement, soit un seul événement. Le nombre de formines attachées au cours du

temps décroit avec le temps, comme suit :

d N (t )

d t
=−N (t )×kobs (4.2)

où kobs est le taux de dissociation ou détachement observé des formines. La fonction de

répartition S(t ) correspondante à l’évolution de N (t ) est une fonction mono-exponentielle
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FIGURE 4.15 Tracer une fonction de répartition S(t ). A : kymographe d’un cas à bout libre
(voir figure 4.12), avec association (ON) et dissociation (OFF) de la formine. B : kymographe
dans le cas formine ancrée, avec le début de la phase d’élongation à partir d’actine non
marquée par la formine (ON) et la dissociation du filament (OFF). La différence entre le
début (tON ) et la fin de l’activité de la formine (tOF F ) donne le temps de résidence de la
formine au bout barbé. C : On décompte le nombre de formines, N (t ), s’étant dissociées à
différents intervalles de temps, par rapport au début de leur activité. Enfin, on trace ce
décompte, la fraction de survie, normalisée, en fonction du temps, i.e. S(t ). Ici, les données
brutes sont représentées par des points. D : Dans le cas où bout barbé libre, la formine ne
ressent aucune force (1 µM d’actine, 4 µM de profiline et 100 mM KCl). La modélisation
est représentée par la courbe pleine, ici une fonction mono-exponentielle décroissante.
E : Dans le cas formine ancrée, la force n’est pas constante (ici, 1 µM d’actine, 4 µM de
profiline et 50 mM KCl, menant à un taux d’augmentation de la force de 2.5.10−2pN .sec−1).
On se retrouve avec une courbe à l’aspect sigmoïde, modélisée ici par une fonction
sigmoïde (courbe pleine).
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décroissante de la forme e−kobs×t , ce qui nous donnera directement le taux kobs (voir

figure 4.15.D).

Modélisation sigmoïde Dans le cas d’une configuration ancrée, nous avons vu qu’une

force de friction visqueuse s’exerce sur les formines par l’intermédiaire des filaments,

et que cette force est proportionnelle à leurs longueurs. Si ces longueurs varient peu au

cours de l’expérience (faible processivité ou faibles vitesses de polymérisation), alors

l’expérience consiste à regarder le détachement des filaments à force constante. Ce sont

des événements simples, donc la distribution cumulative peut également être modélisée

par une mono-exponentielle.

Dans le cas où le filament s’allonge significativement pendant la durée de l’expérience,

la force varie également au cours du temps, ce qui est à prendre en compte. La force est

proportionnelle à la longueur de filament, et on peut écrire

F =α× (L0 +V × t ) (4.3)

où l’on a :

— α, une constante prenant en compte la vitesse de flux, que l’on considère constante

pour une expérience donnée, le coefficient de friction déterminé précédemment [102].

— L0 , la longueur initiale.

— V , la vitesse d’élongation des filaments, que l’on considère également constante

au cours de l’expérience.

Une hypothèse importante est que le taux observé kobs dépend de la force, notée F.

Cette dépendance ne nous est pas quantitativement connue. Il faut la modéliser. Plu-

sieurs modèles existent, dont le modèle simplifié de Georges Bell [251], qui suppose une

augmentation exponentielle du taux avec la force :

kobs(F ) = k0 ×e
∆xF
kB T (4.4)

où l’on a :

— k0, le taux de détachement de la formine à force nulle.

— ∆x , une distance définie empiriquement.

— F étant la force et kbT relatant la contribution énergétique des fluctuations ther-

mique, avec kb , la constante de Boltzmann et T , représentant la température en

Kelvin.

Ici, si F est une constante, kobs est donc une constante vis-à-vis du temps, et l’on

retrouve bien, comme mentionné précédemment, N (t) sous la forme d’une fonction
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exponentielle simple. En prenant en compte la variation temporelle de la force (Equa-

tion 4.3), on se retrouve alors avec

kobs(F ) = k0 ×e
∆xF
kB T = k0 ×e

∆x
kB T ×α(L0+V t ) = k0e

∆xαL0
kB T ∗e

∆xαV
kB T t ⇒ k ′

0e
∆xαV
kB T t

(4.5)

où k ′
0 = k0e

∆xαL0
kB T , c’est-à-dire le détachement à la force initiale

On peut maintenant utiliser cette nouvelle expression dans l’ Equation 4.2 :

d N (t )

d t
+N (t )k ′

0e
∆xαV
kB T t = 0 (4.6)

Pour résoudre cette équation, on suppose la forme de la distribution cumulée comme

suit, en :

N (t ) = N (t = 0)e f (t ) (4.7)

Qui dérivée, donne :

d N (t )

d t
= N (t = 0)∗e f (t ) ∗ d f (t )

d t
(4.8)

et selon l’ Equation 4.6, en utilisant l’expression de N (t) de l’ Equation 4.7, on peut

donc identifier la fonction f (t ) :

N (t = 0)×e f (t ) × d f (t )

d t
+N (t = 0)×e f (t ) ×k ′

0e
∆xαV
kB T t = 0 ⇒ f (t ) =−k ′

0kB T

∆xαV
e
∆xαV
kB T t

(4.9)

On a donc :

N (t ) = N (t = 0)e− k′0kB T

∆xαV e
∆xαV
kB T t

(4.10)

À t=0, N (t ) correspond au nombre initial, N0, de formine :

N0 = N (t = 0)e− k′0kB T

∆xαV ⇒ N (t = 0) = N0e
k′0kB T

∆xαV (4.11)

Ainsi, N (t ) est la fonction suivante :

N (t ) = N0e
k′0kB T

∆xαV (1−e
∆xαV
kB T t

) (4.12)

Dans les faits, nous ne traçons jamais la fonction N (t ), mais plutôt
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x(t ) = N0 −N (t )

N0
= 1−e

k′0kB T

∆xαV (1−e
∆xαV
kB T t

) (4.13)

Cette équation correspond à une courbe sigmoïde (voir figure 4.15.E). Elle peut mo-

déliser un jeu de données, nous donnant directement la variation des paramètres laissés

libres, ∆x et k ′
0, dont on pourra déterminer la variation, en fonction de la force moyenne

mesurée pendant l’expérience. On pourra alors quantifier l’impact de la force sur le para-

mètre relatif au détachement k ′
0. L’estimation de ce paramètre libre est donc basé sur le

modèle de départ, décrivant comment kobs varie avec la force.

En pratique, dans le cas où la force varie au cours de l’expérience, une possibilité est de

découper/séparer l’expérience en plusieurs expériences de courtes durées. Par exemple,

au lieu d’avoir un long film de 100 secondes, on peut le diviser en 10 films de 10 secondes,

qui se suivent chacun à la suite des autres. Il faut choisir cet intervalle de découpe du

film original de telle sorte que l’on puisse considérer, dans chacun de ces nouveaux films,

les longueurs des filaments comme constantes. Cela nous donne donc au final plusieurs

expériences à forces constantes, dont on peut facilement obtenir le taux de détachement

kobs , comme expliqué plus haut. Cette technique a l’avantage de ne pas se baser sur un

modèle défini préalablement.

En revanche, cette séparation en plusieurs expériences est avantageuse seulement

si le nombre de filaments est suffisamment important, puisqu’autrement chacune des

variations des taux kobs(t ) ou kobs(F ) sont estimés avec une erreur trop importante. C’est

une histoire ensuite de juste milieu et l’on peut se fier tout de même à la modélisation

sigmoïde en cas de faible quantité de filaments.

Trier les données : prise en compte des événements de censure

Événements d’intérêt et événements de censure Pour tracer la fonction de répartition

S(t ), il faut que l’on puisse déterminer les états dans lesquels sont chaque bouts barbés

sélectionnés, pendant tout l’intervalle de temps où l’on choisit de tracer S(t ).

Dans le cas de l’analyse de présence des formines, mise à part l’arrachage de la formine

ou sa détérioration, précédemment décrits, des événements artefactuels peuvent venir

gêner l’activité des formines ainsi que l’analyse des données en nous empêchant de

connaître l’état des bouts barbés. Ces événements sont traités comme des événements de

censure. L’instant où arrive un tel événement est dénommé temps de censure, tcensur e .

Ces événements sont aléatoires et supposés indépendant des événements d’intérêt.

Ils arrivent avant ou après l’événement d’intérêt ou observé (telle que la dissociation de

la formine), dont le temps associé est tobs (pour le cas de la formine, tobs = tOF F ). Même
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si l’événement de censure arrive avant l’événement observé, le fait que ce dernier ne se

soit pas encore passé avant le temps de censure est une information sur l’activité de la

formine. C’est pourquoi il faut en tenir compte.

On note plusieurs type d’événements :

— Par exemple, la fragmentation correspond à la coupure du filament, généralement

due à la stimulation lumineuse. En configuration bout barbé libre, on perd donc

l’information sur l’état du bout barbé.

— Aussi, lorsqu’un filament est trop long ou trop près du bord, il se peut que son bout

barbé sorte du champ de vision au cours de l’expérience, menant également à une

perte d’information.

Méthode d’analyse En pratique, on note, pour chaque filament, le temps d’événement

recherché et de censure. Pour tracer la fonction S(t ) entre t=0 et Tmax , on ne garde que les

filaments tels que :

tcensur e > Tmax

Le choix de Tmax est un compromis, qui va dépendre de la quantité de données à disposi-

tion. En effet, faire le choix d’un grand Tmax permet de tracer S(t ) sur un intervalle plus

long, mais nous demande d’exclure plus de filaments, tous ceux dont le temps de censure

est inférieur à Tmax (tcensur e < Tmax).

Autres artefacts discriminatoires D’autres artefacts ne nécessitent pas d’analyses pour

un rejet du filament ou de l’expérience dans son entier. On peut parfois observer de

multiples pauses d’un bout barbé pendant son élongation par la formine. Si ces pauses

sont trop longues et trop importantes, les filaments ne sont tout simplement pas pris en

compte, puisqu’il y a alors sûrement une trop grosse interaction avec la surface, biaisant

le comportement du filament. De plus, il arrive que des filaments, parfois jusqu’à toute

une population, aient une vitesse d’élongation faible par rapport à celle attendue à une

certaine concentration d’actine, profiline, et de sel. Cette faible vitesse peut être due

à une détérioration de la solution mère d’actine. Un mauvais calcul ou une mauvaise

manipulation peut mener à une erreur de volume de solution injectée, ce qui changera la

concentration et donc la vitesse d’élongation. L’origine de ces variations n’est pas tout le

temps comprise, et les filaments ou expériences soumises à ces variations sont exclus des

données prises en compte dans l’analyse finale.
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4.3.4 Contrôler l’ancrage

Disparition du segment fluorescent

Lorsqu’une formine relâche un filament dans une configuration en formine ancrée,

alors celui-ci se fait emporter avec le flux. Ce détachement est spécifiquement étudié dans

les expériences décrites dans les résultats (voir chapitre 5 et 6).

Le problème est que cette disparition du segment fluorescent peut également traduire

d’autres événements artefactuels : l’arrachage du complexe formine-filament de la surface,

provoqué par une rupture du lien formine-surface (voir figure 4.16.B). Dans ce cas, il n’y

pas plus de nucléation possible à cet endroit.

Estimer le taux de détachement k1, par la "renucléation"

Expérience de "renucléation" On cherche maintenant à mesurer le nombre de for-

mines actives durant nos expériences, ainsi que le taux de dissociation de la formine (noté

k1) et celui des événements d’arrachement des formines de la surface (noté k2).

A la fin d’une expérience, il reste une certaine fraction R = k1
k1+k2

de formines en-

core actives, par rapport au début de l’expérience. Ce ratio traduit la compétition entre

l’événement de détachement du filament et l’arrachage de la formine.

Pour sonder la proportion de formines observées encore actives (R), il faut procéder

à une expérience "de renucléation", après chaque expérience de détachement, comme

suit. La chambre est exposée séquentiellement à des conditions de nucléation (tampon de

polymérisation, KCl à 25 mM, 2 µM d’actine marquée à 20 % et 0.4 µM profiline) et à des

conditions d’élongation (tampon de polymérisation, KCl à 100 mM, 1 µM d’actine non

marquée et 4 µM profiline). Chaque séquence dure 15 secondes et les images sont prises

toutes les 30 secondes, dans les conditions sans monomères marqués. Des filaments

"rayées" nous indiquent la position des bouts barbés (figure 4.16). En traçant le nombre de

filaments apparaissant au cours du temps, on peut en déduire le taux de nucléation de la

formine, qui est une propriété intrinsèque à la protéine et qui dépend des concentrations

en sel, actine et profiline. Typiquement, le temps de demi-vie associé à cette nucléation

est de l’ordre de la minute.

A chaque expérience de mesure de processivité, on enregistre l’emplacement de

formines assemblant un filament. Elles sont au début au nombre de N0. Puis, au cours de

l’expérience de renucléation (≈ 30 minutes), on vérifie aux différentes localisations quelles

formines sont encore présentes et capables d’assembler à nouveau des filaments. Le cas

échéant, cela nous indique que précédemment elles ont participé aux événements de
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FIGURE 4.16 Expérience de renucléation. A : Champ de vision montrant les filaments
"rayés", pris en microscopie à épi-fluorescence. B : Suivi de la renucléation d’une formine.
Une première nucléation de 15 secondes (tampon F, KCl (25 mM), actine (marquée à 20%
et 2 µM) et profiline (0.4 µM)) permet de localiser l’emplacement d’une formine active,
capable de nucléer. Puis suit l’élongation de 15 secondes avec de l’actine non marquée
(tampon F, KCl (100 mM), actine (1 µM) et profiline (4 µM)), pendant laquelle l’image du
filament est prise. Un tel cycle de 30 secondes rajoute un segment fluorescent puis non
marqué, et ainsi de suite (ne sont représenté ici que 3 cycles). La disparition du segment
correspond à deux cas possibles : le détachement du filament depuis la formine (k1) ; ou
l’arrachage du complexe formine-filament (k2).

détachement plutôt qu’aux artefacts (voir figure 4.16). Sinon, on suppose que les formines

ont été arrachées de la surface. Le nombre de formines encore actives déterminé avec

cette expérience correspond à N0 ×R. On peut donc en déduire R.

Le taux de détachement (noté kobs) des filaments pendant l’expérience est également

mesuré. Il correspond à la somme des deux autres taux recherchés : kobs = k1 +k2.

Estimation du taux k1 de dissociation de la formine Une fois que l’on obtient les va-

leurs du ratio R (R = k1
k1+k2

) et de kobs (kobs = k1 +k2), cela pourrait nous donner directe-

ment les valeurs de k1 et de k2.

Cependant, un autre problème entre en jeu. Au cours du temps nous nous sommes

rendu compte que les formines pouvaient potentiellement se détériorer, comme nous le

verrons ci-après. Entre le début et la fin d’une expérience de renucléation, les formines,
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sans être arrachées peuvent tout de même ne plus être capable d’assembler des filaments.

Nous faisons alors une erreur d’estimation du ratio R, puisque en réalité :

R ≤ k1

k1 +k2
≤ 1. (4.14)

Pour résumer, le mieux que l’on puisse faire est d’estimer au mieux les barres d’erreurs

des deux taux estimés en configurations ancrées. Elles nous donnent en définitive, une

surestimation et sous-estimation du taux recherché, k1 :

kobs ×R < kobs × k1

k1 +k2
< kobs ⇒ kobs ×R < k1 < kobs

— Sur-estimation : On considère que la disparition des filaments ne correspond qu’à

l’événement spécifiquement étudié, c’est-à-dire que les filaments se détachent de

leurs formines. Dans ce cas idéal, le taux k2 est nul (kobs = k1), et chaque formine

est capable d’assembler à nouveau un filament après détachement, la fraction de

renucléation étant alors de 100 %.

— Sous-estimation : Suite à la détérioration de formine, elle n’est plus capable d’as-

sembler un filament. L’expérience de renucléation ne nous permet pas de caracté-

riser cette détérioration. Cette perte d’événement de détachements réduit le taux

estimé k1 au produit kobs ×R, alors qu’en réalité, il est probablement un peu plus

grand.

Détérioration par le sel de la formine Concernant cette détérioration temporelle, si

l’expérience de renucléation ne nous permet pas de la caractériser, j’ai tenté d’observer

l’effet du sel sur les formines, encore mal compris. L’action du sel sur la formine pourrait

notamment dépendre du temps d’exposition car au cours de l’expérience, la population

de formines actives décroit.

J’ai démarré une expérience de renucléation (voir figure 4.16), dans toute une chambre

microfluidique. Toute la chambre a donc vu les mêmes conditions. Ultérieurement à cette

expérience j’ai exposé, pendant 30 min, une partie de la chambre à du tampon avec 25

mM de KCl (voir figure 4.17.A), tandis qu’une autre partie était exposée à du tampon à

200 mM KCl (voir figure 4.17. B). Suite à cette exposition, je redémarre une expérience de

renucléation. Pendant les premiers instants de l’expérience, la région ayant été exposée

à 25 mM de KCl possède encore une petite vingtaine de formines capables de nucléer

puis d’allonger des filaments. Dans la région qui a été exposé à 200 mM de KCl, seules 3

formines peuvent assembler un filament (voir figure 4.17). Cela suggère qu’une certaine

détérioration existe lors d’une exposition de formine à du tampon fortement concentré
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en KCl. Il semble qu’une forte concentration en sel détériore plus rapidement la formine

qu’une concentration faible.

C’est remarquable d’observer que cette détérioration arrive pour la formine seule,

n’ayant pas polymérisé de filament, et donc ne ressentant pas de contrainte mécanique.

Ces résultats sont préliminaires, mais nous indiquent déjà que la concentration en sel

doit être réduite pour préserver au maximum l’activité des formines. À 25 mM de KCl,

cependant, la processivité de la formine est très importante en configuration bout barbé

libre (voir chapitre 6). Ainsi, les formines ne se détachent que très rarement et allongent des

filaments trop longs qui finissent par sortir du champ d’observation. Dans les expériences

présentées dans les chapitres 5 et 6, les concentrations en sel varient entre 50 et 100

mM KCl, sauf si le contraire est indiqué. Inférieures à 200 mM, ces concentrations en sel

devraient moins détériorer nos formines à la surface.

FIGURE 4.17 Une haute concentration de sel semble accélérer la détérioration de for-
mines ancrées. A : Deux régions sont exposées, pendant une expérience de "renucléation",
aux mêmes conditions alternativement de nucléation et d’élongation. Les filaments que
l’on voit sont assemblés par des formines à la surface. Dans les deux régions, la densité
de filaments est semblable. B : Après une exposition à du tampon F avec du sel KCl à une
concentration de 25 mM KCl pour la région de gauche, et 200 mM KCl pour la région de
droite, une expérience de renucléation est de nouveau exécutée. Sont montrées l’image
de chaque région 3 minutes après le début de l’expérience.
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4.3.5 Autres méthodes

La majorité des méthodes décrites précédemment concernent celles que j’ai utilisées

moi-même au cours des expériences, sauf si le contraire est indiqué. Je résume maintenant

trois méthodes, que je n’ai pas utilisées moi-même, dans les paragraphes suivants, utilisées

pour obtenir certains résultats du chapitre 6.

Expérience à filaments rayés

L’étude du temps de résidence de la formine repose sur l’observation du changement

de vitesse d’élongation du bout barbé en présence d’actine marquée (pour observer le

filament) et de profiline (pour observer une différence dans l’élongation du bout barbé,

avec ou sans la formine). Il est tout de même possible d’étudier la dissociation de formines

en présence de monomères d’actine non marqués, ou en absence de profiline.

Partant d’une population de bouts barbés libres (non ancrés) et liés à une formine, les

conditions, dans la chambre microfluidique, sont alternées entre une solution d’actine

non marquée, avec ou sans profiline, et une autre d’actine marquée avec un excès de

profiline. Les bouts barbés et la formine sont exposés à l’actine non marquée pendant

un temps ∆t1. Puis ils sont exposés à de l’actine marquée pendant un temps ∆t2. L’excès

de profiline mène à une importante vitesse d’élongation du bout barbé en présence de

formine, ou faible en son absence. Cela permet de détecter la présence de formine aux

bouts barbés au cours de l’expérience. On cherche à mesurer k1 et v1 correspondant au

taux de dissociation et à la vitesse d’élongation en présence de formines, en conditions

non marquées. Pour les conditions d’actine marquée utilisées, la vitesse d’élongation, v2,

et le taux de détachement, k2, de la formine au bout barbé sont déterminés séparément.

En traçant la population de formines présentes aux bouts barbés au cours du temps, on

remonte au taux de dissociation global, K , prenant en compte les deux conditions (i.e.

actine marquée et non marquée). La vitesse globale des filaments peut également être

mesurée (V ), considérant également les deux conditions. On a alors :

V = ∆t1.v1 +∆t2.v2

∆t1+∆t2
& K = ∆t1.k1 +∆t2.k2

∆t1+∆t2
(4.15)

On peut alors déduire k1 et v1 de ces relations.

Il faut noter que nous n’avons pas réussi à utiliser une construction de formine mar-

quée, comme c’était le cas dans le chapitre précédent (chapitre 5 et figure 5.3). Le taux de

marquage trop faible, ou encore la présence de fluorophores libres se collant à la surface

réduisent beaucoup la qualité d’observation des filaments. Ainsi, nous n’avons jamais
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observé une formine marquée au bout barbé d’un filament. Le suivi direct d’une telle

construction au bout barbé aurait permis très simplement d’obtenir le temps de résidence

de la formine dans diverses conditions.

Ajustement local d’une sigmoïde

Lorsque nous sommes dans une configuration en formine ancrée, comme nous l’avons

vu, la force qui s’exerce sur la formine allongeant un filament n’est pas constante. Le

détachement de la formine étudié dans ce cas-là varie également au cours du temps, on

ne peut plus considérer kobs comme une constante, mais comme une fonction variant

au cours du temps, que l’on notera alors kobs(t ). Dans le but de connaître l’évolution de

kobs(t ) de façon précise, autrement que par les méthodes décrites au chapitre 4, on peut

se baser directement sur la fonction N (t ). Cette fonction décrit l’évolution du nombre de

formines liées à un bout barbé au cours du temps :

d N (t )

d t
=−N (t )×kobs(t ) (4.16)

De cette équation, on peut déduire simplement que :

kobs(t ) =−
d N (t )

d t

N (t )
(4.17)

Cette dernière équation nous indique que l’on peut directement obtenir l’information

de l’évolution de kobs(t ) à partir de l’ajustement local par une droite de la fonction N (t ).

En pratique, il faut donc sélectionner une fenêtre de temps courte (∆t ), correspondant à

plusieurs points, sur laquelle on va ajuster une droite. La pente de cette droite est divisée

par la moyenne de la fonction N (t) sur ∆t , pour obtenir kobs . De plus, pouvant suivre

la longueur des filaments tout au long de l’expérience, on peut directement connaître

l’évolution de la force au cours du temps (la force est proportionnelle à la longueur).

Connaissant l’évolution temporelle de kobs(t ) et de la force, on peut tracer kobs(F ), tradui-

sant l’influence de la force sur le détachement.

Détermination de l’erreur d’un taux de constante cinétique à partir d’une

fonction de répartition

Cette méthode a été réalisée par Hugo Wioland, afin d’estimer l’erreur statistique faite

sur l’estimation du taux de dissociation lors de l’ajustement de la fonction de répartition

par une exponentielle. On simule N expériences, où à chaque fois n filaments perdent
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aléatoirement leur formine avec un taux k0, qui peut notamment représenter un taux

obtenu expérimentalement. A chaque expérience correspond une fonction de répartition.

Ces N fonctions de répartition sont associées à N constantes k différentes, issues de

leur ajustement par une fonction mono-exponentielle (1− exp−kt ). Les valeurs de ces

constantes k sont dispersées autour d’une valeur moyenne k0. La dispersion de ces valeurs

reflète l’erreur statistique commise à chaque expérience. On détermine ainsi qu’une

expérience avec n=40 filaments estime k0 avec une confiance de 80%, dans des barres

d’erreurs de ± 22%. Pour n = 30 filaments, les barres seront de ± 25%. Les barres d’erreurs

résultant de cette méthode seront rappelées par : "erreurs estimées par simulation".





Troisième partie

Résultats





Chapitre 5
La formine et la protéine de coiffe

interagissent simultanément avec le bout

barbé au sein d’un complexe ternaire

transitoire

5.1 Introduction

Ce travail a été fait au début de ma thèse, en fin d’année 2014, début 2015. C’était une

collaboration avec l’équipe de Marie-France Carlier (au LEBS, laboratoire d’enzymologie

et de biologie structurale), à Gif-sur-Yvette. L’article correspondant est inséré dans la thèse,

à la fin du chapitre.

5.1.1 État de l’art

Le bout barbé du filament d’actine, en plus d’être intrinsèquement dynamique, est

un lieu d’interactions pour de nombreuses protéines. Ces dernières peuvent également

interagir entre elles lorsqu’elles sont liées au filament. Étudier les compétitions et coopé-

rations résultant de ces interactions nous aide à comprendre les mécanismes régulant

l’allongement du bout barbé, primordiaux pour de nombreux processus biologiques,

tels que ceux impliqués dans la migration cellulaire. Nous nous concentrerons ici sur

l’interaction entre le bout barbé, et deux protéines : la formine mDia1 et la protéine de

coiffe CapZ.
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D’un côté la formine assemble et allonge les filaments de manière processive. De

l’autre, la protéine de coiffe empêche la polymérisation autant que la dépolymérisation

du bout barbé.

Premières observations : La formine protège le bout barbé de l’effet de

la protéine de coiffe

Les premières expériences cherchant à identifier l’interaction possible entre ces deux

protéines antagonistes amènent à penser à une compétition exclusive entre ces deux

protéines.

Zigmond et collaborateurs ont observé directement, en filaments uniques, l’action

de la formine de levure Bni1p sur le bout barbé. Elle ralentit le taux d’élongation ou de

dépolymérisation du bout barbé d’environ 50%. Après l’addition de protéines de coiffe

dans la solution contenant les filaments dont les bouts barbés sont liés aux formines, les

taux d’élongation sont toujours positifs. Ce résultat les amène à conclure que la formine

empêche la protéine de coiffe de se lier au bout barbé [252].

D’autres études, étudiant l’actine en solution marquée au pyrène, ont également

conclu à une exclusion mutuelle entre la formine et la protéine de coiffe, la formine

protégeant le bout barbé d’une liaison avec la protéine de coiffe, où la première protéine

liée au bout barbé empêche l’arrivée de l’autre [253, 254].

Autres observations : La protéine de coiffe semble pouvoir stopper le

bout barbé en présence de formine

En 2004, Roméro et collaborateurs, observent le mouvement de billes fonctionnalisées

par des formines. Ces billes sont propulsées grâce à la croissance d’un réseau d’actine

généré par les formines, dit "queue de comète", depuis la surface de la bille. Ils montrent

que la présence de gelsoline ou de CapG (deux autres protéines de coiffe) dans le milieu

stoppe le mouvement [255]. Les filaments sont donc assemblés par les formines ancrées à

la surface. La présence de la gelsoline provoque d’abord un arrêt de l’élongation de cette

queue, puis son détachement. Cela suggère une action de la gelsoline sur le bout barbé,

pourtant occupé par la formine. De plus, étudiant la croissance de filaments uniques,

ils estiment que l’affinité de CapG pour le bout barbé est réduite d’un facteur 100, en

présence de la formine. Ils estiment donc possible la formation d’un complexe à courte

durée de vie entre CapG ou la gelsoline, la formine et le bout barbé.

Récemment la présence de protéines de coiffe au sein de filopodes de cellules de

mélanomes a été mise en évidence [256]. Cette observation suggère un rôle de la protéine
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de coiffe dans la régulation ou la formation du filopode. Elle pourrait y interagir ou

cohabiter avec la formine, également présente et connue pour générer les filopodes

depuis leurs extrémités [149].

5.1.2 Expérience préliminaire et motivations

Au laboratoire du LEBS, Shashank Shekhar travaillait sur des expériences de motilité

sur des billes, combinant les protéines de coiffe, les formines, et des complexes Arp2/3.

Cela amena à une expérience de contrôle pour étudier l’effet de la protéine de coiffe sur des

formines, décrite comme suit. Les filaments d’actine initiés à partir de formines liées à la

surface de billes, dans un milieu contenant de l’actine-profiline, forment une sorte de halo

disperse grandissant en périphérie de la bille. La présence d’une protéine de coiffe, CapZ,

en solution (100 nM) provoque un détachement d’une majorité de filaments (Shashank

Shekhar, résultat non publié). Seul un petit nombre de filaments restent accrochés mais

leur élongation est nulle. Cela suggère une action de CapZ au bout barbé déjà occupé

par la formine, autrement dit la formation d’un complexe entre le bout barbé et ces deux

protéines régulatrices. Ces observations renforcent les résultats obtenus par Roméro et

collaborateurs [255].

Cette observation fut le point de départ d’une étude plus approfondie sur les propriétés

de ce complexe ternaire. Grâce à notre méthode basée sur l’utilisation de la microfluidique,

nous pouvons contrôler et étudier en détails la formation de ce complexe.

5.1.3 Résumé des résultats de l’article

Nous avons observé des filaments uniques au sein d’une chambre microfluidique, et

en les exposants à des solutions contenant de l’actine-profiline, de la protéine de coiffe

ou de la formine. Nous avons étudié les cas où le bout barbé est libre et le cas où le bout

barbé est ancré à la surface par l’intermédiaire de la formine. Nous avons également utilisé

l’imagerie à fluorescence en molécule unique pour observer directement l’action de la

formine. Nous montrons que la formine mDia1, la protéine de coiffe CapZ et le bout barbé

du filament forment un complexe ternaire, la présence d’une protéine réduisant l’affinité

de l’autre pour le bout barbé. Cela se traduit par des taux d’association plus faibles et

des taux de dissociation plus élevés pour chacune d’entre elles en présence de l’autre.

La technique d’imagerie de fluorescence en molécule unique a permis de confirmer la

formation de ce complexe. De plus, des expériences complémentaires ont également

montré que l’isoforme de formine FMNL2 (FH1-FH2-WH2-DAD) permet la formation de
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ce complexe. Cela suggère que la formation de ce complexe pourrait être générique. Notre

étude a fait l’objet d’une publication en 2015 [92], accolée en fin de chapitre.

5.2 Méthodes

Le montage microfluidique décrit en détail précédemment, est un atout pour ce projet.

Nous utilisons deux configurations différentes, où les filaments sont en configuration

bout barbé libre ou ancrés par la formine. Cette approche permet de mesurer toutes

les constantes cinétiques d’interaction entre ces trois espèces. Nous pouvons étudier le

complexe ternaire selon l’ordre dans lequel il a été assemblé.

5.2.1 Dénominations

Dans la suite nous définissons plusieurs complexes de protéines, définit pour plus de

simplicité, comme suit :

— B = Bout barbé

— F = Formine

— C = Protéine de coiffe

— BF = Bout barbé occupé par une formine

— BC = Bout barbé occupé par une protéine de coiffe

— BFC = Complexe ternaire où la protéine de coiffe se lie au complexe BF,

BF + C → BFC

— BCF = Complexe ternaire où la formine se lie au complexe BC,

BC+F → BCF.

Dans le cas du bout barbé libre, les constantes d’associations et de dissociations

des protéines sont respectivement notées k+ et k−. Dans le cas du complexe formé, en

présence de l’autre protéine, les constantes d’associations et de dissociations des protéines

sont respectivement notées avec un apostrophe, k
′
+ et k

′
−.

5.2.2 Configuration avec bout barbé libre

Dans la première configuration, configuration "bout barbé libre"(configuration #1

dans l’article), les filaments sont ancrés par leurs bouts pointus à partir d’amorces spec-

trines fixées sur la surface et leurs bouts barbés sont libres. Nous supposons que les pauses

observées en présence de protéines de coiffe traduisent leurs liaisons aux bouts barbés,



5.2 Méthodes 133

c’est-à-dire : pause = BC ou BFC/BCF (comme nous le verrons). En présence d’actine-

profiline en solution, la vitesse de polymérisation est généralement différente et non nulle

avec ou sans la formine. Nous considérons que dans une condition donnée, cette vitesse

nous indique la présence ou l’absence de la formine au bout barbé. C’est-à-dire, que dans

la suite : élongation lente = B et élongation rapide = BF.

En connaissant également la séquence temporelle d’injection dans la chambre des

différentes protéines, nous pouvons, la plupart du temps, distinguer les différents com-

plexes, puis déterminer la dynamique d’interaction de CapZ, de la formine et du bout

barbé.

5.2.3 Configuration avec formines ancrées

Dans la deuxième configuration, que nous appellerons configuration "bout barbé

ancré" (configuration #2 dans l’article), les filaments sont allongés par les formines qui

sont spécifiquement immobilisées à la surface de la chambre microfluidique. Nous uti-

lisons une construction de formine (SNAP–FH1–FH2–DAD–His) incluant une étiquette

SNAP en N-terminal. C’est par cette étiquette, biotinylée, que les formines sont ancrées

dans la suite. Le bout barbé de l’actine est lié à la formine ancrée. Nous nucléons alors les

filaments à partir d’actine marquée. La position de la formine/du bout barbé est notée et

nous pouvons suivre le déplacement du segment fluorescent, suivant la polymérisation

avec de l’actine non marquée (voir figure 4.14).

Cette configuration est également avantageuse par rapport à l’autre car elle nous

permet d’observer directement le détachement entre la formine et le bout barbé, coiffé

ou non. En effet, nous considérons qu’un filament ancré et visible par son segment

fluorescent, est lié à la formine. D’une part on peut observer l’état du complexe formé par

la formine et CapZ (BFC), où le filament ne s’allonge pas (dû à l’action de CapZ), mais est

encore attaché à la surface (dû à la liaison de la formine). D’autre part, si le bout barbé BC

se détache de la formine, qui elle reste à la surface, alors le départ du filament, lorsque le

segment fluorescent disparaît, correspond à la dissociation du complexe (BFC -> F+BC).

Nous prenons en compte, dans l’analyse de ces expériences en formine ancrée comme

expliqué dans le chapitre 4, les artefacts liés à l’ancrage de la formine.

Dans cette configuration bout barbé ancré, nous pouvons donc discerner les états

BFC de BC, ce qui n’est pas possible directement avec la configuration bout barbé libre,

puisque ces deux états se traduisent par une pause dans l’élongation du bout barbé.
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5.3 Résultats

5.3.1 Première mise en évidence du complexe

formine/protéine de coiffe

En utilisant la configuration bout barbé libre, les filaments d’actine sont tout d’abord

allongés à partir d’une solution d’actine-profiline. On observe alors une élongation lente,

correspondant à celle du bout barbé libre. Il faut attendre un peu pour que cette faible

vitesse d’élongation soit mesurable, correspondant à des longueurs de l’ordre de 3-4 µm.

Seulement à ce moment-là, la solution de formine est injectée dans la chambre. Ces

dernières se lient aux bouts barbés des filaments, par la réaction B + F–> BF, BF étant le

bout barbé occupé par la formine. La différence de vitesse d’élongation nous indique que

les formines se sont liées à tous les bouts barbés disponibles.

Une solution fortement concentrée de CapZ (de 50 à 200 nM) contenant également de

l’actine-profiline est ensuite envoyée dans la chambre temporairement, dans le but de

stopper rapidement l’élongation des bouts barbés. Le taux d’association de la protéine

de coiffe, traduit par l’arrêt de la croissance des bouts barbés, croit linéairement avec sa

concentration (voir figure 5.1.B). Cela nous indique une liaison de CapZ au bout barbé,

malgré la présence initiale de la formine. La protéine de coiffe n’est injectée qu’un certain

temps, vite remplacée seulement par de l’actine-profiline. Les bout barbés en pause sont

exposés à une solution d’actine-profiline seule, et reprennent une élongation, lente (70%)

ou rapide (30%) en suivant une des deux réactions possibles (voir figure 5.2.A).

Soit en reprenant une élongation rapide : dans ce cas-là, CapZ, qui avait temporai-

rement bloqué l’activité de la formine, se détache en premier, BFC-> BF + C. En effet,

la formine n’est injectée qu’au tout début de l’expérience. Seulement avec de l’actine-

profiline en solution, le bout barbé qui, précédemment en pause, reprend une élongation

rapide montre que la formine, ainsi liée au bout barbé depuis le début, et CapZ, ont été

présentes et ont formé un complexe ternaire. La reprise d’une élongation rapide est donc

la preuve de la formation du complexe ternaire, BF + C -> BFC (voir figure 5.1). Cette

élongation persiste jusqu’au détachement de la formine, se traduisant par un retour à une

faible vitesse d’élongation, BF -> B + F. Cette première possibilité concerne environ 30%

des cas.

Sinon, en reprenant une élongation lente : la formine n’est plus présente au bout barbé.

Sa dissociation, globalement plus rapide que la normale (voir tableau 5.6), aurait alors été

provoqué par l’arrivée de CapZ, le bout barbé restant alors coiffé (BC) selon la séquence

suivante : BFC -> BC + F -> B + C + F. Une fois CapZ dissociée, l’élongation redevient
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FIGURE 5.1 Formation du complexe BFC ou BCF, en configuration bout barbé libre. A :
Les filaments sont allongés à partir d’amorces spectrines. A.1 : Lorsqu’un filament est
exposé à la formine, elle se lie au bout barbé (BF). Ensuite, une exposition à une solution
d’actine-profiline et de protéine de coiffe (BF +C) allonge d’abord le bout barbé lié à la
formine. Il finit ensuite rapidement par être stoppé, ce qui est cohérent avec une liaison
de la protéine de coiffe au bout barbé (BF + C -> BFC). A.2 : L’élongation du bout barbé
est nulle en présence de protéine de coiffe, car elle se lie au bout barbé (BC). On expose
ensuite le filament coiffé à une solution de formine (BC +F). Nous savons au vu de la
globalité des résultats que la formine peut alors se lier au bout barbé. Ré-exposant les
filaments à une solution d’actine-profiline uniquement, les bouts barbés sont d’abord
tous en pause, ce qui est cohérent avec une présence de la protéine de coiffe (BC + F ->
BCF). B : Fraction de filaments initialement allongés par la formine, dont l’élongation est
stoppée suite à l’exposition de protéines de coiffe aux concentrations suivantes : 200 nM
(carrés noirs, N = 36), 100 nM (triangles bleus, N = 27) et 50 nM (ronds rouges, N = 29). Les
lignes pleines représentent les ajustements avec des fonctions mono-exponentielles. En
cartouche : évolution des taux d’association déterminés en fonction de la concentration
de protéine de coiffe, dont la régression linéaire amène à la valeur k

′
+C ≈ 0.21 µM−1.s−1.

Inspirée de la figure 1 de l’article [92].

lente. Cela concerne environ 70% des cas. Ceci est une observation indiscernable du cas

où la protéine de coiffe dissocie directement la formine, sans passer par la formation

du complexe (ie BF +C → BC +F). Cependant, l’expérience similaire est réitérée avec la

configuration bout barbé ancré ou par une approche de molécules uniques. Cela confirme

la formation du complexe.
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FIGURE 5.2 Dissociation du complexe BCF ou BCF. Dans une configuration au bout barbé
libre, une fois le complexe formé, indépendamment de l’ordre d’assemblage du complexe,
deux chemins de dissociation sont possibles, en présence d’actine-profiline (la profiline
n’est pas représentée ici). Pour 30 % des complexes, la protéine de coiffe se dissocie
initialement, et la formine allonge alors rapidement le bout barbé jusqu’à sa dissociation,
ramenant à la normale l’élongation du bout barbé. Pour les 70% des complexes formés
restant, c’est la formine qui se détache initialement. La protéine de coiffe continue alors
d’empêcher l’élongation, jusqu’à sa dissociation, ramenant à la normale l’élongation du
bout barbé. Inspirée de la figure 1 de l’article [92].

5.3.2 Confirmation par visualisation plus directe du com-

plexe

Visualiser le complexe avec la microscopie de fluorescence à molécules

uniques

Jusqu’à présent, la liaison de protéines au bout barbé est observée indirectement à tra-

vers la vitesse de polymérisation. Il est plus convaincant de pouvoir observer directement

la formation de ce complexe en utilisant des techniques d’ancrage de formines ou bien de

microscopie de fluorescence à molécules uniques. Du fait de la construction de la formine

mDia1 (SNAP-FH1-FH2-DAD), contenant une étiquette SNAP, nous sommes supposés

pouvoir y lier covalemment un fluorophore SNAP-Surface Alexa 488. Le rendement de

cette réaction, faible, n’était que de 5%. Cela était suffisant pour visualiser directement la

présence de la formine au bout barbé.

En utilisant la configuration bout barbé libre, les filaments sont allongés à partir d’une

solution d’actine-profiline, puis les formines marquées sont injectées sur un court instant

avant de changer pour la solution contenant CapZ et l’actine-profiline. Pour quelques

cas, on observe une colocalisation entre la formine marquée en vert et le bout barbé du

filament d’actine (l’actine est marquée avec un fluorophore rouge Alexa-594 dans cette

expérience). En présence du fluorophore, dont on a préalablement prouvé par photo-

bleaching qu’il était bien unique, la vitesse d’élongation reste inchangée. La présence
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de CapZ provoque un arrêt de l’élongation. Durant cette pause, nous pouvons toujours

observer la présence de la formine marquée (voir figure 5.3), ce qui est notre preuve la plus

évidente de la formation du complexe. Nous pouvons également suivre sa dissociation

par le départ de la formine, ou celui de CapZ si l’élongation rapide reprend. Étant donné

le faible taux de marquage de nos formines, cette expérience n’a pas été utilisée à des fins

quantitatives.

FIGURE 5.3 Visualiser directement le complexe BFC. Kymographe de filament montrant
la formation du complexe et son désassemblage avec une formine marquée fluorescente
(F*) ; selon ce schéma : BF* + C -> BF*C -> BF* + C. Filament allongé à partir d’actine-
profiline (PA), puis exposé pendant 10 secondes à 20 nM de formine marquée (F*, en
vert), avant une ré-exposition à l’actine-profiline en présence de protéine de coiffe (CP, en
rose). Quelques formines restent collées à la surface même après arrêt de l’injection de la
formine. L’élongation du bout barbé en présence de formine stoppe peu après le début de
l’exposition à la protéine de coiffe (la formine est toujours au bout barbé mais la longueur
du filament ne change pas), ce qui montre bien la formation du complexe BFC (BF* + C ->
BF*C). Après arrêt d’injection de la protéine de coiffe, le bout barbé reprend peu après
une élongation rapide en présence de formine (toujours visible en vert au bout barbé), ce
qui est cohérent avec une dissociation de la protéine de coiffe (BF*C -> BF* + C). Issue de
la figure 1 de l’article [92].

La formation du complexe, dans le cas formine ancrée

Dans la configuration bout barbé ancré, une fois les filaments nucléés par la formine,

ils s’allongeant à partir d’une solution d’actine-profiline. Leur exposition à une solution

contenant CapZ dans la chambre provoque tout d’abord une pause dans l’élongation des

filaments, avant de mener soit à la disparition du segment fluorescent (70%), soit à une
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reprise de l’élongation rapide (30 %), comme schématisé en figure 5.4, comme expliqué et

montré dans le chapitre 4 (voir figure 4.14). Cette disparition représente le détachement

du bout barbé de la formine, soit BFC-> BC + F (voir figure 5.4.A), en prenant également en

compte les artefacts que l’ancrage de la formine apporte, comme détaillé dans le chapitre

4. En utilisant une expérience de renucléation, nous avons constaté qu’une majorité

de formines (95%) étaient fortement ancrées à la surface, et capable d’assembler des

filaments plusieurs fois de suite.

FIGURE 5.4 Dissociation du complexe BFC, en configuration formine ancrée. A : En
configuration formine ancrée, et en présence d’actine-profiline et de protéine de coiffe, la
formation du complexe se visualise par la présence du filament et une élongation nulle.
Le filament est visible grâce à un segment d’actine marqué à proximité du bout pointu, et
sa présence témoigne de la liaison avec la formine. De plus, l’élongation nulle du bout
barbé témoigne de l’effet de la protéine de coiffe. Toujours en présence d’actine-profiline,
le devenir du complexe peut se visualiser, dans 30% des cas, directement par une reprise
de l’élongation rapide d’un filament toujours ancré par la formine, dans le cas où la
protéine de coiffe se dissocie initialement (BFC -> BF +C). Pour les 70% des complexes
formés restant, la dissociation de la formine provoque, avec le flux, le départ du filament,
toujours lié à la protéine de coiffe lors de sa disparition (BFC -> F + BC). B : Fraction des
complexes BFC (triangles noirs, N = 76), se dissociant dans l’état BC (carrés bleus) ou
dans l’état BF (ronds rouges). Pour une comparaison, les points rouges représentent ce
dernier changement d’état (BFC → BF), dans la configuration bout barbé libre. Les lignes
pleines représentent les ajustements avec des fonctions mono-exponentielles. Inspirée de
la figure 2 de l’article [92].
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5.3.3 Analyse quantitative

FIGURE 5.5 Ce tableau regroupe tous les paramètres décrivant l’association ou la dissocia-
tion de la formine ou de CP sur un bout barbé libre ou en présence de l’autre protéine.
Tableau issu de [92].

En utilisant les deux configurations, nous pouvons remonter à toutes les constantes

d’association et de dissociation des deux protéines avec le bout barbé libre ou occupé

par l’autre protéine. La méthode pour mesurer des taux de détachement à partir des

expériences est décrite au chapitre 4. Les constantes cinétiques obtenues sont récapitulées

dans le tableau ci-dessous, en figure 5.5.

Constante d’association et dissociation des protéines au bout barbé libre Pour mesu-

rer la constante d’association de la formine au bout barbé, plusieurs taux, notés kobs ,

sont mesurés. Ils sont issus de modélisations, par des fonctions mono-exponentielles,

des courbes de répartition représentant l’évolution de la fraction de filaments qui, au

cours du temps, voient leurs vitesses d’élongation s’élever dû à l’arrivée de la formine au

bout barbé, en présence d’actine-profiline. En changeant la concentration en formine, ce

kobs change, et la régression linéaire de la variation de kobs ( kobs = k+F × [ f or mi ne]) en

fonction de la concentration de formines nous permet de remonter au k+F ≈ 29 µM−1.s−1.

La constante de dissociation de la formine, k−F ≈ 8.10−5.s−1, est donnée par le taux de

la fonction mono-exponentielle décroissante modélisant la courbe de répartition de la

fraction des formines présentes aux bouts barbés au cours du temps, qui se détachent

toutes au bout d’une certaine durée. Ici, comme par la suite, le taux de dissociation est

indépendant de la concentration en formine, et l’on a directement kobs = k−F .

De façon similaire pour l’effet de la protéine de coiffe, plusieurs kobs sont issus des

courbes mono-exponentielles de la fraction de filaments qui, au cours du temps, voient



140 Étude d’un complexe ternaire : bout barbé - formine - protéine de coiffe

leurs vitesses d’élongation devenir nulles à cause de la liaison de la protéine de coiffe au

bout barbé. La régression linéaire de la variation de kobs en fonction de la concentration

en protéine de coiffe nous permet de remonter au k+C ≈ 12.8 µM−1.s−1.

La constante de dissociation de la protéine de coiffe, k−C ≈ 2.10−4.s−1, est donnée par

le taux de la fonction exponentielle décroissante modélisant la distribution cumulée de la

fraction des bouts barbés à l’élongation nulle au cours du temps, lorsque l’on expose les

filaments initialement tous stoppés, à de l’actine-profiline.

Constante d’association en présence de l’autre protéine au bout barbé : formation du

complexe Étant donné que la présence de la protéine de coiffe se traduit par une élon-

gation nulle, il est simple de mesurer la constante d’association de la protéine de coiffe sur

des bouts barbés allongés par la formine en présence d’actine-profiline. La valeur k
′
+C ≈

0.21 µM−1.s−1 est issue de plusieurs distributions cumulées d’expériences de coiffe sur

des bouts barbés allongés par des formines, faites à différentes concentrations de protéine

de coiffe (voir figure 5.1).

La liaison de la formine à un bout barbé coiffé est plus difficile puisque l’on ne peut

prouver la présence de la formine que lorsque la protéine de coiffe se dissocie. Partant

d’une population de filaments coiffés, on expose alors à plusieurs concentrations de

formine et avec plusieurs durées. Pendant l’exposition, on suppose que seule la réaction

BC + F → BCF est valable, les complexes déjà formés ne se dissocient pas (on néglige les

réactions BC → B + C ; BCF → BC+F ou BCF → BF + C). Puis l’on mesure la fraction de

bouts barbés repartant en élongation rapide (BF). On analyse alors la fraction de bouts BF

après exposition à une certaine concentration ou durée. La fraction des bouts barbés liés

à la formine est augmentée avec la durée d’exposition et la concentration, et ce jusqu’à un

certain plateau. Tout cela nous permet ensuite de remonter au k
′
+F ≈ 1.6 µM−1.s−1.

Constante de dissociation en présence de l’autre protéine au bout barbé : durée de vie

du complexe Pour étudier les constantes de dissociation de ce complexe, on regarde

d’un côté la cinétique (distribution cumulée) de sa durée de vie décrit par la relation

kobs = k
′
−C +k

′
−F . On répertorie la fraction de complexes qui repartent en élongation lente

(B), indiquant que la formine s’est d’abord dissociée (BFC ou BCF → BC + F), suivie de

la protéine de coiffe (BC → B + C). On répertorie également la fraction de complexes

qui repartent en élongation rapide (BF), indiquant une dissociation de la protéine de

coiffe uniquement. On a en effet, la relation NBF
NBC

= k
′
−C

k
′
−F

. Avec ces deux expressions, on peut

remonter aux deux constantes de dissociations (voir figure 5.6).
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FIGURE 5.6 Schéma montrant la relation cinétique entre chaque combinaison du bout
barbé, de la protéine de coiffe et de la formine. D’après nos observations, on note que
BFC = BCF. Les valeurs sont les moyennes des paramètres regroupés dans le tableau issu
de l’article (voir figure 5.5).

On retrouve des valeurs de dissociations semblables avec formines ancrées (voir

figure 5.4). Ces diverses expériences ont permis de vérifier que la durée de vie du complexe

et son devenir sont indépendants de l’ordre de sa formation. On a donc schématiquement

BFC = BCF (voir figure 5.6).

Pour les constantes de dissociation (mesurées à 50 mM KCl, 1µM d’actine et 4µM

de profiline), on note pour CapZ un facteur d’environ 10 d’augmentation lorsqu’une

formine est présente au bout barbé (k−C = 2×10−4s−1 pour un bout barbé libre, à k ′
−C =

1.8×10−3s−1 avec la formine au bout barbé). La constante de dissociation de la formine

du bout barbé est augmentée environ d’un facteur 100 en présence de CapZ (on passe

de k−F = 8×10−5s−1 à k ′
−F = 6.2×10−3s−1 avec la formine au bout barbé). La présence de

l’une des deux protéines réduit ainsi fortement la durée de résidence de la seconde, leurs

dissociations sont beaucoup plus rapides.

5.3.4 Analyses structurales

Les études structurales qui suivent ont surtout été menée par Sonja Kühn, post-

doctorante au moment du projet. Elle a repris des structures déjà existantes de CapZ liée

au bout barbé [93, 257, 258], ou du domaine FH2 de mDia ainsi que de Bni1 en contact

avec l’actine [259, 86]. L’objectif est de superposer les deux structures afin d’identifier des

gênes stériques et discuter leurs conséquences/implications.
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Au niveau du dernier monomère d’actine, La tentacule β de CapZ se superpose avec

la région "knob" du domaine FH2 d’un hémidimère de mDia1. Le domaine FH2 est

également en conflit stérique avec la région β1 de CapZ.

Pour résoudre ces incompatibilités stériques, le mécanisme suivant est proposé. La

tentacule β peut se soulever et ne plus interagir avec le bout barbé pour permettre un

positionnement correct de la région knob de la formine, affaiblissant en revanche l’affinité

de CapZ pour le bout barbé. Pour les deux protéines, nous avons mesuré une augmenta-

tion des constantes de dissociation à l’équilibre d’un facteur 1000 environ en présence

de l’autre protéine au bout barbé. Cette valeur est compatible avec une réduction d’acti-

vité d’un facteur 300 pour un mutant de protéine de coiffe sans tentacule β, étudiée par

Wear et collaborateurs [260]. La partie du FH2 en contact avec la région β1, du fait de la

flexibilité du linker reliant les deux hémidimères, peut s’écarter du filament. La liaison

résultante de la région β1 permet une interaction satisfaisante de CapZ au bout barbé.

L’écartement du FH2 affaiblit grandement l’activité de mDia1 au bout barbé. Ce double

mécanisme explique la fragilité des liaisons des deux protéines présentes simultanément

au bout barbé.

5.4 Discussion

En considérant la constante de dissociation de la formine seule, déterminée durant ce

projet (voir table 5.6, k−F = 8×10−5s−1, à 50 mM KCl, 1µM actine 4µM profiline), le temps

caractéristique d’élongation du filament, par la formine, est de ≈ 2h30, ce qui amènerait

à des longueurs de filament beaucoup plus grandes que celles effectivement observées

dans la cellule. La présence de la protéine de coiffe pourrait participer à la régulation de

l’action de la formine in vivo. Une modélisation des longueurs estimées dans le filopode,

issues des valeurs des constantes calculées dans notre étude et des vitesses d’élongation

reportées in vivo, nous donnent des longueurs compatibles avec celles observées dans les

cellules. L’action de CapZ sur la formine, ici reportée, pourrait participer au mécanisme

de régulation du filopode, appuyant les observations de protéines de coiffe au sein des

filopodes par Sinnar et Collaborateur [256].

Le complexe peut se former avec d’autres isoformes de formine

La formation du complexe n’est pas dépendante de l’isoforme de formine. Nous avons

également montré dans la configuration bout barbé libre que la formine mammalienne
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FMNL2 se lie également au bout barbé en présence de CapZ. Dans ce cas, tout comme

mDia1, ses constantes d’association diminuent et de dissociation augmentent.

Une étude en parallèle confirme et approfondit l’observation de la for-

mation du complexe

Il est également à noter que la formation d’un complexe a également été observé par la

collaboration entre les équipes de Jeff Gelles et de Bruce Goode [221]. Dans leur cas, leurs

expériences sont essentiellement basées sur des techniques d’observations de filaments

uniques en chambre ouverte ainsi que d’imagerie de fluorescence à molécules uniques.

Cette dernière technique leur permet, lors de la formation du complexe au bout barbé

du filament, de discerner aussi bien la protéine de coiffe que la formine. Les auteurs de

l’étude ont observé la formation du complexe avec mDia1 et la protéine de coiffe CapZ.

Dans d’autres expériences complémentaires, ils ont observés également le complexe

formé par DAAM1, autre isoforme de formine mammalienne, et CapZ. Ils ne peuvent

cependant utiliser de trop fortes concentrations de protéines et ne peuvent de cette façon

pas mesurer toutes les constantes cinétiques impliquées dans la formation de ce complexe.

De plus, une exposition transitoire à de la protéine de coiffe ou de la formine, est difficile

en chambre ouverte dans leur cas, ce qui est facilement accessible avec notre montage,

détaillé au chapitre 4. En revanche, ils semblent observer un phénomène très intéressant :

la formine, ayant formé le complexe au bout barbé, a une chance non négligeable d’être

incorporée au sein du filament. Le mouvement de la formine devient alors compatible

avec une diffusion de la protéine à une dimension, le long du filament, éloigné du bout

barbé. Elle peut ainsi même revenir au bout barbé et reformer le complexe avec la protéine

de coiffe. L’observation de ce phénomène est potentiellement difficile dans nos chambres

microfluidiques où nos filaments sont soumis à un écoulement.

Fonction(s), in vivo, de cette interaction

Différents isoformes de formines peuvent être impliqués dans la formation des filo-

podes selon le type cellulaire [261]. Aussi, la présence de protéines de coiffe au sein du

filopode a été démontrée dans plusieurs types cellulaires de mammifères [256]. De plus,

la formation de ce complexe semble assez générique au vu des différents isoformes qui

ont été testés in vitro. La présence de protéines de coiffe et de formines est également

rapportée dans le front du lamellipode. La régulation des longueurs des filaments est

primordiale dans le lamellipode pour permettre d’exercer des forces sur la membrane

efficacement. On peut donc raisonnablement envisager retrouver le mécanisme décrit
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plus haut au sein des filopodes et des lamellipodes et ce pour plusieurs types cellulaires.

Des expériences futures in vivo pourront valider cette hypothèse. Refaire cette étude avec

des isoformes issus d’autres espèces que mammifères pourraient également conférer

à la formation de ce complexe ternaire, et à son rôle dans la régulation de longueur de

filaments allongés par la formine, un caractère éventuellement universel.
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P
olarized assembly of actin filaments is pivotal in cell
motility and is orchestrated by proteins that target filament
barbed ends1. Formins bind barbed ends and accelerate

filament elongation from profilin-actin (PA) in a processive
fashion2–4. In contrast, capping protein (CP) blocks filament
growth upon its binding to barbed ends. Both proteins together
regulate cell migration5–8. Formins and CP are thought to bind
the barbed end of a filament in a mutually exclusive fashion, that
is, each protein prevents the other from binding the barbed end of
the actin filament9–12. Bulk solution assembly assays9

demonstrated that formin had to remain bound to the barbed
end during at least 10 cycles of actin assembly to account for the
protection against capping. However, it was also noted, but not
explained, that the barbed-end protection by formin depended on
the relative amounts of CP and formin. In addition, Romero
et al.3 showed that Gelsolin arrested propulsion of formin-coated
beads in a concentration-dependent fashion and that the affinity
of CapG for barbed ends reached a lower limit at saturating levels
of formin, at variance with the unlimited decrease expected for
mutually exclusive binding. These data suggested that the two
proteins simultaneously bind barbed ends3. However, the
underlying molecular mechanism and kinetic details have so far
remained elusive.

Formin and CP individually dissociate extremely slowly from
barbed ends3,13, which raises intriguing questions regarding the
regulation of filament length in formin-based motile processes.
Given the dwell times of formins at the barbed ends
(approximately tens of minutes) obtained from in vitro
experiments14, formin-based cellular processes should reach
lengths of several tens of microns before formin detachment.
Yet in filopodia, bundles of actin filaments assembled at
30–500 nm s� 1 (ref. 15) by processive polymerases such as
formin mDia2 or Ena/VASP proteins16–20, reach lengths of a few
microns. Similar to Bud14, which displaces formin Bnr1 (ref. 21)
in yeast, a mechanism to reduce formin dwell times at the barbed
end in eukaryotes must exist. In contrast to previously held
views22, CP has recently been reported to be present in filopodia8.
This finding prompted us to take a fresh look at the presumed
competition between CP and formin at filament barbed ends.

Here we show that CP and formin mDia1 can together bind to
actin filament barbed ends in a ternary complex in which CP acts
as an uncompetitive inhibitor of formin. The dynamics of formin
and CP in complex with the barbed end have been analysed using
microfluidics-assisted single-filament assay23,24. The ternary
complex has been further visualized using single-molecule
fluorescence imaging. The mutually weakened binding of CP
and formin to barbed ends promotes rapid displacement of
formin from barbed ends by CP and uncapping of CP by formin.
We propose CP and formins as potential novel cross-regulators of
each other in cellular organelles like lamellipodia, cytokinetic
ring and filopodia, where the two proteins are known to play a
vital role.

Results
Two set-ups reveal interplay of formin and CP at barbed ends.
We have analysed the interplay of mDia1 FH1–FH2–DAD and
CP at barbed ends of individual actin filaments using a home-
built microflow-based set-up25. In rest of the text the notation
‘mDia1’ refers to FH1–FH2–DAD domains of formin mDia1,
unless otherwise specifically mentioned. Similarly FMNL2 refers
to the FH1–FH2-WH2-DAD domains of formins FMNL2.

Filaments were either initiated from immobilized spectrin–
actin seeds, exposing their distal barbed ends to PA, formin or CP
at defined concentrations (set-up #1), or from surface-anchored
formins, initiating insertional processive barbed-end assembly

from PA and CP (set-up #2). The two set-ups are complementary
to each other. The first set-up allows us to monitor the changes in
barbed-end elongation rate caused by the association of CP (C) or
formin to a free barbed end (B), and by association of one of the
two proteins to a barbed end bound to the other one. We can
further monitor the evolution of barbed-end dynamics following
removal of formin and CP. The second set-up, where the formin
is anchored (BF), allows us to observe the change in elongation
rate due to the binding of CP to a formin-bound barbed end
and quantify its evolution into a CP-bound or a formin-bound
barbed end in absence of the two proteins. Three input flows
are used, each consisting of a specific biochemical composition,
for example, PA (flow 1), formin (flow 2) and CP with PA
(flow 3). The biochemical conditions can be changed in less than
a second24. Analysis of the kymographs of large number of
filaments at varying CP and formin concentrations allow studying
molecular mechanisms with high accuracy. In other words, the
method enables single-molecule kinetics without the need of
labelling individual protein molecules.

CP binds to formin-bound barbed ends in a ternary complex.
Using set-up #1 (Fig. 1a), filaments were elongated from glass-
anchored spectrin–actin seeds in the presence of PA, the freely
floating end being the barbed end (B). Exposure to a flow
containing mDia1 (F) alone led to the formation of a formin-
bound barbed end (BF). On subsequent exposure to PA alone,
fast processive assembly was observed. Formin-bound filaments
(BF) were then exposed to a flow of CP and PA in the absence of
mDia1. The fast processive growth of filaments was arrested by
CP, surprisingly at a much faster rate than if binding of CP was
rate limited by the very slow dissociation of formin, which would
be expected for a mutually exclusive binding scheme (Fig. 1b,c).
The first-order rate constant at which growth was arrested in
contrast increased linearly with CP concentration, consistent with
a simple bimolecular reaction (Fig. 1d), indicating that CP binds
formin mDia1-bound barbed ends (BF) and arrests their growth
in a Barbed end-Formin-CP complex (BFC) state, as described by

the following scheme: BFþC!
k0þC

BFC. CP effectively caps the
barbed end in the BFC state. Note that 100% of the BF filaments
(total n¼ 80–100 filaments) was converted into the arrested BFC
complex after exposure to CP. The BFC filaments, when exposed
to a flow containing only PA (no free CP and no free formin),
partitioned into two populations. In all, 30% of BFC filaments
rapidly resumed fast processive assembly (indicative of formin-
based elongation), the remaining ones slowly resumed typical free
barbed-end growth from PA. We conclude that in the capped
BFC complex both CP and mDia1 interact with the barbed end
via the terminal actin subunits, without any direct interaction
with each other (Supplementary Fig. 1). The BFC complex either
undergoes dissociation of CP leading to formin-mediated fast

processive assembly (BFC!
k0�C BFþC), for which a single expo-

nential was recorded (k0 �C¼ 1.8±0.07� 10� 3 s� 1; Table 1),
or dissociation of mDia1 restoring the CP-capped state (BC)
that then slowly releases CP, leading to free barbed ends

(BFC!
k0� F BCþ F !k�C BþCþ F). Figure 1b shows a kymograph of

a filament paused in a BFC state that resumes elongation in the
BF state on dissociation of CP. Note that only the outcome
BFC-BFþC can be readily observed using set-up #1, as BC
produced by BFC-BCþ F is undistinguishable from BFC.
Nevertheless, the simplest interpretation of the fact that only up
to 30% of BFC dissociates into BF is that 70% of BFC follows the
pathway BFC-BCþ F, as observed later using set-up #2.

Further evidence for arrested barbed-end growth in the ternary
BFC complex was obtained from single-molecule microscopy
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using fluorescently labelled mDia1 (denoted by F*). Filaments
nucleated from spectrin–actin seeds were transiently exposed to
fluorescently labelled mDia1 (Bþ F*-BF*). When the BF*
filaments were exposed to a flow containing CP and PA,
barbed-end growth was arrested while the fluorescent formin
stayed bound to the barbed end, thus confirming that CP
and mDia1 were simultaneously bound to the barbed end. On
CP removal from the flow, the BF*C filament exposed to PA
switched back to rapid elongation. This established that the same
formin molecule stayed bound to the barbed end before, during
and after the pause (Fig. 1c and Supplementary Movie 1).
Labelling of mDia1 did not affect the rate of processive elongation
(44.2±6.3 and 45.3±7.3 subunits per second at 1mM actin, 4 mM
profilin, for unlabelled and labelled formin, respectively; n¼ 50
filaments). Tests to check step bleaching confirmed that labelled
formins were indeed single molecules and not aggregates
(Supplementary Fig. 2). While single-molecule imaging provides
qualitative demonstration of the ternary barbed-end formin–CP
complex, the low labelling fraction of formins (B5%) prevent
quantitative measurements. The kinetic analysis of CP binding

to BF was therefore performed using unlabelled actin-binding
proteins.

The value of the rate constant for CP association to formin-
bound barbed ends was k0 þC¼ 0.21±0.01 mM� 1 � s� 1, as
derived from the linear increase in the pseudo first-order rate
constant measured for the reaction BFþC-BFC versus CP
concentration (Fig. 1d, Supplementary Fig. 3 and Table 1). The
rate constants for association of formin and CP to free barbed
ends were similarly derived (Supplementary Figs 4a and 5a,
respectively, and Table 1).

Either CP or formin dissociate rapidly from the BFC complex.
Formation of the ternary BFC complex was tested using set-up #2
(Fig. 2a), which may mimic the condition in which the formins
are activated and immobilized at a membrane. In contrast with
set-up #1, set-up #2 allows us to clearly distinguish the capped
BFC state (attached filament) from the capped BC state (detached
filament, lost in the flow) and the BF state (resumption of fast
elongation).
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Figure 1 | CP associates to mDia1 formin-bound barbed ends in a capped ternary BFC complex that releases either formin or CP. (a) Schematic

representation of experimental set-up #1. Barbed-end growth is initiated from spectrin–actin seeds bound on the coverslip surface. The filaments are then

sequentially exposed to flows containing PA, formin, CP as indicated. (b) Kymograph of a filament showing evidence for the pathway BFþC-BFC-

BFþC with unlabelled formin and CP. In the kymograph, an actin filament exposed to 20 nM formin (F) for 10 s exhibits fast elongation in the presence of

PA. On exposure to 100 nM CP (CPþ PA) for 20 s, filament growth is arrested. On exposure to PA, CP dissociates leaving behind fast-elongating BF.

(c) Similar kymograph as in b but with fluorescently labelled formin F*. Filaments growing in PA (red) were exposed to 20 nM labelled formin F* (green) for

10 s after which filaments were re-exposed to PA. The higher green background appears to stay for slightly longer (B30 s) even after formin is removed

from the flow due to non-specific interaction of formin with the surface. Formin can be seen bound to the barbed end in the paused state in the BF*C

complex as a result of exposure to PAþCP. Fast processive elongation resumes when CP falls off (BF*C-BF*þC) and the same formin continues to

processively track the barbed end (Supplementary Movie 1). (d) Fraction of rapidly elongating BF filaments converting to arrested BFC state on binding CP

at the following concentrations (nM): 200 nM (black symbols, n¼ 36 filaments), 100 nM (blue symbols, n¼ 27 filaments) and 50 nM (red symbols, n¼ 29

filaments). Symbols represent the experimental data and the solid lines are the exponential fits providing k0obs values. Inset: plot of k0obsþC versus [CP]

giving k0 þC¼0.21±0.01mM� 1 � s� 1 (see Supplementary Fig. 3 for histograms. Error bars: s.e.m.).
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The filaments were first nucleated in fluorescent PA, and
then non-fluorescent PAþCP was introduced. Since the
monomer addition takes place in an insertional fashion between
the formin and the pre-existing filament, the fluorescent
segment appears to move away from the immobilized formin

as non-fluorescent monomers get added at the barbed end
by anchored formins25. Processive assembly of 100% of
formin-anchored filaments (n¼ 76 filaments) was arrested by
exposure to CP, confirming the conversion of formin-bound
barbed ends (BF) into the capped BFC state. The rate constant

Table 1 | Kinetic parameters describing association or dissociation of CP and formin mDia1 to a formin-bound or CP-capped
barbed ends in comparison with association or dissociation of CP and mDia1 to free barbed ends.

CP Binding to: Formin mDia1 binding to:

State of barbed end Free (B) Formin bound (BF) Free (B) CP bound (BC)

Association constant
(mM� 1 � s� 1)

kþC¼ 12.8±1.1 k0 þC¼0.21±0.01
k0 þC¼0.08±0.0012*

kþ F¼ 29.1±0.59 k0 þ F¼ 1.6±0.5

Dissociation constant (s� 1) k�C¼ 2.0±0.38� 10�4 k0 �C¼ 6.2±1.1� 10� 3w

k0 �C¼ 1.8±0.07� 10� 3z

k0 �C¼ 2.02±0.04� 10� 3*,z

k� F¼8.1±0.35� 10� 5 k0 � F¼6.2±1.1� 10� 3w

k0 � F¼4.2±0.05� 10� 3z

k0 � F¼ 6.34±0.09� 10� 3*,z

Equilibrium dissociation
constant (nM)

KC¼0.016 K0C¼9–30
K0C¼ 25*

KF¼0.0034 K0F¼ 3–4
K0F¼4*

The values of rate constants refer to the scheme presented in Fig. 5d. Measurements were carried out at 50 mM KCl. Rate constants are obtained by direct measurement except for k0 þ F. All
measurements were carried out with unlabelled formins and set-up #1 unless specified otherwise. All error bars are s.e.m. Please refer to the Methods section for details.
*Setup 2.
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were initiated by exposing formins to the fluorescent actin and profilin. Filaments were then exposed to a solution containing PA with non-fluorescent actin

and 100 nM CP for 30 s. On removal of CP from the flow and introduction of non-fluorescent PA, filaments either resume fast elongation (BFC-BF) or
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for CP binding to BF was derived from experiments
performed at various CP concentrations. The measured value
k0 þC¼ 0.08±0.0012 mM� 1 � s� 1 is slightly lower than the one
derived from set-up #1 (0.21±0.01 mM� 1 � s� 1). The difference
might result from the anchoring of the formin as well as the use
of labelled actin in set-up #1 and unlabelled actin in set-up #2.
The rate constant for association of CP to formin-bound barbed
ends (k0 þC) was two orders of magnitude lower than for CP
binding to free barbed ends (kþC; Table 1). k0 þC was also found
to be identical at two different PA concentrations (Supplementary
Fig. 6). On exposure of arrested BFC filaments to PA, the BFC
filaments partitioned into detached BC filaments and rapidly
growing BF filaments (Fig. 2b). The low flow rate prevented
filament detachment due to viscous drag. In addition, formin-
anchored filaments spontaneously detach from formins at a rate
which is orders of magnitude lower (Table 1). It was further
confirmed that filament detachment was due to the dissociation
of the capped barbed end from the formin, and not due to the
dissociation of formin from the surface (mediated by the strong
neutravidin–biotin link). This point was verified by renucleating
new filaments from the anchored formins from which filaments
had detached following BFC formation. These formins were
able to re-nucleate new filaments (Supplementary Fig. 7 and
Supplementary Movie 2). The kinetics of dissociation of
BFC into BC and BF was exponential with rate constant
kobs¼ k0 � Fþ k0 �C (Fig. 2c). The final fractions of filaments in
BF and BC states are k0 �C/(k0 �Cþ k0 � F) and k0 � F/(k0 �Cþ k0 � F),
respectively (see equations 1–3 in Methods section). Kinetic
analysis of the fraction of filaments in BFC, BF and BC
states provided values of 6.34±0.09� 10� 3 s� 1 and
2.02±0.04� 10� 3 s� 1 for k0 � F and k0 �C, respectively.
Superimposable curves for BFC-BF were obtained with both
set-ups (Fig. 2c, open and closed red symbols). Although
dissociation of CP from BFC is not directly measured,
but inferred from the formation of rapidly elongating BF, the
truly monoexponential formation of rapidly elongating BF state
rules out a kinetic scheme in which rapid dissociation of CP
would lead to an intermediate inactive (non-growing) BF0

state of the barbed end, followed by the actually monitored
slower structural re-arrangement leading to active BF. Note also
that following exposure to PA only, the evolution of 100% BFC is
well-described by the partition between two functionally
characterized states BF and BC. No evidence was detected for a
second inactive BF0 state occurring in a side reaction. Thus,
dissociation of CP from BFC leaves formin readily active at the
barbed end.

In conclusion, formin dissociates 78-fold faster from CP-bound
barbed ends than from free barbed ends (k� F¼ 8.1±0.35
� 10� 5 s� 1, Supplementary Fig. 4b). The monoexponential
time courses of BF appearance are reasonably superimposable in
set-up #1 and set-up #2. Two important conclusions are arrived
at. First, anchoring of formin to the glass surface does not affect
BFC dynamics (Fig. 2c). Second, the same partitioning of BFC
into BC and BF is monitored with both set-ups, hence the rate
constants k0 �C and k0 � F for CP and formin dissociation from
BFC can be derived from kinetic analysis of data from set-up #1
as well as from set-up #2 using equations (1–3) (see Methods
section), even though no direct measurement of k0 � F is obtained
in set-up #1.

The large decrease in affinity of CP for barbed ends due to
bound formin is mainly caused by a 60-fold decrease in
association rate (only 9–10-fold increase in dissociation rate in
both set-ups). The apparently very slow association rate constant
of CP to BF is suggestive of a two-step binding, rapid equilibrium
followed by a slower structural re-arrangement enhancing the
strength of binding.

Formin binds to CP-capped filaments to form a BCF complex.
We then investigated if mDia1 could also associate to CP-capped
barbed ends to form a ternary BCF complex and if BCF is bio-
chemically equivalent to BFC. This was first tested in bulk
solution assays by diluting (50-fold) Pyrenyl-labelled CP-capped
filaments in F-buffer containing PA (Fig. 3a). The dilution
decreased the concentration of free CP to o100 pM, thus making
the re-binding of CP to barbed ends following its dissociation
negligible. Expectedly, capped filaments failed to grow sig-
nificantly in the presence of 2mM PA. However, when mDia1 was
added to the mix of capped filaments and PA, processive
actin polymerization occured and caused an acceleration, in
conditions where mDia1 nucleation is negligible (Fig. 3a). The
acceleration matches the time course of CP displacement by
formin. No such acceleration was observed when rapid uncapping
was elicited by CIN85, a conventional uncapper of the CapZIP
family26,27, thus this control curve bends downward in a
conventional first-order growth process (Fig. 3a). This result
provides qualitative indication that mDia1 binds capped barbed
ends and uncaps CP, promoting fast growth, before CP has time
to dissociate spontaneously (Supplementary Fig. 5b).

When dilution-induced disassembly of the same CP-capped
filaments was tested in F-buffer containing profilin only,
no uncapping by mDia1 was observed. In contrast, CIN85
did promote uncapping and profilin-enhanced barbed-end
disassembly (Supplementary Fig. 8).

Single-filament assay was then used to quantify formin-based
uncapping. The formation and outcome of the BCF state was
performed and analysed as follows. A population of B0 filaments
were grown from immobilized spectrin–actin seeds (set-up #1)
and 100% capped by CP. These filaments were exposed to formin
for a given duration Texpo. Both the concentration of formin [F]
and incubation period Texpo were varied, leading to various

resulting amounts of BCF via the reaction BCþ F!
k0þ F

BCF.
Following the incubation period Texpo of BC with F, PA was
flown in at time zero, allowing a fraction of the preformed BCF
filaments to convert into fast-growing BF state. A kymograph of a
BCF filament evolving into BF is shown in Fig. 3b. Note that
following exposure to F, this filament remains in the arrested BCF
state for several seconds when exposed to PA alone, before
fast processive assembly starts. We assume that during the
period Texpo, the reaction BC-BþC, which is very slow,
can be neglected, as well as the reactions BCF-BCþ F and
BCF-BFþC (which is verified a posteriori, see below). The
fraction of the initial capped B0 filaments that converted to BCF
state was thus equal to ð1� e� k0þ F F½ �TexpoÞ. The conversion of BCF
filaments into BF is described by equation (2) (see Methods
section), providing a value of (k0 �Cþ k0 � F) identical to the one
found in Fig. 2.

At sufficiently long time of exposure to PA (t-N), the
fraction of B0 filaments in the BF state plateaued at a value that
depends on the concentration of formin [F] and exposure time
Texpo (Fig. 3c and Supplementary Fig. 9), as described by the
following equation:

BF t !1ð Þ=B0¼ k0�C= k0�Cþ k0� F

� �� �
: 1� e� k0þ F F½ �Texpo

� �

The values of k0 þ F and k0 �C were derived from the fit of the data
using this equation (Fig. 3d). We have thereby determined that
k0 þ F¼ 1.6±0.5 mM� 1 � s� 1. Values found for the dissociation
rate constants of CP and formin from the BCF state were
k0 �C¼ 6.2±1.1� 10� 3 s� 1, and k0 � F¼ 6.2±1.1� 10� 3 s� 1

(Table 1), in satisfactory agreement with values found for
dissociation of CP and formin from the BFC complex.
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In this analysis, we have neglected reactions BC-BþC,
BCF-BFþC and BCF-BCþ F during the exposure of BC
filaments to F. This simplification is justified by o5% detectable
BF filaments at time t¼ 10 s following exposure to PA (Fig. 3c).
This result is in agreement with bulk solution measurements
indicating that the dissociation of CP by formin (BCF-BFþC)
requires PA (Supplementary Fig. 8).

In conclusion, CP and formin can together bind barbed ends
irrespective of their order of binding. The affinities of both CP
and formin for the barbed end are reduced by three orders of
magnitude in the ternary BFC/BCF complex, which expresses
the uncompetitive inhibition of formin activity by CP. The
kinetic parameters of the ternary complex obtained by binding F
to BC or C to BF are comparable (Table 1). The energetic
costs for formation of the ternary complex via binding of F to
BC or C to BF were calculated using the average values of
equilibrium dissociation constants derived from rate parameters
(Table 1). We find that KC �K0FBKF �K0C, expressing detailed
balance.

FMNL2 formin also binds CP-capped filaments. Is formation of
a BFC/BCF ternary complex an exclusive feature of mDia1 or

does it represent a conserved, general behaviour of formins?
FMNL2 is another Rho GTPase-activated, mammalian formin
that localizes, as CP, in lamellipodia and filopodia28. FMNL2 and
CP were tested for their simultaneous binding to barbed ends.
FMNL2 by itself poorly nucleates actin filaments and binds
barbed ends with lower affinity than mDia1, yet it processively
elongates barbed ends in the presence of PA with a twofold
increase in filament growth rate28.

Formation of the ternary BFC complex with the FMNL2
formin was tested using set-up #1. Fast processive growth of
FMNL2-bound barbed ends was rapidly arrested on exposure
to CP. However, no fast elongation was seen to resume when CP
was removed from the flow, possibly due to low affinity of FMNL2
for the barbed ends causing very fast dissociation of FMNL2 on CP
binding. We therefore tested the formation of the ternary BCF
complex starting from capped BC filaments. Filaments growing
from spectrin–actin seeds were capped by CP, and subsequently
exposed to varying concentration of FMNL2 for different exposure
times. The rate constant for formin FMNL2 association to a capped
barbed end (k0 þ FMNL2) was calculated as described for formin
mDia1 in Fig. 3c,d. A typical kymograph of a CP-capped paused
filament switching to formin-based fast elongation on exposure to
250 nM FMNL2 is illustrated in Fig. 4a. As observed with mDia1,
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Figure 3 | Formin mDia1 binds to CP-capped filaments and rapidly uncaps via a transient BCF state. (a) Pyrene actin polymerization assay demonstrates

uncapping of capped barbed ends (BC), by formin. Capped filaments (5mM F-actin, 2% pyrenyl labelled and 5 nM CP) were diluted 50-fold in F-buffer

containing 2mM G-actin (2% pyrenyl labelled) and 6mM profilin and the following additions: none (black), 2 nM formin (blue) and 4mM CIN85 (magenta). Red

curve is a filament nucleation control (2mM actin, 6mM profilin and 2 nM formin) in the absence of CP-capped filaments. Note that a small percentage of non-

capped filaments are responsible for the non-zero initial rate in the black (free barbed ends) and blue (formin-bound barbed ends) curves. Dead time is about

20 s. (b) Kymograph of a capped filament undergoing uncapping and fast processive growth on exposure to formin mDia1. Filament was elongated from

anchored spectrin–actin seeds in the presence of PA, then exposed to 20 nM CP and PA for 1 min (BþC-BC). The capped filament is later exposed to

40 nM formin in the absence of PA for 40 s (BCþ F-BCF). Once formin was removed from the flow and PA was introduced, fast elongation was observed

(BCF-BFþC). (c) Fraction of filaments (in experiment described in b) that resume rapid elongation (BF state) during exposure to PA only, versus time, from an

initial population of capped filaments exposed to 10 nM (black, n¼ 91 filaments), 20 nM (red, n¼ 50 filaments) and 40 nM (blue, n¼69 filaments) formin for

30 s. Symbols represent the experimental data and the solid lines are the exponential fits. Only three representative CDFs are shown here for the ease of

reading, see Supplementary Fig. 9 for details. (d) The maximum fraction of BF filaments (plateau values of curves such as shown in c) as a function of formin

concentration [F] times the exposure duration (Texpo). The solid line is an exponential fit corresponding to equation (3). Inset: kobs¼ k0 �Cþ k0 � F is independent

of the experimental condition. Horizontal lines represent the average (blue) plus or minus the s.d. (grey). Error bars: s.e.m.
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the capped filament, following 30 s exposure to FMNL2, started fast
processive elongation only after being exposed to PA for 45 s. This
result indicates that at the end of the 30 s incubation of the capped
filament with FMNL2, the barbed end was in the BCF and not in
the BF state. FMNL2 behaves like mDia1 in Fig. 3b.
Thus the data rule out a simple competition scheme between
CP and FMNL2. Expectedly, the number of BC filaments that
switch to BF filaments changes as the formin concentration is
varied at constant exposure time (Fig. 4b), or as both are
varied (Supplementary Fig. 10 and Fig. 4c). The derived association
rate constant of FMNL2 to BC filaments is k0 þ FMNL2¼ 0.115
mM� 1 � s� 1, 13 times lower than free barbed ends
(kþ FMNL2¼ 1.54mM� 1 � s� 1, Supplementary Fig. 11). As expected,
the value of kobs¼ k0 �Cþ k0 � FMNL2 was found to be independent
of the experimental conditions (kobs¼ 0.01407±0.00153 s� 1).

Using equations (1–3) (see Methods section) we calculate
k0 �C¼ 4.7±0.51� 10� 3 s� 1and k0 � FMNL2¼ 9.4±1.0� 10� 3 s� 1

(NBF/B0¼ 0.334±0.026). Note that CP dissociates at very similar
rate from BCF state for both mDia1 and FMNL2.

In summary, FMNL2, like mDia1, binds a CP-bound barbed
end and displaces CP from the barbed end. However, a much
higher concentration of FMNL2 than mDia1 is required to uncap,
possibly due to the lower affinity of FMNL2 for the barbed end.
Consistently, pyrene polymerization assays show modest
uncapping activity of FMNL2 (Supplementary Fig. 12). In
conclusion, formation of a ternary BFC complex is not restricted
to formin mDia1.

Potential structural organization of the BFC complex. We next
examined whether the present data and known relevant
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structures of CP and the formin FH2 domain dimer29–33 allow
simultaneous binding of CP and formin in the BFC state,
consistent with its functional properties (see Methods section).
The CP ab heterodimer binds the two terminal actin subunits
(B1 and B2) of actin filament barbed ends in the helical,
167�-twisted configuration of F-actin30,31. Recent EM data at 4 Å
resolution confirm this structural organization in the CapZ-
capped dynactin filament34. In contrast, nonpolymerizable actin
subunits are oriented in the FH2-actin crystal structure in a
helical 180� pseudo F-actin configuration32, a conformation that
presumably prevents the formation of main CP barbed-end
contacts. Molecular dynamics studies provided insights into the
BF complex in a 167�-twisted filament35. To challenge the
simultaneous interaction of formin and CP with the standard
helical filament barbed end, the mDia1-FH2 dimer (chains FH21

and FH22) was superimposed in the ‘open’ state on the two
terminal barbed-end protomers. This ‘open’ state has been
proposed to be adopted during G-actin association4. Most of
the FH2-actin contacts are conserved in the 167�-F-actin context,
in particular those made by the FH2 knob region, a main actin-
binding element. When this structure is superimposed on the BC
complex structure, steric clashes appear between CPb and the
post region of the FH21 protomer. In addition, while a strong
steric conflict takes place between the b-tentacle of CP and the
knob region of FH21, the main electrostatic interactions of CPa
with B1 and B2 are not impaired (Fig. 5a–c).

We tentatively propose the following structural rearrangements
to resolve the above mentioned steric conflicts. In the ternary
BFC complex, the hydrophobic cleft of the terminal subunit B1

can be occupied by the knob of the FH21 protomer, while the
CP’s b-tentacle remains unbound (Supplementary Fig. 13). This
proposal is based on the low affinity of CP found here for BF,
which is consistent with the reported 300-fold weakening of CP
binding on removal of the b-tentacle. In contrast, the removal of
the a-tentacle, abolishes binding13,31. In this putative BFC state,
the strong bonds formed by ab-CP with B1 and B2 might
maintain the capping activity of CP and promote the partial
dissociation of FH21 from B1, thereby weakening the binding of
the FH2 without affecting the contacts between FH22 and F-actin
(Supplementary Fig. 13). The flexibility of mDia1 due to its long
linker region, may as well enable binding of formin to a
CP-capped barbed end. Mutual weakening of the interface of each
protein with F-actin might facilitate dissociation of BFC into BF
and BC (Fig. 5d).

The destabilization of formin–actin interactions by CP should
also facilitate force-induced dissociation of formin from BFC. The
exposure of the post region of FH21 may allow some interaction
with G-actin, facilitating the displacement of CP from BFC. The
displacement of formin from barbed ends by CP can also be
accounted for within this model, since the strong electrostatic
interactions between CP and free barbed ends30 are unaffected by
prior formin binding. The model is schematically summarized in
Fig. 5d.

Discussion
We show that in contrast with most conventional views, CP and
formin (both mDia1 and FMNL2) can simultaneously bind
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filament-barbed ends, albeit with mutually lowered affinities.
As a result, they exhibit higher dissociation rates, which is key to
the rapid displacement of one regulator by the other. Single-
filament kinetics and single-molecule fluorescence explain the
rapid arrest of propulsion of formin-coated beads and detach-
ment of formin-induced bundles3, and provide the kinetic
characterization of the molecular mechanism for CP and
formin interaction dynamics with the barbed end in the ternary
BFC complex.

At the current resolution of optical microscopy, it is not
possible to ascertain the exact position and mechanism
of interaction of the two molecules at the barbed face of
F-actin terminal subunits. Hence the insight provided by
biochemical function, which reflects defined protein–protein
interactions, is crucial and precedes a structural study at atomic
resolution.

We find that on binding to formin-bound barbed ends, CP
retains its capping activity in the BFC state while its dissociation
from barbed ends, monitored by resumed processive elongation
by formin, is enhanced by the presence of formin. We do not
directly monitor the dissociation of CP from BFC. However, the
fact that the system is well-described by a first-order process of
conversion of the ternary complex into only two states, BF and
BC, indicates that dissociation of CP from BFC is kinetically
coupled to the formation of active BF. The rates of formin and CP
dissociation from BFC/BCF are roughly independent of their
order of addition to barbed ends, as well as the values of the
thermodynamic parameters K0C and K0F. The derived isoenergetic
square is reasonably balanced. The functional biochemical
evidences strongly suggest that in the ternary BFC/BCF state,
both CP and formin maintain a fraction of their original contacts
with the two terminal actin subunits.

Notably, the dynamics of CP and formin have been mainly
monitored in the presence of PA (except for k0 þ F) but may differ
in the absence of actin and with profilin only. More extensive
investigations are required to establish the full array of rate
constants for interaction of formin itself and its interplay with CP
in regimes of growth (ATP-bound terminal subunits) and
depolymerization (ADP-bound terminal subunits). In spite of
its lower affinity for barbed ends (even lower for CP-bound
barbed ends), FMNL2 also forms a ternary complex with
CP. Since the FH2 domain is conserved among diaphanous-
related formins (Supplementary Fig. 14), the ability of formins
and CP to simultaneously bind barbed ends may have general
significance.

The displacement of formin from the barbed end by CP may
have implications in the regulation of filament length. Filament
bundles in filopodia are initiated by a cluster of mDia2
formins36,37, which in vitro rapidly assemble tens of microns
long filaments before detaching. Nevertheless, filopodia are only a
few micrometres long, which indicates that formin activity is
regulated by other proteins. The recent evidence for CP being
responsible for the tapered morphology of filopodia tips8,38

brings support to the view that CP causes formin detachment,
as follows.

If we consider a typical bundle of a few tens of filaments, and
assume a typical CP concentration of the order of 100 nM, we
find that the population of elongating filaments steadily decreases
down to few filaments in few minutes. Over that time, the bundle
(that is, in a filopodium) growing at a typical rate of 100 nm � s� 1

(ref. 39) can reach a length of a few microns (see Supplementary
Fig. 15 and its caption for details). Therefore, the measured rate at
which a formin-bound barbed end is capped is compatible with
what can be observed in filopodia in vivo22,39.

Is the ability of formin to uncap CP from filament barbed ends
physiologically relevant? Uncappers such as CARMIL and

proteins of the CapZIP family (CIN85/CD2AP, CKIP-1 and the
WASH-associated FAM21 protein) mediate rapid CP dissociation
from the barbed ends, often in a site-directed fashion, suggestive
of their ability to capture CP-capped filaments40,41. Uncapping of
CP is mediated by multimeric WH2 proteins such as VopF
(ref. 42) and Ena/VASP, also involved in filopodia formation22.
As FH2 and WH2 domains share binding sites on the barbed face
of actin, formin and WH2 proteins might use similar mechanisms
to displace CP.

CP is the major barbed-end capper in filopodia of migrating
cells8. Eps8, another capper43 is also found in axonal filopodia of
hippocampal neurons44 and uses the same structural element as
WH2 domains, formins, CapG, gelsolin and CP in its actin-
binding mode45. Our results suggest that Eps8 and other proteins
may rapidly displace formins from the barbed ends and vice
versa.

In conclusion, CP plays a dual function in motile processes.
CP helps maintaining a large pool of polymerizable monomeric
actin46, which is essential for rapid site-directed actin poly-
merization, thus facilitating protrusive activities. Consistently,
CP-depleted cells display short filopodia8. Here we propose a
novel role for CP in regulating formin-based processes by limiting
the dwell time of formin at barbed ends. Conversely, formin can
bind a capped barbed end and restore its fast growth by
displacing CP. The kinetic information provided here set the
stage for in vivo investigations of functional interactions of CP
and formin in organelles like filopodia.

Methods
Proteins. Actin was purified from rabbit muscle and pyrenyl- or Alexa488
succinimidyl ester-labelled (on lysines) using standard procedures. Profilin, CP,
spectrin–actin seeds and the FH1–FH2–DAD domain of human formin mDia1
were expressed and purified3. Spectrin–actin seeds were biotinylated25.
SNAP–FH1–FH2–DAD–His plasmid of mDia1 (ref. 47) (kindly provided by David
Kovar, University of Chicago, IL), was bacterially expressed in Escherichia coli cells
(BL21) and purified through HisTrap and gel filtration columns. Biotinylation or
Alexa488 labelling of formin was done by reacting benzylguanine–biotin or
benzylguanine–Alexa488 with SNAP-mDia1(FH1–FH2–DAD) following standard
vendor procedure (NewEngland Biolabs).

The C-terminal FMNL2 construct carrying the terminal eight consecutive
proline residues in the FH1 domain, amplified from the FMNL2 cDNA
(NP_443137.2) by PCR, was cloned into SalI and NotI sites of pGEX-6P-3
containing a N-terminal GST tag. GST–FH1(8P)–FH2–C plasmid of FMNL2
(ref. 28) (kindly provided by Jan Faix) was expressed in E. coli Rosetta (DE3) and
purified through GST Trap and size-exclusion (Superdex 200 16/60)
chromatography.

The CIN85 construct, amplified from the Cin85 cDNA (NP_114098.1) by PCR,
was cloned in a modified pGEX-6P1 expression vector containing a C-terminal
Strep-tag II and an N-terminal histidine–thioredoxin fusion tag. The protein was
expressed in E. coli Rosetta (DE3) cells and purified to 98% purity through HisTrap
chromatography, precision cleavage of the his–thioredoxin tag, StrepTrap and
size-exclusion (Superdex 200 16/60) chromatography. The uncapping activity of
CIN85 was monitored spectrofluorimetrically by measuring the restoration of
barbed-end growth of CP-capped filaments from G-actin (2 mM, 2% pyrenyl
labelled) in a range of CIN85 concentrations. The CIN85 concentration used in
the assays provided about 70–80% uncapping.

Bead assay for testing CP binding to formin mDia1. Biotin-functionalized
polystyrene beads (Polysciences Inc.) were washed in G-buffer (5 mM Tris-HCl pH
7.8, 0.2 mM ATP, 0.1 mM CaCl2 and 1 mM DTT), incubated with 0.5 mg ml� 1

neutravidin for 15 min, washed twice with 50� excess volume G-buffer and
incubated with 500 nM biotinylated mDia1 formin for 1 h. Following two washing
steps as above, the mDia1-functionalized beads were split into two samples: one
was loaded on the gel directly (Supplementary Fig. 1, lane 2) and the other was
further incubated with 500 nM CP for 1 h. The beads were centrifuged. The
supernatant with unbound CP was submitted to SDS–PAGE (lane 6). The beads
were washed twice with G-buffer as above, and submitted to SDS–PAGE (lane 3).
All incubations were done with 0.1% bovine serum albumin present to prevent
non-specific binding of mDia1 and CP to the beads. All reactions were carried out
at 4 �C. The gel was Coomassie Blue stained.

Single-filament microscopy. The kinetics of individual filament assembly/
disassembly was monitored using microfluidics coupled to fluorescence
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microscopy24,25 (ref. 23 for review). A 40-mm-high polydimethylsiloxane (PDMS)
mould with three inlets was stuck onto a clean coverslip. First, the coverslip surface
was functionalized and passivated using a 1:40 PLL-PEG-Biotin:PLL-PEG mixture
(SuSos) at 1 mg ml� 1 in PBS, for 30 min at room temperature. The chamber was
rinsed and further incubated with 10 mg ml� 1 neutravidin in PBS for 5 min.
Filaments were then initiated either from biotinylated spectrin–actin seeds
exposing their barbed ends in a distal position to PA, CP or formin, or from
immobilized biotinylated SNAP-mDia1 (FH1–FH2–DAD) formin with their
pointed ends in a distal position, thus allowing insertional filament assembly25.
Actin was 10% Alexa488-labelled in assays where filament pointed ends were
anchored by spectrin–actin seeds. When filaments were assembled from
immobilized formin (anchored growing barbed ends), filaments were initiated with
15% Alexa488-labelled actin, then elongated from unlabelled actin and their
dynamics were monitored25. All experiments were carried out at room temperature
in F-buffer (5 mM Tris-Cl� pH 7.8, 0.2 mM ATP, 1 mM MgCl2, 0.2 mM EGTA,
50 mM KCl, 10 mM DTT and 1 mM DABCO). Standard polymerization conditions
are 1 mM actin and 4 mM profilin.

Microscopy data acquisition and analysis. Actin filaments were imaged on three
different microscopes. Most experiments were performed on an Olympus IX71
microscope equipped with a � 60 objective and a Cascade II EMCCD camera
(Photometrics); Anchored formin renucleation activity after CP exposure
(Supplementary Fig. 7) were performed on a Nikon TE-2000U microscope
equipped with a � 60 objective and a sCMOS OrcaFlash2.8 camera (Hamamatsu)
controlled by mManager; Experiments for the determination of the k0þ F for mDia1
(Fig. 3c,d) were performed on an ELYRA microscope (Zeiss) with a � 100
objective (numerical aperture 1.46) and an iXon 897 (Andor) camera from the
ImagoSeine imaging platform (Institut Jacques Monod, Paris). Experiments were
conducted in epifluorescence (mercury lamp, typical exposure duration: 500 ms) or
in TIRF (typical exposure: 100 ms) at a maximal frame rate of three images
per second. Images were analysed using the ImageJ Kymograph plugin. One actin
subunit contributes to 2.7 nm of the filament length. Background fluorescence was
subtracted automatically using the built-in rolling-ball background subtraction
algorithm (rolling-ball radius 20 pixels). Typically at least 80–100 filaments were
monitored in a field of view and 100% of these filaments were counted in the
cumulative distribution functions (CDFs) showing the time course of the various
complexes.

The fraction of filaments showing a change in growth behaviour (arrest of
growth, switch from slow to fast processive growth and so on) on addition of
formin or CP or PA to the flow were plotted versus time to generate cumulative
distributions. The kinetics of disappearance of BFC (or BCF) linked to formation of
BF and BC were analysed using the simple kinetic scheme (Fig. 2)

BFC !
k0�C BFþC

BFC!
k0� F BCþ F

The system is described by the following differential equations

d BFCð Þ=dt¼�BFC k0� Fþ k0�C

� �

d BFð Þ=dt¼k0�C BFCð Þ

d BCð Þ=dt¼k0� F BFCð Þ
BFC, BF and BC all vary exponentially with rate constant (k0 � Fþ k0 �C). The value
of k0 � F and k0 �C was derived from the relative fraction of filaments in BF and BC
states as follows:

BFC tð Þ=BFC0¼e�ðk
0
�C þ k0� F Þt ð1Þ

BF tð Þ=BFC0¼ð
k0�C

k0�C þ k0� F
Þ�ð1� e�ðk

0
�C þ k0� F ÞtÞ ð2Þ

BC tð Þ=BFC0¼ð
k0� F

k0�C þ k0� F
Þ�ð1� e� k0�C þ k0� Fð ÞtÞ ð3Þ

Hence NBF/NBC¼ k0�C/k0� F. All experiments were performed at least four times
with various preparations of actin, CP, profilin and formin. The values of rate
parameters given in Table 1 are representative of several measured values.

On-rates and off-rates of CP and formin on free barbed ends. The association
rate constant for formin, kþ F was measured by exposing the filaments growing in
PA flow to a flow containing varying concentrations of formin along with PA.
CDFs calculated for filaments that switched from slow elongation to fast elongation

(Bþ F!kþ F
BF), were used to measure the on-rate of formin on the barbed end

(kþ F) as follows. The CDFs were analysed in terms of single pseudo exponentials
(kobs) at various concentrations of formin. The association rate constant kþ F was
derived as the slope of the linear increase in kobs with formin concentration. To
measure the off-rate of formin, fast-elongating filaments (BF) were observed in
presence of PA until they switched to slow elongation (B). The CDF for these

filaments (BF!k� F Bþ F) was fitted with an exponential function to obtain k� F

(Supplementary Fig. 4). Similarly, the association rate constant of CP for barbed
ends, kþC, was derived from analysis of the CDF of filaments going from slow
elongation (B) to complete pause in the presence of PA and at various con-

centrations of CP (BþC !kþC
BC). k�C was measured from the CDF of paused

filaments (BC) switching to slow elongation in the presence of PA and absence of

CP in the flow (BC !k�C BþC; Supplementary Fig. 5).

mDia1 does not aggregate following fluorescent labelling. SNAP-mDia1-
Alexa488 molecules, non-specifically attached on the coverslip, were exposed
continuously to the acquisition laser and TIRF images were acquired at fast frame
rate (three images per second). The bleaching experiments were conducted in
buffer without DABCO47. A circle of 1 mm diameter was drawn around each spot
and the integrated intensity of this area was measured using ImageJ. The average
local background of all spots was measured and subtracted from each integrated
intensity measurement. Majority of the spots showed either a single- or double-step
bleaching profile, consistent with the dimeric nature of mDia1 (Supplementary
Fig. 2).

mDia1 remains anchored and active after exposure to CP. Presence and activity
of biotin-SNAP-mDia1 specifically anchored to PEG passivated glass coverslip in
microfluidics (set-up #2) are probed by exposing them alternatively to a nucleation
condition (F-buffer at 25 mM KCl, 2 mM 20% Alexa488 actin and 0.4 mM profilin)
and observation condition (F-buffer at 100 mM KCl, 1 mM unlabelled actin and
4 mM profilin) for 15 s each. One frame is acquired every 30 s. The localization and
the time of newly formin-nucleated filaments are recorded. This allows us to
localize individually all formins spots on the surface. In the control experiment,
we measured the time needed for a randomly chosen sub-population of formins to
nucleate a second filament after having detached their first nucleated filaments,
to obtain the cumulative distribution of formin renucleation with time
(Supplementary Fig. 7). In a second experiment, formins that elongate filaments
(BF) are exposed to 400 nM CP to get BFC filaments and a randomly chosen
sub-population of the formins that released their filaments after CP exposure (that
is, BFC-BCþ F) are tracked and subjected to a renucleation experiment similar to
the control case described above. This leads to the cumulative distribution of
formin renucleation with time after CP exposure (Supplementary Fig. 7 and
Supplementary Movie 2).

Bulk solution measurements. Barbed-end growth was monitored using pyrenyl-
labelled actin fluorescence changes. A solution of 5 mM F-actin (2% pyrenyl
labelled) and 5 nM CP was used as seeds. These capped filaments were diluted
25–50-fold in F-buffer containing G-actin (2% pyrenyl labelled), profilin, formin
and CIN85 as indicated. Changes in pyrenyl-actin fluorescence were monitored
using a Safas Xenius spectrofluorimeter.

Structural model of CP and mDia1-FH2 bound to barbed ends. For structure
display and structural modelling of the proposed BFC state, we used the PYMOL
Molecular Graphics System (http://www.pymol.org) and the following available
structural information regarding CP and FH2 interactions with actin: crystal
structure of CP29, the structure of CP bound to barbed ends from cryo-EM30,
under consideration of molecular dynamics studies31, the F-actin cryo-EM
structure (PDB: 4A7N), the crystal structure of mDia1-FH2 domain (PDB: 3O4X)
and of TMR-labelled G-actin bound to Bni1-FH2 (ref. 32) taking into account
recent molecular dynamics analysis48. Structural information of the following
studies was further considered: crystal structures of the FH2 domain of mDia1
(ref. 49), F-actin cryo-EM structure50 and of TMR-G-actin bound to FMNL3-FH2
(ref. 51).

The FH2 domain of the yeast formin Bni1 builds a doughnut-shaped head-to-
tail dimer and it has earlier been crystallized as a continuous chain around a 180�
twisted pseudo filament32. The main contacts between CPab and actin at the
interface of the B1 and B2 actin protomers are not (fully) established in this pseudo
F-actin configuration. In the model proposed here for the ternary BFC complex,
the actin coordinates of one Bni1-FH2/G-actin heterodimer (PDB: 1Y64) were
superimposed in the previously defined ‘open’ state on the backbone Ca atoms of
the terminal actin subunits B1 and B2, respectively, of the helical, 167�-twisted
F-actin filament (PDB: 4A7N). Monomeric mDia1-FH2 domains including
the C terminal, elongated aT-helix and the DAD domain (PDB:3O4X) were
superimposed on the backbone Ca coordinates of Bni1-FH2 to generate an
mDia1-bound F-actin barbed end. Finally, the F-actin barbed end in complex with
CP (PDB data kindly provided by Y. Maeda) was superimposed on the protein
backbone Ca atoms of the terminal G-actin subunit B1 (PDB: 4A7N) of the
formin-bound actin filament. In this Electron Microscopy (EM) structure of BC,
the CPb subunit binds with its amphipathic b-tentacle to the hydrophobic
target-binding cleft between subunit 1 and 3 of the B1 actin protomer, while the
basic a-tentacle of the CPa subunit forms electrostatic interactions at the interface
of B1 and B2 at the barbed end. To gain a better overview, the linker and lasso
regions of mDia1-FH2 were not included into the illustration of the steric clashes
in Fig. 5a–c. For the BFC model depicted in Supplementary Fig. 13, the lasso
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regions were separately superimposed on the post subdomains and the
unstructured linker regions were remodelled to reconnect both FH2 hemidimers.
This BFC model does not contain atom clashes and is in agreement with
polypeptide geometry.
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actin, CP and profilin and Pierre Montaville for invaluable help and advice in SNAP-tag
labelling of mDia1.

Author contributions
S.S. and M.-F.C. conceived the project. S.S., A.J., M.K., G.R.-L., M.-F.C. and S.K.
conducted experiments and analysed the data. S.S., A.J., G.R.-L. and S.K. prepared the

NATURE COMMUNICATIONS | DOI: 10.1038/ncomms9730 ARTICLE

NATURE COMMUNICATIONS | 6:8730 | DOI: 10.1038/ncomms9730 | www.nature.com/naturecommunications 11

& 2015 Macmillan Publishers Limited. All rights reserved.



figures. M.-F.C., S.S., A.J., G.R.-L. and S.K. wrote the manuscript. J.P. purified and
characterized CIN85 and FMNL2.

Additional information
Supplementary Information accompanies this paper at http://www.nature.com/
naturecommunications

Competing financial interests: The authors declare no competing financial interests.

Reprints and permission information is available online at http://npg.nature.com/
reprintsandpermissions/

How to cite this article: Shekhar, S. et al. Formin and Capping Protein together embrace
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Chapitre 6
Régulation biochimique et mécanique de

la processivité de la formine mDia1

Le chapitre suivant présente les principaux travaux effectués tout au long de ma thèse,

ayant commencé à étudier l’effet de la force sur la processivité de la formine pendant

le stage précédant ma thèse, lorsque l’équipe était encore au LEBS à Gif-sur-Yvette. Les

travaux présentés par la suite ont été faits à l’institut Jacques Monod. Depuis un an, Luyan

Cao, une post-doctorante, et Emiko Suzuki, une doctorante, participent également au

projet au laboratoire.

Ce projet a débouché sur un article, dont la première version avant soumission est

jointe à la fin de ce chapitre. Dans ce chapitre 6, seront présentées surtout des données

que j’ai obtenues moi-même, accompagnées de données de l’article. Les figures ne corres-

pondent pas forcément à celles de l’article, mais les conclusions sont les mêmes.

6.1 État de l’art : La processivité de la formine

Nous l’avons vu, la régulation du cytosquelette d’actine est primordiale pour beaucoup

de processus, notamment ceux impliquant les réseaux linéaires de filaments. Ces archi-

tectures cellulaires sont à la fois contrôlées par des facteurs biochimiques et mécaniques.

L’importante problématique concernant leurs régulations ne se résout cependant pas en

une seule réponse.

Au cœur de cette problématique, le contrôle in vivo de la longueur du filament d’actine

est primordiale, ne serait-ce que pour des raisons mécaniques. Par exemple, des filaments

trop longs au niveau du lamellipode flamberaient et ne pourraient engendrer la motilité

cellulaire par la suite.
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6.1.1 La processivité de la formine régule la longueur du fi-

lament

Au sein des architectures linéaires et non branchées, la formine assemble des filaments

depuis la membrane de manière processive à partir d’actine-profiline. La processivité de

la formine est étroitement liée à la longueur du filament qu’elle crée. Il est donc important

de l’étudier. C’est la formine qui est impliquée dans l’assemblage des filaments compo-

sant les fibres de stress ou encore l’anneau de cytocinèse. Ces deux entités cellulaires

correspondent à des faisceaux anti-parallèles et contractiles. Des filaments trop courts ou

trop longs ne pourraient donner lieu à une contractilité optimale.

Il faut noter que les longueurs des filaments sont également contrôlées en aval, no-

tamment, par l’action de la cofiline, qui peut désassembler ou fragmenter les filaments.

Cependant ici nous nous posons la question : pourrait-il y avoir un contrôle en amont ? La

processivité de la formine peut-elle être contrôlée directement, et par quels facteurs ?

Nous avons déjà eu un élément de réponse avec la protéine de coiffe. Formant un

complexe avec la formine, elle peut inhiber quelque peu l’activité de la formine. Ce

complexe ternaire a une durée de vie courte, mais cela suffit à imaginer son rôle régulateur

de la longueur des filaments dans la cellule (chapitre 5 et [92]).

6.1.2 La régulation de la processivité est à éclaircir

Par ailleurs, la processivité de la formine a jusqu’à maintenant peu été étudiée spé-

cifiquement. Nous l’avons déjà mentionné dans le chapitre 3, des études observent des

processivités de divers isoformes et quelques protéines ont été décrites comme stoppant

ou réduisant l’activité de la formine [6].

Nous allons nous concentrer sur les études de la processivité de la formine in vitro.

En 2004, l’aspect processif de la formine est observé in vitro par trois études indépen-

dantes. Deux études étudient la processivité de la formine mammifère mDia1 [217, 255]

tandis que l’autre utilise un isoforme de formine de levure Bni1p [120].

En 2006, Kovar et collaborateurs observent différentes processivités entre 4 isoformes

de formines [218] :

Isoforme mDi a1 mDi a2 Bni 1p C dc12p

kdi ssoci ati on kmDi a1
o f f > kmDi a2

o f f = kBni 1p
o f f > kC dc12p

o f f

Valeurs(en sec−1) 1,2.10−3 1,3.10−4 1,3.10−4 6.10−5

Demi-vie (min) ≈ 10 ≈ 90 ≈ 90 ≈ 180
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Cette étude nous montre qu’en plus des différences entre les capacités de nucléation

et d’élongation, les capacités des formines à rester au bout barbé pendant l’élongation

varient beaucoup. Chacune des formines va donc être plus ou moins apte à ajouter des

sous-unités.

6.1.3 La régulation biochimique de la processivité

En 2008, Paul & Pollard ont spécifiquement étudié la processivité de la formine de

levure Bni1p [205].

En chambre ouverte, ils observent l’influence de la concentration d’actine sur le

taux d’élongation de la formine Bni1p. Ils travaillent avec la construction sauvage de

Bni1p, possédant 4 segments poly-prolines sur ses domaines FH1 mais également d’autres

constructions aux domaines FH1 tronqués ou rallongés (notamment Bni1(pP8FH2)p, qui

possède 8 segments poly-prolines sur chaque hémidimère du domaine FH1). Ils regardent

par la même occasion le temps de résidence de la formine Bni1(pP8FH2)p. Ainsi, ils

mesurent la dépendance de la concentration d’actine sur le taux de détachement de la

formine Bni1p, dont la figure correspondante, issue de leur étude [205], est visible en

figure 6.1.

De ces données, ils déduisent que le taux de détachement de la formine est directement

proportionnel au taux d’élongation du bout barbé. Puisque ce taux d’élongation varie

uniquement avec la concentration d’actine, la profiline étant fixée à 5 µM , cela suggère

que la concentration en actine influe directement sur le taux de détachement. C’est

notamment en se basant sur ce résultat qu’ils déduisent le modèle d’élongation processive

du "saut enclenché", où la translocation d’un hémidimère du domaine FH2, lié au bout

barbé, est engendrée par l’ajout d’un monomère d’actine. L’ajout et la translocation du

domaineFH2sefaitalorsd’autantplusfréquemmentquelaconcentrationenactineest

grande. Pendant la translocation de l’hémidimère, la liaison de la formine au bout barbé

est plus faible, rendant sa complète dissociation plus probable. Ainsi, la concentration

d’actine favorise le détachement de la formine du bout barbé (voir figure 6.1).

Toutes ces études traitant de processivité sont faites à diverses concentrations de sel

ou de profiline : 5µM de profiline et 100 mM KCl pour Roméro et collaborateurs [255] ; 4

µM de profiline et 50 mM KCl pour Kovar et collaborateur [218] ; puis 5µM de profiline et

50 mM KCl pour Paul & Pollard [205].

Plusieurs études décrivent le rôle des différents domaines de la formine dans la nu-

cléation et l’élongation processive, comme nous l’avons vu en chapitre 3. Le domaine

FH2 est impliqué dans la liaison processive de la formine au bout barbé, tandis que le
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FIGURE 6.1 L’actine favorise le détachement de Bni1p. Est représenté la dépendance
du taux de dissociation de Bni1(pP8FH2)p, depuis des bouts barbés polymérisant aux
divers taux moyens d’élongation représentés en abscisse. Les 7 taux moyens d’élongation
sont issus d’une autre figure de l’étude montrant le taux d’élongation de filaments en
fonction de 7 concentrations d’actine, à une concentration de profiline fixée à 5 µM et à
une concentration de sel de 50 µM . Pour chacune des ces expériences, les dissociations
des formines sont également notées en fonction du temps, et inclues dans une fonction
de répartition, dont la pente initiale donne le taux de dissociation. Cette figure est issue
de l’article de Paul &Pollard [205].

domaine FH1 est impliqué dans l’accélération de cette élongation, par l’intermédiaire de

la profiline. À une concentration d’actine fixée, la profiline module biphasiquement le

taux d’élongation du bout barbé en présence de formine, mais aucune étude ne décrit

l’action de la profiline sur la processivité. Le mécanisme décrivant cette modulation, via

la formation de "ring complex", ne contient aucune hypothèse sur le rôle de la profiline

sur le temps de présence de la formine au bout barbé [208]. Le domaine FH1 n’a pas non

plus encore été lié au temps de résidence de la formine au bout barbé.

Tout cela nous amène à l’étude de l’influence du sel, de la concentration en monomères

d’actine puis en profiline sur la processivité.
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6.1.4 La régulation mécanique de la processivité

Outre les facteurs biochimques, aucune étude n’a étudié comment cette processivité

pouvait être modifiée par des facteurs mécaniques. La formine est pourtant une protéine

mécanosensible, en tout cas pour ce qui est de son activité d’élongation. Comme vu

précedemment, lorsqu’elle est mise sous tension, quelque soit l’état nucléotidique des

monomères et avec ou sans profiline, sa vitesse d’élongation est stimulée et augmente

jusqu’à un facteur 2 pour l’isoforme de formine de mammifère mDia1 [102, 128].

C’est de cette étude de l’influence de la force sur l’élongation qu’est né le projet

concernant l’influence de la tension sur le temps de résidence de la formine.

6.2 Résultats

6.2.1 Résumé des résultats

Nous avons observé que la processivité de la formine mDia1 est très sensible à la pré-

sence du sel et à la fraction de monomères marqués. Nous avons également observé l’effet

de la vitesse d’élongation, qui peut être variée en changeant la concentration en actine ou

en profiline. D’une part, l’actine réduit la processivité, à n’importe quelle concentration

de profiline. D’autre part, la concentration en profiline augmente cette processivité, in-

dépendamment du taux d’élongation. Cela suggère qu’une incorporation de monomère

diminue la processivité, tandis que la profiline, augmentant l’implication des domaines

FH1, améliore la processivité. Enfin, la tension exercée sur les formines abaisse fortement

la processivité : quelques piconewtons réduisent la processivité de plusieurs ordres de

grandeurs. Cet effet purement mécanique prédomine sur les facteurs biochimiques. Ces

résultats nous indiquent que les contraintes mécaniques de tensions joueraient un rôle

prédominant dans le contexte cellulaire. Cette étude nous aide à construire un modèle

plus complet de l’élongation processive par les formines.

6.2.2 Le sel réduit la processivité

Les premières expériences faites en configuration bout barbé libre se basent sur les

concentrations en sel des différentes études observant les processivités des différents

isoformes, à 50 mM KCl et 100 mM KCl. Le sel réduit grandement la processivité de mDia1

(voir figure 6.2). Une concentration doublée en sel provoque une diminution d’un facteur
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3 de la processivité. Cet effet semble indépendant de la configuration utilisée, puisqu’il a

été également observé pour des formines ancrées (voir figure 6.7 et figure 3 de l’article).

FIGURE 6.2 Le sel réduit la processivité. A : Des expériences faites en bout barbé libre à
1 µM d’actine, 4 µM de profiline, puis à 50 mM KCl ou 100 mM KCl, dont les fonc-
tions de répartitions sont montrées, peuvent être modélisées par des fonctions mono-
exponentielles décroissantes (lignes pleines). B : Taux de dissociations à 50 mM KCl :
k50

obs ≈ 1,8.10−3 sec−1 ; puis à 100 mM KCl : k100
obs ≈ 4.7.10−3 sec−1. Erreurs estimées par

simulation.

Article Ces résultats sur l’effet du sel ont été confirmés pour d’autres expériences effec-

tuées à d’autres concentrations de sel (voir figure 1 de l’article). La processivité décroit

donc très fortement en fonction de la concentration en sel. Comme nous le verrons, selon

nos observations, l’effet d’autres protéines sur la processivité reste vrai à 50 ou 100 mM

KCl.

6.2.3 La fraction de marquage de l’actine perturbe l’action

de la formine

Les diverses expériences de ce projet ont été faites avec diverses fractions de marquage

(nul ou avec un taux de 15 %, avec l’Alexa 488). L’expérience utilisant un marquage nul

utilise les filaments rayés (voir méthodes). La présence des monomères marqués réduit

la vitesse d’élongation (voir figure 1 de l’article), en cohérence avec l’étude de Kuhn et

collaborateur [237]. Nous avons alors supposé que le taux pourrait être un paramètre
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modulant la processivité. Une étude spécifique a été effectuée en configuration bout barbé

libre, aux concentrations d’actine (1 µM) et de profiline (5 µM) fixées, mais également

avec une plus large gamme de taux de marquage (variant de 5% à 37%). Cela nous montre

que la présence de fluorophores sur l’actine réduit fortement la processivité de la formine

(voir figure 1 de l’article).

6.2.4 Effet de la vitesse d’élongation

L’effet de la concentration d’actine sur la processivité

L’article de Paul & Pollard mesure l’effet du taux d’élongation des filaments sur la disso-

ciation de la formine Bni1p, à une concentration de 50 mM KCl. J’ai fait les expériences en

configuration bout barbé libre, à une concentration de 100 mM KCl. J’ai observé, sur plu-

sieurs expériences, le temps de présence des formines allongeant des bouts barbés libres

à diverses concentrations d’actine (actine marquée à 15 %), mais également de profiline.

J’ai tout d’abord tracé l’effet du taux d’élongation sur la dissociation, indépendamment

de la concentration en actine ou en profiline.

FIGURE 6.3 L’actine réduit la processivité de la formine. En configuration bout barbé
libre, la formine (FH1-FH2-DAD-His) assemble des filaments à des concentrations fixées
de profiline (0, 5 ou 20 µM), puis à 1, 2 ou 3 µM d’actine. Cela mène à diverses vitesses
d’élongation. Les taux de détachement (sec−1) correspondant à ces vitesses d’élongation
(su.sec−1) sont montrés sur la figure A, tandis que ceux correspondant aux concentra-
tions d’actine sont montrés sur la figure B. Erreurs taux de dissociation : les données
représentées dans les deux graphiques sont issues des mêmes expériences.
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L’effet monotone, montré par l’étude sur Bni1p, n’est ici valable que si on reste à une

concentration de profiline donnée. Il ne semble pas y avoir de corrélation directe entre le

taux d’élongation et la dissociation (voir figure 6.3.A).

Ce qui est important au vu de ces données, c’est la façon dont varie le taux d’élongation.

En effet, on peut modifier l’élongation de la formine, soit avec la concentration d’actine,

soit de profiline, cette dernière ayant un effet biphasique. En traçant l’évolution du taux

de dissociation en fonction de la concentration en actine (voir figure 6.3.B), pour plusieurs

concentrations en profiline (sans profiline, 5 et 20 µM), on peut montrer que pour chaque

concentration de profiline fixée, l’augmentation monotone est bien visible. On peut alors

déduire que, à profiline fixée, la concentration en actine réduit la processivité.

Article En se basant sur une expérience à filaments rayés, l’influence de la concentration

d’actine sur la dissociation de la formine en absence de profiline a pu être déterminée.

Dans ce cas, le taux de dissociation de la formine augmente également avec la concentra-

tion d’actine (voir figure 2 de l’article et figure 6.3).

L’observation selon laquelle la dissociation de la formine est croissante avec la concen-

tration d’actine, à tout autre paramètre fixé, est cohérente avec l’étude de Paul & Pol-

lard [205]. Nous devons cependant étudier plus en détails la contribution de la profiline

dans la processivité.

L’effet de la profiline sur la processivité

Pour se rendre compte de l’effet de la profiline, on trace directement le taux de disso-

ciation en fonction de la concentration en profiline. On constate alors une décroissance

monotone du taux de dissociation avec la concentration en profiline (voir figure 6.4.A).

L’effet de la profiline sur les vitesses d’élongation est biphasique (voir figure 6.4.B), confir-

mant bien des études ayant observé ce phénomène, rappelés dans le chapitre 3 [218].

Dans une gamme de faibles concentrations de profiline, tandis que l’élongation aug-

mente, le taux de dissociation diminue. Ceci confirme que la profiline n’abaisse pas la

processivité en abaissant le taux d’élongation, mais bien par un effet propre.

De plus, des expériences de détachement de formine (FH1-FH2-DAD-His) au cours

du temps ont été faites en absence de profiline, en se basant sur l’expérience à filaments

rayés. Il semble que le taux de détachement, obtenu à concentration de profiline nulle,

soit proche de celui obtenu avec une concentration de 1 µM de profiline (voir figure 6.4.A).

La précision de l’expérience ne nous permet pas de savoir si le détachement augmente ou

décroit légèrement entre ces deux conditions (voir figure 2 de l’article).
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FIGURE 6.4 La profiline augmente la processivité de la formine, indépendamment
de son effet sur la vitesse d’élongation du bout barbé. A : En configuration bout
barbé libre, sont étudiées les formines possédant 14 (FH1-FH2-DAD-His, notée
P14), 6 (FH16pol y−pr ol i nes-FH2-DAD-His, notée P6), ou 2 segments poly-prolines
(FH12pol y−pr ol i nes-FH2-DAD-His, notée P2). Elles assemblent des filaments à une concen-
tration d’actine fixée à 1 µM et marquée à 15 % ou sans marquage (pour la formine
(FH1-FH2-DAD-His), voir légende), et à diverses concentrations de profiline, notées ici en
abscisse. Les taux de détachement correspondants sont notés en ordonnée. Erreurs taux
de dissociation : erreurs estimées par simulation et de plus nous prenons, le cas échéant,
les artefacts d’ancrage en compte. B : Sont représentées les évolutions des vitesses d’élon-
gation correspondant aux mêmes conditions que celles de la figure A, pour des bouts
barbés allongés avec les 3 constructions de formines différentes (voir légende). Erreurs
vitesses d’élongation : écart-types des vitesses calculées pour toute la population de bouts
barbés pendant l’expérience.

La profiline et le domaine FH1 Ainsi, la profiline augmente nettement la processivité.

Nous avons voulu savoir plus spécifiquement son rôle dans la processivité, puisque la

profiline peut potentiellement intervenir via une interaction directe avec les sous-unités

du bout barbé, sans interagir avec le domaine FH1, ou bien via son interaction avec le

domaine FH1.

L’action de la profiline sur la processivité via son interaction avec le domaine FH1

pourrait être due à la formation du "ring complex". En effet pendant sa formation, en plus

du domaine FH2, le domaine FH1 interagit avec le bout barbé par l’intermédiaire de la

profiline. La formine est d’autant plus liée au filament, potentiellement plus processive.

Stériquement, le domaine FH1 pourrait empêcher ou limiter la dissociation du domaine

FH2. Il pourrait également, en cas de rupture des liaisons entre FH2 et le bout barbé,

perturber la diffusion du domaine FH2 et lui permettre de se lier à nouveau au bout barbé.
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Aussi, la probabilité que le "ring complex" se forme augmente avec la concentration

en profiline, comme nous l’avons vu en chapitre 3. Cela expliquerait donc pourquoi la

formine est d’autant plus liée au bout barbé en présence d’une forte concentration de

profiline.

Les troncations du domaine FH1 inhibant faiblement ses fonctions Pour tester cette

hypothèse, une possibilité est de tronquer le domaine FH1 de mDia1. Cela pourra po-

tentiellement réduire la probabilité de formation de "ring complex", puisque moins de

segments poly-prolines "n’amènent" pas autant de complexes d’actine-profiline au bout

barbé [224]. La formine y serait alors moins liée au cours du temps et la processivité

serait réduite par rapport à la construction normale de mDia1, contenant 14 segments

poly-prolines sur un des hémidimères du domaine FH1.

Luyan Cao a alors créé deux nouvelles constructions de formine, contenant :

— 2 segments poly-prolines (FH12pol y−pr ol i nes -FH2-DAD-His)

— 6 segments poly-prolines (FH16pol y−pr ol i nes -FH2-DAD-His)

J’ai ensuite étudié la processivité de ces deux constructions de formines, en configura-

tion bout barbé libre.

A concentration d’actine fixée à 1 µM et à 100 mM KCl, on constate, pour les deux

constructions, une décroissance monotone du taux de dissociation en fonction de la

concentration en profiline (voir figure 6.4.A). De plus, à chaque concentration de profiline,

la construction ayant un très court domaine FH1 (FH12pol y−pr ol i nes -FH2-DAD-His) se dis-

socie plus rapidement que les deux autres, qui contiennent 6 et 14 segments poly-prolines

sur leurs hémidimères FH1. Dans chacune de ces conditions, les vitesses d’élongation

en présence de la formine (FH12pol y−pr ol i nes -FH2-DAD-His), sont inférieures à celles

obtenues avec les deux autres constructions. Les différences entres les constructions

contenant 14 ou 6 segments poly-prolines ne semblent pas significatives tant au niveau

de leurs taux de dissociation que de leurs vitesses d’élongation (voir figure 6.4).

En résumé, seule la formine au domaine FH1 fortement tronqué (FH12pol y−pr ol i nes

-FH2-DAD-His) voit à la fois sa processivité et sa vitesse d’élongation diminuées par

rapport à la construction initiale (FH1-FH2-DAD-His). En présence de profiline, il semble

qu’une probabilité d’interaction entre le complexe d’actine-profiline et le bout barbé, via

le domaine FH1, est plus importante avec un grand nombre de segments poly-prolines.

Cela confirme ce qu’avait également observé Courtemanche et collaborateurs, regardant

de troncations des domaine FH1 sur l’activité de Bni1p [224].
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Article : la profiline n’a pas d’effet sur la processivité sans le domaine FH1 Dans le

but d’étudier le rôle de la profiline et du domaine FH1, une autre construction à été

créée, purifiée puis étudiée par Luyan Cao. Il s’agit de la construction de formine mDia1

ne possédant pas le domaine FH1, soit seulement un domaine FH2 fonctionnel (FH2-

DAD-His). Cette construction, comme des constructions similaires mentionnées dans le

chapitre 3, suffit à nucléer et suivre processivement le bout barbé d’un filament d’actine,

ce qui a été vérifié pendant nos expériences (voir figure 3 de l’article). N’ayant pas non plus

réussi à marquer cette formine de manière à la suivre plus simplement, elle est étudiée

en configuration formine ancrée, ancrage qui se fait via son étiquette His. Du fait de cet

ancrage, la formine ne peut être étudiée à force purement nulle, comme c’est le cas pour

une configuration en bout barbé libre. Nous estimons tout de même qu’avec un faible

écoulement la force exercée sur le domaine est négligeable, d’une valeur d’environ 0.1-0.2

pN. Nous nucléons initialement le filament avec de l’actine marquée, mais le reste de

l’étude du détachement des filaments de la formine (FH2-DAD-His) se fait avec de l’actine

non marquée.

C’est dans ces conditions que la processivité de cette formine (FH2-DAD-His) est

étudiée. À concentration d’actine fixée à 1 µM , la formine (FH2-DAD-His) est étudiée à

plusieurs concentrations de profiline (0, 5 et 10 µM , voir figure 6.5). La profiline abaisse de

façon monotone la vitesse d’élongation du bout barbé (voir figure 3 de l’article). De plus,

on observe que le taux de dissociation augmente linéairement avec la vitesse d’élongation,

et ce de la même manière et indiscernablement pour les 3 concentrations de profiline

(voir figure 6.5). Dans le cas où le domaine FH1 est absent, il est attendu qu’un excès

de profiline entre en compétition directement pour le bout barbé, ce qui résulte en une

diminution de la vitesse d’élongation même à faible concentration de profiline.

On a ensuite comparé ces expériences avec celles faites à base de filaments rayés,

utilisant la construction de formine mDia1 (FH1-FH2-DAD-His), de l’actine non marquée

et sans profiline. Ces études ont été faites à trois concentrations d’actine différentes (0.3,

0.6 et 1 µM). Ces 3 concentrations allongent le bout barbé à des taux d’élongation de la

même gamme que les taux d’élongation correspondant aux expériences précédentes faites

avec la formine (FH2-DAD-His). Comme le montre la figure 6.5, le taux de dissociation

augmente avec le taux d’élongation et de façon similaire au cas de la formine (FH2-DAD-

His).

Les données du détachement en fonction du taux d’élongation sont indiscernables

pour chacune des 3 expériences décrites ci-dessus :

— Formine (FH2-DAD-His), sans profiline

— Formine (FH2-DAD-His), avec profiline
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FIGURE 6.5 L’interaction FH1-profiline est nécessaire pour une régulation de la proces-
sivité par la profiline. En configuration ancrée, les formines (FH2-DAD-His) assemblent
à force négligeable, des filaments à 1µM d’actine, avec 0, 5 ou 10 µM de profiline. Leurs
taux de détachements et les vitesses d’élongation sont mesurés. Les taux de détachement
(sec−1) correspondant à ces vitesses d’élongation (su.sec−1) sont indiqués par les points
représentant chacun une expérience différente. Avec d’autres expériences, à filaments
rayés, des filaments sont assemblés par les formines (FH1-FH2-DAD-His), en absence de
profiline ("0 µM (FH1 FH2)" dans la légende). Les taux de détachement (sec−1) corres-
pondant à ces vitesses d’élongation (su.sec−1) sont indiqués par les points noirs. Erreurs
vitesses d’élongation : écart-type des vitesses calculées pour toute la population de bouts
barbés pendant l’expérience. Erreurs taux de dissociation : erreurs estimées par simula-
tion. Les artefacts liés à l’ancrage de la formine (FH2-DAD-His) sont pris en compte par
une expérience de renucléation, telle que décrite au chapitre 4.

— Formine (FH1-FH2-DAD-His), sans profiline

Sans le domaine FH1, l’absence ou présence de profiline ne change pas l’influence

du taux d’élongation sur son détachement. La profiline seule ne joue pas de rôle dans

la processivité. Sans profiline, l’absence ou présence du domaine FH1 ne change pas

l’influence du taux d’élongation sur son détachement, ce qui confirme que le domaine

FH1 seul ne joue pas de rôle dans la processivité. En conclusion, la profiline nécessite le

domaine FH1 pour réguler la processivité.
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6.2.5 La processivité de la formine est affectée par

la tension

Lorsque la formine est ancrée, elle assemble des filaments mis sous tension par la fric-

tion visqueuse, comme vu au chapitre 4. De cette façon, la tension s’applique également à

la formine qui assemble d’autant plus vite le filament de cette façon, et ce avec ou sans

profiline [102, 128]. Pour étudier l’influence de la tension sur la processivité de la formine

ancrée à la surface, il y a deux possibilités d’ancrage. Par l’intermédiaire de l’étiquette

SNAP pour la construction (SNAP-FH1-FH2-DAD-His) ou par l’intermédiaire de l’anti-

corps anti-His. Ces deux méthodes d’ancrage diffèrent car elles permettent d’ancrer soit le

domaine FH1 (étiquette SNAP) soit le domaine FH2 (étiquette His). Pour de même condi-

tions biochimiques ou mécaniques, l’ancrage n’influence pas significativement l’activité

de la formine, puisque des données obtenues dans un cas ou l’autre sont indiscernables,

à notre résolution (voir figure 6.7 et figure 3 de l’article).

Comme expliqué en chapitre 4, il y a, dans les expériences en configuration formine

ancrée, deux types de régime de force : constante ou non. Ces régimes dépendent de la

vitesse d’élongation des filaments par la formine. Si celle-ci est assez lente, alors la force

au cours de l’expérience peut être considérée comme constante, bien que ce soit une

approximation. Seul un régime stationnaire où la longueur de filament ne change pas au

cours de l’expérience est réellement un régime à force constante. C’est le cas pour des

expériences faites à une concentration critique d’actine (≈ 0.1µM).

Le but ici est d’étudier la processivité sur une large gamme de force. Pour exercer sur les

formines une telle gamme, il est plus simple que la longueur du filament atteigne plusieurs

dizaines de microns (la force est proportionnelle à sa longueur) plutôt que d’injecter des

solutions à fortes pressions (la force est proportionnelle à la vitesse d’écoulement), ce

qui a pour effet de vider un réservoir de solution beaucoup plus vite. Pour atteindre des

longueurs importantes, nous avons choisi de nous mettre à des conditions de forces

ioniques de 50 mM KCl qui permettent d’obtenir une processivité plus importante qu’à

100 mM. On a bien vérifié que cette différence de sel n’influence pas les résultats obtenus

sur la dépendance de la tension sur le taux de détachement.

Il faut encore une fois noter que toutes les expériences, en configuration formine

ancrée, étudient le détachement de filaments d’actine assemblés à partir de monomères

non marqués. Seul le premier segment fluorescent, permettant de détecter la position de

la formine initialement puis de suivre élongation du bout barbé jusqu’à son détachement,

est assemblé par la formine à partir d’actine marquée.
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Dans toutes les expériences que j’ai réalisées, l’analyse a été faite comme expliquée

dans le chapitre 4. Même dans les cas où l’élongation est importante et que la force

varie grandement au cours de l’expérience, alors les filaments sont étudiés sur des petits

intervalles de temps, ce qui revient à séparer l’expérience en plusieurs expériences, mais

dans lesquelles la longueur peut-être supposée constante. L’analyse se fait ensuite en

traçant la fraction de survie des filaments liés aux formines au cours du temps, dont la

modélisation par une fonction mono-exponentielle nous donne un taux de détachement.

Le taux de détachement varie avec la force, comme nous allons le voir (voir figure 6.6).

FIGURE 6.6 La force réduit la processivité. A : En configuration formine ancrée, des for-
mines mDia1 (FH1-FH2-DAD-His) ancrées par leurs étiquettes His, assemblent des fila-
ments sans profiline, à 0.1 µM d’actine et 50 mM KCl. À de telles conditions, l’élongation
est faible, les longueurs varient peu, et la force que subissent les filaments peut être
considérée comme constante. Sont représentées des fonctions de répartition S(t) re-
présentant le détachement de filaments observé sous diverses contraintes de tension,
dont les valeurs moyennes sont indiquées en légende. Les lignes pleines sont les fonc-
tions mono-exponentielles ajustant les fonctions de répartition. B : Chacun des points
représente la valeur du taux de détachement obtenu par l’ajustement d’une fonction
mono-exponentielle des données issues des 3 fonctions de répartitions représentées en
figure A. Erreurs forces : écart-type de la force subit par tous les filaments de l’expérience.
Erreurs taux de dissociation : erreurs estimées par simulation. Les artefacts liés à l’an-
crage de la formine (FH1-FH2-DAD-His) sont pris en compte par des expériences de
renucléations, telles que décrites au chapitre 4.

Concernant la tenue de l’ancrage au cours du temps, une expérience de renucléation

est effectuée à chaque fin de journée d’expérience. Celle-ci nous donne une idée du

ratio de formines encore actives après chaque expérience. On peut en déduire ensuite

l’encadrement des taux de détachements obtenus, comme expliqué en chapitre 4.
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Influence de la force sur le détachement sans profiline

J’ai effectué des premières expériences d’influence de la tension sur le détachement de

la formine à de faibles concentration d’actine (0.1 et 0.3µM) et sans profiline. Les formines

étaient alors ancrées par leurs étiquettes histidines. Ces concentrations sont proches de

la concentration critique, la longueur des filaments au cours du temps change peu, ils

sont donc soumis à une force considérée comme constante. D’autres expériences ont été

faites à 1 µM d’actine et toujours sans profiline. Cette fois-ci, la longueur des filaments

varie significativement, ce qui a été pris en compte par un "découpage" temporel de

l’expérience, comme décrit précédemment.

FIGURE 6.7 L’effet de la force sur la processivité surpasse les autres effets biochimiques.
En configuration formine ancrée, nous avons la formine mDia1 (FH1-FH2-DAD-His)
ancrée par son domaine FH2 et son étiquette His (carrés noirs, cercles violets, triangles
rouges) ; la formine (SNAP-FH1-FH2-DAD-His) ancrée par son domaine FH1 et son éti-
quette SNAP biotinylée (carrés gris) ; ou la formine mDia1 (FH2-DAD-His) ancrée par
son domaine FH2 et son étiquette His (cercles roses et lignes pleines roses). Toutes ces
formines assemblent des filaments d’actine sans profiline, à diverses concentrations d’ac-
tine indiquées en légende, et à 50 mM KCl. Chaque point au sein de chacune des courbes
représente un taux de détachement déterminé à partir d’une expérience, pendant laquelle
la force que subissent les filaments a été supposée constante. Légende : Le domaine en
gras et en italique représente le domaine d’ancrage de la formine. Erreurs forces : écart-
types de la force subit par tous les filaments de l’expérience. Erreurs taux de dissociation :
erreurs estimées par simulation. Les artefacts liés à l’ancrage des différentes formines sont
pris en compte par des expériences de renucléation, telles que décrites au chapitre 4.
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Dans chacun des cas, en fin de journée d’expérience, environ 70% des formines étaient

capables de renucléer un filament. Ainsi, en prenant en compte les valeurs minimales et

maximales du taux de détachement déduit à partir de cette valeur de 70% (voir l’encadre-

ment, expliqué dans le chapitre 4), on peut alors tracer l’influence de la force de tension

sur ce détachement de formines.

On voit alors clairement que le détachement croît avec la force, et ce quelques soient les

conditions biochimiques. En représentation linéaire-logarithmique, les données peuvent

être décrites par une droite. La force fait donc varier quasi-exponentiellement le détache-

ment de la formine indépendamment des autres conditions. On peut augmenter le taux

de dissociation d’un facteur 10 avec une variation de force d’environ 2 pN. De plus, les

données issues des expériences faites à partir d’une concentration d’actine non marquée,

à 0.1, 0.3 ou 1 µM , semblent indiscernables. Pour les courbes représentant les expériences

faites à 0.1 et 1 µM d’actine, leurs évolutions semblent, aux erreurs près, suivre une loi

exponentielle similaire (représentée par une droite sur le graphique semi-logarithmique).

L’expérience faite à 0.3 µM semble également indiquer une croissance du taux de déta-

chement avec la force. Cependant, les données de cette dernière, notamment à hautes

forces, ne semblent pas converger aussi nettement par rapport à celles des deux autres

conditions ou comme observé dans l’article (voir figure 3 de l’article).

Article L’expérience de détachement sous tension a été refaite aux mêmes conditions

que décrites précédemment et complétée en utilisant d’autres concentrations d’actine,

par Luyan Cao. Ses résultats confirment la tendance précédemment décrite et montre que

les différences à force nulle, observées sous plusieurs conditions, semblent s’estomper en

présence de la force (voir figure 3 de l’article).

L’effet de la force semble alors indépendant des effets de la concentration d’actine sur

le détachement.

Influence de la force sur le détachement avec profiline

Lorsque que l’on fait des expériences avec une concentration importante en profiline,

menant à une élongation rapide, alors la force n’est plus constante et l’on se retrouve avec

un aspect sigmoïde. Cet aspect sigmoïde est décrit dans le chapitre 4.

Des expériences de processivité faites à 4 µM de profiline, 1 µM d’actine et 50 mM

KCl, sont montrées en figure 6.8. Sans les modéliser, on aperçoit déjà qu’en augmentant la

tension exercée sur les formines (les courbes rouge et violette représentent respectivement

une faible et haute force), on perd de plus en plus vite les filaments de la surface, la fraction

de survie chutant de plus en plus vite.
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FIGURE 6.8 La force réduit la processivité, même en présence de profiline. En configura-
tion formine ancrée, des formines mDia1 (FH1-FH2-DAD-His) ancrées par leurs étiquettes
His, assemblent des filaments d’actine aux conditions suivantes : 4 µM de profiline, 1 µM
d’actine et 50 mM KCl. Sont représentées des fonctions de répartition S(t ) représentant le
détachement de filaments observés sous diverses contraintes de tension. L’augmentation
des longueurs des filaments provoque une augmentation de la force, indiquée en pN.sec−1.
Il y a 4 expériences faites sous 4 écoulements plus ou moins intenses, menant à une plus
ou moins forte augmentation de la force (voir légende).

Article : la force surpasse l’effet de la profiline sur la processivité Nous savons déjà

que modéliser des sigmoïdes revient à définir préalablement un modèle de variation du

taux de détachement de la formine en fonction de la force, ce qui est arbitraire.

Il vaut alors mieux simplifier l’analyse, et il y a deux possibilités, décrites dans le

chapitre 4 puis dans les méthodes décrites dans ce chapitre précédemment : séparer

les expériences en plusieurs courts intervalles de temps et analyser les filaments en

supposant qu’ils sont soumis à une force constante ou bien ajuster localement la courbe,

également sur des courts intervalles de temps, par des droites. Dans les deux cas, cela

nous donnera l’évolution du taux de détachement en fonction de la force, croissante dans

ces expériences.

De cette manière, des expériences aux conditions semblables sont faites à 1 µM

d’actine et 50 mM KCl, et avec de la profiline, allant de 4 µM jusqu’à 10 µM . Les courbes

se superposent avec les données issues d’expérience en absence de profiline (voir figure 3

de l’ article).
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L’effet stimulateur de la profiline sur la processivité (elle réduit le détachement, voir

figure 6.4) est donc ici également surpassé par celui de la tension exercée sur nos formines.

6.3 Discussion

6.3.1 L’effet du sel sur la processivité

De nombreuses études rapportent plusieurs valeurs de processivité de formines à 50

et 100 mM KCl. Ici nous apportons la preuve que le sel diminue la processivité de manière

importante (figure 6.2). Le fait que la force ionique module la processivité de cette façon

suggère une interaction électrostatique impliquée dans la régulation de la processivité.

D’après des modélisations, des interactions électrostatiques sont responsables de la

liaison entre les sous domaines knob et post du domaine FH2 et les sous-unités d’actine

du bout barbé [212]. Nos observations semblent cohérentes avec ce résultat.

6.3.2 L’effet du fluorophore sur la processivité

L’effet des fluorophores Alexa succinimidyl, marquant les lysines, que nous avons ob-

servé dans nos expériences est remarquable. Initialement vu au cours de mes expériences

puis étudié spécifiquement pour l’article, le taux de marquage réduit la processivité de la

formine. Le marquage réduit aussi la vitesse d’élongation du bout barbé en présence de la

formine, et n’a aucun effet sur celle du bout barbé libre (voir figure 1 de l’article).

Un autre fluorophore, Oregon Green, marquant la cystéine, a un effet sur la dynamique

de l’actine : sa présence inhibe l’élongation du bout barbé libre [237]. Ce type de mar-

quage semble aussi perturber la liaison de la profiline avec la face barbée du monomère,

impliquant qu’une formine allongeant un filament à partir d’actine-profiline incorpore

plus favorablement des complexes non marqués par le fluorophore, comme démontré

par Kovar et collaborateurs [218]. Cela rend alors plus sombres les filaments assemblés

par la formine. Un effet du taux de marquage, soit sur la vitesse d’élongation, soit sur la

processivité, n’y est cependant pas rapporté [218].

Dans notre cas, comme décrit en chapitre 4, nos lysines marquées ne gênent pas

la polymérisation des monomères au bout barbé libre, ni leur affinité avec la profiline,

puisque différents taux de marquage ne perturbent pas l’élongation du bout barbé, et ce à

différentes concentrations de profiline (expériences non montrées). Cela se traduit par le

fait qu’avec ou sans formine, l’intensité lumineuse du filament reste relativement la même,

contrairement aux expériences de Kovar et collaborateurs, se servant astucieusement
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des différences d’intensité pour déduire la dissociation de formines dans le cadre du

marquage sur des cystéines, comme mentionné au début de ce paragraphe [120, 218].

De plus, nos lysines marquées sont localisées en surface du filament, comprenant

les côtés du bout barbé, où interagit le domaine FH2. Au vu de nos résultats, la présence

de ces fluorophores semble donc perturber la conformation du domaine FH2 au bout

barbé, impliquant une réduction de la vitesse d’élongation. Cela semble aussi perturber

son affinité avec le bout barbé, amenant à la réduction de la processivité de la formine.

Les fluorophores n’ont pas le même effet sur l’action de la formine, ce qui est très

important à prendre en compte pour des prochaines expériences observant l’activité de

formines en présence d’actine marquée.

Yoo et collaborateurs présentent en 2015 des variations de processivité dues à des

mutation de résidus d’acides aminés du domaine FH2 [262]. Les sous-domaines "lasso",

"knob", et également "post" ont été mutés et réduisent la capacité d’élongation processive

de la formine. Cela indique que l’interaction entre les hémidimères du domaine FH2

et les sous-unités d’actine est déterminante pour optimiser la processivité. De plus, la

perturbation de la dimérisation du domaine FH2, via les mutations du sous-domaine

"lasso", réduisant la processivité, indique bien que la liaison entre les deux hémidimères

doit être optimale pour un mouvement processif de la formine au bout barbé.

Nos résultats corroborent les leurs et l’idée qu’une étroite liaison contrôlée entre le

FH2 et le bout barbé est nécessaire pour une processivité optimisée.

6.3.3 L’incorporation d’actine par le domaine FH2 réduit la

processivité

Le domaine FH2 est le domaine qui donne la fonction de protéine processive à la

formine grâce aux mouvements possibles des deux hémidimères l’un par rapport à l’autre.

Pour plusieurs constructions de formines, la formine normale (FH1-FH2-DAD-His) ou

sans le domaine FH1 (FH2-DAD-His), l’ajout d’actine réduit la processivité à profiline

fixée, y compris sans profiline (voir les figures 6.3 et 6.5).

La liaison du domaine FH2 semble donc sensible à l’ajout de monomères d’actine. On

peut aussi considérer que la liaison d’un monomère, en présence de formine, provoque

un changement de conformation au bout barbé, ce qui va potentiellement gêner la for-

mine, qui va devoir changer de conformation. Soit en modifiant sa liaison avec le bout

barbé, étant moins "serrée" autour de celui-ci. Soit en provoquant une translocation du

domaine FH2, comme nous l’indique le modèle de "saut-enclenché". Ce changement

de conformation quel qu’il soit, semble être un état de transition, où la formine est plus
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faiblement liée au bout barbé et donc plus susceptible de s’en dissocier. L’actine réduirait

la processivité de cette façon.

6.3.4 Le domaine FH1 stimule la processivité en présence

de profiline

Le domaine FH1 stimule la processivité en présence de profiline

Nous avons montré que le domaine FH1 est nécessaire pour que la profiline ait un effet

sur le détachement, sans que celle-ci agisse par l’intermédiaire de la vitesse d’élongation.

Au premier abord, il peut paraître étonnant que le domaine FH1 ait également un rôle

dans la régulation de la processivité, mais cela pourrait s’expliquer par le mécanisme de

formation du "ring complex". En effet, à faible concentration de profiline, le domaine FH1

est de plus en plus sollicité, et apporte de plus en plus de complexes actine-profiline au

bout barbé, via la formation de "ring complex" (voir figure 3.14 et figure 2 de l’article).

Ce qui expliquerait à la fois une croissance de la vitesse d’élongation et une liaison plus

stable de la formine, augmentant la processivité.

Lorsque la profiline est en large excès, à concentration d’actine fixée, elle réduit la

vitesse de polymérisation. La formine sera alors moins susceptible de passer par des

états de transition instables, décrits précédemment. La processivité augmente donc. Cela

s’ajouterait à l’effet stérique du "ring complex".

L’efficacité des segments poly-prolines du domaine FH1 dans

l’élongation et la régulation de la processivité

Dans la construction de formine tronquée, possédant 2 segments poly-prolines

(FH12pol y−pr ol i nes -FH2-DAD-His), les segments restants (par rapport à la construction

non tronquée) sont ceux les plus proches du bout barbé. Ils suffisent à interagir avec le

bout barbé pour moduler l’élongation et la processivité (voir figure 6.4), bien que l’on note

une petite diminution des valeurs dans les deux cas, par rapport au cas de la formine non

tronquée (FH1-FH2-DAD-His).

Cette faible variation quantitative pourrait être outrepassée en rajoutant alors quelques

segments en plus. Si ces nouveaux segments se retrouvent proches des deux segments

déjà mentionnés, alors ils compléteraient les actions de ces deux domaines, pour apporter

d’autant plus les complexes actine-profiline au bout barbé et retrouver les valeurs que l’on

obtient avec la formine non tronquée, contenant 14 segments poly-prolines sur un hémidi-
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mère. On observe sensiblement, pour les mêmes conditions, les mêmes taux d’élongation

et de détachement pour les formines non tronquées de 14 segments (FH1-FH2-DAD-His)

et celles contenant 6 segments poly-prolines (voir figure 6.4). Cela confirme cette idée de

variation d’efficacité, voir d’utilité, des divers segments poly-prolines proposée initiale-

ment par Courtemanche et collaborateurs en 2012 [224]. Sur un hémidimère du domaine

FH1, avoir 6 ou 14 segments ne semble rien alors changer. Nous semblons avoir atteint

une saturation : les segments les plus éloignés, ceux situés à proximité de la terminaison

N du domaine FH1, n’ont alors pas ou peu de rôle dans l’activité de la formine au bout

barbé (élongation et processivité). Le nombre optimal de segments poly-prolines par

hémidimère du domaine FH1 de la formine mDia1 semble donc être compris entre 2 et 6.

Le fait que les troncations du domaine FH1 n’aient que peu d’effet quantitative-

ment, tant sur la vitesse d’élongation que sur le taux de détachement de mDia1 au bout

barbé, semble confirmer les observations et conclusions de Courtemanche et collabora-

teurs [224] :

— Les emplacements des segments poly-prolines sont importants puisque ils n’ont

pas tous la même influence sur l’élongation.

— Les plus proches du bout barbé sont plus efficaces dans l’apport des complexes

d’actine-profiline, ayant une plus grosse probabilité d’être en contact avec le bout

barbé lors de leurs diffusions.

On peut alors se questionner sur l’utilité d’avoir un très grand nombre de segments

poly-prolines, dont la plupart seraient inutiles en terme d’activité de la formine, en ce qui

concerne l’isoforme mDia1. Il est possible que ces segments éloignés servent à interagir

avec des protéines régulatrices de l’activité de la formine, telle que DIP ("Diaphanous-

Interacting Protein"), inhibant le domaine FH2 de l’isoforme mDia2, mais pouvant aussi

interagir avec les segments poly-prolines de FH1 [40].

6.3.5 La force a un effet majeur dans la régulation de la pro-

cessivité

La force réduit drastiquement la processivité de la formine, quelles que soient les

conditions biochimiques testées dans cette étude (i.e. concentrations en profiline et en

actine). L’effet de la force surpasse tous les autres effets, puisque il n’y a plus, à haute force,

de différences mesurables entre les données issues d’expériences effectuées à plusieurs

conditions biochimiques. L’effet de la force est également observable à 100 mM KCl. Cette

force ionique rehaussera simplement les valeurs des taux de détachements, sans changer

leurs évolutions vis-à-vis de la force
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De plus, la concentration en profiline n’influence pas l’effet de la force et la construc-

tion de formine FH2 (FH2-DAD-His), mise sous tension, réagit de la même façon que

toutes les autres constructions. Cela nous indique que cet effet de la force se fait surtout

par l’intermédiaire du domaine FH2. A noter que l’effet de la force n’est pas dépendant

du domaine ancré (voir figure 6.7). On observe la même évolution qualitativement et

quantitativement pour une formine ancrée par le domaine FH1 (via l’étiquette SNAP

biotinylée) ou FH2 (via l’étiquette His).

Les données incluses dans la figure 6.7, que j’ai obtenues pendant ma thèse, ne se

superposent pas parfaitement à celles présentes dans l’article. En effet, mes taux de dé-

tachement obtenus semblent significativement plus élevés par rapport à ceux présentés

dans l’article (comparaison directe en figure 6.9). Comme déjà mentionné, il ne semble

pas y avoir une convergence aussi nette qu’avec les données incluses dans l’article, entre

les différentes conditions (notamment entre les expériences faites à 0.3µM et 1µM d’ac-

tine). De plus, à faible force, l’ensemble de mes données semblent plus dispersées (voir

figure 6.7).

FIGURE 6.9 Comparaison de deux expériences sur l’effet de la tension sur la processi-
vité. En configuration formine ancrée, des formines mDia1 (FH1-FH2-DAD-His) ancrées
par leurs étiquettes His, assemblent des filaments d’actine aux conditions suivantes : 0.3
µM d’actine, à 50 mM KCl. Comparaisons entre les données obtenues pendant la thèse
(triangles violets) et celles publiées dans l’article (cercles bleus). Erreurs forces : écart-
types de la force subie par tous les filaments de l’expérience. Erreurs taux de dissociation :
erreurs estimées par simulation. Les artefacts liés à l’ancrage des différentes formines sont
pris en compte par des expériences de renucléation, telles que décrites au chapitre 4.
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Beaucoup de paramètres pourraient expliquer ces variations. Nous avons observé, très

récemment, que la température ambiante, variant un peu (de 19 à 23°C), pouvait avoir une

influence sur le taux de détachement de nos formines. Aussi, les formines sont sensibles

au sel, et une petite variation dans la concentration en solution peut disperser les taux

de détachement mesurés en aval. Nous avions sous-évalué cet effet lors des premières

expériences présentées ici. Avec le temps, les expériences en configurations formines

ancrées, que Luyan Cao a ensuite reprises, étaient de plus en plus reproductibles et la

convergence des données à haute force fut plus nette.

La conclusion globale reste la même : la force a un effet majeur sur la régulation de la

processivité par rapport aux autres paramètres biochimiques.

6.3.6 Vers un nouveau modèle d’élongation processive de la

formine

Les différents états de liaison de la formine sont affectés par des facteurs

différents

Les observations faites nous donnent des détails moléculaires sur la formine. Ainsi, les

domaines FH1 et FH2 semblent être impliqués dans la régulation de la processivité. Un

rôle majoritaire doit tout de même être attribué au domaine FH2, qui régule la processivité

même en absence de domaine FH1.

Le fait que l’actine ait tendance à réduire la processivité est en accord avec l’existence

d’un état de liaison instable de la formine avec le bout barbé, induit par l’ajout de mono-

mères, dénommé état de "transition", durant lequel le domaine FH2 serait plus faiblement

lié au bout barbé.

Dans le cadre du modèle du "saut-enclenché", proposé par Paul & Pollard [205], cette

état de transition correspond à une translocation d’un hémidimère de FH2, pendant

laquelle la liaison de la formine est fragilisée, liée alors à un seul hémidimère.

Un état de transition dans le modèle de la "marche-enjambée" pourrait se faire lors

de l’inversion des rôles, suite à l’ajout d’un monomère, entre l’hémidimère ambulant

(oscillant entre les états ouverts et fermés) et l’hémidimère immobile.

Nous ne pouvons pas, au vu de nos données expérimentales, décrire plus précisément

cet état de transition.

Il faut également prendre en compte l’effet prédominant de la force sur le détachement

de la formine, et savoir quel état de liaison (ouvert, de transition ou fermé) pourrait être

affecté par la force. Dans le cadre du modèle de "marche enjambée", il semble que l’état
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ouvert soit plus probable à haute force, augmentant alors l’incorporation de monomère

et la vitesse d’élongation du bout barbé en présence de formine [102]. Aussi, au vu des

moins nombreux sites de liaisons de FH2 avec le bout barbé dans l’état ouvert que fermé

(voir chapitre 3), une dissociation nette de la formine serait également plus probable

dans l’état ouvert. En se basant sur cette interprétation, la formine sous tension, plus

apte à être dans l’état ouvert, serait alors plus apte à se détacher. La tension engendre le

détachement, comme l’indique nos résultats. Si la tension stimulait l’état de transition, à

diverses concentrations d’actine, nous observerions des différences nettes d’évolution

du détachement en fonction de la tension. Le fait que les données convergent à haute

tension, nous indique que l’état de transition est moins fortement affecté que les autres

états.

Il y aurait donc deux états, durant lesquels la liaison formine-bout barbé est fragilisée

(voir figure 4 de l’article) :

— état de transition, sensible à l’ajout de monomère, qui contribue fortement au taux

de dissociation de la formine à force nulle.

— état ouvert, qui contribue davantage à la dissociation de la formine sous l’action

de la tension.

Pour un modèle plus complet

Il faudra potentiellement d’autres expériences pour aider à la genèse d’un modèle com-

plet. Pour décrire moléculairement les deux états ci-dessus, d’autres données, notamment

structurales, seraient potentiellement nécessaires.

De plus, l’effet de la force sur la processivité (vu dans ce chapitre) ou sur la vitesse

d’élongation de la formine mDia1 (vu en 2013 par l’équipe [102]), semblent indépendant

du domaine ancré, qu’il soit FH1, via une étiquette SNAP, ou FH2, via une étiquette

Histidine. À priori, lors d’un ancrage par le domaine FH2, un seul hémidimère est ancré

par l’étiquette His, étant donné que la conformation "tête-bêche" de ce domaine implique

que l’étiquette de l’autre hémidimère soit à l’opposé (voir figure 4.13). Ainsi, la force n’est

transmise qu’à un seul hémidimère de ce domaine, une situation asymétrique.

L’estimation du taux de biotinylation de toutes les étiquettes SNAP, en bouts de do-

maine FH1, est d’environ 5%, ce qui rend peu probable que deux étiquettes SNAP d’une

formine unique soient marquées à la biotine (probalité d’également 5 %). Lors d’un

ancrage par le domaine FH1, il est donc peu envisageable que deux étiquettes SNAP

biotinylées au bout des hémidimères de FH1, puissent s’ancrer à la surface recouverte de

streptavidine. Un seul hémidimère de FH1 semble en réalité subir la tension.
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Les ancrages actuels de la formines semblent alors être asymétriques. Selon la trans-

mission de force pourtant, symétrique ou pas, la formine pourra potentiellement réagir

différemment. Savoir et contrôler spécifiquement combien d’hémidimères du domaine

FH1 sont ancrés nous aiderait potentiellement à comprendre l’effet de la force sur l’activité

mais surtout à perfectionner le modèle.

6.3.7 Conclusion

Nous avons donc caractérisé in vitro, des effets à la fois biochimiques et mécaniques

permettant de réguler la processivité de nos constructions de formine de mammifère

mDia1. Du point du vue biochimique, le sel et l’actine ainsi que le taux de marquage

réduisent la processivité, tandis que la profiline l’augmente. Du point du vue mécanique,

la tension exercée sur la formine réduit la processivité très fortement, comparé à tout

autre effet biochimique. L’analyse de ces données nous apporte des informations sur les

propriétés des différents domaines de la formine, ainsi que des pistes pour un raffinement

du modèle d’élongation processive de la formine.
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ABSTRACT

Formins  are  major  regulators  of  actin  networks.  They  enhance  actin  filament  dynamics  by
remaining  processively  bound  to  filament  barbed  ends.  How  biochemical  and  mechanical  factors
affect  formin  processivity  are  open  questions.  Monitoring  individual  actin  filaments  in  a  microfluidic
flow,  we  report  that  formin  mDia1  dissociates  faster  under  higher  ionic  strength  and  when  actin
concentration  is  increased.  Profilin,  known  to  increase  the  elongation  rate  of  formin-associated
filaments,  surprisingly  decreases  the  formin  dissociation  rate,  by  bringing  formin  FH1  domains  in
transient  contact  with  the  barbed  end.  In  contrast,  piconewton  tensile  forces  applied  to  actin
filaments  accelerate  formin  dissociation  by  orders  of  magnitude,  largely  overcoming
profilin-mediated  stabilization.  We  developed  a  model  of  formin  conformations  and  its  confrontation
to  our  data  indicates  the  existence  of  two  different  dissociation  pathways,  with  force  favoring  one
over  the  other.  How  cells  limit  formin  dissociation  under  tension  is  now  a  key  question  for  future
studies.

INTRODUCTION

The  diversity  of  actin  filament  networks  in  cells  stems  from  a  few  key nucleators,  such  as  formins
and  the  Arp2/3  complex,  which  have  very  specific  activities   (Blanchoin et  al.,  2014;  Bovellan  et  al.,
2014;  Wales  et  al.,  2016) .  In  cells,  formins  are  responsible  for  the  generation  of  elongated,
unbranched  actin  filament  structures  such  as  the  ones  found  in  filopodia,  stress  fibers,  the
cytokinetic  ring,  and  within  the  nucleus   (Isogai  and  Innocenti,  2016) .  Formin  malfunction  is  linked  to
a  number  of  pathologies,  such  as  angiogenesis   (Phng  et  al.,  2015) ,    neuropathies   (Roos  et  al.,
2015)   and  cancer   (Choi  et  al.,  2015) .

Formins  function  as  homodimers  and  most  isoforms  share  a  similar  mode  of  activation,  where  the
interaction  of  activators  with  N-terminal  domains  releases  auto-inhibition  and  mediates  the
anchoring  of  formins  to  membranes.  Formin  functional  domains,  Formin  Homology  Domains  1
(FH1)  and  2  (FH2),  are  responsible  for  their  most  salient  features:  their  ability  to  track  both  growing
and  depolymerizing  filament  barbed  ends  and  to  accelerate  their  elongation  from  profilin-actin
(Higashida  et  al.,  2004;  Jégou  et  al.,  2013;  Kovar  and  Pollard,  2004;  Mizuno  et  al.,  2011;  Romero
et  al.,  2004) .  Rapid  elongation  is  achieved  by  the  FH1  domains,  seen  as  flexible  chains  containing
polyproline  tracks,  which  bind  profilin-actin  complexes  and  deliver  them  to  the  barbed  end
(Higashida  et  al.,  2004;  Kovar  and  Pollard,  2004;  Romero  et  al.,  2004) .  Barbed  end  tracking is
achieved  by  the  translocation  of  the  FH2  dimer,  which  encircles  the  actin  subunits  at  the  barbed
end   (Otomo  et  al.,  2005) .
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Formin  processivity,  quantified  by  the  dissociation  rate  of  the  formin  from  the  barbed  end,
determines  for  how  long  filaments  interact  with  a  formin.  While  a  formin  resides  at the  barbed  end,
it  decreases  its  affinity  for  Capping  Protein   (Bombardier  et  al.,  2015;  Shekhar  et  al.,  2015) ,
modulates  its  elongation,  and  can  maintain  it  anchored  to  a  membrane.  Processivity  is  thus  a
pivotal  characteristic,  determining  formins’  ability  to  shape  filament  networks  and  transmit  forces.
Formin  processivity  has  long  been  identified  as  an  essential  feature  of  formins  and  occasional
measurements  have  revealed  quantitative  differences  between  isoforms   (Bilancia  et  al.,  2014;
Kovar  et  al.,  2006;  Paul  and  Pollard,  2008;  Romero  et  al.,  2004;  Vizcarra  et  al.,  2014) .    Negative
regulators  bind  to  FH2  to  displace  formin  from  filament  barbed  end   (Chesarone  et  al.,  2009;
Chesarone-Cataldo  et  al.,  2011) ,  whereas  Ena/VASP,  via  its  EVH1  domain,  is  able  to  bind  to  FH1
domains  without  impacting  formin  processivity   (Bilancia  et  al.,  2014) .  While  processivity  seems
mainly  governed  by  FH2-actin  interactions,  the  DAD  domain  (or  “tail”),  found  next  to  the  FH2
domain  at  the  C-terminus,  has  been  reported  to  contribute  to  the  processivity  of  Drosophila  formin
Capuccino   (Vizcarra  et  al.,  2014) .  The  dissociation  rate  of  yeast  formin  Bni1p  has  been  proposed
to  scale  with  filament  elongation  velocity,  suggesting  the  existence  of  a  transient,  weakly  bound
state  occurring  upon  actin  subunit  addition   (Paul  and  Pollard,  2008) .

Today,  many  important  aspects  of  formin  processivity  remain  unclear.  The  possible  involvement  of
formin’s  other  domains  and  the  modulation  of  formin  processivity  by  various  physiological  factors
have  yet  to  be  determined.  In  particular,  pulling  forces  such  as  the  ones  exerted  on  actin  filaments
in  cells   (Romet-Lemonne  and  Jégou,  2013)   have  been  reported  to  modulate  formin  elongation
(Courtemanche  et  al.,  2013;  Jégou  et  al.,  2013;  Kubota  et  al.,  2017;  Yu  et  al.,  2017;  Zimmermann
et  al.,  2017)   but  their  impact  on  processivity  is  an  open  question.

Here,  we  systematically  quantify  the  dissociation  rate  of  mammalian  formin  mDia1  in  different   in
vitro   conditions.  Using  microfluidics  to  monitor  and  manipulate  individual  actin  filaments  (Figure  1),
we  find  that  the  dissociation  rate  is  modulated  by  ionic  strength  (Figure  2)  as  well  as  by  actin  and
profilin  concentrations  (Figure  3).  Profilin  prolongs  formin  residence  at  the  barbed  end  via  its
interaction  with  the  FH1  domain,  allowing  rapid  elongations  without  enhancing  formin  dissociation.
We  find  that  tension  applied  on  filaments  has  a  dramatic  impact  on  formin  dissociation  rate,  which
increases  by  several  orders  of  magnitude,  independently  of  other  parameters  (Figure  4).  A
mathematical  model  describing  the  possible  formin  states  at  the  barbed  end  is  developed  and
confronted  to  our  experimental  data  (Figure  5).  It  indicates  that,  when  an  actin  subunit  is  added  to
the  barbed  end,  formin  mDia1  goes  through  a  dissociation-prone  transition,  which  is  relatively
insensitive  to  force,  and  which  can  be  stabilized  by  FH1-profilin-barbed  end  interactions.
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RESULTS

Single-filament  microfluidics  is  an  efficient  means  to  measure  formin  processivity  under
various  conditions

We  have  carried  out  experiments  using  a  standard  microfluidics  chamber  with  three  inlets,
in  different  configurations  (Figure  1A-C  and  Methods).  Using  anchored  spectrin-actin  seeds  we
have  monitored  the  growth  of  free  actin  filaments  barbed  ends,  which  we  exposed  to  a  solution  of
formin  for  typically  ten  seconds  and  resumed  exposing  to  constant  concentrations  of  actin  and
profilin.  The  presence  of  formin  at  the  barbed  end  was  visible  thanks  to  its  faster  elongation  (in  the
presence  of  profilin).  This  configuration  was  used  with  fluorescently  labeled  actin  (Figure  1A)  or
alternating  exposure  to  labeled  actin  with  unlabeled  actin,  producing  striped  filaments,  which
allowed  us  to  measure  formin  related  rate  constants  when  incorporating  fully  unlabeled  actin
segments  (Figure  1B,  Methods).  Another  configuration  consisted  in  anchoring  formins  to  the
coverslip  surface,  nucleating  and  elongating  filaments  from  these  formins  (Figure  1C).  This  allowed
us  to  monitor  the  elongation  of  filaments  from  unlabeled  actin,  and  the  dissociation  of  the  formin
from  the  barbed  end  was  revealed  by  the  detachment  of  the  filament  which  is  then  carried  away  by
the  flow.  This  configuration  applies  calibrated  forces  to  the  filament-formin  interaction   (Jégou  et  al.,
2013) ,  which  can  be  kept  very  low  (<  0.1  pN)  using  a  low  microfluidics  flow  rate,  or  made
significant,  up  to  several  pN,  by  increasing  the  flow  rate  (Figure  4).  Except  for  the  variant  with
striped  filaments,  we  have  used  these  experimental  configurations  in  earlier  studies   (Jégou  et  al.,
2013;  Montaville  et  al.,  2014;  Shekhar  et  al.,  2015) .

These  different  configurations  allowed  us  to  measure,  under  a  given  set  of  conditions,  the  survival
fraction  of  filaments  that  still  bear  a  formin  at  their  barbed  end  as  a  function  of  time  (Figure  1E),
giving  access  to  the  formin  dissociation  rate  constant  k off .  The  experimental  configurations  shown  in
Figure  1B  and  1C  were  specifically  used  to  determine  k off   with  unlabeled  actin  or  with  no  profilin.
We  have  verified  that  the  results  were  not  affected  by  our  choice  of  experimental  configuration.

We  used  purified  actin  from  rabbit  muscle,  either  unlabeled  or  labeled  on  lysine  328  with  Alexa  488
(Tóth  et  al.,  2016) .  We  used  recombinant  formin  constructs  (figure  1D):  mDia1(FH1-FH2-DAD)  with
full  length  functional  domains;  a  truncated  mDia1(FH1(2PP)-FH2-DAD)  construct  with  an  FH1
domain  that  contained  only  the  two  polyproline  (PP)  tracks  closest  to  the  FH2  domain;  and
mDia1(FH2-DAD)  which  contained  no  FH1  domain  at  all.  Unless  specified  otherwise,  “formin”
refers  to  mDia1(FH1-FH2-DAD).
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Figure  1.  Single-filament  microfluidics  experimental  configurations  to  measure  formin  processivity
A-C.   Different  experimental  configurations  using  microfluidics  for  the  study  of  formin  processivity,  showing
sketches  of  the  side  view  (top)  and  typical  kymographs  of  individual  filaments  (bottom).
A .  Alexa  488  labeled  actin  filaments  are  elongated  from  surface-anchored  spectrin-actin  seeds.  Transient
exposure  to  a  formin  solution  puts  formins  on  filament  barbed  ends,  which  elongate  faster  (here  in  the
presence  of  1µM  15%  Alexa  488  labeled  actin  +  5  µM  profilin,  at  100  mM  KCl).  Upon  formin  dissociation,  the
barbed  end  elongates  slower.  Images  were  acquired  in  TIRF  microscopy.  See  Supp.  Movie  S1.
B .  Same  configuration  as  in  (A),  but  the  filaments  are  exposed  to  a  periodic  alternation  of  different
conditions:  here  a  solution  of  unlabeled  actin  (0.3  µM  actin,  50  mM  KCl)  for  100  seconds  and  a  solution  of
15%  Alexa  488  labeled  actin  (0.5  µM  actin  +  2  µM  profilin,  50  mM  KCl)  for  20  seconds.  Images  were
acquired  in  epifluorescence  while  exposing  to  unlabeled  actin.  See  Supp.  Movie  S2.
C .  Configuration  where  formins  are  anchored  to  the  surface  by  their  C-terminus.  Filaments  were  nucleated
using  a  solution  of  labeled  actin,  and  elongated  by  flowing  in  a  solution  of  unlabeled  actin  (here,  0.3  µM  actin,
at  50  mM  KCl),  until  the  filaments  eventually  detached  and  disappeared.  The  viscous  drag  applied  on  the
filaments  was  kept  low  (<0.1  pN)  by  working  with  low  flow  rates.  Images  were  acquired  in  epifluorescence.
See  Supp.  Movie  S3.
D.   Domain  architecture  and  boundaries  for  the  mDia1  constructs  used  in  this  study.
E.   Survival  fractions  of  formin-bound  barbed  ends  as  a  function  of  time,  obtained  from  three  independent
experiments  performed  in  the  same  conditions,  in  the  experimental  configuration  shown  in  (A).  Curves  are
fitted  by  a  mono-exponential  decay  to  obtain  formin  dissociation  rate   k off .

Impact  of  ionic  strength  and  actin  labeling  on  formin  processivity

Varying  KCl  concentration  in  our  assay  buffer  (see Methods),  we  found  that  the  ionic  strength  had
a  strong  impact on  formin  dissociation  (Figure  2A,B).  In  comparison,  the  same  variations  of  the
ionic  strength  had  a  limited  impact  on  the  barbed  end  elongation  rate,  with  or  without  formins
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(Figure  2B,  inset).  In  order  for  formin  dissociation  rates  to  be  in  a  range  that  could  be  measured
accurately,  we  have  used  either  100  mM  KCl  (for  experiments  with  no  mechanical  tension,  Figure  2
and  3)  or  50  mM  KCl  (for  experiments  with  pulling  forces,    Figure  4).  We  have  verified  that  the
effects  we  report  in  the  rest  of  this  paper  are  not  qualitatively  affected  by  the  choice  of  ionic
strength  (Supp.  Fig.  S1).

Labeling  actin  with  a  fluorophore  can  hinder  its  polymerization  or  its  interaction  with regulatory
proteins   (Chen  et  al.,  2012;  Kuhn  and  Pollard,  2005)   and  lead  to  unsuspected  artefacts
(Niedermayer  et  al.,  2012) .  Here,  our  labeling  of  actin  on  lysine  328  with  Alexa  488  fluorophore  had
no  measurable  impact  on  the  elongation  rate  of  formin-free  barbed  ends,  but  slowed  down  their
elongation  with  formins  significantly  and  enhanced  formin  dissociation  rate  (Figure  2C,D).  Using
our  microfluidics  setup  to  measure  reaction  rates  with  unlabeled  actin  (Figure  1B,C),  we  have
verified  that  the  conclusions  we  drew  from  the  observation  of  15%  Alexa488-labeled  actin  filaments
were  not  biased  by  labeling  (Supp.  Fig.  S1).

Figure  2.  Impact  of  salt  and  actin  labeling  fraction  of  formin  processivity
A,B.     Effect  of  salt  concentration  on  the  survival  fraction  of  formin-bound  barbed  ends  (A),  on  the  formin
dissociation  rates  (B,  log-linear  scale)  as  well  as  on  the  barbed end  elongation  rates  (B,  inset).  The
dissociation  rates  in  (B)  result  from  the  exponential  fits  (black  lines)  shown  in  (A).  Each  data  point
corresponds  to  a  population  of  30-40  filaments.
C,D.   Effect  of the  actin  Alexa  488  labeling  fraction  on  the  survival  fraction  of  formin-bound  barbed  ends  (C),
on  the  formin  dissociation  rates  (D)  and  on  the  barbed  end  elongation  rates  (D,  inset).  Each  data  point  in  (D)
corresponds  to  a  population  of  30-40  filaments.
Error  bars  on  formin  dissociation  rates  indicate  65%  confidence  intervals  based  on  exponential  fits  and
sample  size  (see  Methods),  and  error  bars  on  elongation  rates  indicate  standard  deviations.
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Profilin  increases  formin  processivity,  involving  FH1  domains

For  a  given  profilin  concentration,  the  barbed  end  elongation  rate   v elong   scales  with  the  actin
concentration  (with  or  without  formin,  Supp.  Figure  S2)  and  we  observed  that  the  formin
dissociation  rate   k off   increased  with  actin  concentration,  and  thus  with  the  elongation  rate  (Figure
3A).  This  confirmed  earlier  observations  on  yeast  formin  Bni1p   (Paul  and  Pollard,  2008) .  However,
the  amplitude  of  the  increase  of  the  formin  dissociation  rate  with  actin  concentration  appeared  to
depend  significantly  on  profilin  concentration.  As  a  result,  there  is  no  universal  scaling  of   k off   with
the  elongation  rate.  In  fact,  using  different  sets  of  actin  and  profilin  concentrations,  one  can  obtain
identical  elongation  rates  with  very  different  formin  dissociation  rates  (Figure  3A).

To  investigate  this  point  further,  we  measured  the  formin  dissociation  rate  as  a  function  of  profilin
concentration  at  a  fixed  actin  concentration  and  found  that   k off   decreased  with  increasing  profilin
concentration  (Figure  3B).  In  contrast  with  actin,  the  modulation  of  the  elongation  rate  by  profilin  is
biphasic   (Kovar  et  al.,  2006) :  low  profilin  concentrations  increase   v elong   as  actin  becomes
profilin-actin,  while  higher  concentrations  slow  down  elongation  as  excess  profilin  competes  with
profilin-actin  for  polyproline  binding  sites  on  FH1  domains  and  barbed  ends  (Figure  3B  inset).
Importantly,  the  decrease  of   k off  was  also  observed  in  the  lower  range  of  profilin  concentrations,
where  the  elongation  rate  greatly  increases  with  profilin.  It  thus  appears  that  profilin  itself  reduces
formin  detachment,  independently  of  the  barbed  end  elongation  rate.

In  order  to  estimate  the  role  of  the  FH1  domains  in the  profilin-induced  reduction  of  the  dissociation
rate,  we  repeated  these  measurements  using  a  truncated  formin  construct,  where  both  FH1
domains  of  the  formin  homodimer  only  contained  2  profilin-binding  polyproline  tracks.  We  found
that  the  truncated  formin  still  enhanced  filament  elongation  from  profilin-actin,  though  not  as
strongly  as  the  formin  with  full-length  FH1  (Figure  3B  inset).  It  still  exhibited  a  reduction  of   k off   with
profilin  concentration  (Figure  3B),  but  the  dissociation  rate  of  FH1(2PP)-FH2-DAD  was  consistently
higher  than  of  wild  type  FH1-FH2-DAD  for all  profilin  concentrations  tested.  These  results  confirm
that  the  formin  dissociation  rate  does  not  generally  scale  with  the  elongation  rate,.  They  also
suggest  that  FH1  polyproline  tracks,  which  are  responsible  for  rapid  elongation,  are  also
responsible  for  the  decrease  of   k off   in  the  presence  of  profilin.

To  further  investigate  the  contribution  of  the  FH1  domains,  we  then  asked  whether  the  reduction  of
the  dissociation  rate  by  profilin  required  its  binding  to  the  FH1  domain,  or  if  the  rapid  equilibrium  of
profilin  with  the  barbed  end  was  enough  to  stabilize  its  interaction  with  the  formin.  We  reasoned
that  if  the  latter  hypothesis  was  correct,  the  processivity  of  mDia1(FH2-DAD)  dimers  (with  no  FH1
domains)  should  be  enhanced  by  the  binding  of  profilin  to  the  barbed  end.  To  test  this,  we
compared  the  FH2  dimer  dissociation  rate  for  different  barbed  end  elongation  rates,  obtained  in  the
presence  or  absence  of  profilin  (Figure  3D).  We  found  that  the  presence  of  a  large  excess  of
profilin,  which  significantly  puts  the  barbed  end  in  a  profilin-bound  state  and  slows  down  its
elongation   (Jégou  et  al.,  2011;  Pernier  et  al.,  2016) ,  led  to  the  same  FH2  dimer  dissociation  rate  as
when  the  same  elongation  rates  were  reached  without  profilin.  These  results  indicate  that  FH1  is
required  in  order  for  profilin  to  decrease  the  formin  dissociation  rate   k off .  In  the  absence  of  profilin,
FH1-FH2  behaved  like  FH2  (Figure  3D),  indicating  that  the  presence  of  FH1  domains  alone,  in  the
absence  of  profilin,  has  no  impact  on  processivity.
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Figure  3.  Formin  dissociation  is  enhanced  by  G-actin  concentration,  and  slowed  down  by  profilin.
A.   Variation  of  the  formin  dissociation  rate  as  a  function  of  the  barbed  end  elongation  rate.  Each  data  set
(N=30-40  filaments)  was  obtained  with  a  fixed  profilin  concentration  and  different  actin  concentrations,  at
100mM  KCl.  Each  point  corresponds  to  an  independent  experiment,  performed  with  15%  Alexa488-labeled
actin,  except  for  the  data  without  profilin  which  were  acquired  with  unlabeled  actin.
B.   Variation  of  the  formin  dissociation  rate  and  the  barbed  end  elongation  rate  (inset)  as  a  function  of  profilin
concentration,  for  formins  with  a  full  length  FH1  (FH1-FH2-DAD)  and  with  a    truncated  FH1  containing  only
two  polyproline  tracks  (FH1(2PP)-FH2-DAD).  The  data  was  obtained  with  15%  Alexa  488-labeled  actin,  at
100  mM  KCl.  The  same  profilin  dependence  was  observed  using  unlabeled  actin,  for  both  50  and  100  mM
KCl  (Supp.  Figure  S1).  Each  data  point  corresponds  to  the  average  of  1-3  independent  experiments.
C.   Variation  of  the  formin  dissociation  rate  as  a  function  of  the  barbed  end  elongation  rate:  for  FH2-DAD
homodimers  in  the  presence  or  absence  of  profilin,  and  for  FH1-FH2-DAD  in  the  absence  of  profilin,  all  with
unlabeled  actin.
D.   Sketch  illustrating  the  profilin-mediated  interaction  between  FH1  and  the  barbed  end,  forming  the  “ring
complex”,  which  appears  to  prevent  the  dissociation  of  formin  from  the  barbed  end.
Error  bars  on  formin  dissociation  rates  indicate  65%  confidence  intervals  based  on  exponential  fits  and
sample  size  (see  Methods),  and  error  bars  on  elongation  rates  indicate  standard  deviations.

Mechanical  tension  strongly  decreases  formin  processivity

In  cells,  anchored  formins  are  exposed  to  mechanical  tension  applied  to  actin  filaments,  typically  as
a  consequence  of  myosin  activity.  We  thus  investigated  the  impact  of  such  forces  on  formin
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processivity.  To  do  so,  we  performed  experiments  with  surface-anchored  formins, in  the
configuration  shown  in  Figure  1C,  but  using  higher  flow  rates  in  order  to  apply  significant  tension  to
the  filaments  (Figure  4A).  In  a  previous  study,  we  have  shown  that  the  force  at  the  anchoring  point
scales  with  the  filament  length   (Jégou  et  al.,  2013) ,  and  thus  increases  as  the  filaments  elongate
over  time.  Here,  the  sigmoidal  shape  of  the  survival  fractions  over  time  indicated  an  increase  of  the
dissociation  rate   k off   with  the  applied  force  (Figure  4B).  In  order  to  avoid  making  assumptions
regarding  the  force-dependence  of  the  dissociation  rate   koff ,  we  determined   k off   at  different  forces  by
local  fits  of  the  survival  fractions  (see  Methods).  We  verified  that  the  filament  detachment  events
observed  during  the  experiment  corresponded  to  filament-formin  dissociations  (as  sketched  in
Figure  4A)  by  checking  that  formins  were  still  on  the  surface  at  the  end  of  the  experiment  (see
Methods  and  Supp  Figure  S4).

We  found  that  mechanical  tension  had  a  dramatic  impact  on  the  formin  dissociation  rate,  which
increased  by  a  few  orders  of  magnitude  when  piconewton  forces  were  applied  (Figure  4C-E).
Interestingly,  the  differences  in dissociation  rate  linked  to  differences  in  actin  concentrations
seemed  to  disappear  when  force  is  applied  :  the  weaker  values  of   k off    increased  more  steeply  with
force,  resulting  in  a  convergence  of  the  dissociation  rates  when  tension  was  applied  (clearly  visible
in  the  log-linear  representation  of  Figure  4C  and  Supp  Figure  S3A).  Likewise,  the  dissociation
constant  increased  with  tension  in  a  seemingly  identical  fashion  whether  the  filaments  were
elongating  from  actin  alone  or  with  an  excess  of  profilin  (Figure  4D  and  Supp  Figure  S3B).

We  found  a  similar  increase  of   k off   with  tension  for  FH2  dimers  (i.e.  without  FH1  domains,  Figure
4E),  and  for  FH1-FH2  dimers  anchored  via  their  FH1  or  their  FH2  domains    (i.e.  whether  force  is
applied  to  FH2  alone  or  to  FH1  as  well,  Figure  4F).  These  observations  indicate  that  FH1  domains
do  not  participate  in  the  mechanical  modulation  of  formin  processivity.
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Figure  4.  Force  has  a  great  impact  on  formin  processivity.
A.   Sketch  of  the  experimental  configuration,  similar  to  that  of  Figure  1C,  but  where  significant  forces  are
applied  using  various  flow  rates.  The  applied  force  scales  with  the  filament  length.  Experiments  were  carried
out  by  elongating  the  filaments  with  unlabeled  actin,  at  50  mM  KCl.
B.     Survival  fractions  of  surface-anchored  filaments,  elongating  with  1µM  actin  +  10µM  profilin,  using  different
flow  rates  to  reach  different  force  ranges:  each  filament  underwent  0.051  pN/µm  (blue  points,  N=46
filaments),  0.204  pN/µm  (green,  N=49)  or  0.501  pN/µm  (purple,  N=49);  and  the  average  initial  filament  length
was  4.9  µm  (blue),  3.2  µm  (green)  and  2.6  µm  (purple).
C-E.   Formin  dissociation  rate  as  a  function  of  applied  force  (log-linear  plots),  for  different  actin  concentrations
in  the  absence  of  profilin  (C);  for  1  µM  actin with  different  profilin  concentrations  (D);  for  0.3µM  actin  in
presence  or  absence  of  FH1  domains  (E,  top);  and  for  1  µM  actin,  4µM  profilin  for  FH1-FH2-DAD  formins
either  anchored  by  their  FH1  N-terminus or  FH2  C-terminus  (E,  bottom).  Dissociation  rates  were  obtained  by
local  fits  of  the  slope  in  survival  fractions  similar  to  the  ones  shown  in  (B)  (see  Methods).  Each  data  point  is
either  obtained  from  a  single  experiment  or  is  the  average  of  2-3  independent  experiments.  The  data  points
at  zero  force  were  measured  independently,  using  the  configuration  shown  in  figure  1B  (striped  filaments).
The  error  bars  indicate  standard  deviations  when  several  independent  experiments  were  grouped  (data  from
individual  experiments  for  (C)  and  (D)  are  shown  in  Supp.  Fig.  S3).

DISCUSSION

Processivity  mostly  relies  on  FH2-filament  interactions,  with  an  unexpected  contribution  of
FH1  domains

Formin  control  of  actin  filament  elongation  at  the  barbed  end  is  mediated  by  its  homology  domains
FH1  and  FH2,  as  well  as  its  tail  domain,  DAD   (Gould  et  al.,  2011;  Vizcarra  et  al.,  2014) .  We
quantified  formin  processivity  by  measuring  its  dissociation  rate   k off .  Our  data  indicate  that
FH2-barbed  end  interactions  are  destabilized  by  ions  (Figure  2A).  These  results  confirm  that  salt
bridges  mediating  FH2-actin  interactions,  which  have  been  predicted  from  molecular  dynamics
simulations   (Baker  et  al.,  2015) ,  are  essential  determinants  of  the  residence  time  of  formin  at  the
barbed  end.  Our  data  also  indicate  that  FH2-actin  interactions  are  destabilized  by  the  presence  of
a  fluorescent  label  on  actin  subunits  (Figure  2C),  consistent  with  the  notion  that  the  lateral  contacts
of  FH2  with  actin  subunits  are  essential  to  maintain  the  formin  at  the  barbed  end   (Otomo  et  al.,
2005) .
Unexpectedly,  we  show  here  that  FH1  domains  also  contribute  to  keeping  formin  at  the  barbed  end
(Figure  3).  These  results  appear  in  good  agreement  with  the  proposition  that  FH1  delivers
profilin-actin  to  the  barbed  end  by  forming  a  “ring  complex”   (Vavylonis  et  al.,  2006) ,  where  profilin
simultaneously  interacts  with  the  barbed  end  and  one  polyproline  track  of  one  of  the  two  FH1
domains.  The  ring  complex  is  also  likely  formed  when  profilin  is  brought  to  the  barbed  end  by  FH1
without  an  actin  monomer.  It  seems  natural  that,  in  such  a  configuration,  the  FH1  domains  would
constitute  an  obstacle  to  the  dissociation  of  the  FH2  dimer  from  the  filament  barbed  end  (Figure
3D).

This  contribution  of  FH1  domains  also  confers  a  new function  to  profilin:  not  only  does  it  allow  a
rapid  barbed  end  elongation,  it  also  helps  maintain  formin  at  the  barbed  end.  If  rapid  elongation
were  to  be  achieved  without  profilin,  formins  would  dissociate  very  rapidly  (Figure  3A).
We  have  also  shown  that,    when  FH1  domains  were  severely  truncated,  reducing  their  number  of
polyproline  tracks  from  14  to  2,  they  were  still  able  to  perform  their  tasks  regarding  both  the
acceleration  of  elongation  and  the  reduction  of  dissociation  in  the  presence  of  profilin  (Figure  3B).
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These  observations  are  consistent  with  earlier  results  on  yeast  formin  Bni1p  showing  that
polyproline  tracks  located  closer  to  the  FH2  domain  were  the  main  contributors  to  FH1  activity
(Courtemanche  and  Pollard,  2012) .

This  FH1-profilin-mediated  stabilization  does  not  seem  to  resist  pulling  forces,  since  the  formin
dissociation  rate  increases  equally  fast  in  the  presence  of  profilin  as  without  profilin  (Figures  4C,D),
or  even  when  FH1  domains  are  absent  (Figure  4E).

Modeling  FH2  conformations  at  the  barbed  end

Putting  the  contributions  of  FH1  domains  and  profilin  aside,  our  results  show  that  the  elongation
velocity,  hence  the  addition  of  actin  subunits,  enhances  formin  dissociation  from  the  barbed  end
(Figure  3A).  This  suggests  that  the  FH2  dimer  goes  through  a  transient,  weakly  bound  state,  every
time  a  new  actin  subunit  is  added  (Figure  5A),  as  already  proposed  by   (Paul  and  Pollard,  2008) .
Based  on  this  idea,  we  have  built  a  mathematical  model  predicting  the  elongation  velocity  v elong   and
dissociation  rate  k off   for  a  barbed-end  associated  formin  as  a  function  protein  concentrations  and
force.  This  model  and  its  predictions  are  presented  in  detail  in  the  Supplementary  Text.

As  our  model  includes  a  substantial  number  of  chemical  reactions  and  associated  reaction  rates,
we  focus  less  on  obtaining  precise  fits  to  the  experimental  data  -  which  are  somewhat  trivial  and
uninformative  when  a  large  number  of  adjustable  parameters  are  involved  -  and  instead
demonstrate  that  the   qualitative   shape  of  the  curves  predicted  by  our  model  is  consistent  with  our
experimental  measurements.  This  shows  that  the  agreement  between  our  model  and  the  data  is
essential,  and  not  an  accident  of  a  specific  set  of  values  for  the  fitting  parameters.

Our  model,  while  it  does  not  attempt  to  explicitly  describe  the  details  of  FH1  activity,  as  done  by
Vavylonis  and  colleagues   (Vavylonis  et  al.,  2006) ,  does  include  an  effective  affinity  of  profilin  for
barbed  ends,  and  is  able  to  account  for  our  experimental  data  on  profilin  by  simply  considering  that
the  presence  of  profilin  at  the  barbed  end  blocks  formin  dissociation  (Supplementary  Text  and
figures  therein).  Our  model  thus  ties  together  our  observations  in  a  global,  consistent  description.  It
also  provides  insights  into  the  FH2  dimer  conformations  and  the  effect  of  applied  tension,  which  we
now  summarize  here.

Structural  details  of  Bni1p(FH2)-actin  interactions   (Otomo  et  al.,  2005)   have  led  to  the  proposal
that,  as  they  wait  for  the  addition  of  a  new  actin  subunit,  the  FH2  dimer  and  the  barbed  end  are  in  a
rapid  equilibrium  between  an  elongation-competent  “open”  state  and  an  elongation-forbidding
“closed”  state.  In  the  frame  of  the  subsequently  proposed  “stair-stepping”  model,  FH2  hemidimer
translocation  (along  the  filament’s  main  axis  and  over  a  distance  of  one  actin  monomer  size)  is
associated  to  this  rapid  equilibrium.  In  contrast,  the  “stepping-second”  model  proposes  that  the
open-closed  equilibrium  involves  no  such  FH2  hemidimer  translocation,  which  would  instead  take
place  after  each  subunit  addition  and  thus  be  related  to  the  aforementioned  transition  state   (Paul
and  Pollard,  2008) .

Our  earlier  work  showing  that  tension  accelerates  mDia1-mediated  elongation   (Jégou  et  al.,
2013) ore  recent  work  applying  tension  with  magnetic  tweezers   (Yu  et  al.,  2017) ,  both  indicate  that
the  open-closed  equilibrium  corresponds  to  a  working  distance  of  one  monomer  size,  consistent
with  the  stair-stepping  model.  We  have  thus  chosen  this  model  for  our  schematic  representations
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of  the  open-closed  equilibrium  (Figure  5),  even  though  our  data  on  formin  dissociation  does  not
favor  one  model  over  the  other.  The  conclusions  we  draw  from  our  present  model  of  formin
dissociation  do  not  require  the  stair-stepping  context.

Our  model  for  dissociation  primarily  includes  the  notion that  the  FH2  dimer  goes  through  a
transient,  dissociation-prone  conformation  every  time  a  new  actin  subunit  is  added.  As  sketched  in
Figure  5A,  formin  can  thus  dissociate  following  two  routes:  (1)  the  FH2  dimer  unbinds  from  the
barbed  end  from  the  open  state  during  its rapid  open-closed  equilibrium,  with  a  rate  k off O (f),  or  (2)
the  FH2  dimer  unbinds  during  the  transition  state  that  follows  subunit  addition,  with  a  rate  k off T (f).
In  the  absence  of  force,  our  data  show  a  strong  dependence  of  formin  dissociation  on  actin
concentration,  i.e.  on  elongation  rate  (Figure  3A)  meaning  that  k off T (f=0)  is  the  dominant
contribution  to  the  global  k off (f=0).  When  pulling  forces  are  applied,  the  formin  dissociation  rates  for
different  actin  concentrations  converge,   i.e.   k off (f)  does  not  depend  on  actin  concentration  anymore
(Figure  4C).  The  model  predicts  such  a  behavior  when  k off O (f)  increases  with  force  more  strongly
than  k off T (f),  and  thus  becomes  dominant  at  high  forces  (Figure  5B).  In  contrast,  the  situation  where
k off T (f)  remains  the  dominant  contribution  to  dissociation  results  in  curves  for  k off (f)  at  different  actin
concentrations  that  remain  well  separated  at  high  forces  (Figure  5C).  The  confrontation  of  our
model  to  our  experimental  data  thus  indicates  that,  while  dissociation  from  the  transition  state  is  the
dominant  route  at  low  force,  it  is  the  dissociation  from  the  open  state  that  dominates  at  high  force.
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Figure  5.  Modeling  formin  dissociation,  in  the  absence  of  profilin.
A.   Sketch  summarizing  the  conformations  adopted  by  the  FH2  dimer  and  the  actin  filament barbed  end  in
our  model,  in  the  absence  of  profilin  (for  a  complete  description  of  the  model,  see  Supplementary  Text).  The
system  is  in  rapid  equilibrium  between  an  open  and  a  closed  state  (depicted  here  as  in  the  “stair-stepping”
model)  and  only  the  open  state  allows  the  addition  of  a  new  actin  subunit  at  the  barbed  end.  Following  this
elongation  event,  the  system  is  in  a  Transition  state,  which  decays  rapidly  into  a  new  open-closed  rapid
equilibrium.  Formin  dissociation  from  the  barbed  end  can  occur  while  the  system  is  in  the  open  state  (with
rate  k off O )  or  in  the  transition  state  (rate  k off T ).  The  global,  observable  dissociation  rate  k off   comprises  these  two
routes.
B,C.   Predictions  of  the  model  for  the  variation  of  the  dissociation  rate  k off   as  a  function  of  force,  in  log-linear
representations.  In  both  cases,  k offT   is  the  dominant  contribution  at  zero  force.  In  B,  k off O   increases  more
strongly  than  k off T   when  force  is  applied  and  thus  becomes  dominant  at  high  force  (computed  with  working
distances  훅 O =훅  and  훅 T =0,  see  Supplemental  Text).  In  C,  k off T   increases  more  strongly  than  k off O   when  force  is
applied  (훅 O =0  and  훅 T =훅,  see  Supplemental  Text).

How  do  cells  manage  formin  dissociation  in  a  mechanical  context?

Our  results  show  that  mechanical  tension  plays  a  dominant  role  in  the  modulation  of  formin
processivity.  The  dramatic  enhancement  of  formin  dissociation,  upon  application  of  piconewton
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forces,  appears  difficult  to  compensate  with  the  other  factors  we  have  tested,  such  as  actin  and
profilin  concentrations.  In  cells,  where  filaments  are  likely  to  be  tensed  mainly  because  of  myosin
activity,  our  results  raise  questions  regarding  how  these  filaments  may  remain  in  interaction  with
membrane-anchored  formins.  Since  it  seems  unlikely  that  filaments  detach from  membranes  as
soon  as  moderate  forces  are  applied,  they  may  cumulate  alternative  anchoring  strategies,  or  see
their  interaction  with  formins  reinforced  by  other  factors.

In  cells,  formin-elongated  filaments  are  often  found  in  bundles,  a  situation  which  could  allow
dissociated  formins  to  rapidly  rebind  to  barbed  ends.  Also,  recent  studies  have  shown  that
regulatory  proteins  could  directly  bind  to  formins  and  modulate  their  activity  ( e.g.,   Ena/VASP
(Bilancia  et  al.,  2014) ,  CLIP170   (Henty-Ridilla  et  al.,  2016) ,  or  Spire/FMN2  interactions   (Montaville
et  al.,  2014) ).  The  stabilization  of  formin-filament  interactions  in  a  mechanical  context  by  such
proteins  is  an  hypothesis  that  should  be  addressed  in  future  experiments.

13



METHODS

Proteins  and  buffers
Skeletal  muscle  actin  was  purified  from  rabbit  muscle  acetone  powder  (Pel-freeze)  following  the
protocol  described  in   (Wioland  et al.,  2017) ,  adapted  from  the  original  protocol   (Spudich  and  Watt,
1971) .  Actin  was  fluorescently  labeled  on  accessible  surface  lysine  328  of  F-actin   (Tóth  et  al.,
2016) ,  using  Alexa  488-NHS  (LifeTechnologies).
Recombinant  human  formin  mDia1(SNAP-FH1-FH2-DAD-6xHis)  was  expressed  in  E.  Coli  Rosetta
2  (DE3)  and  purified  following  the  protocol  described  in   (Romero  et  al.,  2004) .
Recombinant  human  profilin  I  was  expressed  in  E.  Coli  BL21  Star  (DE3)  and  purified  following  the
protocol  described  in  details  in   (Wioland  et  al.,  2017) ,  based  on  the  original  protocol  by
(Gieselmann  et  al.,  1995).
Spectrin-actin  seeds  were  purified  from  human  erythrocytes  as  described  in   (Wioland  et  al.,  2017) ,
based  on  the  original  protocol  by   (Casella  et  al.,  1986) .
Experiments  were  performed  in  F-buffer  (5  mM  Tris-HCl  pH  7.8,  1  mM  MgCl2,  0.2  mM  EGTA,  0.2
mM  ATP,  10  mM  DTT  and  1  mM  DABCO)  with  various  concentrations  of  KCl,  as  indicated  in  the
main  text  and  figures.

Microfluidics  setup  and  experiments
Protein  solutions  were  injected into  a  Poly-Dimethyl-Siloxane  (PDMS,  Sylgard)  chamber,  20  µm  or
40  µm  in  height,  800  µm  in  width  and  1  cm  in  length.  Chambers  were  mounted  on  glass  coverslips
previously  cleaned  for  20  minutes  in  ultrasonic  baths  of  1M  KOH,  ethanol  and  dH20.  PDMS
chambers  and  glass  coverslips  were  UV-treated  (UVO  cleaner,  Jelight)  to  allow them  to  bind  tightly
to  each  other.  We  used  cross-shaped  channels  with  3  inlets.  We  controlled  the  pressure  in  the
reservoir  and  measured  the  flow  rate  in  each  channel  using  an  MFCS  and  Flow  Units  (Fluigent).
For  experiments  with  anchored  pointed  ends  (configurations  shown  in  Figure  1A,B)  the  chamber
was  first  filled  with  F-buffer  without  KCl.  We  then  injected  actin-spectrin  seeds,  10  pM  for  5  min,
which  adsorbed  to  the  glass  surface  non-specifically.  The  surface  was  then  passivated  with  5%
bovine  serum  albumin  for  at  least  10  min.
The  anchoring  of  formins  to  the  coverslip  surface  (configurations  shown  in  Figures  1C  and  4A)  was
achieved  in  various  ways,  with  similar  results.  Surfaces  were  first  passivated  and  functionalized
with  biotin,  either  with  PLL-PEG  containing  a  fraction  of  PLL-PEG-biotin  (SuSoS,  Switzerland)  or
with  a  mixture  of  BSA  and  biotinylated  BSA.  The  surfaces  were  then  incubated  for  5  minutes  with
neutravidin  (20  µg/mL)  and  rinsed.  The  various  formin  constructs  all  contained  a  C-terminal  6xHis
tag  to  anchor  them  via  a  biotinylated  anti-His  (penta-His,  Qiagen).  To  anchor  specifically  the  mDia1
(FH1-FH2-DAD) via its N-terminus, we used a biotinylated SNAP-tag construct.

Microscopy  and  image  acquisition
The  microfluidic  setup  was  placed  on  a  Nikon  TiE  inverted  microscope,  equipped  with  a  60x
oil-immersion  objective.  We  either  used  TIRF,  HiLo  or  epifluorescence  depending  on  the
background  fluorophore  concentration  in  solution.  Two  different  TiE  microscope  setups  were  used.
The  TIRF  setup  was  controlled  by  Metamorph,  illuminated  in  TIRF  or  epifluorescence  by  100mW
tunable  lasers  (iLAS2,  Roper  Scientific),  and  images  were  acquired  by  an  Evolve  EMCCD  camera
(Photometrics).  The  other  TiE  setup  was  controlled  by  micromanager   (Edelstein  et  al.,  2014) ,
illuminated  with a  200W  Xcite  lamp  (Lumen  dynamics)  and  images  were  acquired  by  an  sCMOS
Orca-Flash4.0  V2+  camera  (Hamamatsu).
Images  were  analyzed  using  ImageJ  software.
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The  experiments  were  performed  at  room  temperature,  in  an  air-conditioned  environment.  We
nonetheless  measured  day-to-day  variations  of  room  temperature,  between  19°C  and  23°C,  and
found  that  these  temperature  changes  correlated  with  variations  in  filament  elongation  rates  and
formin  dissociation  rates  :  higher  temperatures  favored  faster  elongation  and  faster  dissociation.  To
minimize  the  impact  of  such  variations,  and  obtain  consistent  data,  experiments  and  their  controls
were  systematically  repeated  on  the  same  day.

Data  analysis
To  avoid  any  bias  related  to  the  selection  of filaments  during  analysis,  a  rectangular  region
containing  a  few  tens  of  filaments  was  randomly  chosen  in  the  microscope  field  of  view,  and  all  the
filaments  in  this  region  were  analyzed.  Within  this  population,  filaments  were  excluded  from  our
analysis  only  in  the  following  specific  cases.  We  excluded  filaments  whose  ends  were  difficult  to
locate  because  they  overlapped  with  other  filaments.  We  also  excluded  filaments  that  sometimes
seemed  to  stick  to  the  surface  or,  in  the  case  of  experiments  with  anchored  formins,  appeared  to
stall  (see  Supp.  Movies).
Movies  were  analyzed  with  ImageJ.  The  Subtract  Background  plugin  was  sometimes  used  to
enhance the  contrast,  with  a  rolling  ball  radius of  50  pixels.

Quantifying  error  bars  on  the  formin  dissociation  rates,  in  the  absence  of  force.
In  order  to  quantify  the  statistical  uncertainty  in  the  estimation  of  the  dissociation  rate   k off   resulting
from  the  exponential  fits  of  the  survival  fractions   S(t)   (shown  for  example  in  Figures  1E  and  2A,B),
we  performed  numerical  simulations  of  the  experiment  (using  Python).  The program  simulated  a
large  number  ( M =10,000)  of  experiments,  each  consisting  in   N   filaments  randomly  losing  their
formin  with  rate  constant   k 0 .  The  survival  fraction  of  each  experiment  was  fitted  by  a  single
exponential,  resulting  in  the  generation  of   M   estimated  rates   k est   .  The  distribution  of  these   k est   ,
centered  on   k 0 ,  allowed  us  to  compute  the  width  of  the  confidence  intervals.  We  could  thus  verify
that  a  65%  confidence  interval  corresponded  to  errors  of  approximately  k 0 /N 0.5 .

Analysis  of  experiments  with  striped  filaments
Our  standard  experiment  (Figure  1A)  relied  on  the  ability  to  image  filaments  and  on  the
acceleration  of  their  elongation  by  formins  in  order  to  assess  their  presence  at  the  barbed  end.  In
order  to  determine  the  elongation  velocity  and  the  formin  dissociation  rate  in  conditions  where  actin
could  not  be  directly  imaged  (i.e.  unlabeled  actin)  and/or  when  the  presence  of  formin  was  not
readily  detected  by  a  change  in  elongation  velocity  (i.e.  in  the  absence  of  profilin),  other
configurations  were  used.  A  possible  alternative  was  to  anchor  the  formins  to  the  coverslip  surface
and  work  with  low  forces  (Figure  1C).  In  order  to  obtain  results  with  unanchored  formins  and  zero
force,  we  have  used  a  “striped  filaments”  protocol  (illustrated  in  Figure  1B).  It  consisted  in  exposing
filaments  to  alternating  conditions  :  a  duration  t 1   with  condition  1  (the  condition  of  interest,  with
unknown  elongation  rate  v 1   and  formin  dissociation  rate  k 1 ),  and  a  duration  t 2   with  condition  2
(containing  profilin  and  labeled  actin,  with  predetermined  elongation  rate  v 2   and  formin  dissociation
rate  k 2 ).  The  resulting,  striped  filament  population  was  imaged  at  interval  ( t 1 + t 2 )  and  had  a
measurable  elongation  rate  v=( t 1   v 1 + t 2   v 2 )/( t 1 + t 2 )  and  formin  dissociation  rate  k=( t 1   k 1 + t 2
k 2 )/( t 1 + t2 ).  Knowing  v 2   and    k 2 ,  we  could  thus  determine  v 1   and  k 1 .  The  results  we  obtained  were
consistent  with  those  from  experiments  with  anchored  formins,  at  very  low  force.

Analysis  of  experiments  with  pulling  forces
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We  measured  the  fraction   S(t)   of  filaments  growing  from  surface-anchored  formins  that  remained
attached  over  time,  while  force  was  applied  on  the  filaments  by  viscous  drag.  The  observed
filament  detachment  rate   k obs (t)  =  (dS/dt)  /  S(t)   increases  over  time,  as  the  filaments  get  longer  and
the  average  force  exerted  on  them  thus  increases.  This  force  has  been  calibrated   (Jégou  et  al.,
2013)   and  we  can  compute  the  average  force   f(t)   exerted  on  the  population  of  filaments,
homogeneous  in  length.
An  important  point  is  to  verify  whether  the  filament  detachment  events  that  we  observe  during  our
experiment  do  correspond  to  formin-filament  dissociation  events.  We  thus  sought  to  estimate  what
percentage  of  the  monitored  formins  were  still  present  and  functional  at  the  end  of  an  experiment.
To  do  so,  following  the  experiment,  we  exposed  the  surface  to  a  solution  of  actin  to  test  which
formins  could  nucleate  new  filaments.  We  observed  that  ~  74%  of  formins  were  still  present  and
able  to  nucleate  filaments  during  this  test  (Supp.  Fig.  S4),  regardless  of  the  force  applied  during  the
experiment  (between  0  and  6  pN).  This  indicated  that  at  least  74%  of  the  formins  monitored  during
the  experiment  were  still  anchored  and  functional  when  their  filament  was  observed  to  detach  from
the  surface.The  measured  filament  detachment  rate   k obs   thus  reflected  the formin  dissociation  rate
k off   within  a  reasonable  error:  0.74   k obs   <   k off   <   k obs   (corresponding to  the  vertical  error  bars  shown  in
Supp.  Fig.  S3).
We  could  thus  plot  the  formin  dissociation  rate   k off   as  a  function  of  the  applied  force   f .  Each
individual  experiment  generated  a  survival  fraction   S(t)   (as  in  Figure  4B)  from  which  we  deduced  a
number  of  points   k off (f) ,  as  shown  in  Supp  Fig  S3.    The  horizontal  error  bars  indicate  the  standard
deviations  in  f,  based  on  the  length  dispersion  of  the  filaments.  Experiments  carried  out  with
different  microfluidics  flow  rates  explored  different  ranges  of  force,  with  some  overlap  between
experiments.  For  clarity,  data  points  were  grouped  in bins  of  similar  force,  and  averaged.  The
resulting  plots  are  shown  in  Figure  4,  where  the  error  bars  indicate  the  standard  deviations  for   f
and  for   k off   within  each  bin.
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Chapitre 7
Discussion sur la régulation de la

processivité et Conclusion

7.1 Réguler la processivité

7.1.1 L’implication du domaine DAD dans la processivité et

sa régulation

Comme vu précedemment, Yoo et collaborateurs présentent en 2015 des variations

de processivité due à des mutations d’acides aminés du domaine FH2 de la formine de

drosophile Cappuccino [262]. Dans une étude similaire, la même équipe mesure une

réduction de processivité due à diverses troncations du domaine DAD de la formine [215],

prouvant le rôle déterminant de DAD sur la processivité. Leur hypothèse se base sur le fait

que DAD, comme nous l’avons vu au chapitre 3, peut interagir directement avec l’actine.

Cette interaction lierait d’autant plus la formine au bout barbé. De plus, les monomères

libres d’actine pourraient potentiellement entrer en compétition avec l’actine du bout

barbé pour le domaine DAD, perturbant l’affinité du domaine pour le filament. Ce qui

pourrait participer à l’effet de l’actine sur la réduction de la processivité.

Des interactions électrostatiques sont probables entre le domaine DAD de la formine

Cappucino et le bout barbé du filament [215]. L’effet net de la réduction de la processivité

par le sel pourrait également s’expliquer par une perturbation de la liaison du domaine

DAD avec le filament. Cet effet viendrait alors compléter l’effet, déjà décrit dans le chapitre

6, du sel sur la liaison du domaine FH2 avec le bout barbé.
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7.1.2 Rôle de la force sur l’interaction entre la protéine de

coiffe et la formine

Comme décrit dans le chapitre 5, la protéine de coiffe est un régulateur biochimique

de la processivité de la formine. En configuration formine ancrée, la protéine de coiffe

peut venir s’ajouter au bout barbé, créant une pause dans l’élongation avant un éventuel

départ du filament (voir figure 5.2).

Des résultats préliminaires non publiés ont été obtenus à partir d’expériences faites par

Shashank Shekhar, en parallèle du projet sur le complexe ternaire (B-F-CP). Ils montrent

que l’augmentation de la force augmente la probabilité que ce départ du filament se fasse

sans pause détectable, soit, à priori, sans formation du complexe ternaire. Par ailleurs,

dans la population de filaments dont les pauses dans l’élongation sont détectables, il

semble que les caractéristiques de formation du complexe ternaire soient inchangées

sous tension. L’effet de la tension sur la durée de vie du complexe n’est en revanche pas

connu.

Cet effet du départ soudain suivant l’arrivée de la protéine de coiffe au bout barbé

suggère l’existence d’un état de liaison très faible entre la formine et le bout barbé. Si la

formine est dans cet état de faible liaison temporairement, la gêne stérique de la protéine

de coiffe sur la liaison formine/bout barbé peut alors favoriser un détachement. La force

favoriserait donc potentiellement cet état de faible liaison de la formine. Cet état de faible

liaison peut rappeler les états de faible liaison décrits précédemment dans le chapitre 6 (ex :

état de transition). D’autres expériences seront nécessaires pour caractériser davantage

cet état fragile de la liaison formine-bout barbé.

Il est ainsi probable que la fonction de la protéine de coiffe soit rendue très utile à

partir du moment où la tension entre en jeu. L’effet de la force jumelé à l’action de la

protéine de coiffe permettrait de détacher beaucoup plus rapidement les filaments des

formines ancrées à la membrane.

7.1.3 Implication pour la régulation de la formine in vivo

En résumant, la processivité de la formine peut-être régulée biochimiquement et

mécaniquement. Les résultats que nous avons déduits à partir de l’étude de diverses

constructions, dont la construction de la formine mDia1 (FH1-FH2-DAD-His), sont a

priori extrapolables à la régulation de la processivité de mDia1 dans la cellule. En effet, on

peut y supposer que les domaines de régulation (ex : DID ou GBD), vus dans le chapitre
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3, n’inhibent pas les effets du sel, de l’actine, de la profiline ou encore de la protéine de

coiffe sur cette processivité.

Les effets biochimiques

Dans la cellule, la mesure des concentrations en sel ou autres protéines semble délicate,

même si des estimations autour de plusieurs dizaines deµM ont été réalisées pour l’actine

(50-100 µM [63]) ou la profiline [76]. Il y est en tout cas difficile de connaître précisément

la proportion de profiline, d’actine libre, de complexe d’actine-profiline ou de protéine

de coiffe. C’est pourquoi l’approche in vitro trouve ici tout son avantage, puisqu’on a pu

caractériser spécifiquement l’effet de chaque facteur biochimique. Les effets de l’actine,

de la profiline et de la protéine de coiffe ont pu être dé-corrélés les uns des autres et

surtout caractérisés, ce qui n’aurait pas pu être possible dans la cellule.

De tous ces effets, il est notamment intéressant de voir celui de la profiline sur la pro-

cessivité. Cela va dans le sens d’un paradigme naissant, définissant la profiline comme une

protéine charnière pour ce qui est de la formation de différents réseaux cellulaires [263].

La profiline est alors proposée comme participant au contrôle des monomères provenant

d’un même réservoir cellulaire, et participant à la création de réseaux linéaires (impli-

quant la formine) ou branchés (impliquant le complexe Arp2/3). Dans ce paradigme, la

présence de la profiline privilégie la formation de réseaux linéaires à partir de formines.

Dans notre cas, nous avons apporté un nouvel élément à cette hypothèse. Du fait

qu’elle semble augmenter la processivité, la profiline permet à la formine d’assembler,

ou d’ancrer à la membrane, sur une plus longue période les filaments d’actine impliqués

dans les réseaux linéaires.

La compétition entre Arp2/3 et la formine, et sa régulation par la profiline, pourrait

être un projet bénéficiant d’une approche semblable à celles présentées dans cette thèse,

notamment l’utilisation de la microfluidique.

Les effets mécaniques

Un résultat remarquable que l’on a obtenu grâce à notre méthode de microfluidique

est l’effet de la force de tension sur la régulation de la processivité. Au vu de tous les

résultats impliquant une formine mise sous tension, y compris les résultats préliminaires

sur le complexe ternaire décrit au paragraphe subsection 7.1.2, il semble que la tension y

joue un rôle majeur.

Pour ce genre d’expérience, la microfluidique a semblé être l’outil optimal, jumelant à

la fois une force calibrée et des observations sur plusieurs filaments à la fois. Par exemple,
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il aurait été beaucoup plus fastidieux d’obtenir les résultats présentés ici à l’aide de pinces

optiques, car nécessitant des études d’un seul filament à la fois.

Des forces de l’ordre de quelque pNs réduisent la processivité de plusieurs ordres

de grandeur. L’effet de la force est donc très efficace. Même si biochimiquement, la pro-

cessivité peut être contrôlée, il est difficile de caractériser à quel point la cellule peut

contrôler localement les concentrations de différents facteurs biochimiques (sel ou pro-

téines). On peut imaginer que la processivité soit tout du moins régulée par la force, au vu

des contraintes mécaniques que subissent constamment les filaments dans la cellule, y

compris de tension, de l’ordre de quelques piconewtons [124]. Il est possible que la force,

qui surpasse les autres effets, soit le moyen majeur du contrôle de la processivité de la

formine mDia1 dans la cellule.

Du fait de cet effet très important, des situations cellulaires sous tension réduiraient

très vite le temps d’élongation. Si en introduction, nous exposions d’éventuels problèmes

dus à de trop longs filaments dans la cellule, les filaments trop courts engendreraient

beaucoup de dysfonctionnements également. Il se peut que des facteurs rallongeant la

processivité de la formine interviennent alors. Dans ce cadre, nous avons alors identifié

la profiline comme protéine pouvant éventuellement stimuler la processivité. Dans nos

gammes de concentrations, son effet est surpassé par celui de la force, mais il se peut que

ce ne soit plus le cas à des concentrations cellulaires.

7.1.4 Perspectives

Futures études biochimiques

Les deux projets auxquels j’ai participé ont amené beaucoup de réponses sur la pro-

cessivité et sa régulation. Beaucoup de pistes restent cependant encore à creuser. Au vu

des nombreux isoformes de formines impliqués dans les processus cellulaires, mais égale-

ment ceux étudiés in vitro, il semblerait judicieux d’essayer d’étudier d’autres isoformes,

tels que la formine DRF mDia2, proche de mDia1 ou encore Bni1p, qui constitue une des

formines les plus étudiées, comme en témoignent les études décrites dans l’introduction

des chapitre 3 et 6.

Concernant la régulation biochimique de la processivité, des protéines de coiffe autres

que CapZ, comme par exemple la gelsoline, pourraient également former un complexe

ternaire, gênant potentiellement la présence de la formine au bout barbé.

On sait également que la profiline augmente la processivité de la formine en ne jouant

pas de rôle directement au bout barbé, mais seulement par l’intermédiaire du domaine

FH1 de la formine. Il est probable que la profiline liée au domaine FH1 puisse interagir
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et entrer en compétition avec une protéine de coiffe pour le bout barbé. L’étude de

cette éventuelle compétition pourrait donner lieu à un mécanisme de régulation de la

processivité proche d’une situation in vivo, où les protéines cohabitent.

Futures études mécaniques

Concernant la régulation mécanique de la processivité, seul l’effet de la tension a ici

été testé. Comme nous l’indique le chapitre 3, il existe d’autres contraintes exercées sur la

formine dans la cellule, telle que la compression. L’effet de celle-ci est délicat à étudier à

cause de l’effet de flambage des filaments, décrit au chapitre 2.

En utilisant un montage de billes magnétiques, dont l’écartement est contrôlé par

un électroaimant, tel que celui utilisé par Démoulin et collaborateurs [122], on pourrait

potentiellement obtenir des résultats préliminaires de l’effet de la compression sur l’acti-

vité des formines. En pratique, en ancrant les formines à la surface de billes, on pourrait

à partir d’elles créer des faisceaux de filaments (pour éviter le flambage), en utilisant la

fascine, exactement comme l’ont fait Démoulin et collaborateurs. Une partie des filaments

seraient vite compressés entre deux billes, dont il serait possible d’observer comment la

vitesse d’élongation est affectée. Étudier le détachement d’une formine d’un filament sous

compression me semble plus difficilement envisageable.

Aussi, Mizuno et collaborateurs démontrent en 2011 que la formine, lorsqu’elle as-

semble le filament d’actine, tourne autour du filament [264]. Cette rotation fait donc

partie intégrante de la processivité de la formine. Il serait alors intéressant de tenter de

perturber cette rotation et de voir son effet sur l’activité de la formine, par exemple en

attachant la formine à la surface et le filament par le bout pointu à la surface. Ces deux

points d’ancrages réduiront la liberté conformationnelle et la rotation du filament.

Enfin le but étant également de sonder les propriétés moléculaires de la formine

pour comprendre ses mécanismes de régulation une fois dans la cellule, ces études pour-

raient être faites sur complexe Ena/VASP, autre élongateur cellulaire de réseaux linéaires.

Comprendre avec encore plus de détails ces deux élongateurs processifs permettra poten-

tiellement de comprendre la formation et régulation de réseaux linéaires dans la cellule.

De plus, ayant été toutes deux localisées à l’extrémité d’un filopode (voir figure 3.2),

protrusion étroite de la cellule, il serait bénéfique d’étudier leurs interactions mutuelles.
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7.2 Conclusion

Cette thèse portait sur la processivité de la formine mDia1, étudiée in vitro par l’étude

de son activité sur des filaments individuels d’actine. L’utilisation de la microfluidique

a été un outil très puissant pour caractériser tant qualitativement que quantitativement

l’effet à la fois de facteurs biochimiques (sel, fluorophore, profiline, protéine de coiffe) et

mécanique (tension) sur la processivité. Ces facteurs peuvent être utilisés dans la cellule,

bien qu’il semble raisonnable que la régulation par la force, à la seule vue de nos résultats,

soit un facteur majoritaire.

Ces expériences nous ont permis d’obtenir de nouvelles informations sur les propriétés

moléculaires de mDia1 et de son activité d’élongation processive. Notamment nous avons

appris que le domaine FH1 intervient dans la régulation de la processivité. D’autres

expériences permettront de générer un modèle décrivant précisément cette élongation

processive et mécanosensible.
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Tampons

— le tampon G, G venant de "Globular" (G-actin), est le tampon dans lesquels les

monomères sont conservés

— le tampon F, F venant de "Fluorescent", est le tampon utilisé pour faire pousser des

filaments à partir de monomères d’actine, après y avoir rajouté diverses concentra-

tion de KCl.

FIGURE 7.1 Liste et constitution des tampons, utilisés pendant les expériences et les
purifications mentionnées au chapitre 4
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Biochemical and mechanical regulation of actin filaments assembly by formin

Key words : Actin dynamics, in vitro, formin, mechanobiologie, microfluidics, capping protéine

Actin filament assembly plays a pivotal role in cellular processes such as
cell motility, morphogenis or division. Elucidating how the actin
cytoskeleton is globally controlled remains a complex challenge. We know
that it is orchestrated both by actin regulatory proteins and mechanical
constraints.

The formin protein is an essential actin regulator. Anchored to the cell
membrane, it is responsible for the assembly (nucleation and elongation)
of actin filaments found in linear and unbranched architectures. It is notably
involved in the generation of filopodia protrusions at the leading edge of a
motile cell. One important feature is that it processively tracks the barbed
end of an actin filament, while stimulating its polymerization in the
presence of profilin.

Formin processivity and its regulation is not yet completely understood.
As an important factor determining the length of the resulting filament, it
must be investigated further.

A perfect assay to look at formin processivity in vitro is an innovative
microfuidics assay coupled to TIRF microscopy, pioneered by the team, to
simultaneously track tens of individual filaments. In a designed chamber,
filaments are anchored to the surface by one end, and aligned with the
solution flow. We can precisely control the biochemical environment of the
filaments. Moreover, we can exert and modulate forces on filaments, due
to the viscous drag of flowing solutions. By varying chemical conditions
during formin action at the barbed end, I investigated how others proteins
or the elongation rate can modulate formin processivity, by looking at the
detachment rate of formins.

Moreover, we can mimic the membrane anchoring in the cell by
specifically attaching formins at the surface. In our chamber, through the
filament they elongate, we can apply force to formins.

In complement to biochemical studies, we then investigate the effect of
tension on their processivity.

I first investigated the impact of a capping protein on formin action at the
barbed end. Their barbed end binding is thought to be mutually exclusive.
We measured that the affinity of one protein is reduced by the presence of
the other. However we observed they both can bind simultaneously the
barbed end, in a transient complex, which block barbed end elongation.
Competition of formin and CP would regulate barbed end dynamics in a cell
situation where length is tightly controlled.

I next studied formin processivity dependence on various parameters. We
show that processivity is sensitive to salt and labelling fraction used in our
solutions. We also looked at how processivity is affected by the elongation
rate, which can either be varied by actin or profilin concentration. On one
hand, actin concentration reduces processivity, at any given concentrations
of profilin. On the other hand, raising the concentration of profilin increases
processivity, regardless of the elongation rate. This indicates that the
incorporation of actin monomers decreases processivity while in contrast,
the presence of the profilin at the barbed end increases it.

Moreover, tension exerted on formin was observed to largely favor its
detachment. In a quantitative matter, the effect of tension prevails over any
others biochemical factor on processivity : only a few piconewtons decrease
it by several orders of magnitude. This important effect helps us build a
more complete model of processive elongation. These results indicate that
mechanical stress is likely to play an important role in a cellular context.

In conclusion, this project brings insights into the molecular properties of
formin and helps to decipher the mechanism of processive elongation and
its regulation.

Régulation biochimique et mécanique de l’assemblage de filaments d’actine par la formine

Mots clés : Dynamique de l'actine, in vitro, formine, mécanobiologie, microfluidique, protéine de coiffe

Pour la cellule, l’assemblage du cytosquelette d’actine joue un rôle
central dans son déplacement, sa division ou sa morphogenèse. Cette
réorganisation est orchestrée par des protéines régulatrices et des
contraintes mécaniques. Savoir comment les combinaisons de ces actions
biochimiques et physiques régulent les différentes architectures d’actine
reste un véritable défi.

La formine protéine est un régulateur essentiel de l’actine. Ancrée à la
membrane, elle assemble les filaments d’actine (nucléation et élongation)
présents dans des architectures linéaires et non branchées. La formine est
impliquée notamment dans la génération de filopodes, protrusions guidant
la locomotion cellulaire.

Une propriété remarquable est sa capacité à suivre processivement le
bout barbé d’un filament qu’elle allonge, tout en stimulant son élongation
en présence de profiline. La régulation de cette processivité de la formine
est encore à clarifier. C’est une caractéristique importante, intervenant dans
le contrôle de la longueur des filaments, dont les connaissances sont à
approfondir.

L’étude de cette processivité est facilitée par l’utilisation d’un outil
microfluidique novateur pour l’étude de la dynamique de multiples
filaments individuels d’actine in vitro. Au sein d’une chambre en PDMS, les
filaments sont ancrés à la surface par un seul bout, le reste s’alignant avec le
flux. Nous pouvons précisément y changer l’environnement biochimique,
tandis que la friction visqueuse sur les filaments permet d’exercer une
tension contrôlée sur chacun d’entre eux.

Simultanément à l’action de la formine au bout barbé, j’étudie l’effet
d’autres protéines ou de la vitesse d’élongation sur sa processivité, en
mesurant son taux de détachement. Par ailleurs nous pouvons reproduire
l’ancrage membranaire cellulaire en attachant spécifiquement nos formines
à la surface. Dans la chambre, par l’intermédiaire du filament qu’elle
allonge, nous pouvons alors exercer des forces et en étudier l’effet sur la
formine.

Premièrement, j’ai étudié l’impact de la protéine de coiffe (CP) sur
l’activité de la formine au bout barbé. La liaison de ces deux protéines au
bout barbé a jusqu’ici été considérée mutuellement exclusive. Nous avons
observé qu’elles peuvent toutefois se retrouver simultanément liées au bout
barbé, au sein d’un complexe à courte durée de vie. Ce complexe ternaire
est capable de stopper l’activité du bout barbé même si l’affinité d’une
protéine est réduite par la présence de l’autre. Nous proposons qu’une
compétition entre la protéine de coiffe et la formine régule la dynamique du
bout barbé dans des architectures où les longueurs doivent être hautement
contrôlées.

J’ai ensuite étudié l’influence de divers facteurs sur la processivité. La
processivité est très sensible à la présence du sel et à la fraction de
marquage fluorescent utilisée dans nos expériences. Nous avons également
observé l’effet de la vitesse d’élongation, qui peut être modifiée en
changeant la concentration en actine ou en profiline. D’une part, l’actine
réduit la processivité, à n’importe quelle concentration de profiline. D’autre
part, la concentration en profiline augmente cette processivité,
indépendamment du taux d’élongation. Cela suggère qu’une incorporation
de monomère diminue la processivité, tandis que la profiline, par sa
présence au bout barbé, l’augmente.

Enfin, la tension exercée sur les formines abaisse fortement la
processivité : quelques piconewtons réduisent la processivité de plusieurs
ordres de grandeurs. Cet effet, purement mécanique, prédomine sur les
facteurs biochimiques. Ces résultats nous indiquent que les contraintes
mécaniques de tension joueraient un rôle prédominant dans le contexte
cellulaire. Cette étude nous aide à construire un modèle plus complet de
l’élongation processive par les formines.

En conclusion, ce projet permet de mieux comprendre le fonctionnement
moléculaire de la formine, en particulier le mécanisme de l’élongation
processive et de sa régulation.
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