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Résumé  

Les connexines constituent une famille de protéines membranaires intégrales qui 

forment les jonctions communicantes. Ces protéines font partie d’une famille multigénique 

avec 21 isoformes chez l'homme. La Cx43 est le membre le plus abondant de cette famille et 

le plus étudié. Tout au long de son cycle de vie, la Cx43 est régulée à travers des 

modifications post-traductionnelles et/ou par des interactions protéine-protéine qui se 

produisent essentiellement au niveau de son domaine C-terminal (Cx43CT).  

Nous avons choisi d’étudier l’interaction de la tubuline et des microtubules avec un 

peptide (K26D) correspondant à la région juxta-membranaire (K234-D259) du domaine 

Cx43CT par RMN.  

Nos résultats ont démontré que la région juxta-membranaire de la Cx43 interagit 

directement et spécifiquement avec la tubuline et les microtubules et adopte lors de sa liaison 

à la tubuline une structure compacte hélicoïdale. En outre, nos travaux ont montré que cette 

interaction implique au moins deux groupes de résidus 
239

RV
240

 et 
247

YHAT
250

 du Cx43CT 

qui se trouvent à proximité immédiate de ces partenaires.  

Le résidu Y247, situé au sein d’un site de phosphorylation par la protéine kinase v-Src 

est impliqué dans l’interaction de la région juxta-membranaire de la Cx43 avec la tubuline et 

les microtubules. Pour cela, nous avons tenté d’étudier l’influence de la phosphorylation du 

résidu Y247 sur cette liaison. Nos résultats ont montré que cette interaction est négativement 

régulée par cette phosphorylation. 

Enfin, pour progresser dans la compréhension de la compétition entre la protéine 

Smad2 et la Cx43 pour leur liaison au système tubuline/microtubules. Nous avons étudié la 

compétition entre le peptide K26D et un autre peptide issu du domaine MH2 de la protéine 

Smad2 pour leur liaison à la tubuline. Nous avons démontré que la région M416-T434 du 

domaine MH2 incluse dans le peptide issu de la protéine Smad2 participe à sa liaison à la 

tubuline. Cependant, nous n’avons pas mis en évidence de compétition entre les peptides issus 

de Cx43 et de Smad2 pour leur interaction avec la tubuline. 

L’ensemble des résultats sont discutés en fonction de l’état de l’art et de la littérature. 

  



Abstract  

The connexins constitute a family of integral membrane proteins that form gap 

junctions. In humans, the connexins belong to a multigene family of 21 isoforms. Cx43 is the 

most abundant and studied member of this family. During its life cycle, Cx43 is regulated by 

post-translational modifications and/or protein-protein interactions that occur primarily in its 

C-terminal domain (Cx43CT). We chose to study the interaction of tubulin and microtubules 

with a peptide (K26D) corresponding to the juxtamembrane region (K234-D259) of the 

Cx43CT domain by NMR spectroscopy. 

We demonstrated that the juxtamembrane region of Cx43 interacts directly and 

specifically with tubulin and microtubules and adopt upon binding to tubulin a compact 

helical structure. In addition, our results showed that this interaction involves at least two 

clusters of residues 
239

RV
240

 and 
247

YHAT
250

 of Cx43CT which are in close proximity of these 

partners during interaction. 

The Y247 residue, located within a phosphorylation site by the protein kinase v-Src is 

involved in the interaction of the juxtamembrane region of the Cx43 with tubulin and 

microtubules. For this reason, we tried to study the influence of phosphorylation of the Y247 

residue on this binding. Our results have shown that this interaction is negatively regulated by 

this phosphorylation. 

Finally, in order to progress in the understanding of the competition between Smad2 

protein and Cx43 for their binding to the tubulin/microtubules system, we probed the putative 

competition between the K26D peptide and another one from the MH2 domain of Smad2 

protein for their binding to tubulin. We succeeded showing that the binding of the Smad2 

peptide to tubulin involves the M416-T434 region of its MH2 domain. However, we did note 

evidence a competition between the peptides derived from Cx43 and Smad2. 

The results are discussed in regards to the state of the art and of the current literature. 
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Les connexines sont des protéines membranaires intégrales qui forment des structures 

hexamériques appelées « connexons ». Ces oligomères sont transloqués jusqu’à la membrane 

plasmique où ils constituent des hémi-canaux qui, par arrimage à d’autres hémi-canaux des 

cellules voisines, permettent la formation de canaux jonctionnels. Plusieurs canaux se 

regroupent en bouquets et constituent un type particulier de jonction cellulaire, notamment 

impliquée dans la signalisation paracrine et appelée « jonction communicante ». Ces jonctions 

permettent un passage rapide et passif de molécules, entrainées par leur gradient 

électrochimique, limité par leur masse moléculaire (M<1000 Da). Ces molécules sont des 

métabolites (Glucose, ATP…), des ions (K
+
, Ca

2+
…) et des seconds messagers comme 

l’Inositol triPhosphate (IP3) et l’AMP cyclique (AMPc) (Goodenough et al., 1996 ; 

Goodenough et Paul, 2003 ; Goodenough et Paul, 2009).  

Les connexines appartiennent à la famille des protéines à quatre domaines 

transmembranaires. L’organisation de ces domaines dans la membrane conduit à exposer 

deux boucles du côté extracellulaire et une boucle du côté intracellulaire, les domaines 

carboxy- et amino-terminal (C-terminal et N-terminal, respectivement) étant intracellulaires 

(Goodenough et al., 1996 ; Saez et al., 2003 ; Sosinsky et Nicholson, 2005). Les connexines 

constituent une famille multigénique comprenant 21 isoformes chez l'homme (Sohl et 

Willecke, 2004). Ces isoformes sont nommés généralement en fonction de leur masse 

moléculaire prédite en kilodaltons (Beyer et al., 1987). Les connexines sont homologues dans 

leurs domaines transmembranaires, boucles extra-cytoplasmiques et domaines N-terminal. Par 

contre, le domaine C-terminal et la boucle intra-cytoplasmique présentent des séquences et 

des longueurs très diversifiées (Haefliger et al., 1992 ; Saez et al., 2003). La plupart des tissus 

des vertébrés expriment un ou plusieurs isotypes de connexines. La connexine43 ou Cx43 

(connexine possédant une masse moléculaire de 43 kDa) est cependant le membre dont 

l’expression est la plus large dans les tissus et le mieux étudié de cette famille (Laird, 2006; 

Willecke et al., 2002). 

 La principale fonction de la Cx43 est liée à sa capacité à former des canaux qui 

permettent aux cellules voisines de coordonner leurs activités en échangeant de petites 

molécules. Celles-ci peuvent être chargées ou non, ce qui permet de distinguer un couplage 

ionique d’un couplage métabolique. Cette communication est essentielle aussi bien au bon 

déroulement du développement embryonnaire qu’au maintien de l'homéostasie tissulaire à 

l’état adulte (Brissette et al., 1994; Goodenough et al., 1996 ; Saez et al., 2003). Des fonctions 

émergentes, indépendantes de la communication jonctionnelle, sont aussi attribuées à la Cx43, 
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allant de la régulation de l’expression génique (Kardami et al., 2007) à la modulation de la 

motilité cellulaire (Kameritsch et al., 2012 ; Matsuuchi et Naus, 2013 ; Olk et al., 2009). 

Tout au long de son cycle de vie, la Cx43 est régulée à travers des modifications post-

traductionnelles et/ou par des interactions protéine-protéine qui provoquent des changements 

dans sa conformation, son activité, sa charge, sa stabilité ainsi que sa localisation 

cellulaire (Dbouk et al., 2009 ; Giepmans, 2004 ; Hervé et al., 2007 ; Hervé et al., 

2012 ; Laird, 2010 ; Sosinsky et Nicholson, 2005). Ces interactions et/ou modifications se 

produisent essentiellement dans son domaine C-terminal (Cx43CT). En effet, l’extension 

importante de ce domaine (L228-I382), offre une surface potentielle à l’interaction de 

différents ligands intracellulaires. En outre, le domaine Cx43CT est le siège de nombreuses 

modifications comme la phosphorylation, l’ubiquitination et la sumoylation (Johnstone et al., 

2012), ce qui lui permet de jouer un rôle crucial dans la fonction de cette connexine. Le 

domaine Cx43CT interagit avec de nombreuses enzymes ayant des activités kinase (v-Src), 

phosphatase (RPTP) ou ubiquitine ligase (Nedd4). Ce domaine interagit également avec les 

protéines structurales du cytosquelette (tubuline /, vimentine) ainsi qu’avec certaines 

protéines associées à l’actine (drébrine, spectrine) (Dbouk et al., 2009 ; Giepmans, 2004 ; 

Hervé et al., 2007 ; Hervé et al., 2012 ; Laird, 2010 ; Olk et al., 2009).  

La détermination des éléments structuraux du domaine Cx43CT en interaction avec ces 

partenaires est indispensable pour une meilleure compréhension des mécanismes de 

régulation de ces protéines. Dans cette étude, notre choix a porté sur la tubuline comme 

partenaire de la Cx43, compte tenu de l’importance de la tubuline et des microtubules au sein 

de la cellule et de l’impact cellulaire potentiel de cette association. En effet, beaucoup de 

travaux se sont intéressés à la fonctionnalité de l’interaction de la Cx43 avec le système 

tubuline/microtubules, qui semble avoir plusieurs points d’impact. Les microtubules semblent 

intervenir dans le trafic intracellulaire de la Cx43 où ils peuvent être nécessaires à un transport 

efficace des précurseurs de ces canaux jonctionnels jusqu’à la membrane plasmique (Johnson 

et al., 2002 ; Lauf et al., 2002 ; Martin et al., 2001; Shaw et al., 2007 ; Thomas et al., 2001; 

Paulson et al., 2000). L’interaction de la Cx43 avec les microtubules semble aussi nécessaire 

à la régulation de la voie de signalisation dépendant des Smad activée par le facteur de 

croissance TGF- (Dai et al., 2007 ; Dong et al., 2000 ; Zhu et al., 2004). Les facteurs de 

transcription Smad2 et Smad3 qui sont impliqués dans les cascades de transduction du signal 

induites par le TGF- se lient à la tubuline par leur domaine MH2 et semblent entrer en 

compétition avec la Cx43 pour leur liaison aux microtubules (Dai et al., 2007). Ceci pourrait 
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fournir un mécanisme original de régulation de la voie de signalisation du TGF- dépendant 

de la Cx43 (Dai et al., 2007 ; Dong et al., 2000 ; Zhu et al., 2004). Des travaux récents 

suggèrent aussi que l’interaction de la Cx43 avec les microtubules pourrait être essentielle à 

certains processus cellulaires comme la polarisation et la migration cellulaire (Francis et al., 

2011). Il est bien établi que les microtubules définissent l’organisation interne des cellules en 

positionnant les organites et servent de rails pour le trafic vésiculaire, mais ces éléments du 

cytosquelette contrôlent également la motilité cellulaire (pour revue voir Kaverina et Straube, 

2011). Ainsi, l’interaction des connexines avec ces éléments du cytosquelette pourrait 

permettre d’expliquer en partie le contrôle de la migration par la Cx43 (Hervé et al., 

2012 ; Kameritsch et al., 2012 ; Laird, 2010 ; Olk et al., 2009).  

Bien que la structure moléculaire des canaux jonctionnels formés à partir de la Cx43 

commence à être correctement cernée, les informations disponibles concernant la 

conformation du domaine C-terminal de la Cx43 restent encore limitées. Le domaine 

C-terminal de la Cx43 est essentiellement non structuré mais semble subir des transitions 

structurales suite à l’interaction de certains partenaires protéiques (Chen et al., 2008 ; Kieken 

et al., 2009) et/ou à la phosphorylation de certains de ses résidus sérine et/ou tyrosine 

(Grosely et al., 2013b). La phosphorylation du domaine Cx43CT sur des résidus sérine et 

tyrosine est en effet impliquée dans la régulation de la perméabilité des jonctions 

communicantes formées à partir de cette connexine (Lampe et al., 2000 ; Lin et al., 2006 ; 

Solan et Lampe, 2009 ; Thévenin et al., 2013 ; Warn-Cramer et al., 1998). Ceci implique 

des changements conformationnels dépendant de la phosphorylation. 

À ce jour, aucune analyse structurale n’a été réalisée sur le domaine C-terminal de la 

Cx43 en interaction avec le système tubuline/microtubules. Nous avons donc étudié ici pour 

la première fois, par spectroscopie RMN, les déterminants structuraux de cette interaction à 

travers l'analyse des propriétés conformationnelles de la région juxta-membranaire du 

domaine C-terminal de la Cx43 reconnue comme nécessaire et suffisante pour l’interaction 

avec le système tubuline/microtubules (Giepmans et al., 2001b). Pour cela, nous avons choisi 

d’utiliser un peptide, appelé dans ce travail K26D, qui correspond à la région K234-D259 du 

domaine juxta-membranaire de la Cx43. Nous nous sommes appuyés pour déterminer les 

limites de ce peptide sur des données expérimentales qui ont montré que ce domaine interagit 

directement avec la tubuline et les microtubules (Dai et al., 2007 ; Giepmans et al., 2001b). Il 

faut noter que cette région (K234-D259) contient deux sites de phosphorylation (tyrosine 

247 et sérine 255) qui sont impliqués dans la régulation de la communication jonctionnelle. 

Le résidu Y247 est un site de phosphorylation par la protéine kinase v-Src (Lin et al., 2001 ; 
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Lin et al., 2006 ; Solan et Lampe, 2008), alors que le résidu S255 est un site de 

phosphorylation par les protéines kinases activées par des mitogènes MAPK et les kinases 

dépendantes des cyclines CDK1 (appelées auparavant CDC2)  (Cameron et al., 2003 ; Lampe 

et al., 1998 ; Sirnes et al., 2009 ; Warn-Cramer et al., 1998). 

L’étude de l’interaction du peptide K26D avec la tubuline et les microtubules par les 

expériences RMN de différence de transfert de saturation (STD-NMR) a permis d’identifier 

les groupements chimiques de certains résidus du peptide K26D impliqués dans cette 

interaction. Il est intéressant de noter que le résidu Y247 qui représente un site de 

phosphorylation par la protéine kinase v-Src est impliqué dans cette interaction. Ce résultat 

suggère que l’interaction de la Cx43 avec le système tubuline/microtubules pourrait être 

régulée par des cycles de phosphorylation/déphosphorylation. Pour cela, nous avons entrepris 

d’étudier l’influence de la phosphorylation du résidu Y247 sur l’interaction de ce peptide avec 

la tubuline.  

Enfin, pour progresser dans la compréhension de la compétition entre les facteurs de 

transcription Smad2/3 et la Cx43 pour leur liaison au système tubuline/microtubules, nous 

avons examiné la possibilité d’une compétition entre le peptide K26D et un autre peptide qui 

correspond à la séquence M416-T434 du domaine MH2 des protéines Smad2 pour leur liaison 

à la tubuline. 

Ce travail de thèse, qui a été effectué au sein du laboratoire SABNP à l’Université 

d’Évry-Val d’Essonne (France), a donné lieu à une publication (Saidi Brikci-Nigassa et al., 

2012) et s’articule selon quatre axes principaux : 

 La caractérisation de l’interaction entre la région juxta-membranaire du domaine Cx43CT 

et le système tubuline/microtubules,  

 La détermination des éléments structuraux de la région juxta-membranaire du domaine 

Cx43CT en interaction avec ces partenaires, 

 La caractérisation de l’influence de la phosphorylation du résidu Y247 sur l’interaction 

de la région juxta-membranaire du domaine Cx43CT avec la tubuline, 

 La caractérisation de l’interaction entre le domaine juxta-membranaire de Cx43CT et une 

région du domaine MH2 de Smad2 pour leur liaison au système tubuline/microtubules. 

Ce manuscrit commence par une introduction générale, présentant la problématique du 

sujet en détail, suivie de deux parties : 

Dans la première partie, une synthèse bibliographique comporte trois chapitres :  
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Le chapitre I rassemble les connaissances actuelles concernant les connexines 

et les jonctions communicantes. 

Le chapitre II regroupe la structure et la dynamique des microtubules ainsi que 

la fonctionnalité de l’interaction entre la Cx43 et les microtubules. 

Le chapitre III traite l’analyse structurale par RMN d’un peptide en interaction 

avec une protéine. 

La deuxième partie, expérimentale, se divise en trois chapitres : 

Le chapitre IV aborde les différentes expériences effectuées au cours de ce 

travail. 

Le chapitre V présente les résultats obtenus au cours de ce travail et leur 

interprétation. 

Le chapitre VI regroupe tous les résultats dans une discussion globale. 

Pour finir, une conclusion générale présente les perspectives ouvertes par ce travail. 
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1. Connexines : unités structurales des jonctions communicantes 

1.1 Les connexines : une famille de protéines multigéniques 

Les connexines (Cx) constituent les protéines structurales d’un type particulier de 

jonctions cellulaires appelées « jonctions communicantes ». Ces jonctions appelées aussi 

jonctions lacunaires, macula communicans, nexus ou gap junction (GJ) sont impliquées dans 

la communication intercellulaire.  

Les connexines constituent une famille de protéines multigéniques avec 20 membres 

chez la souris et 21 isoformes chez l’homme dont 19 sont regroupés en paire d’orthologues 

(entre les deux espèces) (Sohl et Willecke, 2004). Les connexines présentent une forte 

homologie de séquence (50-80 % d’identité) (Goodenough et al., 1996). Les différents 

membres de cette famille sont désignés le plus souvent par leur masse moléculaire prédite qui 

varie de 23 kDa (Cx23) à 62 kDa (Cx62) (Laird, 2006 ; Sohl et Willecke, 2004). On spécifie 

parfois l’espèce de laquelle ils proviennent par une lettre qui précède la masse moléculaire 

(Beyer et al., 1987). Les connexines peuvent aussi être divisées en différents sous-groupes 

notés ,  et  en s’appuyant sur leur identité de séquence, leur organisation topologique 

prédite (Kumar et Gilula, 1992) et la longueur de la boucle intracytoplasmique (Eiberger et al. 

2001). En plus de la masse moléculaire, les connexines sont également désignées par gap 

junction suivi du sous-groupe auquel elles appartiennent en précisant l’ordre de découverte de 

la protéine dans le sous-groupe. Ainsi, le nom recommandé de la Cx43 est Gap junction 

alpha-1 protein. Les gènes des connexines sont désignés par GJ (Gap Junction), avec des 

lettres majuscules pour l’homme et des lettres minuscules pour la souris
1
. Ainsi, le gène de la 

mCx43 (Cx de 43 kDa chez la souris) et de son orthologue humain hCx43 sont désignés par 

Gja1 et GJA1 respectivement, où le nombre 1 désigne la première connexine identifiée du 

groupe  (Sohl et Willecke, 2004).  

La plupart des tissus des vertébrés expriment les connexines. Seuls quelques types 

cellulaires lorsqu’ils sont complètement différenciés (par exemple les globules rouges, les 

spermatozoïdes et le muscle squelettique) ne le font pas (pour revue, Saez et al., 2003). Par 

ailleurs, plusieurs connexines peuvent être co-exprimées dans un même type cellulaire (Laird, 

2006). Les connexines les mieux caractérisées sont la Cx43, la Cx32, et la Cx26 

(Yeager, 1998). Parmi celles-ci, la Cx43 reste la mieux étudiée et la plus ubiquitaire dans les 

tissus de mammifères. La Cx43 est exprimée dans plus de 35 types cellulaires incluant les 

                                                 
1
 Pour le nom de la Cx43 et de ses gènes nous nous sommes conformés aux recommandations de la base de 

données UniProt (base de données qui présente des annotations précises des protéines : http://www.uniprot.org). 

file:///C:/Users/AppData/Roaming/Microsoft/2012_05_30_mémoire_Cx43_tubulin/Sohl_Willecke_%202004.pdf
file:///C:/Users/AppData/Roaming/Microsoft/2012_05_30_mémoire_Cx43_tubulin/beyer_1987.pdf
file:///C:/Users/AppData/Roaming/Microsoft/2012_05_30_mémoire_Cx43_tubulin/kumar_1992.doc
file:///C:/Users/AppData/Roaming/Microsoft/2012_05_30_mémoire_Cx43_tubulin/Sohl_Willecke_%202004.pdf
http://www.uniprot.org/
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cardiomyocytes, les kératinocytes, les astrocytes, les cellules endothéliales et les cellules 

musculaires lisses (tableau 1.1) (Laird, 2006; Willecke et al., 2002).  

Tableau 1.1 : Distribution tissulaire des connexines humaines et pathologies associées 

(d’après Willecke et al., 2002) 

Connexine Expression majeure Maladie(s) héréditaire(s) associée(s) 

Cx25 n. a. n. a. 

Cx26 
foie, sein, peau, cochlée, 

placenta. 

surdité associée à une hyperkératose palmo-

plantaire 

Cx30 peau, cerveau, cochlée 
forme non syndromique de surdité, dysplasie 

ectodermique hydrotique 

Cx30,2 cellules myélinisées n. a. 

Cx30,3 peau erythrokératodermie variable (EKV) 

Cx31 peau, placenta 
erythrokératodermie variable, détérioration de 

l’audition 

Cx31,1 peau n. a. 

Cx31,9 n. a. n. a. 

Cx32 
foie, cellules de Schwann et 

oligodentrocytes 

maladie de Charcot-Marie-Tooth (CMTX) : 

neuropathie périphérique héréditaire 

Cx36 neurones n. a. 

Cx37 endothélium n. a. 

Cx40,1 n. a. n. a. 

Cx40 cœur, endothélium n. a. 

Cx43 plusieurs types cellulaires hétérotaxie viscéro-atriale 

Cx45 
cœur, muscle lisse et 

neurones 
n. a. 

Cx46 cristallin cataracte congénitale 

Cx47 cerveau, moelle épinière n. a. 

Cx50 cristallin cataracte zonulaire pulvérulente 

Cx59 n. a. n. a. 

Cx62 ovaires n. a. 

n. a. : non analysé 
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1.2 Les connexines s’organisent en canaux jonctionnels intercellulaires 

 De nombreux travaux de prédiction ou expérimentaux ont été réalisés afin de 

déterminer l’organisation structurale des connexines au sein de la membrane tels que des 

analyses d'hydropathie, des comparaisons de séquences (Haefliger et al., 1992 ; Beyer et al., 

1987), des digestions protéolytiques (Zimmer et al., 1987) et les techniques 

d’immunomarquages (Milks et al., 1988). Ces travaux ont conduit à l’élaboration d’un 

modèle topologique commun pour la famille des connexines. 

  Ce consensus fait apparaitre les connexines comme des protéines membranaires 

polytopiques qui appartiennent à la famille des protéines appelées tetraspan de par la présence 

des quatre domaines transmembranaires de structure hélicoïdale (désignés par M1, M2, M3 et 

M4) en partant de l'extrémité N-terminale (NT) vers l’extrémité C-terminale qui sont toutes 

les deux localisées sur la face cytoplasmique de la membrane. Le passage de ces domaines à 

travers la membrane expose deux boucles du côté extracellulaire et une du côté cytoplasmique 

(Goodenough et al., 1996).  

 L’organisation des ces protéines monomériques en structure oligomérique a fait appel 

à d’autres investigations incluant la microscopie cryo-électronique et l’analyse du profil de 

diffraction électronique ou de rayons X (Makowski et al., 1977 ;  Oshima et al., 2007 ; Maeda 

et al., 2009 ; Unger et al., 1997 ; Unger et al., 1999). Ces travaux ont montré comment les 

connexines s’organisent en canaux jonctionnels dans la membrane plasmique. Les connexines 

s’oligomérisent d’abord en structure hexamérique appelée connexon. Ces structures 

oligomériques forment des hémi-canaux qui une fois livrés à la membrane plasmique peuvent 

s’unir tête-à-tête pour former des pores hydrophiles qui traversent les membranes des cellules 

voisines par interaction de leurs domaines extracellulaires (Makowski et al., 1977). Les quatre 

régions transmembranaires sont formées d’hélice  (Unger et al., 1999 ; Maeda et al., 2009). 

Ces régions sont organisées de telle sorte que M1 et M2 tapissent l'intérieur du pore et que M3 

et M4 forment l'extérieur de la paroi du canal face à la couche lipidique de la membrane 

(Maeda et al., 2009). L’identité de l’hélice principale qui tapisse le pore a été controversée, 

certains travaux ont postulé que le domaine M3, qui a initialement été modélisé comme une 

hélice amphiphile, constitue l’hélice majeur qui tapisse le pore (Bennett et al., 1991 ; Milks et 

al., 1988 ; Skerrett et al., 2002), alors que d’autres ont suggéré que c’était plutôt le domaine 

M1 (Zhou et al., 1997) (pour revue, Sosinsky et Nicholson, 2005 ; Yeager, 2009). L’étude de 

Maeda et al. (2009) a montré également que le domaine M3 qui est très aromatique se 

positionne dans les sillons des domaines transmembranaires proches et que la moitié 

file:///C:/Users/AppData/Roaming/Microsoft/2012_05_30_mémoire_Cx43_tubulin/Haefliger_1992.pdf
file:///C:/Users/AppData/Roaming/Microsoft/2012_05_30_mémoire_Cx43_tubulin/beyer_1987.pdf
file:///C:/Users/AppData/Roaming/Microsoft/2012_05_30_mémoire_Cx43_tubulin/beyer_1987.pdf
file:///C:/Users/AppData/Roaming/Microsoft/2012_05_30_mémoire_Cx43_tubulin/Unger_al_1997.pdf
file:///C:/Users/AppData/Roaming/Microsoft/2012_05_30_mémoire_Cx43_tubulin/Unger%20al_1999.pdf
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extracellulaire des domaines M2 et M4 ainsi que les boucles extracellulaires seraient 

susceptibles de former des interfaces protéine-protéine.  

 Ces interfaces permettraient aux unités de connexine de s’oligomériser en connexons 

hexamériques par des interactions homomériques (même isotype) ou hétéromériques (isotypes 

différents), puisque ces régions contiennent la plupart des sites d'interaction des sous-unités 

connexine. Les deux boucles extracellulaires contiennent par ailleurs, chacune trois résidus 

cystéine (conservés dans toutes les connexines) qui forment des ponts disulfures 

intramoléculaires. Ces boucles semblent adopter une structure en tonneau  qui confère à ces 

domaines extracellulaires une conformation compacte et rigide leur permettant d’interagir 

étroitement avec les boucles extracellulaires des connexines de cellules adjacentes (Foote et 

al., 1998). Cette étroite interaction assure l’étanchéité du canal jonctionnel en l’isolant de 

l’environnement extracellulaire (Saez et al., 2003).  

 Nicholson (2003) a combiné dans la figure 1.1 la séquence de la Cx32 à celle de la 

Cx43 afin de présenter les résidus qui sont fonctionnellement importants puisque ces deux 

connexines ont fait l’objet du plus grand nombre de travaux. Les domaines 

transmembranaires, les boucles extracellulaires, le domaine N-terminal et la boucle 

intracellulaire appartiennent à la Cx32 alors que le domaine C-terminal est celui de la Cx43 

(Sosinsky et Nicholson, 2005). 

 Les domaines transmembranaires, les boucles extracellulaires et le domaine N-

terminal sont bien conservés. Par contre, le domaine C-terminal et la boucle 

intracytoplasmique sont très variables en longueur et en séquence entre les différentes 

isoformes (tableau 1.2) (Goodenough et al, 1996; Haefliger et al., 1992; Kumar et Gilula, 

1996). Ces variations permettent de classer les connexines selon leur masse moléculaire. Elles 

procurent aussi une spécificité fonctionnelle des isotypes de par la présence de sites de 

phosphorylation et de sites de liaison pour les partenaires des connexines au niveau du 

domaine C-terminal (figure 1.1). Ces variations confèrent ainsi aux jonctions communicantes 

des propriétés de conductance et de perméabilité différentes selon l’isotype qui les compose.  

 

file:///C:/Users/AppData/Roaming/Microsoft/2012_05_30_mémoire_Cx43_tubulin/Foote-1998.pdf
file:///C:/Users/AppData/Roaming/Microsoft/2012_05_30_mémoire_Cx43_tubulin/Foote-1998.pdf
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Figure  1.1 : Séquences combinées d'acides aminés pour la Cx32 et la Cx43 indiquant les 

résidus fonctionnellement importants 

v-Src/c-Src : membres de la famille des kinases Src, Erk1/2 et Erk5 : membres de la famille des 

MAPK (Erk : Extracellular signal-regulated kinases), P34
cdc2 

: Kinase dépendante des cyclines
2
, 

PKC : protéine kinase C, PKG : protéine kinase G.  

 

Cette figure résume les résultats de différentes études montrant les sites de phosphorylation, les 

résidus qui tapissent le pore et les sites de liaison des partenaires protéiques cytoplasmiques.  

Les résidus encerclés représentent les sites qui ont été substitués par la cystéine dans l’étude de 

Skerrett et al. (2002), les cercles en gras indiquent les résidus qui sont impliqués dans le contrôle de la 

conductance et la stabilisation des canaux à l’état fermé (Adapté de Nicholson, 2003) (Sosinsky et 

Nicholson, 2005). 

                                                 
2
 La protéine P34

cdc2 
est une protéine de 34 kDa codée par le gène cdc2 (Cell Division Control 2) chez la levure 

Schizosaccharomyces pombae (homologue du gène CDC2 chez l’homme). Le nom recommandé par UniProt 

pour P34
Cdc2 

est CDK1 (Cyclin-Dependent Kinase 1).  
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Tableau 1.2 : Différences de longueur de la boucle cytoplasmique et du C-terminal de 

quelques connexines murines (d’après Willecke et al., 2002) 

Connexine Sous-groupe Protéine [aa] Boucle cytoplasmique [aa] C-terminal [aa] 

Cx26  226 35 18 

Cx29*  258 30 50 

Cx30  261 35 55 

Cx30,3  266 30 65 

Cx31  270 30 65 

Cx31,1  271 30 70 

Cx32  283 35 75 

Cx33  283 55 60 

Cx36*  321 100 50 

Cx37  333 55 105 

Cx40  358 55 135 

Cx43  382 55 155 

Cx45  396 80 150 

Cx46  417 50 190 

Cx47  440 105 155 

Cx50  440 50 210 

Cx57  505 55 275 

* : Les sous-groupes de la Cx29 et de la Cx36 ont été obtenus à partir de la base de données UniProt.  

[aa] : Nombre d’acides aminés. 
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1.3 Les connexines : de la synthèse à la formation des plaques jonctionnelles 

Les protéines oligomériques (récepteur de l'acétylcholine, aquaporine, protéines des 

jonctions serrées…) peuvent s’organiser de différentes manières au niveau de la membrane 

plasmique (Peng, 1983 ; Tsukita et Furuse, 1999 ; Yang et al., 1996). Cependant, les canaux 

jonctionnels de structure dodécamérique qui résultent de l’arrimage de deux hémi-canaux se 

regroupent en un amas appelé plaque jonctionnelle (Ginzberg et Gilula, 1979 ; McNutt 

et Weinstein, 1970) qui peut s'étendre de quelques nanomètres à plusieurs micromètres de 

diamètre (McNutt et Weinstein, 1970). Cette plaque contient un nombre variable de canaux 

(moins d'une dizaine à plusieurs milliers d'unités). Ces derniers traversent les membranes 

plasmiques de deux cellules adjacentes entrainant ainsi leur rapprochement et ne laissant 

qu'un espace intercellulaire de l'ordre du nanomètre (2 nm) appelé « gap » (figures 1.2 et 1.3).  

La formation de ces canaux jonctionnels passe par plusieurs étapes et semble varier en 

fonction de l’isotype de connexine. Des expériences de fractionnement subcellulaire (Falk et 

al, 1994 ; Musil et Goodenough, 1991) et d’immuno-colocalisation, (Laird et al, 1995 ; Musil 

et Goodenough, 1991) ont révélé que la translocation des connexines jusqu’à la membrane 

plasmique (notamment pour la Cx43) emprunte la voie sécrétoire classique des protéines 

membranaires. Cependant, la Cx26 peut aussi emprunter une voie alternative plus rapide qui 

est indépendante de l’appareil de Golgi (Ahmad et Evans, 2002 ; George et al., 1999 ; Martin 

et al., 2001). 

L’intégration co-traductionnelle des connexines dans la membrane du réticulum 

endoplasmique s’effectue via son translocon. Les connexines adoptent à ce niveau leur 

conformation transmembranaire native en traversant la bicouche membranaire quatre fois et 

en exposant les domaines N- et C-terminaux du côté cytoplasmique (Falk et Gilula, 1998) et 

les boucles extracellulaires du côté luminal où la protéine disulfure-isomérase (PDI) forme 

des liaisons disulfures entre les cystéines de ces domaines (John et Revel 1991). Ensuite, ces 

protomères s’oligomérisent en structures hexamériques (connexons). (Goodenough et al., 

1996 ; Goodenough et Paul, 2009). Des connexons fonctionnels peuvent s’assembler dans la 

membrane du réticulum endoplasmique (Falk et al., 1997) comme ceux formés à partir de la 

Cx26 et peuvent être importés directement dans la membrane plasmique (Ahmad et Evans 

2002).  



Chapitre I – Jonctions communicantes 

30 

 

 

Figure  1.2 : Microscopie électronique d'une jonction communicante liant des 

hépatocytes adjacents chez la souris 

La jonction communicante (GJ : gap junction) se présente comme une surface d’apposition des 

membranes plasmiques, elle est clairement différente de la jonction serrée (TJ : tight junction) joignant 

les cellules. (A) vue à haute résolution de la jonction communicante révélant un espace (gap) de 2 à 3 

nm séparant les membranes plasmiques (flèches blanches). (B) Réplique obtenue par la technique de 

cryofracture d’une jonction communicante montrant les particules caractéristiques sur la face 

protoplasmique (P) de la fracture et des puits sur la face exoplasmique (E) d’après Goodenough et 

Paul (2009).  

 

 

Figure  1.3 : Schéma montrant les multiples niveaux structuraux d'une jonction 

communicante 

Les connexines individuelles s’assemblent en structures hexamériques, appelées connexons, qui sont 

transloqués à la surface cellulaire où ils s’assemblent en canaux traversant les deux membranes 

plasmiques qui permettent le passage (représenté par une flèche) d’un cytoplasme à un autre de petites 

molécules. L’espace intercellulaire est appelé gap. D’après Goodenough et Paul (2009).  

Seconds messagers : AMPc, IP3, Ca2+… 

Métabolites : glucose, nucléotides (ATP)… 
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Cependant, les Cx43 et Cx46 sont présentes sous forme monomérique dans l'appareil 

de Golgi et leur oligomérisation semble s’effectuer dans le réseau trans-golgien (Koval et al., 

1997 ; Musil et Goodenough, 1993). Les connexons (hémi-canaux) ainsi formés restent 

fermés afin de protéger et de maintenir l'intégrité de la lumière de ces compartiments 

intracellulaires et peuvent être homomériques ou hétéromériques (Laird, 2006).  

Ces connexons sont ensuite transloqués via des vésicules de transport jusqu’à la 

membrane plasmique où ces vésicules fusionnent et délivrent leurs connexons dans une 

région de la membrane plasmique non jonctionnelle. Une fois insérés dans la membrane 

plasmique, les connexons semblent diffuser latéralement au sein de la bicouche lipidique pour 

atteindre la périphérie de la plaque jonctionnelle où ils s’arriment à d’autres connexons 

(Laird, 2006 ; Lauf et al., 2002 ; Gaietta et al., 2002 ; Thomas et al., 2005). D’autres études 

ont montré que la formation des jonctions communicantes est intimement liée à la formation 

des jonctions adhérentes (Meyer et al., 1992 ; Wei et al., 2005) et que les jonctions formées à 

partir de la Cx43 peuvent être directement livrées à la jonction adhérente comme cela a été 

suggéré par Shaw et al. (2007). Cependant, la Cx43 est aussi transportée vers des régions ne 

présentant pas de contact cellule-cellule comme les protrusions membranaires et où les hémi-

canaux peuvent fonctionner indépendamment de la jonction communicante (Simek et al., 

2009). 

 Les connexines semblent être continuellement renouvelées pour répondre 

probablement aux besoins physiologiques de la cellule et se caractérisent par une demi-vie 

courte (1-5 h) (Beardslee et al., 1998). Le recyclage se fait à partir du centre de la plaque 

jonctionnelle, les canaux sont marqués à l’ubiquitine et sont internalisés dans de grandes 

structures vésiculaires à doubles membranes et sont destinés à être dégradés par voie 

lysosomale ou par la voie du protéasome (Archard et Denys, 1979 ; Laing et al., 1997 ; Laing 

et Beyer 1995 ; Leithe et al., 2012 ; Leykauf et al., 2006) (figure 1.4).  
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Figure  1.4 : Représentation schématique des étapes de biosynthèse, d'assemblage et 

de dégradation des canaux jonctionnels 

L’ARNm quitte le noyau pour être traduit dans le réticulum endoplasmique rugueux (RE). Les 

connexines (Cx) nouvellement synthétisées sont ensuite repliées et assemblées avec d'autres 

connexines dans des hémi-canaux. Alors que la plupart des hémi-canaux de la Cx26 et seuls quelques 

uns de la Cx43 sont insérés directement dans la membrane plasmique, la plupart des autres 

connexines, y compris la Cx43 et à une moindre mesure la Cx26, suivent la voie de 

sécrétion/exocytose c'est-à-dire qu'ils passent par l'appareil de Golgi (AG) et sont transportés dans des 

vésicules à la membrane plasmique le long des microtubules. Les hémi-canaux peuvent rester à l’état 

libre à la surface cellulaire ou ils peuvent s’arrimer à d’autre hémi-canaux au niveau de sites de contact 

cellule-cellule pour former des canaux jonctionnels. Les canaux jonctionnels peuvent se grouper pour 

former une plaque jonctionnelle. 1 : les hémi-canaux sont à l'équilibre entre deux états 

conformationnels (ouvert et fermé). 2 : topologie des connexines au niveau de la membrane 

plasmique. 3 : Vue de face d'une plaque jonctionnelle en croissance GJ. Les canaux et hémi-canaux 

des jonctions communicantes peuvent être ubiquitinylés (Ub). L’internalisation de la plaque 

jonctionnelle avec formation d'une structure annulaire est représentée sur la cellule de gauche. Cet 

anneau interagit avec les filaments d'actine et se déplace vers les lysosomes et les protéasomes où ses 

composants protéiques sont dégradés. Les connexines mal repliées ou les hémi-canaux ubiquitinylés 

pourraient être dégradés par le protéasome et sont indiqués dans le coin supérieur droit de la cellule sur 

la droite d’après Saez et al. (2003). 

N : extrémité N-terminale. C : extrémité C-terminale. 

BE : boucle extracellulaire. BI : boucle intracellulaire. 
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Les connexines subissent certaines modifications post-traductionnelles au cours de la 

voie sécrétoire. Il semble que la Cx43 soit transitoirement phosphorylée tôt dans la voie 

sécrétoire (Laird et al., 1995). Cependant, la grande majorité de la phosphorylation de la Cx43 

se produit quand la connexine atteint la membrane plasmique (Lampe et Lau 2000 ; Lampe et 

Lau 2004). D’autres travaux ont aussi démontré que la Cx43 subissait également d’autres 

modifications comme l’ubiquitination (Laing et Beyer 1995) sur des résidus lysine (K9 et 

K303) (Wagner et al., 2011). L’ubiquitine semble servir de marqueur dans la voie endocytaire 

de la Cx43 (Girão et al., 2009). Les résidus lysine sont aussi des sites de conjugaison pour les 

protéines SUMO
3
 (Small Ubiquitin-like Modifier) et notamment les lysines (K144 et K237) 

de la Cx43 qui sont à proximité de la membrane (Kjenseth et al., 2012). 

Par ailleurs, il a été démontré que la Cx32 subit une modification post-traductionnelle 

qui est la prénylation sans que l’on comprenne aujourd’hui l’intérêt de cette modification 

puisque les connexines sont des protéines membranaires intégrales ne nécessitant pas 

d’ancrage lipidique (Huang et al., 2005).  

 

                                                 
3
 SUMO : famille de petites protéines apparentées à l’ubiquitine (Gareau et Lima, 2010). 
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2. Fonctions des jonctions communicantes  

Le développement de modèles murins (souris knock-out) et l’étude des modifications 

phénotypiques des mutants de connexine identifiés chez l'homme ont démontré que le 

dysfonctionnement des jonctions communicantes est associé à de nombreuses maladies 

comme la neuropathie périphérique (CMTX), la cataracte congénitale, la surdité congénitale, 

des troubles dermatologiques, etc. (Willecke et al., 2002) (cf. tableau 1.1). Ces travaux ont 

conduit par ailleurs à une meilleure compréhension des fonctions des connexines.  

La principale fonction des connexines est reliée à leur propriété de former des canaux 

jonctionnels qui sont impliqués dans la signalisation paracrine en permettant un échange 

direct de molécules via ces canaux. En revanche, les hémi-canaux « extra-jonctionnels » avant 

de former des canaux fournissent une voie de libération, dans le milieu extracellulaire, de 

certaines molécules comme l’ATP, le glutamate, l’IP3, les prostaglandines ou le 

NAD
+ 

(Goodenough et Paul, 2003 ; Goodenough et Paul, 2009). Ces molécules semblent
 
agir 

comme des messagers paracrines qui sont impliqués dans la régulation de certains processus 

cellulaires tels que la croissance et la différenciation (Belliveau et al., 2006). Il est bien établi 

que l’ATP libéré dans le milieu extracellulaire via les hémi-canaux se fixe aux récepteurs 

purinergiques sur les cellules adjacentes et est essentiel à la propagation de la signalisation 

calcique intercellulaire (Evans et al., 2006 ; Goodenough et Paul, 2003 ; Weissman et al., 

2004).  

Par ailleurs, pour les canaux jonctionnels, en fonction de la nature des molécules 

échangées, on distingue le couplage ionique pour les cellules excitables du couplage 

métabolique pour la plupart des types cellulaires. Le couplage ionique (passage des ions) est 

indispensable au bon fonctionnement de plusieurs types cellulaires comme certaines cellules 

nerveuses, les cellules musculaires (cardiaques et lisses) et les cellules  pancréatiques. Le 

couplage de ces cellules excitables permet ainsi une synchronisation de la réponse cellulaire 

comme la contraction musculaire et la libération de l’insuline par les cellules  pancréatiques 

(Bennett et Zukin, 2004 ; Cao et al., 1997 ; Oyamada et al., 1994). Le couplage métabolique 

(diffusion des métabolites tels que l’AMPc, l’IP3 et le Glucose) permet aux cellules (telles que 

les hépatocytes par exemple) de maintenir l’homéostasie tissulaire et de coordonner 

rapidement leur réponse aux stimuli (Pour revue (Goodenough et Paul, 2009 ; Saez et al., 

2003)).  

En plus de leur faculté à fournir une communication directe entre les cellules couplées, 

les connexines (seules ou incorporées dans la plaque jonctionnelle) semblent être impliquées 



Chapitre I – Jonctions communicantes 

35 

 

dans d’autres processus incluant le contrôle de la croissance et du développement (Jiang et 

Gu, 2005 ; Kardami et al., 2007). Le mécanisme par lequel les connexines influencent la 

croissance semble être relié à leur aptitude à exercer des effets sur l’expression génique, en 

particulier l’expression des gènes qui affectent la croissance. Le contrôle de l’expression des 

gènes semble impliquer deux mécanismes, (i) un mécanisme canal-dépendant, où la 

communication jonctionnelle est essentielle et permettrait d’échanger des seconds messagers 

qui pourraient moduler l’expression des gènes en altérant l’état de phosphorylation de certains 

facteurs de transcription dans les cellules couplées (Stains et al., 2003 ; Stains et Civitelli, 

2005), (ii) un mécanisme connexine-dépendant mais canal-indépendant, où plusieurs facteurs 

pourraient moduler l’expression génétique et où les connexines pourraient interagir et par 

conséquent séquestrer des molécules ayant une activité transcriptionnelle comme la caténine-

 (Kardami et al., 2007). Il semble que les interactions protéine-protéine susceptibles de 

moduler la croissance cellulaire pourraient aussi dépendre des modifications post-

traductionnelles des connexines. Il a été démontré que la phosphorylation du résidu S262 du 

domaine C-terminal de la Cx43 élimine sa capacité à inhiber la croissance cellulaire (Dang et 

al., 2006 ; Doble et al., 2004). Il semble également que le domaine Cx43CT pourrait être 

suffisant pour diminuer la croissance cellulaire, et ceci indépendamment de la perméabilité 

jonctionnelle (Zhang et al., 2003 ; Moorby et Patel, 2001). L’inhibition de la prolifération 

cellulaire pourrait aussi être au moins partiellement expliquée par la présence de certaines 

connexines ainsi que de leur domaine C-terminal dans le noyau comme cela été démontré 

pour le domaine C-terminal de la Cx43 (Dang et al., 2003).  

Il est aussi bien établi que les connexines possèdent également des fonctions qui 

peuvent être indépendantes de la formation des canaux et qui incluent le contrôle de la 

réorganisation du cytosquelette, de l’adhérence et de la migration cellulaire (pour revue 

(Matsuuchi et Naus, 2013 ; Olk et al., 2009)). 

De nombreux travaux ont démontré également que la Cx26, la Cx32 et la Cx43 jouent 

également un rôle important au cours de processus pathologiques comme le cancer, durant 

lequel elles semblent participer à la suppression tumorale (Qin et al., 2002). Ces connexines 

semblent agir sur certains mécanismes caractéristiques de cette pathologie comme la 

croissance, la migration, l'invasion et le processus métastasique ainsi que sur la restauration 

de l’inhibition de contact (Sato et al., 2007). La Cx26 semble agir sur l’adhérence cellulaire 

en régulant l’expression des gènes de l'intégrine-β1 et des métalloprotéases matricielles 

(MMP) (Kalra et al., 2006), alors que la Cx43 semble supprimer l’expression de la protéine 
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Skp2 (S-phase kinase-associated protein 2) qui est impliquée dans la régulation du cycle 

cellulaire en favorisant la prolifération cellulaire (Zhang et al., 2003).  

En plus des effets connus de la Cx43, cette protéine assure probablement d’autres 

fonctions qui sont encore inconnues puisqu’en plus de sa localisation membranaire, la Cx43 a 

été localisée aussi dans le noyau et dans les mitochondries. Ainsi, la structure quaternaire, les 

interactions moléculaires et les fonctions de cette connexine à ces localisations requièrent 

davantage d’investigations (Dang et al., 2003 ; Dbouk et al., 2009 ; Goubaeva et al., 2007 ; 

Rodriguez-Sinovas et al., 2007 ; Ruiz-Meana et al., 2008). 
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3. Régulation de la communication jonctionnelle 

La communication intercellulaire à travers les canaux jonctionnels est passive mais 

elle reste dépendante du nombre de canaux présents dans la membrane plasmique ainsi que de 

leur état fonctionnel. La perméabilité jonctionnelle est finement régulée par des phénomènes 

de phosphorylation et de déphosphorylation des connexines ainsi que par plusieurs autres 

facteurs parmi lesquels figurent la concentration en calcium (Ca
2+

) et en protons (H
+
) et la 

différence de potentiel transmembranaire au niveau des jonctions. Ces facteurs semblent agir 

en provoquant des changements conformationnels de certains domaines des connexines ainsi 

qu’en modifiant leur interaction. 

 Les concentrations efficaces à la fois de Ca
2+

 et de H
+
 varient selon le type de cellule 

et le type de connexine exprimée. Les travaux de Zhou et al. (2007) ont démontré que la 

calmoduline se lie à la Cx43 de façon Ca
2+

 dépendante et que cette interaction pourrait 

expliquer l’inhibition des jonctions communicantes formées à partir de la Cx43 induite par le 

Ca
2+

 (Peracchia, 2004). Par ailleurs, d’autres études ont démontré que les pH acides induisent 

des modifications structurales de la boucle intracytoplasmique et du domaine C-terminal de la 

Cx43, nécessaires à leur interaction. Ces interactions pourraient expliquer la fermeture des 

pores jonctionnels en réponse à la baisse du pH (Duffy et al., 2002 ; Morley et al., 1996 ; 

Hirst-Jensen et al., 2007).  

De plus, des différences importantes de potentiel transmembranaire à travers la 

jonction semblent contrôler la conductance et la perméabilité de la jonction communicante en 

fermant les canaux probablement par interaction du domaine C-terminal avec une région du 

pore (Anumonwo et al., 2001).  

Par ailleurs, de nombreux travaux ont démontré que la modulation de la 

communication intercellulaire des jonctions communicantes est corrélée avec la 

phosphorylation d’un ou de plusieurs résidus spécifiques sérine (S) et tyrosine (Y) (Le et 

Musil, 2001). Ces sites de phosphorylations sont localisés principalement dans le domaine C-

terminal des connexines (Lampe et Lau, 2000) ou exceptionnellement dans la boucle 

cytoplasmique pour certaines connexines comme la Cx36 (Urschel et al., 2006).  

Pour la Cx43, tous les sites de phosphorylation (15 sites) connus se trouvent au niveau 

de son domaine C-terminal (tableau 1.3) (Thévenin et al., 2013). Ces phosphorylations sont 

régulées par différentes voies de signalisation impliquant des sérine/thréonine kinases telles 

que la famille des MAPK (Cameron et al., 2003 ; Sirnes et al., 2009 ; Warn-Cramer et al., 

1996 ; Warn-Cramer et al., 1998) et la protéine kinase C (PKC) (Reynhout et al., 1992 ; Sáez 
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et al., 1997) et des tyrosine kinases comme les kinases de la famille Src (Lin et al., 2001) 

(Thévenin et al., 2013). Il semble que ces trois voies de signalisation contribuent ensemble à 

la régulation de la jonction communicante durant la transformation des cellules par v-Src 

(Pahujaa et al., 2007 ; Solan et Lampe, 2008 ; Solan et Lampe, 2009). Les protéines 

phosphatases déphosphorylent les connexines phosphorylées afin de réguler leur activité (Ai 

et Pogwizd, 2005). 

Tableau 1.3 : Sites de phosphorylation de la Cx43 (d’après Thévenin et al., 2013) 

Résidu Kinase Effet régulateur 

Y247,  Y265 v-Src/c-Src Altération de la CJI, fermeture du canal  

S255,  S262 MAPK/CDK1 Altération de la CJI, fermeture du canal  

S279, S282 MAPK Altération de la CJI, fermeture du canal  

S368 PKC Altération de la CJI, fermeture du canal  

S325, S328, S330 CK1 Assemblage de la plaque jonctionnelle 

S364, S365 PKA Trafic vers la membrane plasmique 

S369* Akt/PKA - 

S372* PKC - 

S373 Akt/PKA Trafic vers le Golgi et la membrane plasmique 

Altération de l’interaction avec la protéine ZO-1 

Favorise l’interaction avec la protéine 14-3-3 

CJI : Communication jonctionnelle intercellulaire, v-Src/c-Src : Membres de la famille des kinases Src
4
, 

MAPK : Protéines kinases activées par des mitogènes, CDK1 : kinases dépendantes des cyclines, 

PKC : protéine kinase C, CK1 : Caséine Kinase 1, PKA : Protéine kinase A, Akt : Kinase appelée aussi protéine 

kinase B, ou PKB. 

S369* et S372* se sont révélées être phosphorylées in vitro. L’effet régulateur de ces événements de 

phosphorylation n'a pas été démontré in situ.  

 

 

                                                 
4
 Dans la famille Src, on distingue le gène viral V-SRC du virus du Sarcome de Rous de son homologue 

cellulaire le gène SRC, ces gènes codent les protéines kinases appeleées Tyrosine-protein kinase transforming 

protein Src (v-Src) et Proto-oncogene tyrosine-protein kinase Src (p60-Src), respectivement (notations selon les 

recommandations de la base de données UniProt).  

La protéine kinase p60-Src est aussi désignée par Proto-oncogene c-Src ou c-Src. 
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1. Tubulines : unités structurales des microtubules 

 Les microtubules (MT) apparaissent en microscopie électronique comme de longs 

cylindres creux rectilignes. Ils constituent un élément majeur du cytosquelette de par leur 

importance fonctionnelle et structurale et sont présents dans toutes les cellules eucaryotes. Ils 

sont essentiels à de nombreuses fonctions cellulaires, principalement d’ordre structural, telles 

que la motilité et la division cellulaire, en formant des structures subcellulaires comme les 

cils/flagelles et le fuseau mitotique, la morphogénèse puisqu’ils assurent le maintien de la 

position et de la forme de certains organites (appareil de Golgi, réticulum endoplasmique) et 

le transport vésiculaire, en fournissant des rails aux protéines motrices.  

 Les microtubules sont des fibres polaires car ils présentent deux extrémités non 

équivalentes, notées extrémité (+) et extrémité (–), pour croissance rapide et croissance lente, 

respectivement. Dans les cellules animales, l’extrémité (–) des microtubules est ancrée le plus 

souvent dans un centre organisateur des microtubules (MTOC pour MicroTubule-Organizing 

Center). Le centrosome, situé près du noyau dans les cellules interphasiques, est un MTOC et 

constitue le site majeur de nucléation des microtubules. Par contre, l’extrémité (+) est orientée 

vers la périphérie de la cellule (membrane plasmique) (Nakajima et al., 2004).  

 Les microtubules sont des fibres protéiques creuses de 25 nm de diamètre externe 

formées par un assemblage parallèle et avec la même polarité de polymères linéaires appelés 

protofilaments. Dans la plupart des cellules eucaryotes, les microtubules résultent de 

l’association latérale de treize protofilaments (figure 2.1) (Tilney et al., 1973). Chez les 

Nématodes, ce nombre varie de onze à quinze (Fukushige et al., 1999). 

 Les protofilaments sont formés par un auto-assemblage orienté (tête-à-queue) d’une 

protéine globulaire appelée tubuline. Cette protéine, très conservée à travers les espèces, 

existe sous différentes isoformes dont le nombre augmente avec la complexité de l'organisme. 

Ainsi, les eucaryotes supérieurs ont jusqu'à sept isotypes  (tubuline-) et six isotypes  

(tubuline-). La tubuline formant les microtubules est un hétérodimère de tubuline- et de 

tubuline-. Ces deux monomères possèdent une masse moléculaire d'environ 55 kDa et sont 

étroitement apparentés (avec 63 % d’homologie) et étroitement liés. Une troisième isoforme 

plus rare appelée tubuline- est aussi retrouvée dans les cellules eucaryotes. La tubuline- est 

impliquée dans la nucléation des microtubules dans les MTOC. Des isoformes 

supplémentaires de tubuline ont été identifiées mais restent encore mal définies (Nogales, 

2004).  
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Une première structure à basse résolution de la tubuline a été obtenue par 

cristallographie électronique réalisée sur des feuillets bidimensionnels de tubuline induits par 

le Zn
2+

 et stabilisés par le Taxol (Nogales et al., 1998b). L’étude de la structure de 

l’homologue monomérique bactérien de la tubuline appelé protéine FtsZ par 

radiocristallographie aux rayons X a également participé à résoudre partiellement cette 

structure (Löwe et Amos, 1998 ; Nogales et al., 1998a). La structure de la tubuline à haute 

résolution a pu être obtenue par radiocristallographie aux rayons X à partir de 2000 (Gigant et 

al., 2000 ; Ravelli et al., 2004 ; Gigant et al., 2005). Cette avancée majeure a été rendue 

possible par la capacité des complexes stathmine-tubuline de cristalliser. De nos jours, la 

structure de tels complexes est résolue à 2,1 Å (Nawrotek et al., 2011). La tubuline comporte 

trois domaines fonctionnels distincts. Dans le domaine N-terminal, des brins  alternent avec 

des hélices  en formant un repliement de type Rossmann-fold, typique des protéines fixant 

les nucléotides (Rossmann et al., 1974). Le domaine intermédiaire contient des feuillets  

entourés d’hélices. Le domaine C-terminal comporte deux longues hélices qui chevauchent 

les deux domaines précédents. Chaque monomère de la tubuline s’associe à un nucléotide à 

guanine (GTP), mais seule la tubuline-β peut l’hydrolyser et échanger son produit d’hydrolyse 

(GDP).  
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Figure 2.1: Structure d'un microtubule et de ses sous-unités 

(A) La sous-unité de chaque protofilament est un hétérodimère de tubuline α et β. Le GTP apparait en 

rouge. (B) Représentation schématique d'un hétérodimère et d'un protofilament. (C) Le microtubule 

(MT) est un tube creux rigide formé de 13 protofilaments alignés parallèlement. (D) Court segment de 

MT vu en microscopie électronique. (E) Photographie en microscopie électronique d'une coupe 

transversale d'un MT montrant un anneau de 13 protofilaments distincts (Alberts et al., 2004). 

La majorité des différences entre les isotypes de la tubuline est localisée dans le 

domaine C-terminal. Ce domaine riche en résidus à caractère acide (Glu) est le site 

d’interaction de nombreuses protéines, comme les protéines associées aux microtubules (MAP 

pour Microtubule-Associated Proteins), abondamment exprimées dans les neurones. Ces 

MAP présentent plusieurs séquences répétées riches en résidus basiques (Lys-Lys-Glu-X) 

importantes pour leur interaction aux microtubules (Hirokawa et Takemura, 2004). Le 

domaine C-terminal de la tubuline peut subir un grand nombre de modifications post-

traductionnelles telles que la détyrosination (retrait du résidu tyrosine en position C-terminale 

de la tubuline-), la polyglutamylation et la polyglycylation (génération de longues chaînes 

latérales de glutamate et de glycine, respectivement, de la tubuline /) (Verhey et Gaertig, 

2007). 
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Par ailleurs, l’insertion du modèle atomique de la tubuline résolu par cristallographie 

dans la carte de densité électronique des microtubules obtenue par microscopie 

cryoélectronique a permis l’obtention d’un modèle atomique du microtubule. Ce modèle a 

permis de déterminer les parties de tubulines impliquées dans les interactions latérales entre 

les protofilaments qui sont responsables de la stabilité des microtubules. Ce modèle a permis 

également d’étudier les interfaces intra- et inter-dimère ce qui a permis de situer le site de 

liaison du GTP qui est indispensable à la dynamique des microtubules. Ainsi, l’extrémité (+) 

du microtubule est coiffée par la tubuline- alors que l’extrémité (–) est coiffée par la 

tubuline-. Chaque nucléotide lié à la tubuline se trouve à l’interface - dans le 

protofilament mais présente des différences en fonction de l’isotype. Pour la tubuline-, le 

GTP hydrolysé en GDP reste lié à son site de fixation car sa position à l’interface - 

empêche son échange jusqu’au désassemblage du protofilament. Par contre, le GTP de la 

sous-unité , qui est non hydrolysable et non échangeable, permet à cette interface de rester 

intimement liée même quand l’hétérodimère est libéré du protofilament. De plus, dans ce 

modèle, les hélices du domaine C-terminal forment des crêtes à la surface du protofilament, 

ce qui explique leur interaction avec les protéines MAP (Amos et Schlieper, 2005 ; Li et al., 

2002 ; Nogales et al., 1999).  

2.  Microtubules : éléments instables et dynamiques  

Dans la cellule, les microtubules ne forment pas uniquement des structures statiques 

mais peuvent osciller entre des phases de polymérisation et de dépolymérisation. Ce 

comportement oscillatoire, appelé instabilité dynamique, nécessite la liaison et l’hydrolyse du 

GTP (Alushin et al., 2014 ; Mitchison et Kirschner, 1984). Il s’accommode aux besoins de la 

cellule en interphase et durant le cycle cellulaire. La régulation de la dynamique des 

microtubules est essentielle pour permettre d’assurer diverses fonctions cellulaires, allant de 

la division cellulaire et la migration à la différentiation cellulaire. Cette régulation implique 

l’existence dans la cellule d’une variété de facteurs protéiques pouvant altérer la croissance et 

la stabilité des microtubules ainsi que leurs associations avec d’autres structures cellulaires 

(Desai et Mitchison, 1997 ; Cassimeris, 1999 ; Tran et al., 1997). Les protéines stabilisatrices 

des microtubules sont essentiellement représentées par la famille de protéines associées aux 

microtubules (MAP1, MAP2, MAP4 et tau). Les protéines MAP citées ci-dessus se lient 

classiquement à la paroi des microtubules mais certaines protéines MAP (CLIP-170, EB1, 
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etc.)
5
, appartenant à la famille des protéines +TIP (plus-end tracking proteins), ciblent plutôt 

l’extrémité (+) croissante du microtubule (Perez et al., 1999). La liaison de ces protéines 

MAP aux microtubules est contrôlée par des kinases et des phosphatases (Cassimeris et 

Spittle, 2001). 

 Par ailleurs, d’autres protéines sont capables de déstabiliser les microtubules par 

différents mécanismes moléculaires. Les protéines de la famille de la stathmine forment un 

complexe de séquestration réversible avec la tubuline (complexe T2S) dont la stabilité est 

régulée par phosphorylation de la stathmine. Au-delà de la séquestration de la tubuline qui 

conduit à la diminution du nombre de microtubules dans la cellule, ces protéines augmentent 

indirectement la fréquence des catastrophes (décroissances rapides) et pourraient aussi 

déstabiliser directement les microtubules par interaction avec l’extrémité (–) (Manna et al., 

(2006).  

La katanine et ses protéines apparentées comme la spastine sont capables de découper 

les microtubules par la rupture des liaisons entre les sous-unités de tubuline dans la paroi du 

microtubule (Baas et al., 2005 ; Roll-Mecak et McNally, 2010). Plusieurs membres de la 

famille des kinésines, qui sont des protéines motrices, sont aussi impliqués dans la régulation 

de la dynamique des microtubules. Ainsi, la kinésine associée au centromère mitotique 

MCAK (Mitotic Centromere Associated Kinesin), un membre de la sous-famille des 

kinésines-13, favorise le désassemblage des microtubules à l’extrémité (+) (Cassimeris, 

1999 ; Hunter et al., 2003 ; Kline-Smith et Desai, 2004 ; Moore et al., 2005).  

L’activité de ces facteurs protéiques impliqués dans la régulation de la dynamique des 

microtubules est modulée pour la plupart par des cycles de phosphorylation/déphosphory-

lation. Par ailleurs, il a été démontré par des travaux récents que certaines modifications post-

traductionnelles de la tubuline pouvaient aussi moduler cette activité. Ainsi, la 

polyglutamylation (génération de longues chaînes latérales de glutamate) favorise la rupture 

des microtubules par la spastine (Lacroix, 2010). La détyrosination des microtubules (retrait 

du résidu tyrosine en position C-terminale de la tubuline-) supprime l’activité de la kinésine 

MCAK (Peris et al., 2009), alors que la présence du résidu tyrosine en position C-terminale 

de la tubuline- favorise l’interaction de la protéine CLIP-170 au bout (+) des microtubules 

(Bieling et al., 2008 ; Peris et al., 2006). 

                                                 
5
 CLIP-170 : protéine de 170 kDa appartenant à la famille des protéines CLIP (cytoplasmic linker protein). 

EB1: Microtubule end-binding protein 1. 
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3. Microtubules : partenaires de la connexine43 

Les interactions protéine-protéine (IPP) constituent les éléments clés dans la formation 

de complexes protéiques fonctionnels indispensables à la régulation de différents processus 

cellulaires impliqués dans le contact cellule-cellule, les cascades de signalisation, le contrôle 

de l’expression des gènes, l’édification d’assemblage supramoléculaire, l’activité 

enzymatique, etc. Une partie des domaines transmembranaires et les boucles extracellulaires 

des connexines interagissent exclusivement avec d’autres connexines pour permettre 

l’oligomérisation et l’arrimage des connexons. Par contre, le domaine C-terminal reconnait 

différents partenaires protéiques. L’extension importante de ce domaine et notamment de 

celui de la Cx43, qui fait environ 17 kDa (L228-I382), offre une surface potentielle à 

l’interaction avec ces partenaires (cf. figure 1.1) qui semblent agir à différents stades en 

régulant l’oligomérisation des connexines, le trafic des connexons, la perméabilité de la 

plaque jonctionnelle ainsi que l’internalisation de ces canaux (Dbouk et al., 2009 ; Giepmans, 

2004 ; Hervé et al., 2007 ; Hervé et al., 2012 ; Laird, 2010). 

Les partenaires de la Cx43 sont variés par leurs fonctions et structures. Les protéines 

structurales des jonctions adhérentes et serrées, cadhérines et occludines/claudines (Nagasawa 

et al., 2006) ainsi que leurs protéines adaptatrices caténine- (Ai et al., 2000) et Zonula 

occludens (ZO) (Giepmans et Moolenaar, 1998 ; Toyofuku et al., 1998), respectivement, se 

sont révélées interagir avec cette connexine. Le rôle de l’interaction des protéines ZO avec la 

Cx43 n’est pas bien élucidé. Cependant, de nombreux travaux ont été réalisés sur l’interaction 

de la protéine Zonula occludens-1 (ZO-1) avec la Cx43. Cette protéine d’échafaudage semble 

coordonner l’assemblage de complexes multiprotéiques sur les plaques jonctionnelles de la 

Cx43 en recrutant des protéines impliquées dans la voie endocytaire dépendant de la clathrine 

ou des enzymes comme les kinases et l’ubiquitine ligase nécessaires à la régulation de ces 

plaques (Thévenin et al., 2013).  

Par ailleurs, d’autres études ont démontré que les cadhérines-N et les Cx43 sont co-

assemblées dans des complexes multiprotéiques contenant de nombreuses protéines associées 

aux cadhérines-N, ce qui suggère une interdépendance entre les jonctions adhérentes et 

communicantes (Wei et al., 2005). D’autre part, l’étude de Govindarajan et al. (2010) a 

montré que l’effet des cadhérines sur la formation de la jonction communicante peut être 

controversé, puisque l’expression des cadhérines-N atténue l’assemblage de la Cx43 en 

jonctions communicantes alors que l’expression des cadhérines-E le facilite.   
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En outre, la Cx43 agit comme un substrat de plusieurs protéines kinase. Sa 

phosphorylation peut altérer sa localisation subcellulaire et l’activité des canaux jonctionnels 

formés à partir de cette connexine et moduler son interaction avec d’autres macromolécules 

(cf. tableau 1.3) (Hervé et al., 2012 ; Thévenin et al., 2013).  

L’inhibition de la communication des canaux jonctionnels (formés à partir de la Cx43) 

par les protéines kinase de la famille Src semble impliquer une interaction directe entre la 

Cx43 et ces kinases. Les domaines impliqués dans cette interaction sont bien établis pour la 

protéine kinase v-Src ; le domaine Src homology3 (SH3) se fixe sur une région riche en 

proline (P274-P284) de la Cx43, permettant au domaine kinase de phosphoryler le résidu 

Y265 qui devient alors un site d’interaction pour le deuxième domaine Src homology2 (SH2) 

de la protéine kinase v-Src. Ceci permet de stabiliser l’interaction entre la Cx43 et la protéine 

kinase (Giepmans et al., 2001a ; Kanemitsu et al., 1997) qui va par la suite phosphoryler le 

résidu Y247 (Lin et al., 2001 ; Warn-Cramer et Lau 2004). La phosphorylation de ces deux 

résidus (Y247 et Y265) est corrélée à l’inhibition de la communication des canaux 

jonctionnels (formés à partir de la Cx43) (Lin et al., 2001; Lin et al., 2006 ; Solan et Lampe, 

2008). 

Les connexines sont aussi capables d’interagir avec les éléments du cytosquelette ou 

avec leurs protéines associées. De nombreuses études ont démontré une colocalisation de la 

Cx43 avec les microfilaments liée à une interaction directe ou indirecte via les protéines 

associées aux microfilaments comme la drébrine
6
 qui interagit directement avec la Cx43 

(Butkevich et al., 2004). Les travaux de Giepmans et al. (2001b) et Dai et al. (2007) ont 

montré que la Cx43 est capable d’interagir de manière directe avec la tubuline et les 

microtubules via le domaine juxta-membranaire (L228-C260) de sa région C-terminale. 

De nombreux travaux ont été réalisés pour tenter d’expliquer la fonctionnalité de cette 

interaction en utilisant la Cx43 marquée par la GFP (Green Fluorescent Protein) et des 

molécules altérant la dynamique des microtubules, comme le nocodazole qui inhibe leur 

polymérisation (Johnson et al., 2002 ; Lauf et al., 2002 ; Thomas et al., 2001; 

Thomas et al., 2005). Les microtubules se sont révélés être nécessaires pour un transport 

efficace de la Cx43 entre le réseau transgolgien et la membrane plasmique. Shaw et al. (2007) 

ont montré que les protéines EB1 (+TIP) ciblent les connexons contenant la Cx43 à la 

jonction adhérente. Ces auteurs proposent un modèle par lequel les microtubules s’arriment à 

la jonction adhérente via un complexe protéique impliquant EB1, la protéine Glued p150 du 

                                                 
6
 Drebrin : Developmentally-regulated brain protein. 
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complexe dynéine-dynactine et la caténine-. C’est ainsi que le transport des connexons de la 

Cx43 aboutit à la jonction adhérente (figure 2.2). Par contre, les résultats de Lauf et al. (2002) 

et Thomas et al. (2005) montrent que la livraison des connexons formés à partir de la Cx43 se 

fait de façon aléatoire dans des régions non jonctionnelles. Bien que le transport antérograde 

des vésicules le long des microtubules est généralement assuré par des protéines motrices 

(kinésines), l’implication de celles-ci dans le trafic des connexines n’a été démontrée qu’in 

vitro et in cellulo pour la Cx32 (Fort et al., 2011). 

 

Figure 2.2 : Les plaques des jonctions communicantes dépendent des interactions 

homophiliques des cadhérines  

(A) La capture corticale des microtubules par les jonctions adhérentes (AJ) permet de localiser 

l’insertion des hémi-canaux de la Cx43 dans la membrane plasmique, alors que les microtubules ne 

parviennent habituellement pas à atteindre la membrane cellulaire sans la jonction adhérente.  

(B) Du microtubule à la cadhérine, la capture corticale et la livraison de la Cx43 implique les 

intermédiaires suivants : EB1, la protéine Glued p150 du complexe dynéine-dynactine, et la caténine-

, comme cela a été révélé par « knock-down » de ces protéines et par co-immunoprécipitation de EB1 

et de la Cx43. Ce résultat localise la livraison des hémi-canaux de la Cx43 directement aux plaques de 

contact cellule-cellule (Shaw et al., 2007). 
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 En outre, l’interaction de la Cx43 avec le système tubuline/microtubules semble aussi 

avoir un impact sur la migration cellulaire. En plus de la fonction principale de la Cx43 qui 

est sa capacité à former des canaux permettant la communication intercellulaire, de nouvelles 

fonctions sont attribuées à cette connexine qui semble agir aussi comme un régulateur de la 

morphologie cellulaire, de la polarité, de l’adhérence et de la migration cellulaire (pour revue, 

Matsuuchi et Naus, 2013). Il est bien établi que les différents éléments du cytosquelette et les 

molécules d’adhérence cellulaire (CAM) sont essentiels au maintien de la polarité, à 

l’adhérence et à la migration cellulaire. Le mécanisme exact de contrôle de ces processus par 

les connexines n’est pas clair. Cependant, l’interaction des connexines avec certains 

modulateurs de ces processus pourrait présenter un moyen plausible pour expliquer ce 

contrôle. Différentes molécules qui jouent le rôle de modulateurs interagissent avec la Cx43 : 

(i) des molécules d’adhérence cellulaire comme les cadhérines et les intégrines, (ii) des 

éléments du cytosquelette comme les microfilaments, les filaments intermédiaires (vimentine) 

et les microtubules, (iii) des protéines associées aux microfilaments comme la cortactine, la 

débrine et la spectrine (Elias et al., 2007 ; Hervé et al., 2012 ; Kameritsch et al., 2012 ; Laird, 

2010 ; Olk et al., 2009). Ainsi, l’étude de Francis et al. (2011) s’est focalisée sur le 

mécanisme par lequel la Cx43 régule la polarité cellulaire. Ces auteurs postulent que 

l'interaction de la Cx43 via son domaine juxta-membranaire (234-243) avec les microtubules 

pourrait être essentielle à la stabilité des microtubules nécessaire à la polarisation et à la 

migration cellulaire. D’autres travaux suggèrent que l’interaction de la Cx43 avec les 

microtubules pourrait servir à stabiliser l’extrémité (+) des microtubules au niveau de la 

jonction communicante (Giepmans et al., 2001b ; Guo et al., 2003). Ces postulats permettent 

d’attribuer de nouvelles fonctions à cette interaction. 

 Par ailleurs, diverses techniques de biochimie et de biologie cellulaire ont tenté 

d’expliquer le rôle de l’interaction de la Cx43 avec les microtubules dans la régulation de la 

voie de signalisation dépendant des Smad activée par le facteur de croissance TGF-
7
 (Dai et 

al., 2007 ; Dong et al., 2000 ; Zhu et al., 2004). Ce facteur est impliqué dans de nombreux 

processus cellulaires, y compris la prolifération, la différenciation, l’adhésion cellulaire et la 

mort cellulaire. L’activation de cette voie de signalisation implique deux classes 

fonctionnelles de la famille Smad (facteurs de transcription) appelées R-Smad (Smad2 et 

                                                 
7
 La superfamille des TGF- est composée d’un grand nombre de protéines dimériques, elle comprend la famille 

des TGF-/activine et la grande famille des protéines impliquées dans la morphogénèse osseuse (BMP, bone 

morphogenetic proteins).  
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Smad3)
8
 et Co-Smad (Smad4). La transduction du signal porté par le TGF- implique la 

phosphorylation des R-Smad par les récepteurs transmembranaires à activité sérine/thréonine 

kinase, la formation de complexes oligomériques (R-Smad phosphorylé:Co-Smad) et la 

translocation de ces complexes au noyau où ils vont réguler la transcription de gène cible. La 

structure en domaines des protéines Smad représentée dans la figure 2.3 montre la présence 

de deux domaines, MH1 (Mad homology1) à l’extrémité N-terminale et MH2 (Mad 

homology2) à l’extrémité C-terminale, séparés par un linker. Le domaine MH2 est impliqué 

dans des interactions protéine-protéine qui permettent de réguler l’oligomérisation des Smad, 

leur reconnaissance par les récepteurs sérine/thréonine kinase et leur interaction avec des 

adaptateurs cytoplasmiques et plusieurs facteurs de transcription. Le domaine MH1 interagit 

également avec des partenaires protéiques mais se caractérise par sa liaison à l’ADN 

(Derynck et Zhang, 2003 ; Heldin et Moustakas, 2012 ; Massagué et Wotton, 2000 ; 

Moustakas et al., 2001).  

 Certains travaux ont démontré que les microtubules interagissent avec les protéines 

Smad2, Smad3 et Smad4. Ils suggèrent que ces éléments du cytosquelette servent de réseau 

de séquestration pour les protéines Smad (Dong et al., 2000 ; Zhu et al., 2004). Par ailleurs, 

Dai et al. (2007) ont démontré que les protéines Smad2/3 se lient à la tubuline- par leur 

domaine MH2 et que ces protéines semblent entrer en compétition avec la Cx43 pour leur 

liaison au système tubuline/microtubules. Ceci suggère que la Cx43 pourrait réguler 

positivement la voie de signalisation du TGF- en libérant les facteurs de transcription 

Smad2/3 séquestrés par les microtubules.  

                                                 
8
 Les R-Smad renferment  5 sous-groupes qui se distinguent par le ligand qui les active: Smad2 et Smad3 (TGF-

/activine) et Smad1, 5 et 8 (BMP) (Chen et al., 1998).  
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Figure 2.3 : Domaines structuraux de Smad et leurs fonctions 

Représentation de la structure tridimensionnelle du domaine MH1 de Smad3 lié à la séquence AGAC, 

et du domaine MH2 de Smad2. Les principales interactions de ces deux domaines sont citées. Les 

structures impliquées dans ces interactions sont différenciées par un code couleur : la structure en 

épingle à cheveu (β-hairpin, βhp) qui permet la liaison à l’ADN, la boucle L3 et l’hélice 1 (H-1) 

qui spécifient l’interaction de Smad avec le récepteur de type I, et l’hélice 2 (H-2) qui spécifie 

l’interaction de Smad2 avec FAST. SSXS : site de phosphorylation par le récepteur (adapté de Shi et 

al., 1997 ; Shi et al., 1998 ; Wu et al., 2000 ; Massagué et Wotton, 2000). 
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1.  Structure générale des protéines 

1.1 Protéines : polymères d’acides aminés 

Les protéines sont constituées de chaînes polypeptidiques où les monomères sont des résidus 

d’acides aminés liés par des liaisons peptidiques. Le nombre de ces résidus permet de distinguer les 

protéines, nom commun donné aux polypeptides
9
, des peptides ou oligopeptides ayant un petit 

nombre de résidus. Chaque acide aminé possède une fonction amine (NH2), une fonction 

carboxyle (COOH) et une chaîne latérale (symbolisée par la lettre R) portées par le même carbone 

Des lettres grecques sont utilisées comme identifiants pour les atomes des acides aminés. Par 

convention, C


est le carbone porteur des fonctions amine et carboxyle impliquées dans la liaison 

peptidique (présentée ci-après). Les carbones de la chaîne latérale sont notés dans l’ordre : C

, C


, 

C

, C


. Il existe 20 acides aminés naturels (communs) dans les protéines. Ils sont de série L

10
 et se 

distinguent par la structure de leur chaîne latérale qui peut être aliphatique (linéaire, ramifiée ou 

cyclique) ou aromatique (figure 3.1) (Markley et al., 1998). 

 

                                                 
9
 La masse moléculaire moyenne des chaînes polypeptidiques dans les cellules eucaryotes est d’environ 31 700 

Da (environ 270 résidus d’acides aminés), pour certaines protéines cette masse est beaucoup plus élevée (comme 

pour la titine  qui est de 2 993 497 Da) (Garrett et Grisham, 2010). 

10
 La lettre « L » désigne la série de l’acide aminé selon la nomenclature de Fischer. 



 

 

 

Figure 3.1 : Identifiants recommandés pour les atomes des vingt acides aminés
11

 communs d’après les règles de la nomenclature IUPAC-IUB de 

1969 (IUPAC-IUB, 1971 ; Markley et al., 1998)  

                                                 
11

 Le squelette est représenté pour les acides aminés Pro, Gly et Ala mais pas pour les autres L-acides aminés où seules sont représentées les chaines latérales (R).  
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1.2 Liaison peptidique 

Le squelette de la chaine polypeptidique est formé par la succession d’éléments 

(NC

C’) reliés par des liaisons peptidiques

12
. La liaison peptidique, qui est une liaison 

amide, est formée par une réaction de condensation du groupement carboxyle d’un acide 

aminé (i) et d’un groupement amine d’un acide aminé (i+1). Cette liaison possède un 

caractère de double liaison partielle à cause de la délocalisation de deux doublets d’électrons 

entre l’oxygène du carbonyle et l’azote de l’amide (phénomène de résonance). Ceci empêche 

la libre rotation autour de cette liaison, qui est considérée comme une liaison rigide et plane 

(Corey et Pauling, 1953 ; Marsh et Donohue 1967 ; Ramachandran et al., 1974) (figure 3.2). 

 

 

 

 

 

 

 
 

 

 

 

 

 

 

Figure 3.2 : Liaison peptidique représentée dans sa conformation usuelle « trans » de 

l’oxygène carbonyle et l’hydrogène amide  

Les atomes C sont les carbones  de deux acides aminés adjacents unis par une liaison peptidique. 

Les dimensions et angles sont les valeurs moyennes observées par analyse cristallographique des 

acides aminés et petits peptides. La liaison peptidique est la liaison de couleur claire entre C et N 

(Adapté de Ramachandran et al., 1974) (Garrett et Grisham 2010)  

Les atomes (C’, O, N et H) associés à la liaison amide (C’iNi+1) sont coplanaires. Par 

conséquent, le squelette de la chaine polypeptidique est constitué d’une alternance de plans 

rigides séparés par des groupements méthylène substitués HC

(R). Ce squelette peut alors 

adopter une variété de conformations chacune déterminée par les valeurs des angles de 

rotation autour des liaisons NC

 et C


C’.  

                                                 
12

 Le carbone du carbonyle (CO) est désigné par C, C’ ou CO selon l’utilisation et selon les références. 
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Par convention, les angles de rotation qui sont appelés angles de torsion ou angles 

dièdres (la liaison qui est concernée par la rotation est marquée par une flèche et les atomes 

du squelette sont aussi notés) sont marqués  (phi) pour l’angle C’i-1–Ni C


i–C’i et  (psi) 

pour l’angle NiC


i C’iNi+1 (figure 3.3).  

La liberté de rotation autour de ces liaisons est néanmoins limitée par l’encombrement 

stérique entre atomes de la chaîne principale et des chaînes latérales des résidus voisins.  

Par ailleurs, l’angle de torsion autour de la liaison amide C


i–C’i Ni+1C


i+1 est appelé 

angle  (omega) (figure 3.3). Il n’existe que deux configurations possibles pour cette liaison 

(amide) : une configuration trans qui est la plus stable pour des raisons stériques (=180°) et 

une configuration cis qui est moins stable à cause des interférences stériques (=0°) 

(Richardson, 1981).  

 

 

 Figure 3.3 : Dessin en perspective d’une partie d’une chaîne polypeptidique représentant 

deux unités peptidiques 

Les limites du résidu i sont indiquées en pointillés verts et les notations recommandées pour les 

atomes et les angles de torsion sont indiquées. La chaîne peptidique est montrée dans une 

conformation complètement étendue (i=i=i =180°), et le résidu représenté est de série L (IUPAC-

IUB, 1971).  

Au sein de chaque résidu i, la conformation de la chaîne principale de la protéine est définie par les 

valeurs des angles dièdres  et ψ. 
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1.3 Niveaux structuraux des protéines  

Les protéines assurent des fonctions très diverses bien qu’elles soient composées des 

mêmes types de monomères. Ces fonctions sont étroitement associées à la structure des 

protéines qui est décrite à quatre niveaux d’organisation : (i) la structure primaire fait 

référence à la séquence (ordre) des acides aminés dans une chaîne peptidique; (ii) la structure 

secondaire définit le repliement local de la chaîne principal d’une protéine; (iii) la structure 

tertiaire décrit la conformation
13

 tridimensionnelle de la chaîne polypeptidique incluant la 

position relative des éléments de structure secondaire; (iv) la structure quaternaire fait 

référence à la relation spatiale entre les chaînes polypeptidiques des protéines oligomériques. 

Les protéines sont constituées soit d’un type prédominant de structure secondaire 

(protéines fibreuses) soit d’une combinaison variable d’éléments de structure secondaire 

(protéines globulaires). Les structures secondaires les plus fréquentes sont l’hélice  et le 

feuillet , proposées pour la première fois par Pauling et Corey (Pauling et al., 1951 ; Pauling 

et Corey, 1951b). Cependant, la présence de régions qui permettent des changements de 

directions de la chaine peptidique est indispensable au compactage des protéines globulaires. 

Ces régions adoptent des structures irrégulières et non répétitives, conformation en pelote 

statistique (random coil) et boucle, et servent de motif de connexion pour les structures 

secondaires. Ces structures se trouvent généralement à la surface des protéines où elles 

participent à l’interaction avec d’autres protéines. 

L’hélice α de pas « droit » est une des structures secondaires les plus stables et se 

rencontre aussi bien dans des protéines que dans des polypeptides synthétiques. Dans cette 

structure, le squelette polypeptidique s'étend en structure hélicoïdale avec un pas d’hélice de 

0,54 nm (3,6 résidus par tour d’hélice). Chaque résidu allonge cette spirale d’environ 0,15 nm 

dans l’axe de l’hélice (incrément axial par résidu). Cette structure est stabilisée par des 

liaisons hydrogène qui s'établissent entre l’oxygène du carbonyle (C’O) de la liaison 

peptidique du résidu i et l’azote de l’amide (NH) du résidu i+4. 

Il existe des variantes de l’hélice . L’hélice 310, plus serrée, et l’hélice , plus large, 

se présentent comme de courts segments aux extrémités des hélices α. L’hélice 310 est moins 

commune que l’hélice . Néanmoins, 3 à 4 % des résidus dans des structures cristallines se 

trouvent en hélice 310 (Barlow et Thornton, 1988; Karpen et al., 1992), ce qui permet de la 

placer comme la 4
e 

structure secondaire la plus commune après l’hélice , le feuillet  et les 

coudes  (présentés ci-après). L’hélice 310 est une hélice de pas « droit » où les liaisons 

                                                 
13

 Une conformation désigne la disposition des atomes d’une protéine dans l’espace. 
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hydrogène s’établissent entre un résidu i et un résidu i+3 et permet donc un enroulement étroit 

de la chaîne. L’hélice 310 est un peu moins stable que l’hélice  à cause de l’encombrement 

stérique, c’est pourquoi elle ne s’étend que sur un petit nombre de résidus, avec seulement 3 

ou 4 résidus, comparé à la moyenne de 10 résidus pour l’hélice  (Barlow et Thornton, 1988).  

Cependant, l’hélice , également appelée hélice 4,416, ne s’observe qu’occasionnelle-

ment dans les protéines dont elle se trouve aux extrémités des hélices . L’hélice  implique 6 

résidus et elle est stabilisée par une liaison hydrogène entre les résidus i et i+5. Les nombres 3 

et 4,4 dans les appellations de l’hélice 310 et de l’hélice 4,416, respectivement, désignent le 

nombre de résidus par tour d’hélice. Les indices (10 et 16) désignent le nombre d’atomes dans 

l’anneau fermé par la liaison hydrogène. Ainsi, d’après cette convention, l’hélice  est une 

hélice 3,613 (Rajashankar et Ramakumar, 1996 ; Ramachandran et Sasisekharan, 1968 ; Rohl 

et Doig, 1996) (figure 3.4).  

La nature des chaines latérales des acides aminés influence la conformation de la 

chaine peptidique et peut ainsi favoriser la formation ou la rupture des hélices  (la 

méthionine, l’alanine, le glutamate et la leucine favorisent la formation alors que la proline et 

la glycine détruisent la régularité du squelette de l’hélice) (Richardson, 1981).  

 

Figure 3.4 : Schéma des liaisons hydrogène de plusieurs hélices polypeptidiques 

(A) Modèle de liaisons hydrogène dans des peptides de structure -hélicoïdale  

(B) Schéma de modèle des liaisons hydrogène pour différentes hélices (Sewald et Jakubke, 2002). 
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Le feuillet β est la deuxième structure secondaire la plus répandue. Dans cette 

structure, le squelette polypeptidique s'étend en zigzag et non en structure hélicoïdale. Ces 

chaînes polypeptidiques étirées (brins β) sont stabilisées par des liaisons hydrogène, qui 

s'établissent entre l'oxygène du carbonyle d'une liaison peptidique et l'azote de l’amide d'une 

autre liaison peptidique, entre des segments qui peuvent appartenir à la même chaîne ou à des 

chaînes différentes. L’orientation de l’enchainement peptidique des deux brins adjacents peut 

être identique ou opposé et les feuillets sont dits respectivement parallèles ou antiparallèles 

(figure 3.5). 

Les coudes sont des boucles formées d’un petit nombre de résidus. Ils se rencontrent 

lorsqu'une chaîne polypeptidique change brutalement de direction (180°). Le coude β est le 

type de coude le plus fréquent
14

. Il est constitué par un court segment peptidique 

(généralement 4 résidus) stabilisé par une liaison hydrogène qui se forme entre le carbonyle 

d’un premier résidu (i) et l’azote de l’amide d’un 4
e
 résidu (i+3) du coude. La glycine et la 

proline y apparaissent souvent. Il existe deux types majeurs de coudes , qui se distinguent 

par leurs angles de torsion  et  des 2
e
 et 3

e
 résidus : le type I (2 = – 60°,  

2 =–30°, 3 = – 90°, 3 = 0°) et le type II (2 = – 60°, 2 = +120°, 3 = + 90°, 3 = 0°) (Horton 

et al., 1994 ; Sewald et Jakubke, 2002 ; Voet et Voet, 2005) (figure 3.6).  

                                                 
14

 Coude β : la lettre β rappelle qu'ils sont indispensables pour les feuillets β de chaînes antiparallèles et où ils 

sont souvent appelés boucles en épingle à cheveux (β-hairpin). 
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Figure 3.5 : Modèle de liaisons hydrogène dans des feuillets plissés   

(A) feuillets parallèles (B, C) feuillets antiparallèles (Sewald et Jakubke, 2002).  

 

Figure 3.6 : Changement de direction dans les chaines polypeptidiques 

(A) coude  de Type I (B) coude  de Type II (Voet et Voet, 2005). 

(A) Coude  de type I (B) Coude  de type II 
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1.4 Diagramme de Ramachandran 

 Dans une protéine, la géométrie de la chaine peptidique dépend donc des valeurs 

d’angles de torsion  et . Alors que théoriquement ces valeurs peuvent aller de –180° à 

+180°, seules quelques valeurs sont autorisées à cause des encombrements stériques entre les 

atomes du squelette polypeptidique et ceux des chaînes latérales des acides aminés. En effet, 

une protéine ne peut adopter qu’un nombre restreint de conformations du squelette peptidique 

(hélice α, feuillet, coude β, etc.) caractérisées par des paires d’angles de torsion ( et ) 

précis. L’hélice  présente des valeurs caractéristiques d’angles de torsion ( = –57° et  

 = – 47°) (tableau 3.1) mais ces valeurs peuvent subir des fluctuations en fonction de la 

nature des acides aminés. Ramachandran a étudié avec son équipe les différentes 

conformations possibles et impossibles pour de petits peptides de synthèse, résolues par 

cristallographie, et a calculé pour chaque conformation les valeurs d’angles de torsion ( et ) 

qu’il a regroupées dans un diagramme qui porte son nom (diagramme de Ramachandran). 

Cette carte qui relie l’angle  (en ordonnée) à l’angle  (en abscisse) est divisée en trois 

régions (favorable, permise, non permise ou interdite) (figure 3.7) (Ramachandran et al., 

1963 ; Ramachandran et Sasisekharan, 1968).  
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Tableau 3.1 : Angles de torsion approximatifs de quelques structures régulières 

Structure secondaire  (deg)  (deg) 

Hélice  de pas à droite () -57 - 47 

Feuillet plissé  parallèle () -119 +113 

Feuillet plissé  antiparallèle () -139 +135 

Hélice 310 de pas à droite (3) - 49 - 26 

Hélice  de pas à droite () -57 - 70 

Ruban 2,27 (2) -78 + 59 

Hélice de polyglycine de pas à gauche II et de poly-L-proline 

(II) (II) 
-79 + 150 

Collagène (C) -51 + 153 

Hélice  de pas à gauche (L) +57 + 47 

(Adapté de Flory, 1969 ; IUPAC-IUB, 1971) (Voet et Voet, 2005). 

 

Figure 3.7 : Diagramme de Ramachandran 

Valeurs des angles  et  stériquement permises pour la poly-L-Alanine. Les régions où les angles  

et  sont « normalement autorisés » sont ombrées en bleu, tandis que les régions ombrées en vert 

correspondent à des conformations qui ont des distances de van der Waals « limites ». 

 Les structures secondaires sont indiquées sur le graphe selon la nomenclature apparaissant dans le 

tableau 3.1 (Adapté de Ramachandran et Sasisekharan, 1968) (Voet et Voet, 2005). 
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2. Analyse structurale des peptides/protéines par RMN  

Les protéines constituent des polymères biologiques qui peuvent adopter chacun un 

ensemble de conformations dans l’espace. Cependant, pour la majorité des protéines une seule 

conformation, dite native, correspond à un état fonctionnel (qui s’oppose à l’état dénaturé) 

(Solomatin et al., 2000). Le repliement tridimensionnel des protéines codé par leur séquence 

en acides aminés (structure primaire) est déterminant pour la fonction de ces molécules 

(Anfinsen, 1968). Cela souligne l’intérêt majeur  et l’enjeu que représente la résolution de ces 

structures (Thornton et al., 2000). Actuellement, les structures tridimensionnelles des 

protéines sont déterminées à une résolution atomique par deux types de techniques : 

(i) la radiocristallographie par rayons X qui permet la détermination de la structure de 

protéines cristallisées en utilisant la diffraction des rayons X au travers des cristaux, 

(ii) la spectroscopie
15

 par résonance magnétique nucléaire (RMN) qui permet d’étudier la 

structure de molécules en solution dont les protéines. 

La RMN présente quelques avantages sur la radiocristallographie, comme en général 

la possibilité de conserver l’état natif de la protéine, l’étude en solution des interactions 

moléculaires ligand/protéine, l’étude de la dynamique conformationnelle (repliement des 

protéines, cinétique enzymatique, etc.) et l’étude de l’influence du solvant (force ionique, pH, 

encombrement stérique, ...). Ces techniques sont toutes deux puissantes et performantes et 

sont complémentaires puisqu’elles présentent jusqu’à présent certains facteurs limitants 

comme l’obtention de monocristaux qui diffractent pour la radiocristallographie et du coté 

RMN en solution des limitations liées à la masse des protéines, à la nécessité en règle d’avoir 

des protéines solubles et qui ne forment pas des multimères. 

2.1 Principe de la spectroscopie par RMN 

La résonance magnétique nucléaire est une technique spectroscopique qui exploite 

une propriété fondamentale de la matière qui est le spin
16

 du noyau d’un atome ou spin 

nucléaire. Le nombre quantique de spin noté I est un multiple de 1/2 (1/2, 1, 3/2, 2, 5/2...). Ce 

nombre dépend du nombre de protons et de neutrons dans le noyau. Seuls les noyaux d'atomes 

possédant soit les protons soit les neutrons en nombre impair peuvent être détectés par RMN, 

ce qui permet d’avoir un nombre de spin (I) égal à 1/2 (
1
H, 

13
C, 

15
N, 

31
P, 

19
F…). Par contre, 

les atomes avec un nombre pair de neutrons et de protons possèdent un nombre de spin nul 

                                                 
15

 La spectroscopie est un terme général désignant la science qui étudie les interactions de différents types de radiations avec 

la matière. Les méthodes spectrométriques les plus courantes utilisent des radiations électromagnétiques (Skoog et al., 2007). 

16
 Le spin est une propriété quantique de rotation des particules (électrons, protons et neutrons). 
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(I = 0) et ne peuvent donc être observés par RMN (
16

O, 
12

C…). Dans l’étude des protéines, 

l’isotope « naturel » d’hydrogène (le protium : 
1
H) est l’observable privilégié de la RMN de 

par son abondance dans la nature (100 %) (tableau 3.2). La RMN de l’atome d’hydrogène 

1
H, qui n’est constitué que d’un proton, est aussi appelée RMP pour Résonance Magnétique 

du Proton.  

Le spin nucléaire qui représente une propriété quantique de rotation des particules 

(protons et neutrons) peut être visualisé, en mécanique classique, comme la rotation de ces 

particules sur elles-mêmes. Cette rotation crée un dipôle magnétique qui est caractérisé par 

son moment magnétique
17

. Bien que les neutrons soient des particules neutres, ils possèdent 

un moment magnétique de même que les protons. Ceci permet d’assimiler ces particules à des 

micro-aimants. Les noyaux placés dans un champ magnétique puissant noté Bo s’alignent 

avec le champ magnétique externe et ont différents états de spin. Le nombre d’orientations 

que le noyau adoptera dans un champ magnétique est déterminé par la relation (2I+1). 

L’atome d’hydrogène 
1
H, dont le nombre de spin (I) est égal à 1/2, a deux orientations : un 

état de basse énergie noté (+1/2) ou , où l’alignement est parallèle à Bo, et un état de haute 

énergie noté (-1/2) ou , où l’alignement est antiparallèle à Bo.  

En RMN, l’irradiation de ces noyaux par des ondes électromagnétiques du domaine 

des radiofréquences permet la transition de l’état  à l’état . L’absorption de l’énergie des 

photons durant cette transition est aussi appelée résonance et constitue la base de cette 

technique. Cependant, la résonance n’est possible que si l’énergie des radiations 

électromagnétiques appliquées (E = h) correspond exactement à celle de la différence 

d'énergie entre les deux états de spin (E = hBo/2 ; où est lerapport gyromagnétique 

propre à chaque noyau) (tableau 3.2).  

                                                 
17

 Le moment magnétique est une grandeur vectorielle qui permet de mesurer l’intensité d’une source magnétique. 
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Tableau 3.2 : Propriétés nucléaires de quelques isotopes qui possèdent un spin 

Noyau Nombre 

de proton 

non apparié 

Nombre de 

neutron non 

apparié 

Nombre de spin Abondance 

naturelle % 
/2 

(MHz/T) 

1
H 1 0 1/2  100 42,58 

2
H 1 1 1 0,01 6,54 

13
C

 
0 1 1/2 1 10,71 

14
N 1 1 1  100 03,08 

15
N 1 0 1/2 0,4 -04,32 

31
P 1 0 1/2 100 17,25 

 

Ainsi, la fréquence appliquée est appelée fréquence de résonance ou fréquence de 

Larmor ( = B/2), elle est donnée en MHz (10
6
 Hz). Les spectromètres les plus souvent 

utilisés opèrent à des fréquences de Larmor du proton de 500 à 800 MHz. Ces fréquences sont 

proportionnelles à Bo. 

Bien que tous les protons possèdent le même moment magnétique, ils résonnent à des 

valeurs de fréquence différentes. En effet, chaque proton résonne à une fréquence qui lui est 

propre car il est soumis à un champ Beffectif plus faible que Bo [Beffectif = Bo (1- )]  

( : constante d'écran). Le proton est dit blindé ou protégé par l’écran généré par le nuage 

électronique qui s’oppose au champ externe Bo et caractérise l'environnement du noyau 

étudié. Il y a autant de fréquences absorbées effectrices notées e (he) qu'il y a de noyaux de 

spin 1/2 d'environnement différents. 

La résonance de chaque proton (noyau de l’atome d’hydrogène) est ainsi fortement 

affectée par son environnement. Elle dépend de l’électronégativité de l’atome qui est lié à 

l’hydrogène comme l’atome de carbone, d’azote et d’oxygène. Quand l’électronégativité de 

ce dernier est élevée le nuage électronique de l’atome d’hydrogène est attiré vers l’atome en 

question et l’hydrogène est dit déblindé. Cette résonance est aussi influencée par la proximité 

de noyaux aromatiques (Trp, Tyr, Phe) et du milieu dans lequel la molécule se trouve 

(figure 3.8).  

Les différents environnements chimiques des protons vont permettre ainsi d’avoir une 

gamme de valeurs de fréquence appelée déplacement chimique de ces noyaux. Le 

déplacement chimique, noté , est un rapport de fréquence. 

  (ppm) = [(e- r)/r]10
6    

(r : fréquence du produit de référence utilisé).  
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Comme la différence entre e et r est de l’ordre de quelques Hz et que o est de l’ordre 

du MHz, le déplacement chimique () est désigné en parties par million ou ppm 

(Keeler, 2002).  

Les produits de référence les plus utilisés pour les noyaux (
1
H et 

13
C) sont des 

composés qui contiennent l’élément silicium : le TMS (tetraméthylsilane), le DSS (2,2-

diméthyl-2-silapentane-5-sulfonate) et le DSA (4,4-dimethyl-4-silapentane-1-ammonium 

trifluoroacetate). Puisque le carbone est plus électronégatif que le silicium (2,5 versus 1,9), les 

spins des protons et carbones de ces composés sont fortement blindés. Ces composés 

résonnent ainsi à une fréquence plus faible que celle des autres molécules et servent de 

référence pour les spectres RMN (figure 3.8). 

 

Figure 3.8 : Relation entre la constante d’écran et le déplacement chimique 

Pour un spectromètre à 60 MHz, un déplacement chimique () de 10 ppm correspond à une différence 

de 600 Hz par rapport à la référence (0 ppm). 

2.2 Détermination de la structure tridimensionnelle des peptides/protéines par RMN  

La détermination de structure des peptides/protéines est un processus assez complexe 

faisant intervenir des compétences dans des domaines variés comme la biologie moléculaire 

et la biochimie (surexpression et purification des protéines), la biophysique (étude structurale 

par spectroscopie RMN) et la bioinformatique (calcul de structure par modélisation 

moléculaire).  

Depuis la première structure tridimensionnelle de protéine en solution résolue par la 

RMN du proton à deux dimensions (2D) en 1985 par l’équipe de Kurt Wüthrich (Williamson 

et al., 1985) des progrès technologiques et méthodologiques ont été réalisés, visant 

particulièrement à améliorer la résolution et la sensibilité de la technique.  

Le matériel RMN a connu un essor technologique remarquable par la conception de 

spectromètres performants pouvant générer des champs magnétiques intenses (1000 MHz) et 
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par l’élaboration  d’équipements spécifiques (cryosondes et nanosondes). De plus, le succès 

de la RMN ne tient pas qu’aux progrès technologiques mais également aux avancées 

méthodologiques comme le développement de nouvelles stratégies de marquage isotopique 

(
15

N, 
13

C, 
2
H) des protéines (Gardner et Kay, 1997 ; Gardner et Kay, 1998), de séquences 

RMN 3D et 4D (Clore et Gronenborn, 1991 ;  Grzesiek et al., 1993).  

 L'application de l'ensemble de ces progrès a fait de la RMN un outil très puissant pour 

l'étude de la structure des protéines et a permis de repousser ses limites, comme la masse 

moléculaire limite pour les protéines (Fiaux et al.,  2002). Aujourd’hui on peut trouver dans la 

littérature des rapports d'attribution de protéines de plus de 100 kDa comme la 7,8-

dihydroneopterin Aldolase de 110 kDa (Salzmann et al., 2000) ainsi que des structures 

tridimensionnelles de protéines proches de 100 kDa comme la malate synthase G de 82 kDa 

(Tugarinov et al., 2005). 

 La détermination de la structure secondaire et tertiaire d’une protéine ou d’un peptide 

par RMN suit un protocole standard qui inclut plusieurs étapes : préparation d'échantillons, 

acquisition des spectres, traitement de signal, attribution des déplacements chimiques et 

génération des contraintes structurales qui sont utilisées pour la modélisation moléculaire 

(figure 3.9). Il faut noter néanmoins que les moyens employés au cours de ces étapes restent 

étroitement dépendants de la masse moléculaire de la protéine étudiée (Foster et al., 2007). 
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Figure 3.9 : Protocole standard de la détermination de la structure tridimensionnelle des 

protéines par RMN 

Les conformères représentés ici sont ceux d’un homéodomaine
18 

d’antennapedia de la drosophile 

(Wüthrich,  2003).  

                                                 
18

 Un homéodomaine : un domaine de  liaison à l’ADN retrouvé dans les facteurs de transcription 
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Préparation de l’échantillon 

Cette étape est très variable en fonction de la nature de l’échantillon. Elle peut durer 

plusieurs mois pour les protéines qu’il faut produire et purifier ou quelques heures pour les 

peptides synthétiques qu’il suffit de solubiliser dans un solvant approprié. Afin d’augmenter 

la sensibilité des techniques RMN, on concentre les échantillons (peptides/protéines) autant 

que possible (concentrations de l’ordre du millimolaire). Néanmoins, le développement de 

cryosondes a permis de réduire les concentrations requises pour l’étude des peptides/protéines 

par RMN tout en améliorant la sensibilité des spectromètres. 

En plus de la concentration des échantillons, les autres conditions expérimentales 

comme la nature du tampon, la force ionique, le pH de la solution et la température doivent 

être minutieusement choisies et testées afin d’optimiser la qualité des spectres RMN et 

d’éviter la dénaturation des peptides/protéines et leur agrégation. Ainsi, pour la température 

d’acquisition qui peut varier dans une large gamme, ces échantillons doivent rester stables 

pendant la durée de l’acquisition des spectres. Les échantillons sont généralement solubilisés 

dans des tampons appropriés avec des pH acides à neutres. 

Acquisition des spectres et traitement de signal 

 La caractérisation structurale des peptides/protéines par RMN en solution est 

généralement réalisée en solution aqueuse. Cependant, l’eau protonée donne un signal très 

important en RMN qu’il est nécessaire de supprimer efficacement. Ainsi, avant ou au cours de 

chaque acquisition, une suppression du signal de l'eau est réalisée par l’utilisation d’une 

séquence appropriée telle que la séquence ES (Hwang, Chaka, 1995) ou la séquence 

WATERGATE (Piotto et al., 1992). Les protons amide du squelette peptidique sont labiles et 

sont susceptibles de s’échanger avec le deutérium de l’eau lourde, ce qui limite son utilisation. 

Les expériences utilisées dans l’étude des peptides/protéines par RMN varient en 

fonction de l’objectif recherché. Elles restent très dépendantes de la taille des protéines 

étudiées.  

L'abondance des protéines/peptides en protons incite à l'utilisation de la RMN du 

proton pour l’étude structurale des molécules de masse moléculaire inférieure à 10 kDa. La 

RMN à une seule dimension (1D) est très utilisée puisqu’elle permet d’avoir rapidement un 

aperçu sur la structuration et/ou la stabilité des peptides/protéines. Par ailleurs, la RMN à 

deux dimensions (2D) est aussi largement utilisée pour l’analyse structurale de ces molécules. 

Deux expériences homonucléaires (
1
H-

1
H) bidimensionnelles sont particulièrement 

employées : la TOCSY (Total COrrelated SpectroscopY) (Braunschweiler et Ernst, 1983) et 

la NOESY (Nuclear Overhauser Effect SpectroscopY) (Kumar et al., 1980). Ces deux 
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expériences sont largement utilisées car elles ne nécessitent pas de marquage isotopique et le 

seul noyau observé est le proton. Les spectres TOCSY et NOESY sont appelés spectres de 

corrélation des déplacements chimiques parce qu’ils permettent d’observer des paires de 

noyaux couplés. La corrélation (couplage) de deux protons correspond à un transfert 

d’aimantation d’un proton à un autre. Il existe deux types de couplage en fonction de la 

technique utilisée. Le couplage scalaire observé au cours de l’expérience TOCSY correspond 

à un transfert d’aimantation à travers un petit nombre de liaisons covalentes (généralement 2 

ou 3 liaisons covalentes). La TOCSY fournit donc des informations sur la connectivité des 

atomes d’une molécule, c’est-à-dire sur sa formule développée plane.  Le couplage dipolaire, 

nommé aussi effet nucléaire Overhauser (NOE), est plutôt observé au cours de l’expérience 

NOESY où l’aimantation est transférée à travers l’espace. Ce transfert d’aimantation est 

proportionnel à 1/r
6
 où r est la distance séparant les deux noyaux couplés. L’effet NOE ne 

peut être observé qu’entre deux protons proches dans l’espace quand la distance (r) est 

généralement inférieure ou égale à 5 Å.  

Différentes régions sont définies pour les spectres TOCSY et NOESY en fonction de 

la nature des protons impliqués dans la corrélation. Ces derniers correspondent aux protons 

amides (HN), aux protons aromatiques, aux protons  (H) et aux autres protons aliphatiques 

(H, H, etc.). En fonction de la nature du proton impliqué dans le couplage dipolaire, six 

régions notées de a à f sont définies dans la figure 3.10. Ces protons ainsi couplés peuvent 

appartenir au même acide aminé (corrélation intra-résidu) ou à des acides aminés voisins dans 

la chaine peptidique ou dans l’espace (corrélation inter-résidus). Il faut noter que la région 

présentant les couplages dipolaires entre les protons amides HN–HN (notée a dans la figure 

3.10) est spécifique au spectre NOESY (Wüthrich, 1986). 

En plus des spectres homonucléaires 2D où la corrélation a lieu uniquement entre les 

protons (
1
H–

1
H),  il existe également des spectres hétéronucléaires 2D où la corrélation a lieu 

entre le proton et un autre isotope comme le 
13

C ou le 
15

N (
1
H–

13
C,  

1
H–

15
N). L’utilisation de 

noyaux (
15

N, 
13

C) qui résonnent dans des gammes de fréquences différentes de celle des 

protons a permis de résoudre certains problèmes (superpositions de pics, élargissement des 

raies) rencontrés souvent dans l’étude des protéines de masse moléculaire élevée. 
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Figure 3.10 : Spectre homonucléaire 2D (
1
H-

1
H) NOESY d’un inhibiteur de protéinase IIA 

(BUSI II A)
19

 (0,016 M ; pH 4,9 ; 45 °C ; 500 MHz) (Adapté de Wider et al., 1984) (modifié 

d’après Wüthrich, 1986). 

Cette protéine possède une masse moléculaire de 6500 Da. 

Au dessus de la diagonale, les lignes discontinues passant par le pic d’un proton A de la diagonale (de 

déplacement chimique A = 7,2 ppm) permettent de repérer (en rouge) les différents pics de corrélation 

dipolaires ou pics NOE qui sont couplés avec le proton A.  

Les lignes en pointillés bleus indiquent comment les pics de la diagonale pour chaque proton couplé 

avec le proton A sont identifiés. 

Au dessous de la diagonale, six régions de corrélation dipolaire notées de a à f sont indiquées. Elles 

délimitent les zones correspondant aux pics de corrélation entre les protons : 

a : HN ; aromatiques – HN ; aromatiques. 

b : HN ; aromatiques – H ; H de Pro ; H de Ser et Thr. 

c : HN ; aromatiques – chaines latérales aliphatiques. 

d : H ; H de Pro ; H de Ser et Thr –  H ; H de Pro ; H de Ser et Thr. 

e : H ; H de Pro ; H de Ser et Thr – chaines latérales aliphatiques. 

f : Chaines latérales aliphatiques – chaines latérales aliphatiques. 

 

                                                 
19

 BUSI II A: Proteinase inhibitor II A from bull seminal plasma  

X1 A 

A = 7,2 X
1
 (ppm) 

(ppm) 
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Attribution des spectres 

 L'attribution des déplacements chimiques observés à des atomes individuels constitue 

une étape fondamentale dans la détermination de la structure tridimensionnelle d’un peptide 

ou d’une protéine (Wüthrich et al., 1982). Les spectres enregistrés lors de l’acquisition sont 

par la suite traités à l'aide de logiciels comme NMRPIPE (Delaglio et al., 1995), TOPSPIN 

(Bruker) ou d’autres afin d’effectuer une transformée de Fourier. Ensuite, les spectres RMN 

sont visualisés et analysés avec d’autres programmes (on peut notamment citer NMRVIEW 

(Johnson et Blevins, 1994),  XEASY (Bartels et al., 1995), SPARKY (Kneller et Goddard, 

1997), etc.).  

 L’exploration des spectres TOCSY et NOESY homonucléaires se révèle suffisante 

pour l’étude des protéines de faible masse moléculaire. Ces spectres se caractérisent par 

différentes régions qui se distinguent par la nature des protons qui y sont impliqués comme 

ceci a déjà été décrit pour le spectre NOESY (cf. figure 3.10). Ainsi, dans la région qui 

présente les corrélations protons amides-protons aliphatiques, un système de spin
20

 

correspond à tous les couplages scalaires entre le proton amide de chaque résidu d’acide 

aminé et ses protons aliphatiques (H, H, etc.).   

 La première étape de l’attribution est de repérer tous les systèmes de spin d’un peptide 

ou d’une protéine. Il y a généralement autant de systèmes de spin qu’il y a d’acides aminés 

dans une protéine, même s’il y a un certain nombre d’exceptions (par exemple la proline qui 

est en fait un acide iminé et par conséquent ne possède pas de proton HN et le résidu 

N-terminal où le HN est labile). 

 Dans un deuxième temps, il faut attribuer à chaque système de spin  ainsi repéré un 

acide aminé. L’attribution des systèmes de spin est une étape qui peut être assez longue 

surtout quand le nombre d’acides aminés est important. Pour réaliser cette attribution, on fait 

appel généralement à la procédure mise en place par K. Wüthrich (1986) (tableau 3.3). Ce 

tableau présente les déplacements chimiques observés pour les protons des 20 acides aminés 

en position non terminale (X) dans des tétrapeptides non structurés GGXA. Il est recommandé 

de commencer l’attribution par la recherche des déplacements chimiques particuliers comme 

ceux des protons aromatiques et des protons aliphatiques caractéristiques de certains résidus 

d’acides aminés comme les protons CH3 du résidu isoleucine qui présentent un déplacement 

chimique de 0,89 ppm et les protons CH3 du résidu thréonine qui présentent un déplacement 

chimique de 1,23 ppm. La recherche des systèmes de spin des résidus glycine pourrait 

                                                 
20

 Un système de spin est un groupe d’atomes couplés de façon scalaire. 
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également être intéressante puisque ce résidu ne possède qu’un seul type de couplage scalaire 

HN-H (le carbone  porte deux protons  équivalents et pas de carbone ) (Wüthrich, 1986).  
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Tableau 3.3 : Déplacements chimiques des protons 
1
H pour les résidus

a
 des 20 acides aminés 

communs en random coil (Wüthrich, 1986) 

Résidus NH H H Autres 

Gly 8,39 3,97   

Ala 8,44 4,35 1,39  

Val 8,44 4,18 2,13 CH3  0,97 ;  0,94  

ILe 8,19 4,23 1,90 CH2  1,48 ;  1,19  

CH3  0,95 

CH3   0,89 

Leu 8,42 4,38 1,65 ;  1,65 H         1,64 

CH3   0,94 ;  0,90 

Pro
b
  4,44 2,28 ;  2,02 CH2  2,03 ;   2,03 

CH2   3,68 ;  3,65 

Ser 8,38 4,50 3,88 ;  3,88  

Thr 8,24 4,35 4,22 CH3   1,23 

Asp 8,41 4,76 2,84 ;  2,75   

Glu 8,37 4,29 2,09 ;  1,97 CH2   2, 31 ;  2,28  

Lys 8,41 4,36 1,85 ;  1,76  CH2   1,45 ;   1,45 

CH2    1,70 ;   1,70 

CH2  3,02 ;   3,02 

NH3
+ 

7,52 

 

Arg 8,27 4,38 1,89 ;  1,79  CH2   1,70 ;   1,70 

CH2    3,32 ;  3,32 

NH
         

7,17 ;   6,62 

Asn 8,75 4,75 2,83 ;  2,75  NH2  7,59 ;  6,91  

Gln 8,41 4,37 2, 13 ;  2,01  CH2  2,38 ;  2,38 

NH2  6,87 ;  7,59 

Met 8,42 4,52 2,15 ;  2,01  CH2  2,64 ;  2,64 

CH3  2,13 

Cys 8,31 4,69 3,28 ;  2,96   

Trp 8,09 4,70 3,32 ;  3,19  2H      7,24 

4H      7,65 

5H      7,17 

6H      7,24 

7H      7,50 

NH   10,22 

Phe 8,23 4,66 3,22 ;  2,99  2,6H   7,30 

3,5H   7,39 

4H      7,34 

Tyr 8,18 4,66 3,13 ;  2,92 2,6H   7,15 

3,5H   6,86 

His 8,41 4,63 3,26 ;  3,20 2H      8,12 

4H      7,14 

 
a 

Données pour les résidus X en position non terminale dans les tétrapeptides GGXA, pH 7,0, 35 °C 

[Adapté de Bundi et Wüthrich (1979), excepté que des données plus précises ont été obtenues pour la 

Leu, Pro, Lys, Arg, Met et Phe en utilisant de nouvelles mesures à 500 MHz] 

b 
Données pour la Pro en trans. 
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 Dans un troisième temps, nous devons réaliser une attribution séquentielle qui permet 

d’obtenir des informations sur l’ordre des systèmes de spin, c'est-à-dire la position de chaque 

système de spin au sein de la séquence primaire de la protéine. Pour cela, il faut combiner les 

informations obtenues lors de l’attribution des systèmes de spin à la séquence primaire de la 

protéine. L’exploitation du spectre TOCSY se révèle insuffisante pour réaliser une attribution 

séquentielle qui nécessite des informations sur les interactions inter-résidus. Ces informations 

sont fournies par l’exploitation des spectres NOESY qui contiennent des pics de corrélation 

dipolaire (NOE) entre protons proches dans l’espace. Pour faire correspondre à chaque acide 

aminé son système de spin approprié, nous utilisons certaines corrélations qui permettent de 

retrouver l’enchainement de deux résidus d’acide aminé (i, i+1) puisque le proton amide (HN) 

du résidu i+1 donne des pics de corrélation avec les protons aliphatiques (H, H) du résidu 

précédent (i), ces pics de corrélation inter-résidus sont appelés NOE séquentiels. La recherche 

de ces pics, qui constitue la base de l’attribution séquentielle, permet de résoudre le problème 

d’identification de la position de système de spin au sein d’un polymère peptidique pour un 

même type d’acide aminé (figure 3.11).  

 

 

Figure  3.11 : Attribution séquentielle des protéines par RMN 
1
H  

Le schéma montre la structure chimique d’un segment de dipeptide valine-alanine (V-A) dans une 

chaîne polypeptidique. Les traits en pointillés rouges relient des groupes d’atomes d’hydrogène qui 

sont séparés par au plus trois liaisons chimiques et peuvent donc être connectés par des couplages 

spin-spin scalaires. Les flèches en pointillés bleus lient les paires d'atomes hydrogène dans les résidus 

d'acides aminés voisins qui sont séparées par de courtes distances dans l'espace, dN et dNN, et peuvent 

donc être reliées par des NOE séquentiels (Adapté de Wüthrich, 1986) (modifié d’après Wüthrich, 

2003).  
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 Les déplacements chimiques, une fois attribués, vont permettre de caractériser les 

structures secondaires (hélice  et feuillet ) puisqu’ils sont très sensibles à l’environnement 

des protons (cf. p.61)  et par conséquent sont dépendants des conformations locales du 

squelette peptidique. Ainsi, chaque structure secondaire va conduire à des valeurs de 

déplacements chimiques qui lui sont caractéristiques.  

 On peut calculer pour chaque résidu le déplacement chimique secondaire qui est  

défini comme la différence entre le déplacement chimique observé (obs), d’un proton comme 

le proton  (
1
H ou d’un carbone tel que le carbone , le carbone  et le CO (

13
C, 

13
C et 

13
C’), et le déplacement chimique correspondant du même acide aminé en pelote statistique 

ou random coil (rc) [ = obs – rc] (Wishart et al., 1991a ; Wishart et al., 1991b ; Wishart et 

al., 1992 ; Wishart et Sykes, 1994 ; Wishart, 2011).  

Génération des contraintes structurales 

 L’attribution complète des déplacements chimiques des protons des peptides/protéines 

est fondamentale pour la modélisation moléculaire puisqu’elle permet en partie de fournir les 

contraintes structurales. En effet, les déplacements chimiques des protons  (H) peuvent 

servir à prédire les valeurs d’angles dièdres ( et ψ) par le programme TALOS (Torsion Angle 

Likelihood Obtained from Shift and sequence similarity) (Cornilescu et al., 1999) et ceci à 

partir d’une base de données de protéines de structure connue. Ce programme recherche dans 

un premier temps des similarités de séquence sur un triplet de résidus entre la protéine ou le 

peptide d’intérêt et des protéines de la base de données et combine les similarités de séquence 

à une comparaison des déplacements chimiques (Hα, Cα, Cβ, CO et N). Ensuite, ce logiciel 

présente les 10 meilleurs résultats pour le résidu qui se trouve au centre du triplet et propose 

des valeurs moyennes et leurs déviations standard pour les angles dièdres qui seront 

visualisées sur un diagramme de Ramachandran et validées (seules les solutions acceptables 

seront gardées) (Cornilescu et al., 1999).  

 En plus des informations apportées sur l’ordre des systèmes de spin, le couplage 

dipolaire permet aussi de fournir des informations sur la géométrie locale ou globale du 

polypeptide. Ces couplages sont classés en NOE séquentiels pour les corrélations inter-résidus 

(i, i+1), à moyenne portée pour les corrélations inter-résidus non séquentielles entre les 

résidus (i, i+2), (i, i+3) et (i, i+4) et à longue portée pour les corrélations qui s’établissent 

entre les résidus (i, i+n ; n>4). En fonction du type de repliement de la chaine peptidique, 

certains protons se retrouvent très proches dans l’espace et forment des pics de corrélation 

(NOE) caractéristiques du type de repliement (Wuthrich, 1986). 
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 Ces interactions dipolaires sont essentielles lors du calcul de structure puisqu’elles 

apportent des informations sur la structure locale ou même globale des peptides/protéines. 

Cependant, l’utilisation de ces interactions nécessite leur conversion en contraintes 

structurales exploitables par les programmes de modélisation. Cette conversion implique 

l’intégration des pics de corrélation (par l’utilisation de programme comme NMRVIEW) ce 

qui permettra de retrouver l’intensité (I) de chaque massif (ce qui correspond à son volume). 

Cette intensité est reliée à la distance (r) qui sépare deux noyaux couplés (i et j) par la 

relation : Iij/Iref = (rref/rij)
6
 où Iref représente l’intensité d’un pic NOE de référence 

correspondant à une distance fixe (rij). Ainsi, chaque pic de corrélation d’un spectre NOESY 

va fournir une distance qui sera utilisée comme une contrainte expérimentale dans le calcul de 

structure.  

 La notation des distances entre protons couplés de façon dipolaire se fait en précisant 

le type de proton impliqué (proton , proton  ou proton amide) ainsi que la position du 

résidu dans la séquence (i, i+1, etc.). Afin de simplifier cette notation, pour les NOE 

séquentiels, la position (i, i+1) n’est pas mentionnée. Ainsi, les distances dαN et dαN (i,i+2) 

indiquent un NOE séquentiel et un NOE à moyenne portée, respectivement, entre le proton  

et le proton amide. Chaque type de structure secondaire se définit par des distances 

particulières dépendant du repliement local du squelette peptidique. Ces distances 

séquentielles et à moyenne portée sont représentées dans la figure 3.12 et les valeurs de ces 

distances sont données pour chaque type de structure secondaire dans le tableau 3.4 

(Wüthrich, 1986). 
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Figure 3.12 : Distances séquentielles et à moyenne portée  
1
H-

1
H dans une chaine 

polypeptidique (modifié d’après Wüthrich, 1986) 

Tableau 3.4 : Distances séquentielles courtes et à moyenne portée 
1
H-

1
H dans les structures 

secondaires de polypeptide (d’après Wüthrich, 1986) 

Distance Hélice  Hélice 310 
Feuillet  

antiparallèle 

Feuillet  

parallèle 

Coude  

de type I
a
 

Coude  

de type II
a
 

dN  3,5 3,4 2,2 2,2 
3,4 

3,2 

2,2 

3,2 

dN (i,i+2)  4,4 3,8   3,6 3,3 

dN (i,i+3)  3,4 3,3   3,1-4,2 3,8-4,7 

dN (i,i+4)  4,2      

dNN  2,8 2,6 4,3 4,2 
2,6 

2,4 

4,5 

2,4 

dNN (i,i+2)  4,2 4,1   3,8 4,3 

dN
b
 2,5-4,1 2,9-4,4 3,2-4,5 3,7-4,7 

2,9-4,4 

3,6-4,6 

3,6-4,6 

3,6-4,6 

d (i,i+3)
b
 2,5-4,4 3,1-5,1     

a
 pour les coudes, le premier des deux nombres concerne la distance entre les résidus 2

 
et

 
3, le second celle entre 

les résidus 3
 
et

 
4. L’intervalle indiqué pour  dN (i,i+3) correspond aux distances adoptées si  varie entre  -180 et 

+180°. 

b 
les intervalles donnés correspondent aux distances adoptées par le proton méthine  si 

1
 varie entre -180 et 

+180°. 
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 L’exploration des effets NOE qui reflètent la distance entre deux protons proches dans 

l’espace s’avère aussi importante pour la caractérisation de la conformation globale des 

peptides/protéines puisque le repliement tridimensionnel de la chaine polypeptidique est 

susceptible de rapprocher deux protons appartenant à deux résidus qui sont éloignés dans la 

structure primaire, comme ces deux protons de la figure 3.13 qui se trouvent aux deux 

extrémités C- et N-terminale et qui donnent un pic de corrélation dipolaire (NOE). Ce dernier 

est classé comme un NOE à longue portée (i, i + n ; n > 4). Ces NOE sont indispensables pour 

la définition des structures tertiaires des protéines/peptides.   

 

Figure 3.13 : Schéma indiquant les relations entre un spectre expérimental NOESY 2D 

(
1
H-

1
H) et un polypeptide avec les extrémités de la chaîne indiquées par N et C (modifié 

d’après Wüthrich,  2003) 

Les deux protons qui se trouvent aux extrémités N- et C-terminales de la chaine peptidique sont 

indiqués par des cercles vert et bleu. 

Ces protons sont reliés par un NOE à longue portée (en rouge) lorsqu’ils sont rapprochés dans l’espace 

suite au repliement de la chaine polypeptidique. 
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Calcul de structure 

 Le calcul de structure constitue la dernière étape dans la détermination de la structure 

tridimensionnelle des peptides/protéines. Ce calcul utilise les données expérimentales 

(interactions dipolaires proton-proton, déplacements chimiques…) fournies par l’exploration 

des spectres RMN sous forme de contraintes structurales pour générer un ensemble de 

structures. Cependant, ces contraintes structurales représentées par les contraintes de distance 

et d’angle dièdre sont insuffisantes par elles-mêmes pour la caractérisation exacte de la 

structure des peptides/protéines et nécessitent en plus des informations concernant la 

topologie propre à ces molécules qui désignent l’enchaînement de tous les atomes des résidus 

d’aminoacides, leur type, leur charge et leur masse. L’obtention de ces informations de 

topologie moléculaire nécessite d’introduire la séquence du peptide ou de la protéine dans le 

calcul de structure. 

 L’objectif du calcul de structure est de caractériser les propriétés conformationnelles 

des peptides/protéines dans leur état le plus stable. Pour cela, il est nécessaire d’explorer un 

ensemble de conformations (qui se distinguent par les coordonnées cartésiennes de chaque 

atome, par les angles de valence et les angles dièdres) afin d’optimiser l'énergie globale et 

retrouver ainsi la conformation la plus stable de ces molécules.  

 Ainsi, le calcul de structure va tenter de retrouver ces paramètres qui permettent de 

minimiser l’énergie totale en respectant la géométrie du squelette peptidique de ces molécules 

tout en satisfaisant les contraintes expérimentales. Il existe plusieurs programmes qui 

exploitent les données RMN et qui génèrent un ensemble de structures de plus basse énergie 

(les plus stables) comme le logiciel CNS (Crystallography and NMR System). Ce logiciel de 

modélisation moléculaire est utilisé dans la détermination de structures tridimensionnelles des 

peptides/protéines  résolues par RMN ou par radiocristallographie (Brunger et al., 1998).  

 Les peptides et les protéines sont constitués d’un ensemble cohérent d’atomes qui 

subissent des forces attractives et répulsives. Il est possible avec les progrès de la mécanique 

moléculaire de calculer l’énergie d’interaction entre ces atomes dans un champ de force 

empirique. Cette énergie d’interaction empirique (Eempirical) se définit comme la somme d’une 

série de fonctions énergétiques (Eempirical= Ebond + Eangle + Edihedral + Eimpr+Evdw + Eelect). Cette 

énergie est en fait la somme de deux termes, un terme d’énergie qui prend en considération les 

interactions entre atomes non liés c'est-à-dire les interactions de van der Waals (Evdw)  et les 

interactions électrostatiques (Eelect)  et un terme qui définit la géométrie covalente de la 

molécule en prenant en compte toutes les interactions entre atomes liés et qui comprend 

l’énergie de liaison (Ebond), l’énergie des déformations d’angle de valence (Eangle), l’énergie de 
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torsion (Edihedral) et l’énergie des angles impropres (Eimpr). À cette énergie empirique de la 

molécule, on ajoute un troisième terme énergétique qui représente l’énergie des contraintes 

expérimentales (déduites des expériences RMN) ou énergie effective (Eeffective = ENOE + 

Etorsion) qui est la somme de l’énergie des angles dièdres (Etorsion) et l’énergie des distances 

entre protons couplés de façon dipolaire (ENOE).  

 Comme les conformations les plus stables correspondent aux conformations de plus 

basse énergie, on procède à la minimisation de l’énergie globale qui comprend l’énergie 

interne et l’énergie effective, et ceci en faisant varier in silico la température. Des 

températures très élevées sont généralement utilisées pour permettre au système d’explorer 

l’ensemble de l’espace conformationnel et franchir ainsi les barrières énergétiques. Ensuite, 

un algorithme utilisant un refroidissement progressif permet au système d’atteindre le 

minimum d’énergie globale. Cette simulation constitue le principe de la méthode du recuit 

simulé (Simulated Annealing Method) utilisée par le programme de modélisation CNS qui 

utilise les fichiers de contraintes de distance et d’angle dièdre comme des fichiers d’entrée 

pour générer des fichiers de sortie contenant toutes les coordonnées cartésiennes de tous les 

atomes de ces molécules. Pour tenir compte de la variabilité conformationnelle, un grand 

nombre de structures est calculé. 10 à 15 % des structures de plus basse énergie sont 

sélectionnées et analysées par des logiciels de visualisation moléculaire comme MOLMOL 

(MOLecule analysis and MOLecule display) (Koradi et al., 1996) ou PyMOL (Schrödinger, 

2010). 

 Compte tenu du nombre de variables, certaines contraintes peuvent conduire à des 

contacts trop proches ou trop éloignés. Ce rapprochement est défavorable sur le plan 

énergétique et conduit à des valeurs importantes de l’énergie totale. Cette hausse d’énergie est 

considérée comme une violation de distance et l’écart de la distance « violée » est donnée afin 

qu’il soit rectifié. L’analyse et la correction de ces violations permettent de converger vers les 

conformations les plus stables. Dans la littérature, ces écarts doivent être généralement 

inférieurs à 0,5 Å pour les contraintes de distance et inférieures à 10° pour les contraintes 

d’angle de torsion.  

 L’analyse de la qualité des structures conservées après la correction des violations des 

contraintes est essentielle pour leur validité. Cette analyse se fait par l’utilisation d’un 

programme tel que PROCHECK-NMR (Laskowski et al., 1993). Ce programme permet de 

vérifier la qualité de la géométrie du squelette peptidique en reportant les valeurs des angles 

de torsion ( et ψ) des structures calculées sur la carte de Ramachandran qui présente des 

valeurs d’angles standard. En fonction de la répartition des paires d’angles ( et ψ) entre les 
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différentes zones de cette carte (favorable, permise, non permise ou interdite), des statistiques 

sont calculées pour les résidus qui constituent cette protéine ou ce peptide. Les structures de 

meilleure qualité doivent avoir l’ensemble de leurs résidus dans la zone favorable. 

 Un deuxième paramètre appelé RMSD (valeur de l’écart quadratique moyen des 

coordonnées) qui représente l’écart entre les structures calculées, est aussi largement utilisé 

puisqu’il permet d’évaluer la convergence de la simulation. Le RMSD est estimé suite à la 

superposition des structures calculées. Cet écart, qui est donné en unités angström (Å), peut 

être mesuré pour le squelette peptidique de ces structures, les atomes « lourds »
21

  

(C, O, N, S…) ou pour toute autre partie de ces structures. Les régions N- et C-terminales des 

peptides/protéines sont généralement non structurées et flexibles, c’est pourquoi elles 

présentent des valeurs élevées de RMSD.   

2.3 Etude de l’interaction moléculaire d’un ligand avec un récepteur protéique 

 L’étude des interactions protéine-protéine, protéine-acide nucléique et protéine-ligand, 

qui sont essentielles à de nombreux mécanismes cellulaires, est d’un grand intérêt aussi bien 

en recherche fondamentale qu’en recherche appliquée et notamment dans le domaine 

pharmaceutique. La caractérisation structurale de ces interactions, pour laquelle de 

nombreuses techniques RMN sont envisageables, est indispensable à la compréhension de 

leur mécanisme de régulation en permettant d’identifier les sites (résidus d’acides aminés 

dans le cas des protéines) qui y sont impliqués. La RMN fournit un outil puissant pour ce 

genre d’analyse puisque l’interaction d’un ligand ou d’une macromolécule à son récepteur 

protéique, de faible ou de forte affinité, altère l’environnement chimique des noyaux à ces 

sites d’interaction et perturbe ainsi leur déplacement chimique.  

 On peut notamment citer l’expérience de différence de transfert de saturation (STD-

NMR), l’expérience des NOE transférés (tr-NOESY) et l’expérience HSQC (Heteronuclear 

Single Quantum Coherence). Le choix de la technique dépend de l’objectif recherché et de la 

constante d’affinité.  

 En conséquence, si notre intérêt est de déterminer les éléments structuraux d’un ligand 

qui présente une faible affinité pour son récepteur protéique, il sera judicieux d’utiliser la 

technique STD-NMR (Mayer et Meyer, 1999 ; Mayer et Meyer, 2001) et/ou la tr-NOESY 

(Clore, Gronenborn, 1982 ; Clore, Gronenborn, 1983) qui sont largement utilisées dans de 

nombreux domaines et notamment lors du criblage de médicaments ou de composés 

organiques. Le principe de la STD-NMR s’appuie sur un transfert de saturation du récepteur 

                                                 
21

 Dans les programmes de visualisation moléculaire (MOLMOL et PyMOL), le terme « lourd » est utilisé pour 

désigner les atomes autres que l’hydrogène. 
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protéique au ligand lié, qui s’échange avec le ligand libre et se retrouve dans la solution où il 

est détecté. Les protons du ligand qui sont impliqués dans cette interaction vont donner des 

signaux RMN d’intensité variable. Cette variabilité dépend de la proximité de ces protons 

avec le récepteur protéique : plus le proton est proche plus fort sera son signal RMN, ce qui 

permet de cartographier l’épitope de liaison du ligand (figure 3.14).   

 Par contre, si nous nous intéressons à l’analyse structurale du site de liaison du 

récepteur, l’HSQC est alors la technique la mieux adaptée et le marquage isotopique (
13

C 

et/ou 
15

N) préalable de la protéine doit être envisagé. Ceci s’avère utile dans le cas de 

l’interaction d’un ligand qui présente une forte affinité pour son récepteur (pour revue 

(Bhunia et al., 2012 ; Mayer et Peters, 2003 ; Pellecchia et al., 2002)).  

 

 

Figure 3.14 : Illustration de cartographie de groupe épitope pour un ligand en échange rapide 

entre un état lié et un état libre (d’après Mayer et Meyer, 2001) 
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1. Choix des peptides K26D, K26D-P et M19T 

Le premier peptide que j’ai étudié est le peptide K26D issu du domaine C-terminal de 

la Cx43. Le choix de la séquence du peptide K26D a été effectué en s’appuyant sur les 

résultats de Giepmans et al. (2001b) qui ont souligné une séquence portant une activité de 

liaison à la tubuline, située dans la région juxta-membranaire (séquence : L228-C260)
22

 du 

domaine C-terminal de Cx43. L’extrémité N-terminale de cette région contient six résidus très 

hydrophobes (LFYVFF). Pour prévenir les phénomènes d’agrégation, nous avons fait 

commencer la synthèse peptidique à partir du résidu K234. En outre, le dernier résidu cystéine 

(C260) de la séquence a été éliminé afin d’éviter la formation de ponts disulfures. La 

séquence du peptide K26D a donc été synthétisée comme suit : 

234
KGVKDRVKGKSDPYHATSGALSPAKD

259 
(figure 4.1).  

 Un deuxième peptide a également été synthétisé, appelé K26D-P de séquence 

identique à celle du peptide K26D 
234

KGVKDRVKGKSDPpYHATSGALSPAKD
259

 mais où 

le résidu Y247 a été phosphorylé 
 
(figure 4.1).  

 

 

Figure 4.1 : Représentation schématique de la hCx43 et des peptides K26D et K26D-P 

La connexine43 humaine (hCx43) possède quatre domaines transmembranaires (M1-M4) et trois 

domaines cytoplasmiques. Les peptides font partie d’une région de l’extrémité C-terminale de la Cx43 

supposée se lier à la tubuline (TBD : domaine de liaison à la tubuline). 

  

                                                 
22

 Dans les articles de Giepmans et al., (2001b) et Dai et al., (2007), une erreur apparaît dans la numérotation des acides 

aminés du domaine juxta-membranaire de la Cx43, C260 étant appelé C263.  
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 Dans ce travail, un troisième peptide a été utilisé dans le but d’apporter des éléments à 

la compréhension de la compétition entre la Cx43 et des facteurs de transcription Smad2/3 

pour leur liaison au système tubuline/microtubules. Il a été proposé que cette compétition 

pourrait impliquer d’une part la région 
234

KGVKDRVKGK
243

 de la Cx43 (incluse dans la 

séquence du peptide K26D) et d’autre part le domaine MH2 de la protéine Smad2 qui 

correspond à sa région 274 à 467 (Dai et al., 2007).  

 Notre premier objectif était la recherche de similarité de séquence entre le peptide 

K26D et le domaine MH2 de Smad2. Nous avons utilisé pour cela le programme SIM qui 

réalise un alignement local de deux séquences en recherchant les sous-séquences les plus 

similaires (Huang et Miller, 1991). Il est intéressant de noter que d’une part, nous avons 

obtenu un alignement sans gap (sans insertion ni délétion) dans lequel cinq résidus (V240, 

K241, G242 Y247 et P256) du peptide K26D étaient alignés avec la région M419-P435 du 

domaine MH2 de Smad2. D’autre part, cette région (M419-P435) est incluse dans la boucle 

L3 du domaine MH2 de Smad2 qui est prédite de former une structure exposée au solvant et 

pourrait donc constituer un site d’interaction protéine-protéine (Shi et al., 1997). Cette boucle 

correspond à une région qui est hautement conservée à l’intérieur du domaine MH2 des 

protéines Smad (Shi et al., 1997). Elle est cruciale pour la liaison des protéines R-Smad aux 

récepteurs transmembranaires (Lo et al., 1998) et à d’autres protéines Smad2 où elle 

interagit avec leurs extrémités C-terminales phosphorylées (Wu et al., 2001). 

 À partir de ce résultat, nous avons fait synthétiser un peptide correspondant à la 

séquence 
416

MSFVKGWGAEYRRQTVTST
434

 du domaine MH2 de Smad2, que nous avons 

appelé M19T. Il faut noter que ce peptide s’aligne sur quatre résidus (V419, K420, G421 et 

Y426) avec le peptide K26D. Le prolongement du peptide M19T du côté C-terminal aurait pu 

entrainer la formation de ponts disulfures, en raison de la présence d’un résidu cystéine 

(C436), ainsi que des phénomènes d’agrégation, de par la présence de résidus très 

hydrophobes (P435 et W437) (figure 4.2).  
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Figure 4.2 : Représentation schématique de la protéine hSmad2 et de l’alignement des 

peptides M19T-K26D 

Représentation schématique de la protéine Smad2 humaine (hSmad2) selon Dai et al. (2007) (en haut). 

Alignement sans gap du peptide M19T (en rouge) avec le peptide K26D qui révèle la présence de 

quatre résidus en position identique dans ces deux peptides. Cet alignement a été réalisé par le 

programme SIM (Huang et Miller, 1991) (en bas). 

 Les séquences et les numérotations des acides aminés des peptides K26D et M19T ont 

été utilisées telles qu'elles sont dans les séquences de référence de la Cx43 et de Smad2 

(NCBI  NP_000156.1 et  AAC39657.1, respectivement) qui sont déposées dans la banque de 

séquences protéiques : GenPept (NCBI). 

 Les peptides ont été achetés auprès de « PolyPeptide Laboratories» (Strasbourg, 

France).  La pureté et l'intégrité des peptides ont été vérifiées par spectrométrie de masse. Les 

trois peptides ont été dissous dans de l'eau à une concentration de 4 mM. Les solutions 

reconstituées ont été fractionnées en aliquotes de 10 µL et ont été conservées à -20 °C pour 

leur utilisation ultérieure. 

2. Purification de la tubuline  

 La tubuline purifiée à partir d’extrait brut de cerveau de mouton a été fractionnée en 

aliquotes et conservée à -80 °C dans un tampon MES-KOH (acide 2-(N-morpholino)éthane-

sulfonique ajusté à pH 6,8 avec du KOH 5 M) à 50 mM contenant de l’EGTA à 0,5 mM, du 

MgCl2 à 0,25 mM, de l’EDTA à 0,5 mM, du GTP à 0,1 mM et du glycérol à 33 % (Castoldi et 

Popov, 2003). Avant chaque utilisation du stock de tubuline (conservé à -80 °C) un cycle 

supplémentaire de polymérisation et de dépolymérisation est réalisé de manière à ne 

conserver que la tubuline fonctionnelle. La concentration de la tubuline a été mesurée par 

méthode spectrophotométrique (Ultrospec 3000 ; GE Healthcare) à 278 nm en utilisant un 

coefficient d’extinction de 1,2 mg−
1
cm

2
 (Detrich et Williams, 1978). 

3. Etude de l’impact du peptide K26D sur la polymérisation des microtubules   

 Nous avons testé dans un premier temps l'impact du peptide K26D sur la dynamique 



Chapitre IV – Matériel et Méthodes 

88 

 

de la polymérisation des microtubules. La tubuline a été polymérisée selon le protocole de 

polymérisation des microtubules in vitro dérivé de Chernov et al. (2008). Cette 

polymérisation, suivie par turbidimétrie à 340 nm dans un spectrophotomètre thermostaté 

(Ultrospec 3000 ; GE Healthcare), a été effectuée en absence (tube témoin) et en présence de 

différentes concentrations de ce peptide (tubes échantillons). Dans le tube témoin, 

la tubuline à 30 µM a été polymérisée à 37 °C dans le tampon MES-KOH à 50 mM (pH 6,8) 

en présence de GTP à 1 mM (nucléotide à guanine indispensable à la polymérisation), de 

MgCl2 à 2 mM (Mg
2+ 

: cations divalents qui participent à la coordination des phosphates du 

nucléotide guanidique) et de glycérol à 25 % (v/v) (facteur de promotion de la polymérisation 

des microtubules). Il faut noter que les échantillons doivent être maintenus dans la glace et 

que la tubuline et le GTP sont toujours ajoutés en dernier. 

 Les mêmes conditions ont été respectées pour les tubes échantillons qui contiennent, 

en plus de la tubuline à la même concentration que dans le tube témoin, des concentrations 

variables du peptide K26D (20, 100 et 200 µM).  

4. Étude de l’interaction du peptide K26D avec la tubuline et les microtubules 

par co-sédimentation   

 Parmi les méthodes biochimiques qui permettent la caractérisation des interactions 

protéine-ligand, nous avons choisi la co-sédimentation dans notre étude pour sa simplicité. 

Cette technique consiste à faire sédimenter le ligand (partenaire de faible masse moléculaire) 

suite à son interaction avec son récepteur protéique qui présente une masse moléculaire 

élevée. Dans le cas présent ce sont les microtubules qui sédimentent sous l’effet d’un champ 

gravitationnel. La question est donc de détecter dans le culot la présence éventuelle du peptide 

K26D. 

 Pour cette raison, nous avons réalisé une polymérisation de la tubuline en présence et 

en absence du peptide K26D suivie d’une séparation des microtubules des surnageants par 

centrifugation puis analyse des fractions microtubules et surnageants par électrophorèse 1D en 

condition dénaturante sur gel de polyacrylamide en présence de DodécylSulfate de Sodium 

(SDS-PAGE) à 12 %, ce qui permettra d’évaluer la présence du peptide K26D dans le 

surnageant et/ou le culot.  

 La tubuline a été polymérisée à une concentration de 20 µM dans 20 µL de tampon 

MES-KOH à 50 mM  (pH 6,8) contenant du MgCl2 à 4 mM, du KCl à 100 mM, du GTP à 

1 mM et du glycérol à 10 % (v/v) pendant 30 min à 37 °C. Du taxol à 20 µM a été ajouté au 

tampon de polymérisation afin de stabiliser les microtubules. La polymérisation a été réalisée 



Chapitre IV – Matériel et Méthodes 

89 

 

dans deux tubes échantillons en présence et en absence du peptide K26D qui a été utilisé à 

une concentration de 600 µM. Afin de s’assurer que le peptide K26D ne s’agrège pas, ce qui 

provoquerait sa sédimentation, nous avons ajouté un troisième tube témoin qui ne contient 

que le tampon de polymérisation et le peptide K26D à la même concentration que les deux 

tubes échantillons. À la fin de la polymérisation, une centrifugation (25 000  g ; 15 min à 

37 °C) a été réalisée pour ces trois tubes.  

 Cette centrifugation permet de séparer les microtubules (tubuline polymérisée) qui 

sédimentent dans le culot, de la tubuline non polymérisée, qui reste dans le surnageant. Après 

centrifugation, les culots récupérés ont été lavés deux fois avec du MES-KOH 50 mM à pH 

6,8 (chaud) puis les culots ont été remis en suspension dans le bleu de charge 1X pour 

l’électrophorèse 1D-SDS-PAGE (Tris 50 mM à pH 6,8 ; dithiothréitol 100 mM ; SDS 2 % ;  

bleu de bromophénol 0,1 % ; glycérol 10 % (v/v)). Un volume de bleu de charge 4X 

équivalent du 1/3 du volume de chaque surnageant a été ajouté pour arriver à une 

concentration finale de 1X. Ces culots et surnageants ont été mis à bouillir à 100 °C pendant 5 

minutes.  

 Ensuite, 10 µL de chaque échantillon et témoin ont été déposés sur le gel de 

polyacrylamide appelé gel de dépôt ou de concentration (Tris-HCl 1 M, 

pH 6,8 ; acrylamide/bisacrylamide 30 % ; SDS 20 % ; persulfate d’ammonium ou APS 10 % ; 

N,N,N’N’-tétraméthyl-ethylène-diamine ou TEMED) qui surmonte un deuxième gel 

appelé gel de séparation (acrylamide/bisacrylamide 30 % ; Tris-HCl 1 M à pH 8,8 ; SDS 

20 % ; APS 10 % ; TEMED). La séparation des échantillons a été réalisée dans un tampon de 

migration Tris-glycine 1X (Tris 25 mM à pH 8,3 ; glycine 250 mM ; SDS  0.1 %) sous l’effet 

d’un champ électrique (25 mA par gel) pendant 45 minutes. La révélation de la tubuline et du 

peptide a été réalisée par coloration au bleu de Coomassie. 

5. Caractérisation structurale de l’interaction des peptides avec la tubuline 

 Les techniques biochimiques peuvent caractériser les interactions protéine-ligand mais 

ne peuvent pas fournir les éléments structuraux de ces interactions. La caractérisation 

structurale à l’échelle atomique de ces interactions est rendue possible par la RMN. 

 Dans ce travail, l’étude structurale des interactions entre la tubuline et les peptides 

(K26D, K26D-P et M19T) a impliqué l’utilisation de deux expériences RMN : une expérience 

2D homonucléaire (
1
H-

1
H) s’appuyant sur les NOE transférés appelée tr-NOESY (Clore, 

Gronenborn, 1982; Clore, Gronenborn, 1983) et une expérience 1D s’appuyant sur un 

transfert de saturation appelée STD-NMR (Mayer et Meyer, 2001).  
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 L’expérience tr-NOESY permet de déterminer la structure tridimensionnelle d’un 

ligand en interaction avec son récepteur protéique à condition d’être dans la bonne gamme de 

constante d’interaction. L’analyse structurale du peptide K26D en interaction avec la tubuline 

a été réalisée à partir du spectre de la tr-NOESY de ce peptide en présence de la tubuline. 

Cette analyse a été effectuée selon le protocole standard de détermination de la structure 

tridimensionnelle par RMN comme décrit dans le chapitre précédent. Cette analyse implique 

plusieurs étapes : préparation d'échantillon, acquisition des spectres, traitement de signal, 

attribution des déplacements chimiques et génération des contraintes structurales qui ont été 

utilisées pour la modélisation moléculaire (cf. figure 3.9).  

5.1 Préparation des échantillons 

 Tous les échantillons utilisés pour les expériences RMN ont été préparés dans 50 mM 

de tampon PIPES deutéré (pipérazine-1,4-bis (2-éthanesulfonique) ajusté à pH 6,4 avec du 

KOH 10 M) à des volumes de 60 µL. L’utilisation du tampon deutéré permet d’éviter que les 

protons du tampon ne saturent le signal RMN (concentration de l’ordre de la dizaine de 

millimolaire) par rapport au peptide (concentration de l’ordre de la centaine de micromolaire). 

Pour cette raison, nous avons par ailleurs procédé au changement de tampon de la tubuline 

pour éliminer son tampon MES-KOH qui n’est pas deutéré, et ceci pour toutes les 

manipulations de la RMN qui ont impliqué l’utilisation de la tubuline. Cette expérience a été 

réalisée sur des petites colonnes de chromatographie d’exclusion moléculaire (colonne Micro 

Bio-spin P30). La limite d’exclusion du gel de ces colonnes de chromatographie est de 

40 kDa, selon le protocole fourni par le laboratoire BIO-RAD. Ces colonnes ont été 

équilibrées avec du PIPES deutéré 50 mM afin de récupérer la tubuline dans ce tampon 

deutéré.  

 Le DSS a été utilisé comme une référence externe pour les déplacements chimiques 

des protons. 

5.2 Acquisition des spectres 

 Après la préparation des échantillons, nous avons procédé à l’enregistrement des 

spectres RMN qui ont été acquis à deux températures différentes (9 °C et 20 °C) sur un 

spectromètre RMN Bruker Avance 600 MHz muni d'une cryosonde. La température basse de 

9 °C a été utilisée pour tous les échantillons RMN de façon à conserver la stabilité de la 

tubuline durant l’enregistrement des expériences RMN 1D (1D-
1
H et STD-NMR) et 2D 

(tr-NOESY) qui se faisaient le plus souvent à la chaine. Cependant cette température était 

inconvenable pour l’échantillon contenant les microtubules car le froid provoque leur 
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dépolymérisation, c’est pourquoi nous avons utilisé la température de 20 °C pour cet 

échantillon. Les spectres ont été traités et visualisés à l'aide du logiciel Topspin 2.1 (Bruker) 

et analysés avec le programme NMRVIEW 5.2 (Johnson, Blevins RA, 1994). Avant 

l'acquisition de toutes les expériences, une suppression du signal de l'eau a été réalisée avec la 

séquence ES (Hwang, Chaka, 1995) ou la séquence WATERGATE (Piotto et al., 1992). 

 La caractérisation structurale de l’interaction des peptides (K26D, K26D-P et M19T) 

avec leur récepteur protéique (tubuline) requiert l’identification des déplacements chimiques 

de tous les protons de ces peptides.  

 Il est bien établi que l’acquisition des deux expériences 2D homonucléaires  (
1
H-

1
H) 

TOCSY (Braunschweiler et Ernst, 1983) et NOESY (Kumar et al., 1980) est généralement 

suffisante à la résolution de la structure tridimensionnelle des protéines qui possèdent une 

faible masse moléculaire (inférieure à 10 kDa) (Malliavin et Dardel, 2002, Whitford, 2005) ou 

des peptides, mais s’avère insuffisante pour les protéines de masse moléculaire supérieure à 

cette valeur. Pour cela, nous avons réalisé l’enregistrement de spectre TOCSY avec un temps 

de mélange de 80 ms et de spectre NOESY avec 200 ms de temps de mélange. Ces deux 

expériences ont été enregistrées pour les peptides seuls (K26D, K26D-P et M19T) à une 

concentration de 800 µM.  

 Par ailleurs, les expériences tr-NOESY (Clore, Gronenborn, 1982; Clore, Gronenborn, 

1983) et  STD-NMR (Mayer et Meyer, 2001) ont été utilisées pour l’étude de l’interaction 

entre les peptides (K26D, K26D-P et M19T) et la tubuline. Les peptides ont été analysés à 

une concentration de 800 µM en présence de la tubuline à 40 µM ce qui correspond à un 

rapport molaire de 20:1 pour le complexe peptide:tubuline.  

 L’expérience tr-NOESY a été réalisée avec deux temps de mélange (150 et 200 ms) 

pour le peptide K26D et un temps de mélange de 200 ms pour les peptides K26D-P et M19T. 

  Des spectres témoins de tr-NOESY et de STD-NMR ont été acquis en présence 

d’albumine sérique bovine (BSA) à la place de la tubuline et en utilisant des conditions 

expérimentales similaires pour les peptides K26D et M19T. 

5.3 Attribution des spectres  

 La détermination de la structure tridimensionnelle du peptide K26D lié à la tubuline 

ainsi que la caractérisation des sites d’interaction des peptides (K26D, K26D-P et M19T) 

impliquent une attribution complète des déplacements chimiques des protons (
1
H) de ces 

peptides.  
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 Ainsi, nous avons procédé à l’attribution complète des résonances des  protons des 

peptides K26D, K26D-P et M19T en utilisant la procédure standard (Wüthrich, 1986) qui 

s’appuie sur l'identification des systèmes de spin de tous les résidus d’acides aminés à partir 

des spectres TOCSY (Braunschweiler et Ernst, 1983) et des attributions séquentielles à partir 

des spectres NOESY (Kumar et al., 1980). Ces deux spectres ont été suffisants pour 

l’attribution des déplacements chimiques des protons de nos peptides (26 résidus : K26D et 

K26D-P ; 19 résidus : M19T). 

 L’attribution des déplacements chimiques est essentielle aussi bien à la prédiction de 

structures secondaires qu’à la modélisation moléculaire. L’identification des structures 

secondaires (hélice  et feuillet ) peut être déterminée à partir des déplacements chimiques, 

qui sont très sensibles à leur environnement (Wishart et al., 1991a ; Wishart et al., 

1991b ; Wishart et al., 1992). À partir des déplacements chimiques du peptide K26D utilisé à 

une concentration de 800 µM dans du tampon PIPES deutéré à 50 mM (pH 6,4) à 20 °C, nous 

avons procédé à l'analyse des déviations des déplacements chimiques des protons  du 

peptide K26D (obs) par rapport à des valeurs standard des protons  pour les même résidus 

d’acides aminés dans des structures aléatoires (rc) [ = obs – rc] (Wishart et al., 1995). 

Pour étayer ce résultat, une prédiction de structure secondaire a aussi été réalisée avec le 

programme HHPred (Söding, 2005). 

5.4 Génération des contraintes structurales 

 Les contraintes structurales qui ont été déterminées dans cette étude sont de deux 

types : des contraintes d’angle de torsion et des contraintes de distance. Les contraintes 

d’angle de torsion que nous avons utilisées au cours de ce travail proviennent de l’analyse des 

déplacements chimiques. Les contraintes de distance dérivent des corrélations dipolaires 

(NOE) observées au cours des expériences NOESY et tr-NOESY.  

 Les déplacements chimiques des protons  (H) du peptide K26D ont été utilisés pour 

déterminer les contraintes d’angle de torsion par le programme TALOS+ (Shen et al., 2009) 

développé à partir du programme TALOS (Cornilescu et al., 1999). Cette détermination 

s’appuie sur la recherche de similarité de déplacements chimiques secondaires des protons Hα 

de triplets d’acides aminés (i-1, i, i+1) du peptide K26D par rapport à des triplets des 

protéines d’une base de données (200 protéines) dont la structure tridimensionnelle et les 

déplacements chimiques sont connus. Lorsque les triplets comparés présentent en plus de la 

similarité des déplacements chimiques secondaires les mêmes types d’acides aminés, 

l'approche devient alors remarquablement solide. A partir de cette analyse, le programme 
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présente les 10 résultats les plus proches pour les déplacements chimiques secondaires du 

résidu central (i) du triplet du peptide K26D. Les angles dièdres ( et ψ) des structures de ces 

10 meilleurs résultats sont proposés et visualisés sur un diagramme de Ramachandran pour 

être validés. Si les angles dièdres se regroupent dans une même région favorable du 

diagramme, le résultat est dit satisfaisant et les valeurs moyennes pour ces angles dièdres 

( et ψ)  sont alors proposées pour servir par la suite comme des contraintes d’angle dièdre.   

 Par ailleurs dans notre étude, les couplages dipolaires (tr-NOE) du peptide K26D en 

interaction avec la tubuline observés dans le spectre tr-NOESY ont été utilisés pour générer 

les contraintes de distance puisque l’intensité de chaque pic de corrélation est fonction de la 

distance qui sépare ces protons ainsi couplés. Les contraintes de distance du spectre tr-

NOESY ont été générées grâce à l’utilisation du programme NMRView qui a mesuré 

l’intensité (I) des pics de corrélation par intégration de leur volume. Ensuite, ces intensités ont 

été converties en distance selon la relation Iij/Iref = (rref/rij)
6 

(Baleja et al., 1990). La calibration 

de ces distances a été réalisée en utilisant la distance fixe entre les protons H-H du noyau 

aromatique du résidu tyrosine (Y247).  

5.5 Modélisation moléculaire 

 Le calcul de structures a été réalisé à l’aide du logiciel CNS 1.1 (Brunger et al., 1998). 

Ce programme utilise un protocole de recuit simulé, qui consiste à minimiser l’énergie 

globale du peptide tout en respectant la géométrie du squelette peptidique et en satisfaisant 

toutes les contraintes expérimentales, puisque cette énergie comprend aussi bien l’énergie 

interne qui tient compte de toutes les interactions entre atomes non liés et liés et l’énergie des 

contraintes expérimentales (l’énergie liée aux contraintes d’angles dièdres et des distances).  

 Cette modélisation moléculaire utilise les contraintes obtenues de distance et d’angle 

dièdre comme des fichiers d’entrée pour générer des fichiers de sortie contenant toutes les 

coordonnées cartésiennes de tous les atomes des résidus d’acides aminés des structures 

calculées du peptide K26D. Un total de 425 contraintes de distances et 24 contraintes d’angle 

de torsion (12  et 12 ψ) a été utilisé pour ce calcul. Ces 425 contraintes de distance (NOE) se 

répartissent entre 199 NOE intra-résiduels, 152 séquentiels, 69 à moyenne portée et 5 de 

longue portée.   

  Sur les 100 structures modélisées lors du calcul, les dix structures de plus basse 

énergie du peptide K26D lié à la tubuline ont été sélectionnées. Ces structures ont été 

analysées et visualisées par le logiciel MOLMOL version 2.6 (Koradi et al., 1996).  
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 En outre, le programme PROCHECK-NMR version 3.5.4 (Laskowski et al., 1993) a 

été utilisé afin de vérifier la qualité de la géométrie du squelette peptidique du peptide K26D 

lié à la tubuline en reportant toutes les valeurs des angles de torsion ( et ψ) des 10 structures 

calculées de plus basse énergie sur la carte de Ramachandran. Les résultats sont présentés 

sous forme de statistiques qui montrent la répartition de ces couples d’angles pour tous les 

résidus d’acides aminés du peptide K26D dans les différentes zones de la carte (favorable, 

permise, non permise ou interdite) et ceci pour toutes les structures. 

 Nous avons par ailleurs utilisé le programme MOLMOL afin de visualiser la structure 

du peptide K26D. De plus, le calcul du RMSD qui représente l’écart moyen quadratique entre 

les différentes structures calculées a été réalisé afin de valider la qualité de ces structures. Cet 

écart, qui est donné en unités angström (Å), a été mesuré sur le squelette peptidique de ces 

structures et sur les atomes « lourds » (C, O, N, S…).  

6. Etude de  l’interaction du peptide K26D avec la tubuline et les microtubules 

par STD-NMR   

 L’expérience tr-NOESY apporte des données qui sont utilisées pour la détermination 

de la structure tridimensionnelle d’un ligand en interaction avec son récepteur protéique. Les 

expériences STD-NMR (Mayer et Meyer, 1999 ; Mayer et Meyer, 2001), de leur côté 

fournissent des informations sur les protons du ligand qui sont en contact direct avec le 

récepteur protéique (dans ce cas la tubuline) et viennent ainsi en complément des données de 

tr-NOESY en éclairant les résidus impliqués dans le site de liaison. La proximité des protons 

entre la tubuline et le peptide K26D se traduit par des variations de l’intensité du signal 

RMN : plus le proton est proche, plus importante sera l’intensité du pic RMN (cf. figure 3.14) 

(Mayer et Meyer, 1999 ; Mayer et Meyer, 2001). De plus, l’expérience STD-NMR ne 

nécessite aucun marquage (Bhunia et al., 2012 ; Clement et al., 2010 ;  Pellecchia et al., 

2002).  

 Pour cela, dans cette étude, nous avons réalisé des expériences STD-NMR pour 

déterminer les résidus du peptide K26D (ligand de faible masse molaire : 2,7 kDa) impliqués 

dans son interaction avec la tubuline (récepteur protéique de masse moléculaire d’environ 

110 kDa) et les microtubules.  

  La tubuline est saturée sélectivement par une série de 40 impulsions de forme 

gaussienne de 50 ms séparées par des intervalles d’une milliseconde. Le temps total de 

saturation est de 2,04 s. La suppression du signal de l’eau a été réalisée par la séquence 

Watergate (Piotto et al., 1992) avant l’acquisition des spectres. Deux spectres 
1
H-RMN sont 
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enregistrés, l’un avec une irradiation sélective des résonances du groupe méthyle de la 

tubuline (irradiation à -0,5 ppm) où aucun proton du peptide ne résonne, et l’autre pour 

obtenir des spectres témoins de référence avec une irradiation qui est en dehors de l’intervalle 

de résonance du peptide et de la tubuline (irradiation à 40 ppm). Le spectre STD-NMR est le 

spectre de différence qui est généré à partir des deux spectres qui sont enregistrés avec 

irradiation sélective on-resonance et avec irradiation hors résonance (off-resonance) de la 

tubuline.  

 Des spectres RMN du proton à une dimension (1D-
1
H) et des spectres STD-NMR ont 

été acquis dans les mêmes conditions expérimentales pour le peptide K26D seul et en 

complexe avec la tubuline dans un rapport molaire de 20:1 (K26D 800 µM ; tubuline 40 µM ; 

tampon PIPES deutéré 50 mM, pH 6,4). Le témoin contenant le peptide seul a été réalisé pour 

s’assurer que l’irradiation à -0,5 ppm n’affecte pas les résonances du peptide.  

 L’étude de l’interaction du peptide K26D avec les microtubules a aussi été réalisée par 

des expériences STD-NMR en utilisant les mêmes conditions expérimentales que celles 

utilisées dans l’étude de l’interaction du peptide K26D avec la tubuline. La tubuline a été 

utilisée à 40 µM dans l’échantillon « microtubules », la seule différence est que la tubuline est 

sous forme de polymère, ce qui a nécessité l’utilisation d’un tampon de polymérisation 

(tampon PIPES deutéré 50 mM, pH 6,4 ; GTP 1 mM ; MgCl2 4 mM ; taxol 20 µM). Il faut 

noter que le glycérol n’a pas été utilisé dans cette polymérisation afin d’éviter que ces protons 

n’interfèrent avec ceux du peptide. La polymérisation des microtubules a duré 1 h à 37 °C 

suivie d’une deuxième incubation de 1 h à 20 °C. Ensuite, une centrifugation a été réalisée 

(25 000  g ; 15 min à 20 °C). Après centrifugation, le culot a été lavé plusieurs fois avec du 

tampon PIPES deutéré 50 mM pH 6,4 et repris dans le même tampon en respectant le volume 

qui a été utilisé pour la polymérisation afin de garder la même concentration en tubuline. 

7. Étude de  l’interaction du peptide K26D-P avec la tubuline par STD-NMR   

 L’étude de l’interaction du peptide K26D avec la tubuline et les microtubules par les 

expériences STD-NMR a permis d’identifier les résidus qui sont impliqués dans cette 

interaction. Ces résultats ont montré que le résidu tyrosine 247 (Y247) est impliqué dans la 

liaison spécifique du peptide K26D à la tubuline et aux microtubules. Le résidu Y247 du 

domaine C-terminal de la Cx43 est connu pour être un site de phosphorylation par la protéine 

kinase v-Src (Lin et al., 2001 ; Lin et al., 2006). En s’appuyant sur ces observations, nous 

avons postulé que le résidu Y247 pourrait représenter un site de régulation putatif pour 

l’interaction de la Cx43 avec le système tubuline/microtubules. Pour tester cette hypothèse, 
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nous avons étudié par RMN en solution l’interaction du peptide K26D-P avec la tubuline 

(K26D-P possède la même séquence que le peptide K26D mais son résidu Y247 est 

phosphorylé). Les spectres des expériences STD-NMR, NOESY et tr-NOESY ont été acquis 

dans des conditions similaires à celles utilisées pour étudier l’interaction du peptide K26D 

avec la tubuline et les microtubules.  

8. Étude de la compétition entre les peptides M19T et K26D pour leur liaison à 

la tubuline 

Enfin, nous avons essayé d’apporter des éléments supplémentaires pour une meilleure 

compréhension de la compétition entre les facteurs de transcription Smad2/3 et la Cx43 pour 

leur liaison au système tubuline/microtubules. Nous avons examiné la possibilité d’une 

compétition entre le peptide K26D issu du domaine C-terminal de la Cx43 et un autre peptide 

qui correspond à la séquence M416-T434 du domaine MH2 des protéines Smad2 pour leur 

liaison à la tubuline. 

 Dans un premier temps, nous avons d’abord voulu vérifier que le peptide M19T 

interagit avec la tubuline. Cette interaction a été sondée par des expériences STD-NMR et tr-

NOESY en utilisant des conditions similaires à celles utilisées pour l’étude du peptide K26D 

en interaction avec la tubuline.  

 Dans un deuxième temps, nous avons tenté de caractériser la compétition entre ces 

deux ligands (K26D et M19T) en présence de leur récepteur protéique commun qui est la 

tubuline. Pour cela, nous avons réalisé des expériences STD-NMR et tr-NOESY pour le 

mélange de ces deux peptides (M19T et K26D) en présence de la tubuline puisque la 

compétition de ces ligands pour leur liaison à la tubuline devrait conduire à l’atténuation du 

signal du peptide K26D et/ou du peptide M19T que nous pourrions constater par l’exploration 

des spectres STD-NMR.  

 En outre, l’exploration de la tr-NOESY permettrait aussi de vérifier l’existence de 

NOE transférés entre ces ligands (K26D et M19T) appelés NOE inter-ligands. Les NOE inter-

ligands permettent d’identifier les interactions entre les ligands qui peuvent se lier au même 

site de façon compétitive (Sanchez-Pedregal et al., 2005 ) ou à des sites adjacents (séparés par 

une distance inférieure à 5Å) (Becattini et Pellecchia, 2006) au niveau de la protéine 

réceptrice. L’effet compétitif de ces ligands ou leur proximité conduirait à des NOE qui sont 

relayés par la protéine et transférés d’un ligand à l’autre.  

 Le rapport molaire utilisé est de 20:20:1 pour M19T:K26D:tubuline (M19T 800 µM ; 

K26D 800 µM ; tubuline 40 µM ; tampon PIPES deutéré  50 mM à pH 6,4). 
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1. Le peptide K26D ne semble pas affecter la dynamique de polymérisation des 

microtubules   

 Pour compléter les investigations préliminaires de l’analyse structurale du peptide 

K26D avec la tubuline, nous avons évalué l'impact du peptide K26D sur la dynamique de 

l'assemblage des microtubules. D’après nos observations, le peptide K26D ne semble affecter 

ni la phase de nucléation ni la phase d’élongation lors de la polymérisation des microtubules 

(figure 5.1). 

 

 

Figure 5.1 : Le peptide K26D n’affecte pas la polymérisation apparente de la tubuline 

Assemblage de la tubuline suivi par turbidimétrie à 350 nm en fonction du temps en absence et en 

présence de différentes concentrations du peptide K26D. 

2. Co-sédimentation du peptide K26D avec les microtubules.  

 Nous avons procédé à l’étude de l'interaction du peptide K26D avec les microtubules 

en utilisant des expériences de co-sédimentation et analyse des fractions microtubules et 

surnageants par 1D-SDS-PAGE à 12 % comme un test préliminaire (figure 5.2). Des 

microtubules ont été préparés comme décrit dans le chapitre Matériels et méthodes. On 

constate que plus de 95 % de la tubuline est retrouvée dans le culot des microtubules comparé 

au surnageant. L’utilisation du taxol a permis de stabiliser les microtubules, ce qui explique ce 

taux élevé (figure 5.2, pistes 1 et 2). Ensuite, 600 µM du peptide K26D ont été mélangés avec 

Temps (min) 
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les microtubules préparés dans les mêmes conditions. Le peptide K26D est retrouvé dans les 

deux fractions, culot et surnageant (figure 5.2, pistes 3 et 4), alors qu'il n’est retrouvé que 

dans la fraction surnageant dans le tube témoin en absence de partenaire (figure 5.2, pistes 5 

et 6). Ces résultats témoignent d’une interaction probable et directe entre le peptide K26D et 

le système tubuline/microtubules. 

 

Figure 5.2 : Le peptide K26D co-sédimente avec les microtubules 

3. Le peptide K26D adopte une conformation en hélice après sa liaison à la 

tubuline 

 Les expériences de co-sédimentation suggèrent ainsi une interaction directe entre le 

peptide K26D et le système tubuline/microtubules. Par ailleurs, la caractérisation structurale 

de cette interaction s’est faite à l’aide d’expériences de spectroscopie RMN. L’exploitation 

des données fournies par des expériences RMN 2D homonucléaires (TOCSY et NOESY) que 

nous avons réalisées pour le peptide K26D seul a permis l’attribution complète des 

déplacements chimiques de ses protons (
1
H) (tableau 5.1). 
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Tableau 5.1 :
 
Attributions

 
des déplacements chimiques des protons du peptide K26D  

Résidus HN H H  Autres  

K
234

 ND      

G
235

 ND      

V
236

 8,37 4,07 2,08 H 0,93   

K
237

 8,54 4,277 1,81- 1,74 H 1,43 -1,40 H 1,65 H 2,97 

D
238

 8,242 4,534 2,66- 2,58    

R
239

 8,32 4,29 1,82-1,75 H 1,59- 1,63 H 3,17 H 7,25 

V
240

 8,297 4,033 2, 037 H 0,926   

K
241

 8,55 4,267 1,81- 1,76 H 1,43-1,40 H 1,66 H 2,97 

G
242

 8,54 3,92-3,97    

K
243

 8,30 4,34 1,82-1,74 H 1,41 H 1,64 H 2,97 

S
244

 8,49 4,43 3,81-3,81    

D
245

 8,49 4,43 2,56-2,76    

P
246

 - 4,34 1,92-2,16 H 1,61-1,73 H 3,81 -3,71  

Y
247

 8,30 4,44 2,93  H  7,07 H 6,78 

H
248

 7,96 4,55 3,18-3,04  H2 7,22 H1 8,45 

A
249

 8,39 4,30 1,38    

T
250

 8,33 4,37 4,26 H 1,20   

S
251

 8,41 4,46 3,90 3,85    

G
252

 8,52 3,94     

A
253

 8,19 4,28 1,35    

L
254

 8,36 4,36 1,62 H 1,55 H 0,85-0,90  

S
255

 8,36 4,72 3,78-3,84    

P
256

 - 4,40 2,27 H 1,98-1,90 H 3,78-3,69  

A
257

 8,45 4,26 1,37    

K
258

 8,42 4,32 1,84-1,72 H 1,42 H 1,65 H 2,98 

D
259

 8,03 4,35 2,64 2,54    

ND : non déterminé. K26D 800 µM, tampon PIPES deutéré 50 mM (pH 6,4) à 9 °C. 
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 Nous avons analysé les déplacements chimiques des protons  du peptide K26D (seul) 

pour rechercher la présence éventuelle d’hélice  ou de feuillet  dans la structure de ce 

peptide. Pour cela, les déplacements chimiques secondaires des H ( H) du peptide K26D 

(ppm) sont rapportés pour chaque résidu du peptide. Les résidus D245, P246, Y247 et H248 

présentent des déviations négatives (inférieures à -0,1 ppm) par rapport à leurs valeurs 

standard en random coil, ce qui suggère que cette séquence a une tendance à former une 

structure α-hélicoïdale (figure 5.3). Cette tendance a été par ailleurs illustrée par le 

programme de prédiction de structure secondaire HHPred (Söding, 2005) qui montre que le 

peptide K26D est prédit principalement non structuré, avec néanmoins une tendance 

hélicoïdale pour la séquence P246- L254. 

 

Figure 5.3 : La prédiction de la structure secondaire du peptide K26D montre une tendance à 

former une hélice 

Déviation des déplacements chimiques des H de leur valeur standard (random coil) du peptide K26D 

à 800 µM dans le tampon PIPES deutéré 50 mM pH 6,4 à 20 °C. 

 Les contraintes expérimentales d’angle dièdre ont été générées à partir des 

déplacements chimiques attribués. Un total de 24 contraintes d’angle de torsion ont été 

prédites à partir des déplacements chimiques observés des protons  (H) avec un bon score 

(angles de torsion regroupés dans la même région de la carte pour au moins 9 résultats sur 10) 

par le logiciel TALOS+ (Shen et al., 2009). 

 Par ailleurs, l’attribution complète de tous les protons du peptide K26D est aussi 

nécessaire à l’attribution du spectre de la tr-NOESY du peptide K26D en présence de tubuline 

qui présente des couplages dipolaires du ligand (K26D) lié à  son récepteur protéique 

(tubuline). Ces NOE sont appelés NOE transférés (tr-NOE).  
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 L’exploration du spectre de la tr-NOESY a permis de confirmer l’interaction du 

peptide K26D avec la tubuline puisque la comparaison du spectre NOESY du peptide K26D 

seul (figure 5.4A) et du spectre tr-NOESY du peptide K26D enregistré en présence de 

tubuline (figure 5.4B) montre un renforcement significatif de certains pics de corrélation 

dipolaire ainsi que l’apparition de nouveaux pics dans le spectre de la tr-NOESY. Ce 

renforcement de NOE et ces NOE supplémentaires du peptide K26D en présence de la 

tubuline correspondent aux tr-NOE. 

 

Figure 5.4 : Les tr-NOE témoignent d’un repliement du peptide K26D lors de son interaction 

avec la tubuline 

A) Régions des pics de corrélation des protons amides/aromatiques -protons aliphatiques (en haut) et 

des protons amides/aromatiques (en bas) du spectre NOESY du peptide K26D à 800 µM. 

B) Spectre tr-NOESY des mêmes régions, en présence de 40 µM de tubuline. 

Les spectres ont été acquis à 9 °C avec un temps de mélange de 200 ms dans un tampon PIPES deutéré 

50 mM à pH 6,4. 
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 La spécificité de la liaison du peptide K26D à la tubuline a été démontrée par 

l’absence de NOE transférés lorsque l’albumine sérique bovine a été utilisée comme récepteur 

protéique à la place de la tubuline, et ceci dans les mêmes conditions expérimentales (figure 

5.5). 

 

Figure 5.5 : La tr-NOESY ne montre pas de structuration du peptide K26D en présence 

de BSA 

A) Régions des pics de corrélation des protons amides/aromatiques -protons aliphatiques (en haut) et 

des protons amides/aromatiques (en bas) du spectre NOESY du peptide K26D à  800 µM.  

B) Les mêmes régions du spectre tr-NOESY en présence de BSA à 40 µM. 

Les spectres ont été acquis à 9 °C dans le tampon PIPES deutéré 50 mM à pH 6,4 et avec un temps de 

mélange de 200 ms. 
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 Par ailleurs, la tr-NOESY a aussi servi à la détermination de la conformation du 

peptide K26D en interaction avec la tubuline puisqu’elle permet de fournir les données 

expérimentales (interactions dipolaires entre les protons) qui seront utilisées sous forme de 

contraintes de distance par les programmes de modélisation moléculaire. Les tr-NOE du 

peptide K26D observés en présence de la tubuline contiennent en effet des informations sur 

l'organisation structurale du peptide lié à la tubuline.  

 Parmi les NOE supplémentaires observés sur la tr-NOESY en présence de la tubuline, 

nous avons retrouvé des NOE intra-résidus, des NOE séquentiels (i, i+1) et de façon 

intéressante les NOE à moyenne portée [(i, i+2), (i, i+3), (i, i+4)] et à longue portée (i, i+n ; 

n>4) qui sont importants pour la stabilité des conformations locale et globale du peptide, 

parmi lesquels les NOE : H
248

(H)-V
240

(H); Y
247

(H)-V
240

(H); Y
247

(H)-R
239

(H); A
253

(HN)-

S
251

(H).  

 Un total de 425 NOE qui impliquent 199 NOE intra-résidus, 152 séquentiels, 69 à 

moyenne portée et 5 de longue portée ont servi par la suite à la génération des contraintes de 

distance. Les intensités de ces pics de corrélation ont été converties en contraintes de distance 

par le programme NMRVIEW.  

 Ces contraintes de distance ainsi que les contraintes d’angles de torsion ont été 

utilisées comme contraintes expérimentales pour le calcul de structure du peptide K26D en 

interaction avec la tubuline par le programme de modélisation CNS. Sur 100 structures 

calculées, les 10 conformations de plus basse énergie ont été choisies pour la réalisation des 

statistiques de structure qui sont regroupées dans le tableau 5.2 (présenté ci-après). La 

structure moyenne du peptide K26D générée par le programme MOLMOL est représentée 

dans la figure 5.6. Elle correspond à la moyenne des 10 structures de plus basse énergie. Cette 

structure a été déposée dans la banque de données PDB
23

 sous le code 2LL2.  

 Cette structure montre que le peptide K26D adopte une structure hélicoïdale compacte 

lors de son interaction avec la tubuline. Elle présente trois régions hélicoïdales, une hélice  

centrale et deux hélices 310 qui se trouvent de part et d’autre de l’hélice .  

  L’hélice  centrale du peptide K26D s’étend sur sept résidus, 
246

PYHATSG
252

. 

L’hélice 310 qui se trouve à l’extrémité N-terminale de l’hélice  s’étend sur les résidus 

240
VKG

242
 alors que celle de l’extrémité C-terminale s’étend sur les résidus 

255
SPA

257
.  

                                                 
23

 PDB (Protein Data Bank) : banque de données sur les protéines du Research Collaboratory for Structural 

Bioinformatics. http://www.rcsb.org 
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 La structure de l’hélice  centrale est stabilisée par des liaisons hydrogène 

caractéristiques des hélices  de type (i i+4) entre l’oxygène du carbonyle (CO) du résidu 

Y247 (i) et l’hydrogène de l’amide (NH) du résidu S251 (i+4). Les hélices 310 sont aussi 

stabilisées par des liaisons hydrogène qui s’établissent ente les résidus (i i+3). Les liaisons 

hydrogène qui stabilisent les hélices 310 des extrémités N-terminale et C-terminale  relient les 

résidus V240K243 et L254A257, respectivement. Cette structure présente aussi un 

coude  situé entre le résidu G252 (i) et le résidu S255 (i +3) et qui permet ainsi de relier 

l’hélice  centrale et l’hélice 310 du coté C-terminal. Ce coude a été classé comme coude  de 

type I sur la base à la fois des valeurs caractéristiques des angles dièdres 

(i+1 = -57,51  0,31°, i +1 = -24,88  0,89°, i+2 = -99,60  1,79°, i+2 = 7,74  0,5°) et de la 

présence de la liaison hydrogène entre l’oxygène du CO du résidu G252 (i) et l’hydrogène du 

NH du résidu S255 (i+3).  

 

Figure 5.6 : La structure moyenne du peptide K26D montre trois régions hélicoïdales 

 Cette représentation en ruban du peptide K26D a été générée par le logiciel MOLMOL.  
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 Nous avons par ailleurs procédé à l’analyse de ces structures en calculant le RMSD. 

Sur les 100 structures calculées du peptide K26D, les dix structures de plus basse énergie ont 

été superposées par le programme MOLMOL. Les structures obtenues sont bien définies du 

résidu V240 au résidu A257, avec une valeur très faible du RMSD de 0,21Å pour le squelette 

peptidique. Les régions N- et C-terminales sont moins bien structurées (figure 5.7).  

 

 

Figure 5.7 : La structure du peptide K26D est bien définie du résidu V240 au résidu A257  

La superposition du squelette des 10 structures de plus basse énergie du peptide K26D a été réalisée 

du résidu V240 au résidu A257 par  le programme MOLMOL (RMSD de 0,21 Å). 

 Nous avons procédé également à l’analyse de la validité de ces structures par 

l’utilisation du programme PROCHECK-NMR qui permet de vérifier la qualité de la 

géométrie des structures. Les valeurs des angles de torsion (ϕ et ) des 10 structures calculées 

du peptide K26D de plus basse énergie sont reportées sur la carte de Ramachandran. Ces 

valeurs d’angles de torsion sont réparties ainsi dans les différentes régions de la carte 

(favorables, permises, non permises ou interdites) et sont ainsi comptabilisées. Cette carte 

montre que la très grande majorité des résidus du peptide K26D (86,4 %) présente des couples 

d’angles de torsion  et  du squelette peptidique du peptide K26D qui sont situés dans les 

régions favorables et permises du diagramme de Ramachandran. Les deux résidus (VAL3 et 

ASP5) qui se trouvent dans la région non permise, pour une seule structure calculée, 

correspondent aux résidus V236 et D238 du peptide K26D. Ces deux résidus se trouvent dans 

une région non structurée (extrémité N-terminale du peptide) (figure 5.8).  

 

V240 

A257 
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Figure 5.8 : Distribution des angles phi et psi des 10 meilleures structures du peptide K26D  

dans le diagramme de Ramachandran  

Les valeurs des angles de torsion (phi, psi) des 10 structures calculées du peptide K26D de plus basse 

énergie sont reportées sur la carte de Ramachandran et les résidus sont comptabilisés en fonction de 

leur répartition dans cette carte par le logiciel PROCHECK-NMR. 
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 Les statistiques structurales des dix structures de plus basse énergie du peptide K26D 

ont été regroupées dans le tableau 5.2. En plus des données qui ont confirmé la validité des 

structures calculées (RMSD et statistiques de PROCHECK-NMR), ces structures montrent 

aussi peu de violations de contraintes structurales, aucune violation NOE supérieure à 0,56 Å 

et aucune violation d’angle de torsion supérieure à 8,28° (tableau 5.2). 

Tableau 5.2 : Statistique structurale des 10 structures de plus basse énergie du peptide K26D 

lié à la tubuline 

Nombre de contraintes RMN  

Contraintes de distance totales  

Intra-résiduelles 

Séquentielles (|i – j| =1) 

A moyenne portée (|i – j| ≤ 4) 

A longue portée (|i – j| > 4) 

425 

199 

152 

69 

5 

Contraintes d’angle de torsion 12  et 12   

 

Statistiques de structure 

 Statistiques de violation 

 Nombre de violations /structure   

    NOE > 0,5 Å                                        0,60 ± 0,69  

    Violations de contraintes dièdres  > 5°     2,60 ± 1,07  

 Violation maximale NOE                         0,56 Å  

                         Angle de torsion  8,28º  

RMSD à partir de la géométrie idéale  

Longueurs de liaison (Å) 0,0119 ± 0,0003 

Angles de liaison (°)          1,14  ± 0,03 

Impropres (°)                      0,82  ± 0,02 

Statistiques PROCHECK-NMR  

Résidus dans les régions les plus favorables            71,1 % 

Résidus dans les régions permises                        15,3 % 

Résidus dans les régions généreusement permises 12,6 % 

Résidus dans les régions non permises              1,1 %  

RMSD moyen (Å) 

Squelette (240-257)             0,21  

Atomes lourds (240-257) 0,59  
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4. La tyrosine 247 est impliquée dans l’interaction du peptide K26D avec la 

tubuline et les microtubules 

 L’identification des sites impliqués dans l’interaction du peptide K26D avec la 

tubuline a été réalisée en utilisant des expériences de STD-NMR. Le spectre STD-NMR a 

permis de montrer qu'une série de résidus chargés (R239, H248) et hydrophobes (V240, Y247 

et A249) ainsi que le résidu T250 du peptide K26D sont en interaction avec la tubuline. Le 

spectre STD-NMR montre aussi la proximité d’au moins un proton delta (H

) de résidu lysine. 

Cependant, nous n’avons pas pu identifier lequel des cinq résidus lysines (K234, K237, K241, 

K243 et K258) du peptide K26D est impliqué dans cette interaction, par manque de données 

pour le résidu N-terminal (K234) et en raison du rapprochement des déplacements chimiques 

pour les autres lysines (cf. tableau 5.1) (figure 5.9). Il est intéressant de noter que le résidu 

Y247 est un site de phosphorylation par la protéine kinase v-Src dans la Cx43 (Lin et al., 

2001 ; Lin et al., 2006).  

 Ainsi, au moins deux régions différentes du peptide semblent donc être nécessaires 

pour cette liaison : une première région dans la partie N-terminale du peptide K26D et 

correspondant à la séquence 
239

RV
240

 et une seconde région qui se trouve dans la partie 

centrale du peptide et qui correspond à la séquence 
247

YHAT
250

.  

 Nous avons ensuite examiné l’interaction du peptide K26D avec les microtubules à 

l’aide des mêmes expériences. Des expériences STD-NMR ont été réalisées en présence des 

microtubules. Fait intéressant, les mêmes protons y compris le résidu Y247 ont été retrouvés 

sur le spectre de la STD-NMR lorsque les microtubules ont été utilisés à la place de la 

tubuline (figure 5.10). 



 

 

 

Figure 5.9 : L’interaction du peptide K26D avec la tubuline implique des résidus polaires, chargés et apolaires, y compris le résidu Y247 

Spectre RMN 1D du proton et spectre STD-NMR correspondant enregistrés pour le peptide K26D à 800 µM en présence de 40 µM de tubuline. Les protons 

aliphatiques, aromatiques et amides sont indiqués sur le spectre 1D. Les protons des résidus du peptide K26D impliqués dans l'interaction avec la tubuline sont 

indiqués sur le spectre STD-NMR. 

Les spectres ont été acquis dans le tampon PIPES deutéré 50 mM pH 6,4 à 9 °C. Pour les spectres STD-NMR, la tubuline a été sélectivement saturée par 

l'application d'une irradiation à -0,5 ppm.  : Attribution ambiguë. 

 

K26D:Tubuline/ STD-NMR  

K26D:Tubuline/ 1H-RMN  

H amides H aromatiques 

H aliphatiques 



 

 

 

Figure 5.10 : L’interaction du peptide K26D avec les microtubules est globalement identique à celle en présence de la tubuline 

Spectre RMN 1D du proton et spectre STD-NMR correspondant enregistrés pour le peptide K26D à 800 µM en présence de microtubules assemblés à partir 

de 40 µM de tubuline stabilisée par taxol.  

Les protons des résidus du peptide K26D impliqués dans l'interaction avec les microtubules sont indiqués sur le spectre STD-NMR. 

Les spectres ont été acquis dans le tampon PIPES deutéré 50 mM pH 6,4 à 20 °C. Pour les spectres STD-NMR, les microtubules ont été sélectivement saturés 

par l'application d'une irradiation à -0,5 ppm.  : Attributions ambiguës, § : déplacement chimique des protons du tampon MES. 

 
 

K26D:MT/ 1H-RMN  

K26D:MT/ STD-NMR  
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 La spécificité des interactions observées du peptide K26D avec la tubuline et les 

microtubules a été validée en procédant aux mêmes expériences en présence de BSA. Les 

résultats montrent l'absence significative du transfert de magnétisation lorsque la BSA a été 

substituée à la tubuline, comme le montre le spectre STD-NMR ci-dessous (figure 5.11).  

 

Figure 5.11 : Le peptide K26D n’interagit pas avec la BSA 

Spectre proton 1D et spectre STD-NMR correspondant enregistrés pour le peptide K26D à 800 µM en 

présence de 40 µM de BSA. Les spectres ont été acquis dans le tampon PIPES deutéré 50 mM pH 6,4 

à 9 °C. Pour le spectre STD-NMR, la BSA a été saturée par l'application d'une irradiation sélective à 

-0,5 ppm. 

 Par ailleurs, le résultat de l’expérience STD-NMR du peptide K26D seul a confirmé 

que l’irradiation à -0,5 ppm n’affecte pas les résonances du peptide, comme le montre le 

spectre STD-NMR ci-dessous (figure 5.12).  

 

 

Figure 5.12 : Aucun proton du peptide K26D n’est affecté par l’irradiation à –0,5 ppm.  

Spectre proton 1D et spectre STD-NMR correspondant enregistrés pour le peptide K26D à 800 µM. 

Les spectres ont été acquis dans le tampon PIPES deutéré 50 mM pH 6,4 à 9 °C. Pour le spectre STD-

NMR, une irradiation à -0,5 ppm a été appliquée. 

K26D:BSA/ STD-NMR  

 
 
K26D:BSA/

 1
H-RMN  

K26D /
 1

H-RMN  

K26D / STD-NMR  
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 L’étude de l’interaction du peptide K26D avec la tubuline et les microtubules par 

l’expérience STD-NMR a montré qu'au moins deux régions R239-V240 et Y247-T250 sont 

nécessaires pour ces liaisons. La combinaison des données de la STD-NMR et des différentes 

données structurales obtenues pour le peptide K26D en interaction avec la tubuline montre 

que ces deux régions correspondent aux deux premières hélices observées dans la structure du 

peptide K26D lié. Il est aussi intéressant de noter qu’en dépit du fait que les résidus de ces 

deux hélices sont éloignés dans la séquence primaire du peptide K26D, leurs chaînes latérales 

sont spatialement proches dans la structure du peptide K26D lié à la tubuline (figure 5.13). 
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Figure 5.13 : Le repliement du peptide K26D lors de son interaction avec la tubuline 

rapproche les résidus en contact avec ce partenaire  

A) et B) Vues de la structure moyenne du peptide K26D dans sa conformation liée à la tubuline 

montrant, en cyan, les protons des résidus d’acides aminés impliqués dans l'interaction avec la tubuline 

selon les résultats de la STD-NMR. Ces figures ont été générées avec le logiciel MOLMOL. 
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5. La phosphorylation du peptide K26D sur le résidu Y247 inhibe sa liaison à la 

tubuline 

 Les résultats des expériences STD-NMR ont indiqué que le résidu Y247 du peptide 

K26D est impliqué dans sa liaison spécifique à la tubuline. Le résidu Y247 est connu pour 

être un site de phosphorylation par la protéine kinase v-Src dans la Cx43 (Lin et al., 2001 ; 

Lin et al., 2006). En s’appuyant sur ces observations, nous avons postulé que le résidu Y247 

pourrait réguler l’interaction de la Cx43 avec le système tubuline/microtubules. Pour cela 

nous avons examiné l’interaction du peptide phosphorylé K26D-P sur le résidu Y247 avec la 

tubuline.  

 Dans des conditions similaires à celles utilisées pour l’étude du peptide K26D avec la 

tubuline, des spectres STD-NMR et tr-NOESY ont été acquis pour le peptide K26D-P en 

présence de tubuline. 

 Nous avons réalisé aussi des expériences TOCSY et NOESY pour le peptide K26D-P 

seul. Ces expériences ont permis l’attribution complète des déplacements chimiques de ses 

protons (
1
H) (tableau 5.3). 
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Tableau 5.3 :
 
Attributions

 
des déplacements chimiques des protons du peptide K26D-P  

Résidus HN H H  Autres  

K
234

 ND      

G
235

 ND      

V
236

 8,37 4,07 2, 07 H 0,93   

K
237

 8,54 4,28 1,81- 1,74 H 1,40 H 1,66 H 2,97 

D
238

 8,24 4,53 2,67- 2,57    

R
239

 8,32 4,29 1,82-1,75 H 1,59- 1,62 H 3,17 H 7,27 

V
240

 8,31 4,04 2, 04 H 0,92   

K
241

 8,56 4,27 1,81- 1,75 H 1,45-1,40 H 1,66 H 2,96 

G
242

 8,54 3,95     

K
243

 8,31 4,33 1,83-1,74 H 1,44-1,41 H 1,66 H 2,97 

S
244

 8,49 4,40 3,83    

D
245

 8,41 4,47 2,55-2,76    

P
246

 - 4,36 2,20 H 1,84-1,73 H 3,82-3,72  

pY
247

 8,40 4,48 2,97  H  7,12 H 7,09 

H
248

 8,13 4,52 3,18-3,04  H 2 7,03 H1 8,51 

A
249

 8,38 4,33 1,40    

T
250

 8,47 4,36 4,26 H 1,21   

S
251

 8,45 4,45 3,86-3,89    

G
252

 8,52 3,94     

A
253

 8,19 4,28 1,35    

L
254

 8,36 4,36 1,62 H 1,55 H 0,85-0,91  

S
255

 8,36 4,72 3,78-3,84    

P
256

 - 4,42 2,27 H 2,00-1,90 H 3,79-3,70  

A
257

 8,46 4,27 1,38    

K
258

 8,42 4,32 1,84-1,73 H 1,42 H 1,66 H 2,98 

D
259

 8,03 4,35 2,64-2,54    

ND : non déterminé. K26D-P 800 µM, tampon PIPES deutéré 50 mM pH 6,4 à 9 °C. 
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 Les résultats des expériences STD-NMR du peptide K26D-P en présence de la 

tubuline montrent que ce peptide n’interagit pas avec la tubuline, comme en témoigne 

l'absence de résonance des protons du peptide K26D-P sur le spectre STD-NMR. Ceci 

suggère que le peptide K26D perd sa capacité à interagir avec la tubuline après la 

phosphorylation du résidu Y247 (figure 5.14).  

 

 

Figure 5.14 : La phosphorylation du résidu Y247 empêche l'interaction du peptide K26D 

avec la tubuline 

Spectre RMN 1D du proton et spectre STD-NMR correspondant pour le peptide K26D-P à 800 µM en 

présence de 40 µM de tubuline. 

Les protons aromatiques du résidu Y247 et le proton H du résidu H248 sont indiqués sur le spectre 

1D du proton (
1
H-RMN). 

§ : Déplacement chimique des protons du tampon MES. 

 Par ailleurs, l’exploration du spectre tr-NOESY du peptide K26D-P en présence de 

tubuline ne montre que très peu de couplages dipolaires comparé au spectre tr-NOESY du 

peptide K26D en présence de la tubuline. Nous avons choisi d’agrandir une région des pics de 

corrélation NOE séquentiels et à moyenne portée impliquant les résidus P246, Y247, H248 et 

A249 de ces deux spectres qui témoignent de cette différence (figure 5.15).  

 Ces données suggèrent que le peptide K26D-P n'est pas structuré en présence de 

tubuline puisque les principaux NOE liés au repliement du peptide K26D induit par la 

tubuline sont absents. 

 Les données fournies par les expériences STD-NMR et tr-NOESY soulignent que le 

résidu Y247 agit comme un site de régulation critique de l'interaction du peptide K26D avec 

la tubuline. 

 
K26D-P:Tubuline/

 1
H-RMN  

K26D-P:Tubuline/ STD-NMR  



 

 

  

Figure 5.15 : Le peptide K26D-P n’est pas structuré en présence de la tubuline 

A) Régions des pics de corrélation des protons amides/aromatiques-protons aliphatiques (en haut) et des protons amides/aromatiques (en bas) du spectre 

tr-NOESY du peptide K26D à 800 µM en présence de 40 µM de tubuline. 

B) Spectre des mêmes régions du peptide K26D-P à 800 µM en présence de 40 µM de tubuline. 

C) et D) Agrandissement des régions (1 et 2) de la tr-NOESY du peptide K26D et (3 et 4) de la tr-NOESY du peptide K26D-P. Les pics de corrélation NOE 

séquentiels et à moyenne portée impliquant les résidus P246, Y247, H248 et A249 observés avec le peptide K26D (1 et 2) disparaissent après phosphorylation 

du peptide K26D sur le résidu Y247 (K26D-P) (3 et 4). 

Les spectres ont été acquis dans le tampon PIPES deutéré 50 mM pH 6,4 à 9 °C avec un temps de mélange de 200 ms. 

K26D-P:tubuline/
 1

H-RMN  
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6. Les  peptides M19T et K26D semblent interagir simultanément avec la 

tubuline sur des sites différents  

 Dans ce travail, un troisième peptide a été utilisé dans le but d’apporter des éléments à 

la compréhension de la compétition entre la Cx43 et le facteur de transcription Smad2 pour 

leur liaison au système tubuline/microtubules. Il a été proposé que cette compétition pourrait 

impliquer le domaine MH2 de Smad2 (Dai et al., 2007). En s’appuyant sur ce résultat, nous 

avons d’abord tenté d’identifier la zone d’interaction du domaine MH2 qui fait environ 200 

résidus. Notre choix a porté sur la boucle L3 qui est cruciale pour les interactions protéine-

protéine (Lo et al., 1998 ; Wu et al., 2001) et qui est prédite pour être hautement exposée au 

solvant (Shi et al., 1997).  

 Ensuite, nous avons tenté d’identifier des similarités de séquence entre le peptide 

K26D et le domaine MH2 de Smad2. Il est intéressant de noter que nous avons obtenu un 

alignement sans gap dans lequel cinq résidus (V240, K241, G242, Y247 et P256) du peptide 

K26D sont alignés avec la région M419-P435 qui est incluse dans la boucle L3 du domaine 

MH2 de Smad2. À partir de ce résultat, nous avons fait synthétiser et nous avons étudié le 

peptide M19T (M416-T434) qui s’aligne sur quatre résidus (V419, K420, G421 et Y426) avec 

le peptide K26D (figure 4.2).  

 Nous avons d’abord entrepris l’étude de l’interaction du peptide M19T avec la 

tubuline avant de procéder aux expériences pour rechercher une éventuelle compétition entre 

ces peptides pour leur liaison à la tubuline. Nous avons procédé de la même manière que pour 

l’étude de l’interaction du peptide K26D avec la tubuline. Pour cela, nous avons utilisé 

l’expérience STD-NMR pour sonder cette interaction. Les spectres STD-NMR ont été acquis 

dans des conditions similaires à celles utilisées pour étudier l’interaction du peptide K26D 

avec la tubuline. 

  Nous avons par ailleurs, réalisé des expériences RMN TOCSY et NOESY pour le 

peptide M19T seul. Leur exploitation a permis de réaliser l’attribution complète des 

déplacements chimiques de ses protons (
1
H) qui sont présentés ci-dessous dans le tableau 5.4. 
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Tableau 5.4 :
 
Attributions

 
des déplacements chimiques des protons du peptide M19T  

Résidus HN H H  Autres  

M
416

 ND      

S
417

 8,39 4,48 3,765    

F
418

 8,52 4,60 2,92-3,05  H1 7,16 H1 7,27 

V
419

 8,12 3,97 1,90 H 0,83   

K
420

 8,44 4,13 1,70 H 1,35 H 1,63 H 2,91 

G
421

 8,38 3,97     

W
422

 8,14 4,59 3,18- 3,26 H1 7,158  HH2 7,19 
H2 7,44 

H3 7,52 

H1 10,12 

H3 7,09 

G
423

 8,39 3,85     

A
424

 8,21 4,15 1,33    

E
425

 8,64 4,14 1,86-1,91 H 2,18-2,07  

Y
426

 8,06 4,41 2,91-2,91  H  7,00 H 6,72 

R
427

 8,02 4,18 1,74 H 1,64- 1,48 H 3,08 H 7,17 

R
428

 8,23 4,18 1,77-1,72 H 1,58 H  3,14 H 7,21 

Q
429

 8,48 4,34 1,96-2,07 H 2,34 H1 6,91 H2 7,58 

T
430

 8,32 4,31 4,14 H 1,14   

V
431

 8,35 4,20 2,07 H 0,92   

T
432

 8,40 4,40 4,21 H 1,19   

S
433

 8,47 4,54 3,88    

T
434

 7,93 4,24 4,14 H 1,14  

ND : non déterminé. M19T 800 µM, tampon PIPES deutéré 50 mM pH 6,4 à 9 °C. 

 L’analyse du spectre STD-NMR du peptide M19T en présence de la tubuline montre 

que ce peptide interagit avec la tubuline et que, parmi les quatre acides aminés conservés dans 

l'alignement K26D-M19T, deux d'entre eux, V419 et Y426, sont situés à proximité de la 

tubuline (figure 5.16). En outre, d'autres résidus d’acides aminés hydrophobes ont été 

également mis en évidence par cette expérience STD-NMR pour leur implication dans 

l’interaction avec la tubuline,  notamment les résidus F418, W422, A424 et V431. 



 

 

 

 

Figure 5.16 : La STD-NMR montre que le peptide M19T interagit avec la tubuline 

Spectre RMN 1D du proton et spectre STD-NMR correspondant enregistrés pour le peptide M19T à 800 µM en présence de 40 µM de tubuline. 

Les protons impliqués dans la liaison du peptide M19T à la tubuline sont indiqués sur le spectre STD-NMR. 

* : Attributions ambiguës : T430/T434, V419/G421 et W422/F418.  

# : Impuretés du peptide. 

§ : Déplacement chimique des protons du tampon MES.  

M19T:Tubuline/ STD-NMR  

 

M19T:Tubuline/ 1H-RMN  

 

H1 W422  
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 Dans un deuxième temps, nous avons examiné la possibilité d’une compétition entre 

les deux ligands (K26D et M19T) en présence de leur récepteur protéique commun qui est la 

tubuline. Pour cela, nous avons réalisé des expériences de STD-NMR (figure 5.17) et de tr-

NOESY (figure 5.19) pour le mélange de ces deux peptides (M19T et K26D) en présence de 

la tubuline. Malgré la réalisation de plusieurs expériences de compétition en modifiant le 

rapport molaire entre ces deux peptides (M19T et K26D), suivi par STD-NMR, ces 

expériences n’ont pas pu mettre en évidence l’existence d’une compétition entre ces deux 

peptides pour leur liaison à la tubuline.  

 Dans la figure 5.18, nous avons comparé les expériences STD-NMR enregistrées pour 

les peptides K26D et M19T mis en présence seuls avec la tubuline et pour les deux peptides 

mis ensemble avec la tubuline. Nous pouvons constater que les protons qui sont impliqués 

dans l’interaction de chaque peptide avec la tubuline, indiqués sur les spectres proton 1D 

(A pour le peptide K26D et C pour le peptide M19T), sont toujours présents dans le spectre 

STD-NMR noté F de l’échantillon qui contient les deux peptides (K26D et M19T) et la 

tubuline (figure 5.18). 



 

 

 

Figure 5.17 : Les peptides K26D et M19T ne semblent pas se lier au même site de la tubuline 

Spectre RMN 1D du proton et spectre STD-NMR correspondant enregistrés pour les peptides K26D et M19T à 800 M mis ensemble en présence de 40 M 

de tubuline. Les protons indiqués sur le spectre STD-NMR sont ceux du proton H du résidu Y426 du peptide M19T et du proton H du résidu Y247 du 

peptide K26D. 

Les spectres ont été acquis dans du tampon PIPES deutéré 50 mM pH 6,4 à 9 °C. Pour les expériences STD-NMR, la tubuline a été saturée par l'application 

d'une irradiation sélective à -0,5 ppm. 

§ : Déplacement chimique des protons du tampon MES. 

 : Signal résiduel de l’eau. 

 

 

M19T:K26D:Tubuline/ STD-NMR  

 

M19T:K26D:Tubuline/ 1H-RMN 

§ 

 

HY
247 

(K26D)  

HY
426

 (M19T) 

 

ppm 
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 Figure 5.18 : L’expérience STD-NMR des peptides K26D et M19T mis ensemble avec la 

tubuline montre la présence des même protons impliqués dans leur liaison avec cette protéine 

(A) Agrandissement de la région des protons amides/aromatiques des spectres 1D du proton (1D-
1
H) 

et (B) STD-NMR correspondant enregistrés pour le peptide K26D à 800 M en présence de 40 M de 

tubuline (cf. figure 5.9). Le proton indiqué sur le spectre 1D-
1
H est le proton H du résidu Y247 du 

peptide K26D. 

(C) Agrandissement de la région des protons amides/aromatiques des spectres 1D du proton et 

(D) STD-NMR correspondant enregistrés pour le peptide M19T à 800 M en présence de 40 M de 

tubuline (cf. figure 5.16). Les protons indiqués sur le spectre 1D-
1
H sont ceux du proton H du résidu 

Y426 et du proton H du résidu W422 du peptide M19T. 

(E) Agrandissement de la région des protons amides/aromatiques des spectres 1D du proton  et 

(F) STD-NMR correspondant enregistrés pour les deux peptides (K26D et M19T) à 800 M en 

présence de 40 M de tubuline (cf. figure 5.17). 

Les spectres ont été acquis dans du tampon PIPES deutéré 50 mM pH 6,4 à 9 °C.  

Pour les expériences STD-NMR, la tubuline a été saturée par l'application d'une irradiation sélective à 

-0,5 ppm. 

F 

E 

D 

C 

B 

A 

HY
247 

(K26D)  

H1W
422

 (M19T)  

HY
426

 (M19T) 
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 Par ailleurs, nous avons également enregistré une tr-NOESY pour un mélange des 

deux peptides (M19T et K26D) en présence de tubuline pour rechercher d’éventuels NOE 

échangés entre ces peptides (NOE inter-ligands). Le spectre de la tr-NOESY du mélange des 

peptides (en rouge sur la figure 5.19) n’a révélé que la présence des tr-NOE propres à chaque 

peptide en présence de la tubuline. Sur cette figure, les tr-NOE du peptide M19T sont 

présentés en vert et ceux du K26D en violet. La superposition des ces spectres n'a révélé 

aucun NOE inter-ligands entre les peptides K26D et M19T, c'est-à-dire aucun pic rouge sans 

pic superposé (vert ou violet).  

 

Figure 5.19 : La tr-NOESY du mélange de ligands K26D et M19T ne présente aucun NOE 

inter-ligands 

Région des corrélations des protons amides/aromatiques-protons aliphatiques observées dans les trois 

spectres tr-NOESY du peptide M19T et/ou du peptide K26D à 800 M en présence de 40 M 

tubuline.  

Ces spectres sont présentés en couleurs différentes (vert : M19T 800 M; violet : K26D 800 M; 

rouge : M19T 800 M et K26D 800 M). Les spectres ont été acquis dans du tampon PIPES deutéré 

50 mM pH 6,4 à 9 °C. 

 Les données obtenues à partir des expériences STD-NMR et tr-NOESY réalisées sur le 

mélange des peptides (M19T et K26D) en présence de la tubuline, suggèrent que les deux 

peptides M19T et K26D peuvent interagir simultanément avec la tubuline sur des sites de 

liaison différents non adjacents (séparés par une distance supérieure à 5 Å), sans aucune 

influence de l'un sur l'autre.  
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 L’étude de la structure tridimensionnelle des connexines est un moyen indispensable 

pour éclairer les relations entre conformation et fonction. L’analyse structurale des canaux 

jonctionnels formés à partir de la protéine recombinante 1-Cx263T (Cx43 tronquée du 

domaine C-terminal) par microscopie cryoélectronique et diffraction électronique a montré 

que les quatre domaines transmembranaires de chaque sous-unité sont structurés en hélices  

(Unger et al., 1997 ; Unger et al., 1999). Par ailleurs, de nombreux travaux utilisant 

essentiellement la RMN en solution ont été réalisés afin d’élucider les structures des domaines 

intracytoplasmiques des connexines. Ces travaux ont montré que ces domaines sont 

généralement désordonnés (NT-Cx32, Kalmatsky et al., 2009) ou présentent des petites 

régions hélicoïdales comme le domaine N-terminal de la Cx26 (Purnick et al., 2000) et la 

boucle intracytoplasmique de la Cx43 qui présente cette structure de façon pH-dépendante 

(Duffy et al., 2002) ou suite à l’interaction avec la calmoduline (Zhou et al., 2007). Le 

domaine C-terminal de la Cx43 a aussi suscité beaucoup d’intérêt de par sa grande taille 

(L228-I382) et la présence en son sein de sites d’interaction pour différents ligands 

intracellulaires (Hervé et al., 2012 ; Laird, 2010). Le travail de Sorgen et al. (2004) a révélé 

que ce domaine est essentiellement non structuré avec deux régions (A315-T326 et D340-

A348) en hélice  (Sorgen et al., 2004).  

 Le premier objectif de notre travail était de caractériser l’interaction entre une partie 

du domaine C-terminal de la Cx43 et un élément du cytosquelette, le microtubule, connu pour 

être un partenaire de cette connexine. Dans cette étude, notre choix a porté sur la région juxta-

membranaire du domaine C-terminal de la Cx43 en s’appuyant sur les résultats de Giepmans 

et al. (2001b). Pour cela, nous avons fait synthétiser un peptide qui correspond à la région 

K234-D259 et que nous avons appelé dans ce travail K26D. L’étude de l’interaction du 

peptide K26D avec la tubuline et les microtubules a été réalisée par la RMN en solution qui a 

démontré que le peptide K26D se lie spécifiquement à ces partenaires. Cette interaction a été 

confirmée par ailleurs par co-sédimentation. 

 Nos résultats montrent que le domaine juxta-membranaire K234-D259 de la Cx43 se 

lie à la tubuline et aux microtubules par la séquence 
239

RVKGKSDPYHAT
250 

avec au moins 

deux groupes de résidus 
239

RV
240

 et 
247

YHAT
250

 qui se trouvent à proximité immédiate de ces 

partenaires. La séquence de liaison R239-T250 retrouvée dans notre étude est différente du 

motif de liaison à la tubuline 
234

KGVKDRVKGK
243 

proposé précédemment par Giepmans et 

al. (2001b) et Dai et al. (2007) de par sa richesse en acides aminés souvent rencontrés dans les 

domaines de liaison à la tubuline (V, G, R et K). Cependant, le site de liaison à la tubuline 
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établi dans notre étude et le motif proposé par ces auteurs ont en commun 5 résidus 

(R239-243 ; résidus soulignés dans les deux séquences). L’étude de Akiyama et al. (2005) a 

montré que la région juxta-membranaire (227–242) du domaine C-terminal de la Cx43 

interagit aussi avec la protéine CIP150 (Cx43-Interacting Protein of 150 kDa).  

 De plus, nos résultats montrent que la séquence de liaison à la tubuline 
247

YHAT
250 

inclut la tyrosine 247 (Y247) qui est phosphorylée par la protéine kinase v-Src. Ce résidu 

participe à la régulation de la communication cellulaire via les canaux jonctionnels (Lin et al., 

2001 ; Lin et al., 2006 ; Solan et Lampe, 2008). Par ailleurs, une étude récente a montré que le 

résidu lysine 237 (K237) qui se trouve à proximité du site de liaison à la tubuline 

VK
237

D
238

RV
240 

constitue un site de conjugaison pour les protéines SUMO, qui sont des 

protéines apparentées à l’ubiquitine. Environ 75 % des sumoylations de substrats connues 

sont effectuées à l’intérieur du motif KXD/E ( : résidu apolaire) (Gareau et Lima, 2010). 

La lysine K237 du domaine C-terminal de la Cx43 ne fait pas partie du motif de sumoylation 

mais elle est précédée par un résidu hydrophobe (V236), ce qui satisfait partiellement 

l'exigence du motif KXD/E (Kjenseth et al., 2012). Cette modification post-traductionnelle 

joue un rôle fondamental dans de nombreux processus cellulaires incluant la réparation de 

l’ADN, la transcription, le transport nucléo-cytoplasmique et la séparation des chromosomes. 

La plupart des protéines sumoylées sont localisées dans le noyau. Cependant la sumoylation 

apparait jouer un rôle critique dans des processus extranucléaires comme la transduction de 

signal et le trafic des protéines membranaires (Kjenseth et al., 2012). Dans notre étude, les 

expériences STD-NMR ont révélé l’implication de chaines latérales de résidus lysine dans 

l’interaction du peptide K26D avec la tubuline et les microtubules. Cependant nous n’avons 

pas pu identifier parmi ces résidus lesquels sont à proximité de la tubuline et des 

microtubules. On ne peut donc tirer à ce jour aucune conclusion sur l’interaction du site 

potentiel de sumoylation au voisinage de la lysine 237 avec le système tubuline/microtubules 

mais ce résultat ouvre la voie à de nouvelles perspectives. 

 De nombreuses études se sont intéressées à l’impact fonctionnel de l’interaction de la 

Cx43 avec le système tubuline/microtubules (Johnson et al., 2002 ; Lauf et al., 2002 ; Thomas 

et al., 2001 ; Thomas et al., 2005). Ces études rapportent que les microtubules semblent être 

nécessaires pour un transport efficace de la Cx43 du Golgi à la membrane plasmique. La 

livraison des hémi-canaux constitués de Cx43 peut se faire soit directement à la jonction 

adhérente (Shaw et al., 2007) soit de façon aléatoire dans des régions non jonctionnelles (Lauf 

et al., 2002 ; Thomas et al., 2005). Néanmoins, aucune de ces études n’a déterminé la région 

de la Cx43 qui est impliquée dans ce trafic facilité par les microtubules. L’étude de 
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Wayakanon et al. (2012) suggère que la région 
235

GVKDRVKG
242

 joue un rôle essentiel dans 

le trafic de la Cx43 le long des microtubules jusqu’à la membrane plasmique. Ces auteurs ont 

construit plusieurs mutants de la Cx43 tronqués en des positions différentes au niveau du 

domaine C-terminal, ce qui leur a permis d’attribuer des rôles à certaines régions de ce 

domaine. Il est intéressant de noter que la région G235-G242 s’est révélée être importante 

pour l’assemblage de la plaque jonctionnelle à la membrane plasmique (Wayakanon et al., 

2012). La région 
235

GVKDRVKG
242

 se superpose avec le motif de liaison à la tubuline établi 

dans notre étude 
239

RV
240

 (soulignée dans la séquence) ce qui permet de suggérer que ces 

deux acides aminés font partie du site de liaison à la tubuline et aux microtubules. Ces acides 

aminés pourraient également être impliqués dans le trafic facilité des connexons de la Cx43 le 

long des microtubules. Il faut noter que le résultat de Wayakanon et al. (2012) ne contredit 

pas ceux de Fishman et al. (1991) et Dunham et al. (1992) qui bien que suggérant que 

l’intégrité du domaine C-terminal de la Cx43 n’est pas nécessaire à l’assemblage de la Cx43 

en canaux jonctionnels n’ont pas utilisé des formes tronquées en amont des résidus D245, 

K241 et S257.  

 Le deuxième objectif de notre travail était d’apporter des éléments de structure de la 

région juxta-membranaire (K234-D259) du domaine C-terminal de la Cx43 en interaction 

avec la tubuline. Notre étude confirme que le peptide K26D se lie spécifiquement à la 

tubuline. 

  Les déterminants structuraux de l'interaction de la région juxta-membranaire du 

domaine C-terminal de la Cx43 avec la tubuline sont proposés. L’étude par RMN du peptide 

K26D libre en solution montre qu’il est non structuré, alors qu’il adopte une structure 

comportant trois hélices après sa liaison à la tubuline. Cette conformation diffère de celle 

rapportée antérieurement utilisant des peptides ou des protéines en interaction avec la tubuline 

(Clément et al., 2005 ; Ravelli et al., 2004), ce qui suggère l'existence d'une nouvelle structure 

susceptible de se lier à la tubuline et aux microtubules. La structure du peptide K26D en 

interaction avec la tubuline présente trois régions hélicoïdales, une hélice  centrale et deux 

hélices 310 de part et d’autre de l’hélice . Les hélices 310 se rencontrent aussi dans les 

protéines, où elles peuvent former des extensions des extrémités N- et C-terminales des 

hélices , (Barlow et Thornton, 1988) ou dans les peptides où elles se retrouvent aux 

extrémités N- et C-terminales (Rohl et Doig, 1996).  

  L’hélice  centrale du peptide K26D s’étend sur sept résidus, 
246

PYHATSG
252

, ce qui 

est inférieur à la moyenne de 10 résidus pour une hélice  constituée (Barlow et Thornton, 



Chapitre VI – Discussion 

130 

 

1988). L’hélice 310 qui se trouve à l’extrémité N-terminale de cette hélice  s’étend sur les 

résidus 
240

VKG
242

 alors que celle de l’extrémité C-terminale s’étend sur les résidus 
255

SPA
257

, 

ce qui correspond à la moyenne de 3,3 résidus pour l’hélice 310 (Barlow et Thornton, 1988). 

En examinant les séquences 
246

PYHATSG
252

, 
240

VKG
242

 et 
255

SPA
257

, on retrouve des acides 

aminés qui favorisent la formation des hélices (Y, H, A)
 
et d’autres

 
qui provoquent plutôt leur 

rupture (G, S, P), ce qui explique leur présence aux extrémités des hélices (Garrett et 

Grisham, 2010 ; Richardson, 1981). Il faut noter qu’une face de l’hélice  est constituée de 

résidus hydrophobes (P, Y et A), alors que l’autre face inclut des résidus hydrophiles (D, H 

et S), ce qui lui confère un caractère amphiphile qui est probablement en lien avec la stabilité 

du complexe peptide:tubuline. 

 Notre travail montre que l’interaction du domaine juxta-membranaire (K234-D259) de 

la Cx43 avec la tubuline provoque une transition structurale d’un état non structuré (peptide 

seul) à une structuration compacte (peptide en interaction avec la tubuline). Cela est en accord 

avec les résultats de Chen et al. (2008) et de Kieken et al. (2009) qui ont montré que 

l’interaction de certaines régions du domaine C-terminal de la Cx43 avec des protéines 

partenaires de la Cx43 provoquait des transitions structurales. L’analyse par cristallographie 

aux rayons X d’un complexe formé du domaine PDZ2 (PDZ
24

 : un domaine d’interaction 

protéine-protéine) de la protéine associée à la jonction serrée ZO-1 et d’un peptide issu du 

domaine C-terminal de la Cx43 (R374-I382) montre que l’échange des domaines PDZ2 de 

ZO-1 génère un site de liaison distinct pour le peptide qui s’adapte bien à une poche 

hydrophobe qui se forme entre ces domaines (Chen et al., 2008). De plus, le travail de Kieken 

et al. (2009) a démontré qu’une région du domaine C-terminal de la Cx43 (T275-P284) 

adopte une conformation en hélice à pas gauche après son interaction avec le domaine SH3 de 

la tyrosine kinase c-Src (Grosely et Sorgen 2013). 

 Par ailleurs, d’autres études montrent que la proximité de la membrane stabilise les 

hélices et notamment dans la région juxta-membranaire du domaine C-terminal de la Cx43 

(Grosely et al., 2010 ; Kellezi et al., 2008). Ces auteurs ont réalisé une analyse de structure 

secondaire par dichroïsme circulaire du domaine C-terminal de la Cx43 attaché au quatrième 

domaine transmembranaire (Cx43CT-M4) ou soluble (Cx43CT) et ont constaté que le contenu 

en hélice est plus important pour le domaine fixé (Cx43CT-M4) que pour le domaine soluble 

                                                 
24

 Le nom PDZ provient des trois premières protéines où ces domaines ont été identifiés : PSD-95 (Postsynaptic 

density protein 95), DLG (Drosophila tumor suppressor Discs Large) et ZO-1 (Zonula occludens-1).  

Les domaines PDZ se lient à des séquences de trois résidus de la région C-terminale de leurs partenaires. Le 

domaine PDZ2 se lie au motifϕ-X-ϕ-COOH où X représente n’importe quel acide aminé et ϕ  un  acide aminé 

hydrophobe (Harris et Lim, 2001).  
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(Cx43CT). En outre, Grosely et al. (2013a) ont caractérisé sept hélices (H1-H7) dans le 

domaine C-terminal de la Cx43 lié au quatrième domaine transmembranaire (Cx43CT-M4; 

D196-I382). Ce résultat a été obtenu en calculant les indices de déplacement chimique (CSI)
25

 

à partir des déplacements chimiques des carbones 
13

C et 
13

C de ce domaine. Il est 

intéressant de noter que l’hélice H1 (nommée ainsi par ces auteurs)
26

 qui correspond à la 

séquence 
247

YHATT
251

 du domaine juxta-membranaire de Cx43CT-M4 se superpose avec 

notre hélice centrale (
246

PYHATSG
252

). L’ancrage du domaine C-terminal de la Cx43 à la 

membrane plasmique semble apporter une certaine stabilité à cette structure. Au delà de cet 

aspect topologique, la régulation des changements conformationnels indispensables au 

fonctionnement correct des canaux jonctionnels passe par l’interaction du domaine Cx43CT 

avec différents partenaires. 

 Il est bien établi que la régulation d’un grand nombre de processus cellulaires s’appuie 

sur des interactions protéine-protéine régulées par différents mécanismes dont les cycles de 

phosphorylation/déphosphorylation des protéines. La phosphorylation/déphosphorylation est 

en effet un des mécanismes prépondérant des cascades de transduction de signal où la 

phosphorylation induit l’interaction ou la perte de l’interaction entre un récepteur et son 

ligand. Ce mécanisme de régulation par phosphorylation intervient dans la régulation de 

l’interaction de certains partenaires des microtubules ou de la Cx43. La phosphorylation des 

protéines associées aux microtubules, notamment de tau est un facteur clé dans la régulation 

de la stabilité des microtubules car elle provoque le détachement de ces protéines associées 

(Drewes et al., 1995 ; Illenberger et al., 1996). 

 Une étude récente a révélé que les microtubules interagissent également avec une 

protéine de la plaque cytoplasmique de la jonction serrée, appelée cinguline. Cette étude a 

aussi montré que la phosphorylation de la cinguline régule son interaction avec les 

microtubules (Yano et al., 2013). 

 Par ailleurs, la phosphorylation constitue aussi un moyen important dans la régulation 

de l’interaction de la Cx43 avec ses partenaires. La grande majorité des phosphorylations de 

la Cx43 se produit quand la connexine atteint la membrane plasmique (Lampe et Lau 2000 ; 

Lampe et Lau 2004). Cette modification post-traductionnelle se révèle être essentielle à 

différents stades de la formation de la plaque jonctionnelle formée à partir de la Cx43. 

                                                 
25

 CSI :chemical shift index  est un algorithme qui permet de déterminer la structure secondaire des protéines à 

partir des indices des déplacements chimiques du carbone 
13

C et du proton 
1
H (Wishart et Sykes, 1994). 

26
 Grosely et al. (2013a) ont réalisé des constructions de la Cx43 de Rattus norvegicus qui possède une séquence 

différente de la séquence de la Cx43 humaine utilisée dans ce travail. 
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 La phosphorylation est enfin impliquée dans l’internalisation de la Cx43. Leykauf et 

al. (2006) ont démontré que la protéine ubiquitine-ligase E3 de la famille Nedd4 interagit 

directement avec le domaine C-terminal de la Cx43 via ses domaines WW1, WW2, WW3 

(WW
27

 : domaine d’interaction protéine-protéine qui se lie au motif PY (xPPxY)). Ces auteurs 

suggèrent que l’interaction de la Cx43 avec la protéine Nedd4 est modulée par l’état de 

phosphorylation de celle-ci puisqu’ils ont constaté que le traitement de cellules par le facteur 

de croissance épidermique (EGF) induit une augmentation de la quantité de la Cx43 

phosphorylée, ce qui provoque une augmentation significative de l’interaction du domaine 

WW3 de la protéine Nedd4 et la Cx43 phosphorylée. 

 Des travaux récents ont en outre postulé que la phosphorylation pourrait moduler 

l’interaction de la Cx43 avec la protéine ZO-1 via son domaine PDZ. Chen et ses 

collaborateurs (2008) ont travaillé sur des peptides issus du domaine C-terminal de la Cx43 et 

ont démontré que la phosphorylation de ces peptides diminuait leur interaction avec le 

domaine PDZ2 de la protéine ZO-1. Dunn et Lampe (2014) ont utilisé de leur côté différents 

mutants de la Cx43 et ont montré que la phosphorylation du résidu S373 de la Cx43 par la 

protéine kinase Akt provoque la perte de l’interaction entre la Cx43 et la protéine ZO-1 

(Chen et al., 2008 ; Dunn et Lampe, 2014). 

 Le troisième objectif de ce travail était de déterminer l’impact de la phosphorylation 

du domaine juxta-membranaire (K234-D259) de la Cx43 sur son interaction avec la tubuline. 

Pour cela, nous avons fait synthétiser un peptide qui possède la même séquence que le peptide 

K26D mais qui est phosphorylé au niveau du résidu Y247 et que nous avons appelé K26D-P. 

Il faut noter que le peptide K26D contient deux sites de phosphorylation (Y247 et S255) 

impliqués dans la régulation de la communication jonctionnelle intercellulaire. Le résidu 

Y247 est un site de phosphorylation par la protéine kinase v-Src (Lin et al., 2001 ; Lin et al., 

2006 ; Solan et Lampe, 2008). Le résidu S255 est un site de phosphorylation par les protéines 

MAPK et par les kinases dépendantes des cyclines (CDK1) (Cameron et al., 2003 ; Lampe et 

al., 1998). Notre choix a porté sur le site de phosphorylation Y247 après avoir mis en 

évidence par RMN qu’il interagit spécifiquement avec la tubuline et les microtubules.  

 Nos résultats montrent que la phosphorylation du résidu Y247 est directement 

impliquée dans la perte de la liaison du domaine juxta-membranaire (K234-D259) de la Cx43 

à la tubuline, qui pourrait s’expliquer par un changement constaté de la conformation de ce 

domaine induit par la phosphorylation du résidu Y247. Une étude récente réalisée par Grosely 

                                                 
27

 Le nom WW fait référence à deux résidus tryptophane (W) espacés de 20 à 22 acides aminés qui sont bien 

conservés dans ce domaine (Bork et Sudol, 1994). 
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et al. (2013b) suggère que la phosphorylation pourrait altérer la communication jonctionnelle 

en induisant des changements structuraux du domaine C-terminal de la Cx43. Différents 

mutants du domaine Cx43CT-M4, mimant la phosphorylation (S/D et Y/D), ont été construits. 

L’analyse des structures secondaires de ces constructions a révélé que la phosphorylation 

altère le contenu en hélice du domaine Cx43CT. 

 De nombreuses études se sont aussi intéressées à l’impact de la phosphorylation sur la 

conformation des protéines. Une revue de Cheetham (2004) montre par exemple les 

conséquences de la phosphorylation sur l’activité d’une série de protéines kinases et l’intérêt 

de ces informations pour le design d’inhibiteurs.  

  Plus proche de notre domaine, il est bien établi que la phosphorylation des résidus 

Y247 et Y265 du domaine C-terminal de la Cx43 est essentielle à l’inhibition de la 

communication jonctionnelle par la protéine kinase v-Src. Néanmoins, ces phosphorylations 

pourraient participer à d’autres régulations. La phosphorylation du résidu Y265 semble 

stabiliser l’interaction entre la Cx43 et le domaine SH2 de la protéine kinase v-Src qui se fixe 

en premier lieu sur une région riche en proline (P274-P284) par son domaine SH3 (Crow et 

al., 1990 ; Giepmans et al., 2001a ; Kanemitsu et al., 1997). Lin et al., (2001) suggèrent que 

la phosphorylation du site Y265 est nécessaire également pour une phosphorylation efficace 

subséquente du résidu Y247. Ainsi, il semble que la phosphorylation des résidus Y265 et 

Y247 par v-Src pourrait (i) établir et/ou perturber des interactions de la Cx43 avec des 

partenaires qui contiennent des domaines de liaison des phosphotyrosines SH2 et PTB, (ii) 

modifier la conformation de la Cx43 à travers un mécanisme indépendant de l’introduction 

d’une charge négative qui peut interférer avec l’état ouvert du canal formé à partir de la Cx43 

(Lin et al., 2006).  

 A partir de ces informations et de nos données, il apparait  que la protéine kinase Src 

pourrait altérer l’interaction de la Cx43 avec le système tubuline/microtubules et que le résidu 

Y247 pourrait être un site critique dans l’altération de cette interaction comme cela a été 

suggéré pour le résidu Y265 (Toyofuku et al., 2001). Ces auteurs suggèrent que la 

phosphorylation du résidu Y265 par la protéine kinase c-Src altère l’interaction entre la 

protéine ZO-1 et la Cx43 (Toyofuku et al., 2001). Ceci vient appuyer l’idée selon laquelle 

l’état de phosphorylation de la Cx43 pourrait moduler son interaction avec ses partenaires 

protéiques (Warn-Cramer et Lau 2004).  

 Par ailleurs, l’interaction de la Cx43 avec le système tubuline/microtubules semble 

aussi réguler la voie de signalisation du TGF- en libérant les facteurs de transcription 

Smad2/3 séquestrés par les microtubules (Dai et al., 2007 ; Dong et al., 2000 ; 
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Zhu et al., 2004). Dai et al. (2007) ont démontré que les protéines Smad2/3 (R-Smad) se lient 

à la tubuline- par leur domaine MH2 qui correspond à la région 274-467 pour Smad2 et 231-

425 pour Smad3. Ces auteurs suggèrent que les protéines Smad2/3 pourraient entrer en 

compétition avec la Cx43 pour leur liaison au système tubuline/microtubules. Ainsi, le 

quatrième objectif de ce travail était d’étudier la compétition entre le peptide K26D issu du 

domaine C-terminal de la Cx43 et un autre peptide issu du domaine MH2 des protéines 

Smad2 pour leur liaison à la tubuline. Nous avons d’abord entrepris de prédire la zone 

d’interaction du domaine MH2 qui fait environ 200 résidus. Notre choix a porté sur une 

région du domaine MH2 de Smad2 située dans la boucle L3. Cette boucle est cruciale pour la 

liaison des R-Smad avec les récepteurs à activité sérine/thréonine kinase (Lo et al., 1998). 

Elle semble aussi jouer un rôle critique dans l’oligomérisation de ces facteurs de transcription 

qui passe par un changement de conformation de leur extrémité C-terminale induit par sa 

phosphorylation (Wu et al., 2001). Elle correspond à une région qui est hautement conservée 

à l’intérieur du domaine MH2 des protéines Smad (cf. figure 2.3) et qui, par analogie à la 

structure cristalline du domaine MH2 de Smad4, forme une structure exposée au solvant et 

donc susceptible d'interagir avec d'autres protéines (Shi et al., 1997). A partir de ces 

constatations et en s’appuyant sur les similarités de séquences entre cette région du domaine 

MH2 de Smad2/3 et du peptide K26D, nous avons fait synthétiser un peptide qui correspond à 

la région M416-T434 du domaine MH2 des protéines Smad2 et que nous avons appelé M19T.  

 Nos résultats montrent que le peptide M19T issu du domaine MH2 de Smad2 interagit 

spécifiquement avec la tubuline. Il faut noter que parmi les quatre acides aminés conservés 

dans l'alignement K26D-M19T, deux d'entre eux, V419 et Y426, sont situés à proximité de la 

tubuline. Il est intéressant d’observer que le résidu Y426 constitue un site important de la 

boucle L3 du domaine MH2 de Smad2 puisque ce résidu participe aussi bien à la liaison de 

Smad2 au récepteur membranaire activé par le TGF- (Lo et al., 1998) qu’à la liaison à 

l’extrémité C-terminale phosphorylée d’une autre protéine Smad2 (Wu et al., 2001). En outre, 

d'autres résidus d’acides aminés hydrophobes (F418, W422, A424 et V431) ont été également 

mis en évidence par l’expérience de STD-NMR pour leur interaction avec la tubuline.  

 Nous avons ensuite tenté d’objectiver une compétition éventuelle entre les deux 

ligands (K26D et M19T) pour leur liaison à leur récepteur protéique commun (tubuline) par 

STD-NMR et tr-NOESY. Les expériences tr-NOESY pour le mélange des deux peptides 

M19T et K26D en présence de la tubuline ont révélé la présence des tr-NOE similaires à ceux 

observés lors des expériences de tr-NOESY pour chaque peptide en présence de la tubuline et 

aucun NOE inter-ligand n'a été observé entre ces peptides (K26D et M19T). Les résultats 
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préliminaires obtenus suggèrent que les deux peptides interagissent simultanément avec la 

tubuline, sans aucune influence de l'un sur l'autre.  

 Nos résultats ont permis de délimiter une zone d’interaction avec la tubuline du 

domaine MH2 de Smad2 (200 résidus) à 19 résidus (M416-T434). La boucle L3 du domaine 

MH2 de Smad2 constitue un site d’interaction protéine-protéine. Nous décrivons ici pour la 

première fois que la tubuline est un des partenaires protéiques de cette boucle. Nous avons 

démontré que le résidu Y426, qui joue un rôle crucial dans la reconnaissance des R-Smad par 

le récepteur membranaire activé et qui intervient aussi dans la formation de structure 

oligomérique à partir de ces facteurs de transcription, est impliqué dans l’interaction de la 

protéine Smad2 avec la tubuline. Nos résultats suggèrent que l’interaction de la boucle L3 

avec le système tubuline/microtubules pourrait constituer un mécanisme de régulation de ces 

facteurs de transcription.  

 Par ailleurs, nos résultats suggèrent que le domaine juxta-membranaire (K234-D259) 

de la Cx43 et la région M416-T434 du domaine MH2 des protéines Smad2 pourraient 

interagir avec la tubuline simultanément sur des sites de liaison différents. En ce qui concerne 

l'interférence du domaine C-terminal de Cx43 avec la signalisation du TGF-, nos résultats ne 

montrent pas une compétition directe entre les deux peptides (K26D et M19T) pour leur 

liaison à la tubuline. Néanmoins, une telle compétition ne peut être exclue. Il serait judicieux 

d’utiliser ces peptides mais avec des extensions au niveau de leurs régions N-terminale et/ou 

C-terminale, notamment l’extension du côté C-terminal du peptide M19T puisque le résidu 

P435 de ce peptide qui s’aligne avec le résidu P256 du peptide K26D a été retiré de la 

séquence et qu’il pourrait être essentiel à cette compétition. Ces extensions pourraient générer 

un encombrement stérique tel que la liaison simultanée des deux peptides devient impossible 

conduisant à une compétition effective. 
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 Les résultats que nous avons obtenus ont permis de démontrer que la région juxta-

membranaire (K234-D259) du domaine C-terminal de la Cx43 interagit spécifiquement avec 

la tubuline et les microtubules. Nos résultats ont permis également pour la première fois de 

caractériser les déterminants structuraux de ce domaine en interaction avec ces partenaires. 

L’interaction du domaine juxta-membranaire (K234-D259) avec la tubuline favorise son 

repliement en une conformation en hélice, qui est probablement partagée par d’autres 

partenaires de la tubuline. La caractérisation structurale de cette interaction a en outre révélé 

qu’au moins deux régions de ce domaine qui sont séparées dans la séquence primaire sont 

essentielles à cette interaction et se retrouvent rapprochées dans la structure tridimensionnelle 

de ce domaine lié à la tubuline. 

 Par ailleurs, nos résultats ont indiqué que le résidu Y247 de la région juxta-

membranaire (K234-D259) de la Cx43 est impliqué dans l'interaction de ce domaine avec la 

tubuline et les microtubules. Ce résidu représente un site de phosphorylation de la Cx43 par la 

protéine kinase v-Src. Le résidu Y247 semble constituer un site de régulation important 

puisque sa phosphorylation a entraîné la perte de l'interaction entre ce domaine et la tubuline.  

 Enfin, les données présentées dans ce travail permettent d’apporter quelques éléments 

nécessaires à la compréhension de l’implication de la Cx43 dans la voie de signalisation par le 

facteur de croissance TGF-. Nous avons réussi à caractériser l’interaction entre la tubuline et 

un peptide issu de la boucle L3 de la protéine Smad2. Cette boucle a déjà été prédite pour être 

exposée au solvant et pourrait donc constituer un site d'interaction protéine-protéine. 

Cependant, nos résultats ne prouvent pas une compétition directe entre ce peptide et le peptide 

qui dérive du domaine juxta-membranaire de la Cx43.  

 Les résultats obtenus au cours de ce travail ouvrent la voie vers : 

 l'étude de l’impact et des conséquences fonctionnelles de l'interaction du domaine 

juxta-membranaire de la Cx43 avec la tubuline et les microtubules,  

 la compréhension de la régulation des interactions protéine-protéine de la Cx43, en 

postulant que l'interaction de la Cx43 avec la tubuline et les microtubules est régulée 

par des cycles de phosphorylation/déphosphorylation et que la phosphotyrosine 247 

(pY247) pourrait permettre à la Cx43 d'établir des interactions avec des partenaires 

contenant des domaines de liaison des phosphotyrosines SH2 et PTB, 

 une meilleure compréhension de la régulation de la voie de signalisation par le facteur 

de croissance TGF-, en suggérant que la Cx43 pourrait entrer en compétition avec les 
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protéines Smad2/3 via leur boucle L3 pour leur liaison avec le système 

tubuline/microtubules. 

Dans la perspective de valider ces hypothèses énoncées, il serait nécessaire de tester :  

 si l'interaction du domaine juxta-membranaire de la Cx43 avec le système 

tubuline/microtubules via le site 
239

RV
240

 est nécessaire au trafic vésiculaire des 

connexons de la Cx43 le long des microtubules, 

 si le résidu K237 du domaine C-terminal de la Cx43, qui constitue un site de 

conjugaison pour les protéines SUMO, est impliqué dans l’interaction avec le système 

tubuline/microtubules, ce qui suggèrerait que la sumoylation pourrait altérer 

l’interaction de la Cx43 avec le système tubuline/microtubules via le site 
239

RV
240

,  

 si la phosphorylation du résidu Y247 altère l’interaction de la Cx43 avec le système 

tubuline/microtubules in vivo, 

 si l’extension du peptide issu de la protéine Smad2 du côté C-terminal rend impossible 

la liaison simultanée de Smad2 et des peptides issus du domaine C-terminal de la 

Cx43 incluant au moins la région K234-D259 pour leur liaison avec le système 

tubuline/microtubules.  
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Résumé  

Les connexines constituent une famille de protéines membranaires intégrales qui forment les jonctions 

communicantes. Ces protéines font partie d’une famille multigénique avec 21 isoformes chez l'homme. La Cx43 

est le membre le plus abondant de cette famille et le plus étudié. Tout au long de son cycle de vie, la Cx43 est 

régulée à travers des modifications post-traductionnelles et/ou par des interactions protéine-protéine qui se 

produisent essentiellement au niveau de son domaine C-terminal (Cx43CT).  Nous avons choisi d’étudier 

l’interaction de la tubuline et des microtubules avec un peptide (K26D) correspondant à la région juxta-

membranaire (K234-D259) du domaine Cx43CT par RMN. Nos résultats ont démontré que la région juxta-

membranaire de la Cx43 interagit directement et spécifiquement avec la tubuline et les microtubules et adopte 

lors de sa liaison à la tubuline une structure compacte hélicoïdale. En outre, nos travaux ont montré que cette 

interaction implique au moins deux groupes de résidus 
239

RV
240

 et 
247

YHAT
250

 du Cx43CT qui se trouvent à 

proximité immédiate de ces partenaires. Le résidu Y247, situé au sein d’un site de phosphorylation par la 

protéine kinase v-Src est impliqué dans l’interaction de la région juxta-membranaire de la Cx43 avec la tubuline 

et les microtubules. Pour cela, nous avons tenté d’étudier l’influence de la phosphorylation du résidu Y247 sur 

cette liaison. Nos résultats ont montré que cette interaction est négativement régulée par cette phosphorylation. 

Enfin, pour progresser dans la compréhension de la compétition entre la protéine Smad2 et la Cx43 pour leur 

liaison au système tubuline/microtubules. Nous avons étudié la compétition entre le peptide K26D et un autre 

peptide issu du domaine MH2 de la protéine Smad2 pour leur liaison à la tubuline. Nous avons démontré que la 

région M416-T434 du domaine MH2 incluse dans le peptide issu de la protéine Smad2 participe à sa liaison à la 

tubuline. Cependant, nous n’avons pas mis en évidence de compétition entre les peptides issus de Cx43 et de 

Smad2 pour leur interaction avec la tubuline. L’ensemble des résultats sont discutés en fonction de l’état de l’art 

et de la littérature. 

Mots clés: Connexine43, tubuline, microtubules, Smad2, phosphorylation, RMN. 

 

Abstract  

The connexins constitute a family of integral membrane proteins that form gap junctions. In humans, the 

connexins belong to a multigene family of 21 isoforms. Cx43 is the most abundant and studied member of this 

family. During its life cycle, Cx43 is regulated by post-translational modifications and/or protein-protein 

interactions that occur primarily in its C-terminal domain (Cx43CT). We chose to study the interaction of tubulin 

and microtubules with a peptide (K26D) corresponding to the juxtamembrane region (K234-D259) of the 

Cx43CT domain by NMR spectroscopy. We demonstrated that the juxtamembrane region of Cx43 interacts 

directly and specifically with tubulin and microtubules and adopt upon binding to tubulin a compact helical 

structure. In addition, our results showed that this interaction involves at least two clusters of residues 
239

RV
240

 

and 
247

YHAT
250

 of Cx43CT which are in close proximity of these partners during interaction. The Y247 residue, 

located within a phosphorylation site by the protein kinase v-Src is involved in the interaction of the 

juxtamembrane region of the Cx43 with tubulin and microtubules. For this reason, we tried to study the influence 

of phosphorylation of the Y247 residue on this binding. Our results have shown that this interaction is negatively 

regulated by this phosphorylation. Finally, in order to progress in the understanding of the competition between 

Smad2 protein and Cx43 for their binding to the tubulin/microtubules system, we probed the putative 

competition between the K26D peptide and another one from the MH2 domain of Smad2 protein for their 

binding to tubulin. We succeeded showing that the binding of the Smad2 peptide to tubulin involves the M416-

T434 region of its MH2 domain. However, we did note evidence a competition between the peptides derived 

from Cx43 and Smad2. The results are discussed in regards to the state of the art and of the current literature. 

Key words : Connexin43, tubulin, microtubules, Smad2, phosphorylation, NMR. 

 ملخص
تنتمي الكونكسين إلى عائلة متعددة الجينات  .يربط بين خليتين متجاورتين مَوصِلٌ فجَْوِي  عائلة من البروتينات التي تشكل  الكونكسين

عن طريق  43، تنظم الكونكسيناخلال دورة حياته .هو العضو الأكثر وفرة ودراسة من هذه العائلة (Cx43) 43الكونكسين(. عضو21)

  (Cx43CT)تحدث أساسا في مجال النهاية المطرافية الكربونية  هذه التغيرات. أوتآثر بروتين ـ بروتين/ا بعد  الترجمة والتعديلات م

المقابل للمنطقة القريبة   (K26D)مع الببتيد  )توبولين(بروتين المكون لها الفي هذه الدراسة اخترنا تآثر بين الأنابيب الدقيقة و. الخاص بها

أثبتنا أن المنطقة  .بواسطة الرنين النووي المغناطيسيوهذا   Cx43CTالمتواجدة في المجال (D259-K234) خلويمن الغشاء ال

ترتبط  43مجال النهاية المطرافية الكربونية للكونكسينل D259 وحمض الاسبرتيك K234 زينيما بين الاحماض الامينية اللالمحصورة 

بالإضافة إلى ذلك أظهرت نتائجنا أن هذا  ..بنية حلزونية لتكتسب بتغيرات تشكيلية الدقيقة اين تتاثرتوبولين والأنابيب المباشرة وتحديدا مع 

الارتباط يشمل مجموعتين على الأقل من مواقع الارتباط هما
240

VR
239

و  
250

TAHY
247

يشمل موقع الارتباط .  Cx43CTمن المجال   

المتواجد  ضمن موقع  Y247 ينزتيروالأنابيب الدقيقة على الحمض الاميني مع توبولين و Cx43CTمن  (D259-K234)بين المنطقة  

أظهرت نتائجنا أن  . على هذا الارتباط Y247لهذا السبب، حاولنا دراسة تأثير فسفرة الحمض الاميني  .  v-Src كيناز لإنزيمالفسفرة ل

للارتباط  43الكونكسين و 2سماد منافسة المفترضة بين البروتينأخيرا من أجل إحراز تقدم في فهم ال. سلبيا هذا الارتباط الفسفرة تنظم

للارتباط   2سمادللبروتين    MH2وببتيد اخرمستمد من المجال  K26Dبتوبولين والأنابيب الدقيقة قمنا باجراء المنافسة بين الببتيد 

ولكن لم نتحصل على أدلة تظهر لنا  .يرتبط بتوبولين 2سمادللبروتين   T434-M416اظهرت نتائجنا ان الببتيد المقابل للمنطقة .بالتوبولين

 .2سمادو 43الكونكسين اتالتنافس بين الببتيدات المشتقة من البروتين

 .الرنين النووي المغناطيسي ,الفسفرة , 2سماد ,الأنابيب الدقيقة ,التوبولين , 43الكونكسين : الكلمات المفتاحية


