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Résumé 

Les cellules s’acclimatent à leur environnement en décodant les signaux extracellulaires et en formant 

des complexes protéiques spécifiques afin d’entamer une réponse biologique adéquate. Par exemple, 

la liaison des récepteurs tyrosines kinases (RTK) à leurs ligands extracellulaires active de nombreuses 

voies de signalisation en créant des sites phosphotyrosines (pTyr) pouvant servir de points d’ancrage 

pour des protéines cytoplasmiques. Le recrutement de protéines adaptatrices, qui sont constituées 

uniquement de domaines modulaires médiant des interactions protéiques et qui ne contiennent aucune 

activité catalytique, au niveau de RTK activés favorise l’assemblage de complexes protéiques 

spécifiques. La formation de ces complexes permet le réarrangement des réseaux d’interactions 

protéine-protéine (IPP), ce qui est un processus essentiel pour l’homéostasie cellulaire. Néanmoins, 

les mécanismes moléculaires permettant la régulation des fonctions des protéines adaptatrices restent 

peu caractérisés à ce jour. Dans le cadre de ce projet de doctorat, nous avons identifié une nouvelle 

boucle d’autorégulation négative existante entre des RTK et des protéines adaptatrices constituées de 

domaines d’homologie à SRC 3 (SH3). Cette famille de domaines cible des peptides riches en proline 

et est fréquemment retrouvée dans les protéines impliquées dans la transduction de signaux. Nous 

avons déterminé que le RTK EPHA4 phosphoryle directement une tyrosine située dans les poches de 

liaisons des trois domaines SH3 des protéines adaptatrices NCK1 et NCK2, ce qui inhibe leur capacité 

à interagir avec leurs partenaires protéiques. De plus, nous avons observé que ce résidu tyrosine est 

conservé à cette position dans plus de la moitié des 300 SH3 humains. Nos résultats suggèrent que 

plusieurs RTK pourraient phosphoryler des domaines SH3, et donc inhiber la transduction de signaux 

directement au niveau du récepteur activé à la membrane plasmique.  

Les modules SH3 représentent une des familles de domaines les plus répandus et médient une 

proportion importante des IPP des cellules eucaryotes. Les domaines modulaires ciblant des motifs 

peptidiques précis tels les SH3 possèdent leur propre structure tridimensionnelle qui est supposée être 

indépendante de leur protéine hôte. Ils sont donc généralement considérés comme étant des modules 

d’IPP autonome médiant des interactions via leur spécificité intrinsèque. C’est pourquoi de nombreux 

SH3 ont été étudiés in vitro, isolés de leur protéine hôte, au cours des deux dernières décennies. 

Cependant, nous ne savons pas si ces domaines sont nécessaires et suffisants pour dicter des IPP dans 

leur contexte protéique naturel in vivo. Pour répondre à cette question, nous avons délété 

systématiquement les domaines SH3 de la levure Saccharomyces cerevisiae dans le but d’identifier 

les interactions SH3-dépendantes in vivo. Afin de déterminer si les SH3 sont suffisants pour médier 

des IPP dans des cellules vivantes, nous avons échangé le domaine SH3 de la protéine liant l’actine 

Abp1 par tous les autres SH3 de la levure ainsi que par ceux de ses orthologues humains. Ces 
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expériences ont mis en évidence que les domaines SH3 dictent rarement des interactions 

indépendamment de leur protéine hôte. De plus, nous avons observé que les modules SH3 peuvent 

affecter les IPP de leur protéine hôte, possiblement via des interactions allostériques. Finalement, 

nous avons déterminé que même le positionnement de ces domaines est critique pour les IPP et les 

fonctions de leur protéine hôte, par exemple l’endocytose et la séparation de phases, chez la levure et 

l’humain. Nos travaux démontrent clairement l’importance du contexte protéique des domaines SH3 

et que les fonctions de ceux-ci dépendent de leur protéine hôte. Ces résultats améliorent 

considérablement notre compréhension du fonctionnement des domaines SH3 dans des cellules saines 

et lors de pathologies. 
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Abstract 

Cells adapt to their environment by decoding extracellular signals and forming specific protein 

complexes to initiate the correct biological response. For example, the activation of receptor tyrosine 

kinases (RTKs) following binding to their extracellular ligands regulates numerous signaling 

pathways by creating phosphotyrosine (pTyr) sites that can serve as binding motifs for cytoplasmic 

proteins. The recruitment of adaptor proteins, consisting only of modular protein interaction domains 

and containing no catalytic activity, at activated RTKs promotes the assembly of specific protein 

complexes. The formation of these complexes allows the rearrangement of protein-protein interaction 

(PPI) networks, which is an essential process for homeostasis. However, the molecular mechanisms 

regulating the functions of adaptor proteins remain poorly characterized. We identified a negative 

autoregulatory loop existing between RTKs and adaptor proteins containing SRC homology 3 (SH3) 

domains. This family of modules targets proline-rich peptides and is enriched in proteins involved in 

signal transduction. We have determined that the RTK EPHA4 directly phosphorylates a tyrosine 

located in the binding pocket of the three SH3 domains of the adaptor proteins NCK1 and NCK2, and 

that this inhibits their ability to interact with their protein partners via SH3-dependent associations. 

In addition, we observed that this tyrosine residue is conserved at this position in more than half of 

the 300 human SH3s. Our results suggest that several RTKs may phosphorylate SH3 domains, and 

therefore inhibit signal transduction directly at the sites of activated receptors at the plasma 

membrane. 

SH3s modules represent one of the most widespread families of domains and mediate a significant 

proportion of all PPIs in eukaryotic cells. Modular domains targeting precise peptide motifs such as 

SH3s have their own three-dimensional structure, which is independent of their host protein. They 

are therefore generally considered to be autonomous PPI modules mediating interactions via a 

domain-intrinsic specificity. Based on this, many SH3s have been studied in vitro isolated from their 

host protein, over the past two decades. However, we still do not know whether these domains are 

necessary and sufficient to dictate PPIs in their natural protein context in vivo. To answer this 

question, we systematically deleted SH3 domains of the yeast Saccharomyces cerevisiae to identify 

SH3-dependent interactions in vivo. In order to determine whether SH3 domains are sufficient to 

mediate PPIs in living cells, we exchanged the SH3 domain of the actin-binding protein Abp1 with 

all the other yeast SH3s as well as those of its human orthologs. These experiments demonstrated that 

SH3 domains rarely dictate interactions independently of their host protein. In addition, we observed 

that SH3s can affect their host's PPIs according to the domain sequence, possibly via allosteric 

interactions. Ultimately, we determined that even the positioning of these domains is critical for the 
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PPIs and the functions, for example endocytosis and phase separation, of their host protein in yeast 

and humans. Our work clearly demonstrates the importance of the protein context of SH3 domains 

and that their functions depend on their host protein. These results considerably improve our 

understanding of the functions of SH3 domains in normal cells and in the context of pathologies. 
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Avant-propos 

Les travaux effectués dans cette thèse représentent le résultat de cinq années de recherche sous la 

direction du professeur Nicolas Bisson et la codirection du professeur Christian Landry. Les objectifs 

de cette thèse étaient d’identifier les mécanismes de phosphorégulation des protéines adaptatrices 

constituées exclusivement de domaines d’interactions protéine-protéine (IPP) en aval de récepteurs 

tyrosines kinases (RTK), ainsi que de déterminer l’influence du contexte protéique sur les fonctions 

des domaines d’homologie à SRC 3 (SH3). Cette thèse est séparée en quatre sections principales.  

La première, l’introduction, décrit l’état actuel des connaissances nécessaires à la compréhension des 

résultats présentés dans les autres sections de la thèse. Elle permet aussi de mettre en contexte nos 

travaux et illustre l’importance de notre recherche. L’introduction est suivie du chapitre 2, qui 

correspond au premier projet de recherche de mon doctorat. Ces travaux ont permis d’identifier un 

nouveau mécanisme de régulation de la signalisation cellulaire en aval du récepteur tyrosine kinase 

EPHA4 via la phosphorylation des domaines SH3 des protéines adaptatrices NCK1/2. Ce projet, dont 

le titre est Direct Phosphorylation of SRC Homology 3 Domains by Tyrosine Kinase Receptors 

Disassembles Ligand-Induced Signaling Networks, a été publié sous la forme d’un article de 

recherche dans la revue Molecular Cell au mois de juin 2018. Je suis le premier auteur de ce 

manuscrit, qui est le fruit de nombreuses collaborations impliquant les laboratoires des Dr Guy 

Poirier, Patrick Laprise, Normand Voyer et Nicolas Doucet. J’ai réalisé la majorité des expériences 

présentées dans cet article en plus d’avoir participé à la planification du projet, à l’analyse des données 

et à la rédaction du manuscrit. La section suivante, le chapitre 3, porte sur le second projet de 

recherche de mon doctorat. Nos travaux présentés dans ce chapitre ont mis en évidence l’influence 

du contexte protéique sur les fonctions et la spécificité des interactions médiées par les domaines SH3 

in vivo. Cette étude, intitulée Protein context shapes the specificity of SH3 domain-mediated 

interactions in vivo a été publiée dans le journal Nature Communications au mois de mars 2021. Ce 

projet a aussi été réalisé en collaboration avec de nombreux scientifiques dont les Dr Jean-Philippe 

Lambert et Nicolas Doucet. Je suis le premier auteur de cet article et, encore une fois, j’ai grandement 

participé à l’élaboration du projet, à l’analyse des données et j’ai réalisé la majorité des expériences, 

en plus d’avoir contribué de manière importante à la rédaction du manuscrit. Les chapitres 2 et 3 sont 

rédigés en anglais.  

Lors de mes études doctorales, j’ai aussi participé à la rédaction d’un article de revue portant sur les 

approches de spectrométrie de masse (MS) ciblées pour l’étude de la signalisation dépendante de la 

phosphorylation sur les résidus tyrosine. L’article intitulé Targeted proteomics analyses of 
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phosphorylation-dependent signalling networks, dont je suis co-premier auteur, a été publié dans la 

revue Journal of Proteomics en octobre 2018. J’ai aussi participé à l’écriture d’un chapitre en tant 

que second auteur dans le livre Detection Methods in Precision Medicine de la Royal Society of 

Chemistry. Le chapitre dont le titre est Applications for Mass Spectrometry-based Proteomics and 

Phosphoproteomics in Precision Medicine a été publié au mois de décembre 2020. J’ai aussi agi en 

tant que collaborateur pour divers projets de recherche lors de mon doctorat. Tout d’abord, j’ai 

préparé les échantillons pour les analyses de MS dans le cadre d’un projet dirigé par les Dr Marie 

Filteau et Christian Landry. Cette étude nommée Systematic identification of signal integration by 

protein kinase A a été publiée dans le journal Proceedings of the National Academy of Sciences of the 

United States of America au mois d’avril 2015. Ensuite, j’ai participé à l’analyse des données de MS 

et à la préparation de figures pour le projet intitulé Proximity-dependent Mapping of the Androgen 

Receptor Identifies Kruppel-like Factor 4 as a Functional Partner publié dans le journal Molecular 

and Cellular Proteomics en février 2021. Ce projet est le fruit du doctorat du Dr Lauriane Vélot et du 

travail des professeurs Steve Bilodeau, Frédéric Pouliot et Nicolas Bisson. J’ai aussi participé à 

plusieurs autres projets qui sont toujours en cours dans les laboratoires des Dr Nicolas Bisson et 

Christian Landry. 
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Introduction 

1.1 La signalisation dépendante de la phosphorylation sur tyrosine 

La première section de l’introduction concerne les concepts reliés à la signalisation cellulaire 

dynamique, qui sont en lien avec les travaux de ce projet de doctorat. Plus particulièrement, 

l’assemblage de complexes protéiques et les principaux acteurs impliqués dans la phosphorylation 

sur résidus tyrosines seront décrit. 

1.1.1 Détection de signaux et formation de complexes protéiques 

 

Les organismes vivants sont formés de systèmes complexes dont les composants interagissent et 

coopèrent. En effet, les gènes, protéines et cellules n'agissent pas individuellement, ils forment plutôt 

des réseaux fonctionnels (Bludau and Aebersold, 2020). Il est même rare qu’une fonction soit 

contrôlée par un seul gène. L’origine d’un phénotype provient plutôt des interactions entre les 

composants (gènes/protéines) de modules, comme c’est le cas en ingénierie et en informatique 

(Hartwell et al., 1999). L’étude des interactions qui existent entre les protéines, cellules, organes et 

organismes permet de définir une image complète de leur fonctionnement (Vidal, 2009).  

Les protéines jouent un rôle central chez les organismes vivants et forment le lien physique entre le 

génotype et le phénotype. Il est estimé qu’il existe 1 million de protéines différentes chez l’humain 

malgré le fait que le génome est constitué d’environ 20 000 gènes (Aebersold et al., 2018). Un gène 

peut produire une protéine existant sous plusieurs formes grâce entre autres aux modifications post-

traductionnelles (PTM) (Aebersold et al., 2018). L’ensemble des protéines d’une cellule, c’est-à-dire 

son protéome, forme des réseaux interconnectés de complexes dont la composition est déterminée par 

les interactions protéines-protéines (IPP) (Bludau and Aebersold, 2020). L’étude de ces réseaux 

permet d’élucider autant la fonction des protéines individuelles que l’architecture physique des 

cellules (Beltrao, Cagney and Krogan, 2010; Ideker and Krogan, 2012). Par exemple, déterminer 

quelles protéines interagissent physiquement dans une cellule permet d’élucider l’organisation 

moléculaire de ses processus biologiques (Tucker, Gera and Uetz, 2001; Landry et al., 2013).  

Il est estimé qu’il existe environ 30 000 IPP binaires chez Saccharomyces cerevisiae et autour de 650 

000 chez Homo sapiens (Stumpf et al., 2008; Chatr-Aryamontri et al., 2017). Ce nombre estimé d’IPP 

(650 000) chez l’humain représente 0.2% de toutes les IPP théoriquement possibles chez cette espèce, 

suggérant une forte sélectivité des associations entre les protéines (Stumpf et al., 2008). De plus, 

l’adaptation des cellules à leur environnement dépend de la formation des complexes protéiques 
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appropriés en réponse à un stimulus spécifique (Figure 1.1). Il est donc essentiel pour la survie des 

cellules que les interactions protéiques soient spécifiques afin d’engendrer une réponse cellulaire 

adéquate (Mayer, Blinov and Loew, 2009). Ce concept est vrai autant pour les organismes 

unicellulaires que chez les espèces multicellulaires. Généralement, la détection de signaux par des 

récepteurs membranaires initie le recrutement de protéines, mène à la formation de complexes et 

permet l’adaptation de la cellule au stimulus initial (Scott and Pawson, 2009). Les protéines 

impliquées fonctionnellement dans cette réponse sont généralement considérées comme faisant partie 

de la même voie de signalisation cellulaire (Figure 1.1). Malgré la nécessité d’une forte spécificité, 

les voies de signalisation sont généralement dynamiques et composées d’IPP qui possèdent de faibles 

affinités afin de préserver leur nature transitoire (Mayer, Blinov and Loew, 2009). Ces associations 

sont généralement médiées par des domaines modulaires liant des motifs peptidiques présents dans 

des régions désordonnées de leurs partenaires protéiques. De manière intéressante, ce type 

d'interaction est surreprésenté chez les espèces qui ont évolué plus récemment (Gao et al., 2018). 

 

Figure 1.1 Transmission de signaux via l’assemblage de complexes protéiques. Une cellule peut 

détecter des changements dans son milieu extracellulaire via des récepteurs membranaires, ce qui 

résulte en la formation de complexes et à l’activation d’effecteurs intracellulaires (et d’une voie de 

signalisation) jusqu’au noyau. Ce phénomène permet à la cellule de décoder le stimulus et d’adapter 

son comportement. Figure réalisée avec BioRender.com. 
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1.1.2 Complexes protéiques et pathologies  

 

La dérégulation des réseaux d’IPP affecte les processus cellulaires et est à la base de nombreuses 

pathologies. La détermination de la composition des complexes protéiques ainsi que des liens 

fonctionnels entre différents complexes permet une meilleure compréhension des voies de 

signalisation cellulaire, autant chez les cellules saines que dans le contexte de maladies humaines 

(Taylor and Wrana, 2012; Huttlin et al., 2017). En effet, il est possible d’établir des points communs 

entre différents défauts cellulaires en générant des réseaux de gènes et de protéines qui sont 

impliquées dans plusieurs maladies (Goh et al., 2007; Menche et al., 2015). De plus, les mutations 

pathologiques affectent fréquemment les IPP et les complexes signalétiques (David et al., 2012; Yates 

and Sternberg, 2013; Sahni et al., 2015; Bergendahl et al., 2019). Par exemple, l’analyse du protéome 

de cellules cancéreuses permet de faire le lien entre les mutations somatiques retrouvées dans ces 

cancers et leurs impacts au niveau des complexes protéiques, permettant ainsi une meilleure 

compréhension moléculaire de la maladie et l'identification de candidats pour des thérapies (Mertins 

et al., 2016). Les pathogènes ont aussi évolué afin de détourner à leur avantage les réseaux d’IPP de 

leur cellule hôte (Vidal, Cusick and Barabási, 2011). Les interactions entre les protéines virales ou 

bactériennes et celles des cellules humaines peuvent être comparées afin d’identifier les mécanismes 

qui sont partagées entre différents pathogènes et ainsi développer des thérapies à large spectre (Shah 

et al., 2015). Il est donc primordial d’identifier quelles protéines s’associent ensemble dans différents 

contextes cellulaires ainsi que les déterminants moléculaires de ces interactions. D’ailleurs, 

l’importance de l’étude des réseaux d’IPP pour le futur de la médecine personnalisée est illustrée par 

un récent chapitre de livre rédigé par notre laboratoire (Banerjee et al. 2021). 

1.1.3 La signalisation dépendante de la phosphorylation 

 

La nature dynamique de la signalisation cellulaire peut être expliquée partiellement par les PTM qui 

régulent les fonctions des protéines. Les modifications les plus étudiées incluent la phosphorylation, 

l'ubiquitination, la glycosylation, l’acétylation ainsi que la méthylation; la lysine est le résidu le plus 

fréquemment modifié (Aebersold and Mann, 2016). Des modifications peuvent aussi affecter la 

fréquence de d’autres types de modifications, par exemple la phosphorylation d’une protéine peut 

stimuler ou inhiber son ubiquitination (Hunter, 2007). L’importance des PTM pour l’homéostasie 

cellulaire est bien illustrée par le code de modification des histones, régulant la structure de la 

chromatine ainsi que l’expression génique (Zheng, Huang and Kelleher, 2016).  
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Un outil important de la signalisation cellulaire chez les eucaryotes est la phosphorylation, qui est 

l’une des PTM les plus fréquentes et les mieux caractérisées. Il est estimé que près de 75% des 

protéines humaines peuvent être modifiées via la phosphorylation de leurs résidus sérine/thréonine 

ou tyrosine (K. Sharma et al., 2014). Trois composants sont impliqués dans la phosphorylation de 

protéines: les kinases qui modifient de manière covalente leurs cibles par l’ajout d’un groupe 

phosphate sur des acides aminés accepteurs, les phosphatases qui catalysent la réaction inverse et les 

domaines pouvant lier des résidus phosphorylés et ainsi permettre la transduction d’un signal (Jin and 

Pawson, 2012). La phosphorylation peut affecter l’activité, la stabilité, la localisation ainsi que les 

interactions de la protéine cible (Cohen, 2002; Ochoa et al., 2020). Un niveau de phosphorylation 

anormal est observé pour plusieurs maladies, par exemple pour certains cancers (Cohen, 2002). Il 

n’est donc pas surprenant qu’il existe un grand nombre d’inhibiteurs ciblant des kinases oncogéniques 

qui sont utilisés en clinique (Zhang, Yang and Gray, 2009; Knight, Lin and Shokat, 2010; Gross et 

al., 2015). 

Malgré la reconnaissance de l’important rôle occupé par la phosphorylation, les fonctions biologiques 

de la majorité des sites phosphorylés du protéome humain demeurent inconnues. En effet, il a été 

estimé que seulement 5 % des 100 000 sites qui ont été détectés comme étant phosphorylés dans des 

cellules humaines ont été étudiés en détail (Needham et al., 2019). On ignore donc les conséquences 

biologiques de la majorité des événements de phosphorylation ciblant des protéines. La protéomique 

ainsi que l'apprentissage automatique sont des outils puissants qui permettent aujourd’hui 

l’investigation des fonctions de nombreux sites phosphorylés (Ochoa et al., 2020). Les méthodes de 

protéomique ciblée qui sont utilisées afin d’élucider les rôles de la phosphorylation dans les voies de 

signalisation cellulaire sont décrites en détails dans une revue de littérature qui a été publiée par le 

laboratoire (Banerjee et al., 2018).  

La majorité des sites phosphorylés qui sont détectés par spectrométrie de masse (MS) dans les cellules 

humaines sont des résidus sérines ou thréonines, avec moins de 1% qui sont des tyrosines (K. Sharma 

et al., 2014). Cette observation est intéressante puisque la proportion de sites phosphorylés ne reflète 

pas le nombre de kinases. En effet, environ une kinase humaine sur six cible des résidus tyrosine 

(Hunter, 2014). Cela suggère que la phosphorylation sur tyrosine est finement régulée et dynamique. 

Ce haut niveau de régulation est illustré par l’augmentation de 10 fois du nombre de sites 

phosphotyrosines (pTyr) détectés suite à l’inhibition des tyrosines phosphatases dans des cellules 

humaines (K. Sharma et al., 2014). 
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1.1.4 La signalisation phosphotyrosine dépendante 

 

L’émergence de la phosphorylation comme mode de régulation de la signalisation cellulaire a 

probablement été une étape essentielle à l’évolution des organismes eucaryotes (Jin and Pawson, 

2012). Cette modification est aussi retrouvée chez les bactéries et archaea mais dans une moindre 

mesure. En effet, l’analyse des protéomes de 100 espèces différentes a permis la détection d’environ 

30 000 sites sérine phosphorylés dont pratiquement l’entièreté a été identifiée chez des espèces 

eucaryotes (Müller et al., 2020). L'origine des kinases humaines a été retracée en analysant leur 

séquence ainsi que leur structure à travers les espèces. La plupart des domaines kinases eucaryotes 

proviennent d’ancêtres communs puisque la même structure typique est retrouvée chez les bactéries, 

les archaea et virus (Gerard Manning et al., 2002; G. Manning et al., 2002; Jin and Pawson, 2012).  

La majorité des ~520 kinases humaines ont pour cibles des acides aminés sérine ou thréonine avec 

environ 90 kinases phosphorylant uniquement des résidus tyrosine. Les tyrosines kinases ont évolué 

plus récemment que les sérines et thréonines kinases; ce mode de régulation pourrait avoir contribué 

au passage d’organismes unicellulaires vers la multicellularité (Mayer, 2008; Hunter, 2009; Lim and 

Pawson, 2010; Tong, Wang and Su, 2017). Lors d’une étude protéomique récente, la majorité des 

pTyr détectées à travers une centaine d’espèces ont été retrouvées chez les ophistokonts (incluant le 

royaume fongique et les métazoaires) (Müller et al., 2020). De façon intrigante, les tyrosines 

phosphatases ainsi que les domaines d’homologie à SRC 2 (SH2) liant des pTyr pourraient avoir 

émergé avant les tyrosines kinases, ce qui suggère que nous avons davantage à apprendre sur 

l'évolution de ce système de phosphorylation (Mayer, 2008; Pincus et al., 2008; Lim and Pawson, 

2010; Tong, Wang and Su, 2017). 

1.1.4.1 Signalisation phosphotyrosine dépendante et dérèglements pathologiques 

 

Plusieurs processus biologiques, par exemple la communication cellule-cellule et la prolifération 

cellulaire, dépendent de la phosphorylation sur tyrosine. En effet, cette modification permet la 

régulation de la fonction de protéines de façon rapide et réversible (Figure 1.2A). De plus, de 

multiples IPP sont modulées par cette modification; la formation de complexes protéiques est 

fréquemment stimulée par la phosphorylation de tyrosines suite à la détection de stimuli 

extracellulaires (Hunter, 2014; Grossmann et al., 2015). Il est donc peu surprenant que des voies de 

signalisation pTyr dépendantes sont souvent dérégulées dans les cellules cancéreuses (Rikova et al., 

2007; L. Li et al., 2012; Hunter, 2014). D’ailleurs, la première tyrosine kinase qui a été identifiée, v-

SRC, est un oncogène (Collett and Erikson, 1978; Hunter and Sefton, 1980). De plus, malgré le fait 
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qu’une minorité des événements de phosphorylation sont détectés sur des résidus tyrosines, la 

majorité des tyrosines kinases sont impliquées fonctionnellement dans les mécanismes oncogéniques 

d’au moins un type de cancer, illustrant l’importance des complexes protéiques dynamiques régulés 

par ce type de phosphorylation (Del Rosario and White, 2010; L. Li et al., 2012). En effet, des 

mutations augmentant l’activité de tyrosines kinases ou/et diminuant celle de phosphatases résultent 

fréquemment en un niveau aberrant de pTyr et participent au développement de cancers (Del Rosario 

and White, 2010). En conséquence, de nombreux laboratoires tentent de développer des inhibiteurs 

ciblant spécifiquement des tyrosines kinases (Hunter, 2014).  

D’autre part, des pathogènes utilisent aussi les différents composants des voies de signalisation pTyr 

dépendantes afin d’infecter leurs hôtes (Haqshenas and Doerig, 2019). Un exemple intéressant est 

l’observation que des espèces de bactéries Legionella possèdent des protéines à domaine SH2, leur 

permettant d’interagir avec des protéines phosphorylées sur des résidus tyrosines dans leurs cellules 

hôtes humaines (Kaneko et al., 2018). Il est donc important d’étudier les conséquences biologiques 

de la phosphorylation de protéines sur leurs résidus tyrosines.  

1.1.4.2 Kinases, phosphatases et liaison aux phosphotyrosines 

 

Les événements de phosphorylation sur tyrosine sont contrôlés par trois composants: les tyrosines 

kinases, les phosphotyrosines phosphatases ainsi que les domaines liant des résidus tyrosines 

phosphorylés tels les SH2 et les PTB (Figure 1.2B) (Pawson, 1995; Lim and Pawson, 2010). Ces 

modules sont parfois combinés. Par exemple, des protéines constituées d’un domaine kinase ou 

phosphatase peuvent aussi contenir un ou deux domaines SH2. Ces combinaisons peuvent mener à 

des boucles d’autorégulation positives ou négatives (Lim and Pawson, 2010). L’élucidation des 

motifs d’acides aminés reconnus par les différents modules de ce système de phosphorylation 

représente un vaste domaine de recherche (Miller et al., 2008; Ochoa et al., 2020). 
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Figure 1.2. La phosphorylation sur les résidus tyrosine est une modification dynamique 

régulant de nombreux processus cellulaires. A) Exemples de processus biologiques qui sont 

régulés par la phosphorylation (adapté de Needham et al., 2019). B) Les principaux modules régulant 

la phosphorylation sur résidus tyrosines (adapté de Lim and Pawson, 2010). Figure réalisée avec 

BioRender.com. 

 

1.1.4.3  Les tyrosines kinases 

 

Il existe deux classes de tyrosines kinases: les tyrosines kinases cytoplasmiques (~32) et les récepteurs 

tyrosines kinases (RTK, ~58). Les tyrosines kinases cytoplasmiques sont impliquées dans la 

transmission de signaux régulant des processus cellulaires variés et peuvent être divisées en 9 sous-

familles selon la similarité de la séquence de leurs domaines fonctionnels (Gocek, Moulas and 

Studzinski, 2014). La plus grande famille est celle des tyrosines kinases SRC, qui sont constituées 

d’un domaine tyrosine kinase, un SH2 (liant des motifs pTyr) et d’un domaine d’homologie à SRC 3 

(SH3, interagissant avec des motifs riches en proline) (Ingley, 2008; Gocek, Moulas and Studzinski, 

2014). L’activité catalytique de ces kinases est finement régulée, via par exemple des interactions 

intramoléculaires impliquant le domaine SH2, le domaine SH3 ainsi qu’un résidu tyrosine conservé 

en C-terminal de la protéine (Gocek, Moulas and Studzinski, 2014; Meng, Pond and Roux, 2017). 

Les kinases SRC régulent de multiples voies de signalisation oncogéniques telles la prolifération et 

la survie cellulaires (Thomas and Brugge, 1997). Ces protéines sont définies comme étant des 

oncogènes et leur niveau d’expression ainsi que leur activité sont fréquemment dérégulés dans les 
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cancers humains, ce qui fait des tyrosines kinases SRC des cibles thérapeutiques intéressantes (Zhang 

and Yu, 2012; Jiao et al., 2018). 

1.1.4.4 Les tyrosines phosphatases 

 

Les domaines catalytiques des tyrosines phosphatases sont moins bien conservés que ceux des 

tyrosines kinases (Tonks, 2006; X. Li et al., 2013). La première tyrosine phosphatase (PTP1B) a été 

identifiée environ 10 ans après l’annotation de v-SRC (Tonks, Diltz and Fischer, 1988a, 1988b). 

Présentement, plus de 200 protéines phosphatases sont répertoriées chez l’humain, dont plus de 100 

ciblent des résidus tyrosines phosphorylés (Julien et al., 2011; Duan, Li and Köhn, 2015). Ces 

phosphatases sont séparées en quatre familles selon l'homologie de leur domaine catalytique (Alonso 

et al., 2004). Environ 40 phosphatases ciblent exclusivement des résidus pTyr et sont aussi divisées 

en tyrosines phosphatases de type récepteurs ou cytoplasmiques (Selner et al., 2014). En comparant 

les tyrosines kinases et phosphatases catalytiquement actives pouvant cibler des tyrosines, on 

remarque qu’il en existe environ le même nombre chez les humains (81 phosphatases et 85 kinases) 

(Alonso et al., 2004). Les tyrosines phosphatases sont impliquées dans plusieurs maladies génétiques 

héréditaires et comme les tyrosines kinases, sont liées fonctionnellement à des processus 

oncogéniques (Julien et al., 2011; Hendriks et al., 2013). 

1.1.4.5 Domaines de liaison aux phosphotyrosines 

 

Il existe deux familles principales distinctes de domaines liant des résidus tyrosines phosphorylés: les 

domaines de liaison aux phosphotyrosines (PTB) et la plus grande famille correspondant aux 

domaines SH2. Les domaines PTB, dont il existe environ 60 membres chez l’humain, ont 

originalement été identifiés dans la protéine adaptatrice SHC (Blaikie et al., 1994; Kavanaugh and 

Williams, 1994; Uhlik et al., 2005). Malgré leur nom, de nombreux domaines PTB possèdent une 

plus grande affinité envers des résidus non-phosphorylés, et la phosphorylation de leurs cibles peut 

même inhiber leur liaison (Kaneko et al., 2012). Contrairement aux domaines SH2, la spécificité 

intrinsèque des PTB est modulée par des résidus situés en N-terminal de la tyrosine phosphorylée ou 

non (NPXpY et NPXY) (Smith et al., 2006). 

L’origine des domaines SH2 pourrait provenir de l’ancêtre de la levure Saccharomyces cerevisiae qui 

exprime une protéine (le facteur de transcription Spt6) contenant deux proto-SH2 pouvant autant lier 

des sérines que des tyrosines phosphorylées (Close et al., 2011). Le groupe des SH2, qui sont des 

domaines modulaires d’environ 100 acides aminés, comporte 120 membres distribués sur 110 
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protéines chez l’humain (Liu et al., 2011; Kaneko et al., 2012). Comme pour les tyrosines kinases, le 

premier domaine SH2 a été identifié dans un oncogène viral (FES) (Sadowski, Stone and Pawson, 

1986). Plusieurs types de protéines contiennent un ou deux domaines SH2, incluant entre autres des 

kinases, phosphatases et protéines adaptatrices (Liu, Engelmann and Nash, 2012).  

Des études in vitro ont démontré que les interactions SH2-dépendantes sont de relativement faible 

affinité (constante de dissociation de l’ordre du bas micromolaire). Cette affinité moindre est souvent 

considérée comme essentielle puisque les interactions SH2-pTyr doivent être transitoires et 

dynamiques pour assurer la transmission de signaux au bon moment et au bon endroit dans la cellule 

(Kaneko et al., 2012). La haute densité de sites phosphorylés à la membrane suite à l’activation de 

RTK pourrait cependant augmenter l’affinité des interactions SH2-pTyr en permettant le maintien de 

la protéine hôte du SH2 aux sites d’activation (Oh et al., 2012; Mayer and Yu, 2018). Des travaux 

réalisés avec des domaines SH2 isolés ont démontré que ces modules possèdent une spécificité 

intrinsèque envers de courts motifs pTyr dans lesquels les résidus +1 et +2 en position C-terminale 

de la tyrosine sont particulièrement importants (Huang et al., 2008). D’autre part, il a été démontré 

que les résidus plus lointains entourant ces motifs pTyr participent aux associations SH2-dépendantes 

et sont une source de spécificité (Liu et al., 2010). 

Les domaines SH2 s’associent fréquemment à des pTyr localisées dans la partie cytoplasmique de 

RTK activés, ce qui permet ainsi le recrutement de la protéine hôte du SH2 à la membrane plasmique 

(Anderson et al., 1990; Schlessinger and Lemmon, 2003; Yaoi et al., 2006; Bisson et al., 2011; 

Wagner et al., 2013; Jadwin et al., 2016). De plus, la majorité des tyrosines kinases cytoplasmiques 

possèdent un tandem SH2-kinase. D’ailleurs, les domaines SH2 ont un rôle critique pour la régulation 

de l’activité catalytique de ces kinases, par exemple ceux de la famille SRC, via une interaction 

intramoléculaire (Filippakopoulos, Müller and Knapp, 2009). Le module SH2 de ces kinases favorise 

aussi des événements de phosphorylation processifs sur leurs cibles, ce qui n’est pas le cas pour les 

domaines PTB qui ne sont pas retrouvés en combinaison avec des domaines tyrosines kinases (Uhlik 

et al., 2005; Kaneko et al., 2012). Les modules SH2 sont aussi fréquemment retrouvés dans des 

tyrosines phosphatases et peuvent réguler leur activité catalytique via la formation d’une 

conformation auto-inhibitrice (Pei et al., 1994). De plus, il semble que des domaines SH2 pourraient 

agir en tant que protecteurs de tyrosines phosphorylées en bloquant l’accès de phosphatases (Jadwin 

et al., 2018). Certains domaines SH2 peuvent aussi s’associer à des peptides non-phosphorylés sous 

la forme d’interactions atypiques (Kaneko et al., 2012). Ces modules peuvent donc avoir de 

nombreuses fonctions complexes dans le contexte de leur protéine hôte. 
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1.1.5 Les récepteurs tyrosines kinases 

 

La signalisation médiée par les RTK est un mécanisme de communication cellule-cellule qui est 

conservé chez tous les métazoaires (Babonis and Martindale, 2017). De manière intéressante, 

l’importance des RTK et de leur capacité à dimériser lors de la transduction de signaux cellulaires 

ont été élucidés avant même la découverte que ces récepteurs possèdent une activité tyrosine kinase 

(Schreiber et al., 1981, 1983). Les premières observations que l’activation des RTK mène à leur 

phosphorylation sur des tyrosines ont été effectuées avec les RTK EGFR, PDGFR et IR (Ushiro and 

Cohen, 1980; Ek et al., 1982; Kasuga et al., 1982; Kasuga, Karlsson and Kahn, 1982), avec la 

démonstration que l’activité tyrosine kinase est générée par le récepteur grâce au clonage du gène 

EGFR (Downward et al., 1984; Lax et al., 1984; Ullrich et al., 1984). Il a par la suite été déterminé 

que l’autophosphorylation du RTK EGFR permet la propagation du signal par la démonstration que 

la phospholipase PLC𝛾 y est recrutée via son domaine SH2 et est ensuite phosphorylée par EGFR 

activé (Margolis et al., 1989; Meisenhelder et al., 1989; Margolis, Bellot, et al., 1990; Margolis, Li, 

et al., 1990). 

Il existe 55 RTK qui peuvent être divisés en 20 sous-familles chez l’humain (Tableau 1.1). 

Normalement, la liaison des RTK à leurs ligands stimule leur dimérisation ainsi que leur 

autophosphorylation en trans sur de nombreux sites tyrosines. La phosphorylation du domaine 

tyrosine kinase est un événement précoce clé puisqu'il mène à l’activation catalytique complète du 

domaine (Hubbard et al., 1994; Lemmon and Schlessinger, 2010). Par exemple, 

l’autophosphorylation du domaine tyrosine kinase du récepteur à l’insuline augmente son activité de 

50 à 200 fois (Lemmon and Schlessinger, 2010). Il est aussi fréquemment observé que les récepteurs 

eux-mêmes sont parmi les protéines ayant la plus haute stœchiométrie de phosphorylation sur tyrosine 

suite à leur activation (Schlessinger, 2014). Plusieurs tyrosines situées hors du domaine kinase sont 

aussi phosphorylées lors de la dimérisation du récepteur et sont requises pour l’activation complète 

du RTK. Ces phosphotyrosines peuvent servir de points d’ancrage pour des effecteurs cytoplasmiques 

via des interactions SH2- ou PTB-dépendantes et favorisent ainsi la propagation intracellulaire des 

signaux (Gordus et al., 2009). Les résidus entourant ces tyrosines (motifs) dictent partiellement la 

spécificité de ces IPP et donc quelles protéines cytoplasmiques sont recrutées à quels RTK (Gordus 

et al., 2009). L’organisation structurale des RTK, leurs mécanismes d’activation ainsi que leurs 

partenaires protéiques clés pour la transduction de signaux sont similaires chez Caenorhabditis 

elegans et l’humain et sont donc conservés depuis leur ancêtre commun, illustrant leur importance 

(Lemmon and Schlessinger, 2010). 
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Tableau 1.1 Les 55 RTK humains ainsi que leurs ligands. Les récepteurs LMR1-3 ont récemment 

été reclassifiés en tant que sérines/thréonines kinases et ne sont donc pas inclus dans le tableau. 

Données tirées de Lemmon and Schlessinger, 2010 et Trenker and Jura, 2020. 

Famille Membres Ligands 

ERBB EGFR, ERBB2, ERBB3, ERBB4 EREG, EGF, TGFα, HB-EGF, BTC, EPGN, AREG, NRG1, 

NRG2, NRG3, NRG4, Neuro-glycan C, Tomoregulin 

Ins InsR, IGF1R, InsRR Insulin, InsIGF1, InsIGF2, HASF 

PDGF PDGFRα, PDGFRβ, CSF1R/Fms, 

KIT/SCFR, Flt3/Flk2 

PDGFA, PDGFB, PDGFC, PDGFD, SCF, Flt3L, CSF-1, IL-34 

VEGF VEGFR1/Flt1, VEGFR2/KDR, 

VEGFR3/Flt4 

PIGF, VEGFB, VEGFC, VEGFD 

FGF FGFR1, FGFR2, FGFR3, FGFR4 FGF1-14, FGF16-23, Heparan Sulfate 

PTK7 PTK7/CCK4 Co-récepteur (WNT) 

TRK TRKA, TRKB, TRKC NGF, BDNF, NT3, NT4, DEHA  

ROR ROR1, ROR2 Wnt5a 

MuSK MuSK Agrin 

MET MET, RON HGF, MSP 

AXL AXL, MER, TYRO3 Gas6, Protein S 

TIE TIE1, TIE2 Ang1, Ang2, Ang3, Ang4 

EPH EPHA1-8, EPHA10, EPHB1-4, 

EPHB6 

éphrinA1-5, éphrinB1-5 

RET RET GDNF, Neuturin, Artemin, Persephin, GDF15 

RYK RYK Wnt1, Wnt3a 

DDR DDR1, DDR2 Collagen type 1-4, Collagen type X 
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ROS ROS Inconnue 

ALK ALK, LTK ALKAL1, ALKAL2, Heparin 

STYK1 SuRTK106/STYK1 Inconnue 

 

1.1.5.1 Structure et mécanismes d’activation des RTK 

 

Un RTK prototypique est constitué d’une région extracellulaire responsable de la liaison à ses ligands, 

d’une mono-hélice transmembranaire, d’une région juxta-membranaire et d’une partie intracellulaire 

contenant un domaine tyrosine kinase fortement conservé (L. Chen et al., 2020). En condition normale 

(sans la présence de ligands), les RTK sont présents à la membrane plasmique sous la forme de 

monomères, et dans une moindre mesure sous une forme dimérique, avec leur domaine kinase 

possédant une conformation auto-inhibée (L. Chen et al., 2020). Généralement, la liaison des RTK à 

leurs ligands extracellulaires stimule la dimérisation des récepteurs ainsi que des changements 

allostériques de leurs éléments structuraux (Figure 1.3) (Ullrich and Schlessinger, 1990; Lemmon and 

Schlessinger, 2010). La dimérisation des récepteurs est fréquemment causée par la liaison de ligands 

solubles qui sont déjà sous une forme dimérique. Cependant, il existe plusieurs mécanismes différents 

selon le type de RTK (Lemmon and Schlessinger, 2010). En effet, certains RTK nécessitent un 

assemblage oligomérique afin d’être sous leur forme activée, par exemple les récepteurs EPH 

(Himanen and Nikolov, 2003). De plus, l’activation de certains RTK n’est pas médiée par des facteurs 

de croissance solubles, comme les récepteurs DDR qui sont activés suite à leur contact avec des fibres 

de collagène (Shrivastava et al., 1997; Vogel et al., 1997) ou les récepteurs EPH, dont les ligands 

éprhines sont membranaires (Kania and Klein, 2016). 

L’activation des RTK comprend deux séries de phosphorylation en trans médiées par leur domaine 

tyrosine kinase, la première ciblant des tyrosines du domaine kinase et la deuxième créant des sites 

pTyr intracellulaires participant à la transduction du signal (Lemmon and Schlessinger, 2010). De 

manière intéressante, la structure tridimensionnelle des domaines tyrosines kinases activés est très 

bien conservée, autant pour les tyrosines kinases cytoplasmiques que pour les RTK (Huse and 

Kuriyan, 2002; Nolen, Taylor and Ghosh, 2004). En revanche, la structure de ces domaines est unique 

à chaque récepteur lorsqu’ils sont inactifs. En effet, les domaines kinases des RTK sont inhibés en 

cis par divers mécanismes et la liaison des récepteurs à leur ligand est l’événement instigateur menant 
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à l’activation de ces domaines (Lemmon and Schlessinger, 2010). Cette association provoque des 

changements allostériques dans la conformation des récepteurs, ce qui résulte normalement en la 

phosphorylation de la boucle activatrice du domaine tyrosine kinase (Schlessinger, 2014; L. Chen et 

al., 2020). Cet événement de phosphorylation conserve le domaine dans sa configuration ouverte, ce 

qui permet une liaison efficace à l’ATP et ce qui est généralement un prérequis pour les autres 

événements de phosphorylation médiés par les RTK en trans et sur leurs cibles cytoplasmiques 

(Hubbard et al., 1994; L. Chen et al., 2020). Par contre, les événements allostériques activant les RTK 

via la phosphorylation en trans de la boucle activatrice sont toujours mal compris (L. Chen et al., 

2020). 

1.1.5.2 Les RTK, initiateurs de voies de signalisation dynamiques  

 

Une réponse rapide à la phosphorylation des tyrosines situées dans la partie cytoplasmique des RTK 

est le recrutement de protéines qui possèdent des domaines SH2 ou PTB pouvant lier spécifiquement 

ces motifs pTyr (Pawson, 2004; Lemmon and Schlessinger, 2010). Ces effecteurs liant les RTK 

activés, par exemple les protéines adaptatrices GRB2, NCK1 et NCK2, sont fréquemment constitués 

de plusieurs types de domaines modulaires leur permettant de former des complexes protéiques 

spécifiques à la membrane plasmique (Pawson, 2004; Seet et al., 2006). L’assemblage de ces 

complexes est une étape essentielle permettant la transduction des signaux vers l’intérieur de la 

cellule. Les voies de signalisation contrôlées par les RTK ont été initialement présentées comme des 

cascades linéaires, avec l’exemple classique de l’activation du RTK EGFR provoquant l’activation 

des MAPK et de la prolifération cellulaire. Il est maintenant évident que la signalisation médiée par 

les RTK ne peut pas être décrite strictement par des cascades et est plus complexe. Un RTK peut 

activer plusieurs voies de signalisation différentes selon la nature du ligand, de sa concentration ainsi 

que de l’état d’activation de d’autres RTK.  

De plus, le niveau de phosphorylation des RTK ainsi que de leurs cibles serait extrêmement 

dynamique suite à l’activation des récepteurs. Il a par exemple été démontré que des RTK tels IGFR1 

et FGFR1 oscillent entre divers états de phosphorylation dans une échelle de l’ordre des secondes et 

que ces récepteurs peuvent subir entre 100 et 1000 cycles de phosphorylation/déphosphorylation dans 

l’heure suivant la liaison à leur ligand (Kleiman et al., 2011). De plus, les complexes protéiques 

recrutés aux sites de RTK activés changent aussi à travers le temps selon leur état de phosphorylation 

(Bisson et al., 2011; Zheng et al., 2013). Les RTK sont donc des initiateurs de voies de signalisation 

dynamiques qui stimulent la formation de complexes protéiques. 
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1.1.5.3 Régulation des fonctions des RTK 

 

La transduction des signaux en aval de RTK est majoritairement régulée par quatre mécanismes 

moléculaires qui agissent avec des cinétiques largement différentes, de l’ordre de secondes à quelques 

heures suivant l’activation des récepteurs (Figure 1.3). 1) Le recrutement de tyrosines phosphatases 

aux RTK activés, principalement via leurs domaines SH2, permet la déphosphorylation du récepteur 

et de ses partenaires directs, ce qui représente généralement un mécanisme de régulation rapide de la 

signalisation (Figure 1.3) (Lemmon and Schlessinger, 2010). Les interactions protéiques entre de 

nombreux RTK et phosphatases ont récemment été identifiées systématiquement, ce qui permet une 

meilleure compréhension de ce type de régulation (Yao et al., 2017). 2) Des boucles de régulation 

négatives peuvent aussi avoir lieu au niveau d’effecteurs plus lointains. Par exemple, suite à leur 

activation, les MAPK peuvent phosphoryler des protéines en amont, inhibant leurs fonctions et la 

voie de signalisation originalement activée par le RTK EGFR (Figure 1.3) (Ueki et al., 1994; Buday, 

Warne and Downward, 1995; Lemmon and Schlessinger, 2010). Ce mécanisme peut aussi survenir 

plus lentement au niveau transcriptionnel; l'activation du RTK EGFR peut induire l’expression de 

protéines régulant négativement la voie (Figure 1.3) (Amit et al., 2007). 

3) Les RTK sont internalisés à un rythme typique pour des protéines membranaires et leur demi-vie 

dépend du RTK et du type cellulaire (Goh and Sorkin, 2013). L’activation des RTK mène à une 

augmentation accrue de leur niveau d’internalisation en vue de leur dégradation ou de leur recyclage 

(Figure 1.3) (Zwang and Yarden, 2009). La plupart des RTK activés sont internalisés via le processus 

cellulaire d’endocytose médiée par la clathrine (Lemmon and Schlessinger, 2010). Généralement, 

après l’incorporation des RTK dans des vésicules, ceux-ci sont déphosphorylés, ubiquitinylés et se 

dissocient de leurs ligands. Dépendamment du RTK et du contexte, les récepteurs peuvent être par la 

suite triés pour dégradation ou être recyclés à la membrane (Miaczynska, 2013). Les RTK peuvent 

cependant activer des voies de signalisation via les endosomes suite à leur endocytose (von Zastrow 

and Sorkin, 2007; Miaczynska, 2013). En effet, les partenaires de signalisation des RTK peuvent être 

différents en fonction de leur localisation (actifs à la membrane plasmique ou dans des endosomes) 

(Kermorgant and Parker, 2008; Sigismund et al., 2008). Des endosomes peuplés de RTK actifs 

pourraient même permettre une signalisation amplifiée et compartimentée dans les cellules 

(Sadowski, Pilecka and Miaczynska, 2009; Platta and Stenmark, 2011). D’autre part, les ligands des 

RTK pourraient aussi réguler leur taux d’internalisation et de dégradation (Sigismund et al., 2005). 

4) L'ubiquitination est fonctionnellement liée à la phosphorylation; de nombreuses kinases et 

phosphatases sont régulées par cette modification (Hunter, 2007). 4) En effet, cette PTM affecte aussi 

le trafic intracellulaire et la dégradation des RTK (Hunter, 2007). CBL est une ubiquitine ligase 
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ciblant de nombreux RTK régulant ainsi leurs fonctions. Cette modification peut mener au tri des 

RTK vers des endosomes multivésiculaires via les complexes ESCRT, ce qui les isole du cytoplasme 

et limite grandement leur contribution à la signalisation intracellulaire (Raiborg and Stenmark, 2009; 

Miaczynska, 2013). Ces endosomes peuvent par la suite être dirigés vers le lysosome, permettant la 

dégradation des RTK (Miaczynska, 2013). Il a par ailleurs été démontré que des mutants de EGFR et 

MET qui ne peuvent pas interagir avec CBL ont un taux de dégradation altéré et un comportement 

mitogénique augmenté (Waterman et al., 2002; Abella et al., 2005). 

  

Figure 1.3. Activation et régulation des fonctions signalétiques des RTK. La liaison de RTK à 

leurs ligands stimule leur dimérisation ainsi que leur trans autophosphorylation, résultant en leur 

activation. Des effecteurs cytoplasmiques sont ensuite recrutés via leurs domaines de liaison aux pTyr 

ce qui mène à la transduction du signal. Les fonctions des RTK peuvent être modulées par différents 

mécanismes incluant 1- le recrutement de phosphatases, 2- les boucles négatives ainsi que 

l’endocytose (3- recyclage, 4- dégradation). Figure réalisée avec BioRender.com. 

 

1.1.5.4 RTK, cancers et autres pathologies 

 

L’importance des facteurs de croissance (souvent des ligands des RTK) pour les cellules cancéreuses 

a été élucidée dès les années 60 et 70. En effet, il a été observé que des cellules transformées via une 

infection par des rétrovirus ont besoin de moins de facteurs de croissance ou d’insuline que des 
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cellules normales pour proliférer (Temin, 1966, 1967). Suite à la découverte que les RTK régulent la 

transduction de signaux liés à la prolifération cellulaire via la phosphorylation de tyrosines, il a été 

suggéré que l’activité des récepteurs pourrait jouer un rôle critique dans les processus oncogéniques 

(Schlessinger, 2014). Une découverte importante a été la réalisation que l’oncogène viral v-erbB est 

en fait une version du EGFR humain ayant sa partie extracellulaire tronquée et qui possède un 

domaine kinase constitutivement actif. Cette observation a mis en évidence l’importance de la 

régulation de l’activité des RTK pour l’homéostasie cellulaire (Downward et al., 1984; Ullrich et al., 

1984; Kris et al., 1985).  

Présentement, la majorité des RTK ont été liés fonctionnellement à des cancers et sont fréquemment 

mutés dans ces pathologies. Les types d’altérations qui affectent les RTK sont par exemple des 

mutations ponctuelles créant des domaines kinases constitutivement actifs, l’amplification de gènes, 

des délétions affectant les mécanismes d’auto-inhibition des récepteurs, une instabilité génomique 

menant à la formation de protéine de fusion contenant la partie cytoplasmique d’un RTK et des 

mutations provoquant une localisation cellulaire aberrante (Robertson, Tynan and Donoghue, 2000; 

Schmidt-Arras and Böhmer, 2020; Du et al., 2021). De plus, des mutations activant faiblement des 

RTK peuvent être transmises génétiquement chez les humains, résultant en des prédispositions à 

certains cancers et des troubles congénitaux (Bell et al., 2005; Castel, Rauen and McCormick, 2020). 

L’une des raisons expliquant ce pouvoir oncogénique est que la majorité des RTK peuvent activer les 

voies RAS-MAPK et PI3K-AKT qui, à leur tour, modulent la prolifération et la survie cellulaires 

(Castel, Rauen and McCormick, 2020). De manière intéressante, plusieurs pathogènes ont pris 

avantage de la localisation membranaire des RTK et de leur capacité à être internalisés par endocytose 

lors de processus invasifs (Haqshenas and Doerig, 2019; Su et al., 2020). Il est donc important 

d’élucider les mécanismes moléculaires régulant les fonctions des RTK afin de mieux comprendre 

leurs rôles dans les pathologies. 

1.1.6 Les récepteurs EPH 

 

Dans le cadre de cette thèse, nous avons identifié un mécanisme permettant la régulation de la 

formation de complexes protéiques directement en aval des RTK en utilisant le récepteur EPHA4 

comme modèle (chapitre 2). Les récepteurs EPH, nommés en référence aux cellules utilisées lors de 

leur découverte (erythropoietin-producing human hepatocellular cells), forment la plus grande famille 

de RTK chez les humains (Tableau 1.1) (Hirai et al., 1987; Kania and Klein, 2016). Les RTK EPH 

ainsi que leurs ligands, les éphrines, sont localisés à la surface cellulaire et sont des acteurs essentiels 

de la communication cellulaire locale; leur activation dépend de contacts cellule-cellule (Hirai et al., 
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1987; Bartley et al., 1994; Beckmann et al., 1994; Cheng and Flanagan, 1994; Arvanitis and Davy, 

2008). Une particularité unique à cette famille de RTK est qu’elle initie une signalisation 

bidirectionnelle lors de la liaison d’un récepteur EPH à une éphrine qui est présente sur une cellule 

voisine, c’est-à-dire, une activation de voies de signalisation en aval du récepteur (signalisation 

directe) et en aval du ligand (signalisation inverse) (Figure 1.4) (Kullander and Klein, 2002). Des 

récepteurs EPH sont exprimés dans pratiquement tous les tissus de l’embryon et possèdent des rôles 

essentiels lors du développement neuronal, cardiovasculaire et squelettique ainsi que dans la 

séparation des tissus (Palmer and Klein, 2003). Ces RTK sont aussi retrouvés dans la majorité des 

tissus adultes et sont impliqués dans la cicatrisation de plaies, la différenciation et le renouvellement 

de cellules souches ainsi que dans l’homéostasie des systèmes nerveux et cardiovasculaire (Y. Wang 

et al., 2018).  

Les caractéristiques structurales des récepteur EPH et leur préférence de liaison à leurs ligands ont 

permis de les séparer en deux sous-groupes, les récepteurs de type A ou B. Les 9 EPHA lient les 

éphrines-A (5 membres) tandis que les 5 EPHB s’associent avec les éphrines-B (3 membres) (Gale 

et al., 1996; Egea and Klein, 2007; Boyd, Bartlett and Lackmann, 2014; Gaitanos T., Dudanova I., 

Sakkou M., Klein R., Paixão S., 2015). Quelques exceptions à cette règle existent, par exemple le 

RTK EPHA4 peut se lier à des éphrines-B et EPHB2 s’associe avec l’éphrine-A5 (Gale et al., 1996; 

Himanen et al., 2004; Kania and Klein, 2016). La mouche Drosophila melanogaster exprime un seul 

EPHB (Dek) et une éphrine-B et le ver Caenorhabditis elegans possède un seul EPH (VAB-1) et 4 

éphrines-A (Scully, McKeown and Thomas, 1999; Bossing and Brand, 2002; Kania and Klein, 2016). 

Des études récentes suggèrent que la signalisation EPH-éphrine est probablement une innovation des 

métazoaires et que la division en récepteurs de types A et B est restreinte aux vertébrés (Tischer et 

al., 2013; Krishnan, Degnan and Degnan, 2019). 

1.1.6.1 Structure et mécanisme de liaison EPH-éphrines 

 

Tous les récepteurs de la famille EPH sont composés des mêmes éléments structuraux. Leur région 

extracellulaire est constituée d’un domaine de liaison au ligand, d’une région riche en cystéine formée 

de motifs sushi et EGF-like et de deux domaines fibronectines de type 3 (FN1 et FN2) (Labrador, 

Brambilla and Klein, 1997; Himanen et al., 2001; Gaitanos T., Dudanova I., Sakkou M., Klein R., 

Paixão S., 2015). Ils sont aussi constitués d’une hélice transmembranaire et d’une région 

intracellulaire qui est composée de la partie juxta-membranaire contenant des résidus tyrosine 

conservés, du domaine tyrosine kinase, d’un domaine d’IPP SAM (motif stérile-α) et d’un motif de 

liaison aux domaines PDZ (PSD95, DLG et ZO1) situé à l’extrémité C-terminale (Figure 1.4) 
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(Gaitanos T., Dudanova I., Sakkou M., Klein R., Paixão S., 2015; Kania and Klein, 2016). Les 

domaines kinases des RTK EPHA10 et EPHB6 ne possèdent pas les acides aminés essentiels pour 

leur activité catalytique et sont donc inactifs (Gaitanos T., Dudanova I., Sakkou M., Klein R., Paixão 

S., 2015). En ce qui concerne les éphrines, ils sont constitués d’un domaine globulaire extracellulaire 

leur permettant de lier les EPH et d’un ancrage membranaire GPI (éphrines-A, glycosyl 

phosphatidylinositol) ou d’un domaine transmembranaire ainsi que d’une partie cytoplasmique 

constituée de tyrosines conservées et d’un motif de liaison aux domaines PDZ (éphrines-B) (Figure 

1.4) (Kania and Klein, 2016).  

La liaison entre un récepteur EPH et une éphrine est un processus à plusieurs étapes. Ils forment 

d’abord un hétérodimère pour ensuite tétramériser sous une forme 2:2 et finalement s’assembler en 

oligomères d’ordre supérieur dans lesquels les récepteurs sont intercalés avec leurs ligands 

(Lackmann et al., 1997; Himanen and Nikolov, 2002, 2003; Himanen et al., 2010). La première 

structure résolue (EPHB2-éphrine-B2) a mis en évidence l’événement de tétramérisation (Himanen 

et al., 2001). L’oligomérisation des EPH semble être un aspect important de l’activation de la 

signalisation en aval de ces récepteurs (Egea et al., 2005). Des études ont démontré que le niveau de 

complexité des associations EPH-éphrine ainsi que la taille de ces complexes peuvent changer selon 

le RTK et le ligand (Vearing and Lackmann, 2005; Seiradake et al., 2013). De manière intéressante, 

l’organisation de ces complexes (dimères versus oligomères) semble initier des réponses cellulaires 

différentes (Schaupp et al., 2014). Les récepteurs EPH pourraient aussi lier des molécules d’éphrines 

en cis qui sont présentes sur la même cellule. Ce type d’association inhiberait l’activation des voies 

de signalisation EPH-éphrines en limitant la concentration des récepteurs et des ligands pouvant 

participer à l’activation canonique en trans (Hornberger et al., 1999; Carvalho et al., 2006; Kao and 

Kania, 2011). 

1.1.6.2 Signalisation EPH-dépendante 

 

Les associations EPH-éphrines activent des voies de signalisation régulant généralement le 

cytosquelette d’actine. Des processus nécessitant une réaction rapide à la suite d’un contact cellule-

cellule, tels la répulsion, l’adhésion ou la migration cellulaires, dépendent de la signalisation EPH-

éphrine (Kania and Klein, 2016). À noter que les éphrines peuvent aussi activer des voies de 

signalisation indépendamment des EPH (Chin-Sang et al., 2002). Il est cependant bien documenté 

que la majorité des fonctions régulées par les RTK EPH nécessitent une signalisation bidirectionnelle 

(Boyd, Bartlett and Lackmann, 2014).  
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Les pTyr juxtamembranaires des EPH modulent leur activité kinase et servent de points d’ancrage 

pour des effecteurs cytoplasmiques (Figure 1.4) (Binns et al., 2000; Kania and Klein, 2016). Parmi 

les partenaires les mieux caractérisés, on retrouve les protéines adaptatrices NCK1 et NCK2, les 

kinases PI3K et SRC ainsi que les GEF (guanine nucleotide exchange factors) VAV1-3 et Ephexin-

1 qui activent les GTPases RAC1 et RHOA, modulant ainsi le cytosquelette d’actine (Figure 1.4) 

(Kania and Klein, 2016). Une étude pionnière a permis l’identification par phosphoprotéomique 

quantitative de nombreux acteurs impliqués dans la signalisation bidirectionnelle lors de contacts 

entre cellules (EPHB2-éphrine-B1) (Jørgensen et al., 2009). Il a alors été mis en évidence que des 

protéines impliquées dans plusieurs processus tels l’adhésion et la polarité cellulaires, le remodelage 

de l’actine ainsi que l’endocytose sont modulés par la signalisation EPH-éphrine (Jørgensen et al., 

2009). Il a aussi été déterminé que les protéines impliquées dans la signalisation en aval des éphrines 

sont majoritairement différentes de celles activées par les EPH (Jørgensen et al., 2009). De plus, la 

région intracellulaire de l’éphrine-B1 est nécessaire pour l’activation normale d’EPHB2, montrant 

clairement l’interdépendance des deux composants (Jørgensen et al., 2009). Des études protéomiques 

récentes ont permis d’élargir le répertoire des protéines impliquées en aval des EPH ainsi que l’origine 

de la spécificité des interactions médiées par les domaines SAM de ces récepteurs (Perez White et 

al., 2017; Y. Wang et al., 2018).  

En ce qui concerne la signalisation inverse (en aval des éphrines), la phosphorylation de tyrosines 

conservées dans la région intracellulaire des éprhines-B est aussi un événement précoce important et 

est contrôlée par les tyrosines kinases de la famille SRC (Brückner, Pasquale and Klein, 1997; Palmer 

et al., 2002). Suite à leur activation, les éphrines-B stimulent le recrutement de partenaires 

cytoplasmiques via leurs motifs PDZ en plus des IPP pTyr dépendantes, ce qui est aussi le cas pour 

les récepteurs EPH (Holen et al., 2008). La signalisation dans les cellules exprimant les éphrines-A, 

qui ne possèdent aucune région intracellulaire, est moins bien connue mais semble être essentielle en 

ce qui concerne la morphologie et l’adhésion cellulaires et impliquerait aussi des kinases de la famille 

SRC (Batlle et al., 2002; Boyd, Bartlett and Lackmann, 2014). D’autres part, les éphrines ainsi que 

les récepteurs EPH sont liés fonctionnellement à d’autres voies de signalisation impliquant par 

exemple WNT et les RTK PDGFR, FGFR, EGFR et TIE2 (Batlle et al., 2002, 2005; Cortina et al., 

2007; Boyd, Bartlett and Lackmann, 2014). 

La signalisation entamée par la formation des complexes EPH-éprhine peut être régulée via deux 

mécanismes principaux. Suite à l’activation médiée par le contact de deux cellules, les éphrines et/ou 

les récepteurs EPH peuvent être clivés par des protéases extracellulaires et/ou intracellulaires, ce qui 

affecte la transmission des signaux et est fréquemment lié à la répulsion cellulaire (Hattori, Osterfield 
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and Flanagan, 2000; Janes et al., 2005; Lin et al., 2008; Inoue et al., 2009; Attwood et al., 2011). 

Généralement, les complexes EPH-éphrines sont clivés par des métalloprotéases des familles ADAM 

et MMP dans le milieu extracellulaire. Cet événement est fréquemment suivi par le clivage de la 

région intracellulaire du récepteur et/ou de l’éphrine par le complexe y-sécrétase. Un autre mécanisme 

de régulation négatif de ces voies de signalisation est l’endocytose des complexes EPH-éprhines, qui 

peut être initiée de manière bidirectionnelle, c’est-à-dire dans la cellule hôte de la signalisation directe 

et/ou inverse (Marston, Dickinson and Nobes, 2003; Zimmer et al., 2003; Lauterbach and Klein, 

2006). L’endocytose englobe à la fois le récepteur EPH et son ligand éphrine dans un processus 

d’endocytose en trans. Ces deux mécanismes de régulation ont surtout été caractérisés dans des 

cellules neuronales ou cancéreuses et résultent en une diminution de la concentration des récepteurs 

EPH et des éphrines au niveau de la membrane plasmique. Ces processus sont considérés irréversibles 

et sont fonctionnellement liés à la dé-adhésion suivi de la répulsion cellulaire. Les mécanismes 

régulant les fonctions des RTK EPH qui ont été répertoriés sont donc d’une cinétique lente, ce qui est 

en contraste avec la dynamique rapide des processus cellulaires dépendants des complexes EPH-

éphrines. 

 

Figure 1.4. Activation et signalisation en aval des RTK EPH. Les différents domaines des RTK 

EPH ainsi que ceux de leurs ligands éphrines sont illustrés. La liaison de récepteurs EPH à des 

éphrines résulte en des événements d’oligomérisation et au recrutement d’effecteurs cytoplasmiques. 

Des partenaires signalétiques bien caractérisés sont montrés à titre d’exemple. Figure inspirée de 

Coulthard et al., 2012, Boyd, Bartlett and Lackmann, 2014 et Kania and Klein, 2016. Figure réalisée 

avec BioRender.com. 
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1.1.6.3 Processus biologiques dépendants de la signalisation EPH-éphrines  

 

La majorité des fonctions signalétiques des complexes EPH-éphrines ont été élucidées dans le 

contexte de la ségrégation cellulaire in vitro. En effet, des cellules exprimant des RTK EPH se 

séparent de celles exprimant des éphrines et ce phénomène dépend autant de la région intracellulaire 

du récepteur que de celle du ligand (Mellitzer, Xu and Wilkinson, 1999; Q. Xu et al., 1999; Holmberg, 

Clarke and Frisén, 2000). Ce processus est maintenant bien caractérisé et implique la dé-adhésion, la 

répulsion et la migration cellulaires (Q. Xu et al., 1999; Batlle et al., 2002; Compagni et al., 2003; 

Passante et al., 2008; Jørgensen et al., 2009; Gaitanos T., Dudanova I., Sakkou M., Klein R., Paixão 

S., 2015; Chen et al., 2018; Kindberg et al., 2021). Il est aujourd’hui clair que les RTK EPH régulent 

un éventail impressionnant de fonctions biologiques lors du développement d’organismes et pour 

l’homéostasie. La signalisation dépendante des complexes EPH-éphrine demeure cependant 

complexe. Par exemple, différents RTK EPH peuvent promouvoir des phénotypes en apparence 

contradictoires comme la répulsion et l’attraction cellulaires. Une des clés de cette complexité 

provient certainement de leur capacité unique de signalisation bidirectionnelle et de la promiscuité 

des liaisons entre les récepteurs EPH et les éphrines (Kania and Klein, 2016; Trenker and Jura, 2020).  

1.1.6.4 Les RTK EPH lors du développement 

 

La signalisation induite par la liaison de récepteurs EPH à leurs ligands lors de contacts cellule-cellule 

contribue au développement de plusieurs tissus (Gaitanos T., Dudanova I., Sakkou M., Klein R., 

Paixão S., 2015). En effet, une des fonctions les mieux décrites de la signalisation EPH-éphrine est 

le contrôle de la séparation des tissus, via entre autres la modulation de l’adhésion et de la répulsion 

cellulaires (Poliakov et al., 2008; Rohani et al., 2011; Solanas et al., 2011; Fagotto et al., 2013; 

Cayuso, Xu and Wilkinson, 2015; Taylor et al., 2017; Z. Wu et al., 2019). Par exemple, les récepteurs 

EPH sont essentiels pour le maintien de la séparation de l’ectoderme et du mésoderme à l’étape de la 

gastrulation lors du développement de l’embryon de la grenouille Xenopus (Park et al., 2011; Rohani 

et al., 2011; Gaitanos T., Dudanova I., Sakkou M., Klein R., Paixão S., 2015). De plus, des études 

réalisées à l’aide de plusieurs modèles biologiques ont permis de déterminer que des complexes EPH-

éphrine contribuent à la formation des systèmes cardiovasculaire et digestif (Adams et al., 1999; 

Gerety et al., 1999; Goldshmit et al., 2006; Salvucci et al., 2006; Stephen et al., 2007; Okazaki et al., 

2009; Thestrup et al., 2019).  
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Les fonctions des récepteurs EPH ont surtout été caractérisées dans le contexte du développement du 

système nerveux et de la formation de projections neuronales. Comme dans plusieurs autres tissus, 

les complexes EPH-éphrine régulent le maintien des frontières entre différentes régions du cerveau 

chez la grenouille, la souris et le rat, ce qui implique la répulsion et la migration cellulaires (Becker 

et al., 1994; Flenniken et al., 1996; Smith et al., 1997; Wang and Anderson, 1997). Des récepteurs 

EPH contribuent aussi à la formation de projections neuronales qui sont essentielles au 

développement des tissus du cerveau et des systèmes sensoriels chez la souris (Brown et al., 2000; 

Feldheim et al., 2000; Cutforth et al., 2003; Gaitanos T., Dudanova I., Sakkou M., Klein R., Paixão 

S., 2015). De plus, ces projections sont généralement contrôlées par des gradients d’expression 

EPH/éphrines (Dufour et al., 2003; Gaitanos T., Dudanova I., Sakkou M., Klein R., Paixão S., 2015). 

1.1.6.5 Les RTK EPH et l’homéostasie cellulaire 

 

La signalisation EPH-éphrine dépendante est aussi importante pour l’homéostasie des systèmes 

nerveux, lymphatique et cardiovasculaire (Prevost et al., 2002; Prévost et al., 2004, 2005; Gaitanos 

T., Dudanova I., Sakkou M., Klein R., Paixão S., 2015; Frye et al., 2020). Par exemple, certains 

récepteurs EPH et éphrines sont présents à la surface des plaquettes et participent à la formation de 

caillots avec les intégrines (Gaitanos T., Dudanova I., Sakkou M., Klein R., Paixão S., 2015). D’autre 

part, les récepteurs EPH sont des acteurs importants de la morphogenèse des épines dendritiques, de 

la plasticité neuronale et de la formation de synapses (Murai et al., 2003; Penzes et al., 2003; Tolias 

et al., 2007; Carmona et al., 2009; Alapin et al., 2018).  

Il a été découvert il y a plus de deux décennies que de nombreux récepteurs EPH sont exprimés dans 

des cellules souches embryonnaires totipotentes de souris (Lickliter et al., 1996). Certains récepteurs 

EPH sont exprimés dans des niches de cellules souches et pourraient avoir un rôle dans leur 

renouvellement (Gaitanos T., Dudanova I., Sakkou M., Klein R., Paixão S., 2015). Les récepteurs 

EPH sembleraient aussi être impliqués dans les mécanismes moléculaires d’inflammation. En effet, 

certains EPH sont modulés par des facteurs pro-inflammatoires tels les cytokines (Dixit et al., 1990; 

Ivanov and Romanovsky, 2006; Coulthard et al., 2012). Ces fonctions sont cependant très peu 

caractérisées. 

1.1.6.6 Implications des EPH dans les pathologies 

 

Le premier RTK EPH (EPHA1) a été identifié à partir de cellules provenant d’un hépatocarcinome, 

et la plupart des autres récepteurs EPH dans des lignées cellulaires cancéreuses (Hirai et al., 1987; 

Boyd, Bartlett and Lackmann, 2014). Plusieurs évidences appuient l’implication des récepteurs EPH 
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dans de nombreux types de cancers dont le cancer du sein, colorectal, les neuroblastomes et les 

gliomes (Noren and Pasquale, 2007; Merlos-Suárez and Batlle, 2008; Wykosky and Debinski, 2008; 

Héroult et al., 2010; Boyd, Bartlett and Lackmann, 2014; Gaitanos T., Dudanova I., Sakkou M., Klein 

R., Paixão S., 2015; Broggini et al., 2020). En effet, la surexpression de certains récepteurs EPH dans 

un cancer corrèle avec un diagnostic peu encourageant pour le patient (Boyd, Bartlett and Lackmann, 

2014). EPHA2 est probablement le RTK le plus étudié de la famille dans ce contexte et est surexprimé 

dans un grand nombre de tumeurs dont celles provenant de cancers du sein et colorectal (Pasquale, 

2010; Ruan et al., 2020; Wang et al., 2021; Wilson, Shiuan and Brantley-Sieders, 2021). D’autre part, 

quelques RTK EPH sont plutôt sous-exprimés, comme EPHB6 dans le cancer du sein (Fox and 

Kandpal, 2009). Des mutations pouvant affecter la liaison au ligand ou le domaine kinase ont aussi 

été détectées dans divers cancers pour certains récepteurs EPH (Gaitanos T., Dudanova I., Sakkou 

M., Klein R., Paixão S., 2015). Les rôles des récepteurs EPH dans les processus oncogéniques sont 

cependant toujours peu compris, avec des fonctions différentes pour chaque EPH qui dépendent de 

plusieurs facteurs dont le type et le stade tumoraux (Boyd, Bartlett and Lackmann, 2014; Gaitanos 

T., Dudanova I., Sakkou M., Klein R., Paixão S., 2015). Tout de même, des groupes de recherche 

tentent de développer des inhibiteurs afin de moduler l’activité des EPH (Carles-Kinch et al., 2002; 

Chang et al., 2008; Noberini et al., 2008; Martiny-Baron et al., 2010; You et al., 2012; Boyd, Bartlett 

and Lackmann, 2014; Huang et al., 2014; Shaw et al., 2014; Barquilla and Pasquale, 2015; Alves et 

al., 2018).  

Compte tenu du rôle des RTK EPH dans la plasticité des neurones et des projections dendritiques, il 

n’est pas surprenant que leur dérégulation puisse être liée à des maladies neurodégénératives. En effet, 

des récepteurs EPH semblent être impliquées fonctionnellement dans la progression de l’Alzheimer, 

de la sclérose latérale amyotrophique et pourraient même être associés à l’autisme (Inoue et al., 2009; 

Simón et al., 2009; Casey et al., 2012; Van Hoecke et al., 2012). Puisque les RTK EPH sont associés 

à de nombreuses pathologies et sont essentiels pour plusieurs processus cellulaires, il est important 

d’améliorer notre compréhension de leur fonctionnement dans les cellules. 

1.1.7 Le RTK EPHA4 

 

EPHA4 (initialement nommé SEK) est un bon exemple de la complexité des RTK EPH, déjouant la 

définition classique des familles de récepteurs EPH en ayant la capacité de lier à la fois des éphrines-

A ainsi que des éphrines-B (éphrine-B2 et éprhine-B3) (Gilardi-Hebenstreit et al., 1993; Wilkinson, 

2000; Kullander et al., 2001; North et al., 2009; Gaitanos T., Dudanova I., Sakkou M., Klein R., 

Paixão S., 2015). Des études structurales de la région extracellulaire d’EPHA4 en complexe avec 
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l’éphrine-B2 ou l’éphrine-A2 ont mis en évidence la plasticité de son domaine de liaison au ligand 

(Bowden et al., 2009). La fonction la mieux caractérisée de ce RTK est l’initiation de processus 

dynamiques suite à sa liaison à des éphrines qui sont présentes à la surface de cellules neuronales 

avoisinantes, par exemple la répulsion, la migration et la différenciation cellulaires (Helmbacher et 

al., 2000; Walkenhorst et al., 2000; Dufour et al., 2003; Seiradake et al., 2013). Par contre, l’activation 

d’EPHA4 peut mener à des réponses contradictoires, par exemple à l’adhésion ou la répulsion 

cellulaires, dépendamment de la stimulation et du type cellulaire (Eberhart et al., 2004). De plus, ce 

récepteur pourrait aussi lier en cis des éphrines, ce qui inhiberait sa capacité à être activé en trans 

(Yin et al., 2004). EPHA4 est exprimé d’une manière spatio-temporelle bien définie lors du 

développement et, bien que retrouvé dans un grand nombre de tissus chez l’humain et la souris, est 

plus fortement exprimé dans les tissus du cerveau (Nieto et al., 1992; Mori et al., 1995; Uhlén et al., 

2015). 

1.1.7.1 Fonctions du récepteur EPHA4: études génétiques 

 

L’investigation des conséquences de la délétion du gène EPHA4 a révélé son implication dans un 

nombre impressionnant de processus biologiques. La première étude génétique de la délétion de 

EPHA4 chez la souris a démontré que ce récepteur n’est pas essentiel pour la survie et la fertilité 

(Dottori et al., 1998). La majorité des études subséquentes ont investigué les phénotypes associés à 

cette délétion dans les tissus nerveux de la souris. Les premiers travaux ont démontré l’importance 

de ce RTK dans le développement du système nerveux moteur (Dottori et al., 1998; Helmbacher et 

al., 2000; Eberhart et al., 2004; Canty et al., 2006). En effet, la répulsion cellulaire EPHA4-

dépendante des neurones de la moelle épinière générant les mouvements musculaires rythmiques 

serait essentielle pour la démarche normale chez la souris (Kullander et al., 2003). D’autre part, la 

communication entre les neurones médiée par le récepteur EPHA4 semble réguler la structure des 

connexions synaptiques et la vascularisation du système nerveux central (Murai et al., 2003; 

Goldshmit et al., 2006). Les divers rôles du RTK EPHA4 dans les tissus neuronaux ont été investigués 

en détail au cours des dernières années, dans un contexte normal ou de maladies neurodégénératives 

(Cooke, Kemp and Moens, 2005; North et al., 2009; Galimberti et al., 2010; Van Hoecke et al., 2012; 

Freyburger et al., 2016; Rothe et al., 2017; Gu et al., 2018; Cayuso et al., 2019; Chen et al., 2019; 

Poppe et al., 2019). Des fonctions du récepteur EPHA4 ont aussi été identifiées dans le 

développement musculaire, l’inflammation, la sécrétion du glucagon, la prolifération de cellules 

souches et dans plusieurs types de cancers (Swartz et al., 2001; Hutchens and Piston, 2015; Popov, 

Kohler and Docheva, 2015; Kowalski et al., 2019; Wei et al., 2019). 
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1.1.7.2 Signalisation EPHA4-dépendante 

 

La spécificité du domaine kinase des RTK est un élément clé de leurs rôles signalétiques. Les motifs 

ciblés par le domaine tyrosine kinase d’EPHA4 ont été déterminés in vitro à l’aide de peptides 

(Warner, Wybenga-Groot and Pawson, 2008). Cette étude a permis de valider que EPHA4 

phosphoryle ses tyrosines juxta-membranaires et a sugéré que ce récepteur pourrait phosphoryler la 

protéine adaptatrice NCK2 (Warner, Wybenga-Groot and Pawson, 2008). La majorité des voies de 

signalisation EPHA4-dépendantes ont été caractérisées dans des lignées cellulaires neuronales, plus 

particulièrement dans le contexte des cônes de croissance. Il a alors été démontré que les complexes 

protéiques recrutés au récepteur EPHA4 régulent généralement le cytosquelette d’actine.  

Lors du développement du cerveau, les neurones se dirigent vers leurs cellules cibles (guidance 

axonale), ce qui est défini par un équilibre entre des signaux attractifs ou répulsifs. L'effondrement 

des cônes est régulé via l’activation de la petite GTPase RHOA qui stimule la formation de fibres de 

stress d’actine tandis que la croissance est médiée par l’activité des petites GTPases CDC42 et RAC1 

qui permettent la formation d’extensions cellulaires (Kozma et al., 1997). L’arrêt de croissance de 

cônes neuronaux via une stimulation aux éphrines-A a été observé il y a déjà deux décennies (Wahl 

et al., 2000). Il est aujourd’hui bien établi que le récepteur EPHA4 forme le lien fonctionnel entre le 

positionnement des neurones et les différents stimuli par sa capacité à réguler le cytosquelette 

d’actine. Les principaux effecteurs médiant l'effondrement des cônes de croissance en aval du RTK 

EPHA4 sont les GEF Ephexin (via l’activation de RHOA), VAV2 et VAV3 (stimulant l’endocytose 

du récepteur), la Ser/Thr kinase CDK5, les tyrosines kinases de la famille SRC et la GAP (GTPase-

activating protein) CHN1 (via l'inactivation de RAC1) (Shamah et al., 2001; Knöll and Drescher, 

2004; Cowan et al., 2005; Sahin et al., 2005; Beg et al., 2007; Fu et al., 2007; Iwasato et al., 2007; 

Shi et al., 2007; Wegmeyer et al., 2007). Plusieurs études ont aussi démontré l’implication du 

récepteur EPHA4 dans la formation d’épines dendritiques et de synapses via des voies de signalisation 

impliquant, entre autres, les intégrines, des tyrosines kinases cytoplasmiques (FAK et PYK2), la 

phospholipase PLCγ1 et le récepteur au glutamate (GluR1) (Bourgin et al., 2007; Richter et al., 2007; 

Zhou et al., 2007; Fu et al., 2011). D’autre part, le RTK EPHA4, de pair avec la E-cadherin et la 

métalloprotéase ADAM10, régule le processus de dé-adhésion cellulaire lors du développement 

cochléaire (organe de Corti) dans l'oreille chez la souris (Defourny et al., 2013, 2015, 2019). 

Finalement, quelques observations suggèrent que le récepteur EPHA4 coopère aussi avec d’autres 

RTK (PDGFRb, FGFR1 et RET) pour moduler différentes voies de signalisation dans les neurones 

(Kramer et al., 2006; Sawada et al., 2010; Q. Chen et al., 2020). 
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1.1.7.3 Régulation des fonctions du RTK EPHA4 

 

Les fonctions signalétiques du récepteur EPHA4 sont régulées par les mêmes mécanismes 

moléculaires que les autres récepteurs de la famille EPH. En effet, le RTK EPHA4 peut être 

internalisé par endocytose suite à sa liaison à des éphrines qui sont présentes à la surface de cellules 

avoisinantes (Marston, Dickinson and Nobes, 2003; Zimmer et al., 2003; Deininger et al., 2008). 

D’autre part, le clivage de la partie extracellulaire des RTK EPH est un processus qui permettrait la 

régulation de l'adhésion/répulsion cellulaires (Janes et al., 2005, 2009; Georgakopoulos et al., 2006). 

Il a été démontré que ce mécanisme pourrait réguler négativement la quantité de récepteur EPHA4 

présent à la membrane plasmique et ainsi limiter les interactions en cis qui bloquent normalement les 

éphrines-A présentes à la surface de la même cellule (Gatto et al., 2014). Des protéases agissant à 

l’intérieur de la cellule peuvent aussi moduler ces RTK. Un exemple est le complexe γ-sécrétase, qui 

est une endoprotéase liée à l’Alzheimer familiale agissant au niveau des synapses (De Strooper, 

2003). De manière intéressante, une forte activité synaptique pourrait stimuler le clivage du RTK 

EPHA4 via le complexe γ-sécrétase, libérant la région intracellulaire du récepteur. Cette réaction 

résulterait en l’augmentation de l’activité de RAC1 et du nombre d’épines dendritiques (Inoue et al., 

2009). Il est à noter que ces deux mécanismes de clivage ciblant EPHA4 sont indépendants de la 

stimulation du récepteur par ses ligands, ce qui est atypique pour des RTK. D’autre part, il semble 

que le niveau d’expression du récepteur EPHA4 pourrait être régulé négativement via des microARN 

(miR-519d et miR-93) (Chen et al., 2016; Hua et al., 2018). Il n’y a donc aucun mécanisme décrit 

dans la littérature pour expliquer la régulation rapide et réversible de la formation de complexes 

signalétiques en aval des EPH, dont EPHA4. 

1.2 Les protéines NCK1 et NCK2 

Les conséquences de la phosphorylation des domaines SH3 des protéines adaptatrices NCK1 et 

NCK2 par le RTK EPHA4 ont été investiguées dans le contexte du chapitre 2 de cette thèse. Les 

résultats présentés dans le chapitre 2 mettent en évidence que la phosphorylation de domaines SH3 

par des RTK pourrait être un mécanisme fréquent, régulant la capacité des protéines adaptatrices à 

favoriser l’assemblage de complexes protéiques en aval de ces récepteurs. 

1.2.1 La famille des protéines adaptatrices composées de domaines d’homologie à SRC 

(SH)  

 

Il est fréquent que des adaptateurs moléculaires dépourvus d’activité catalytique soient recrutés à des 

RTK activés afin d’initier une réponse cellulaire adaptée au ligand activateur (Reebye et al., 2012; 
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Luo and Hahn, 2015). Ces protéines adaptatrices induisent alors la formation de complexes protéiques 

et permettent l’amplification du signal (Pawson and Scott, 1997; Reebye et al., 2012). Ces adaptateurs 

peuvent être séparés en deux classes (Gotoh, 2008). La première correspond aux protéines 

d'échafaudage qui sont généralement liées physiquement à la membrane plasmique et possèdent de 

nombreux sites phosphorylés pouvant recruter d’autres protéines signalétiques. Cette classe est 

composée de membres tels GAB, FRS2, LAT et SHC (Luo and Hahn, 2015). La deuxième classe 

regroupe les protéines composées uniquement de domaines d’homologie à SRC: CRK, GRB2 et 

NCK1/2 (Figure 1.5) (Reebye et al., 2012; Luo and Hahn, 2015). Malgré la simplicité de leur 

composition en domaines protéiques, ces adaptateurs participent de manière complexe à la 

signalisation cellulaire et sont indispensables à de nombreux processus biologiques (Reebye et al., 

2012). L’identification de cette famille de protéines a été une étape importante pour la compréhension 

des voies de signalisation cellulaires utilisées par les RTK. Leur découverte est liée à l’établissement 

de ce qu’est un oncogène, avec la réalisation que des protéines sans activité catalytique peuvent être 

au centre du processus de transformation cellulaire (Neumann et al., 2009).  

 

Figure 1.5. Protéines adaptatrices composées uniquement de domaines d’homologies à SRC. 

Les compositions en domaines SH des différentes protéines adaptatrices sont illustrées à l’échelle de 

leur séquence en acides aminées (selon UniProt et PROSITE). 

 

1.2.1.1 Les protéines CRK 

 

La protéine CRK a été identifiée dans le génome de virus aviaires en tant que protéine de fusion avec 

une protéine virale (Gag-CRK) (Mayer, Hamaguchi and Hanafusa, 1988a, 1988b; Tsuchie et al., 

1989). L’observation que des cellules transformées par ces virus ont un niveau de phosphorylation 
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sur tyrosine augmenté a laissé présager qu’ils encodent une tyrosine kinase oncogénique (Birge et al., 

2009). La réalisation que la protéine responsable ne possède pas un domaine kinase et est uniquement 

composée de domaines SH2 et SH3 a donc été inattendue (Birge et al., 2009). L’homologue humain, 

découvert quelques années plus tard, contient un domaine SH3 de plus dans sa région C-terminale, 

qui est relié au reste de la protéine via une longue région désordonnée (Figure 1.5) (Reichman et al., 

1992). Ce gène produit deux protéines grâce à l’épissage alternatif (CRK1 et CRK2), CRK1 étant la 

plus similaire à la version virale et ayant le plus grand potentiel oncogénique (Figure 1.5) (Matsuda 

et al., 1992; Birge et al., 2009). Cette observation a été le premier indice d’une auto-inhibition 

structurale similaire à celle observée chez les tyrosines kinases SRC (Birge et al., 2009). Une autre 

protéine hautement identique à CRK a été identifiée et catégorisée comme son paralogue (CRKL) 

(Figure 1.5).  

Les protéines CRK et CRKL ont été étudiées en détail depuis leur découverte (Reebye et al., 2012). 

Ces deux protéines sont composées d’un domaine SH2 N-terminal suivi d’un domaine SH3, d’une 

région désordonnée et d’un deuxième SH3 C-terminal (Figure 1.5) (Feller, 2001; Reebye et al., 2012). 

Les protéines adaptatrices CRK participent à l’intégration de signaux en aval de multiples récepteurs 

membranaires dont des RTK et les intégrines, et sont impliquées dans les processus pathologiques de 

nombreux virus et bactéries (Weidow et al., 2000; Heikkinen et al., 2008; Luo and Hahn, 2015). En 

effet, ces protéines participent à la régulation de la prolifération et de la migration cellulaires (Park 

and Curran, 2014; Park, Koptyra and Curran, 2016) et ont la capacité de promouvoir la stabilité des 

points focaux d’adhésion cellulaire (Li et al., 2003; Antoku and Mayer, 2009; Park and Curran, 2014). 

De plus, leurs fonctions en aval des intégrines seraient particulièrement importantes dans les cellules 

immunitaires (Liu, 2014; Braiman and Isakov, 2015; Roy et al., 2018; Spracklen et al., 2019). Depuis 

leur découverte dans un virus oncogénique, plusieurs observations ont lié les adaptateurs CRK à des 

cancers humains (Bell and Park, 2012; Luo and Hahn, 2015; Koptyra, Park and Curran, 2016). En 

effet, CRKL, qui est fortement phosphorylée par la fusion BCR-ABL, est considérée comme étant un 

marqueur de l’activité de cette fusion oncogénique (Reebye et al., 2012). De plus, les protéines CRK 

et CRKL sont fréquemment amplifiées dans des cancers et semblent participer aux processus de 

prolifération et de survie cellulaires (Nishihara et al., 2002; Miller et al., 2003; Takino et al., 2003; 

Luo et al., 2008; Kim et al., 2010; Cheung et al., 2011). 

Les protéines CRK sont de bons exemples de protéines qui sont régulées via des interactions 

intramoléculaires impliquant des domaines SH2 et SH3. Le SH3 C-terminal, qui est seulement 

retrouvé dans CRK2 et CRKL, est non-conventionnel et favorise l’homodimérisation de CRK2. Cette 

dimérisation induit un changement de conformation de ce domaine SH3, ce qui expose un signal 
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d’exportation du noyau (NES) (Harkiolaki et al., 2006). Ce domaine pourrait aussi former des 

contacts intramoléculaires, ce qui empêcherait l’interaction avec SOS qui est médiée par le SH3 N-

terminal de CRK2 (Sriram et al., 2015).  

La protéine adaptatrice CRK2 est aussi régulée via sa phosphorylation sur des résidus tyrosine. La 

phosphorylation d’un site spécifique dans la région désordonnée crée une interaction intramoléculaire 

avec le domaine SH2 et résulte en une conformation inhibitrice (Sriram et al., 2015). De plus, le SH3 

C-terminal peut aussi être phosphorylé sur des tyrosines, créant ainsi des sites de liaisons pour des 

domaines SH2 de d’autres protéines. La phosphorylation de CRK2 influence donc de manière 

importante ses fonctions signalétiques (Sriram et al., 2011, 2015; Sriram and Birge, 2012; Kumar et 

al., 2018). D’autre part, l'isomérisation d’une proline située dans la région désordonnée de la protéine 

CRK2 pourrait affecter drastiquement sa conformation et ses fonctions (Sarkar et al., 2007, 2011).  

1.2.1.2 GRB2  

 

La famille des protéines adaptatrices GRB2 inclut GRB2, GRAP et GADS (Yablonski, 2019). Ces 

protéines sont constituées d’un SH3 N-terminal suivi d’un SH2 et d’un autre SH3, la protéine GADS 

ayant une région désordonnée reliant le SH2 et le SH3 C-terminal qui est plus longue (Figure 1.5). 

GRB2 est exprimée dans pratiquement tous les tissus chez l’humain, contrairement aux deux autres 

membres qui sont retrouvés presque exclusivement dans les cellules hématopoïétiques (Yablonski, 

2019). La protéine GRB2 a été découverte à l’aide d’une librairie de phages contenant des séquences 

d’ADNc de cellules du cerveau humain. Cette librairie a été utilisée afin de découvrir des protéines 

pouvant lier la région intracellulaire phosphorylée sur tyrosines du RTK EGFR (Skolnik et al., 1991; 

Lowenstein et al., 1992). Il a été rapidement observé que GRB2 s’associe à EGFR et PDGFR via son 

domaine SH2 et que GRB2 est liée fonctionnellement à RAS (Lowenstein et al., 1992). En 

recherchant des séquences d’homologie au domaine SH2, un autre groupe a identifié le gène codant 

pour GRB2 (ASH) à partir de librairies d’ADNc (Matuoka et al., 1992). Plusieurs études publiées par 

la suite ont mis en évidence que GRB2 peut lier la protéine SOS, un élément clé de l’activation de 

RAS, et que cette liaison est associée à une stimulation à l’EGF, illustrant le rôle de GRB2 en tant 

qu'adaptateur faisant le lien entre des RTK activés et RAS (Olivier et al., 1993; Rozakis-Adcock et 

al., 1993; Simon, Dodson and Rubin, 1993; Stern et al., 1993). Il est maintenant bien décrit que le 

recrutement de SOS aux sites de RTK activés via GRB2 permet de positionner cette GEF à proximité 

de RAS, qui est déjà associé à la membrane, activant ainsi la voie des MAPK (Figure 1.6A) (Buday 

and Downward, 2008; Neumann et al., 2009; Reebye et al., 2012).  
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Plusieurs études pionnières ont permis une meilleure compréhension du fonctionnement de GRB2 et 

des protéines adaptatrices composées de domaines SH2 et SH3. L’établissement de la structure de 

GRB2 en solution a permis d'illustrer la grande flexibilité de la protéine ce qui facilite sa capacité de 

liaison à ses nombreux partenaires (Yuzawa et al., 2001). Le domaine SH2 semble posséder une forte 

sélectivité envers le motif peptidique pYRNM, ce qui suggère que la spécificité intrinsèque de ce 

domaine dicte les interactions de GRB2 (Kessels, Ward and Schumacher, 2002). L'analyse de 

phénotypes engendrés par l’expression réduite de GRB2 (GRB2+/-) chez la souris a permis de 

découvrir que le niveau d’expression de protéines adaptatrices peut affecter fortement la signalisation 

cellulaire en dictant l’activation de différentes voies (ERK vs JNK) (Gong et al., 2001). 

Les fonctions de GRB2 en tant que médiateur de la signalisation en aval de RTK tel EGFR sont 

maintenant bien caractérisées. Ses partenaires protéiques les plus fréquemment retrouvés incluent de 

nombreux RTK, FRS2, GAB1, SOS et de nombreux régulateurs de l’actine tels WASP (Wiskott-

Aldrich syndrome protein) et WIPF1/2/3 (Harkiolaki et al., 2009; Bisson et al., 2011). Cet adaptateur 

participe aussi à l’inhibition de la voie de signalisation médiée par EGFR via des boucles de régulation 

négatives, par exemple en favorisant le recrutement de l'ubiquitine ligase CBL et de tyrosines 

phosphatases (Reebye et al., 2012). D’autre part, la phosphorylation de GRB2 semble être stimulée 

par l’activation de EGFR et VEGFR2 et médiée par ABL. Le site de phosphorylation est situé dans 

le SH3 C-terminal et pourrait réguler les fonctions signalétiques de GRB2 (Li et al., 2001; Haines et 

al., 2009; Anselmi et al., 2012).  

Une voie de signalisation bien caractérisée impliquant GRB2 est l’activation du récepteur des cellules 

T (TCR) via LAT (Linker for activation of T cells), une protéine d'échafaudage liée à la membrane 

plasmique. Les fonctions signalétiques de GRB2 dans ce processus illustrent bien comment des 

protéines adaptatrices composées uniquement de domaines d’interaction protéiques peuvent stimuler 

la formation de complexes d’ordres supérieurs résultant en une séparation de phases (Figure 1.6B). 

L’activation du TCR stimule la phosphorylation de LAT (pLAT) sur de nombreuses tyrosines, ce qui 

permet le recrutement de complexes GRB2-SOS via le SH2 de la protéine adaptatrice (Houtman et 

al., 2006; Balagopalan et al., 2015). L’association de plusieurs molécules de GRB2 à une molécule 

de LAT en combinaison avec l’interaction multivalente SH3-dépendante entre GRB2 et SOS initie 

des événements d’oligomérisation résultant en une transition de phases et en l’activation locale de la 

signalisation (Figure 1.6B) (Nag et al., 2009; Huang et al., 2016, 2017, 2019; Su et al., 2016; Huang, 

Chiang and Groves, 2017). Les auteurs d’une étude récente ont généré un modèle in vitro 

reconstituant l’oligomérisation pLAT-GRB2-SOS et ont suggéré que ce processus permet l’activation 



 

31 

complète de la voie de signalisation via un maintien prolongé de SOS à la membrane plasmique 

(Figure 1.6B) (Huang et al., 2019). 

Comme pour CRK, il a été déterminé que la protéine adaptatrice GRB2 est impliquée dans les 

processus oncogéniques de plusieurs types de cancers dont la leucémie et le cancer du sein 

(Pendergast et al., 1993; Daly, Binder and Sutherland, 1994; Huebner et al., 1994; Verbeek et al., 

1997; Tari et al., 1999; Watanabe et al., 2000; Zang et al., 2004).  

  

Figure 1.6. GRB2 stimule la formation de complexes au niveau de récepteurs membranaires. 

A) La fonction la mieux caractérisée pour l'adaptateur GRB2 est illustrée. GRB2 recrute la GEF SOS 

à la membrane via une interaction SH2-dépendante avec EGFR afin d’activé la GTPase RAS et la 

voie des MAPK, stimulant ainsi la prolifération cellulaire. B) Dans les cellules T, GRB2 recrute SOS 

à des molécules de LAT phosphorylées sur des résidus tyrosines, ce qui résulte en la formation de 

complexes d’ordres supérieurs et à une séparation de phases liquide-liquide. Figure réalisée avec 

BioRender.com. 

 

1.2.1.3 NCK1 et NCK2 

 

La protéine adaptatrice NCK1 (initialement nommée NCK) a été identifiée grâce à un anticorps non-

spécifique (ciblant l’antigène MUC18 associé à un mélanome) lors du criblage d’une librairie 

d’ADNc (Lehmann, Riethmüller and Johnson, 1990). Il a alors été démontré que la protéine NCK est 

exprimée dans plusieurs lignées cellulaires humaines et est constituée de trois domaines SH3 suivis 

par un SH2 (Figure 1.5) (Lehmann, Riethmüller and Johnson, 1990). Le groupe de Tony Hunter a 

aussi identifié NCK et a déterminé que son état de phosphorylation peut être régulé par les RTK 

PDGFR et EGFR ainsi que par SRC (Meisenhelder and Hunter, 1992). Une autre équipe est arrivée 
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à des conclusions similaires et a proposé que la protéine NCK agisse en tant qu’adaptateur faisant le 

lien entre des RTK et les voies de signalisation régulant la prolifération cellulaire (Li et al., 1992).  

Subséquemment, il a été démontré que la protéine adaptatrice NCK, via son domaine SH2, est 

impliquée fonctionnellement en aval de nombreux RTK tels EGFR, PDGFR, FGFR, EPH, MET, 

VEGFR et est associée à la tyrosine kinase FAK (Chou, Fajardo and Hanafusa, 1992; Li et al., 1992; 

Meisenhelder and Hunter, 1992; Park and Rhee, 1992; Choudhury, Marra and Abboud, 1996; 

Kochhar and Iyer, 1996; Kroll and Waltenberger, 1997; Tang, Feng and Li, 1997; Chen et al., 1998; 

Igarashi et al., 1998; Ryan, Paterno and Gillespie, 1998; Braverman and Quilliam, 1999). Plusieurs 

partenaires SH3-dépendants de NCK ont aussi été rapidement identifiés, dont la tyrosine kinase ABL 

(Ren, Ye and Baltimore, 1994), la GEF SOS (Hu, Milfay and Williams, 1995), la E3-ubiquitine ligase 

CBL (Rivero-Lezcano et al., 1994), WASP (Rivero-Lezcano et al., 1995), les Ser/Thr kinases PAK 

(p21-activated kinase) (Bagrodia et al., 1995; Bokoch et al., 1996; Galisteo et al., 1996), PRK2 (Rho 

effector PKN-related kinase) (Quilliam et al., 1996) et TNIK (TRAF2 and NCK-interacting protein 

kinase) (Fu et al., 1999). La protéine NCK a aussi été rapidement identifiée chez Xenopus et 

Drosophila (Dock) (Clemens et al., 1996; Garrity et al., 1996; Tanaka et al., 1997; Chen et al., 1998; 

Gupta and Mayer, 1998). D’ailleurs, les premières fonctions biologiques de NCK ont été illustrées 

chez ces espèces. En effet, il a été déterminé que NCK (Dock) est un élément important du 

développement des photorécepteurs via la guidance axonale chez la drosophile (Clemens et al., 1996; 

Garrity et al., 1996).  

Malgré l’identification de NCK2 via un fragment d’ADNc en 1992 (en tant qu’une protéine 

interagissant avec EGFR) (Margolis et al., 1992), c’est en 1998 que le gène NCK2 a été concrètement 

identifié par deux groupes de recherche. Chen et collaborateurs ont mis en évidence que les séquences 

d’acides aminés de NCK1 et NCK2 (aussi nommés Nckα et Nckβ) présentent 68% d’identité et qu’ils 

sont extrêmement similaires à leurs homologues murins (96%) (Chen et al., 1998). Grâce à des 

anticorps spécifiques pour NCK1 ou NCK2, ils ont observé que les deux protéines NCK sont co-

exprimées dans plusieurs types cellulaires humains et qu’ils pourraient avoir leurs propres spécificités 

et fonctions (Chen et al., 1998). Le deuxième groupe a proposé que NCK1 et NCK2 sont liées au 

cytosquelette d’actine et qu’ils pourraient aussi agir en aval des intégrines (Tu, Li and Wu, 1998). Par 

la suite, Braverman et Quilliam ont aussi identifié NCK2 (Grb4) et ont proposé que les protéines 

adaptatrices NCK forment un lien entre des RTK activés et le cytosquelette d’actine en liant des 

protéines effectrices des GTPases RHO via leurs domaines SH3 (Braverman and Quilliam, 1999). 

Contrairement à Chen et collaborateurs, ils ont proposé que NCK1 et NCK2 pourraient être 

fonctionnellement redondantes (Braverman and Quilliam, 1999). 



 

33 

Les premières études génétiques ciblant NCK1 et NCK2 chez la souris ont aussi mis en évidence que 

ces protéines pourraient être potentiellement redondantes puisque la délétion d’un seul NCK n’a pas 

d’effets majeurs sur le développement tandis que la double délétion est mortelle au stade 

embryonnaire 9.5 (Bladt et al., 2003). Les auteurs ont déterminé que NCK1 est exprimée 

constitutivement dans les tissus de la souris et que NCK2, bien que présente dans presque tous les 

types cellulaires, possède un profil d’expression plus restreint et moins homogène, suggérant que les 

protéines NCK pourraient avoir des fonctions biologiques distinctes (Bladt et al., 2003). De plus, les 

auteurs ont observé que des fibroblastes de souris n'exprimant plus les NCK présentent des défauts 

majeurs de migration cellulaire et d’organisation du cytosquelette d’actine (Bladt et al., 2003). Les 

protéines adaptatrices NCK1 et NCK2 (notées NCK1/2 pour la suite) ont été caractérisées en détail 

et sont reconnues comme étant des adaptateurs permettant le recrutement d’effecteurs cytoplasmiques 

à la membrane en aval de récepteurs membranaires tels les RTK afin de stimuler le remodelage du 

cytosquelette d’actine (Reebye et al., 2012; Chaki and Rivera, 2013). En effet, leurs fonctions liées à 

la dynamique des réseaux d’actine sont importantes lors d’infections par des pathogènes, de 

l’activation de cellules immunitaires, de la formation de structures permettant la migration, l’adhésion 

et l'invasion cellulaires ainsi que pour le maintien de jonctions cellulaires (Reebye et al., 2012; Chaki 

and Rivera, 2013).  

Les protéines NCK1/2 sont fréquemment considérées comme étant redondantes et donc simplement 

identifiées NCK dans la littérature, cela même s’il existe de nombreuses évidences que chaque 

adaptateur possède des fonctions spécifiques (Chen et al., 2000; Cowan and Henkemeyer, 2001; 

Pramatarova et al., 2003; Kempiak et al., 2005; Bisson et al., 2007; Guan et al., 2007, 2009; 

Ngoenkam et al., 2014; Jacquet et al., 2018). Un cas probant de différence entre NCK1 et NCK2 est 

au niveau de leur régulation. Peu d’exemples existent concernant la régulation des fonctions de 

NCK1/2, un aspect qui a été investigué en détail lors du chapitre 2 de ma thèse. Par contre, il semble 

que la stabilité de NCK1 soit spécifiquement régulée via l’ubiquitination d’une lysine par CBL 

(Buvall et al., 2013; Joseph et al., 2014). De plus, la spécificité des interactions médiées par les 

protéines NCK1/2 a été récemment mise en évidence par notre laboratoire (Jacquet et al., 2018). Dans 

cette sous-section, je vais décrire les principales fonctions signalétiques des protéines adaptatrices 

NCK1/2 en mettant l’emphase sur le remodelage du cytosquelette d’actine, leurs liens avec les RTK 

EPH et la transition de phase afin de mettre en contexte les résultats présentés aux chapitre 2 et 3.  

1.2.2 Structure des protéines NCK1/2 
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Les structures des domaines SH3 et SH2 de NCK1 et NCK2 ont été résolues, à l'exception de celle 

du domaine SH3-3 de NCK1. Le domaine SH2 de NCK2 possède le repliement tertiaire standard des 

SH2 mais aussi une région C-terminale atypique (Ran and Song, 2005). Il a par contre été démontré 

que les SH2 de NCK1 et NCK2 possèdent la même spécificité in vitro (le motif pYDXV) et 

interagissent de manière structurellement identique avec un phospho-peptide de la protéine Tir de E. 

coli (Figure 1.7) (Frese et al., 2006). En ce qui concerne les domaines SH3, ils possèdent la structure 

commune des SH3 avec cinq brins β antiparallèles qui sont séparés par trois boucles et une hélice 3-

10 (Hake et al., 2008). Une interaction atypique de faible affinité entre le SH3-3 de NCK2 et le 

domaine LIM4 de PINCH a été mise en évidence grâce à une étude structurale (Vaynberg et al., 

2005). Il a par la suite été démontré via des expériences de titration peptidique par RMN que le SH3-

2 de NCK2 lie le motif APXΦPXR tandis que le SH3-3 possède une préférence pour PXAPXR (X 

représente n’importe quel acide aminé et Φ est pour des résidus hydrophobes, Figure 1.7) (Liu et al., 

2006). Les structures en solution des deux mêmes domaines de NCK1 ont mis en évidence une région 

chargée positivement présente spécifiquement dans le SH3-2 et qui pourrait être responsable d’une 

interaction atypique avec la région juxtamembranaire du RTK EGFR (Hake et al., 2008). Les 

structures du SH3-1 de NCK1 et NCK2 ont été résolues dans le contexte de leur interaction avec 

CD3ε et le motif atypique PXXDY (Figure 1.7) (Park, Takeuchi and Wagner, 2006; Santiveri et al., 

2009). 

Une possible interaction intramoléculaire impliquant la région entre les domaines SH3-1 et SH3-2 de 

NCK2 ((K/R)X(K/R)RXXS) et le domaine SH3-2 pourrait inhiber les interactions dépendantes de ce 

domaine dont celles avec PAK et SOS (Takeuchi et al., 2010). Les auteurs ont proposé que cette 

interaction a lieu en cis et permet la formation d’une conformation autoinhibée de NCK2 (Takeuchi 

et al., 2010). Récemment, il a été observé grâce à la cristallisation du SH3-1 de NCK1 que ce domaine 

peut dimériser in vitro en échangeant ses composants structuraux et ses acides aminés, un phénomène 

nommé “domain swapping” qui a été observé pour d’autres domaines SH3 auparavant (Cámara-

Artigas, 2016; Richter et al., 2020). De façon intéressante, la forme dimérique du SH3-1 ne semble 

pas pouvoir lier son partenaire CD3ε in vitro (Richter et al., 2020). Les auteurs ont aussi proposé que 

le domaine SH2 pourrait faire ce type d’échange structural en se basant sur les structures de d’autres 

groupes (Frese et al., 2006; Richter et al., 2020). 
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Figure 1.7. Structure générale des protéines NCK1/2 ainsi que leurs principaux motifs de 

liaison. Le SH3-1 de NCK2 est illustré avec un peptide de son partenaire CD3ε (PDB 2JXB) et le 

SH2 de NCK1 avec un peptide pTyr de la protéine bactérienne Tir (PDB 2CI9). Le SH3-2 de NCK1 

(PDB 2JS0) ainsi que le SH3-3 de NCK2 (PDB 2FRY) sont aussi présentés. La taille des structures 

des domaines est proportionnelle à leur nombre d’acides aminés. Un schéma est aussi présenté au-

dessus des structures afin d’identifier les domaines de NCK1/2. Figure réalisée avec BioRender.com. 

 

1.2.3 NCK1/2 et le remodelage du cytosquelette d’actine 

 

Les protéines adaptatrices NCK1/2 sont des éléments importants des mécanismes de régulation du 

cytosquelette d’actine. Elles sont recrutées à des récepteurs membranaires activés (généralement via 

leur domaine SH2) et permettent la relocalisation d’effecteurs cytoplasmiques au niveau de la 

membrane tels PAK, WIP, WASP et le complexe ARP2/3, initiant ainsi le remodelage du réseau 

d’actine cellulaire (Figure 1.8A). Les protéines NCK1/2 participent aussi à la modulation des réseaux 

d’actine via des tyrosines kinases cytoplasmiques comme ABL, FAK et SRC, et ce fréquemment en 

aval des intégrines (Rivero-Lezcano et al., 1994; Choudhury, Marra and Abboud, 1996; Schlaepfer, 

Broome and Hunter, 1997; Lock, Casagranda and Dunn, 1999; Miyoshi-Akiyama et al., 2001; 

Gugasyan et al., 2002; Woodring et al., 2004; Brown et al., 2005; Antoku et al., 2008; Preisinger and 

Kolch, 2010). 

1.2.3.1 Réorganisation des réseaux d’actine via la kinase PAK1 et les GTPases RHO 

 

La kinase PAK1 est un des partenaires protéiques qui est le plus fréquemment retrouvé comme étant 

physiquement associé aux adaptateurs NCK1/2 dans des cellules. Le groupe des kinases PAK, 
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orthologues de la kinase Ste20 chez la levure, est divisé en deux sous-groupes phylogénétiques dont 

le premier (PAK1-3) est le plus souvent associé aux protéines NCK1/2 (Jha and Strauss, 2012). PAK1 

est normalement dans une conformation auto-inhibée et son activation est liée à son recrutement à la 

membrane, à proximité des petites GTPases CDC42 et RAC1 (Lei et al., 2000; Jha and Strauss, 2012). 

L’interaction entre NCK1 et PAK1 a été identifiée par deux groupes qui ont déterminé qu’elle est 

médiée par le SH3-2 de NCK1 et le premier motif riche en proline de PAK1 (Bokoch et al., 1996; 

Galisteo et al., 1996). De plus, les auteurs des deux études ont démontré que cette interaction est 

constitutive et que la kinase PAK1 est activée seulement suite à la stimulation de RTK (EGFR ou 

PDGFR), ce qui permet le recrutement de la kinase à la membrane via NCK1 (Figure 1.8A) (Bokoch 

et al., 1996; Galisteo et al., 1996). En effet, il a par la suite été démontré que l’activation de PAK1 

est indépendante de la stimulation de RTK lorsque la kinase est localisée artificiellement à la 

membrane plasmique, et que cette activation dépend des GTPases RHO (Lu et al., 1997; Lu and 

Mayer, 1999). De plus, l’interaction entre NCK1/2 et PAK1 est régulée négativement par l’auto-

phosphorylation d’une sérine localisée dans le site riche en proline de PAK1 (Zhao, Manser and Lim, 

2000). L’activation de PAK1 via NCK1/2 régule, entre autres, l’adhésion, la répulsion ainsi que la 

migration, dépendamment du type cellulaire (Hing et al., 1999; Newsome et al., 2000; Stoletov et al., 

2001; Brown et al., 2005; Lamalice, Houle and Huot, 2006; Bisson et al., 2007; Xu and Henkemeyer, 

2009; Srivastava et al., 2013; Dubrac et al., 2016). Par exemple, NCK1/2 et les kinases PAK font 

partie d’un complexe unique permettant l’activation de ERK dans les cellules T (Lettau, Pieper and 

Janssen, 2009). Le complexe NCK1/2-PAK1 semble même pouvoir réguler l’activité de promoteurs, 

par exemple celui de la cycline-D1 au noyau (Tao et al., 2011). D’autre part, un rôle spécifique à 

NCK1 a été récemment identifié dans le maintien de la perméabilité vasculaire via les kinases PAK 

(Alfaidi, Bhattarai and Orr, 2020). 

Les protéines adaptatrices NCK1/2 sont aussi liées fonctionnellement aux petites GTPases de la 

famille RHO (RHOA, CDC42 et RAC1) dans les processus de migration cellulaire. La protéine de 

liaison à l’actine Synaptopodin (SYNPO) semble pouvoir lier NCK1 via son SH3-2, bloquant ainsi 

le site de liaison de CBL, ce qui empêche la dégradation de NCK1. Cette protection résulterait en 

l’augmentation de l’activité de RHOA et en la formation de fibres de stress (Buvall et al., 2013). 

D’autre part, NCK1 peut lier la GAP β2-chimaerin (CHN2) via son SH3-3 et la recruter à la 

membrane suite à l’activation du RTK EGFR, régulant ainsi l’activité de RAC1 (Gutierrez-Uzquiza 

et al., 2013). Les protéines NCK1/2 sont aussi des acteurs importants de l’établissement de la polarité 

cellulaire avant-arrière lors de la migration directionnelle des cellules endothéliales (Chaki et al., 

2013; Chaki, Barhoumi and Rivera, 2015; Clouthier et al., 2015; Dubrac et al., 2016). Ces fonctions 
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seraient reliées aux petites GTPases RHO puisque la déplétion de NCK1/2 cause la délocalisation de 

CDC42 et RAC1 (ainsi que de la kinase aPKC) et une diminution de l’activité de RHOA lors du 

processus d'angiogenèse (Chaki et al., 2013; Chaki, Barhoumi and Rivera, 2015). 

1.2.3.2 Remodelage de l’actine en aval de PDGFRβ via NCK1/2  

 

Une fonction bien caractérisée des protéines adaptatrices NCK1/2 est leur participation à la 

transmission de signaux en aval du RTK PDGFRβ résultant en une reconfiguration importante des 

réseaux cellulaires d’actine. Peu après la découverte de NCK2 et des GEF PIX (Manser et al., 1998), 

il a été démontré que les protéines NCK1/2 font partie de complexes en aval de PDGFR impliquant, 

entre autres, PIX et PAK, permettant l’activation de CDC42 et RAC1 aux points focaux d’adhésion 

(Figure 1.8A) (Yoshii et al., 1999). De façon intéressante, NCK1 et NCK2 semblent lier deux sites 

pTyr différents sur la partie intracellulaire de PDGFRβ, illustrant une différence dans la spécificité 

de leur domaine SH2 (Chen et al., 2000). L’activation du RTK PDGFRβ stimule une réorganisation 

majeure du cytosquelette d’actine afin d’entamer la dé-adhésion et la migration cellulaires. Un 

complexe entre NCK1/2 et la protéine d'échafaudage BCAR1 (une interaction SH2-dépendante) serait 

essentiel pour ce processus en participant à l’activation de la voie de signalisation PI3K/RAC1 et des 

GTPases RHO (Rivera et al., 2006; Ruusala et al., 2008). NCK1 participerait à la signalisation 

CDC42-dépendante tandis que NCK2 modulerait RHOA lors de ce processus de migration (Guan et 

al., 2009). Les protéines NCK1/2 participent aussi à des processus similaires en aval des RTK EGFR 

et MET via une interaction SH2-dépendante avec la protéine d'échafaudage GAB1 (Abella et al., 

2010).  

1.2.3.3 NCK1/2 régulent la polymérisation d’actine via WASP et le complexe ARP2/3 

 

Les rôles essentiels des protéines NCK1/2 lors de la stimulation de la polymérisation de l’actine via 

le complexe WIP-WASP-ARP2/3 ont été caractérisés en détail (Dart et al., 2012; Borinskaya et al., 

2016). Les protéines adaptatrices NCK1/2 participent aussi, dans une moindre mesure, à l’activation 

du complexe WAVE et à la polymérisation d’actine dans des protrusions aux extrémités de cellules 

en migration (Eden et al., 2002; Pils et al., 2012; Chaki et al., 2013). Il a été démontré que NCK1 

s’associe via ses domaines SH3 avec WASP et via son SH3-2 avec WIP, formant un complexe reliant 

les signaux extracellulaires aux effecteurs cytoplasmiques de la polymérisation de l’actine (Figure 

1.8A) (Rivero-Lezcano et al., 1995; Antón et al., 1998; Ditlev et al., 2012; Donnelly et al., 2013). La 

protéine WASP (et N-WASP) est un élément clé de cette polymérisation et est normalement dans une 

conformation auto-inhibée. Cette protéine est activée par des interactions allostériques et via son 
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oligomérisation, lui permettant ainsi de participer à l'activation du complexe ARP2/3 (Padrick and 

Rosen, 2010). WASP permet l’intégration de signaux en interagissant physiquement avec les 

protéines NCK1/2, des phospholipides et des GTPases RHO (Higgs and Pollard, 2001; Rohatgi et al., 

2001; Takenawa and Miki, 2001; Rivera et al., 2009). Des études in vitro ont permis de déterminer 

que les protéines NCK1/2 sont parmi les meilleurs activateurs de WASP et N-WASP (Tomasevic et 

al., 2007). D’ailleurs, le ciblage des domaines SH3 de NCK1/2 à la membrane plasmique est suffisant 

pour stimuler la formation de comètes d’actine dépendantes de N-WASP (Rivera et al., 2004).  

Un phénomène biologique important qui dépend de la formation de comètes d’actine est la 

propagation de pathogènes tels le virus Vaccinia (Frischknecht et al., 1999; Moreau et al., 2000; 

Snapper et al., 2001; Scaplehorn et al., 2002; Newsome, Scaplehorn and Way, 2004; Reeves et al., 

2005; Newsome et al., 2006) et l’entéropathogène E. coli (Gruenheid et al., 2001). Ces pathogènes 

recrutent NCK1/2 et activent la polymérisation d’actine via le complexe N-WASP-ARP2/3 afin de 

favoriser l’infection de cellules voisines. Par exemple, un motif pTyr de la protéine Tir de E. coli 

s’associe fortement au SH2 de NCK1/2 et est suffisant pour provoquer la formation de comètes 

d’actine chez Xenopus (Campellone et al., 2004). L’infection d’une cellule par le virus Vaccinia 

résulte en l’activation locale de tyrosines kinases telles SRC et ABL et au recrutement de GRB2, 

NCK1/2 et WIP stimulant ainsi l’activation de N-WASP et de ARP2/3 et la formation de comètes 

d’actines sous l’enveloppe extracellulaire du virus. Ce processus a été utilisé comme modèle afin 

d’étudier la polymérisation de l’actine (Weisswange et al., 2009). En effet, les auteurs ont observé 

que les composants du complexe sont dynamiques et que la vitesse à laquelle ils sont échangés est 

unique à chaque protéine. Le taux d’échange de N-WASP serait l’élément contrôlant la vitesse de la 

polymérisation de l’actine (Weisswange et al., 2009).  

1.2.3.4 La polymérisation d’actine dépendante de NCK1/2 dans les cellules immunitaires 

 

Les cellules T sont activées lorsque leur récepteur (TCR, un membre des récepteurs non-catalytiques 

phosphorylés sur tyrosines) (Dushek, Goyette and van der Merwe, 2012) entre en contact avec une 

cellule présentant un antigène (APC), ce qui résulte en la réorganisation du cytosquelette d’actine afin 

de promouvoir le relâchement de cytokines ou de granules cytolytiques (Russell and Ley, 2002; 

Burkhardt, Carrizosa and Shaffer, 2008). Une cellule T peut former de nombreuses synapses lytiques 

(ou immunitaires) suite à l’activation du TCR, ce qui nécessite le recrutement de complexes 

protéiques impliquant NCK1/2 et plusieurs effecteurs régulant le cytosquelette d’actine ainsi que 

l’activation des MAPK (Fuller, Braciale and Samelson, 2003; Depoil et al., 2005; Wiedemann et al., 

2006; Burkhardt, Carrizosa and Shaffer, 2008; Yiemwattana et al., 2012; Ngoenkam et al., 2014). Les 
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protéines adaptatrices NCK1/2 semblent être importantes pour la formation de deux complexes 

distincts suite à l’activation du TCR; les relations fonctionnelles entre ces deux complexes sont encore 

aujourd’hui controversées (Lettau, Pieper and Janssen, 2009; Castello et al., 2013). Premièrement, 

l’activation du TCR mène à la phosphorylation de ses motifs tyrosine d’activation (ITAM) via les 

tyrosines kinases de la famille SRC et au recrutement de la tyrosine kinase ZAP70. Cette kinase 

phosphoryle ensuite la protéine membranaire d’échafaudage LAT, qui recrute de nombreuses 

protéines via des interactions SH2-dépendantes dont SLP-76. SLP-76 est aussi phosphorylée par la 

tyrosine kinase ZAP70, ce qui crée des points d’ancrage pour le domaine SH2 des protéines NCK1/2 

qui recrutent ensuite la machinerie de polymérisation d’actine via leurs SH3, formant un complexe 

avec WASP, CDC42 et VAV (Wunderlich, Faragó, et al., 1999; Zeng et al., 2003; Barda-Saad et al., 

2005; Lettau, Pieper and Janssen, 2009). Les protéines adaptatrices NCK1/2 pourraient aussi recruter 

PAK1 et PAK2 à ce complexe et l’activation de ces deux kinases stimulerait l’activité de ERK 

(Bubeck Wardenburg et al., 1998; Yablonski et al., 1998; Chu et al., 2003, 2004; Zeng et al., 2003; 

Lettau, Pieper and Janssen, 2009). Deuxièmement, les protéines NCK1/2 peuvent lier directement la 

sous-unité CD3ε de la région intracellulaire du TCR via leur SH3-1 et ce recrutement direct pourrait 

être une voie alternative pour la stimulation de la polymérisation de l’actine via WIP/WASP et PAK 

(Gil et al., 2002). Le motif de CD3ε qui est reconnu par le SH3-1 (PXXDY) inclut une partie du motif 

ITAM du TCR (Tailor et al., 2008). La liaison de NCK1/2 semble réguler l’endocytose ainsi que la 

phosphorylation du récepteur. À l’inverse, la phosphorylation du motif inhiberait la liaison de 

NCK1/2 (Borroto et al., 1999; Kesti et al., 2007; Tailor et al., 2008; Takeuchi et al., 2008). Il a par 

contre été suggéré plus récemment que l’association de NCK1/2 à CD3ε dépend aussi de leur domaine 

SH2 via l’ITAM (Paensuwan et al., 2016).  

Les rôles biologiques de l’association entre NCK1/2 et CD3ε ne sont pas clairs puisque des résultats 

contradictoires ont été obtenus dépendamment des processus cellulaires qui ont été étudiés (Barda-

Saad et al., 2005; Szymczak et al., 2005; Tailor et al., 2008; Takeuchi et al., 2008; Lettau, Pieper and 

Janssen, 2009; Borroto et al., 2014). Il est par contre évident que les protéines NCK1/2 sont 

essentielles pour le fonctionnement normal des cellules T et B (Lettau et al., 2006; Roy, Togbe, A. 

D. Holdorf, et al., 2010; Roy, Togbe, A. Holdorf, et al., 2010; Yiemwattana et al., 2012; Castello et 

al., 2013; Leu, 2014; Ngoenkam et al., 2014; Lu et al., 2015).  

1.2.4 Autres fonctions signalétiques de NCK1/2 

 

Les adaptateurs NCK1/2 sont impliqués dans plusieurs autres voies de signalisation, quoique ces 

fonctions sont moins bien caractérisées. Premièrement, les protéines NCK1/2 semblent être 
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impliquées dans la réponse aux dommages à l’ADN. Ces protéines ont été observées au noyau de 

fibroblastes de souris, à la surprise des auteurs à l’époque. Ceux-ci ont aussi détecté une interaction 

avec la protéine de liaison à l’ARN SAM68 (Lawe, Hahn and Wong, 1997). Il a ensuite été observé 

que les protéines adaptatrices NCK1/2 peuvent s’accumuler au noyau à la suite de stress causant des 

dommages à l’ADN. Cette translocation aurait lieu via le partenaire protéique de NCK1/2 SOCS7, 

qui possède des signaux NLS et NES (Matuoka et al., 1997; Martens et al., 2004; Kremer, Adang and 

Macara, 2007; Errington and Macara, 2013). Deuxièmement, les protéines NCK1/2 semblent aussi 

être impliquées dans les voies de signalisation de réponse aux stress du réticulum endoplasmique 

(ER) régulant la traduction. Une certaine proportion des protéines NCK1/2 serait liée physiquement 

au ER et ces molécules de NCK1/2 seraient déplacées suite à des stress, modulant ainsi l’activation 

des MAPK (Nguyên et al., 2004). Les fonctions des protéines NCK1/2 dans cette voie impliquent la 

régulation de la phosphorylation de eIF2α (eukaryotic initiation factor 2α) et de l’initiation de la 

traduction (Kebache et al., 2002, 2004; Cardin et al., 2007; Cardin and Larose, 2008). Cette 

modulation de la phosphorylation serait expliquée par la capacité de NCK1/2 à former un complexe 

avec eIF2α (via leur SH3-1) et la phosphatase PP1c (Kebache et al., 2002; Latreille and Larose, 2006; 

Cardin et al., 2007; Lettau, Pieper and Janssen, 2009). De plus, la dégradation des protéines NCK1/2 

suite à la stimulation de cellules cancéreuses au FGF2 serait aussi liée aux réponses aux stress du ER 

(B. Li et al., 2013). La protection d’ARNm via leur “capping” cytoplasmique semble pouvoir être 

médiée par NCK1, qui permettrait la formation d’un complexe formé de la CE (capping enzyme) et 

d’une kinase 5′ (Mukherjee, Bakthavachalu and Schoenberg, 2014). 

Troisièmement, plusieurs évidences indiquent que les protéines adaptatrices NCK1/2 sont impliquées 

dans l’adipogenèse et que la dérégulation de leur niveau d’expression corrèle avec une augmentation 

de l’obésité chez la souris. NCK2, via son interaction avec PERK (R-like endoplasmic reticulum 

kinase) jouerait un rôle dans l’homéostasie des tissus adipeux blanc tandis que NCK1 serait impliquée 

dans la différentiation des préadipocytes (Latreille et al., 2011; Han et al., 2013; Dusseault et al., 

2016; Haider et al., 2017; Haider, Dusseault and Larose, 2018).  
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Figure 1.8. NCK1/2 recrutent divers effecteurs stimulant la modulation du cytosquelette 

d’actine en aval de RTK tels EGFR, PDGFR et les EPH. A) Les principaux partenaires protéiques 

recrutés par NCK1/2 via leurs SH3 aux sites de RTK activés sont illustrés. B) NCK1/2 facilitent aussi 

la formation de complexes dans le contexte de la signalisation directe EPH-dépendante et indirecte 

éphrine-B dépendante. Figure réalisée avec BioRender.com. 

 

1.2.5 Les RTK EPH, dont EPHA4, sont liés fonctionnellement aux adaptateurs 

NCK1/2  

 

Un des premiers phénotypes associés à la protéine NCK1 a été identifié chez la drosophile. Il a alors 

été révélé que NCK1 est impliquée dans des processus neuronaux qui sont aussi fréquemment 

associés avec les récepteurs EPH chez d’autres espèces. La délétion de NCK1 chez la drosophile 

résulte en des perturbations majeures de la guidance axonale des photorécepteurs (cellules R) ainsi 

que de leur innervation, des phénotypes qui peuvent être renversés par l’expression de la protéine 

NCK1 humaine (Garrity et al., 1996; Rao and Zipursky, 1998; Desai et al., 1999; Rao, 2005). Ces 

fonctions neuronales de NCK1 dépendent de son domaine SH2 en aval de divers récepteurs, 

dépendamment du type cellulaire et du stade de développement (Rao and Zipursky, 1998; Schmucker 

et al., 2000; Fan et al., 2003; Song et al., 2003; Rao, 2005). De plus, le domaine SH3-2 de NCK1, via 

son interaction avec PAK, semble aussi être essentiel pour ces processus (Hing et al., 1999; Newsome 

et al., 2000). Des fonctions neuronales des protéines NCK1/2 ont par la suite été identifiées chez les 

mammifères (Li et al., 2002; Guan et al., 2007).  
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Parallèlement aux découvertes chez la drosophile, des équipes de recherche ont déterminé que les 

protéines NCK1/2 font partie de complexes en aval du RTK EPHB2 et qu’elles peuvent lier 

directement des tyrosines phosphorylées de la région juxtamembranaire du récepteur EPHB1 via leur 

domaine SH2 (Holland et al., 1997; Stein et al., 1998; Yoshii et al., 1999; Becker et al., 2000; Vindis 

et al., 2004). De façon intéressante, le domaine SH2 de NCK2, et non celui de NCK1, peut lier 

l’éphrine-B1 et participe à la signalisation inverse lors du remodelage du cytosquelette d’actine 

(Cowan and Henkemeyer, 2001). NCK2 serait aussi un acteur important de la signalisation en aval 

de l’éphrine-B3 dans des cellules neuronales en recrutant des effecteurs cytoplasmiques dont la kinase 

PAK via son SH3-2 (Xu and Henkemeyer, 2009).  

Plusieurs publications ont mis en évidence des liens fonctionnels entre les protéines adaptatrices 

NCK1/2 et le RTK EPHA4. Il a été démontré que NCK2 et PAK1 sont des effecteurs importants en 

aval du récepteur EPHA4 lors de la régulation de l’adhésion de l’embryon chez Xenopus (Bisson et 

al., 2007). Des études génétiques chez la souris ont permis d’illustrer des liens fonctionnels entre 

EPHA4, NCK1/2 et α-chimaerin (CHN1) dans les neurones qui permettent le contrôle du mouvement 

(Fawcett et al., 2007; Wegmeyer et al., 2007). En effet, la délétion de NCK1/2 dans le système 

nerveux en développement de la souris génère des phénotypes très similaires à ceux observés lors de 

la délétion de EPHA4, par exemple une démarche rappelant celle du lapin (Fawcett et al., 2007). De 

plus, la GAP CHN1, qui cible RAC1, agit en aval du RTK EPHA4 dans les neurones de la souris et 

s’associe avec NCK1/2 (Wegmeyer et al., 2007). Il a par la suite été démontré que l’orthologue des 

protéines NCK1/2 chez C. elegans (Nck-1) joue un rôle important dans le processus de guidance 

axonale via WASP en aval du seul RTK EPH (VAB-1) chez cette espèce (Mohamed and Chin-Sang, 

2011; Mohamed et al., 2012). 

Les protéines adaptatrices NCK1/2 sont maintenant considérées comme des effecteurs importants de 

la signalisation EPH-dépendante (Figure 1.8B). Elles sont recrutées aux récepteurs EPH activés, dont 

EPHA2, EPHA3, EPHA4, EPHB1, EPHB2, via leur domaine SH2 et recrutent leurs partenaires 

cytoplasmiques via leurs domaines SH3, comme PAK et les chimaerins, menant à la réorganisation 

des réseaux cellulaires d’actine (Figure 1.8B) (Bisson et al., 2007; Fawcett et al., 2007; Wegmeyer et 

al., 2007; Hu et al., 2009; Miura et al., 2009; Pesti et al., 2012; Srivastava et al., 2013). NCK1/2 

participent aussi à la formation de complexes signalétiques en aval des RTK EPHB4 et EPHA8 

(Wagner et al., 2020). 

1.2.6 Les protéines NCK1/2 et l’importance de la stœchiométrie et de la multivalence 
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La capacité de relier physiquement un récepteur activé (SH2-dépendant) à plusieurs effecteurs via 

leurs trois domaines SH3 permet aux protéines adaptatrices NCK1/2 de favoriser la formation de 

larges complexes protéiques dont ceux stimulant la polymérisation de l’actine. Leurs SH3, liant des 

cibles avec de faibles affinités, fonctionnent fréquemment de concert en s’associant avec des 

partenaires possédant de nombreux sites poly-proline créant une coopération entre les domaines. En 

effet, il a rapidement été observé que la présence de SH3 en tandem augmente l’affinité de NCK1/2 

envers leurs cibles, telles WASP, la fusion BCR-ABL et DOCK1 (Rivero-Lezcano et al., 1995; 

Wunderlich, Gohér, et al., 1999; Tu, Kucik and Wu, 2001). De plus, l’observation que la 

surexpression de NCK2 a un effet dominant négatif sur la signalisation en aval du RTK PDGFRβ a 

mené à l’hypothèse que la stœchiométrie des composants des complexes impliquant cet adaptateur 

est importante (Chen et al., 2000). En effet, l’augmentation de la concentration cellulaire de NCK2 

cause les mêmes phénotypes que sa délétion et inhibe la signalisation NCK2-dépendante en aval du 

RTK, selon les conditions (Chen et al., 2000). Outre les rôles décrits plus haut des protéines 

adaptatrices NCK1/2 en aval de RTK lors du remodelage du cytosquelette, leurs fonctions ont aussi 

été investigués dans le contexte de la formation de complexes d’ordre supérieur permettant ces 

processus. 

Le rôle important de NCK1 lors du remodelage du cytosquelette d’actine dépendant de WASP et 

ARP2/3 a été mis en évidence grâce à l’élaboration d’un essai in vitro permettant la quantification de 

la polymérisation de l’actine (Tehrani et al., 2007). La phosphorylation de la protéine de liaison à 

l’actine CTTN (cortactin) par SRC permet la liaison de NCK1 via son SH2, qui relie ensuite cette 

protéine à WASP et WIP via ses SH3, permettant l’activation de WASP (normalement dans une 

conformation auto-inhibée) et ARP2/3. NCK1 permet donc la formation de larges complexes, ce qui 

stimule la polymérisation de l’actine (Okamura and Resh, 1995; Ho et al., 2001, 2004; Sawa and 

Takenawa, 2006; Tsuboi, 2006; de la Fuente et al., 2007; Tehrani et al., 2007; Oser et al., 2010). Il a 

par la suite été observé que la densité de molécules de NCK1/2 dans ces complexes contrôle ce 

phénomène dans des cellules vivantes (Rivera et al., 2004; Ditlev et al., 2012). Un modèle NCK/N-

WASP/ARP2–3 d’une stœchiométrie 4:2:1 a été proposé suite à ces études (Ditlev et al., 2012). 

L’importance des protéines NCK1/2 ainsi que de la stœchiométrie dans le complexe SLP76-NCK-

VAV1 ont aussi été rapportés en ce qui concerne la réorganisation des réseaux d’actine suite à 

l’activation de cellules T (Barda-Saad et al., 2010). 

D’autre part, les protéines adaptatrices NCK1/2 ont des fonctions signalétiques critiques qui 

dépendent de leur capacité à former des complexes protéiques d’ordres supérieurs via des interactions 

multivalentes. En effet, des études ont déterminé que les protéines NCK1/2 sont essentielles pour 
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l’homéostasie des jonctions reliant les cellules épithéliales des reins, les podocytes. Les processus de 

filtration sont médiés par les podocytes et dépendent d’une association étanche entre ces cellules. Ces 

jonctions, aussi nommés diaphragmes à fente, sont formées via des interactions en trans du récepteur 

Nephrin qui est localisé dans des structures cellulaires (foot process) riches en actine (Pavenstädt, 

Kriz and Kretzler, 2003; Scott and Quaggin, 2015; Martin et al., 2020). Trois motifs YDXV, 

phosphorylés par des kinases de la famille SRC, sont retrouvés dans la région intracellulaire de 

Nephrin et sont des sites de liaison du domaine SH2 de NCK1/2. L’association entre le récepteur 

Nephrin phosphorylé sur ces sites (pNephrin) et les protéines NCK1/2 est essentielle pour la 

polymérisation de l’actine dans ces structures cellulaires (Jones et al., 2006, 2009; Verma et al., 2006; 

Blasutig et al., 2008). De façon intéressante, la protéine Tir de l’entéropathogène E.coli mime la 

stimulation de la polymérisation de l’actine pNephrin-NCK1/2 grâce à des motifs YDXV (Blasutig 

et al., 2008). En plus de lier les récepteurs pNephrin aux effecteurs du cytosquelette d’actine, NCK1/2 

module le niveau de phosphorylation du récepteur, probablement en stabilisant son interaction avec 

la tyrosine kinase FYN (New, Keyvani Chahi and Jones, 2013). Les complexes médiés par Nephrin 

et NCK1/2 semblent aussi être liées à d’autres voies de signalisation dont SLIT2-ROBO2 et la voie 

HIPPO (Fan et al., 2012; Keyvani Chahi, Martin and Jones, 2016). Le niveau de phosphorylation de 

Nephrin ainsi que la signalisation médiée par NCK1/2-WASP sont des éléments importants du 

maintien de l'homéostasie de ces cellules du rein ainsi que pour la régulation du récepteur via son 

endocytose (Jones et al., 2006; Uchida et al., 2008; New et al., 2016; Martin et al., 2020). 

Le complexe pNephrin-NCK1/2-WASP a été utilisé abondamment ces dernières années comme 

modèle afin d’étudier les rôles de la stœchiométrie, de la multivalence ainsi que des processus 

biophysiques lors de la formation de complexes d’ordre supérieur en aval de récepteurs activés 

menant à la polymérisation de l’actine. Le groupe du Dr. Mike Rosen a investigué la possibilité que 

l’assemblage de molécules intracellulaires pourrait mener à une transition de phases, un phénomène 

étudié dans plusieurs domaines de la science dont la chimie des polymères (P. Li et al., 2012). Les 

auteurs se sont basés sur l’observation que de nombreuses protéines de signalisation sont constituées 

de plusieurs domaines d’interactions protéiques de faible affinité qui sont séparés par des régions 

flexibles, médiant des interactions multivalentes (Jin et al., 2009; P. Li et al., 2012). En utilisant 

l’interaction SH3-PXXP comme modèle in vitro et dans des cellules, ils ont démontré que la 

combinaison de plusieurs SH3 et de plusieurs sites de liaisons riches en proline résulte en la formation 

de gouttelettes indiquant une séparation de phases liquide-liquide (Figure 1.9A) (P. Li et al., 2012). 

Le seuil de formation (mesuré par la concentration nécessaire des molécules poly-SH3 et poly-PXXP) 

ainsi que la taille de ces structures dépendent de la valence des éléments qui interagissent. Ils ont 
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aussi observé un enrichissement des molécules à l’intérieur des condensés. De plus, la vitesse de 

diffusion est ralentie dans ces gouttelettes, une autre indication d’une séparation de phases liquide-

liquide (P. Li et al., 2012). Les auteurs ont aussi démontré que la combinaison d’une région de N-

WASP et de NCK1 est suffisante pour promouvoir une séparation de phases in vitro et que l’ajout de 

la région intracellulaire phosphorylée de Nephrin augmente l’efficacité de ce phénomène, suggérant 

ainsi que l’activité de kinases pourrait réguler la transition de phases dans les cellules (Figure 1.9B) 

(P. Li et al., 2012).  

Le même groupe a par la suite démontré à l’aide d’un système de membranes lipidiques in vitro que 

la polymérisation de l’actine via ARP2/3 dépend de la valence de NCK1, qui permet d’établir des 

connections entre plusieurs molécules de Nephrin et N-WASP. Ces associations résultent en la 

formation de larges complexes et de condensés de l’ordre du micron qui ont changé de phase (Figure 

1.9B) (Banjade and Rosen, 2014). De manière intéressante, la région entre le SH3-1 et le SH3-2 de 

NCK1, qui pourrait former une interaction intramoléculaire dans NCK2 (Takeuchi et al., 2010), serait 

impliquée dans la séparation de phases médiée par NCK1. Cette région possède deux motifs linéaires 

ainsi qu’une charge généralement positive qui permettraient une interaction avec une autre molécule 

de NCK1 en trans via son SH3-2. Les auteurs de cette étude ont suggéré que cette interaction participe 

à la formation des complexes résultant en une transition de phases (Banjade et al., 2015). Un autre 

groupe a observé que cette même région inter-domaine de NCK1 pourrait participer à l’activation de 

N-WASP via une interaction directe bloquant sa conformation auto-inhibée. Les auteurs ont suggéré 

que cette séquence est similaire à celles observées chez des bactéries ayant la capacité d'activer les 

molécules de N-WASP de leur hôte (Okrut et al., 2015). 

Récemment, l’importance de la stœchiométrie contrôlée par NCK1 a été mise en évidence. La 

polymérisation de l’actine via N-WASP-ARP2/3 est stimulée lorsque la concentration de NCK1 

augmente jusqu’au point où le nombre de molécules de NCK1 dépasse le nombre de sites pTyr 

présents dans la région intracellulaire de pNephrin (Case et al., 2019). Cet excédent de NCK1 limite 

le branchement pNephrin-NCK1-N-WASP en se liant uniquement à des molécules libres de N-WASP 

(Case et al., 2019). De plus, les auteurs ont observé que la polymérisation de l’actine dépend du temps 

de rétention de N-WASP au niveau des complexes (Case et al., 2019). La nucléation d’un filament 

d’actine est un processus à plusieurs étapes dont l’initiation repose sur la liaison du complexe 

ARP2/3-N-WASP-actine (1:2:2) à un filament d’actine, ce qui est suivi par la dissociation de N-

WASP et par la polymérisation d’un nouveau filament via ARP2/3 maintenant lié de façon 

irréversible à l’actine (Zalevsky et al., 2001; Smith, Daugherty-Clarke, et al., 2013; Smith, Padrick, 

et al., 2013; Rodnick-Smith et al., 2016; Espinoza-Sanchez et al., 2018; Case et al., 2019). 
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L’augmentation du temps de rétention de N-WASP via pNephrin-NCK1 serait donc un élément clé 

de la stimulation de la polymérisation via ARP2/3, permettant l’activation complète du complexe.  

Le fait que NCK1 contrôle la vitesse d’échange des membres du complexe via ses domaines SH3 

suite à la phosphorylation de Nephrin a aussi été documenté par un autre groupe (Kim et al., 2019). 

Ces observations sont fortement similaires à la fonction de GRB2 dans le complexe pLAT-GRB2-

SOS, qui est de favoriser la rétention de SOS à la membrane pour permettre son activation complète 

(Huang et al., 2019). Dans les cellules T, la formation de complexes d’ordre supérieur résultant en 

une séparation de phases peut impliquer à la fois GRB2, NCK1/2 et WASP (Ditlev et al., 2019). Les 

protéines NCK1/2 et WASP semblent aussi réguler les déplacements des complexes protéiques 

dépendant de pLAT le long des réseaux d’actine (Ditlev et al., 2019). La formation de polymères 

menant à une transition de phases liquide-liquide en aval de récepteurs membranaires via des 

protéines adaptatrices constituées de multiples domaines SH serait donc un mécanisme contrôlant le 

niveau d’activité enzymatique générant des réseaux d’actine (Case et al., 2019).  

Figure 1.9. Les protéines adaptatrices NCK1/2 et la formation de complexes résultant en des 

événements de séparation de phases. A) Des répétitions de motifs PXXP ainsi que de domaines 

SH3 ont originalement été utilisés in vitro afin d'investiguer la possibilité que des protéines 

multivalentes peuvent former des bio-condensés (P. Li et al., 2012). B) Les protéines NCK1/2 

contrôlent la formation de complexes d’ordre supérieur en aval des récepteurs Nephrin, ce qui permet 

la stimulation de la nucléation de réseaux d’actine et la formation de condensés biophysiques. Figure 

réalisée avec BioRender.com. 

 

1.2.7 Rôles des protéines NCK1/2 dans les pathologies 
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Les protéines NCK1/2 sont impliquées dans plusieurs pathologies, un exemple bien établi étant leurs 

fonctions lors de la polymérisation de l’actine stimulée par des pathogènes (Frischknecht et al., 1999; 

Gruenheid et al., 2001; Campellone et al., 2002). De manière intéressante, la phosphorylation de 

NCK1 semble être modulée par l’infection au SARS-CoV2 (Bouhaddou et al., 2020; Klann et al., 

2020).  

De plus, ces adaptateurs sont impliqués dans de nombreux processus oncogéniques. Par exemple, la 

surexpression de NCK1 dans des cellules de rats et de souris résulte en une augmentation de la 

prolifération et de la migration cellulaires (Lehmann, Riethmüller and Johnson, 1990; Chou, Fajardo 

and Hanafusa, 1992; Li et al., 1992). La protéine NCK2 est surexprimée dans des cellules de 

mélanome humain et est impliquée dans leur migration, prolifération et invasion (de Wit et al., 2005; 

Labelle-Côté et al., 2011). D’autre part, les protéines NCK1/2 sont impliquées dans les processus 

d’invasion cellulaire. Des cellules métastatiques forment fréquemment des invadopodes, qui sont des 

structures riches en actine permettant aux cellules oncogéniques de dégrader la matrice extracellulaire 

afin d’envahir des tissus avoisinants (Linder, 2009; Murphy and Courtneidge, 2011; Oser et al., 2011; 

Beaty and Condeelis, 2014). Les protéines NCK1/2 sont enrichies dans ces structures et participent à 

leur formation via plusieurs partenaires signalétiques dont EGFR, N-WASP, ARP2/3, CDC42, WIP, 

TKS5, SRC et CTTN (Yamaguchi et al., 2005; Stylli et al., 2009; Oser et al., 2010, 2011). De plus, 

les protéines NCK1/2 sont aussi fortement exprimées dans des tissus de cancer du sein humain et 

seraient impliquées dans la polarité des interactions cellule-matrice dans les processus de dégradation 

et de migration tridimensionnels (Morris et al., 2017; Chaki, Barhoumi and Rivera, 2019).  

Donc, en plus de leurs nombreux rôles essentiels pour l’homéostasie cellulaire, les protéines 

adaptatrices NCK1/2 sont impliquées fonctionnellement dans plusieurs pathologies. Il est donc 

important d’élucider comment les fonctions dynamiques de ces protéines sont régulées, par exemple 

en aval de RTK activés. 

1.3 Les domaines d’homologie à SRC 3 (SH3) 

Les résultats présentés au chapitre 3 de cette thèse portent sur l’étude des fonctions des domaines SH3 

chez Saccharomyces cerevisiae et dans des cellules humaines. Plus particulièrement, nous avons 

investigué les rôles des SH3 dans leur contexte protéique naturel en plus d’analyser les contributions 

de la protéine hôte sur la spécificité des interactions SH3-dépendantes in vitro et in vivo. Cette sous-

section introduit les concepts permettant la compréhension de ce projet de recherche et des résultats 

obtenus. 
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Les protéines de signalisation qui favorisent la formation de complexes protéiques sont typiquement 

composées de domaines modulaires qui se replient tridimensionnellement de manière autonome 

(Thornton et al., 1999; Chothia et al., 2003; Ekman et al., 2005; Scott and Pawson, 2009; Finn et al., 

2017). Il est maintenant clair que de nombreux processus cellulaires sont régulés par des interactions 

entre ce type de domaines et des régions désordonnées (Ivarsson and Jemth, 2019). D’ailleurs, il est 

estimé que le protéome humain contient 50 000 modules protéiques autonomes qui peuvent être 

séparés en 6 500 familles (Punta et al., 2012). Un grand nombre de ces domaines (~12 000) ont pour 

fonction d’interagir avec d’autres protéines en ciblant des séquences peptidiques spécifiques (Mosca 

et al., 2014). Ces peptides, qui sont aussi classifiés en tant que courts motifs linéaires (short linear 

motifs, SLiM), sont souvent retrouvés dans des régions protéiques désordonnées reliant des domaines 

(Dinkel et al., 2014). Il a été prédit qu’approximativement 100 000 SLiM pourraient interagir avec 

des modules liant des peptides (Tompa et al., 2014). Il a récemment été suggéré que le tiers de tous 

les domaines protéiques du protéome humain s’associent avec des motifs peptides linéaires et qu’ils 

régulent une fraction importante de toutes les IPP (Teyra et al., 2020). 

La forte prévalence de domaines modulaires liant des motifs peptidiques chez les espèces ayant 

évolué plus récemment pourrait être expliquée par des événements de recombinaison génomique 

ayant formé des gènes avec de nouvelles combinaisons de modules, altérant ainsi leurs fonctions 

(Pawson and Nash, 2003; Kuriyan and Eisenberg, 2007; Jin et al., 2009). En effet, ces domaines sont 

considérés comme étant des éléments biologiques portatifs pouvant générer de nouveaux processus 

cellulaires au cours de l’évolution (Baron, Norman and Campbell, 1991; Pawson, 1995; Marcotte et 

al., 1999; Copley et al., 2002; Vogel et al., 2004). L’analyse du protéome de plusieurs espèces a 

permis de déterminer que de nombreuses protéines ont évolué via l’acquisition de domaines 

préexistants plutôt que par l’apparition de nouveaux modules (Koonin et al., 2004; Orengo and 

Thornton, 2005). Ce phénomène pourrait aussi expliquer l’expansion de protéines signalétiques qui 

sont composées de plusieurs unités répétitives de domaines d’interactions protéiques (Koonin et al., 

2004). De plus, des combinaisons de domaines sont sur-représentées dans la nature, suggérant qu’ils 

ont été dupliqués en tant qu’unité fonctionnelle (par exemple les combinaisons SH3-SH2-tyrosine 

kinase et SH3-PDZ) (Vogel et al., 2004; Vogel, Teichmann and Pereira-Leal, 2005; Moore et al., 

2008; Jin et al., 2009). 

La famille des domaines SH3 est un excellent exemple de ces phénomènes, leur nombre ayant 

augmenté considérablement chez les métazoaires (Bhattacharyya et al., 2006; Vogel and Chothia, 

2006). Le module SH3 a été identifié originalement dans des protéines de signalisation et décrit 

comme pouvant interagir physiquement avec d’autres protéines indépendamment des modifications 
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post-traductionnelles (Mayer, Hamaguchi and Hanafusa, 1988a; Stahl et al., 1988; Trahey et al., 1988; 

Cicchetti et al., 1992). Les domaines SH3 ont été les premiers modules liant des motifs riches en 

proline (PXXP) à avoir été identifiés (Ren et al., 1993). Il est maintenant connu qu’il existe autour de 

300 domaines SH3 chez l’humain qui sont répartis sur plus de 200 protéines différentes, incluant des 

protéines qui en possèdent jusqu’à six unités (Mayer, 2015). L’expansion de cette famille est bien 

illustrée lorsqu’on observe le nombre de SH3 chez l’eucaryote unicellulaire Saccharomyces 

cerevisiae (27 SH3) et le métazoaire Caenorhabditis elegans (84 SH3) (Xin et al., 2013). Avec 

environ 16 000 domaines répartis sur plus de 12 500 protéines (97% de ces domaines étant retrouvés 

chez les eucaryotes), ces petits modules d’environ 60 acides aminés font partie des domaines 

d’interactions protéiques les plus répandus dans la nature (Kaneko, Li and Li, 2008; Kay, 2012; 

Tatárová et al., 2012; Zafra-Ruano and Luque, 2012). Ils sont retrouvés dans des protéines ayant 

diverses fonctions signalétiques, régulant un large spectre de fonctions cellulaires telles la 

communication cellule-environnement et cellule-cellule, le réarrangement du cytosquelette, la 

migration et la croissance cellulaires, le trafic et la dégradation de protéines, et les réponses 

immunitaires (Kaneko, Li and Li, 2008; Kay, 2012; Tatárová et al., 2012; Zafra-Ruano and Luque, 

2012). 

1.3.1 La structure des domaines SH3 

 

Les domaines modulaires pouvant interagir avec des peptides tels les SH3 maintiennent typiquement 

leur structure ainsi que leurs propriétés biochimiques lorsqu’exprimés (in vitro) en isolation de leur 

contexte protéique naturel (i.e. le positionnement du SH3 dans sa protéine hôte ainsi que ses possibles 

interactions intramoléculaires avec les autres régions de son hôte) (Ponting and Russell, 2002; Jin et 

al., 2009; Jadwin, Ogiue-Ikeda and Machida, 2012). Ces observations sont généralement attribuées à 

la capacité de ces domaines de se replier de manière autonome, juxtaposant leurs extrémités N- et C-

terminales (Figure 1.10) (Yu et al., 1992; Pawson and Nash, 2003). Par exemple, les domaines SH3 

ont servi de modèles afin d’étudier la capacité des protéines à se replier de manière autonome lors de 

la traduction et d’investiguer l’impact de l’affinité d’une chaperonne envers son client sur sa capacité 

à favoriser le repliement de cette protéine (Guinn et al., 2018; K. Wu et al., 2019). Les éléments 

structuraux composant le repliement typique du domaine SH3, qui représente une structure ancienne 

aussi retrouvée chez les procaryotes, sont cinq brins β ainsi que trois boucles (Figure 1.10) 

(Musacchio et al., 1992; Yu et al., 1992; Ponting et al., 1999). Les cinq brins β composent deux 

feuillets antiparallèles, qui forment eux-mêmes une structure de type baril-β (Figure 1.10). Les trois 

boucles sont dénommées RT (reliant les brins 1-2), n-SRC (2-3) et la distale (3-4). Les brins 4 et 5 
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sont quant à eux reliés par un segment d’hélice 3-10 (Figure 1.10) (Saksela and Permi, 2012; Zafra-

Ruano and Luque, 2012).  

L’interface des domaines SH3 semble être parfaitement adaptée à la structure formée par les motifs 

PXXP (Cicchetti et al., 1992; Ren et al., 1993; Yu et al., 1994; Saksela and Permi, 2012). Tout 

d’abord, l’acide aminé proline est peu compatible avec les éléments classiques des domaines 

globulaires et est donc généralement retrouvé dans des régions désordonnées, ce qui rend les motifs 

riches en proline accessibles. Étant relativement hydrophobe, une interaction protéique avec ce type 

de motif permet son exclusion du solvant et est favorable énergétiquement (Mayer, 2015). Les 

premières études structurales de domaines SH3 ont mis en évidence que les motifs PXXP forment 

une hélice polyproline II (PPII) triangulaire (trois résidus par tour) qui s’insère dans deux poches 

hydrophobes présentes à l’interface du SH3 (Feng et al., 1994; Lim, Richards and Fox, 1994; Kaneko, 

Li and Li, 2008). À noter que l’hélice PPII (aussi nommée κ-helix) est fréquemment observée pour 

des motifs sans résidus proline et que ce type de conformation est aussi retrouvé chez les ligands des 

domaines WW (Kaneko, Li and Li, 2008; Adzhubei, Sternberg and Makarov, 2013; Meirson et al., 

2020). Des résidus aromatiques ainsi qu’une proline sont présents à la surface des SH3 et forment les 

poches de liaisons hydrophobes interagissant avec le motif PXXP (Figure 1.10) (Panni, Dente and 

Cesareni, 2002; Kim et al., 2008; Desrochers et al., 2017). Une troisième poche de liaison située à 

proximité de la boucle RT, qui est fréquemment décrite comme étant la poche de spécificité des SH3, 

est formée de résidus chargés négativement. Cette région est aussi responsable de l’interaction avec 

un résidu chargé positivement dont la position relative au motif PXXP définit la classe du SH3 ainsi 

que l’orientation de l’interaction (classe I: +XXPXXP ou classe II: PXXPX+) (Desrochers et al., 

2017). La disposition des boucles RT et n-SRC influence cette troisième poche de liaison et pourrait 

être un déterminant important de la spécificité intrinsèque des domaines SH3 (Lim, Richards and Fox, 

1994; Musacchio, Wilmanns and Saraste, 1994; Yu et al., 1994; Kaneko, Sidhu and Li, 2011). Il y a 

donc trois poches de liaison principales qui permettent l’association des SH3 aux motifs riches en 

proline; les résidus hautement conservés formant ces interfaces sont présentés dans le tableau 1.2 

(Zafra-Ruano and Luque, 2012). 

De manière intéressante, la structure des SH3 est extrêmement bien conservée malgré le fait que la 

similarité de séquence entre deux domaines est normalement autour de 25% (Kaneko, Sidhu and Li, 

2011). Outre les deux résidus les plus conservés qui sont impliqués dans la liaison au ligand (proline 

et tryptophane, Figure 1.10), les positions hautement conservées ont plutôt des rôles structuraux et 

certains forment des ponts hydrogène avec d’autres résidus du domaine (Tableau 1.2) (Larson and 

Davidson, 2000). Des groupes de recherche ont proposé qu’un réseau d’interactions entre les acides 
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aminés situés au cœur d’un SH3 peut avoir des effets à longue portée (jusqu’à la surface du domaine) 

et moduler la spécificité du domaine envers ses ligands (Cordier et al., 2000; Cesareni et al., 2002; 

Fernandez-Ballester, Blanes-Mira and Serrano, 2004; Ben-David et al., 2019; Malagrinò et al., 2019). 

De plus, le positionnement des chaînes latérales de plusieurs résidus des SH3 semble être affecté par 

la liaison au ligand, ce qui pourrait modifier la conformation du domaine (Zafra Ruano et al., 2016). 

Malgré le haut niveau de conservation de la structure tertiaire des domaines SH3, leur dynamisme 

ainsi que leur stabilité semblent varier pour chaque SH3, ce qui pourrait aussi expliquer en partie leur 

spécificité (Engen et al., 1997, 2008, 2013; Knapp et al., 1998; Wales and Engen, 2006; Roberts et 

al., 2016). 

Les modules SH3 font partie des cas répertoriés parmi une centaine de protéines pouvant réaliser du 

“domain swapping” (Huang, Cao and Liu, 2012). Ce phénomène représente des événements de 

dimérisation ou d’oligomérisation dans lesquels les protéines/domaines impliqués échangent des 

fragments ou des éléments structuraux entiers (par exemple: des boucles, brins β ou hélices α) 

(Cámara-Artigas, 2016). À ce jour, il existe des évidences que cinq domaines SH3 peuvent réaliser 

du “domain swapping” (EPS8, p47phox (NCF1), SH3 C-terminal de CRKL, c-SRC et le SH3-1 de 

NCK1) (Kishan et al., 1997; Yuzawa et al., 2004; Harkiolaki et al., 2006; Cámara-Artigas et al., 2009; 

Bacarizo et al., 2014; Richter et al., 2020). Puisque ces SH3 sont assez différents les uns des autres, 

il a été suggéré que d’autres SH3 pourraient dimériser via ce mécanisme et que cette famille de 

domaines pourrait être un bon modèle pour étudier ce processus (Cámara-Artigas, 2016). Récemment, 

un groupe de recherche a suggéré que les domaines SH3, qui sont un mélange d’éléments structurels 

définis (brins β) et de régions hautement flexibles (boucles), pourraient agir comme récepteurs pour 

des régions désordonnées plutôt que comme des domaines globulaires interagissant avec des motifs 

spécifiques (Arbesú and Pons, 2019). Cette suggestion est basée sur l’observation que des SH3 

peuvent capturer des régions désordonnées hautement dynamiques de leur protéine hôte via des 

interactions de type “fuzzy” (Arbesú et al., 2017; Teixeira et al., 2018; Arbesú and Pons, 2019). Ces 

observations indiquent que les fonctions des domaines SH3 in vivo pourraient être plus complexes 

que de simplement être des intermédiaires pour des interactions avec des motifs PXXP.  

Tableau 1.2. Les 20 positions les plus conservées à travers 18 SH3 humains. Données tirées d’une 

analyse structurelle de 18 SH3 humains (Larson and Davidson, 2000). Noyau signifie des positions 

qui sont situées au cœur du domaine SH3. Le positionnement est défini par le SH3 humain de SRC.  

Rang Position Acide aminé consensus Fonction 

1 51 Proline Liaison 
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2 36 Tryptophane Liaison 

3 48 Glycine Structural 

4 18 Leucine Noyau 

5 23 Glycine Structural 

6 6 Alanine Noyau 

7 24 Acide aspartique Structural 

8 10 Tyrosine Liaison 

9 20 Phénylalanine Noyau 

10 39 Glycine Noyau 

11 28 Valine Noyau 

12 50 Phénylalanine Noyau 

13 26 Isoleucine Noyau 

14 37 Tryptophane Noyau 

15 55 Valine Noyau 

16 54 Tyrosine Liaison 

17 9 Acide aspartique Structural 

18 17 Acide glutamique Structural 

19 8 Tyrosine Liaison 

20 12 Alanine Structural 

  

  

Figure 1.10. Le domaine SH3 de SRC et ses régions impliquées dans la liaison aux motifs 

peptidiques riches en proline. À gauche, le SH3 de SRC est représenté en mode “cartoon” et à droite 
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en mode surface. Les hélices impliquées dans la liaison au ligand sont illustrées (RT et n-SRC) ainsi 

que les trois positions les plus conservées chez les SH3 humains. L’interface de liaison du SH3 de 

SRC est aussi présentée et peut lier des peptides de type I et II. Données tirées de la structure PDB 

4JZ4 (Bacarizo et al., 2014).  

 

1.3.2 Motifs de liaisons des domaines SH3 

 

Les SLiM sont très fréquents dans le protéome humain; il est estimé qu’il en existe entre 100 000 et 

un million (Davey et al., 2012; Tompa et al., 2014; Gouw et al., 2018). Leur prévalence est associée 

à la grande proportion des protéines humaines qui possèdent des segments désordonnés: ∼35% des 

protéines ont au moins une région désordonnée de 30 résidus ou plus (Ward et al., 2004). Ces motifs 

sont généralement décrits comme des chaînes linéaires d’acides aminés (par exemple PXXP, où X 

représente n’importe quel acide aminé) (Aasland et al., 2002; Gianni and Jemth, 2017; Ivarsson and 

Jemth, 2019). Au total, 275 classes de motifs ayant des rôles biologiques, représentant 3000 motifs 

différents, ont été répertoriées chez les eucaryotes, ce qui représente une très petite proportion de tous 

les SLiM identifiés chez ces espèces (Gouw et al., 2018). Ces motifs, en plus de réguler des IPP, 

peuvent moduler la stabilité, la localisation ainsi que le nombre de PTM de leur protéine hôte (Van 

Roey et al., 2014).  

Les SLiM semblent avoir eu un rôle prédominant lors de l’évolution des réseaux d’interactions 

protéiques ainsi que de la signalisation cellulaire (Davey, Cyert and Moses, 2015). D’ailleurs, ces 

séquences sont fréquemment mutées lors de cancers et sont utilisées par des pathogènes afin de 

détourner à leur avantage les processus signalétiques de leur cellule hôte (Davey, Travé and Gibson, 

2011; Uyar et al., 2014; Chemes, de Prat-Gay and Sánchez, 2015; Via et al., 2015; Davey et al., 2017). 

Les interactions motif-domaine sont généralement de faible affinité (1-500 μM) et peu spécifiques, 

surtout pour les familles de domaines qui sont composées de centaines de membres ciblant les mêmes 

types de motifs peptidiques, par exemple, les domaines SH2, PDZ et SH3 (Gianni and Jemth, 2017; 

Ivarsson and Jemth, 2019). Pour ces raisons, de nombreux groupes de recherche tentent d’identifier 

et caractériser les SLiM ayant des rôles biologiques importants à travers les espèces (Dinkel et al., 

2014; Tompa et al., 2014; Gibson et al., 2015; Kelil, Levy and Michnick, 2016; Teyra et al., 2020). 

Les motifs reconnus par les domaines SH3 font partie des SLiM et des “eukaryotic linear motifs” 

(ELM) et représentent des courtes régions linéaires désordonnées, de 3 à 12 résidus (Davey et al., 

2012; A. Sharma et al., 2014; Davey, Cyert and Moses, 2015; Krystkowiak and Davey, 2017; Gouw 

et al., 2018; Ivarsson and Jemth, 2019; Bugge et al., 2020). Les SH3 ont d’ailleurs récemment été 
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classifiés en tant que “linear motif-binding hubs” (LMB-hubs) (Jespersen and Barbar, 2020). Tel que 

mentionné plus haut, les domaines SH3 reconnaissent deux classes de SLiM qui peuvent être 

identifiées ainsi: classe I R/KXXPXXP (interaction dans l’orientation + sur le domaine) et classe II 

PXXPXR/K (orientation -) (Carducci et al., 2012). Ces motifs ont été identifiés grâce à des études 

analysant quelques SH3 spécifiques (Cheadle et al., 1994; Feng et al., 1994; Rickles et al., 1994; 

Sparks et al., 1994, 1996; Cestra et al., 1999; Mayer, 2001). Il a été déterminé au fil des années que 

de nombreux SH3 se lient à des types de motifs différents que ceux prévus par ces deux classes, et 

sont donc classifiés comme étant des domaines atypiques (Saksela and Permi, 2012; Teyra et al., 

2017). De manière intéressante, quelques études ont suggéré que l’isomérisation (cis ou trans) de 

prolines localisées dans des motifs ciblées par des SH3 pourraient réguler ces interactions (Brazin, 

Fulton and Andreotti, 2000; Breheny et al., 2003; Severin et al., 2009). L’analyse du protéome de 

plusieurs espèces a révélé que les protéines ayant des motifs PXXP sont extrêmement prévalentes 

avec ∼25.9% chez Plasmodium falciparum, ∼58.4% pour Mycobacterium tuberculosis, ∼65.2 et 

∼61.8% chez l’humain et la souris, respectivement, et allant même jusqu’à ∼70.2% chez 

Schizosaccharomyces pombe (Ravi Chandra et al., 2004). Une étude récente a aussi mis en évidence 

que plus de 10% des gènes produisant des protéines chez l’humain et la souris sont propices à des 

événements d’épissage alternatif changeant leur cadre de lecture, résultant en l’incorporation dans la 

séquence protéique de leur région 3’UTR qui est fortement enrichie en motifs PXXP (Preussner et 

al., 2020). Les auteurs de cette étude ont suggéré que ce phénomène pourrait être un mécanisme 

cellulaire permettant le réarrangement des réseaux d’interactions protéiques SH3-dépendants 

(Preussner et al., 2020).  

En général, les associations SH3-PXXP sont de faible affinité (entre 1 et 200 μM), ce qui serait une 

illustration de leur implication dans des interactions signalétiques transitoires et dynamiques (Mayer, 

2001; Li, 2005; Kaneko, Li and Li, 2008; Zafra-Ruano and Luque, 2012). Certains groupes ont aussi 

mis en évidence que des résidus plus lointains entourant le motif PXXP pourraient être des 

déterminants de la spécificité SH3-motif ainsi que de l’affinité de ces interactions (Arold et al., 1998; 

Hiipakka and Saksela, 2007). La plupart des interactions médiées par des SH3 qui ont été 

caractérisées in vitro ne semblent pas avoir une affinité et une spécificité suffisante pour maintenir 

ces associations dans un contexte cellulaire (Kaneko, Li and Li, 2008; Zafra-Ruano and Luque, 2012). 

Ce phénomène est généralement attribué à des déterminants contextuels augmentant l’affinité de ces 

interactions dans les cellules, ce qui inclut la colocalisation et la concentration (expression spatio-

temporelle de la protéine constituée de SH3 et de son ligand), la coopérativité avec d’autres régions 

de la protéine hôte ou avec d’autres SH3 lorsque possible (multivalence) et des contacts entre le SH3 
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et des régions entourant le motif PXXP (Zarrinpar, Park and Lim, 2003; Zafra-Ruano and Luque, 

2012; Ivarsson and Jemth, 2019). 

Suite aux observations que les SLiM désordonnés peuvent exercer leurs fonctions indépendamment 

de leur protéine hôte et que les domaines SH3 se replient de façon autonome et conservent leur 

structure ainsi que leur capacité à lier des motifs riches en proline lorsque exprimés en isolation, de 

nombreux groupes de recherche ont entrepris de caractériser la spécificité intrinsèque de SH3 isolés 

in vitro (Yaffe et al., 2001; Pawson and Nash, 2003; Zarrinpar, Park and Lim, 2003; Jadwin, Ogiue-

Ikeda and Machida, 2012; Blikstad and Ivarsson, 2015; Meyer and Selbach, 2020; Teyra et al., 2020). 

Une approche qui a été utilisée fréquemment au cours des deux dernières décennies est la 

détermination à large échelle des motifs reconnus par les domaines SH3. Cette stratégie implique 

normalement la synthèse d’un grand nombre de peptides in vitro pour ensuite identifier lesquels 

interagissent avec divers SH3 isolés. Cette approche n’est pas unique à la caractérisation des ligands 

SH3-dépendants et a aussi été utilisée pour les domaines PDZ, WW et SH2 (Hu et al., 2004; Stiffler 

et al., 2007; Tonikian et al., 2008; Ivarsson et al., 2014; Garrido-Urbani et al., 2016; Engelmann, 

2017; Liu, 2017; Liu, Voss and Li, 2017). Les motifs reconnus in vitro par les domaines SH3 de 

plusieurs espèces de levure et plus particulièrement Saccharomyces cerevisiae ont été identifiés à 

l’aide, entre autres, de technologies de synthèse de peptides sur membrane, de présentation de 

peptides à la surface de phages et de levure deux-hybrides (Tong et al., 2002; Landgraf et al., 2004; 

Tonikian et al., 2009; Verschueren et al., 2015). Les auteurs d’une étude ont mis en évidence que les 

motifs ciblés par les domaines SH3 de la levure sont très peu conservés lorsque comparés avec ceux 

de leurs orthologues chez Caenorhabditis elegans, suggérant un réarrangement des réseaux 

d’interactions SH3-dépendants et de la spécificité intrinsèque des domaines (Xin et al., 2013). Cette 

différence est moins importante lorsque les SH3 du ver sont comparés à ceux de l’humain. De manière 

intéressante, les auteurs ont révélé que les réseaux d’interactions dépendants des SH3 régulent les 

mêmes processus biologiques, tel l’endocytose, chez les trois espèces malgré 1.5 milliard d’années 

d’évolution (Xin et al., 2013).  

En parallèle, les SLiM ciblés par les SH3 humains ont aussi été déterminés à large échelle in vitro, 

mettant en évidence au cours des années qu’une proportion importante de ces domaines préfèrent des 

motifs atypiques (Kärkkäinen et al., 2006; Wu et al., 2007; Asbach et al., 2010; Carducci et al., 2012; 

Kazlauskas et al., 2016; Teyra et al., 2017). En effet, il est maintenant clair qu’un grand nombre de 

domaines SH3 s’associent avec des motifs qui n’appartiennent pas aux classes I et II typiques. C’est 

le cas pour plus du tiers des SH3 de la levure et pour 50% des SH3 humains analysés lors de la plus 

importante étude à large échelle chez cette espèce (Xin et al., 2013; Teyra et al., 2017). Une autre 
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observation importante est que plusieurs SH3 humains ont la capacité de s’associer avec des 

phospholipides (Heuer et al., 2005, 2006; Pérez et al., 2013; Koprivanacz et al., 2017; Tőke et al., 

2021). 

Les domaines SH3 étant parmi les modules d’interactions peptidiques les mieux caractérisés, de 

nombreux groupes de recherche ont développé des méthodes afin de prédire les interactions SH3-

dépendantes pour plusieurs espèces. Ces algorithmes sont généralement basés sur la conservation de 

la séquence des SH3, des structures disponibles, des données d’interactions SH3-peptide in vitro et 

plus récemment sur l'apprentissage automatique (Beltrao and Serrano, 2005; Ferraro et al., 2005; Hou 

et al., 2008, 2009, 2012; Fernandez-Ballester et al., 2009; Yip et al., 2011; Sun et al., 2012; Jain and 

Bader, 2016; Kelil, Levy and Michnick, 2016; Kelil et al., 2017; Rubenstein, Pethe and Khare, 2017; 

Brown, Brown and Stollar, 2018; Cunningham et al., 2020). De manière intéressante, une étude 

analysant les interactions SH3-dépendantes de Saccharomyces cerevisiae à travers le royaume 

fongique a permis de déterminer que ces associations évoluent à une vitesse comparable aux modules 

de phosphorégulation et que la conservation des interactions est grandement influencée par le nombre 

de domaines SH3 et de sites PXXP impliqués dans les associations (Sun et al., 2012). Les auteurs 

d’une étude récente ont réalisé une curation manuelle de la littérature afin de colliger toutes les 

interactions SH3-dépendantes de la levure Saccharomyces cerevisiae (Kelil et al., 2017). Cette 

recherche a permis l'identification de 922 interactions uniques, dont 904 (98%) ont été déterminées 

in vitro et seulement 40 in vivo, illustrant le manque de connaissances en ce qui concerne les 

interactions qui sont régulées par les SH3 dans un contexte physiologique (Kelil et al., 2017). De 

nombreux motifs peptidiques qui sont les cibles de domaines modulaires, incluant plusieurs SH3, 

peuvent maintenant être retrouvés dans des banques de données disponibles en ligne comme la PRM-

DB (http://www.prm-db.org) (Sarkar, Jana and Saha, 2015, 2018; Teyra et al., 2020).  

1.3.3 Les domaines SH3, la multivalence et la séparation de phases 

 

Un aspect important de l’homéostasie cellulaire est la régulation spatio-temporelle des protéines de 

signalisation cytoplasmiques, ce qui permet le déroulement des processus biologiques au bon moment 

et au bon endroit dans une cellule. En plus des organelles typiques avec et sans membranes, la 

localisation subcellulaire de protéines peut être régulée par la formation de condensés biologiques qui 

changent de phases (transition liquide-liquide) (Patel et al., 2015; Banani et al., 2017; Shin and 

Brangwynne, 2017; Peskett et al., 2018; Wegmann et al., 2018; Alberti, Gladfelter and Mittag, 2019; 

Spannl et al., 2019; Jiang et al., 2020; Zhu et al., 2020). Il y a de plus en plus d’évidences que la 

localisation subcellulaire de complexes protéiques de signalisation est contrôlée par ce phénomène 
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(Banani et al., 2017; Shin and Brangwynne, 2017). L’organisation de ces complexes signalétiques 

formant des condensés biologiques semble être contrôlée par des protéines qui sont composées de 

régions désordonnées et qui s’assemblent via des interactions multivalentes (Das and Pappu, 2013; 

Banjade et al., 2015; Nott et al., 2015; Ditlev, Case and Rosen, 2018; J. Wang et al., 2018; Vernon et 

al., 2018; Snead and Gladfelter, 2019; Riback et al., 2020). Il a récemment été estimé que 40% du 

protéome humain pourrait en théorie entraîner la formation de ces condensés et que 80% des protéines 

pourraient y participer (Hardenberg et al., 2020). Il est par contre difficile d’estimer la fréquence de 

ces événements puisqu’on ne connaît probablement pas toutes les propriétés moléculaires qui 

favorisent la formation de bio-condensés via l’association de protéines. 

La membrane plasmique semble faciliter la formation de ces complexes d’ordre supérieur, par 

exemple en aval de récepteurs activés, ce qui permettrait un meilleur contrôle de la concentration des 

effecteurs cytoplasmiques en limitant leur vitesse de diffusion (Stoeger, Battich and Pelkmans, 2016; 

Banani et al., 2017; Holehouse and Pappu, 2018; Snead and Gladfelter, 2019; Klosin et al., 2020). 

Les protéines composées de plusieurs domaines d’interactions protéiques ciblant des motifs linéaires 

tels les modules SH3, WW, SH2 et PDZ favorisent la formation de larges complexes multivalents, ce 

qui pourrait créer ce type de condensés (Good, Zalatan and Lim, 2011; Wagner et al., 2013; Shin and 

Brangwynne, 2017; Errington, Bruncsics and Sarkar, 2019; Rosendale et al., 2019). Ce phénomène a 

été observé pour des protéines contenant plusieurs répétitions de domaines SH3, tels les exemples 

cités dans la section 1.2.6 pour NCK1/2 et GRB2 (Bracha, Walls and Brangwynne, 2019; Kelil and 

Michnick, 2019; Peran and Mittag, 2020). Des constructions synthétiques formées uniquement de 

domaines SH3 sont d’ailleurs utilisées comme modèles in vitro et in silico afin d’étudier la formation 

de ces condensés et la séparation de phases (P. Li et al., 2012; Errington, Bruncsics and Sarkar, 2019; 

Ghosh, Mazarakos and Zhou, 2019; Peran and Mittag, 2020).  

Des exemples d’événements de séparation de phases qui dépendent d’interactions multivalentes SH3-

dépendantes, n’impliquant pas NCK1/2 et GRB2, ont été caractérisés dernièrement. La protéine 

WASP s’associe à de nombreuses protéines à domaines SH3 via des interactions multivalentes ciblant 

ses multiples motifs riches en proline (Rivera et al., 2004; Tehrani et al., 2007; Padrick and Rosen, 

2010; Donnelly et al., 2013; Sun et al., 2017). Ces associations entraînent la formation de complexes 

d’ordre supérieur pouvant provoquer une séparation de phases en aval de récepteurs activés à la 

membrane plasmique (Banjade and Rosen, 2014; Huang et al., 2016; Su et al., 2016; Snead and 

Gladfelter, 2019). Ce processus semble être conservé à travers l’évolution, par exemple dans le 

contexte de l’endocytose chez la levure (Galletta, Mooren and Cooper, 2010; Sun et al., 2017). 

D’autre part, les trois domaines SH3 de la protéine d'échafaudage CIN85 interagissent avec la 
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protéine SLP65 en aval du récepteur BCR dans les cellules immunitaires B (Bohnenberger et al., 

2011; Oellerich et al., 2011). Il a récemment été démontré que CIN85 trimérise et permet 

l’oligomérisation de SLP65 via neuf domaines SH3, ce qui résulte en une transition de phases qui 

permet l’amplification de la transmission de signaux en aval du récepteur (Kühn et al., 2016; Wong 

et al., 2020). Il semble donc que la formation de complexes de signalisation résultant en une transition 

de phases liquide-liquide en aval de récepteurs est fréquemment régulée par des protéines composées 

de plusieurs domaines SH3.  

1.3.4 Le contexte protéique des domaines SH3 

 

Malgré le fait que la majorité des études investiguant les interactions SH3-dépendantes sont réalisées 

in vitro avec des SH3 et des ligands (peptides) qui sont isolés de leur protéine hôte, et donc de leur 

contexte protéique naturel, il existe des cas suggérant que les domaines SH3 ont des fonctions 

complexes in vivo (Figure 1.11). Par exemple, il est estimé que la structure entourant un SLiM 

pourrait avoir une contribution énergétique d’environ 20% pour l’interaction avec son domaine cible 

(Stein and Aloy, 2008). Suite aux observations que des protéines composées de domaines (incluant 

des SH3) peuvent adopter plusieurs conformations tridimensionnelles, l'appellation structure 

supertertiaire a été proposée afin de décrire, par exemple, les protéines qui sont régulées par des 

interactions intramoléculaires (Litvinovich and Ingham, 1995; Leung and Rosen, 2005; Li et al., 

2008; Yang et al., 2010; Zhang et al., 2011; Tompa, 2012). Les domaines liant des peptides tels les 

SH3, SH2 et PDZ sont fréquemment impliqués dans ce type d’interactions intramoléculaires et 

peuvent affecter la structure supertertiaire de leur hôte. Il a été suggéré que la structure supertertiaire 

de supramodules pourrait altérer la fonction des domaines PDZ et SH3 qui en font partie in vivo (Feng 

and Zhang, 2009; McCann et al., 2012; He et al., 2014).  
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Figure 1.11. Spécificité intrinsèque versus la spécificité contextuelle des domaines SH3. A) La 

majorité des interactions SH3-dépendantes ont été déterminées via des études in vitro utilisant des 

SH3 isolés comme modèles et des librairies de peptides. Ces expériences permettent d’identifier des 

déterminants de la spécificité intrinsèque des domaines. B) Lorsque le SH3 est présent dans son 

contexte protéique naturel, sa spécificité d’interaction pourrait être différente que lorsque le domaine 

est en isolation (spécificité contextuelle). Figure réalisée avec BioRender.com. 

 

Quelques domaines SH3 participent à la formation de structures supertertiaires dans leur contexte 

protéique naturel. Un exemple probant est la protéine p47phox (NCF1) qui participe à l’activation du 

complexe NADPH oxydase. Cette protéine possède deux domaines SH3 qui sont positionnés en 

tandem. Les deux SH3 forment ainsi une interface de liaison unique qui peut participer à une 

interaction intramoléculaire (forme auto-inhibée) ainsi qu’interagir avec un motif riche en proline 

présent sur son partenaire p22phox (Groemping et al., 2003). Les GEF ASEF et VAV1 peuvent aussi 

être inactivées via une interaction intramoléculaire médiée par leur domaine SH3 (Murayama et al., 

2007; Barreira et al., 2014). Comme mentionné précédemment, les SH3 sont souvent retrouvés en 

combinaison avec des domaines SH2. Pour les protéines adaptatrices SLAP/SLAP2, ces deux 

modules sont séparés par une région désordonnée qui est plus courte que ce qui est normalement 

observé. Ce rapprochement semble favoriser des interactions entre les deux domaines, ce qui serait 
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important pour la stabilité de cette famille de protéines (Wybenga-Groot and McGlade, 2013). La 

protéine ITSN1, qui contient cinq SH3, est aussi régulée via des interactions intramoléculaires SH3-

dépendantes. De manière intéressante, la nature de ces interactions change dépendamment de 

l’isoforme qui est exprimée (Gerth et al., 2017, 2019). Les protéines d'échafaudages MAGuK (PSD-

95, PSD-93, SAP97 et SAP102) représentent un bon exemple de domaines SH3 ayant un rôle 

structural important. Leur SH3, en combinaison avec un PDZ et un domaine guanylate kinase inactif, 

forme un supramodule qui possède sa propre structure supertertiaire (McCann et al., 2012). Ce 

supramodule peut adopter plusieurs conformations qui sont dictées par des interactions 

intramoléculaires et qui régulent la capacité de ces protéines à oligomériser ainsi qu'à interagir avec 

leurs partenaires (Marcette et al., 2009; Zhang et al., 2013; Zeng et al., 2016, 2018; Golub et al., 2017; 

Rademacher et al., 2019; Laursen et al., 2020). 

L’implication des domaines SH3 dans des conformations auto-inhibées a surtout été étudiée dans le 

contexte des tyrosines kinases de la famille SRC. La plupart des tyrosines kinases cytoplasmiques 

(20/32) possèdent le module SRC qui correspond à un SH3, SH2 et un domaine kinase (Shah et al., 

2018). De manière intéressante, cet ordre dans la position des trois domaines est conservé à travers 

l’évolution (Nars and Vihinen, 2001; Shah et al., 2018). Ce module est normalement dans une 

conformation inhibant l’activité du domaine tyrosine kinase via une interaction intramoléculaire entre 

le SH3 et un motif présent dans la région désordonnée reliant le SH2 et le domaine kinase. Une autre 

interaction intramoléculaire impliquant le SH2 et une tyrosine phosphorylée (généralement par CSK) 

dans la région C-terminale existe spécifiquement pour la famille des tyrosines kinases SRC (Sicheri, 

Moarefi and Kuriyan, 1997; Williams et al., 1997; Xu, Harrison and Eck, 1997; W. Xu et al., 1999; 

Young et al., 2001; Yadav and Miller, 2008; Meng, Pond and Roux, 2017; Shah et al., 2018). Ces 

différents domaines semblent avoir co-évolué, ce qui explique que ce mécanisme d’auto-régulation 

est conservé (Nars and Vihinen, 2001; Shah et al., 2018). Cette auto-inhibition peut être relâchée 

lorsque le SH2 et/ou le SH3 s’associent à un de leur ligand (Moarefi et al., 1997; Lerner and Smithgall, 

2002; Shah et al., 2018). D’ailleurs, la conformation de la poche de liaison du domaine SH3 de FYN 

a récemment été utilisée comme un marqueur du niveau d’activation de la kinase (Mukherjee et al., 

2020). La région N-terminale de SRC (aussi nommée SH4) est désordonnée et possède une structure 

dynamique. Ce fragment chez la kinase SRC et LYN pourrait former une interaction “fuzzy” avec le 

SH3 (Arbesú et al., 2017; Teixeira et al., 2018; Le Roux et al., 2019). Ce type d’interaction implique 

que la région ciblée (SH4) conserve un haut niveau de flexibilité structurale malgré son association 

au SH3 (Tompa and Fuxreiter, 2008; Miskei, Antal and Fuxreiter, 2017; Miskei et al., 2020). Il a 

récemment été prédit que ce phénomène pourrait être fréquent puisque les SH3 sont souvent entourés 
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de régions désordonnées qui sont susceptibles de former ce type d’interactions et que ces régions 

présentent un certain enrichissement pour des motifs reconnus par les SH3 humains in vitro (Arbesú 

and Pons, 2019). 

Les domaines SH3 peuvent aussi être impliqués dans des interactions coopératives qui nécessitent 

plusieurs régions de leur protéine hôte, un phénomène qui est difficile à observer lorsque des SH3 

isolés sont utilisés comme modèles. Par exemple, plusieurs régions de la protéine ASPP (un 

régulateur de P53), incluant un domaine SH3, participent à son association à la phosphatase PP1 

(Bertran et al., 2019). D’autre part, le SH3 de la protéine adaptatrice STAM2 est impliqué dans des 

interactions coopératives ciblant l’ubiquitine (Lange, Castañeda, et al., 2012; Lange, Ismail, et al., 

2012; Hologne et al., 2016; Nguyen et al., 2019). Un exemple intriguant est la glycosyltransférase 

FUT8 qui contrôle les réactions de fucosylation chez l’humain. Cette enzyme est atypique, puisqu’elle 

est la seule de sa famille qui possède un domaine SH3 (Tomida et al., 2020). Il a été récemment 

démontré que ce SH3 est essentiel pour la réaction catalytique médiée par FUT8, puisqu’il participe 

à la liaison aux sucres branchés (García-García et al., 2020; Tomida et al., 2020). Le SH3 semble 

aussi réguler la localisation cellulaire de FUT8, sa dimérisation ainsi que ses IPP (Ihara et al., 2020; 

Tomida et al., 2020).  

Les domaines SH3 pourraient donc avoir plusieurs fonctions complexes dans leur contexte protéique 

in vivo qui sont impossible à étudier en utilisant des domaines isolés et des peptides in vitro. 

1.3.5 Signalisation dépendante des SH3 humains 

 

Plus de 200 protéines humaines contiennent au moins un domaine SH3. Les fonctions signalétiques 

de plusieurs de ces domaines ont été étudiées, incluant plusieurs exemples déjà cités dans cette 

introduction. Outre ceux-ci, les rôles importants SH3-dépendants de quelques familles de protéines 

ont été caractérisés en détail et méritent d’être mentionnés. 

Premièrement, les protéines d'échafaudages “Intersectin” (ITSN1-ITSN2) possèdent 5 domaines 

SH3. Ces protéines régulent plusieurs voies de signalisation grâce à leur capacité à former de larges 

complexes protéiques. Leurs SH3 leur permettent d’interagir avec de nombreux effecteurs modulants, 

entre autres, l’endocytose, le réarrangement du cytosquelette d’actine, la biogénèse de vésicules et la 

signalisation intracellulaire (Yamabhai et al., 1998; Irie and Yamaguchi, 2002; Solomaha et al., 2005; 

Martin et al., 2006; Okur, Russo and O’Bryan, 2014; Herrero-Garcia and O’Bryan, 2017; Jäpel et al., 

2020).  
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Deuxièmement, plusieurs protéines possédant une activité GEF contiennent un domaine SH3. La 

famille des VAV1-3, qui ciblent des GTPases RHO, en sont un bon exemple. Ces protéines sont 

constituées de deux SH3 médiant de nombreuses interactions et pouvant réguler leur protéine hôte 

via des associations intramoléculaires (Bustelo, 2014). Les enzymes catalysant la réaction inverse 

(GAP) sont aussi fréquemment constituées d’un SH3. Plusieurs domaines SH3 de protéines GAP ont 

été caractérisés relativement récemment, ce qui a permis l'identification de 54 interactions SH3-

dépendantes (Okada et al., 2011).  

Finalement, de multiples protéines à domaines SH3 participent à la transmission de signaux en aval 

des 800 GPCR humains. De manière intéressante, la conformation tridimensionnelle des sites riches 

en proline de la protéine β-arrestin 1 semblent dicter quelles protéines à domaine SH3 sont recrutées 

à quel GPCR. Cette discrimination pourrait résulter en l’activation de tyrosines kinases de la famille 

SRC lorsque celles-ci s’associent spécifiquement aux motifs riches en proline de la β-arrestin 1 en 

aval de GPCR (Yang et al., 2018). 

1.3.6 Fonctions des domaines SH3 chez S. cerevisiae 

 

Dans le cadre de cette thèse, la levure a été utilisée comme modèle afin d’investiguer l’impact du 

contexte protéique sur la spécificité des interactions médiées par les domaines SH3 in vivo. Chez 

Saccharomyces cerevisiae, il existe 27 domaines SH3 qui sont répartis sur 23 protéines, en plus d’un 

SH3 présent dans le pseudogène SDC25 (Tableau 1.3). Trois de ces protéines sont composées de plus 

d'un SH3 (Bem1 (2 SH3), Bzz1 (2 SH3) et Sla1 (3 SH3)) (Brown, Brown and Stollar, 2018). Il y a 

aussi cinq paires de paralogues: Cdc25/Sdc25, Boi1/Boi2, Lsb3/Lsb4 (Ysc84), Lsb1/Pin3 et 

Myo3/Myo5 (Verschueren et al., 2015). Les domaines SH3 de Bud14, Cdc25, Fus1, Hof1, Sdc25 et 

Sla1 (SH3-2) semblent posséder quelques segments de séquences atypiques (Fernandez-Ballester et 

al., 2009). Le remodelage du cytosquelette d’actine ainsi que l’endocytose médiée par la clathrine 

sont régulés par de nombreuses protéines à domaine SH3 (Abp1, Bbc1, Bzz1, Lsb1, Myo3, Myo5, 

Pin3, Rvs167, Sla1, Ysc84, Tableau 1.3) qui seront discutées en détail dans la prochaine sous-section 

avec une attention particulière aux protéines Abp1 et Sla1, utilisées comme modèles lors du projet 

présenté au chapitre 3.  

Outre l’endocytose, les protéines à domaine SH3 possèdent des fonctions spécifiques et diversifiées 

qui sont résumées dans le tableau 1.3. La protéine Sla1 possède un rôle bien défini en tant 

qu’adaptateur reliant la clathrine aux effecteurs de la polymérisation d’actine lors de l’endocytose 

(Warren et al., 2002). Elle pourrait par contre avoir d’autres fonctions moins bien caractérisées. En 
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effet, Sla1 fait partie des protéines contenant un domaine SH3 pouvant lier de façon atypique 

l’ubiquitine. Cette fonction est conservée chez son orthologue humain CIN85 (Szymkiewicz et al., 

2002; Stamenova et al., 2007; Tonikian et al., 2009). De plus, comme pour plusieurs autres protéines 

impliquées dans l’endocytose chez les mammifères, Sla1 peut être retrouvée au noyau; ses fonctions 

dans le noyau demeurent par contre inconnues (Vecchi et al., 2001; Goode, Eskin and Wendland, 

2015). 

Tableau 1.3. Les protéines composées de domaines SH3 chez la levure ainsi que leurs 

principales fonctions. Les types de motifs (type 1: +XXPXXP et type 2: PXXPX+) reconnus par les 

différents SH3 proviennent d’une étude in vitro (Tonikian et al., 2009). 

Nom 

Standard 
Nom 

Systématique Fonction SH3 
Type de 

motif 

Abp1 YCR088W Endocytose SH3-1 2 

Bbc1 YJL020C Endocytose SH3-1 2 

Bem1 YBR200W Polarité cellulaire SH3-1 PXXP 

SH3-2 1 

Boi1 YBL085W Croissance polarisée SH3-1 Atypique 

Boi2 YER114C Croissance polarisée SH3-1 Atypique 

Bud14 YAR014C Croissance polarisée SH3-1 Nd 

Bzz1 YHR114W Endocytose SH3-1 1 

SH3-2 1 

Cdc25 YLR310C Signalisation (activateur de Ras) SH3-1 Nd 

Cyk3 YDL117W Cytokinèse SH3-1 1-2 

Fus1 YCL027W Fusion cellulaire SH3-1 Atypique 
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Hof1 YMR032W Cytokinèse SH3-1 PXXP 

Hse1 YHL002W Recyclage et dégradation des protéines SH3-1 2 

Lsb1 YGR136W Endocytose, ubiquitination et prions SH3-1 2-Atypique 

Lsb3 YFR024C-A Endocytose SH3-1 2 

Myo3 YKL129C Endocytose SH3-1 PXXP 

Myo5 YMR109W Endocytose SH3-1 PXXP 

Nbp2 YDR162C Signalisation (stress osmotique) SH3-1 1 

Pex13 YLR191W Trafic protéique du peroxisome SH3-1 2-Atypique 

Pin3 YPR154W Endocytose, ubiquitination et prions SH3-1 2-Atypique 

Rvs167 YDR388W Endocytose SH3-1 1-2 

Sho1 YER118C Signalisation (stress osmotique) SH3-1 1 

Sla1 YBL007C Endocytose SH3-1 1-2 

SH3-2 1-2 

SH3-3 2 

Sdc25 YLL017W Pseudogène (activateur de Ras chez d'autres espèces 

de levures) 
SH3-1 Nd 

YSC84 (Lsb4) YHR016C Endocytose SH3-1 2 
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1.3.6.1 Les domaines SH3 et l’endocytose chez S. cerevisiae 

 

La voie principale d’entrée des protéines membranaires dans les cellules de S. cerevisiae est 

l'endocytose médiée par la clathrine (Weinberg and Drubin, 2012; Lu, Drubin and Sun, 2016). Le 

réarrangement du cytosquelette d’actine est essentiel pour l’endocytose chez la levure, avec de 

nombreux acteurs qui ont des fonctions conservées chez les mammifères (Galletta, Mooren and 

Cooper, 2010). Plus d’une cinquantaine de protéines cytoplasmiques participent au processus de 

concentration de protéines cargo et de leur incorporation via la formation de vésicules (Figure 1.12) 

(Goode, Eskin and Wendland, 2015). L’endocytose correspond à une série d'événements de 

recrutement d'effecteurs cytoplasmiques qui peut être séparée en trois étapes: 1) l’assemblage du 

manteau de clathrine, 2) l’étape mobile de polymérisation de l’actine et de la formation de la vésicule 

et 3) la fusion de la vésicule avec des endosomes (Figure 1.12) (Goode, Eskin and Wendland, 2015). 

La première étape est la détection des signaux de tri présents sur les protéines cargo (motifs 

peptidiques ou marquage par l’ubiquitine) par les adaptateurs endocytaires (Reider and Wendland, 

2011). L’assemblage du manteau de clathrine et plus particulièrement le recrutement des premiers 

adaptateurs est une phase d’une durée très variable et peu caractérisée (Goode, Eskin and Wendland, 

2015; Pedersen et al., 2020). La protéine Sla2 forme un lien entre les adaptateurs précoces, la clathrine 

et les effecteurs des prochaines étapes de l’endocytose, dont Sla1 (Gavin et al., 2002; Newpher and 

Lemmon, 2006; Boettner et al., 2011).  

Sla1 est essentielle pour le recrutement des protéines de la machinerie de la polymérisation d’actine 

comme Las17 (WASP) et le complexe Arp2/3 (Warren et al., 2002; Goode, Eskin and Wendland, 

2015). L'arrivée de Sla1 corrèle avec les événements d’endocytose qui seront complétés, illustrant 

son rôle important (Newpher and Lemmon, 2006). La protéine Sla1 est constituée de trois domaines 

SH3, deux domaines d’homologie à Sla1 (SHD1-SHD2), un motif de liaison à la clathrine ainsi 

qu’une région C-terminale qui semble contenir de nombreux sites ciblés par la kinase régulant l’actine 

Ark1, en plus de médier des IPP avec Pan1 et End3 (Warren et al., 2002; Di Pietro et al., 2010). Le 

complexe Sla1-Pan1-End3 participe au processus d’endocytose et pourrait être l'équivalent des 

protéines d'échafaudage ITSN chez les mammifères (Tang, Munn and Cai, 1997; Yamabhai et al., 

1998; Tang, Xu and Cai, 2000; Boeke et al., 2014; Goode, Eskin and Wendland, 2015; Sun et al., 

2015). Les protéines Pan1 et End3 possèdent plusieurs sites riches en proline, contribuent au 

recrutement de Sla1 et initient la formation d’un large réseau d’interactions SH3-PXXP régulant la 

polymérisation de l’actine (Sun et al., 2017). Las17 et Vrp1 (WIP), qui sont recrutées par le complexe 

Sla1-Pan1-End3, sont composées de plus de 20 sites riches en proline (Donnelly et al., 1993; Feliciano 

and Di Pietro, 2012; Sun et al., 2017). En effet, 11 protéines ont été répertoriées comme pouvant 
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interagir avec Las17 ou Vrp1 via des interactions SH3-dépendantes (Sun et al., 2017). Sla1 interagit 

physiquement avec la clathrine et réalise de nombreuses interactions SH3-dépendantes via ses trois 

SH3 (ex: Las17) (Holtzman, Yang and Drubin, 1993; Howard et al., 2002; Kaksonen, Toret and 

Drubin, 2005; Mahadev et al., 2007; Di Pietro et al., 2010; Tolsma, Cuevas and Di Pietro, 2018). La 

protéine Las17 possède trois motifs PXXP qui peuvent être ciblés par les SH3 de Sla1 (plus 

spécifiquement par les SH3-1 et SH3-2) via des interactions multivalentes. De plus, Sla1 peut 

dimériser, ce qui favoriserait des complexes formés de plusieurs unités de Las17 et pourrait 

augmenter sa capacité d’activation du complexe ARP2/3 (Padrick et al., 2008; Di Pietro et al., 2010; 

Padrick and Rosen, 2010; Feliciano and Di Pietro, 2012).  

La protéine Las17 est l’activateur (“nucleation promoting factor”, NPF) le plus efficace du complexe 

Arp2/3 (Winter, Lechler and Li, 1999; Goode, Eskin and Wendland, 2015). Elle est la cible de 

nombreuses interactions SH3-dépendantes, via par exemple Bbc1, Bzz1, Lsb1, Pin3, Myo3, Myo5, 

Rvs167, Sho1, Sla1 et Ysc84 (Goode, Eskin and Wendland, 2015). Certaines de ces associations 

(Bbc1, Lsb1, Pin3 et Sla1) pourraient inhiber la capacité de Las17 à stimuler la nucléation d’actine 

(Rodal et al., 2003; Boettner et al., 2009; Kaminska et al., 2011; Feliciano and Di Pietro, 2012; Spiess 

et al., 2013). À l’inverse, Bzz1 et Ysc84 semblent stimuler l’activité de Las17, possiblement en 

compétitionnant les protéines à domaine SH3 inhibitrices (Soulard et al., 2002, 2005; Sun, Martin 

and Drubin, 2006; Robertson et al., 2009; Tonikian et al., 2009; Arasada and Pollard, 2011; Goode, 

Eskin and Wendland, 2015).  

Les myosines de type 1 Myo3 et Myo5 possèdent un domaine SH3 et sont des NPF importants du 

complexe Arp2/3 (Evangelista et al., 2000; Sirotkin et al., 2005; Sun, Martin and Drubin, 2006; Idrissi 

et al., 2008, 2012). Il a récemment été suggéré que ces deux protéines pourraient même stimuler 

directement la polymérisation de l’actine (Manenschijn et al., 2019). Quatre protéines à domaine SH3 

(Myo3, Myo5, Bzz1 et Bbc1) forment un complexe avec Las17 et Vrp1 qui est nommé le module 

WASP/Myosine. Ce complexe serait responsable de la polymérisation initiale et rapide d’actine aux 

sites d’endocytose (Soulard et al., 2002; Jonsdottir and Li, 2004; Kaksonen, Toret and Drubin, 2005; 

Sun, Martin and Drubin, 2006; Feliciano and Di Pietro, 2012; Lewellyn et al., 2015). 

Le dernier NPF à être recruté aux sites d’endocytose est la protéine liant l’actine Abp1. Cette protéine 

est conservée chez les mammifères (CTTN, DBNL et HCLS1) mais possède cependant un impact 

moins important sur l’activité de Arp2/3 que les autres NPF (Drubin, Miller and Botstein, 1988; 

Ensenat et al., 1999; Larbolette et al., 1999; Kessels, Engqvist-Goldstein and Drubin, 2000; Goode et 

al., 2001; Sun, Martin and Drubin, 2006). Abp1 a peu d’effet par elle-même sur l’organisation des 
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réseaux d’actine (Goode et al., 2001; Quintero-Monzon et al., 2005). Elle semble par contre pouvoir 

réguler l’assemblage de filaments d’actine en coopérant avec plusieurs partenaires protéiques et en 

stabilisant l'association entre Arp2/3 et les filaments (Michelot et al., 2013; Goode, Eskin and 

Wendland, 2015; Guo et al., 2018). De plus, un mécanisme alternatif d'endocytose indépendant de la 

clathrine semble dépendre des fonctions d’Abp1 (Aghamohammadzadeh, Smaczynska-de Rooij and 

Ayscough, 2014). Cette protéine est constituée d’un domaine N-terminal lui permettant d’interagir 

avec l’actine F, de deux régions acides pouvant lier le complexe Arp2/3, d’une région C-terminale 

riche en prolines pouvant s’associer au SH3 de Rvs167, puis d’un domaine SH3 médiant des IPP avec 

des partenaires impliqués dans l’endocytose (Lappalainen et al., 1998; Kessels, Engqvist-Goldstein 

and Drubin, 2000; Goode et al., 2001; Friesen et al., 2006; Goode, Eskin and Wendland, 2015). La 

région riche en proline contient de nombreux sites ciblés par des kinases et pourrait médier une 

interaction intramoléculaire avec le domaine SH3 (Garcia, Stollar and Davidson, 2012). La délétion 

d’Abp1 cause des défauts de formation des réseaux d’actine ainsi que des problèmes mineurs 

d’endocytose. Par contre, sa délétion en combinaison avec celle de gènes impliqués dans l’endocytose 

(ex: SLA1) est synthétique létale (Holtzman, Yang and Drubin, 1993; Lila and Drubin, 1997; 

Kaksonen, Toret and Drubin, 2005).  

L'arrivée des NPF stimule une polymérisation rapide d’actine impliquant Arp2/3, la cofiline ainsi que 

la protéine de coiffe (CP) et résulte en la formation d’un réseau interconnecté d’actine, puis à 

l’invagination de la membrane (Lappalainen and Drubin, 1997; Winter et al., 1997; Kaksonen, Sun 

and Drubin, 2003; Young, Cooper and Bridgman, 2004; Kim et al., 2006). Des effecteurs 

cytoplasmiques comme la protéine Rvs167, qui est composée d’un SH3, participent ensuite à la 

fission de la vésicule (Kaksonen, Toret and Drubin, 2005; Idrissi et al., 2008; Gallego et al., 2010). 

Les protéines composées de domaines F-BAR, pouvant lier la membrane plasmique, pourraient faire 

le lien entre la polymérisation de l’actine et la courbure de la membrane. Ces effecteurs incluent Bzz1 

et Rvs167 (Itoh and De Camilli, 2006; Sun, Martin and Drubin, 2006; Takano, Toyooka and Suetsugu, 

2008). La polymérisation de l’actine propulse ensuite la vésicule vers l'intérieur de la cellule; les 

composants non-impliqués dans ce processus s’en détachent (Galletta, Mooren and Cooper, 2010). 

Le processus d’endocytose médiée par la clathrine chez la levure est donc contrôlé en grande partie 

par des protéines composées de domaines SH3 qui favorisent la formation de large complexes 

protéiques stimulant la polymérisation de réseaux d’actine. 



 

68 

  

Figure 1.12. L’endocytose médiée par la clathrine chez la levure. Les principales étapes et acteurs 

dans ce processus sont illustrés. Les protéines clés composées de domaines SH3 sont aussi présentées. 

Figure réalisée avec BioRender.com. 

 

 1.3.7 SH3 et pathologies 

 

Un grand nombre de protéines composées de domaines SH3 permettent la transduction de signaux en 

aval de RTK, résultant en la stimulation de la prolifération, survie et migration cellulaires. Certaines 

de ces protéines favorisent la formation de complexes protéiques d’ordre supérieur provoquant une 

séparation de phases liquide-liquide, ce qui peut par exemple engendrer une augmentation de la 

polymérisation de l’actine. Il est donc peu surprenant que les domaines SH3 soient impliqués dans 

les processus cellulaires de nombreuses pathologies, par exemple dans des cellules cancéreuses, lors 

d’infection par des pathogènes et dans des maladies neurodégénératives. 

De nombreux oncogènes sont composés de domaines SH3 et SH2 (Vidal, Gigoux and Garbay, 2001). 

Puisque des signaux cellulaires stimulant la prolifération sont dépendants d’IPP médiées par des 

domaines SH3 et SH2, il a été suggéré que des molécules mimant des peptides liant ces domaines 

pourraient être utilisées comme outils thérapeutiques (Smithgall, 1995). D’ailleurs, une molécule 

pouvant lier des motifs riches en proline et inhibant des fonctions de la kinase SRC a été développée 
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et utilisée dans le contexte de quelques projets de recherche (Oneyama, Nakano and Sharma, 2002; 

Hashimoto et al., 2006; Atatreh et al., 2007).  

De nombreux pathogènes ciblent les domaines SH3 de leur hôte. Un exemple bien étudié est la 

protéine Nef du virus VIH qui mime le motif reconnu par les SH3 des tyrosines kinases HCK, LCK 

et SRC. Cette interaction maintient les kinases dans leur conformation active (Saksela, Cheng and 

Baltimore, 1995; Bliska, 1996; Moarefi et al., 1997; Trible, Emert-Sedlak and Smithgall, 2006; 

Stangler et al., 2007; Bouchet et al., 2012). De plus, la protéine bactérienne (Listeria) P60 participe 

aux processus d’invasion de cellules épithéliales et contient un SH3 qui pourrait être important pour 

cette fonction (Whisstock and Lesk, 1999). De manière intéressante, la protéine bactérienne 

Lysostaphin peut s’associer à des peptidoglycans via un domaine SH3 afin de les dégrader. Cette 

association pourrait être utile pour des thérapies ciblant des bactéries résistantes aux antibiotiques 

(Gonzalez-Delgado et al., 2020). 

Les domaines SH3 semblent être fortement associés à des maladies neurodégénératives, ce qui 

pourrait être expliqué par leur capacité à former des interactions multivalentes et/ou des dimères 

menant à des événements de séparation de phases. Cinq domaines SH3 (YES, SRC, FYN, PI3K et α-

spectrin) peuvent former des fibrilles amyloïdes. Il a été suggéré que cette famille de modules est un 

bon modèle pour étudier ce phénomène pathologique (Guijarro et al., 1998; Jiménez et al., 1999; 

Morel, Casares and Conejero-Lara, 2006; Martín-García et al., 2007; Carulla et al., 2009; Bayro et 

al., 2010, 2011; Neudecker et al., 2012; Bacarizo et al., 2014; Cámara-Artigas, 2016). La protéine 

SHANK3 est associée à de nombreux troubles neuropsychiatriques. Elle possède un domaine SH3 

atypique qui ne contient pas de poche de liaison peptidique et qui semble donc avoir des fonctions 

autres que de médier des interactions (Ponna et al., 2017). La protéine d’association aux microtubules 

Tau peut former des agrégats insolubles qui sont impliqués fonctionnellement dans la maladie 

d’Alzheimer. La formation de ces agrégats est reliée à la phosphorylation de TAU et à ses régions 

riches en proline. TAU est composée de 18 sites PXXP qui pourraient s’associer potentiellement à 10 

domaines SH3 (Sottejeau et al., 2015; Wang et al., 2019). Les régions riches en proline de Tau seraient 

aussi essentielles à des événements de séparation de phases liquide-liquide (Zhang et al., 2020). 

D’autre part, des mutations dans les deux domaines SH3 de la protéine STAC3 sont associées à une 

myopathie amérindienne (Horstick et al., 2013; Rufenach et al., 2020). 

Les domaines SH3 ainsi que leurs protéines hôtes, par exemple NCK1/2 et GRB2, favorisent la 

formation de nombreux complexes protéiques et sont donc des éléments clés d’un éventail 

impressionnant de voies de signalisation et de processus cellulaires. Leur dérégulation mène 
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fréquemment à des pathologies. Il est donc primordial de déterminer les mécanismes moléculaires 

régulant leurs fonctions et de les étudier dans leur contexte protéique physiologique afin de définir 

une image plus complète de leur importance pour l'homéostasie cellulaire.  
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1.4 Problématiques et objectifs 

Les protéines adaptatrices composées uniquement de domaines d’IPP occupent un rôle important 

dans la signalisation cellulaire grâce à leur capacité à former les complexes protéiques appropriés 

suite à la détection d’un signal extracellulaire spécifique. Par exemple, les protéines NCK1/2 sont 

essentielles à de nombreux processus biologiques impliquant la réorganisation des réseaux d’actine 

en aval de plusieurs des 55 RTK. Ces adaptateurs moléculaires favorisent l’assemblage de complexes 

via leur unique domaine SH2 liant des résidus pTyr, et leurs trois SH3 reconnaissant des motifs 

peptidiques riches en proline présents sur des effecteurs cytoplasmiques. Malgré la reconnaissance 

de leur importance, autant pour les cellules saines que dans des processus pathologiques, seulement 

quelques mécanismes régulant les fonctions des protéines adaptatrices NCK1/2 en aval des RTK ont 

été répertoriés. De plus, les mécanismes régulant négativement l’assemblage de complexes NCK1/2-

dépendants qui ont été caractérisés ont des cinétiques plutôt lentes et sont peu réversibles. Ces 

mécanismes de régulation peuvent difficilement expliquer le comportement dynamique de ces 

protéines et de leurs complexes en aval des RTK. Nous avons émis l’hypothèse que des RTK peuvent 

cibler directement et spécifiquement les domaines SH3 de leurs effecteurs cytoplasmiques proximaux 

tels les protéines adaptatrices NCK1/2 afin d’inhiber leur capacité à interagir avec leurs partenaires 

riches en proline et ainsi réguler rapidement la transduction de signaux cellulaires. 

Les domaines SH3 représentent une des familles de modules d’interactions protéiques les plus 

répandues à travers les espèces eucaryotes. Plusieurs centaines de ces domaines sont d’ailleurs 

retrouvés dans le protéome humain, incluant de nombreux oncogènes. Malgré des décennies de 

recherche ayant pour objectif de déterminer l’origine de la spécificité des interactions SH3-

dépendantes, peu de ces domaines ont été investigués dans leur contexte protéique naturel. En 

conséquence, nous ignorons toujours comment près de 300 domaines SH3, ciblant des motifs 

peptidiques extrêmement similaires in vitro, peuvent être exprimés dans une même cellule et médier 

des IPP de façon spécifique. Les quelques exemples de SH3 qui ont été caractérisés dans leur contexte 

protéique (i.e. dans leur protéine hôte) suggèrent que ces domaines peuvent avoir des fonctions 

complexes in vivo. Nous avons émis l’hypothèse que le contexte protéique influence de manière 

significative les fonctions et la spécificité des domaines SH3 dans les cellules. 

Les deux objectifs principaux de ma thèse étaient 1) de déterminer si les protéines adaptatrices 

NCK1/2 peuvent être régulées par la phosphorylation de leurs résidus tyrosines en aval de RTK et 2) 

d’élucider les contributions du contexte protéique sur la capacité des domaines SH3 à médier des 

interactions protéiques in vivo.   
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2.1 Avant-propos 

J’ai entamé les travaux de ce chapitre lors de ma maîtrise. J’ai ensuite poursuivi ce projet pendant la 

première moitié de mon doctorat. Cette étude a permis d’identifier un nouveau mécanisme de 

régulation négative de la fonction des protéines adaptatrices NCK1/2 via la phosphorylation par le 

RTK EPHA4 d’une tyrosine conservée retrouvée dans chacun de leurs domaines SH3. Nous avons 

montré que le récepteur EPHA4 peut phosphoryler directement les domaines SH3 des protéines 

NCK1/2, ce qui provoque le désassemblage de leurs complexes signalétiques. Nous avons aussi 

déterminé que ce mécanisme pourrait exister pour plusieurs RTK et domaines SH3. 

Cette étude est le résultat de plusieurs collaborations. Tout d’abord, le Dr Yossef López de Los Santos 

ainsi que David Bernard du laboratoire du Dr Nicolas Doucet ont réalisé, respectivement, les 

expériences de modélisation et de résonance magnétique nucléaire (RMN). Le Dr Patrick Laprise 

nous a permis d’utiliser ses installations pour les expériences chez la drosophile que le Dr François 

Chartier a réalisées. Ensuite, François Otis du laboratoire du Dr Normand Voyer a réalisé la synthèse 

de la molécule utilisée dans le contexte de la purification de SH3 phosphorylés directement à partir 

de bactéries (la tyrosine tétraméthyl-phosphorodiamidate). Finalement, le Dr Jean-Philippe Gagné du 

laboratoire du Dr Guy Poirier a synthétisé les membranes utilisées lors des essais d’étalage de 

peptides in vitro. J’ai réalisé la majorité des expériences, en plus d’avoir préparé la plupart des figures. 

J’ai participé à la conception et la rédaction de l’article qui a été publié dans la revue Molecular Cell 

en juin 2018 (Dionne et al., 2018). Ma contribution en tant que premier auteur est évaluée à environ 

80%. 
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2.2 Résumé 

La signalisation dépendante de la phosphorylation sur tyrosines (pTyr) est un système important de 

la communication cellule-cellule. Les récepteurs tyrosines kinases activés (RTK) initient plusieurs 

voies de signalisation qui dépendent des pTyr en créant des sites d'ancrage nécessaires à l'assemblage 

de complexes protéiques. Cependant, les mécanismes conduisant au désassemblage des complexes 

ainsi que leurs conséquences sur la transduction de signaux restent essentiellement inconnus. Nous 

avons déterminé que les RTK activés peuvent inhiber la signalisation via la phosphorylation directe 

d'une tyrosine conservée qui est présente dans la majorité des domaines d'homologie à SRC (SH) 3. 

Ces modules protéiques sont fréquemment retrouvés dans des protéines clés pour la transduction des 

signaux en aval de RTK. Nous avons démontré que le RTK EPHA4 phosphoryle directement la 

tyrosine conservée des domaines SH3 des protéines adaptatrices NCK1/2, ce qui entraîne le 

désassemblage des réseaux de signalisation et inhibe leurs fonctions. Nous avons également révélé 

que ce mécanisme de phosphorégulation négatif est partagé par d'autres RTK et domaines SH3. Nos 

résultats révèlent un mécanisme conservé par lequel les RTK inhibent rapidement et de manière 

réversible la signalisation en aval tout en restant dans un état catalytiquement actif à la membrane 

plasmique.  
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2.3 Abstract 

Phosphotyrosine (pTyr) signaling has evolved into a key cell-to-cell communication system. 

Activated receptor tyrosine kinases (RTKs) initiate several pTyr-dependent signaling networks by 

creating the docking sites required for the assembly of protein complexes. However, the mechanisms 

leading to network disassembly and its consequence on signal transduction remain essentially 

unknown. We show that activated RTKs terminate downstream signaling via the direct 

phosphorylation of an evolutionarily conserved Tyr present in most SRC homology (SH) 3 domains, 

which are often part of key hub proteins for RTK-dependent signaling. We demonstrate that the direct 

EPHA4 RTK phosphorylation of adaptor protein NCK SH3s at these sites results in the collapse of 

signaling networks and abrogates their function. We also reveal that this negative regulation 

mechanism is shared by other RTKs. Our findings uncover a conserved mechanism through which 

RTKs rapidly and reversibly terminate downstream signaling while remaining in a catalytically active 

state on the plasma membrane. 

 

Figure 2.1. Graphical abstract. 
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2.4 Introduction 

Intercellular communication is a critical feature of multicellular organisms. The cellular response to 

extracellular stimuli is mediated by signaling pathways that act downstream of transmembrane 

receptors such as receptor tyrosine kinases (RTKs) (Schlessinger, 2000). In particular, pathways 

regulated by RTKs are essential for developmental patterning, organogenesis, and homeostasis; their 

perturbation underlies many human diseases such as cancer. RTK activation generates auto-

phosphorylation events that create pTyr binding sites (Lemmon and Schlessinger, 2010). This leads 

to the formation of signaling complexes via the recruitment and activation of downstream signaling 

molecules containing pTyr-dependent protein interaction domains, such as SRC homology (SH) 2 

and phosphotyrosine binding (PTB) domains. The combination of RTK substrate specificity and 

domain affinity for the generated pTyr docking sites dictates downstream signaling specificity 

(Hunter, 2009). 

Phosphotyrosine signaling systems typically require three components: a “writing” kinase that 

phosphorylates a target Tyr residue, a “reading” protein interaction domain that recognizes the latter 

modification (SH2, PTB), and an “erasing” Tyr phosphatase (Lim and Pawson, 2010). Although this 

representation explains in part the dynamic nature of pTyr networks, it is now clear that the action of 

phosphatases cannot be the sole mechanism used for signal termination. For instance, receptor 

recycling, receptor degradation, and negative feedback loops play key roles in attenuating RTK 

signaling (Lemmon et al., 2016). Many of these negative regulatory mechanisms involve the 

recycling of receptors via the endosomal system prior to their reactivation. However, the subset of 

RTK activation-initiated phenotypes that require rapid assembly and dismantling of signaling 

complexes docked at the intracellular tail of activated receptors is not adequately explained by these 

mechanisms because internalization-dependent processes are likely too slow from a kinetics 

perspective. 

SH2-SH3 adaptor proteins provide a key function in relaying pTyr signals by coupling activated 

RTKs and RTK substrates with numerous downstream targets, often simultaneously (Mayer, 2015, 

Pawson, 2007). For example, the NCK adaptors (collectively called NCK) are composed of three 

SH3 domains that bind effector proteins harboring poly-Pro/Arg/Lys small linear motifs and a single 

SH2 domain that allows formation of the protein complexes at pTyr sites, such as those present on 

activated RTKs (Reebye et al., 2012). The signaling networks formed by these NCK-mediated 

complexes are pivotal to control cytoskeletal reorganization processes involved in the formation and 

maintenance of foot processes in glomerular podocytes (Jones et al., 2006, Jones et al., 2009), the 
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establishment of neuronal circuitry (Fawcett et al., 2007), and growth factor-induced cell migration 

(Rivera et al., 2006). 

Here we report the phosphorylation by the EPHA4 RTK of an evolutionarily conserved Tyr present 

on the binding interface of NCK adaptor protein SH3 domains. We demonstrate that this 

phosphorylation event prevents the association between NCK SH3s and their protein targets both in 

vitro and in vivo. We also show that this precise phosphorylation leads to the dismantling of NCK 

SH3-dependent signaling networks nucleated at the cytosolic tail of EPHA4 following its activation 

while keeping EPHA4 active at the plasma membrane. We further reveal that other RTK-SH3 

combinations share this mechanism. 

2.5 Results 

2.5.1 An evolutionarily conserved Tyr in the C-terminus of NCK SH3 domains is 

phosphorylated in cells 

 

The frequent association of NCK with RTKs led us to revisit the hypothesis that these adaptors might 

be tyrosine-phosphorylated, despite early reports suggesting that NCK phosphorylation is restricted 

to Ser-Thr residues (Li et al., 1992). To address this, we generated HEK293T cell lines stably 

expressing 3×FLAG-tagged NCK1 or NCK2 fusion proteins (Figure 2.S.1A). To obtain the full 

complement of phosphorylated residues, we used sodium orthovanadate, a phosphatase inhibitor that 

broadly elevates the total level of endogenous tyrosine phosphorylation. Affinity purification (AP) 

combined with mass spectrometry (MS) identified 7 different pTyr residues on NCK (as well as 9 

pSer and 3 pThr sites) with >99% confidence in phosphorylation site-specific localization (Ascore > 

19) (Beausoleil et al., 2006; Table 2.1). Three of the confirmed phosphorylation sites (NCK1 Y246 

and NCK2 Y55 and Y251) mapped to a Tyr residue located within the C terminus of each NCK SH3 

domain (Figure 2.2A). Using a previously reported nuclear magnetic resonance (NMR) solution 

structure for the second SH3 domain of NCK1 (SH3-2), we pinpointed the latter Tyr residue to the 

predicted binding interface of the protein (Hake et al., 2008; Figure 2.S.1B). A homologous Tyr can 

also be found in the SH3 domains of NCK-related GRB2, CRK, and SRC (Figure 2.2B). We next 

examined SH3 domains across metazoans to assess the degree of conservation of the C-terminal SH3 

Tyr thus identified. We found that the latter Tyr residue is conserved at about the same proportion 

(11% to 28%) throughout all SH3 domains across model species spanning hundreds of millions of 

years of evolution (Figures 2.2C and 2.S.1C). Strikingly, our manual curation of the Uniprot dataset 

revealed that 148 of the 285 non-redundant human SH3 domains (from 211 proteins) contained the 
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conserved C-terminal Tyr, of which 30 domains had been previously reported to be phosphorylated 

in human or mouse, according to the PhosphoSite Plus database (Hornbeck et al., 2015; Data S1). In 

addition, two previous reports had already hinted that C-terminal Tyr phosphorylation might occur 

within the SH3 domains of SRC (Broome and Hunter, 1997) and GRB2 (Li et al., 2001). Altogether, 

our observations point to an important functional role of the highly conserved C-terminal Tyr 

identified in SH3 domains. 

Table 2.1. Phosphosite Identification and Site Probability Assignment 
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Figure 2.2. An evolutionarily conserved Tyr in the C-terminus of NCK SH3 domains is 

phosphorylated in cells. (A) Schematic representation of NCK adaptor protein domain structure with 

C-terminal SH3 phosphorylation sites confirmed using MS (Table 2.1). (B) Alignment of all SH3 

domain sequences from the human SH2-SH3 adaptor proteins NCK, GRB2, and CRK as well as SRC. 

Residues in bold indicate that they are conserved in more than 80% of the SH3 domains listed. 

Phosphosites from Table 2.1 are shown in red. (C) Analysis of metazoan SH3 domains. Sequences 

were retrieved from SMART (n = 45,888) and aligned. The number of SH3 domains present in the 

database per species was recorded as well as the percentage of SH3 domains bearing a C-terminal 

SH3 Tyr homologous to those of NCK. SH3 domains that represent isoforms and those annotated as 

being predicted were removed. See also Figures 2.S.1 and 2.S.2. 
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2.5.2 The EPHA4 RTK directly phosphorylates NCK SH3 domains on the conserved 

C-terminal Tyr 

 

To identify potential kinases responsible for Tyr phosphorylation within NCK SH3 domains, we used 

the previously reported NCK SH2 consensus binding sequences to select RTKs containing similar or 

exact sequences within their cytoplasmic regions (Frese et al., 2006). Forty-nine putative sites were 

identified on 31 different receptors (Table 2.S.1). The EPH family of RTKs (EPHRs) emerged overall 

as the major group, with 19 of the total 49 sites. EPHRs are mainly involved in short-range cell-to-

cell communication by virtue of their membrane-tethered ligands, ephrins, which confer a unique role 

to these RTKs in the control of cell motility, cell shape, and tissue morphology (Kania and Klein, 

2016, Lisabeth et al., 2013). NCK interactions with EPHRs are important for actin cytoskeleton 

architecture modification. In particular, previous reports have shown that NCK associates with 

EPHA4 and EPHB1 to regulate downstream signaling events that modulate cytoskeletal dynamics 

(Bisson et al., 2007, Fawcett et al., 2007, Stein et al., 1998). 

To further investigate NCK phosphorylation by EPHRs, we raised a phospho-specific antibody that 

recognizes all three pTyr residues on NCK2 SH3 domains (pYSH3). This antibody detected FLAG-

tagged NCK2 when co-expressed with a wild-type but not kinase-deficient (KD, K653A) EPHA4 

receptor (Figure 2.3A). In contrast, a Y55F/Y164F/Y251F (3Y/F) triple NCK2 mutant that lacks all 

conserved C-terminal Tyr residues was not recognized under any condition, confirming the anti-

NCK2 pYSH3 antibody specificity. To test the capacity of EPHA4 to directly phosphorylate NCK 

SH3 domains, we purified the catalytic domain of wild-type or KD EPHA4 as well as the first SH3 

domain of NCK2 (SH3-1, containing Y55) in bacteria. An in vitro kinase assay confirmed that 

EPHA4 directly phosphorylates NCK2 SH3-1 and predominantly at Y55 (Figure 2.3B). Additional 

kinase assays using full-length NCK as a substrate followed by MS identification of phosphorylated 

residues further confirmed that NCK1 Y55 and Y246 as well as NCK2 Y55 were direct substrates for 

EPHA4 (data not shown). In addition, selected reaction monitoring (SRM) targeted proteomics 

confirmed the phosphorylation of 4 of the 6 NCK SH3 Tyr residues (NCK1: Y246; NCK2: Y55, 

Y164, and Y251) in cells co-expressing FLAG-NCK with active EPHA4 (Figure 2.S.2A). 
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Figure 2.3. EPHA4 RTK directly phosphorylates the conserved C-terminal tyrosine in NCK 

SH3 domains. (A) Western blot analysis of NCK2 phosphorylation following co-transfection of 

wild-type (WT) or kinase-deficient (KD) EPHA4 with either WT or non-phosphorylatable Y55F or 

Y55F/Y164F/Y251F (3Y/F) NCK2 in HEK293T cells. A representative image of 3 experiments is 

shown. (B) In vitro kinase assay using purified recombinant WT or KD EPHA4 and WT or Y55F 

NCK2 SH3-1 domain in the presence of radioactive AT32P. Protein samples were resolved on SDS-

PAGE and stained with Coomassie brilliant blue (Loading), and 32P incorporation was detected by 

autoradiography. A representative image of 2 experiments is shown. (C) Modeled representation of a 

ternary complex between the EPHA4 catalytic domain (white), NCK2 SH3-1 (orange), and ATP. The 

predicted distance (3.6 Å) between the reactive oxygen of Tyr55 terminal OH and γ-phosphorus of 

ATP is shown as a black spring. The previously reported P loop (green), catalytic loop (red), and 

activation loop (blue) are noted (Farenc et al., 2011). Residues K653, E670, F765, and Y742 involved 

in kinase activation are shown as sticks. ATP is displayed as a ball-and-stick model in which nitrogen 

(blue), oxygen (red), carbon (beige), and phosphorus (orange) atoms are highlighted. (D) The 

predicted distance between the indicated NCK SH3 domain Tyr terminal oxygen atom (OH) and ATP 

γ-phosphorous atom when forming a complex with the EPHA4 catalytic domain. Binding energy 

represents the predicted energy required to form ternary protein complexes between EPHA4, NCK 

SH3, and ATP, as indicated. Negative values represent favorable and spontaneous interactions. E) Fit 
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to the Michaelis-Menten equation of the rates of γ-32P incorporation following EPHA4 

phosphorylation of NCK2 SH3-1 WT (blue) and Y55F (red) at different substrate concentrations. 

Kinetic parameters derived from the fits are reported. Error bars represent the SD of the mean value 

for each data point. See also Figures 2.S.1 and 2.S.2 and Tables 2.S.1-2.S.3. 

 

To determine whether the Tyr within a folded NCK SH3 domain has access to the EPHA4 catalytic 

domain, we evaluated whether EPHA4-NCK SH3 complex formation presented any structural or 

energetically unfavorable barriers. We performed protein-protein docking simulations followed by 

single-molecule virtual docking of ATP using the available EPHA4 catalytic domain and five NCK 

SH3 domain structures (only NCK1 SH3-3 is lacking an experimentally resolved structure). 

Strikingly, we found that the SH3 C-terminal Tyr side chain was directly oriented toward the active 

site of the kinase domain (Figure 2.3C). We estimated that the distance between the substrate Tyr 

hydroxyl group oxygen and the γ-phosphate of ATP varied between 2.7 and 8.6 Å for the 5 modeled 

SH3 domains (Figures 2.3C-D); this is well within the realistic range for the reaction to occur. We 

also observed that binding of ATP to EPHA4-NCK SH3 complexes is a favorable and spontaneous 

event (Figure 2.3D). 

To examine the catalytic efficiency of NCK SH3 phosphorylation by EPHA4, we measured the KM 

and kcat values for the kinase reaction using recombinant wild-type NCK2 SH3-1 and a Y55F mutant. 

Wild-type NCK2 SH3-1 displayed a KM of 165 ± 24 μM and a kcat of 0.19 ± 0.01 s-1 and the Y55F 

mutant a KM of 94 ± 41 μM and a kcat of 0.010 ± 0.002 min-1 (Figures 2.3E and 2.S.2B). Although 

these results show that wild-type and Y55F NCK2 SH3 domains both associate with the catalytic 

domain of EPHA4, it is the Y55 substrate site that is preferred over Y13 and Y50 sites also present 

in both SH3 domains. Furthermore, these values indicate that phosphorylation of wild-type NCK2 

SH3-1 was approximately 20 times faster than phosphorylation of the Y55F mutant. Taken together, 

our data show that the conserved C-terminal SH3 Tyr residues of NCK, and especially NCK2 Y55, 

are phosphorylated directly and specifically by EPHA4.  

2.5.3 EPHA4 Tyr phosphorylation of NCK SH3 domains inhibits interaction with 

their substrates in vitro 

 

Mutation of the conserved SH3 Tyr identified here has been previously suggested to reduce in vitro 

binding to peptide ligands (Broome and Hunter, 1997, Li et al., 2001). To investigate the functional 

effect of Tyr phosphorylation on the NCK SH3 domain, we expressed in bacteria and purified 

recombinant wild-type, non-phosphorylatable (Y55F), phosphomimetic (Y55E), and inactive 
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(W38K) mutant versions of the NCK1 SH3-1 domain (Figure 2.S.2C). Using NMR, we confirmed 

that all mutant SH3 domains were properly folded based on the wild-type structure, as illustrated by 

the well-dispersed distribution of sequence-specific resonances on the 1H-15N heteronuclear single-

quantum coherence (HSQC) spectrum of each protein variant (Figure 2.S.2D). The complex formed 

between the wild-type protein and a previously reported peptide substrate from CD3ε (Gil et al., 2002) 

exhibited a dissociation constant value in the micromolar range (KD = 29 μM), as expected for a SH3 

domain (data not shown). Finally, we assessed the binding of each mutant to the CD3ε-derived 

peptide substrate using fluorescence polarization assays. For the wild-type protein, we measured an 

affinity ranging between 20-34 μM, which is almost identical to the previously reported value (Figure 

2.4A; Takeuchi et al., 2008). The phosphomimetic Y55E mutation was found to strongly impair 

peptide binding, similar to the inactive W38K mutant (Figure 2.4A). NMR titration experiments 

confirmed the latter result (data not shown). On the other hand, the non-phosphorylatable Y55F 

mutant (KD = 161 μM) displayed an affinity for its substrate that was lower but within the same order 

of magnitude to that observed in the wild-type (Figure 2.4A). Although these data suggest that the 

conserved SH3 Tyr residue is not required for substrate binding, they also establish that the presence 

of a negative charge, such as that conferred by a phosphate group or a Glu side chain, impairs the 

affinity of the relevant SH3 domain.  
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Figure 2.4. Tyr phosphorylation of NCK SH3 domains inhibits interactions with their targets 

in vitro and in vivo. (A) Fluorescence polarization (FP) binding assays for NCK1 SH3-1 WT and the 

indicated mutants with a fluorescein isothiocyanate (FITC)-labeled CD3ε peptide substrate. PepMut 

refers to the substitution of the 5 Pro residues with Ala in the CD3ε peptide. Dissociation constant 

(KD) values were obtained by non-linear regression (n.q. means that values were impossible to 

quantify). Three experiments were performed in technical duplicates. Error bars indicate the SD of 

the average of the ΔFP for each point. Dissociation constants error values represent the SE of the 

value derived from the binding curve. (B) FP assays for recombinant NCK1 SH3-1 pY55 obtained 

via site-specific incorporation of an unnatural pTyr analog converted into an authentic pTyr. Data 

analysis was performed as in (A). (C) Binding interface of the CD3ε-NCK2 SH3-1 complex. H-

bonding interactions (blue springs) between the SH3 domain and CD3ε are depicted on the left. 

Identification of residues T37, W38, N54, and Y55 contributing to the peptide-binding cleft on NCK2 

SH3-1 are highlighted (red) in the center. Changes in side chain orientation of NCK2 SH3-1 residues 
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in the absence (gray) or presence (black) of Y55 phosphorylation is represented on the right. The 

phosphoryl group is depicted as spheres. (D) AP-SWATH analysis of SH3- and SH2-dependent 

interaction partners for SH3-null 3W/K and phospho-mimetic 3Y/E relative to WT NCK2 transiently 

expressed in HEK293T cells. The average of two experiments, each performed in technical triplicates, 

is represented (Data S2). ∗p < 0.001 (ANOVA between WT NCK2 and NCK2 3W/K or NCK2 3Y/E). 

(E) Time course analysis following ephrin-B2 stimulation of EPHA4-expressing HEK293 cells. 

Phosphorylation dynamics of EPHA4 (anti-pTyr western blotting), NCK2 SH3-1 pY55 (SRM), and 

NCK2-PAK1 interaction dynamics (SRM) are reported. ∗p < 0.05 (ANOVA). For EPHA4, error bars 

indicate the SD of the average of four replicates for each data point. For NCK2 and PAK1, error bars 

indicate the SD of the average of the sum of transitions from two biological replicates per data point. 

See also Figures 2.S.2 and 2.S.3 and Table 2.S.2.  

 

To demonstrate the true effect of Y55 phosphorylation on SH3 substrate binding, we prepared Tyr-

phosphorylated recombinant NCK1 SH3-1 via site-specific incorporation of a bona fide pTyr. To 

achieve this, we genetically encoded an unnatural pTyr analog (UAA1) at the Y55 position in E. coli 

using a recently described methodology (Hoppmann et al., 2017). The pTyr analog was converted to 

native pTyr under mildly acidic conditions, and authenticity was confirmed by MS and western 

blotting (Figures 2.S.2E-G). Moreover, we used NMR to show that protein folding was not 

compromised because the pY55 NCK1 SH3-1 structure yields similar spectral data as the wild-type 

protein (Figure 2.S.2D). We performed fluorescence polarization ligand binding assays and found 

that binding of pY55 NCK1 SH3-1 to the CD3ε peptide was completely abolished (Figure 2.4B). 

To assess how Tyr phosphorylation of NCK SH3 domains inhibits CD3ε peptide binding, we 

performed additional molecular modeling experiments. Our analysis showed the existence of a 

peptide-binding cleft on the NCK2 SH3-1 surface comprising residues T37, W38, N54, and Y55, 

which provides up to 76% of the total binding energy of the complex (Figure 2.4C). Notably, two 

stable hydrogen (H)-bonding interactions with high-energy contributions (more than -2.5 kcal mol-1) 

originate from Y55 and T37. Phosphorylation of Y55 increased the energy of the complex from -

38.39 to -19.88 kcal mol-1, resulting in reduced CD3ε affinity for SH3-1. This increase in binding 

energy can be explained by the disruption of H-bonding interactions between CD3ε and Y55 when 

the latter is phosphorylated, in addition to steric clashes caused by the addition of a phosphoryl group 

on the Y55 side chain in the SH3-1 binding cleft (Figure 2.4C). Taken together, these observations 

demonstrate that the ability of the NCK SH3-1 domain to functionally recruit a known signaling 

partner is inhibited in vitro by phosphorylation of the C-terminal Tyr residue.  
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2.5.4 NCK SH3 phosphorylation disassembles EPHA4-nucleated signaling networks 

 

To evaluate pTyr-dependent regulation of the NCK protein interaction networks for a wider range of 

SH3-dependent binding partners in intact cells, we used NCK2 affinity purification paired with data-

independent MS acquisition (sequential window acquisition of all theoretical spectra [AP-SWATH]) 

(Lambert et al., 2013). We introduced inactive W/K or phosphomimetic Y/E mutations in all three 

SH3 domains of NCK2 and tested the effect of their expression on the recruitment of known NCK 

interactors in HEK293T cells. We selected a number of SH3-dependent (WASL, WIPF1, WIPF2, 

CBLB, and PAK2) and SH2-dependent targets (BCAR1, GIT1, and ARHGEF7) and used SWATH 

to quantitatively assess the changes in their abundance in 3Y/E and 3W/K NCK2 mutants relative to 

wild-type signaling complexes. Remarkably, the NCK2 3Y/E mutant was unable to bind its SH3 

partners but preserved its SH2-dependent interactions in a fashion similar to the inactive 3W/K mutant 

(Figure 2.4D; Data S2). These findings were also confirmed via affinity purification of single W/K 

and Y/E NCK2 SH3 mutants, followed by SWATH analysis or western blotting of established targets 

(Figure 2.S.3). 

To delineate EPHA4-dependent NCK2 SH3 phosphorylation kinetics and to examine how they affect 

NCK binding to targets, we activated EPHA4 expressed in HEK293 cells by mixing them with ephrin-

B2 ligand-expressing cells (Jørgensen et al., 2009). Using SRM MS and western blotting, we found 

that EPHA4 activation (Tyr phosphorylation) rapidly increases after 15 min of stimulation and 

remains activated after 30–60 min (Figure 2.4E). NCK2 pY55 reaches its maximum at 30 min, and 

this level is sustained until 60 min, when activated EPHA4 levels have already decreased. After 360 

min, EPHA4 activation is back to steady state (i.e., to the same level as prior to stimulation), whereas 

a significant level of NCK2 pY55 is still detected. To determine how activated EPHA4 and NCK Tyr 

phosphorylation influences endogenous target binding in vivo, we quantified p21-activated kinase 

(PAK) 1, a well-characterized binding partner of NCK via a direct SH3-dependent interaction that 

was previously shown to mediate its effects on the actin microfilament network (Bisson et al., 2007, 

Bokoch et al., 1996, Sells et al., 1997). Interestingly, we observed a statistically significant increase 

in PAK1 association after 360 min, when NCK2 pTyr levels are decreased, relative to levels detected 

at 30 and 60 min (Figure 2.4E). This finding is consistent with our in vitro experiments showing direct 

EPHA4 phosphorylation of NCK SH3 domains that leads to disruption of the association with its 

protein targets. 

To visualize EPHA4-dependent protein interactions, we induced receptor oligomerization by 

stimulating HeLa cells transfected with wild-type or KD FLAG-EPHA4 using pre-clustered Fc-
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ephrin-A5 ligands (Figures 2.5A-D). Although clustered receptors were visible irrespective of 

EPHA4 activity, co-transfected wild-type or 3Y/F GFP-NCK2 was detected only in ephrin-A5-

stimulated, wild-type EPHA4 clusters (Figures 2.5B–E). In addition, the SH2-deficient GFP-NCK2 

R311M mutant was absent from clusters, demonstrating that colocalization was dependent on 

receptor activation and on the presence of the pTyr docking sites Y596 and Y602, required for binding 

to the NCK SH2 domain (Figures 2.S.4A-D; Bisson et al., 2007). Strikingly, clustered GFP-NCK2 

displayed a high level of SH3 Tyr phosphorylation compared with non-clustered GFP-NCK2, as 

revealed with the pYSH3 antibody (Figures 2.S.4E-G). Surprisingly, 3W/K and 3Y/E NCK2 mutants 

did not localize to activated EPHA4 clusters despite the presence of a functional SH2 domain (Figures 

2.S.4H-M).  
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Figure 2.5. NCK SH3 phosphorylation disassembles localized EPHA4-nucleated signaling 

complexes. A–D) Representative images of HeLa cells immunostained following transient 

transfection with FLAG-EPHA4 WT (A, B, and D) or KD (C), GFP-NCK2 WT (A–C) or 3Y/F (D), 

and MYC-PAK1 KD (K281A) and stimulated with pre-clustered Fc-ephrinA5 (B–D) or control Fc 

(A) to induce receptor oligomerization and activation. Scale bar, 10 μm. (E) Quantification of EPHA4 

and PAK1 co-localization from images taken as in (A)–(D). Pearson correlation coefficients were 

obtained from 17-35 images per condition. ∗p < 0.05 (ANOVA). Error bars represent the 95% 

confidence interval for the mean. See also Figure 2.S.4. 

 

To monitor NCK-mediated protein complex formation directly at activated EPHA4 clusters, we co-

transfected MYC-tagged PAK1 with wild-type or 3Y/F NCK2. Cells expressing wild-type EPHA4 

in the presence of ephrin-A5 triggered the formation of wild-type NCK2 and PAK1 clusters (Figure 

2.5B). Interestingly, co-transfection with the non-phosphorylatable NCK2 3Y/F isoform increased 

the extent of PAK1 colocalization within EPHA4 clusters (Figures 2.5D-E). The latter observations 

were confirmed by western blotting of PAK1 following AP of wild-type or 3Y/F NCK2 (Figure 

2.S.4N). Taken together, the AP-SWATH, phosphorylation and interaction dynamics as well as 

clustering colocalization studies strongly support a mechanism whereby the EPHA4-mediated 

phosphorylation of NCK SH3 domains leads to the dismantling of protein interaction networks 

docked to activated membrane receptors. 

2.5.5 SH3 domain phosphorylation of the Drosophila NCK ortholog Dock alters 

photoreceptor cell axon guidance in vivo  

 

We next addressed the potential relevance of SH3 Tyr phosphorylation events observed in intact cells 

to the regulation of NCK function in vivo. In Drosophila, photoreceptor cell (PRC) axon guidance 

necessitates the single NCK ortholog Dreadlocks (Dock) to integrate pTyr signals from various RTKs 

(Garrity et al., 1996). In turn, Dock requires functional SH2 and SH3 domains to integrate these 

signals within PRC (R1–R8) growth cones (Rao and Zipursky, 1998) in a signaling pathway that is 

dependent on a functional Pak1 gene product (Hing et al., 1999). Interestingly, Dock was previously 

reported to be Tyr-phosphorylated in vivo (Muda et al., 2002). We confirmed that dock mutant flies 

display mistargeted R1–R8 projections (Garrity et al., 1996), which do not form a well-defined array 

in the lamina and medulla of mutant animals, and exhibit abnormal axon bundling as well as a 

decrease in growth cone expansion (n = 21, 100% penetrance) (Figures 2.6A-B). We also verified 

that it could be rescued by expressing exogenous wild-type Dock (n = 20, 100% rescue) (Figures 

2.6C and 2.S.5), as reported previously (Rao and Zipursky, 1998). Consistent with our in vitro data, 

expression of a phosphomimetic Dock 3Y/E mutant in dock mutant larvae completely failed to restore 
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axonal guidance and growth cone defects (n = 25, 0% rescue), as did the SH3 inactive 3W/K mutant 

(n = 25, 0% rescue). In contrast, expression of the non-phosphorylatable 3Y/F Dock mutant recovered 

the wild-type phenotype in a subset of larvae (n = 38, 65% rescue) (Figures 2.6D-F and 2.S.5). Taken 

together, these results indicate that phosphoregulation of the NCK SH3 domains is important for their 

in vivo function.  

  

Figure 2.6. SH3 domain phosphorylation of the Drosophila NCK ortholog Dock alters 

photoreceptor cell axon guidance in vivo. (A-F) Chaoptin immunostaining of photoreceptor cell 

(PRC) projections in whole-mount L3 larva brains. (A) WT larva showing normal R1-R6 projections 

in the lamina (la) and R8 projections in the medulla (me). (B) Homozygous dock mutant larva 

displaying disorganized axon bundles in both the la and the me. (C) Homozygous dock mutant larva 

rescued by exogenous Dock expression. (D-F) Homozygous dock mutant larvae expressing 

exogenous Dock mutants (D) W48K/W151K/W225K (3W/K, SH3 null), (E) Y65F/Y167F/Y242F 

(3Y/F, non-phosphorylatable), and (F) Y65E/Y167E/Y242E (3Y/E, phospho-mimetic). The six 

images on the right side of each whole-mount are shown at higher magnification to visualize PRC 

growth cones in the me. Scale bars, 20 μm (A-F) and 10 μm (A’-F’). See also Figure 2.S.5.  
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2.5.6 RTKs selectively phosphorylate the conserved C-terminal Tyr residue 

 

To assess whether other RTK-SH3 domain combinations also displayed a similar targeted 

phosphorylation of the conserved Tyr, we arrayed synthetic peptides corresponding to 146 human 

SH3 C-termini harboring this residue as well as their non-phosphorylatable Phe counterpart. Using 

purified recombinant EPHA4, we performed a kinase assay with radiolabeled ATP (Figures 2.S.6A 

and 2.S.6C). We found that EPHA4 phosphorylated 84 target sequences based on a minimum signal 

threshold of more than 2-fold above the background, which corresponds to the Phe-substituted 

control. This list included three NCK SH3 domains as well as the EPHA4 effectors VAV2 and VAV3 

(Cowan et al., 2005; Figure 2.S.6C; Data S3). Using PDGFRβ as the active kinase (Figures 2.S.6B-

C), the screening assay revealed 41 SH3 substrates that were phosphorylated based on the same 

criteria (Data S4). Among the most highly phosphorylated targets were NCK1 and another adaptor 

protein, GRB2. To confirm PDGFRβ-dependent phosphorylation of GRB2, we expressed in bacteria 

and purified the wild-type and non-phosphorylatable versions of the GRB2 SH3-1 (Y52F) and SH3-

2 (Y209F) domains. Upon incubation with recombinant PDGFRβ kinase and radiolabeled ATP, we 

found that only GRB2 Y52 was significantly phosphorylated in vitro (Figure 2.7A). The latter 

findings support the hypothesis that RTKs carry out the phosphorylation of various SH3 targets while 

exhibiting a clear degree of selectivity. 
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Figure 2.7. PDGFRβ phosphorylation of GRB2 N-terminal SH3 curtails interaction with its 

targets. (A) In vitro kinase assay using purified WT PDGFRβ kinase comparing the recombinant 

substrates WT and Y52F GRB2 SH3-1 or WT and Y209F GRB2 SH3-2 in the presence or absence 

of radioactive AT32P. Protein samples were resolved on SDS-PAGE and stained with Coomassie 

brilliant blue (Loading), and 32P incorporation was detected by autoradiography. A representative 

image of 3 experiments is shown. (B and C) FP binding assays for WT GRB2 SH3-1 (B) or SH3-2 

(C) and the indicated mutants with FITC-labeled SOS1 (SH3-1) or GAB2 (SH3-2) peptide substrates. 

(D) FP binding assays for GRB2 SH3-1 WT or Y52F with a SOS1 peptide following SH3 

phosphorylation with active PDGFRβ kinase (see A). (B–D) Dissociation constants are indicated 

where derivable by non-linear regression. Three experiments were performed in technical duplicate. 

Error bars indicate the SD of the average of the ΔFP for each point. KD error values represent the SE 

of the value derived from the binding curve. (E) Western blot analysis of FLAG immunoprecipitates 

(IPs) following transfection of WT, W36K, or Y52E FLAG-GRB2 in HEK293T cells for their 

interaction with CBL. A representative image of 3 experiments is shown. See also Figure 2.S.6. 

 

2.5.7 PDGFRβ phosphorylation of GRB2 N-terminal SH3 curtails interaction with its 

targets  

 

To evaluate the effect of Tyr phosphorylation on GRB2 SH3 domain function, we purified 

recombinant GRB2 SH3-1 and SH3-2 domains corresponding to wild-type, non-phosphorylatable 

(Y52F or Y209F), phosphomimetic (Y52E or Y209E), and inactive (W36K or W193K; Bisson et al., 

2011) proteins and measured ligand binding using fluorescence polarization. Although we measured 

affinities in the same range as what was previously reported for SH3-1 with SOS1 peptide (4.3 μM) 

and SH3-2 with GAB2 peptide (0.74 μM) (Figures 2.7B-C; Harkiolaki et al., 2009, Wittekind et al., 

1994), the non-phosphorylatable Y/F mutants displayed a slight decrease in their affinity for peptides 

(10.9 μM and 2.67 μM, respectively), mimicking that found for the NCK1 SH3-1 domain. As 

predicted, phosphomimetic Y/E mutations completely abrogated SH3 binding, as did the SH3 

inactive W/K mutations (Figures 2.7B-C). We further characterized the effect of Y52 GRB2 SH3 

phosphorylation on peptide binding using wild-type and Y52F GRB2 SH3-1 following their in vitro 

phosphorylation with PDGFRβ (Figure 2.7D). Pre-incubation of wild-type SH3-1 with active 

PDGFRβ reduced peptide binding, as suggested by a ∼50% increase in KD from 6.2 ± 0.4 μM (not 

phosphorylated) to 9.4 ± 0.6 μM (phosphorylated) (Figure 2.7D). Peptide binding by the Y52F mutant 

was completely unaffected following phosphorylation by PDGFRβ (Y52F, KD = 17.6 ± 1.5 μM; 

pY52F, KD = 18.4 ± 1.9 μM) (Figure 2.7D), despite the presence of two additional Tyr residues, 

confirming that Y52 is the major phosphorylation event disrupting peptide target binding. 

To investigate the effect of GRB2 SH3-1 phosphorylation in live cells, we carried out affinity 

purification of wild-type, Y52E phosphomimetic, or SH3 inactive W36K single GRB2 mutants 
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followed by western blotting of CBL, a bona fide GRB2 SH3-1 target (Bisson et al., 2011, Odai et 

al., 1995). Our data show that the Y52E mutant disrupts the interaction with CBL (Figure 2.7E). 

These observations indicate that the phospho-dependent inhibition of SH3 protein interactions is not 

limited to a unique effector protein target or a single RTK but might be, in fact, involved in the 

regulation of multiple RTK-nucleated protein interaction networks in vivo.  

2.6 Discussion  

We show that NCK adaptor proteins are phosphorylated on an evolutionarily conserved Tyr within 

the C-terminal region of each of their three SH3 domains. It remains possible that other phospho-

acceptor residues might also be important for SH3 regulation, including Tyr residues, whose 

phosphorylation has been mapped by our group as well as others (Tatárová et al., 2012; Table 2.1). 

However, the conservation of this particular C-terminal Tyr residue across SH3 domain evolution and 

its location within the substrate binding interface highlight its importance. An early report described 

platelet-derived growth factor (PDGF)-dependent phosphorylation of the cognate Tyr on the SRC 

SH3 domain (Broome and Hunter, 1997). However, in this case, platelet-derived growth factor 

receptor (PDGFR) phosphorylation of the SH3 Tyr was dependent on the presence of the SRC SH2 

domain on the recombinant substrate. This raised the possibility that it was not a direct event. 

Consistent with this, we did not observe PDGFRβ phosphorylation of a SRC C-terminal SH3 peptide 

in vitro. A second report also described that BCR-ABL oncoprotein or epidermal growth factor 

receptor (EGFR) activation led to phosphorylation of the conserved Tyr of GRB2 SH3-2 and loss of 

its binding to SOS1 (Li et al., 2001). Despite these early observations hinting at a regulatory role for 

SH3 domain phosphorylation, this has not been formally shown, and the molecular mechanisms 

remain unknown. 

EPHA4 phosphorylation of NCK SH3 domains requires the formation of an EPHA4-NCK SH3 

complex and accurate positioning of the Tyr side chain relative to the ATP molecule in the EPHA4 

active site to permit phosphoryl transfer. Molecular modeling allowed us to predict that the distance 

between the oxygen of the NCK SH3 Tyr OH group and the γ-phosphorus atom of ATP varied 

between 2.7 and 8.6 Å. Previous molecular modeling simulations on kinase-substrate complexes 

highlighted that, for efficiently phosphorylated substrates, the distance between substrate nucleophilic 

oxygen and attacked phosphorus of the ATP molecule is close to 3.3 Å, a value corresponding to the 

van der Waals sum of oxygen and phosphorus radii (Sun et al., 2005). Strikingly, our modeling 

predicted very similar distances for the EPHA4-NCK SH3-1 complexes (NCK1, 2.7 Å; NCK2, 3.6 

Å). It is also notable that the 5.2 Å distance predicted for NCK2 SH3-2/3 is similar to the previously 
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reported distance of 5.0 Å for the insulin receptor RTK and its substrate (Hubbard, 1997). A distance 

of up to 9.8 Å was also estimated for poorer substrates (Sun et al., 2005). Consequently, it appears 

that the range of distances determined here is reasonable for a kinase-substrate interaction. Moreover, 

it is well documented that ATP binding is often accompanied by conformational changes in kinases 

that could easily modulate the distance between the oxygen and the γ-phosphate of ATP in these 

ternary complexes (Nolen et al., 2003). These structural features suggest that each given RTK binding 

to NCK adaptors and transmitting signals via NCK may phosphorylate each of the three NCK SH3 

domains with different catalytic efficiencies, explaining in part how such simple adaptors may 

generate a wide range of outcomes depending on cellular context. 

The calculated KM (165 ± 24 μM) and kcat (0.19 ± 0.01 s-1) values for EPHA4 using the wild-type 

NCK2 SH3-1 folded domain as a substrate are in line with the KM and kcat measured for EPHRs using 

peptide substrates (Binns et al., 2000, Davis et al., 2009, Overman et al., 2013). We extracted an 

average kcat/KM of 3241 M-1s-1 from literature reporting values obtained for a number of Ser-Thr 

kinases, cytoplasmic tyrosine kinases, and RTKs, in particular the EGFR and EPH families of 

receptors (Figure 2.S.2B; Table 2.S3). The kcat/KM value we calculated for EPHA4-NCK2 SH3-1 

(1,152 M-1s-1), although a little below this average, is well within the same order of magnitude. This 

is noteworthy, considering that the substrate we utilized is a folded domain and not a synthetic 

peptide, as is the case for a majority of reports. 

Because glutamate as a phosphomimetic does not faithfully reproduce the charge or steric dimensions 

of a pTyr, we purified the pY55 NCK1 SH3-1 domain following site-specific incorporation of an 

unnatural pTyr amino acid analog and its conversion into an authentic pTyr (Hoppmann et al., 2017). 

The complete loss of binding to a bona fide CD3ε target, in the absence of any major structural 

variation relative to the wild-type, strongly supports our model that the C-terminal evolutionarily 

conserved Tyr on NCK SH3s is the residue that is targeted by EPHA4 to regulate downstream 

signaling events. 

Interestingly, our fluorescence polarization data with the NCK1 and GRB2 SH3 domains revealed a 

2- to 5-fold decrease in affinity for the non-phosphorylatable Y/F mutants relative to the wild-type 

proteins. Likewise, the 3Y/F Dock mutant only partially recovered the axonal guidance and growth 

cone phenotypes because only 65% of Drosophila larvae were similar to the wild-type. These 

observations suggest that the critical Tyr residue itself contributes to SH3 domain function, consistent 

with its high degree of evolutionary conservation. Indeed, our molecular modeling experiments 

revealed the existence of H-bonding interactions between CD3ε and NCK2 SH3-1 Y55. However, 
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our NMR analysis did not reveal major structural changes in the SH3-1 Y55F mutant relative to the 

wild-type protein. It remains a possibility that Tyr phosphorylation is important for the modulation 

of SH3-dependent NCK signaling network assembly and, therefore, not limited to abrogating SH3 

protein interactions. 

The kinetics of EPHA4 activation revealed that NCK2 SH3-1 Y55 phosphorylation and NCK2-PAK1 

association followed an inverse relationship. Indeed, increased NCK phosphorylation resulted in 

decreased PAK1 association (Figure 2.4E), as predicted by our model. Nevertheless, only a modest 

loss in the constitutive association between NCK2 and PAK1 was observed. This may be due to 

different NCK2 phosphorylation kinetics for Y164 in SH3-2, which was previously reported to 

associate with PAK1, relative to SH3-1 Y55. In addition, it remains unclear whether and how SH3 

phosphorylation affects the function of the NCK SH2 domain, which displayed a slight increase in 

binding to its pTyr targets, including EPHA4, when the conserved SH3 Tyr was mutated to Phe or 

Glu (Figures 2.4D and 2.5D). Further experiments are required to shed light on this initial observation. 

Finally, it is important to note that a role for pTyr-dependent regulation of SH3 function appears in 

other signaling pathways as well. As we demonstrate here, the association of PDGRβ with GRB2 

likely follows a similar mechanism. Indeed, we observed that EPHA4 and PDGFRβ RTKs have a 

propensity for phosphorylating the conserved C-terminal SH3 tyrosine. Nonetheless, our analysis 

revealed that each RTK clearly displays specificity. Interestingly, our in vitro kinase assay with active 

PDGFRβ on folded GRB2 SH3-1 and SH3-2 domains clearly showed that only the former is a target 

for the kinase. This observation suggests that SH3 phospho-regulation may precisely sculpt the 

composition of signaling protein complexes. Altogether, we have uncovered a rapid and reversible 

fine-tuning system that represents a mechanism whereby RTKs can dismantle protein interaction 

networks docked to the plasma membrane via the cytosolic tail of the receptors following their 

activation.  

 

 

 

 



 

95 

2.7 STAR Methods  

Table 2.2. Key Resources Table  
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2.7.1 Contact for reagent and resource sharing 

 

Further information and requests for resources and reagents should be directed to and will be fulfilled 

by the Lead Contact, Nicolas Bisson (nick.bisson@crchudequebec.ulaval.ca). 

2.7.2 Experimental model and subject details 

2.7.2.1 Cell culture and transfections 

 

Human embryonic kidney 293 and 293T cells (HEK293T), and HeLa cervical carcinoma cells were 

cultured at 37°C under 5% CO2 in Dulbecco’s Modified Eagle’s medium (DMEM) high glucose 

supplemented with 10% fetal calf serum. Transfections were performed using polyethylenimine (PEI) 

for HEK293T cells, or Lipofectamine 2000 (Thermo Fisher Scientific) for HeLa cells. Stable 

HEK293T cells were generated with a 10-day selection under 1.5 μg.ml-1 puromycin. Individual 

clones were picked, expanded and analyzed to match expression levels. Flp-In T-REx HEK293 stable 

lines expressing FLAG-tagged EPHA4 or HA-tagged ephrin-B2 were generated as described (Kean 

et al., 2012), and grown in the presence of 150 μg.ml-1 hygromycin (Thermo Fisher Scientific). 

Expression was induced with 1 μg.ml-1 tetracycline for 24 h. 

2.7.2.2 Drosophila genetics 

 

Previously published fly stocks used in this study were: 1) dock04723 (Garrity et al., 1996) 2) elav-Gal4 

(Luo et al., 1994), 3) Avic\GFPS65T.Ubi-p63E (Altenhein et al., 2006); (http://flybase.org). For transgenic 

lines, plasmids were injected in Drosophila embryos (BestGene Inc.). Site-specific integration of 

transgenes was performed with the PhiC31 integrase-mediated transgenesis system in the y[1] M{vas-

int.Dm}ZH-2A w[∗]; M{3xP3-RFP.attP}ZH-86Fb fly line carrying an attP docking site on the third 

chromosome (K. Basler via Bloomington Stock Center). Transgenic lines were verified by PCR 

sequencing, and protein expression from elav-Gal4 by western blotting from L3 larvae brain/eye-

antennal disc extracts. Overexpression of 3xFLAG-tagged constructs of DockWT, 

DockW48K/W151K/W225K, DockY65E/Y167E/Y242E and Dock Y65F/Y167F/Y242F in dock04723 mutant flies was 

achieved by crossing dock04723/CyO, Avic\GFPS65T.Ubi-p63E; UAS-Dock transgenic animals to 

dock04723/CyO, Avic\GFPS65T.Ubi-p63E; elav-GAL4 flies at 25°C. dock mutant wandering third instar 

larvae were identified by the absence of GFP fluorescence under a Leica MZ Apo stereomicroscope. 
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2.7.3 Method details 

2.7.3.1 Plasmids and constructs 

 

Murine sequences of NCK1, NCK2, EPHA4 and human sequences of NCK2, GRB2 were cloned into 

the pcDNA3.1(-) vector (Thermo Fisher Scientific) or in pLJM1-EGFP (Addgene plasmid # 19319, 

from David Sabatini) for transient expression and in the pMSCVpuro vector (Clontech) or pcDNA5-

FRT (Thermo Fisher Scientific) for stable expression in mammalian cells. A N-terminal 3xFLAG tag 

was added to construct used in affinity purification experiments. The pCMV6-hPAK1KD plasmid 

was a gift from Thomas Moss, Université Laval. For bacterial expression, NCK1 SH3-1, NCK2 SH3-

1 as well as GRB2 SH3-1 and SH3-2 coding sequences were inserted in a modified pET-30b vector 

(Novagen) in frame with a N-terminal TEV-cleavable dual 6xHis-GST tag. The sequence 

corresponding to the juxtamembrane and catalytic domains of EPHA4 was subcloned in the 

pGEX4T2 vector (Sigma) in frame with a GST tag. All point mutations were introduced by 

polymerase chain reaction (PCR) using either Pfu Ultra (Agilent Technologies) or Q5 (New England 

Biolabs, Inc) DNA polymerases according to the QuikChangeII protocol (Agilent Technologies). For 

incorporation of the unnatural amino acid (UAA1) tyrosine tetramethyl-phosphorodiamidate, NCK1 

SH3-1 sequence with an amber codon at the Y55 position was cloned in frame with a TEV-cleavable 

N-terminal 6xHis-GST tag and C-terminal Strep Tag II in pACYCDuet1 (Novagen). The tRNApyl
CUA 

was subcloned in the same vector and used along pBK-MmNpYRS (gift from L. Wang, UCSF) 

encoding an artificially evolved aminoacyl-tRNA synthetase (Hoppmann et al., 2017). For 

Drosophila experiments, Dock cDNA was obtained from the DGRC (clone: LD42588), PCR 

amplified and subcloned in pUASTattB (provided by K. Basler, University of Zurich) in frame with 

a N-terminal 3xFLAG tag using the Gibson Assembly® cloning kit (New England Biolabs, Inc). 

DockW48K/W151K/W225K, DockY65E/Y167E/Y242E and DockY65F/Y167F/Y242F mutants were generated by site 

directed mutagenesis as described above. All coding sequences were confirmed end-to-end via 

sequencing. 

2.7.3.2 Cell lysis and affinity purification 

 

Cells were stimulated by mixing ephrin-B2-expressing HEK293 cells with EPHA4-expressing 

HEK293 cells before lysis (Jørgensen et al., 2009). For phosphoproteomics and SWATH 

experiments, cells were stimulated with the phosphatase inhibitor orthovanadate. Cells were washed 

once with ice-cold PBS. Whole cell lysates (WCL) were obtained by scraping cells in ice-cold lysis 

buffer (20 mM Tris-HCl pH 7.4, 150 mM NaCl, 1 mM EDTA, 0.5% sodium deoxycholate, 10 mM 
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beta-glycerophosphate, 10 mM sodium pyrophosphate, 50 mM NaF) supplemented with inhibitors 

(P8340, Sigma). Lysates were incubated 30 minutes on ice and centrifuged 20 minutes at 20 000 g. 

Supernatants were kept on ice until used. Lysates were incubated under agitation with FLAG-M2 

agarose beads (Sigma) for 90 minutes at 4°C. Beads were washed three times with lysis buffer and 

either used for western blotting or mass spectrometry analysis. 

2.7.3.3 Western blotting and antibodies 

 

Cell lysates and affinity-purified extracts were separated on 8%–10% polyacrylamide gels and 

transferred onto nitrocellulose membranes. Following incubation with indicated antibodies, signals 

from HRP-conjugated antibodies were revealed using the Clarity Western ECL Substrate (Bio-Rad) 

combined with Hyblot CL autoradiography films (Denville) or an Amersham Imager 600RGB (GE 

Healthcare). Signals from fluorescent secondary antibodies were revealed with LED excitation and 

corresponding filters. Antibodies used were the following: M2-HRP (A8592, Sigma), PAK (SC-881, 

Santa Cruz), p130cas/BCAR1 (SC-860, Santa Cruz), EPHA4 (610471, BD Biosciences), CHN1 

(ab156869, Abcam), CBL (SC-170, Santa Cruz), mab4G10 (05321, Millipore), rabbit polyclonal anti-

Dock (gift from J.E. Dixon, UCSD), mouse anti-FLAG (M2 clone, Sigma). Mouse anti-MYC 9E10 

(developed by J.M. Bishop, University of California) and anti-Chp 24B10 (developed by S. Benzer 

and N. Colley, California Institute of Technology) monoclonal antibodies were obtained from the 

Developmental Studies Hybridoma Bank, created by the NICHD of the NIH and maintained at The 

University of Iowa. Quantification was performed with the Amersham Imager 600 analysis software 

(GE Healthcare). 

2.7.3.4 Antibody generation 

 

NCK2 pYSH3 antibody was raised in rabbit using the phosphopeptide GYVPSNpYVERKNS, 

corresponding to the amino acid sequence surrounding NCK2 Y55, as an antigen (Thermo Fisher 

Scientific). The antibody was first purified using the immobilized phosphopeptide, then negatively 

adsorbed using the non-modified GYVPSNYVERKNS peptide. Antibody specificity was tested via 

ELISA and western blotting experiments. 

2.7.3.5 Immunofluorescence 

 

HeLa cells were transfected with the aforementioned constructs. For clustering experiments, 

recombinant human Fc-ephrinA5 chimera or human Fc-IgG1 fragments (R&D systems) were pre-

clustered using goat anti-human Fcγ IgG (Jackson ImmunoResearch) in a 4:1 ratio for 1 hour on ice. 
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Pre-clustered Fcs were added to cells at a final concentration of 2 μg/mL in DMEM for 15 min at 

37°C, and for another 15 min with 1 μg/mL Alexa-conjugated donkey anti-goat (Thermo Fisher 

Scientific). Cells were fixed with 4% formaldehyde, permeabilized with 0.2% Triton X-100 and 

incubated with primary antibodies as listed. Goat serum was utilized as blocking agent, and Alexa-

conjugated anti-rabbit or anti-mouse were used as secondary antibodies. Slides were then mounted in 

ProLong Gold with DAPI (Thermo Fisher Scientific). Drosophila brain/eye-antennal discs were 

dissected and fixed in 4% formaldehyde. Confocal images were acquired using a FV1000 system 

(Olympus) and the Fluoview 3.0 software. 

2.7.3.6 Fluorescence colocalization analysis 

 

Raw confocal image stacks were imported to Volocity (PerkinElmer) and colocalization of probe 

pairs was analyzed using Pearson’s correlation coefficient (PCC) according to published guidelines 

(Dunn et al., 2011). Briefly, a region of interest (ROI) was drawn around individual cells and pixel 

intensities for two channels were displayed as scatterplots. Thresholds were manually adjusted to 

remove irrelevant low intensity pixels that artificially inflated PCC while not removing relevant signal 

within the ROI. PCC was calculated for each individual cell and reported for each condition. 

Statistical significance was tested using ANOVA. 

2.7.3.7 Tyr tetramethyl-phosphorodiamidate synthesis 

 

Synthesis of the unnatural amino acid UAA1 was accomplished as previously reported (Hoppmann 

et al., 2017). Briefly, deprotection of Fmoc-Tyr(PO(NMe2)2)-OH (Sigma) was achieved by dissolving 

in 20% 4-methylpiperidine-DMF and stirring at room temperature for 20 min. The reaction mixture 

was added to cold Et2O and the precipitate washed twice and dried under vacuum. Yield from 5g 

Fmoc-Tyr(PO(NMe2)2)-OH was 2.61 g Tyr tetramethyl-phosphorodiamidate (UAA1). The 

characterization of the synthesized UAA1 molecule was achieved via NMR spectroscopy and MS 

with data in agreement with what was previously reported. 

2.7.3.8 Protein expression and purification 

 

Pelleted BL21 (DE3) E. coli expressing 6xHis-GST-tagged SH3 domains of NCK1 (SH3-1: aa 2-64), 

NCK2 (SH3-1: aa 5-63) or Grb2 (SH3-1: aa 2-58 or SH3-2: aa 156-217) were resuspended in Tris 

buffer (50 mM Tris-HCl pH 8.0, 300 mM NaCl) supplemented with protease inhibitors (P8340, 

Sigma) and lysed by sonication. Recombinant proteins were first purified using Ni-NTA affinity resin 

(QIAGEN) and then cleaved on beads with Ac-TEV protease (Thermo Fisher Scientific) to yield free 
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SH3 domains in solution. Proteins were further purified by gel filtration on a semi-preparative 

Superdex 200 10/300 GL column (GE Healthcare). For production of pY55 NCK1 SH3-1, E. coli 

BL21 (DE3) were co-transformed with plasmids encoding the evolved tRNApyl
CUA-MmNpYRS pair 

and a NCK1 SH3-1 ORF with a TAG amber codon at the Y55 position. Bacteria were grown in LB. 

UAA1 1 mM and IPTG 0.5 mM were added at OD600:0.5 and cultures were induced overnight at 

16°C before harvesting. Purification was performed as described above with a few modifications. 

Briefly, affinity purification with Streptactin-coupled agarose (QIAGEN) preceded Ni-NTA affinity 

purification to remove proteins truncated at the TAG codon, a Superdex 75 increase (GE Healthcare) 

was used for gel filtration and a final polishing step with a HiTrap Q-Sepharose column (GE 

Healthcare) was added. For NMR experiments, bacteria were grown in M9 minimal medium 

supplemented with 15N ammonium chloride. WT and K653A GST-EPHA4 kinase (aa 591-896) 

expressing bacteria were lysed by sonication in GST buffer (20 mM Tris-HCl pH 7.5, 0.5 M NaCl, 1 

mM EDTA and 1 mM DTT) with protease inhibitors. GST-EPHA4 kinase proteins were purified 

using GST beads (GE Healthcare) and eluted with 30 mM GSH (Bio-Basic). For radioactive kinase 

assays, fusion proteins were cleaved with thrombin (Sigma) to remove the GST tag. All the purified 

proteins were concentrated using Amicon 3K or 10K filters (Millipore). 

2.7.3.9 Conversion of incorporated UAA1 to pY55 

 

Acidic cleavage was carried out as reported (Hoppmann et al., 2017). Purified SH3 domain bearing 

the precursor amino acid was dissolved in 0.4M HCl at a final concentration of 0.1-0.2 mg/mL and 

incubated for 48h. For neutralization, 1M Tris-base pH 11 was first added to a final concentration of 

100 mM and pH was adjusted to 7.5 with NaOH. Conversion to pTyr was confirmed by mass 

spectrometry (Figures 2.S.2E and 2.S.2G). 

2.7.3.10 Kinase assays 

 

Purified SH3 domains of NCK2 or GRB2 were incubated with recombinant EPHA4 or purified 

PDGFRβ (Thermo Fisher Scientific) and 4-6 μCi of [γ-32P] ATP in kinase buffer (50 mM HEPES pH 

7.5, 10 mM MgCl2, 2.5 mM DTT and 75 µM non-labeled ATP) for 1h at 37°C. Proteins were resolved 

by SDS-PAGE using 16.5% Tricine gels. Consistency of load across extracts was controlled by 

Coomassie staining, and gels were dried. For peptide arrays, experiments were performed as 

described (Warner et al., 2008). For all assays, [γ-32P] ATP incorporation was measured using a 

Fujifilm FLA-5100 imager or autoradiography. Quantification was performed with the Protein Array 

Analyzer (http://rsb.info.nih.gov.acces.bibl.ulaval.ca/ij/macros/toolsets/ProteinArrayAnalyzer.txt) 
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macro (G. Carpentier) in ImageJ software (NIH). Data were imported in GraphPad Prism 7 to 

generate a heatmap. 

2.7.3.11 Steady-state kinetics measurements 

 

In quantitative kinase assays, kcat and KM determination for NCK2 SH3-1 WT and the Y55F mutant 

were carried out by incubating different concentrations of SH3 domain (0-350 μM) with activated 

catalytic domain of EPHA4 in reaction buffer (50 mM HEPES pH 7.0, 10 mM MgCl2, 1 mM DTT, 

and 200 μM ATP) with 5 μCi of [γ-32P]ATP (PerkinElmer) at 30°C for 1h. Activated EPHA4 was 

obtained by pre-incubating GST-EPHA4 (on beads) with 1 mM ATP in reaction buffer for 20h at 4°C 

followed by washes to remove excess ATP and elution with GSH. GST-EPHA4 was further incubated 

with ATP for 20 min at RT just before being used at a concentration of 0.02 μM for kinetic analyses. 

Each assay was carried out in triplicate. Aliquots containing a maximum of 5 μg of SH3 domain were 

run on SDS-PAGE to isolate the radioactive signal of the substrate. Data were fitted to the Michaelis-

Menten equation using GraphPad Prism 7, and kinetic parameters were obtained. 

2.7.3.12 Peptide arrays 

 

Peptides corresponding to the 146 human SH3 domains C-termini were synthesized as 13-mers with 

the Tyr residue in the middle position. For non-phosphorylable controls, a Phe replaced the conserved 

Tyr. Peptides were prepared using Spot-technology on a high-throughput automated MultiPep peptide 

synthesizer (Intavis) according to the manufacturer’s instructions. Array design was performed using 

the MultiPep peptide synthesis control software version 4.0.54. Briefly, peptides were synthesized in 

parallel by Fmoc chemistry on cellulose beta-alanine membranes starting with the C terminus. Amino 

acids side chain protecting groups were removed from peptides stably attached to the membrane by 

trifluoroacetic acid treatment in the presence of a scavenger (triisopropylsilane). Membranes were 

washed in dichloromethane, dimethylformamide, and ethanol before being air-dried. Membranes 

were incubated for 5 minutes in methanol before being used for kinase assays. Peptides positions on 

membranes are listed in Data S3 and S4. 

2.7.3.13 Solution NMR Experiments 

 

All NMR experiments were recorded at 298K on samples containing 500 μM 15N-labeled WT or 

mutant NCK1 SH3-1 in 17 mM Tris-HCl, 100 mM NaCl, 10% 2H2O, pH 8.0. NMR experiments 

were carried out on a Varian (Agilent) 600 MHz NMR spectrometer equipped with a triple-resonance 

cold probe and pulsed field gradients. 1H-15N sensitivity-enhanced HSQC experiments were acquired 
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at 600 MHz using spectral widths of 2100 Hz and 10,000 Hz in the ω1 and ω2 dimensions, 

respectively. Backbone resonance assignments for WT NCK1 SH3-1 were taken from the Biological 

Magnetic Resonance Data Bank (entries 15351 and 15510). 

2.7.3.14 NMR Titration Experiments 

 

The lyophilized peptide from the Cd3ε (KERPPPVPNPDYEP) ligand was dissolved in NMR buffer 

to a concentration of 1 or 10 mM. 1H-15N sensitivity-enhanced HSQC experiments were acquired at 

600 MHz using spectral widths of 2100 Hz and 10,000 Hz in the ω1 and ω2 dimensions, respectively. 

1H-15N HSQC spectra were collected for titration points of ligand-to-protein molar ratios of 0, 0.4, 

0.7, 1.0, 2.0, and 4.0 for both the WT, phosphorylated and Y55E NCK1. Chemical shift variations 

were calculated using equation   (Hake et al., 2008). 

2.7.3.15 Molecular modeling 

 

To evaluate whether EPHA4-SH3 complex formation is structurally and energetically (un)favorable, 

molecular simulations were performed in two steps. First, protein-protein docking simulations were 

performed using experimentally resolved structures of each protein partner, followed by energetic 

refinement of the complexes with moderate motion along the protein backbone, in addition to side-

chain and loop flexibility. 

To obtain the most energetically stable protein conformation (i.e., structure with the lowest energy), 

an energy minimization pre-processing of the structures was performed with the YASARA force field 

(Krieger et al., 2009). To overcome simulation biases and limitations, we also used three different 

and independent docking protocols: two rigid-body docking strategies (ClusPro and Patchdock, i.e., 

fast Fourier transform and geometric matching, respectively), and a protein-protein flexible docking 

strategy (SwarmDock, which incorporates moderate backbone flexibility) (Kozakov et al., 2017, 

Schneidman-Duhovny et al., 2005, Torchala et al., 2013). We used the EPHA4 kinase domain as the 

receptor protein (PDB entry 2Y6M), and NCK1 SH3-1 (PDB 2JS2), NCK1 SH3-2 (PDB 2JS0), 

NCK2 SH3-1 (PDB 2B86), NCK2 SH3-2 (PDB 4E6R) and NCK2 SH3-3 (PDB 1WX6) as partner 

proteins. For each protocol, 10 model complexes with the lowest energy were selected and 

superimposed by structural alignment in UCSF Chimera 1.1 (Pettersen et al., 2004), using the kinase 

domain as reference structure (PDB 2Y6M). After structural alignment, we manually compared and 

selected EPHA4-SH3 complexes that showed the shortest distances (Å) between Tyr55 

(phosphorylation target, NCK2 SH3-1 residue numbering) and the ATP binding site on the kinase 
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domain, which is formed by the catalytic loop of EPHA4 and residues Lys653, Glu670 and Tyr742 

(Farenc et al., 2011). 

For refinement of the binary EPHA4-SH3 complex, we applied the RosettaDock protocol using the 

previously selected complexes as templates (Lyskov and Gray, 2008). The standard RosettaDock 

protocol was applied to locally refine protein-protein complexes, selecting models with lower energy 

through repositioning of side-chains, loops and moderate adjustment of protein backbone. As a result 

of the RosettaDock refinement, the best ranked model was selected from a pool of 1,000 models (i.e., 

protein complex with lowest energy). This model was used as template to perform small molecule 

docking procedure of the productive Michaelis complex, mimicking the ternary complex between 

each partner prior to reaching transition state during phosphorylation. The small molecule docking 

procedure was performed with the Molegro Virtual Docker 6.0 suite without incorporation of water 

molecules. The MolDock docking scoring function was used as a search method that combines guided 

differential evolution and a cavity prediction algorithm (Thomsen and Christensen, 2006). To identify 

steric and hydrogen bonding interactions, and Coulomb potential for the electrostatic forces 

estimation, MolDock was complemented with the Piecewise Linear Potential (PLP) and the Lennard-

Jones (LJ12-6) algorithms. ATP molecule CID-5957 from the PubChem database was used as 

docking ligand. Each docking procedure was the result of 20 rounds of iterative simulations to 

maintain search robustness. The 5 most energetically favorable binding positions were sampled and 

compared in each ternary complex computed. Scoring values were expressed in kcal∗mol-1. 

To evaluate the effect of the tyrosine phosphorylation (pTyr, pY55) and mutations at positions 38 and 

55 (NCK2 SH3-1 numbering) upon CD3ε peptide binding, we used PDB entry 2JXB and the 

MolDock scoring function of the Molegro Virtual Docking suite to perform in silico characterization 

of the complex interface (Thomsen and Christensen, 2006). The RosettaBackrub energy function was 

used to predict mutational effects on side-chain conformation, backbone flexibility, and surface of 

the SH3 domains upon mutation (Lauck et al., 2010). All molecular graphic analyses and figures were 

performed and generated with UCSF Chimera version 1.1 (Pettersen et al., 2004). 

2.7.3.16 Fluorescence polarization 

 

For NCK1, protein-substrate binding was performed using a SH3 domain concentration of 0-500 μM 

and a constant FITC-conjugated Cd3ε peptide (WT: RGQNKERPPPVPNPDY and mutant: 

RGQNKERAAAVANADY) at a concentration of 10 nM. For GRB2 SH3-1 and SH3-2, peptides 

from SOS1 (EVPVPPPVPPRRRPES) and GAB2 (IQPPPVNRLKPDRKA) were used at 10 nM and 
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titration was performed with SH3 concentrations of 0-50 μM and 0-15 μM, respectively. For PDGFRβ 

kinase assay with phosphorylated GRB2 SH3-1 WT and Y52F, SH3 domains were incubated with 4 

μg of PDGFRβ overnight at 37°C and 1 mM ATP in kinase buffer prior to titration. Reactions were 

assembled in 15 mM Tris-HCl pH 8.0, 100 mM NaCl and 0.1% Brij L23 (Sigma). Fluorescence 

polarization was measured at 535 nm with 485 nm excitation on a Synergy H1 multi-mode plate 

reader (BioTek). Dissociation constants were calculated in GraphPad Prism (version 7) using 

nonlinear regression and a one-site total binding model incorporating non-specific binding to fit the 

data. 

2.7.3.17 Mass spectrometry 

 

Affinity purified baits (as described above) were washed three times in lysis buffer and twice in 20 

mM Tris-HCl pH 7.4, before being processed for on-beads tryptic digestion as described (Beigbeder 

et al., 2016). Samples for AP-SRM were (alternatively) digested with trypsin and GluC (5 μg each 

per sample, Promega) using the same protocol. 

Phosphoproteomics analysis and AP-SWATH library generation were performed on a TripleTOF 

5600+ mass spectrometer (Sciex) equipped with a nanoelectrospray ion source and coupled to a 

reversed-phase nanoscale capillary liquid chromatography (Ekspert NanoLC425, Eksigent). Peptide 

separation took place on a nano cHiPLC column (3u, 120A C18, 15 cm x 0.075 mm internal 

diameter). For NCK2 simple mutants analysis by AP-SWATH, peptide separation took place on a 

self-packed PicoFrit column (New Objective, Woburn, Ma) packed with Reprosil (Dr. Meisch, 

Ammerbauch-Entrigen, Germany) 3u, 120A C18, 15 cm x 0.075 mm internal diameter. Peptides were 

eluted in a 90-minutes linear gradient of 5%–35% of solvent B (acetonitrile, 0.1% formic acid), at 

300 nL/min. Mass spectra were acquired using a data dependent acquisition mode using Analyst 

(version 1.7, Sciex). Each full scan mass spectrum (400 to 1250 m/z) was followed by collision-

induced dissociation of the twenty most intense ions. Dynamic exclusion was set for a period of 12 s 

and a tolerance of 100 ppm. 

For phosphoproteomics and SWATH library generation, all MS/MS peak lists were generated using 

Protein Pilot version 5.0 (Sciex). MGF sample files were then analyzed using Mascot (Matrix 

Science, London, UK; version 2.4.0) and X! Tandem (The GPM, thegpm.org; version CYCLONE 

(2010.12.01.1). Both were set up to search against the Uniprot Homo sapiens reference proteome 

(March 2014 release, 69150 entries) assuming the digestion enzyme trypsin. They were searched with 

a fragment ion mass tolerance of 0.100 Da and a parent ion tolerance of 0.100 Da. Carbamidomethyl 
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of cysteine was specified as a fixed modification. Deamidation of asparagine and glutamine, oxidation 

of methionine and phosphorylation of serine, threonine and tyrosine were specified as variable 

modifications. Two missed cleavages were allowed. Scaffold (version 4.0.1, Proteome Software Inc.) 

was used to validate MS/MS based peptide and protein identifications. Protein identifications were 

accepted if they could be established at greater than 99.0% probability to achieve an FDR less than 

1.0% and contained at least 1 identified peptides. Protein probabilities were assigned with the Protein 

Prophet algorithm. Proteins that contained similar peptides and could not be differentiated based on 

MS/MS analysis alone were grouped to satisfy the principles of parsimony. Ascore values (Beausoleil 

et al., 2006) for phosphosite assignment confirmation were obtained via Scaffold PTM (Proteome 

Software Inc.). 

For data analysis of the SWATH library, wiff files from the data dependent acquisition experiments 

were analyzed with ProteinPilot (version 5.0, Sciex) with the Paragon algorithm. Protein Pilot was 

set up to search the Homo sapiens database (69,149 entries) assuming the digestion enzyme trypsin. 

The mass tolerance for the precursor and the fragments were 0.10 Da. Carbamidomethyl of cysteine 

was specified as a fixed modification and oxidation of methionine as variable. Two missed cleavages 

were allowed. Identifications were filtered to obtain a 1% FDR. For SWATH measurements, a 50 ms 

TOF MS scan was set out, followed by product ion mode of 24 windows of 25 amu covering a mass 

range of 400-1000 m/z. An accumulation time of 100 ms was used for all fragment ion scans. The 

total cycle time was 2.5 s. An overlap of 1 Da between each SWATH window was used. The targeted 

data extractions were performed with Skyline (version 3.1.0.7382) using the SWATH wiff files. Peak 

extraction was manually validated and peak-extraction results were exported for data analysis and 

statistics. Two samples were analyzed and each was measured in triplicate. 

2.7.3.18 Selected reaction monitoring 

 

Standard peptides were synthesized with 13C6 labeling on C-terminal Lys, Arg or Glu and were pooled 

in 0.1% formic acid (Table 2.S.2) (Thermo Fisher Scientific). Dried tryptic peptides were 

reconstituted in 0.1% formic acid and mixed in a 10:1 ratio with pooled heavy peptides. Samples (1/4 

of total) were analyzed on an Eksigent 425 nano-HPLC (AB Sciex) coupled online to a 6500 

QTRAP™ (AB Sciex) mass spectrometer with a nanospray ion source. Mass spectra were acquired 

using Analyst software (version 1.6). Peptides were trapped at 4 μL/min in 0.1% FA on a 350 μm x 

0.5 mm ChromXP C18-CL-3 μm pre-column (AB Sciex) for 10 minutes. Pre-column was switched 

online with a self-made 15cm x 75 μm internal diameter separation column packed with ReproSil-

Pur C18-AQ 3 μm resin (Dr. Maisch HPLC GmbH) and peptides were eluted with a linear 5% - 40% 
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gradient (solvent A: 0,1% FA; solvent B: acetonitrile, 0.1% FA) for 16 minutes, at 300 nL/min. Mass 

spectrometer was used in positive mode with 2500V ion spray voltage, nebulizer gas setting of 15, 

curtain gas setting of 25, and an interface heater temperature of 170°C. Eluted peptides were measured 

with a scheduled SRM method in a SRM detection window of 180 s and a target scan time of 1.5 s. 

All raw files were imported in Skyline v3.7 for peak integration and analysis. 

2.7.3.19 Bioinformatics 

 

SH3 domains (n = 45888) from Metazoans were retrieved from SMART (Letunic et al., 2015). 46,090 

domains were aligned using options that allow for a rapid alignment (-maxiters 1 -diags1 –sv) in 

MUSCLE (Edgar, 2004). Custom Python (version 2.7.12) scripts were used to parse alignments and 

to examine, across the alignments, residues at a position homologous to the Tyr corresponding to 

NCK1/2 SMART-annotated positions 50 (SH3-1), 50 (SH3-2) and 53 (SH3-3). The number of SH3 

domains per species available in the database was recorded, as well as the number of the SH3 domains 

that had a Tyr residue at any of the homologous positions in the alignments. We removed all SH3 

domains that were isoforms and predicted by filtering annotations, using terms ‘isoform” and 

“predicted.” Phylogenetic relationships among the different taxa were obtained from NCBI 

(https://www-ncbi-nlm-nih-gov.acces.bibl.ulaval.ca/Taxonomy/CommonTree/wwwcmt.cgi). 

Phylogenetic trees and data were assembled using iTOL (Letunic and Bork, 2016). The percentage 

of conserved Tyr was computed as the number of SH3 domains for a given specie that showed a Tyr 

at the homologous position on NCK1/2, as described above. 

SH2-binding motifs of NCK1 and NCK2 on human RTKs were identified using the binding 

specificity derived experimentally (Frese et al., 2006) and literature curation of established binding 

sites for the domains. According to positions weight matrices, residues at positions other than +1 and 

+3 could be tolerated. However, Frese et al., 2006 found these two positions to be critical for binding. 

As a result, we opted to select SH2 candidate sites minimally containing an Asp/Glu in +1 or a Pro/Val 

in +3. We used this approach to screen all human proteins annotated as receptor tyrosine kinases by 

Uniprot. The set of candidates was further filtered to consider only those present on the cytosolic tails 

of the receptors. 

2.7.4 Quantification and statistical analysis 

 

In order to perform SWATH-MS analysis for triple mutants, spectral data from NCK2 3W/K or 

NCK2 3Y/E were compared to NCK2 WT using the sum of all 5 selected fragments from at least 2 
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peptides for each targeted protein using an analysis of variance test (ANOVA) in R. For NCK2 simple 

mutants analysis, the sum of spectral data of all selected peptides per replicate from W/K or Y/E 

mutants were compared to NCK2 WT using an analysis of variance test (ANOVA) in R. For western 

blot quantification and immunofluorescence colocalization, differences between samples were 

analyzed using ANOVA followed by Fisher LSD in GraphPad Prism 7. Statistical significance or p 

values and the meaning of error bars are reported for each figure panel in figure legends. 

2.7.5 Data and Software Availability 

 

Original microscopy images and original images of western blot data are available at Mendeley Data 

under the following link: https://doi-org.acces.bibl.ulaval.ca/10.17632/fyt8893h8z.1 
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2.11.1 Supplementary Figures 

 
Figure 2.S.1. An evolutionary conserved Tyr is located in the substrate binding pocket of SH3 

domains. (Related to Figure 2.2). (A) Western blot analysis of FLAG-NCK1 and FLAG-NCK2 

expression in HEK293T stable cell lines relative to endogenous NCK expression, in comparison with 

a loading control (actin). (B) Schematic representation of human NCK1 SH3-2 (PDB entry 2JS0) 

(Hake et al. 2008). Tyr159 and Trp143 are visualized in sticks; positively (blue) and negatively (red) 

charged residues are also highlighted. (C) Analysis of metazoan SH3 domains. Sequences were 

retrieved from SMART. The % of SH3 domains (represented with a bar graph) bearing a C-terminal 
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SH3 Tyr homologous to those of NCK was calculated from the total number of SH3 domains present 

in the database. SH3 domains representing isoforms and those annotated as being predicted were 

removed. 

 

 

Figure 2.S.2. Evidence for NCK1/2 SH3 Tyr phosphorylation and analysis of NCK1 SH3-1 WT, 

mutant and recombinant pY55 proteins. (Related to Figures 2.3-2.4). (A) Elution profiles of NCK1 

peptide containing pY246 and NCK2 peptides containing pY55, pY164 and pY251, as obtained by 

SRM (Table 2.S2). (B) Distribution of kcat/KM values reported in the literature for protein kinases 

(Table 2.S3) and compared to calculated values for EPHA4 catalytic domain, using NCK2 SH3-1 

WT or Y55F recombinant domains as substrates (Figure 2.3E). Bars represent the median, as well as 

Q1 and Q3 quartiles. (C) Purified NCK1 SH3-1 WT and mutant proteins utilized in NMR experiments 

were resolved by SDS-PAGE along with a bovine serum albumin (BSA) control and stained with 

Coomassie Brilliant Blue. (D) 1H-15N-HSQC spectra for NCK1 SH3-1 WT, Y55F, Y55E, W38K and 

pY55 proteins are depicted in black, green, blue, red and cyan, respectively. Sequence-specific 
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resonance assignments are numbered according to Hake et al. (2008). (E) Determination of optimal 

acidic conversion time of UAA1 pTyr analog into a bona fide pTyr, recognized by the anti-NCK2 

pYSH3 antibody. (F) MS/MS validation of UAA1 (X) incorporation into NCK1 SH3-1 at the Y55 

position. The mass of the unmodified precursor TGFVPSNYVER (1267.60 Da), relative to the mass 

of TGFVPSNXVER (1401.68 Da) is consistent with the addition of UAA1 (X) (+134 Da). (G) 

MS/MS validation of NCK1 SH3-1 pY55. The mass of precursor TGFVPSNpYVER (1347.59 Da) 

is consistent with the addition of a phosphate (+80 Da). 
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Figure 2.S.3. The effect of individual phosphomimetic Y/E mutations on NCK2 SH3 Tyr is 

localized and does not affect the binding capacity of adjacent SH3 or SH2 domains. (Related to 

Figure 2.4). (A) AP-SWATH analysis of SH3- and SH2-dependent interaction partners for individual 

SH3-null (W/K) and phosphomimetic (Y/E) mutations, relative to WT NCK2, transiently expressed 

in HEK293T cells. The average of two experiments each performed in technical triplicate is 

represented (Supplemental Dataset 2). * Indicates p< 0.05 (ANOVA between NCK2 WT and NCK2 

W/K or NCK2 Y/E individual mutants). (B) Western blot analysis of FLAG immuno-precipitates (IP) 

obtained from cells transiently transfected with a FLAG-GFP control or WT FLAG-NCK2 or 

indicated point mutants. A representative image of 3 experiments is shown. 
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Figure 2.S.4. NCK SH3 phosphorylation disassembles localized EPHA4-nucleated signalling 

complexes. (Related to Figure 2.5). (A-D) Requirement for EPHA4 Y596/Y602 and NCK2 SH2 

domain for NCK2 localization to clustered EPHA4. Representative images of HeLa cells 

immunostained following a transient transfection with FLAG-EPHA4 (WT, KD or Y596, 602F 

(2Y/F)) and GFP-NCK2 (WT or R311M (SH2-)), and stimulated with pre-clustered Fc-ephrinA5 to 

induce receptor oligomerization and activation. Scale bar is 10 μm. (E-G) SH3-phosphorylated NCK2 

is strongly detected at EPHA4 clusters. Representative images of HeLa cells immunostained 

following a transient transfection with FLAG-EPHA4 (WT or KD) and GFP-NCK2 WT, and 

stimulated with pre-clustered Fc-ephrinA5 to induce receptor oligomerization and activation. SH3 

phosphorylation in clusters was detected with the pYSH3 antibody. Scale bar is 10 μm. (H-L) SH3-

inactive NCK2 3W/K and 3Y/E mutants do not colocalize with activated EPHA4 oligomers. 

Representative images of HeLa cells immunostained following a transient transfection with FLAG-

EPHA4 (WT or KD) and GFP-NCK2 (WT, 3W/K or 3Y/E), and stimulated with pre-clustered Fc-

ephrinA5 to induce receptor oligomerization and activation. Scale bar is 10 μm. (M) Quantification 

of EPHA4 and NCK2 (WT and mutants) co-localization from images taken as in (H-L). Pearson 

correlation coefficients were obtained from >20 images per condition. * Indicates p< 0.05 (ANOVA). 

(N) Quantification of Western blot analyses of FLAG immuno-precipitates (IP) following co-

transfection of WT or KD EPHA4 with FLAG-NCK2 (WT, 3W/K or 3Y/F). The amount of PAK1 

(abundance ratio) was quantified in NCK2 IPs from different conditions. Data is normalized to the 

WT EPHA4 + WT NCK2 condition. A total of 4 experiments were utilized for calculations. * 

Indicates p< 0.05 (ANOVA). 

 

 

Figure 2.S.5. Endogenous and transgenic Dock expression in Drosophila lines. (Related to Figure 

2.6). Western Blot analysis of endogenous (Dock) or exogenous (FLAG) Dock expression in brain 

extracts of L3 larvae from the different fly lines utilized in this study (Figure 2.6). GAPDH was used 

as a loading control. A representative image of 2 experiments is shown. 
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Figure 2.S.6. EPHA4 and PDGFRβ RTKs selectively phosphorylate the conserved C-terminal 

tyrosine residue on SH3 domains. (Related to Figure 2.7). (A-B) Human wild-type SH3 domains 

C-termini containing the conserved Tyr and the corresponding non-phosphorylable Phe counterpart 

were synthesized as 13-mer peptides and arrayed on a membrane. Phosphorylation was assessed by 

incubation of the membrane with wild-type EPHA4 (A) or wild-type PDGFRβ (B) in the presence of 

radioactive AT32P, whose incorporation was detected by autoradiography. Peptide positions defined 

with an alphanumerical code (e.g. A1) correspond to the list provided in Supplemental Datasets 3-4. 

(C) Heat map representation of Y/F phosphorylation ratios (Supplemental Datasets 3-4). 
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2.11.2 Supplementary Tables 

Table 2.S.1 NCK1/2 SH2 consensus motifs on tyrosine kinase receptors (RTK) intracellular 

segments. (Related to Figure 2.3). 
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Table 2.S.2 List of Tyr residues and peptides detected or quantified by SRM. (Related to 

Figures 2.3-2.4 and 2.S2). 
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Table 2.S.3 Literature survey of kcat/KM values for protein kinases. (Related to Figures 2.3 

and 2.S2).  
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Chapitre 3: Protein context shapes the specificity of SH3 
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3.1 Avant-propos 

Ces travaux ont été effectués dans la deuxième moitié de mon doctorat. Nous avons établi une 

stratégie combinant l’édition génomique et la protéomique afin d'investiguer les fonctions des 

domaines SH3 de la levure Saccharomyces cerevisiae directement dans leur contexte protéique 

naturel. En plus d’identifier un grand nombre d’interactions qui dépendent des SH3 in vivo, nous 

avons déterminé que le contexte protéique affecte grandement quelles interactions sont médiées par 

un SH3 dans les cellules, ce qui peut avoir des répercussions importantes sur les réponses aux stress 

et l’endocytose. De plus, nos résultats de mutagénèse suggèrent que les SH3 ont des fonctions 

complexes et pourraient affecter les interactions de leur protéine hôte de façon allostérique. Nous 

avons aussi validé ces observations avec des protéines humaines et déterminé que le positionnement 

des SH3 de la protéine adaptatrice NCK2 module sa capacité à former des bio-condensés in vitro. 

Ce projet est aussi le résultat de nombreuses collaborations. Plusieurs membres du laboratoire Landry 

ont participé à ces travaux: Émilie Bourgault (Sla1 et endocytose), Alexandre Dubé (aide constante 

et mutagénèses), Dr David Bradley (analyses bio-informatiques et figures), Dr Rohan Dandage et 

Soham Dibyachintan (mutagénèses) ainsi que Philippe Després (conseils et analyses). Le Dr François 

Chartier du laboratoire Bisson a été instrumental en ce qui concerne la purification de protéines et les 

essais in vitro de séparation de phases. Nous avons encore une fois collaboré avec le laboratoire du 

Dr Nicolas Doucet. Myriam Létourneau et Hang Pham ont réalisé des expériences de dichroïsme 

circulaire qui se sont avérées très utiles pour les révisions de l’article. Le Dr Jean-Philippe Lambert a 

réalisé les analyses des résultats de nos expériences de MS quantitative. J’ai réalisé la majorité des 

expériences, en plus d’avoir préparé la plupart des figures. J’ai grandement participé à la conception 

de l’étude, aux analyses ainsi qu’à la rédaction de l’article qui a été publié dans la revue Nature 

Communications en mars 2021 (Dionne et al., 2021). Ma contribution en tant que premier auteur est 

évaluée à environ 70%. 
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3.2 Résumé 

Il est généralement accepté que les interactions protéine-protéine (IPP) entre les domaines de liaison 

modulaires et leurs motifs peptidiques cibles dépendent largement de la spécificité intrinsèque des 

domaines. La grande famille de domaines SRC Homology 3 (SH3) contribue aux processus 

cellulaires via leur capacité à supporter de telles IPP. Alors que les spécificités de liaison intrinsèques 

des domaines SH3 ont été étudiées in vitro, nous ne savons toujours pas si chaque domaine est 

nécessaire et suffisant pour définir la spécificité des IPP in vivo. Ici, en analysant les impacts sur les 

IPP de la délétion, la mutation, l'échange et le repositionnement des domaines SH3 de la levure, nous 

avons constaté que la plupart des SH3 ne dictent pas la spécificité des IPP indépendamment de leur 

protéine hôte in vivo. Nous avons démontré que l'identité de la protéine hôte ainsi que le 

positionnement des domaines SH3 au sein de leur hôte sont critiques pour la spécificité des IPP, pour 

de nombreuses fonctions cellulaires et pour les processus biophysiques clés tels que la séparation de 

phases. Nos travaux démontrent l'importance de l'interaction entre un domaine d’IPP modulaire tel 

un SH3 et sa protéine hôte dans l'établissement de la spécificité lors de l’organisation des réseaux 

d’IPP. Ces résultats aident à comprendre comment les réseaux d’IPP sont réorganisés au cours de 

l'évolution et dans le contexte de maladies liées à des mutations telles que le cancer.   
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3.3 Abstract 

Protein–protein interactions (PPIs) between modular binding domains and their target peptide motifs 

are thought to largely depend on the intrinsic binding specificities of the domains. The large family 

of SRC Homology 3 (SH3) domains contribute to cellular processes via their ability to support such 

PPIs. While the intrinsic binding specificities of SH3 domains have been studied in vitro, whether 

each domain is necessary and sufficient to define PPI specificity in vivo is largely unknown. Here, by 

combining deletion, mutation, swapping and shuffling of SH3 domains and measurements of their 

impact on protein interactions in yeast, we find that most SH3s do not dictate PPI specificity 

independently from their host protein in vivo. We show that the identity of the host protein and the 

position of the SH3 domains within their host are critical for PPI specificity, for cellular functions 

and for key biophysical processes such as phase separation. Our work demonstrates the importance 

of the interplay between a modular PPI domain such as SH3 and its host protein in establishing 

specificity to wire PPI networks. These findings will aid understanding how protein networks are 

rewired during evolution and in the context of mutation-driven diseases such as cancer.  
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3.4 Introduction 

Proteins often display a modular architecture defined by folded domains that bind short linear peptide 

motifs on their interaction partners1. Modular domains are generally considered to act as “beads on a 

string” by virtue of their ability to independently fold and bind target peptides with high intrinsic 

specificity in vitro2,3,4,5. However, binding domains are often part of larger proteins that can comprise 

many functional elements. Whether/how PPI domain binding specificity is modulated by positioning 

within their host protein and/or intramolecular interactions (collectively defined here as protein 

context) remains poorly defined. Such regulation of interaction specificity would imply that during 

evolution and in disease states, mutations occurring either within or outside a modular binding domain 

could alter its protein interaction specificity. We examined this question by studying PPIs of proteins 

containing SRC Homology 3 domains (SH3s) in vivo. SH3s are one of the most prevalent families of 

modular binding domains, having expanded in number throughout evolution with 27 in yeast (on 23 

proteins) and nearly 300 in human6,7,8,9. These ~60 amino acid domains are present on signaling 

proteins, regulating functions such as endocytosis and actin cytoskeleton remodeling8. SH3s typically 

bind to Pro/Arg-rich peptide motifs on their target partners with an archetypical PXXP motif (where 

X represents any amino acid)6,10. 

In this work, we combine genome editing, cellular phenotyping, and proteomics to determine the in 

vivo contribution of protein context to SH3 domain specificity and functions. We find that these PPI 

modules rarely mediate interactions independently and that their position within their host is 

important for biological processes such as endocytosis and phase separation. Our results contribute 

to the current understanding of how PPI networks achieve specificity and how it is altered by 

mutations, domain gains, and losses. 

3.5 Results and discussion 

3.5.1 SH3s contribute to PPI networks complexity and protein function in vivo 

 

To assess the requirement of SH3 domains for PPIs in vivo, we first measured binary interactions 

between 22 WT SH3-containing proteins (Figure 3.S.1A) as baits and 575 putative partners from their 

interconnected signaling networks using the dihydrofolate reductase protein–fragment 

complementation assay (DHFR-PCA) in the budding yeast Saccharomyces cerevisiae. About 33% 

(202/607) of the PPIs detected were described before, mostly by direct methods (Figures 3.S.1B-C)11. 

We repeated the experiments with baits in which the SH3s were individually replaced with a flexible 

linker by genome editing (SH3 domain deletion/stuffing, Figure 3.1A). The stuffer DNA sequence 
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(GGCGGAAGTTCTGGAGGTGGTGGT) codes for a small flexible poly-Gly with Ser peptide 

(GGSSGGGG) that is inspired by previous experiments12,13. About a third of the SH3-containing 

protein interactome is qualitatively or quantitatively SH3-dependent (171 PPIs out of 607, Figures 

3.1B and 3.S.1B-C). We validated the vast majority of the quantitative changes in low-throughput 

experiments and excluded that this is simply due to changes in protein abundance in most cases 

(Figures 3.S.1D-G). SH3-binding motifs14 are more frequent in the SH3-dependent PPI partners when 

compared to sequences from random proteins, SH3-independent PPI partners or PPI partners that are 

stronger or gained following SH3 deletions (p values = 1.5 × 10-17, 0.0038 and 2.1 × 10-08, 

respectively; Mann–Whitney test, one-tailed, Figure 3.1C). The changes we measure are therefore 

enriched for PPIs that depend on the direct interactions of the domains with the PPI partners. 

Interestingly, the enrichment of SH3 motifs among SH3-dependent PPI partners does not change 

significantly (p = 0.25, Mann–Whitney test, two-tailed, Figure 3.1D) when assigning an SH3-binding 

motif randomly to a set of interactors (for example, when testing the enrichment of Protein X 

preferred SH3 motif among Protein Y SH3-dependent PPI partners). This indicates that SH3-binding 

motifs determined in vitro can adequately identify SH3-dependent interactions but not discriminate 

which partner binds to which SH3 domains in vivo. 
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Figure 3.1. Definition of SH3-dependent PPIs in vivo and their functional impact. a CRISPR–

Cas9 SH3 editing approaches to study SH3 domains in living cells. For domain deletion (stuffing), 

SH3 sequences are replaced by a stuffer sequence encoding a linker using CRISPR–Cas9. SH3 

dependency can then be tested. b PPIs of WT and SH3-deleted proteins. Colors represent different 

types of PPIs (assessed in quadruplicate). c Matrix similarity scores (MSS) of SH3-specific position 

weight matrices (PWMs) for prey corresponding to different types of PPIs from b. SH3-dependent 

PPIs are enriched for SH3-binding motifs relative to the Random, SH3-independent, and SH3-

inhibited PPIs (p = 1.5 × 10-17, p = 0.0038 and p = 2.1 × 10-08, Mann–Whitney test, one-tailed, 

n = 10,000 random protein sequences, n = 95 preys for SH3-independent PPIs, n = 116 preys for SH3-

inhibited PPIs, n = 249 preys for SH3-dependent PPIs). For example, the proportion of high MSS 

SH3-binding motifs (95th percentile of the MSS distribution for random peptides) determined is 

11/95 for SH3-independent, 5/116 for SH3-inhibited, and 75/249 for SH3-dependent partners. d 

PWM MSS for sequences of SH3-dependent preys (as in 1C), and for PWMs randomly assigned to 

SH3s (p = 0.25, Mann–Whitney test, two-tailed, n = 10,000 random assignments of an SH3 PWM to 

an SH3 prey, n = 249 preys for SH3-dependent PPIs). e Growth of gene- or SH3-deleted strains 

compared to WT under 51 stress conditions. For Bzz1, Bem1, and Sla1, the data shows deletion of 

all SH3s. f Same as panel e, but for individual or combinations of SH3 deletions. D represents SH3 

replaced with a linker sequence. Strains were grown in 12 replicates (e, f analysis performed with 

n = 12 independent colony growth per strain). For every boxplot, the median is represented as a bold 

center line and hinges are for the 25th and 75th percentiles (first and third quartiles). Whiskers extend 

from the hinges to maximum 1.5 times the Q3-Q1 interquartile range. For c, d, outliers are represented 

as black dots. Source data are provided as a Source Data file. See also Supplementary Data 1 and 

Supplementary Data 2. 

 

Surprisingly, 37 PPIs are increased and 75 are gained following SH3 deletions (Figure 3.1B). Some 

of these PPIs have previously been detected with other methods (Figures 3.S.1B-C). It is therefore 

likely that SH3 deletion alters protein folding or positioning within a complex or its relative binding 

preference, making these gained PPIs now detectable by DHFR-PCA. This observation may also be 

explained by changes in intramolecular interactions, as reported for the human SH3-containing SRC-

family of tyrosine kinases15. 

We next assessed the contribution of SH3s to cellular phenotypes by measuring the growth of WT, 

SH3-deleted, and knockout strains under 51 different stress conditions ranging from DNA damage 

induction to high osmolarity (Figures 3.1E-F). In most cases, knockout or SH3 deletion leads to subtle 

phenotypes (Figure 3.1E), as expected for nonessential genes16. When full gene deletion results in 

strong phenotypes, SH3 deletion consistently leads to similar growth defects (e.g., NBP2, BBC1, 

BEM1, and SLA1). The number of SH3-dependent PPIs of an SH3-protein is negatively correlated 

with the growth score of the SH3-deleted strain relative to its WT strain (Pearson’s correlation = -

0.426, p value = 0.038). These results highlight the critical role of SH3 domains and their PPIs in 

protein function. 
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3.5.2 SH3s are rarely sufficient to dictate the breadth of PPIs driven by their host 

 

Having determined that multiple PPIs require SH3s, we asked whether the latter establish PPI 

specificity independently from their host proteins by swapping domains (Figure 3.2A). Using the 

second round of genome editing17, we individually replaced Abp1 SH3 with the 27 yeast SH3s and 3 

human Abp1 orthologs’ SH3s (CTTN, HCLS1, and DBNL, Figure 3.2B). The reintroduction of its 

own SH3 (Abp1SH3 in Abp1) reconstitutes almost perfectly Abp1’s interaction profile (Kendall’s 

τ = 0.93, Figure 3.2B). For most cases where Abp1 loses many of its PPIs, Abp1 expression level was 

not significantly affected by SH3 swapping (Figures 3.S.2A-B). A notable exception is for instance 

Bem1SH3-2 in Abp1, which leads to the loss of a large number of interactions and shows reduced 

abundance. This suggests a complex interplay between SH3 domains and their host proteins. No 

homologous SH3 domain fully re-establishes the normal Abp1 PPI profile (Figures 3.2B and 3.S.2C). 

However, we observe a significant correlation (cophenetic correlation = 0.20, p value = 0.005, Figure 

3.2C) between the similarity of PPI profiles (Figure 3.2B) and the sequence similarity of the SH3s. 

For instance, Abp1 swapped with SH3s from its human orthologs, which have the highest sequence 

identity (human orthologs 46-52%, other yeast SH3s 19-41%), displays PPI profiles most strongly 

correlated with WT Abp1 (Kendall’s τ: CTTN = 0.89, DBNL = 0.89, and HCLS1 = 0.86, Figures 3.2B 

and 3.S.2C). Nonetheless, a subset of SH3-dependent PPIs is only observed with the endogenous 

domain. For instance, Hua2 and App1, both well-characterized partners of Abp114,18,19, are only 

detected when Abp1 contains its own SH3 (WT or swapped via editing). A given SH3 may therefore 

not be fully replaceable with other paralogous or orthologous domains. This pattern is confirmed by 

cellular growth phenotypic analyses (Figures 3.S.2D-E). PPIs, SH3 sequence similarity, and growth 

profiles under stress conditions are correlated (Figures 3.S.2D-E). This relationship is particularly 

clear when analyzing growth on media supplemented with hygromycin. Indeed, ABP1 deletion leads 

to hygromycin resistance20 and this phenotype is dependent on Abp1 SH3 (Figure 3.S.2E). None of 

the swapped SH3s, except for the Abp1SH3 in Abp1, fully reproduces WT sensitivity, confirming our 

observation with PPI patterns (Figures 3.2B and 3.S.2E). However, the orthologous human SH3s 

CTTNSH3, HCLS1SH3, and DBNLSH3 in Abp1 display intermediate phenotypes; this is consistent with 

PPI profiles and sequence similarity clusters (Figures 3.2B-C and 3.S.2E). 
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Figure 3.2. SH3 domains are rarely sufficient to establish their endogenous specificity in their 

host protein. a In vivo SH3 domain swapping. The stuffer DNA from an SH3-deleted strain is 

replaced by SH3s from other genes. The consequences of SH3 swapping on the host protein PPIs are 

illustrated. b PPIs of Abp1 with its endogenous SH3 domain or with an SH3 from other yeast proteins 

or from its human orthologs. Blue shades correspond to PPI interaction scores measured by DHFR-

PCA (PCA score). A scaled cartoon representation of Abp1 is shown above the heatmap. Bold SH3 

domains represent human orthologous, orange SH3s are controls, and green is for the SH3-deleted 

protein. Each PPI was assessed in quadruplicate. c Cophenetic correlation between Abp1 SH3 

swapped interaction clusters (based on the results of the panel b, n = 4 independent DHFR-PCA 

colony growth per Bait–Prey pairs) with the SH3 domain sequence similarity clusters. The empirical 

p value (p = 0.005) was obtained from permutation. d Number of PPIs gained by Abp1 upon domain 

swapping. PPIs originally detected as dependent on the domain when present in its host protein are 

shown in blue (analysis performed with n = 4 independent DHFR-PCA colony growth per Bait-Prey 

pairs). e Sla1 PPIs with the SH3 from Abp1 inserted at each of the three SH3 positions. Each SH3 is 

either the WT Sla1 domain (WT|WT|WT) or is Abp1 SH3 (Abp1|WT|WT is Sla1 with its SH3-1 

swapped with Abp1 SH3). PPIs were measured in quadruplicate. Source data are provided as a Source 

Data file. See also Supplementary Data 1. 

 

Several SH3 swappings lead to an inhibition of >50% of Abp1 PPIs, including SH3-independent 

interactions (Figures 3.2B and 3.S.2C). This suggests that SH3s can affect binding that is mediated 

by other regions of the protein, most likely through allosteric effects. In addition, two-thirds (21/30) 

of SH3 swaps lead to gains of PPIs that were not detected with WT Abp1 (Figures 3.2B and 3.S.2C). 

As expected, some SH3s can bring a subset of their SH3-dependent PPIs to the Abp1 protein context; 
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for example, Sho1SH3 and Nbp2SH3 in Abp1 promote the interaction with Pbs221,22,23 (Figures 3.2D and 

3.S.2F). However, the majority of the gained PPIs were not identified in our SH3 deletion screen as 

being SH3-dependent (Figure 3.2D). Thus, most SH3s are not sufficient to establish their endogenous 

specificity into a new protein context (Figure 3.S.2F). Consistent with these results, partners gained 

by Abp1 SH3-swapped proteins are not enriched for SH3-specific binding motifs relative to 

unaffected Abp1 PPIs (p = 0.52, Mann–Whitney test, one-sided, Figure 3.S.2G). 

We also examined whether the ability of a given SH3 to mediate PPIs depends on its position within 

the same host protein. We individually swapped Abp1 SH3 into each of Sla1’s three SH3 positions 

(Figure 3.2E). Inserting Abp1 SH3 at either of the first two positions only slightly affects Sla1 PPIs 

(Figure 3.2E). SH3 swapping at the third position led to the detection of seven new PPIs despite our 

observation that only two Sla1 partners depend on this third SH3 (Figures 3.1B and 3.1E). None of 

the PPIs gained by Sla1 following Abp1 SH3 swapping were originally found to be dependent on 

Abp1 SH3, further supporting our finding that the ability of a domain to dictate its host PPI partners 

is highly dependent on the identity of the host and the position of the SH3. Overall, the observation 

that SH3s are rarely dictating their host PPI partners by themselves, but rather alter PPIs in a manner 

that cannot be predicted from their intrinsic specificity suggests the presence of complex interactions 

between an SH3 domain and its host protein. 

3.5.3 Allosteric effects of SH3 domains on SH3-independent interactions 

 

The above analysis revealed that domain swapping impacts PPIs in a sequence-dependent manner, 

with divergent SH3 domains having the strongest effects. Swapping SH3s into a protein also affects 

PPIs that were not previously found to be SH3-dependent, suggesting that SH3s can alter PPIs 

allosterically. To systematically investigate the distinction between sequence-dependent effects on 

SH3-dependent and SH3-independent PPIs, we measured the binding of Abp1 to an SH3-independent 

(Lsb3) and to an SH3-dependent partner (Hua2) for all possible single mutants of Abp1 SH314,19 

(Figures 3.3A-D and 3.S.3A-E). We validated that mutating the Abp1 SH3 domain has little effect 

on its abundance (Figures 3.S.3C-D). Mutation sensitivity profiles for the two targets are overall 

highly correlated (Kendall’s τ = 0.59, p value = 1.0 × 10-201), but also show significant differences 

(Figures 3.3B-D). These results are reproducible on a small scale (Figure 3.S.3F), and confirm that 

SH3-independent PPIs (e.g., Abp1-Lsb3) are affected by changing the sequence of Abp1 SH3 (Figure 

3.3C). 
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Figure 3.3. SH3 domain sequences affect both SH3-dependent and -independent PPIs. a The 

stuffer DNA of an SH3-deleted strain is replaced by a library of single mutants. Categories of 

mutations based on their effect on PPI types are shown. b, c Impact of mutations on binding 

represented in terms of deep mutational scanning (DMS) score. b Tolerance to SH3 mutations of the 

SH3-dependent interaction Abp1-Hua2. Blue: low DMS score, i.e., reduced interaction strength, red: 

increased strength. The secondary structure of the SH3 is shown above. The black bars on the top 

represent the level of conservation across the 27 S. cerevisiae SH3s. Positions in bold represent 

residues in contact with the ligand (see also Figure 3.S.3H). c Same as panel b, but for the SH3-

independent Abp1-Lsb3 PPI. The data shows the average of two biological replicates. d DMS scores 

for the two PPIs. DMS scores below the first percentile of the synonymous variant (dashed line) are 

defined as destabilizing the PPI. Four categories of mutants are shown: (1) destabilizing both PPIs, 

(2) specifically destabilizing Hua2 PPI or (3) Lsb3 PPI, and (4) neutral or slightly increasing binding. 

The minimum distance relative to a binding peptide is shown in blue (Ark1 peptide24). e Minimum 

distance to the Abp1-bound peptide and (f) the relative solvent accessibility (RSA) for each category. 

Dest is for destabilizing mutations. For e, f, n = 349 neutral amino acid mutations, n = 98 amino acid 

mutations that destabilize Lsb3 only, n = 126 amino acid mutations that destabilize Hua2 only, 

n = 528 amino acid mutations that destabilize both Lsb3 and Hua2. For the boxplots, the median is 

represented as a bold center line and hinges are for the 25th and 75th percentiles (first and third 

quartiles). Whiskers extend from the hinges to a maximum of 1.5 times the Q3-Q1 interquartile range 

and outliers are represented as black dots. Source data are provided as a Source Data file. 

 

Some positions are sensitive to any mutation for both SH3-dependent and SH3-independent PPIs 

(e.g., L17), while others are specific to only one (e.g., D32). Mutations affecting both PPI types 

correspond to buried residues that are distal from the Abp1-bound peptide and likely affect protein 



 

140 

folding rather than amino acid-amino acid interactions24 (Figures 3.3D-F and 3.S.3G). Positions that 

are only destabilizing Abp1-Hua2 lie at the peptide interface, which is in clear contrast with the 

sensitive positions that specifically destabilize Abp1-Lsb3 that are distant from the SH3 binding 

peptide (Figures 3.3D-F and 3.S.3H). Few positions specifically affecting the Abp1-Hua2 SH3-

dependent interaction are conserved between Abp1 SH3 and other yeast SH3s; this could explain why 

none of the other SH3s can complement its loss upon domain swapping (Figures 3.2B and 3.3B). A 

subset of mutations at positions 15 and 52, both predicted to be in contact with a target peptide, 

specifically strengthen the Abp1-Hua2 interaction, and could in principle lead to a higher affinity 

(Figures 3.3B-C and 3.S.3H). 

Overall, this analysis helps discriminate the residues defining SH3 binding specificity from the 

positions regulating the interplay between the domain and its host. The latter most likely interact in 

an allosteric way with the binding of partners that do not depend on the intrinsic binding specificity 

of the domain. 

3.5.4 SH3 positions are not interchangeable in multi-SH3 proteins 

 

Proteins containing multiple SH3s can mediate the formation of multivalent interactions, bringing an 

additional level of complexity to PPI regulation. The position of SH3s in their host is highly conserved 

and is generally independent of the extent of their amino acid sequence conservation (Pearson’s 

correlation = 0.22, p value = 0.28, Figures 3.S.4A-C), suggesting that SH3 positioning is key to 

function. To quantify the importance at the network level of SH3 position in their host, we focused 

on Sla1, a cytoskeleton binding protein that has three SH3s with low sequence identity (Figures 3.4A-

B and 3.S.4A). 
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Figure 3.4. Shuffling SH3 positions alters Sla1 interactome in vivo and impacts its function in 

endocytosis. a Domains are moved from one position to another in proteins containing multiple SH3s 

(domain shuffling). Possible outcomes on PPIs are presented. b Number of PPIs detected relative to 

WT Sla1 for SH3-shuffling or -deletion per SH3 position (measured in quadruplicates). c Function 

of Sla1 as an adaptor linking early proteins with the actin machinery in clathrin-mediated endocytosis. 

d PPIs of Sla1 SH3-shuffled or -deleted with clathrin-mediated endocytosis-related partners. The 

color code represents the strength of the PPIs (PCA score). Sla1 1|2|3 represents the WT protein. e 

Schematic of Sla1 foci assembled at the cell membrane and their movement toward the center of the 

cell during internalization before disassembly, in time. f Representative microscopy images of cells 

expressing different Sla1-GFP proteins at multiple time points. Foci from WT Sla1-GFP, the negative 

control D|D|D, and a Sla1-GFP shuffle (3|1|2) are shown. Green: first time frame; red: others. A merge 

with the starting point for each time frame is shown. g Average effective distance traveled by Sla1-

GFP particles towards the centroid of the cell for the different proteins. Color transparency represents 

the proportion of events that are not completed yet. Plus signs (+) represent the moments in time when 

95% of the foci have disassembled. h Average number of complete or incomplete events, i.e., that 

were not completed before the end of the image acquisition period. For panels f-h, the numbers of 
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Sla1-GFP foci that were analyzed are n = 3286 for Sla1 1|2|3, n = 473 for Sla1 D|D|D, n = 686 for 

Sla1 2|1|3, n = 963 for Sla1 1|3|2, n = 652 for Sla1 3|2|1, n = 745 for Sla1 2|3|1 and n = 994 Sla1 3|1|2). 

Source data are provided as a Source Data file. See also Supplementary Data 1. 

 

Significant differences in PPIs and growth phenotypes are dependent on Sla1 SH3 domains (Figures 

3.1B and 3.1F). We constructed all possible domain-position permutations within Sla1 (i.e., domain 

shuffling, Figure 3.4A). Sla1 PPIs are highly dependent on SH3 positions (Figures 3.4B and 3.S.5A-

B), which weakly correlates with Sla1 level of expression (Figures 3.S.5C-D). As Sla1 SH3-1 and 

SH3-2 bind to the same peptide motifs in vitro14, we expected little impact from exchanging their 

position if peptide recognition was the sole determinant of SH3 specificity in vivo. Surprisingly, 

shuffling the first two domains (2|1|3) results in the loss of ~80% of Sla1 PPIs (Figure 3.S.5A). Many 

PPIs are lost when the SH3-1 position is occupied by SH3-2 (2|2|3) but maintained with SH3-3 (3|2|3), 

even if there are few PPIs that depend on SH3-3 when its two first endogenous SH3 are present 

(Figures 3.1B and 3.4B). Shuffling two or all three Sla1 SH3s leads to the loss of most of the Sla1 

PPIs, despite all three SH3s still being present albeit in a different order (Figure 3.S.5A). In general, 

the similarity of PPI profiles of the mutants is significantly correlated with their growth phenotypes 

(cophenetic correlation = 0.28, p value = 0.00002, from permutation, Figure 3.S.5B). 

During clathrin-mediated endocytosis, Sla1 is an adaptor linking cargos to clathrin and recruits 

members of the actin machinery via SH3-dependent PPIs (Figure 3.4C)25,26. Sla1 compartmentalizes 

into foci at internalization sites on the plasma membrane where it is present until vesicles are fully 

internalized (Figure 3.4C); its deletion was shown to alter endocytosis dynamics25,26,27. The shuffling 

of Sla1 SH3s alters PPIs with partners involved in different phases of endocytosis (Figure 3.4D). We 

followed mutant Sla1 alleles by measuring the distance traveled by Sla1-GFP-labeled vesicles from 

the cell periphery toward the cell center (Figures 3.4E and 3.S.5E). Sla1-GFP foci movement is 

mostly regulated by Sla1 two N-terminal SH3s, as previously reported (Figures 3.S.5F-G)26,28. 

Shuffling Sla1 SH3s in any combination results in a drastic decrease in the effective distance traveled 

by Sla1-positive foci, as well as their persistence in time, likely due to the inability to complete the 

process (Figures 3.4F-G and 3.S.5H-I). This observation is consistent with a >50% decrease in the 

number of Sla1-GFP-labeled particle internalizations per cell and an increase in the number of 

incomplete events (Figure 3.4H). The linearity of Sla1-GFP foci trajectories is also drastically 

perturbed in all Sla1 SH3-shuffled strains, suggesting inefficient vesicle internalization (Figure 

3.S.5H). The identity and position of each of Sla1 SH3 domains, therefore, regulate its PPIs and 

quantitatively impact the cell’s ability to tolerate stress, and to perform dynamic processes such as 

endocytosis. 
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3.5.5 Protein context influences human SH3 PPIs 

 

We extended to humans the study of multi-SH3 proteins, as they are more prevalent (62/216 SH3-

containing proteins) than in yeast (3/23). NCK adaptors (NCK1 and NCK2) connect growth factor 

receptors to the actin machinery via their single SH2 and three SH3 domains29, which bind to similar 

types of peptide motifs but are known to interact with different partners6,30 (Figure 3.5A). We 

combined affinity purification with sequential window acquisition of all theoretical mass spectra (AP-

SWATH) quantitative proteomics to test whether SH3 shuffling impacts NCK2 PPIs in human 

cells31,32. 

 

Figure 3.5. Human NCK2 SH3 domain shuffling alters its interactome in cells and its ability to 

phase separate. a-c AP-SWATH quantitative MS data of NCK2 PPIs (duplicates, PPIs with a SAINT 

analysis FDR < 1%, see “Methods”). a Scaled cartoon representation of NCK2 with its domains. Log2 

of the average spectral counts (SWATH score) for the PPIs are shown. Baits were clustered based on 
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the similarity of their PPI profiles. The color code represents the PPI strength (SWATH score). The 

bait nomenclature 1|2|3 is for WT NCK2 and D|D|D is for the triple SH3-inactive negative control 

(W38K/W148K/W234K). b, c NCK2 PPIs for partners with known binding sites on NCK2. The 

spectral count from the two biological replicates was compared to the WT NCK2 score (Ratio 

NCK2mut/NCK2WT). The log2 average ratio is shown (WT NCK2 ratio = 0). Error bar represents 

the mean plus and minus one standard deviation (n = 2 independent biological experiments). d 

Fluorescence polarization dissociation constants (KD) for NCK2 full-length recombinant proteins 

with an SH3-1 direct (CD3Ɛ) or SH3-2 direct (PAK1) partner (triplicates, KD error values represent 

plus and minus one SE). e NCK2 phase separation after 24 h of incubation. Soluble and phase-

separated (pellet) proteins were quantified via Coomassie staining (typical replicate shown above). 

The proportion of proteins in the pellet compared to the total protein content (soluble + pellet) is 

shown for the seven replicates. Proportions of phase-separated proteins were compared to WT NCK2 

(pairwise one-way ANOVA, p values: 2|1|3 = 0.90, 1|3|2 = 0.00067, 3|2|1 = 0.41, 2|3|1 = 0.60 and 

3|1|2 = 0.0054). For the boxplot, the median is represented as a bold center line and hinges are for the 

25th and 75th percentiles (first and third quartiles). Whiskers extend from the hinges to a maximum 

of 1.5 times the Q3-Q1 interquartile range. The black dots represent the different data points. Source 

data are provided as a Source Data file. See also Supplementary Data 3. 

 

We generated a high confidence WT NCK2 interactome (56 PPIs, false discovery rate (FDR) < 1%) 

that significantly overlaps with previously reported PPIs (71%), displaying about a third of all 

reported NCK2 interactors11. We detect significant changes in the SH3-shuffled NCK2 complexes 

including the complete loss of up to 17 PPIs (30% of WT NCK2 PPIs) and the gain of up to 13 new 

partners (Figure 3.5A). The SH3-3 position appears to be more critical as NCK2 PPI profiles cluster 

based on the identity of the SH3 at this location (Figure 3.5A). Well-characterized SH3-dependent 

PPIs of NCK2 depend on the position of each target cognate SH3 (Figure 3.5B). In particular, NCK2 

SH3-2 association with PAK133 is significantly impaired when the domain is at the third position 

(Figures 3.5B and 3.S.6A-B). In contrast, NCK2 interaction with WASL, which is mediated by 

multiple SH3-PXXP interactions likely involving all three NCK2 SH3s34, is only slightly altered by 

shuffling (Figure 3.5C). SH3 shuffling also leads to longer-range disruptions of NCK2 SH2-

dependent PPIs. For example, GIT1 and P130CAS/BCAR1 associations with NCK2 SH2 are 

significantly modulated in several SH3-shuffled mutants35,36 (Figures 3.5C and 3.S.6C-D). These 

results indicate that SH3 positioning can affect PPIs that are mediated by modular domains other than 

SH3s. Such indirect regulation of non-SH3 domains by adjacent SH3 positioning may also explain 

why many SH3-independent PPIs were altered by domain shuffling and swapping in yeast 

experiments. 

To test whether shuffling affects the intrinsic SH3 affinity to targets via a direct effect on peptide 

binding, we performed in vitro fluorescence polarization binding assays using purified full-length 

recombinant NCK2 and peptides from direct SH3 partners CD3Ɛ (SH3-1)37 and PAK1 (SH3-2). SH3-
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1 shuffling leads to modest variations for NCK2 interaction with CD3Ɛ, with a maximum of 

approximately twofold decrease when NCK2 SH3-1 is moved to the third position (Figures 3.5D and 

3.S.6E). Similarly, NCK2 binding to its PAK1 target peptide decreases by approximately twofold 

when its SH3-2 is inserted at the SH3-3 site (Figures 3.5D and 3.S.6F). Using circular dichroism (CD) 

spectropolarimetry, we determined that shuffling NCK2 SH3s does not significantly alter the overall 

composition of its secondary structure (Figure 3.S.6G). These results indicate that shuffling SH3s in 

their host protein might only slightly affect the position and/or accessibility of their binding pocket 

even though changing the positions of NCK2 SH3s resulted in the complete loss of a subset of PPIs 

in cells (Figure 3.5A). The consequences of SH3 shuffling on the NCK2 interactome are thus possibly 

enhanced by factors other than binding pocket availability in vivo. 

3.5.6 The ability of NCK2 to phase separate in vitro depends on the position of its 

SH3s 

 

The separation of phases in the cytosol is an important feature of multiple cellular processes. The 

ability of NCK2’s close paralog NCK1 to phase separate depends on both its number of functional 

domains and its capacity to self-associate38. We examined the ability of NCK2 SH3-shuffled proteins 

to undergo phase separation in vitro via self-association. Remarkably, the different NCK2 SH3-

shuffled mutants initiate varying levels of phase separation (Figure 3.5E). The most striking 

differences occur when the SH3-2 is shuffled at the third position, which results in a significant 

approximately twofold increase in phase separation relative to WT (Figure 3.5E). Phase separation is 

inhibited with the addition of a PAK1 peptide, presumably by competing for homotypic binding to 

NCK2 SH3-2 (Figure 3.S.7A). Based on this and previous observations on NCK1, we hypothesized 

that phase separation is dependent on NCK2 SH3-2 electrostatic interaction in trans with the first 

interdomain region of another NCK2 molecule38, which would depend on salt concentration. The 

propensity of NCK2 SH3-shuffled proteins to phase-separate is altered by increasing NaCl 

concentration; constructs bearing the SH3-2 at the third position are the most resilient (Figure 3.S.7B). 

In contrast, the addition of 1,6-hexanediol, a small aliphatic alcohol thought to impact the weak 

hydrophobic interactions39, disrupts all NCK2 SH3-shuffled proteins in a similar manner (Figure 

3.S.7C). Taken together, these results demonstrate that NCK2 phase separation is highly dependent 

on the position of its SH3 domains. Shuffling NCK2 SH3-2 at the third position severely disrupts 

NCK2 PPIs in cells (Figure 3.5A) while it stabilizes NCK2 condensates in vitro (Figure 3.5E), 

suggesting that NCK2’s capacity to phase separate might impact its potential to nucleate PPIs in vivo. 
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PPI networks dictate how signaling pathways and biological processes are physically organized40. In 

human cells, it has been estimated that around half a million binary PPIs occur41 and that a given 

individual might express nearly one million distinct proteoforms42. It is therefore an outstanding 

challenge to understand how proteins find their cognate PPI partners while avoiding spurious 

interactions. Here, we demonstrate that most SH3s mediate specific interactions in combination with 

their host proteins. How SH3 domains regulate the PPIs of their host, for example via intramolecular 

interactions or other allosteric effects, remains to be determined and may be dependent on the SH3 

domain itself and/or the host protein structure. Our results suggest that the description of protein 

domains as “beads on a string” does not capture their behavior in living cells and that the protein 

context of structured domains is also of great importance. We assert that our findings may be extended 

to other families of protein binding modules, and therefore contribute to a better understanding of 

complex signaling networks in normal and disease states. Our observations also suggest that the 

evolution of protein domains by gains and losses can have complex effects that will depend on the 

sequential ordering of the domains themselves, and this beyond motif recognition residues and 

individual domain–peptide interactions. 

3.6 Methods 

3.6.1 S. cerevisiae strains 

 

For the DHFR-PCA experiments, bait strains were constructed and preys were either constructed or 

retrieved from the yeast protein interactome collection (Horizon)43. BY4741 (MATa, his3Δ leu2Δ 

met15Δ ura3Δ) strains with a specific gene of interest fused at its 3’ to the DHFR F[1,2] with a 

nourseothricin-resistance marker (NAT 100 μg/ml, Werner BioAgents) were used as baits. BY4742 

(MATα, his3Δ leu2Δ lys2Δ ura3Δ) prey strains are each expressing a gene of interest fused at its 3′ 

end to the DHFR F[3] and are resistant to hygromycin B (HPH 250 μg/ml, Bioshop Canada). The 

same BY4741 strains were used in the growth assays with the addition of knockout (KO) strains from 

the yeast knockout collection (Horizon)16. For the fluorescence microscopy experiments, the different 

Sla1 engineered proteins were constructed using the BY4741 Sla1-GFP strain from the GFP 

collection (Thermo Fisher Scientific)44,45. See Supplementary Table 2 for the complete list of all 

strains used for this study. 
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3.6.2 S. cerevisiae growth conditions 

 

Cells were grown with their specific selection antibiotics in YPD medium (1% yeast extract, 2% 

tryptone, 2% glucose, and 2% agar (for solid medium)) and with the combination of NAT and HPH 

for diploid selection. Synthetic medium (0.67% yeast nitrogen base without amino acids and without 

ammonium sulfate, 2% glucose, 2.5% noble agar, drop-out without adenine, methionine, and lysine, 

and 200 μg/ml methotrexate (MTX, Bioshop Canada) diluted in dimethyl sulfoxide (DMSO, Bioshop 

Canada)) was used for the DHFR-PCA experiments (PCA selection). For WB experiments, cells were 

grown in a synthetic complete medium (0.174% yeast nitrogen base without amino acids, without 

ammonium sulfate, 2% glucose, 0.134% amino acid dropout complete, 0.5% ammonium sulfate). 

Sla1-GFP strains were grown in a synthetic complete medium without tryptophan to reduce 

background fluorescence. Cells were grown in a synthetic complete medium with monosodium 

glutamate (0.1% MSG) instead of ammonium sulfate in hygromycin B growth experiments. See 

Supplementary Table 3 for all the growth media used. 

3.6.3 Cells 

 

Human embryonic kidney 293T cells (HEK293T, ATCC:CRL-3216) were grown in Dulbecco’s 

Modified Eagle’s medium (DMEM) high glucose complemented with 10% fetal calf serum under 5% 

CO2 at 37 °C. Transient expression of cDNA in cells was performed by polyethylenimine (PEI, 

Millipore Sigma) transfections. Enrichment of phospho-dependent PPIs was done by treating 

HEK293T cells with the tyrosine phosphatase inhibitor pervanadate, freshly made by mixing 4 mM 

orthovanadate (Millipore Sigma) with 30% H2O2 (Millipore Sigma) in water in a 200:1 volume ratio. 

3.6.4 Strain construction 

 

The complete list of strains, primers, and gRNAs used in this study can be found in Supplementary 

Tables 1–3. All constructed yeast strains were validated by polymerase chain reaction (PCR) and 

confirmed by Sanger sequencing of the locus of interest. Bait strains for the DHFR-PCA experiments 

were constructed as follows. The genes of interest were fused at their genomic 3′ end by replacing 

the stop codon with a linker (GGGGSGGGGS), the DHFR F[1,2] followed by a smaller linker 

(GGGGS), a 1× FLAG tag (DYKDDDDK) and the NATMX4 resistance cassette via homologous 

recombination (all amplified from pAG25-DHFR[1,2]-linker-FLAG). The set of 615 prey strains 

(DHFR F[3] fusions in the BY4742 background) were retrieved from the Yeast Protein Interactome 

Collection43 with the exception of 73 that were reconstructed (Supplementary Tables 1 and 2). 
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Knockout strains were taken from the yeast knockout collection except for ABP1, BEM1, BZZ1, and 

SLA1, which were reconstructed by replacing the ORFs with the NATMX4 resistance cassette by 

homologous recombination in the BY4741 background. 

Yeast SH3 domain genomic sequences were replaced by CRISPR–Cas9 genome editing. Each SH3 

domain (as defined by the SMART database V8.0 except for Ysc84 SH3 (as defined by PROSITE), 

see Source Data for all SH3 sequences and Supplementary Table 1 for primers used) was specifically 

targeted by one gRNA46. Yeast competent cells were co-transformed with a pCAS plasmid (Addgene 

plasmid 6084747) expressing both the gRNA of interest and Streptococcus pyogenes Cas946 and a 

donor DNA sequence (stuffer) with 60 bp homology arms surrounding the SH3 DNA sequence. The 

Stuffer DNA was either PCR amplified or digested from a plasmid. The stuffer DNA sequence 

(GGCGGAAGTTCTGGAGGTGGTGGT) codes for a small flexible linker (GGSSGGGG) inspired 

by protein linkers used in structural biology12,13. This type of linker is frequently used for fusing 

proteins without affecting the structure of the linked proteins. 

The stuffing of YSC84 SH3 rendered the strain sterile and was therefore not used for this study as the 

assays require crosses. For genes containing two SH3s (BZZ1 and BEM1), a combination of this first 

stuffer with a second one (GGTGGCTCAGGAGGAGGTGGTGGA) coding for a highly similar 

linker (GGSGGGGG) was used, which allowed targeting each SH3 position independently. The two 

N-terminal domains of SLA1, which are separated by six nucleotides, were stuffed by a single stuffer. 

Cells containing pCAS were selected via the G418 resistance cassette from the plasmid on YPD plates 

(YPD + NAT 100 μg/ml (DHFR F[1,2] selection) + G418 200 µg/mL (Bioshop Canada)). Colonies 

were randomly selected and grown in YPD media without G418 to allow plasmid loss. The correct 

insertion of the stuffer was validated by PCR and Sanger sequencing. The SH3-swapped, -shuffled, 

and -mutated strains were constructed following a second CRISPR–Cas9 editing step with the same 

procedures. The stuffer sequences were targeted by specific gRNAs (one gRNA per stuffer) and 

replaced by PCR amplified specific SH3 (with 40 bp homology arms) or libraries of mutated SH3 

domains for Deep Mutational Scanning (DMS) with 78 bp flanking homology regions. Validation of 

the SH3 domain insertions was done as we previously described except for DMS libraries (see below). 

3.6.5 Cloning 

 

The fragment of plasmid pAG25-DHFR[1,2]-linker-FLAG was synthesized by Synbio Technologies. 

A GGGGS sequence was added after the DHFR F[1,2] followed by one repeat of the FLAG epitope 

(DYKDDDDK) in the parental plasmid pAG25-DHFR[1,2]43. The cloning of the gRNAs sequences 
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in pCAS46 was performed via full plasmid PCR amplification with the KAPA (Roche) polymerase 

using 60-mer oligonucleotides (Eurofins Genomics). The resulting PCR products were digested for 

1 h at 37 °C with DpnI (NEB) and transformed in competent Escherichia coli MC1061 cells. Positive 

colonies were selected on 2YT plates (1% yeast extract, 1.6% tryptone, 0.2% glucose, 0.5% NaCl, 

and 2% agar) with 100 µg/ml of kanamycin. The SH3 domain DNA sequence of ABP1 used in the 

DMS experiments was cloned into pUC19 (NEB) via restriction enzyme cloning with 78 bp 

homology arms surrounding the SH3 DNA (from genomic DNA). The sequences of CTTN, DBNL, 

and HCLS1 SH3 domains (gBlocks, Integrated DNA Technologies) were cloned into pUC19 in the 

same way. Positive clones were selected on 2YT plates with 100 µg/ml of ampicillin. For NCK2 

constructs, the mouse mNCK2 cDNA sequence was cloned via restriction enzymes in frame with an 

N-terminal 3×FLAG tag in pcDNA3.1(−) (ThermoFisher Scientific) for western blot (WB) 

experiments and into the pMSCVpuro vector (Clontech) for mass spectrometry (MS) experiments. 

For bacterial recombinant protein expression and purification, the cDNA was inserted in frame with 

a 6×His-GST TEV-cleavable tag into a modified version of pET-30b (Novagen). The NCK2 SH3 

shuffled chimeras were constructed using NEBuilder HiFi DNA Assembly Cloning Kit (New 

England Biolabs, Inc). The different functional regions of NCK2 are based on NCBI (NP_035009.3, 

https://www.ncbi.nlm.nih.gov/protein/NP_035009.3) and Uniprot (O55033, 

https://www.uniprot.org/uniprot/O55033) definitions and defined as SH3-1 (2-59), linker 1 (60-113), 

SH3-2 (114-170), linker 2 (171-197), SH3-3 (198-256), Linker 3 (257-282), and SH2 (283-380). All 

cloning was validated by Sanger sequencing. 

3.6.6 PCA experiments and analysis 

 

The overall DHFR-PCA pipeline is based on Tarassov et al.43 and the procedures have also been 

published as a visualized protocol48. The screens were performed with robotically manipulated pin 

tools (BM5-SC1, S&P Robotics Inc.). First, the preys were cherry-picked from 96-well plates to 

omnitrays in a 384 format on YPD + HPH solid media. Plates were then combined into the 1536 

format on YPD + HPH. The array was constituted of 575 preys previously shown to interact 

physically with at least one SH3-containing protein as reported in BioGRID V3.4.16 along with 40 

negative controls11. The prey array comprised a border of control strains of two rows and two columns 

corresponding to the PPI between LSM8-DHFR F[1,2] and CDC39-DHFR F[3]. This double border 

was used to remove border effects. Preys are present in duplicate at a randomized position in the 1536 

array (except for YAL041W which is present four times per array). Baits were crossed with two prey 

plates, resulting in four independent bait-prey tests for each PPI. Baits were grown in liquid 

YPD + NAT and then transferred on solid YPD + NAT omnitrays. They were then replicated on 
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YPD + NAT omnitrays in 1536 array format. Mating of DHFR F[1,2] baits with DHFR F[3] preys 

was done on YPD followed by incubation at 30 °C for 48 h. Two diploid selection steps were 

performed by replicating the plates on YPD + NAT + HPH and incubating them for 48 h at 30 °C. 

Pictures were taken at the end of the second diploid selection for quality control. All images were 

acquired with a EOS Rebel T5i camera (Canon). Finally, the diploid cells were replicated on 

omnitrays containing solid PCA selection media and incubated for 4 days as a first selection step in 

a spImager custom robotic platform (S&P Robotics Inc.). Cells were replicated for a second PCA 

selection step and incubated in the same manner. The last time point of the second PCA selection step 

was used for the data analysis as in previous studies using this method. 

Colony sizes from pictures were measured with the R package “Gitter”49. The output was validated 

by manual inspection. Colonies that did not grow in the diploid selection were removed from the 

analysis. Diploids that were still present with at least two replicates were kept for downstream 

analysis. The colony sizes were log2-transformed and each plate was normalized to its background 

level to allow for comparison among plates. The median log2 normalized colony size was then 

calculated for each PPI (PCA score). A cut-off was determined based on the PCA score distribution 

of all PPIs and on the comparison with controls to identify true PPIs (see below). To be called as a 

true PPI, a pair of bait-prey needed to have the median of its replicates (PCA score) above the 

threshold (see below). None of the baits used in the DHFR-PCA screens were found to interact with 

the 40 negative control preys. The first DHFR-PCA screen included WT, SH3-deleted and Abp1 SH3 

swapped strains. The plates Sla1SH3-1 in Abp1, in which Sla1 SH3-1 was used to replace Abp1 SH3, 

had no detectable level of background and was assigned the measured background of Abp1 WT 

plates. The threshold of this screen was determined based on the distribution of the PCA score of 

every PPI and corresponds to the top 7.3% of all detected colonies in the DHFR-PCA experiment. 

PPIs above the threshold of the Abp1 WT bait are highly similar (Kendall’s r = 0.93) to those of the 

Abp1SH3 in Abp1 control bait, which suggests that the determined threshold allows the detection of 

true interactions. In addition, we found that the true PPIs of the WT SH3-containing baits are enriched 

in PPIs that were previously reported (33.2%) when compared to the PPIs that did not pass the 

threshold (7.7% previously reported PPIs)11. PPI detection was also highly reproducible between 

replicates (Pearson’s correlation  = 0.91–0.93). The vast majority of the true PPIs of this screen are 

from four replicates (93.6%). To determine which PPIs were weaker or stronger following SH3 

domain deletions, a ratio was calculated to compare the PCA scores of the PPIs of SH3-deleted baits 

with the PCA score of the WT baits (PCA score ratio). The same threshold was applied to the PCA 

score ratio, with the top 7.3% identified as stronger PPIs and the bottom 7.3% as weaker PPIs 
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following SH3 deletions. The same principle was applied to identify PPIs that were stronger or weaker 

following domain swapping in Abp1. The PCA scores of the PPIs of the Abp1 SH3-swapped baits 

were compared to the PPIs of the Abp1SH3 in Abp1 bait. 

Liquid DHFR-PCA low-throughput experiments were performed to validate the PPIs identified as 

affected by the SH3 domain deletions in the high-throughput solid DHFR-PCA screen (256 PPIs 

weaker or lost and 116 PPIs stronger or gained following domain deletions). Mating and the diploid 

selection were performed as described for the large-scale experiment, with the exception that the 

plates were in 384 formats. Following the second diploid selection, diploid cells were inoculated in a 

96 v-shaped well plate using a robotically manipulated 96 pin tool in a synthetic complete medium 

with MSG at pH 6.0 with NAT and HPH. After 48 h of growth, optical density (OD) was read using 

a TECAN Infinite F200 Pro, and dilutions to 1 OD in sterile nanopure water were prepared. Cells 

were then diluted to 0.1 OD by combining 25 µl of cell suspension at OD = 1 and 225 µl of PCA 

selection media without agar in a 96-wells plate. Plates were incubated at 30 °C in a TECAN Infinite 

M Nano and OD was monitored each 15 min for 72 h. 

A separate DHFR-PCA screen was performed for the Sla1 SH3 shuffling experiment, with the same 

analysis as previously described. Three plates had no detectable level of background, which 

correspond to the second plate of the three Sla1 SH3 WT re-insertion controls. They were attributed 

the average of the background of the three first plates of the same baits. The threshold was also 

determined based on the distribution of the PCA scores of all PPIs and corresponds to the top 2.75% 

of all colonies detected in this experiment. The PPIs above the threshold of the Sla1 WT bait are 

highly similar (Kendall’s r = 0.89, 0.90, and 0.87) to those of the WT SH3 re-insertion control baits, 

indicating that the threshold allows the detection of true interactions. Almost all true PPIs are from 

four replicates (96.2%). The Sla1 SH3 shuffled strain SH3-2|SH3-3|SH3-1 DHFR F[1,2] was not 

successfully constructed and was excluded from the experiment. 

3.6.7 Growth assays in stress conditions 

 

All WT, SH3-deleted, KO (except for CDC25 which is the only essential SH3-containing gene in 

yeast), ABP1 SH3-swapped, and SLA1 SH3-shuffled strains were grown on omnitrays in 1536 

formats and robotically manipulated with a pin tool (the DHFR F[1,2] bait strains were used except 

for the KO strains). Each strain was randomly positioned in 6 replicates per plate and two plates per 

condition were performed, for 12 replicates per strain in total. A border of two rows and two columns 

of WT strains (BY4741) around the plate was used to remove border effects. Strains were grown on 
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YPD media for two days at 30 °C. They were then replicated on 51 different media that are described 

in the Supplementary Table 3 and were incubated at 37 °C in a spImager custom platform with images 

acquired every two hours for four days. The colony sizes from plate pictures were also measured with 

the R package “Gitter” and the output was manually inspected. Positions with an abnormality in 

colony circularity were removed. The colony sizes after 74 h of incubation at 37 °C were log2 

transformed and used for the analyses. First, the differences between the two plate replicates were 

corrected to remove plate effects. The median colony size was calculated for each strain per plate. 

Strains with a difference in their median colony size of more than two between the two plate replicates 

were removed. Finally, the average of the median colony size was calculated for each strain per 

condition (growth score). 

For the hygromycin B resistance assays in liquid cultures, the ABP1 SH3 swapped strains including 

the ABP1 SH3-deleted and ABP1 KO strain were grown overnight at 30 °C as precultures in synthetic 

complete medium with MSG. The next day, OD was measured with a TECAN Infinite F200 Pro plate 

reader, and the cultures were diluted to OD of 1.0 in sterile nanopure water. The different strains were 

further diluted at 0.1 OD by adding 25 µl of cultures to 225 µl of synthetic complete medium with 

MSG or with MSG and Hygromycin B 120 µg/mL in 96 wells plate (final concentration of 

108 µg/mL). Cells were incubated in a TECAN Infinite M Nano plate reader at 37 °C for 24 h and 

OD was measured every 15 min. 

3.6.8 Deep mutational scanning 

 

Single site mutation libraries were generated by a PCR-based saturation mutagenesis method50 as 

described below. The mutagenesis was carried out on the pUC19 plasmid containing the SH3 domain 

sequence of ABP1 flanked by its homology arms subsequently used in the CRISPR mediated genomic 

re-integration. We used oligos containing degenerate nucleotides (NNN) to carry out the mutagenesis 

at each codon of the domain sequence. In the first step of the two-step PCR procedure (short PCR 

step), an amplicon was generated with an oligo containing the degenerate codon which is positioned 

within the domain sequence, and another oligo lying outside Abp1 sequence in the plasmid. Short 

PCR step was carried out with the following settings: 5 min at 95 °C, 35 cycles: 20 s at 98 °C, 15 s at 

60 °C, 30 s at 72 °C, and a final extension of 1 min at 72 °C. The amplicon generated in this step was 

used as a mega primer in the second step (long PCR step) to amplify the whole plasmid. Long PCR 

step was carried out with the following settings: 5 min at 95 °C, 22 cycles: 20 s at 98 °C, 15 s at 68 °C, 

3 min 30 s at 72 °C, and a final extension of 5 min at 72 °C. The long PCR product was digested for 

2 h at 37 °C with DpnI. The digestion product was then transformed into E. coli MC1061 competent 
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cells. In order to obtain most of the 64 possible codons, we recovered ~1000 colonies from each plate 

to retrieve the plasmid single mutant libraries. Saturation mutagenesis was carried out in a codon-

position-wise manner. Mutants at each position were stored separately. Library quality control was 

assessed by amplifying the purified plasmid DNA preparations by PCR followed by Illumina 

sequencing as described below. The genomic insertion of the mutant libraries (one library per amino 

acid position) was performed by targeting the stuffer sequence in the ABP1 SH3-deleted strain as 

described in the strain construction section. ABP1 SH3-deleted yeast competent cells were co-

transformed with pCAS containing the stuffer-specific gRNA and PCR amplified ABP1 SH3 single 

position mutated libraries from the pUC19 preparations. As for the library generation, ~1000 colonies 

from each plate were retrieved. Glycerol stocks of yeast cells were kept for each position (58 different 

stocks corresponding to the 58 amino acid positions of Abp1 SH3). The stocks were also validated 

by Illumina sequencing (see below). 

3.6.9 Liquid DHFR-PCA with libraries of mutants 

 

Liquid DHFR-PCA experiments were performed following the generation of the ABP1 SH3 single 

position mutated yeast strains and were performed in biological independent duplicates. An overnight 

culture was started in YPD + NAT by adding the same number of cells from each yeast mutant strain 

(master pool). Then, the master pool and Hua2-DHFR F[3] or Lsb3-DHFR F[3] preys strains were 

mixed in YPD (2:1) for mating and incubated for 8 h at 30 °C. Diploid cells were selected the first 

time by transferring the mixture in a YPD + NAT + HPH (OD 0.5) culture for 16 h at 30 °C. The next 

day, the first diploid selection was transferred in SC complete pH 6.0 + NAT + HPH at 0.5 OD and 

the culture was grown for 24 h at 30 °C. The validation of the yeast mutant libraries was done the 

next day with a fraction of the diploid cells (first DHFR-PCA experiment time point without PCA 

selection, reference condition S2) by amplifying ABP1 SH3 genomic sequence followed by Illumina 

sequencing as described in the section below. Following the selection, diploid cells OD was read 

using a TECAN Infinite F200 Pro, and dilutions to 0.1 OD in PCA selection media without agar in a 

50 mL tube was done. Tubes were incubated at 30 °C for 72 h (second-time point of the DHFR-PCA 

experiment, first PCA selection). A fraction of the cells (5U OD) was collected for Illumina 

sequencing. The cells from the first PCA step were grown for a second PCA selection step using the 

same procedures. Finally, the genomic DNA of the cells (5U OD) after two cycles of PCA selection 

was extracted and the surviving ABP1 SH3 mutant strains were detected by sequencing as described 

below. 
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3.6.10 Single mutant libraries sequencing 

 

For the validation of the plasmid single mutant libraries, the plasmid DNA was extracted from 

bacteria following transformation using a mini-prep plasmid extraction kit (FroggaBio). Yeast 

genomic DNA extraction of the library of ABP1 SH3 mutants was performed using a standard 

phenol/chloroform protocol. Sequencing of yeast genomic DNA was performed at three different 

time points during the liquid DHFR-PCA experiments. After diploid selection of the bait–prey strains 

(single mutant library validation, reference condition S2) and following each of the two PCA selection 

rounds. For the final analysis presented in this article, the first and last time points were used. The 

libraries for sequencing were prepared by three successive rounds of PCR. The first PCR was 

performed with primers to amplify ABP1 SH3 from saturation mutagenesis minipreps (4.5 ng of 

plasmid) or on genomic DNA extracted from yeast (90 ng of genomic DNA) (PCR program: 3 min 

at 98 °C, 20 cycles: 30 s at 98 °C, 15 s at 60 °C and 30 s at 72 °C, final elongation 1 min at 72 °C). 

The second PCR was performed to increase diversity in the libraries by adding Row and Column 

barcodes51 for identification in a 96-well plate (PCR program: 3 min at 98 °C, 15 cycles: 30 s at 98 °C, 

15 s at 60 °C and 30 s at 72 °C, final elongation 1 min at 72 °C). The first PCR served as a template 

for the second one (2.25 µl of 1/2500 dilution). After the second PCR, 2 µl of the products were run 

on a 1.5% agarose gel, and band intensity was estimated using Image Lab (BioRad Laboratories). 

The PCR products were mixed based on their intensity on an agarose gel to roughly have equal 

amounts of each in the final library. Mixed PCRs were purified on magnetic beads and quantified 

using a NanoDrop (ThermoFisher). The third PCR was performed on 0.0045 ng of the purified pool 

from the second PCR to add a plate barcode and Illumina adapters (PCR program: 3 min at 98 °C, 15 

cycles: 30 s at 98 °C, 15 s at 61 °C and 35 s at 72 °C, final elongation 1 min 30 s at 72 °C). Each 

reaction for the third PCR was performed in triplicate, combined, and purified on magnetic beads. 

After purification, libraries were quantified using a NanoDrop (ThermoFisher). Equal amounts of 

each library were combined and sent to the Genomic Analysis Platform (IBIS, Quebec, Canada) for 

pair-end 300 bp sequencing on a MiSeq (Illumina). 

3.6.11 Analysis of DMS data 

 

The raw data generated from deep sequencing (fastq format) was first demultiplexed based on the 

barcode sequences using custom scripts. Forward and reverse reads corresponding to each sample 

were merged using PEAR52. The merged fastq reads were filtered to remove reads with an average 

Phred score of less than 30 and the nucleotides with Phred score of less than 30 using fastp53. The 

reads were aligned to their corresponding reference sequence using bowtie254. The global alignment 
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was carried out using the command: “bowtie2 -p 6 --end-to-end --very-sensitive --no-discordant --

no-mixed -x $referencep -U $fastqp -S $samp”, where $referencep is the path to the bowtie2 built 

reference, $fastqp is the path to the unaligned fastq file and $samp is the path to the aligned file in 

sam format. The aligned sam file was used to count the number of mutations using samtools55 and 

pysam (https://github.com/pysam-developers/pysam). In order to normalize the counts by the depth 

of sequencing, the counts of the mutations were divided by the depth of sequencing at the position of 

the mutation. The normalized counts are referred to as frequencies. Next, the log2 ratios (pseudolog 

with pseudo count of 0.5) of frequencies in the test condition (second PCA selection) were normalized 

to the reference condition corresponding to the selection of diploids (before the PCA selections, S2) 

for each PPI. The python-based code used for the analysis of the DMS data is available in the align 

module of “rohan” package56. Finally, the ratio of each mutation was scaled by subtracting the median 

ratio for synonymous codon substitutions (n = 120) for each PPI (DMS score). Variants decreasing 

binding were defined based on the DMS score distribution for synonymous variants at the codon 

level. Mutations with a DMS score below the 1st percentile of this distribution represent “deleterious” 

variants. Likewise, mutations improving PPIs have a DMS score above the 99th percentile of this 

distribution. For the structural analysis, the relative solvent accessibility (RSA) values were 

calculated by dividing surface accessibilities by the maximum surface accessibility for the relevant 

amino acid. Surface accessibilities for PDB: 2RPN (10.2210/pdb2RPN/pdb)24 were calculated using 

the DSSP webserver57, and the 20 maximum surface accessibility values (empirical) taken from ref. 

58. For the conservation analysis, the 27 yeast SH3s (excluding SDC25-YLL017W) were aligned 

using the MAFFT L-INS-i method59, and then the per-site conservation calculated with a BLOSUM62 

matrix using the conserv() function of the R package “bio3d”. 

3.6.12 Cellular lysis and protein immunoprecipitation 

 

Precultures of yeast cells expressing baits fused with the DHFR F[1,2]-FLAG were grown overnight 

at 30 °C with agitation in synthetic complete medium. The next day, cells were expanded in synthetic 

complete medium to reach their exponential phase (OD600 of around 1.0), pelleted, and frozen at 

−80 °C. The equivalent of fifty OD600 of cells was resuspended in ice-cold yeast lysis buffer (10 mM 

Tris-HCl pH 7.4, 150 mM NaCl, 0.5 mM EDTA (Millipore Sigma), 1% Triton X-100 (Millipore 

Sigma), and one cOmplete Mini Protease Inhibitor Cocktail (Millipore Sigma) per 10 mL) with 425–

600 M glass beads (Millipore Sigma) and disrupted at 4 °C by 10 cycles of 2 min vortexing and 2 min 

cooldown. The equivalent of 100 OD600 of lysed cells was used for the immunoprecipitation of the 

bait proteins using FLAG-M2 agarose beads (Millipore Sigma). The beads were incubated with the 
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cell lysates for 120 min at 4 °C with a slow rotation, followed by three washes with the yeast lysis 

buffer. 

For the experiments with HEK293T cells (1 × 10cm confluent dish for WB and 3 × 15cm for MS), 

cells were washed in ice-cold PBS and lysed in lysis buffer (20 mM Tris-HCl pH 7.4, 150 mM NaCl, 

1 mM EDTA, 0.5% sodium deoxycholate (Millipore Sigma), 10 mM beta-glycerophosphate 

(Millipore Sigma), 10 mM sodium pyrophosphate (Millipore Sigma), 50 mM NaF (Millipore 

Sigma)). Protease inhibitors were added to the lysis buffer (P8340 (Millipore Sigma) for WB and 

PMSF 1 mM, aprotinin 10 µg/mL, leupeptin 10 µg/mL and pepstatin 10 µg/mL (all Millipore Sigma) 

for MS). Cells were scraped in the lysis buffer and lysed at 4 °C for 20 min and centrifuged for another 

20 min at 20,000 g at 4 °C. Bait proteins from the supernatant were immunoprecipitated for 90 min at 

4 °C with FLAG-M2 agarose beads (Millipore Sigma) and washed three times in the lysis buffer. 

Beads were then used for WB or MS experiments (see below). 

3.6.13 Western blotting and antibodies 

 

Protein extracts and affinity-purified baits from yeast and human lysed cells were migrated on 10% 

polyacrylamide gels. The separated proteins were then transferred to nitrocellulose membranes. 

Validation of correct protein loading was done with ponceau staining of the membranes. Before the 

primary antibody incubations, membranes were blocked in 5% milk. Protein signals were detected 

on an Amersham Imager 600RGB (GE Healthcare) following the incubation of the membranes with 

the appropriate HRP-conjugated secondary antibodies and the Clarity Western ECL Substrate (Bio-

Rad). The antibodies used in this study are M2-HRP (A8592, Sigma, 1/50,000), rabbit anti-FLAG 

(F7425, Sigma, 1/1000), PAK (SC-881, Santa Cruz, 1/200), p130cas/BCAR1 (SC-860, Santa Cruz, 

1/200), actin (Cell Signaling Technology, 1/2000), anti-mouse HRP (Cell Signaling Technology, 

1/10,000) and anti-rabbit HRP (Cell Signaling Technology, 1/10,000). The quantification of the WB 

signals was performed with the Amersham Imager 600 analysis software (GE Healthcare). 

3.6.14 Live imaging of endocytosis 

 

Overnight cultures of Sla1-GFP cells were diluted to an OD600 of 0.15 and grown in synthetic 

complete medium without tryptophan until they reached an OD600 of ~0.4–0.5 at 30 °C. The cells 

were then seeded on concanavalin A 0.05 mg/mL (Millipore Sigma) coated 8-well glass-bottom 

chamber slides (Sarstedt). Image acquisition was performed using a Perkin Elmer UltraVIEW 

confocal spinning disk unit attached to a Nikon Eclipse TE2000-U inverted microscope equipped 
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with a Plan Apochromat DIC H 100×/1.4 oil objective (Nikon), and a Hamamatsu Orca Flash 4.0 

LT + camera. Imaging was done at 25 °C in an environmental chamber. The software NIS-Elements 

(Nikon) was used for image capture. For each field, one brightfield and a series of fluorescence (GFP) 

images were taken. Cells were excited with a 488 nm laser and emission was filtered with a 

530/630 nm filter. GFP time laps were acquired continuously at a rate of 1 frame/sec for 3 min. 

3.6.15 Analysis of microscopy images 

 

Bright-field images were used to segment cells using YeastSpotter60. Cells were filtered based on 

circularity, solidity, and the normalized difference between minor and major axis lengths to remove 

poorly detected cells. Out-of-focus cells were also filtered out based on size and brightness. The 

centroids of the segmented cells were used to identify the locations of each cell in the image using 

Scikit-Image61. The location of each cell was used to isolate individual cell time-frames of 

fluorescence (GFP) images. Each cell time frame of the fluorescence images was processed through 

a python-based single-particle tracking tool—Trackpy62. Trackpy detected the locations of Sla1-GFP 

positive foci in each frame and linked them together to provide particle-wise trajectories. Trajectories 

detected in less than ten frames were considered spurious and were filtered out. Segments of the 

trajectories spuriously indicating movement of the particles back to the cell membrane were trimmed. 

The preprocessed trajectories of the particles were then used for the calculation of distances using the 

spatial distance module of “SciPy”63. The python-based code used for the analysis of microscopy 

images is included in the endocytosis module of “htsimaging” package64. 

3.6.16 Protein purifications 

 

E. coli BL21 (DE3) cells were transformed with mNCK2 constructs in the pET-30b vector and grown 

overnight at 37 °C in LB with 100 µg/ml kanamycin. The next day, cultures were expanded in LB 

with kanamycin until they reached their exponential growth phase (OD600 of around 1.0). Protein 

production was then induced by the addition of 1 mM IPTG (Bio Basic) and incubation at 16 °C 

overnight with agitation. Cultures were pelleted with a centrifugation step (3200g at 4 °C, 30 min), 

washed with ice-cold PBS, and pellets were kept at −80 °C. Bacteria were thawed in GST buffer 

(20 mM Tris-HCl pH 7.5, 0.5 M NaCl, 1 mM EDTA, and 1 mM DTT (Millipore Sigma)) with 

cOmplete protease inhibitors (Millipore Sigma) and disrupted with sonication. Lysates were then 

centrifuged at 20,000g for 20 min at 4 °C and the supernatant loaded to a GSTrap FF 1 mL column 

(GE Healthcare). Following a washing step with 10 mL GST–Buffer, the GST-Tagged proteins were 

eluted with 15 mM GSH (Bio-basic) and cleaved in a solution using purified recombinant His-tagged 
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TEV protease (Thermo Fisher Scientific). Tag-free NCK2 proteins were further purified using a 1 ml 

HisTrap FF column (GE Healthcare) to remove free His-tagged GST and TEV as well as remaining 

impurities. The purified proteins were concentrated with Amicon 10 K filters (Millipore Sigma) and 

their concentration assessed using Coomassie and BCA assays (Thermo Fisher Scientific). 

3.6.17 Fluorescence polarization 

 

Increasing amounts of NCK2 full-length recombinant proteins in GST buffer (final concentrations of 

0–150 μM for CD3ε and 0–175 μM for PAK1) were used for binding assays with a constant amount 

of fluorescein isothiocyanate-conjugated peptides (resuspended in 17 mM Tris-HCl pH 8, 100 mM 

NaCl and 0.5% Brij L23 (Millipore Sigma), peptides final concentration of 40 nM). Cd3ε 

(RGQNKERPPPVPNPDY) and PAK1 (DIQDKPPAPPMRNTST) peptides were used as NCK2 

SH3-1 and NCK2 SH3-2 ligands, respectively. Binding assays were performed in the FP buffer 

(17 mM Tris-HCl pH 8 and 100 mM NaCl) and fluorescence polarization was measured on a Synergy 

H1 multimode plate reader (Bio Tek) at 535 nm with 485 nm excitation. Calculation of the 

dissociation constants was performed with a one-site total binding model and nonlinear regression in 

GraphPad Prism version 7. 

3.6.18 Phase separation 

 

Purified NCK2 proteins were diluted in GST buffer to identical concentrations. At 500 mM NaCl 

present in this buffer, all NCK2 constructs were completely soluble. Phase transition was initiated by 

dilution in imidazole buffer (10 mM imidazole (Bio Basic) pH 7.0, 1 mM DTT, 1 mM EGTA 

(Millipore Sigma), 1 mM MgCl2, 2.5% Glycerol (Bioshop Canada), 3% Dextran (Millipore Sigma)) 

containing various amount of NaCl so that the final concentration of NaCl would correspond to those 

in Figure 3.S.7B. For all the other experiments, the phase transition of NCK2 proteins was assessed 

at 60 mM NaCl. NCK2 at 8 μg/μL (40 μg in 5 μL) was added to 35 μL imidazole buffer in a plastic 

96-well plate that had first been pretreated with a 0.2% bovine serum albumin solution to reduce 

nonspecific binding. The plate assay was then incubated overnight (24 h) at 4 °C before imaging. 

Phase-contrast images of each well were acquired using a Zeiss Axio Vert.A1 inverted microscope 

with an LD A-Plan 40×/0.55 Ph1 objective (Zeiss) in Zen Blue software (version 2.3.69.1000). After 

imaging, the soluble protein fraction (supernatant) was recovered for sodium dodecyl sulfate 

polyacrylamide gel electrophoresis analysis. Protein droplets attached at the bottom of the well 

(pellet) were washed once with imidazole buffer with 60 mM NaCl and then solubilized in Laemmli 

buffer. The pellets to supernatant fractions were used to quantify phase transition at 60 mM NaCl (7 
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replicates) via Coomassie protein quantification. The involvement of weak hydrophobic interactions 

in NCK2 driven phase transition was assessed using 1,6-Hexanediol (Millipore Sigma) at 60 mM 

NaCl. Imidazole buffer containing 0%, 1%, 5%, and 10% 1,6-Hexanediol was first prepared and 

phase transition was initiated and analyzed as described above. Finally, the competition of SH3-2 

dependent homotypic NCK2 interaction with an SH3-2 binding peptide was assessed in the presence 

of 5, 15, 45, 90, 150, or 300 μM PAK1 peptide (DIQDKPPAPPMRNTST) in imidazole buffer with 

60 mM NaCl. The impact of PAK1 peptide addition was observed via phase contrast microscopy as 

described above. 

3.6.19 CD experiments 

 

Far-UV CD protein spectra (250–200 nm) were recorded at 25 °C using a JASCO J-815 

spectropolarimeter in a 1-mm optical path length cuvette. Fifteen-micromolar protein samples were 

dissolved in 20 mM phosphate buffer (pH 7.4) containing 0.3 M NaF in a total volume of 200 μL. 

The temperature was maintained by a Peltier-type JASCO CDF-426S/15 thermostatic controller. Raw 

spectral data were extracted using the Spectra Manager Suite (JASCO). All experiments were 

performed in triplicate. Mean values and standard error of the mean (SEM) for each normalized data 

point were plotted and analyzed using GraphPad Prism 9.0. To account for small experimental 

variations in protein concentration during sample preparation, molar ellipticity (θ, mdeg) was 

normalized using the following equation: 

 

3.6.20 Experimental design for MS experiments 

 

NCK2 baits purified on beads from HEK293T cells (as previously described in the methods) were 

washed two additional times in 20 mM Tris-HCl pH 7.4 and eluted in 50 mM phosphoric acid. 

Proteins were then digested with trypsin (Promega) on-beads as previously detailed65. Briefly, eluted 

proteins were concentrated on ZipTip®-SCX (Millipore Sigma), reduced with TCEP 100 mM 

(Millipore Sigma) and alkylated during the tryptic digestion with iodoacetamide 10 mM (Millipore 

Sigma). Peptides were then eluted in ammonium bicarbonate 200 mM (Millipore Sigma) and desalted 

on Stage Tips C18 columns66. The final eluted peptides were dried using an Eppendorf VacufugeTM 

Concentrator. For each bait, two biological replicates were processed independently. These were 
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analyzed alongside four negative controls corresponding to transiently expressed 3×FLAG-GFP 

purified from HEK293T cells (as described for NCK2 constructs). These control cell lines were 

grown in parallel to those expressing baits and treated in the same manner. NCK2 

W38/W148/W234K triple mutant, with the tryptophan residue essential for SH3 interactions mutated 

in each SH3, was used as a SH3-inactive negative control for SH3-dependent interactions. The 

equivalent of one-third of each sample was used for the SWATH-libraries generation and another 

third for SWATH quantification. Data-dependent acquisition (DDA) and data-independent 

acquisition (DIA) analysis of each sample was performed back-to-back without washes to diminish 

the instrument time required to complete the analysis. To minimize carry-over issues during liquid 

chromatography, extensive washes were performed between each sample; and the order of sample 

acquisition on the mass spectrometer was also reversed for the second biological replicates to avoid 

systematic bias. We validated that the same quantity of baits was used for each NCK2 chimeras by 

quantifying NCK2 peptides in each sample (see Supplementary Data 3). 

3.6.21 Proteins identification by MS 

 

The analyses were performed at the proteomic platform of the Quebec Genomics Center. Peptide 

samples were separated by online reversed-phase (RP) nanoscale capillary liquid chromatography 

(nanoLC) and analyzed by electrospray MS (ESI MS/MS). The experiments were performed with a 

Dionex UltiMate 3000 nanoRSLC chromatography system (Thermo Fisher Scientific) connected to 

a TripleTOF 5600+ mass spectrometer (Sciex) equipped with a nanoelectrospray ion source. Peptides 

were trapped at 20 μl/min in loading solvent (2% acetonitrile, 0.05% TFA) on a 5 mm × 300 μm C18 

pepmap cartridge pre-column (Thermo Fisher Scientific) for 5 min. Then, the precolumn was switch 

online with a self-made 50 cm × 75 μm internal diameter separation column packed with ReproSil-

Pur C18-AQ 3-μm resin (Dr. Maisch HPLC) and the peptides were eluted with a linear gradient from 

5 to 40% solvent B (A: 0,1% formic acid, B: 80% acetonitrile, 0.1% formic acid) in 120 min, at 

300 nL/min. In DDA, the instrument method consisted of one 250 ms MS1 TOF survey scan from 

400 to 1300 Da followed by twenty 100 ms MS2 candidate ion scans from 100 to 2000 Da in high 

sensitivity mode. Only ions with a charge of 2+ to 5+ that exceeded a threshold of 150 cps were 

selected for MS2, and former precursors were excluded for 20 s after one occurrence. In DIA, 

acquisition consisted of one 50 ms MS1 scan followed by 32 × 25 a.m.u. isolation windows covering 

the mass range of 400–1250 a.m.u. (cycle time of 3.25 s); an overlap of 1 Da between SWATH was 

preselected. The collision energy for each window was set independently as defined by 

CE = 0.06 × m/z + 4, where m/z is the center of each window, with a spread of 15 eV performed 

linearly across the accumulation time. 
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3.6.22 DDA MS analysis 

 

MS data were stored, searched, and analyzed using the ProHits laboratory information management 

system platform67. Sciex.wiff MS files were converted to mzML and mzXML using ProteoWizard 

(3.0.4468,68). The mzML and mzXML files were then searched using Mascot (v2.3.02) and Comet 

(v2012.02 rev.0)69. The spectra were searched with the RefSeq database (version 57, January 30th, 

2013) acquired from NCBI against a total of 72,482 human and adenovirus sequences supplemented 

with “common contaminants” from the Max Planck Institute 

(http://141.61.102.106:8080/share.cgi?ssid=0f2gfuB) and the Global Proteome Machine (GPM; 

http://www.thegpm.org/crap/index.html)70. Charges +2, +3, and +4 were allowed and the parent mass 

tolerance was set at 12 ppm while the fragment bin tolerance was set at 0.6 amu. 

Carbamidomethylation of cysteine was set as a fixed modification. Deamidated asparagine and 

glutamine and oxidized methionine were allowed as variable modifications. The results from each 

search engine were analyzed through TPP (the Trans-Proteomic Pipeline (v4.6 OCCUPY rev 3)71, 

via the iProphet pipeline72). 

3.6.23 DIA MS analysis with MSPLIT-DIA 

 

DIA MS data was analyzed using MSPLIT-DIA (version 1.0,73) implemented in ProHits 4.067. To 

generate a sample-specific spectral library for the FLAG AP-MS dataset, peptide-spectrum matches 

(PSMs) from matched DDA runs (18 runs) were pooled by retaining only the spectrum with the lowest 

MS-GFDB (Beta version 1.0072 (6/30/2014)74) probability for each unique peptide sequence and 

precursor charge state, and a peptide-level FDR of 1% was enforced using TDA75. The MS-GFDB 

parameters were set to search for tryptic cleavages, allowing no missed cleavage sites, 1 C13 atom per 

peptide with a mass tolerance of 50 ppm for precursors with charges of 2+ to 4+ and tolerance of 

±50 ppm for fragment ions. Peptide length was limited to 8–30 amino acids. Variable modifications 

were deamidated asparagine and glutamine and oxidized methionine. The spectra were searched with 

the NCBI RefSeq database (version 57, January 30th, 2013) against a total of 36,241 human and 

adenovirus sequences supplemented with “common contaminants” from the Max Planck Institute 

(http://141.61.102.106:8080/share.cgi?ssid=0f2gfuB) and the GPM 

(http://www.thegpm.org/crap/index.html). Decoys were appended using the decoy library command 

built in to MSPLIT-DIA, with a fragment mass tolerance of ±0.05 Da. The spectral library was then 

used for protein identification by MSPLIT73 with peptides identified by MSPLIT-DIA passing a 1% 

FDR subsequently matched to genes using ProHits 4.067. The MSPLIT search parameters were as 
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follows: parent mass tolerance of ±25 Da and fragment mass tolerance of ±50 ppm. When retention 

time was available within the spectral library, a cut-off of ±5 min was applied to spectral matching73. 

3.6.24 MS data analysis with SAINTexpress 

 

SAINTexpress version 3.6.176 was used as a statistical tool to calculate the probability value of each 

potential protein–protein interaction compared to background contaminants using default parameters. 

The four control samples were used in uncompressed mode. Two unique peptide ions and a minimum 

iProphet probability of 0.95 were required for protein identification prior to SAINTexpress in DDA 

mode while only two unique peptides were required in DIA mode. 

3.6.25 Data archival 

 

All MS files used in this study were deposited at MassIVE (http://massive.ucsd.edu). They were 

assigned the identifiers MassIVE MSV000085093 (DDA files) and MSV000085092 (DIA files). The 

files can be accessed using the following links: ftp://MSV000085092@massive.ucsd.edu and 

ftp://MSV000085093@massive.ucsd.edu. 

3.6.26 Position and sequence conservation of orthologs 

 

The UniProt database was used to retrieve full-length sequences of all S. cerevisiae SH3 proteins 

except for the Sdc25 (YLL017W) pseudogene77. One-to-one orthologs for each protein were then 

retrieved from fungal species using Ensembl Compara78. This process was automated for each SH3 

protein using the Ensembl REST API79. The hmmscan function of HMMER v3.3 was then used for 

the domain annotation of all orthologs using default significance thresholds of 0.01 (E = 0.01 and 

domE = 0.01) and the Pfam-A HMM library80. Any domain belonging to the Pfam SH3 clan (CL0010) 

was assigned as an SH3 domain. SH3 domain positions for each orthologous sequence were taken by 

dividing the domain start point (“env_from”) by the full sequence length. This calculation was 

repeated for each S. cerevisiae homolog, and orthologous SH3 domains were considered positionally 

conserved if their domain positions were within a 10% sequence length window of the corresponding 

S. cerevisiae domain. 

The sequence conservation of each SH3 domain was calculated using the same set of orthologous 

sequences as described directly above. Domain sequences within an orthologous group were aligned 

together using the MAFFT L-INS-i method59. The pairwise similarity between domain sequences was 

determined from the seqidentity() function in the R package “bio3d”81, and we took the mean pairwise 
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sequence similarity between the S. cerevisiae sequence and all its orthologs as a measure of sequence 

conservation for each domain. 

3.6.27 Tree comparison analysis 

 

In Figure 3.2C, the relationship between SH3 domain sequences and their PPI profiles in Abp1 was 

explored by constructing dendrograms for both features and then quantifying the similarity between 

dendrograms. For the interaction similarities (Figure 3.2C, left), a Euclidean distance matrix of the 

PCA scores was first constructed using the dist() function in R, and then the distance matrix used to 

generate a dendrogram from the hclust() function in R with default parameters. For the sequence 

similarities (Figure 3.2C, right), the SH3 domain sequences were first aligned using the MAFFT L-

INS-i method59. A distance matrix was then constructed from the seqidentity() function in the R 

package “bio3d”81—by taking distance = 1 − similarity—and then hierarchical clustering performed 

in the same manner as for the DHFR-PCA PPIs. Side-by-side visualizations of the dendrograms were 

generated using the R package “dendextend”82. The overall similarity between dendrograms was 

quantified using the cophenetic correlation, which correlates the tree-wise distances for both 

dendrograms across all possible SH3 pairs. This was calculated using the cor.dendlist() function in 

the “dendextend” package. To test for statistical significance, we permuted the data by randomizing 

the assignment of SH3 domains to different DHFR-PCA PPIs profiles and then recalculated the 

cophenetic correlation using all steps described directly above. This was repeated 10,000 times to 

generate a random distribution of cophenetic correlation scores. Finally, a similar tree-based approach 

was used to compare PPI profiles with growth profiles for Sla1 constructs generated from the domain 

shuffling experiments (Figure 3.S.5B). Both the DHFR-PCA interaction data and the Sla1 growth 

data were clustered as described above, by generating a Euclidean distance matrix and then 

performing hierarchical clustering. 

3.6.28 PWMs enrichment analysis 

 

All yeast PWMs were taken from a 2009 study of SH3 domain specificity14. The similarity between 

SH3 PWMs and known interactors was assessed using a matrix similarity score (MSS) derived from 

the MATCH algorithm83. This scoring method assigns a score of 1 to perfect sequence matches to the 

PWM and vice versa. For each interactor assigned to an SH3 domain, MSS scores for the 

corresponding PWM were calculated for all possible sequence k-mers (k = number of PWM columns) 

and then the maximum is taken (Max. MSS). This procedure was repeated for all SH3 domains with 

an assigned PWM and then the results pooled to generate Figure 3.1C-D, and Figure 3.S.2G. Some 
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SH3 domains were represented by more than one PWM from ref. 14, reflecting multiple specificities84. 

In these cases, MSSs were calculated for both PWMs, and then the overall maximum score took 

forward for further analysis. 

In Figure 3.1, maximum MSS scores were calculated for sequences belonging to the “Random”, 

“SH3-independent PPI”, “SH3-inhibited PPI”, and “SH3-dependent PPI” category of interactor 

sequences. For the “Random” category, random peptides were generated by sampling amino acids 

according to their background frequency in the S. cerevisiae proteome. For SH3-independent PPI, we 

included only those interactors that were found to be unaffected by any SH3 domain deletions given 

that in vitro-derived SH3 PWMs overlap strongly, which could lead to spurious MSS enrichment for 

SH3-independent PPIs. In Figure 3.1D, maximum MSSs were also recalculated for the “SH3-

dependent PPI” category of interactor sequences after randomly assigning PWMs to each SH3 

domain; this procedure was repeated until 10,000 maximum MSS scores were sampled. For Figure 

3.S.2G, the “PPI gained by Abp1” corresponds to PPIs gained by Abp1 after domain swapping, and 

the “PPI unaffected” corresponds to PPIs of Abp1 that do not change after domain swapping. The 

‘Random’ category was generated using the same approach described directly above for Figure 3.1. 

3.6.29 Comparison of interactome with literature 

 

To find previously reported PPIs, we parsed a recent release (v 3.5.16) of the BioGRID and searched 

for reports of physical interactions between baits and preys11. PPIs were searched in the two directions 

possible (A–B and B–A) in the database. 

3.6.30 Quantification and statistical analysis 

 

Further information on research design is available in the Nature Research Reporting Summary linked 

to this article. 

3.7 Data availability 

The MS datasets generated during this study are available at MassIVE; MSV000085092 (DIA 

SWATH MS) [doi:10.25345/C5MH55] and MSV000085093 (DDA MS) [doi:10.25345/C5GT38]. 

The deep sequencing datasets generated during this study are available at NCBI as BioProjects; 

SAMN14752885 (Abp1-Hua2 DMS reference condition), SAMN14752886 (Abp1-Lsb3 DMS 

reference condition), SAMN14752887 (Abp1-Hua2 DMS DHFR-PCA condition) and 

SAMN14752888 (Abp1-Lsb3 DMS DHFR-PCA condition). Accession codes, unique identifiers, or 
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web links for publicly available datasets: SMART V.8.0 (http://smart.embl-heidelberg.de/, 

RRID:SCR_005026), PDB (PDB:2RPN, 10.2210/pdb2RPN/pdb), BioGRID (version 3.5.16, 

https://thebiogrid.org/, RRID:SCR_007393), RefSeq (v. 57 (01/30/2013), NCBI, 

https://www.ncbi.nlm.nih.gov/refseq/), Common mass spectrometry contaminants (Max Planck 

Institute, http://141.61.102.106:8080/share.cgi?ssid=0f2gfuB), Global Proteome Machine 

(https://www.thegpm.org/crap/index.html), Ensembl Compara 

(https://www.ensembl.org/info/genome/compara/index.html), NCBI (NP_035009.3) and Uniprot 

(O55033). The large datasets with the raw data for all DHFR-PCA, growth, MS, and CD experiments 

are included as Supplementary Data 1–3 (Excel files). Source data are provided with this paper. 

3.8 Code availability 

The code generated during this study is available at DionneEtal2020 repository 

(github.com/Landrylab). 
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3.13.1 Supplementary figures 

 
Figure 3.S.1. Yeast SH3 domains, the number and types of PPI changes in response to SH3 

deletion and validation. a The relationships of yeast SH3 amino acid sequences. Domain position 

and length relative to their host proteins are illustrated. SH3s used in the phylogeny are shown in 

orange. Grey squares are other SH3s in the same protein. The preferred type of binding motifs (Atyp 

stands for atypical) from in vitro assays are indicated1. b The proportion of PPIs previously reported 

for the different types of PPIs affected or not by SH3 deletion2. c The fraction of known PPIs per 

method of detection is shown for the same categories of interactions as in b2. d Validation of the PPIs 

altered by the deletion of yeast SH3s using low-throughput liquid DHFR-PCA. The ratios (SH3-

deleted/WT) of the optical density (OD) from the last time point of the experiment for the growth 

curves of each PPI are shown. A ratio higher than 1 represents an interaction that is stronger upon 

SH3 deletion. The median is represented as a bold center line and hinges are for the 25th and 75th 

percentiles (first and third quartiles). Whiskers extend from the hinges to maximum 1.5 times the Q3-

Q1 interquartile range. e Examples of two SH3-dependent PPIs DHFR-PCA liquid assay. Growth 

curves are shown for the WT and SH3-deleted baits for Sho1-Pbs2 and Nbp2-Pbs2 PPIs. The ratios 

of the final optical density (SH3-deleted/WT) as represented in panel b are also indicated. f Western 

blot (WB) analysis of the expression level of SH3-deleted proteins that lost many PPIs upon their 

SH3-deletion. All baits have a C-terminal 1xFLAG tag allowing their immuno-detection. The WB 

validation of the expression level of the baits was performed in one replicate. g Comparison of the 
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relative level of expression of SH3-deleted baits quantified by WB (log2 of SH3-deleted/WT ratio, 

WB relative level of expression of 0 for WT baits) and their number of SH3-dependent partners 

identified by DHFR-PCA (Pearson’s r = -0.04, p-value = 0.90, two-sided). Source data are provided 

as a Source Data file. See also Supplementary Data 1. 

 

 

Figure 3.S.2. Characterization of Abp1 SH3 domain swapping. a WB analysis of protein 

expression levels of all Abp1 SH3 swapped bait proteins as compared to the WT Abp1, Abp1SH3 in 

Abp1 and SH3-deleted control baits. Two bands are detected for Abp1, as previously observed3. The 

WB validation of the expression level of every bait was performed in two replicates. b The relative 

level of expression of Abp1 SH3-swapped baits quantified by WB (log2 of Abp1 SH3 

swapped/Abp1SH3 in Abp1 ratio, WB relative level of expression of 0 for the Abp1SH3 in Abp1 bait) 

compared to their number of PPIs as identified by DHFR-PCA (Pearson’s r = 0.19, p-value = 0.31, 

two-sided). c Number of PPIs that were affected by Abp1 SH3 domain swapping. d Growth in stress 

conditions for the Abp1 SH3 swapped strains. The growth values were scaled per strain (row). Blue 
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to red represents the normalized growth per strain after 74 hours (log2 colony size). The sequence 

similarity of each SH3 to Abp1 SH3 is represented in grey scale. Each strain was grown in twelve 

replicates. e Growth of Abp1 SH3 swapped stains in liquid medium with hygromycin is represented 

(area under the curve (AU)). The control strains, shown in black, highlight that the resistance to the 

drug is dependent on Abp1 SH3. Domains are sorted by increasing sequence similarity with Abp1 

from the top. Growth rates were measured in triplicates. f Number of SH3-dependent PPIs that were 

gained by each SH3 swapped to Abp1 (as determined in Figure 3.1B) in comparison to the ones not 

gained. g PWMs analysis of PPIs gained by Abp1 using the matrix similarity scores (MSS) between 

the PWM and sequence. This analysis shows no enrichment of the predicted SH3 motifs in the gained 

PPIs relative to the unaffected Abp1 PPIs (p = 0.52, Mann-Whitney test, one-sided). For c, and d, the 

orange SH3s are controls and the SH3-deleted protein is in green. In all panels, human SH3s are 

shown in bold. For every boxplot, the median is represented as a bold center line and hinges are for 

the 25th and 75th percentiles (first and third quartiles). Whiskers extend from the hinges to maximum 

1.5 times the Q3-Q1 interquartile range. For g, outliers are represented as black dots. Source data are 

provided as a Source Data file. See also Supplementary Data 1 and Supplementary Data 2. 
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Figure 3.S.3. Characterization and validation of DMS mutants of Abp1 SH3 domain. a-b 

Reproducibility between biological replicates of DMS DHFR-PCA experiments. The correlations for 

the two interactors are shown (a is for the reference condition and b for the DHFR-PCA condition). 

The frequencies of mutants (shown on log2 scale) were compared in terms of Spearman’s rank 

correlation coefficient (rs). Associated p-value for a test whose null hypothesis is that two variables 

are uncorrelated, is shown on each plot. c WB comparing expression levels of selected Abp1 SH3 

mutants with WT Abp1. An asterisk represents a stop codon, which inhibits translation of the 

1xFLAG epitope. The WB validation of the expression level of selected Abp1 SH3 mutants was 

performed in two replicates. d Quantification of the relative level of expression of Abp1 SH3 mutants 

by WB as in c (log2 of Abp1 SH3 mutant/Abp1 WT ratio, WB relative level of expression of 0 for 

WT Abp1) compared to their DMS scores (two-sided tests: Hua2 (left): Pearson’s r = -0.34, p-value 

= 0.46, Lsb3 (right): Pearson’s r = -0.81, p-value = 0.03). e Distribution of the codon log2 average 
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sequence counts for each type of mutation of Abp1 SH3 for the two PPIs. Syn is for synonymous, 

error bar represents the mean plus and minus one standard deviation. f Selected non-conserved 

positions (E6, E13, N15 and N27) sensitivities to mutations for the Abp1-Hua2 PPI were tested in a 

low-throughput liquid DHFR-PCA assay. The growth of the mutants in the low-throughput 

experiment (average of four replicates of the total OD for each growth curve, y axis, n = 45 mutants) 

is compared to the mutants DMS score (x axis). The growth of WT Abp1 and Abp1 SH3-deleted are 

represented by horizontal dash lines. g The median DMS score of the 58 different Abp1 SH3 positions 

for both PPIs in relation to their relative solvent accessibility (RSA). Shaded area represents the 95% 

confidence interval for linear model predictions. h Abp1 SH3 residues in close proximity (within 4 

Å) to the most important binding residues of the Ark1 peptide (P+2, K-3, P-4, and L-7) are mapped 

on the structure of Abp1 SH3 in complex with the peptide (PDB: 2RPN4). Ark1 peptide is shown in 

green, oxygen atoms are in red and nitrogen atoms are in blue. The colors of Abp1 SH3 residues that 

are mapped on the structure represent their average DMS score for Abp1-Hua2 PPI. Most interface 

residues sensitive to mutations, such as Y7, E13, E16, V31, D32, D34, L48 and Y53, specifically 

affect Hua2 PPI. Source data are provided as a Source Data file. See also Supplementary Data 1. 

 

 

Figure 3.S.4. Yeast SH3 domain sequence and position in their host protein. a Multiple sequence 

alignment of yeast SH3 domains. b The y-axis shows the fraction of one-to-one orthologs (across 449 

fungal species) with conserved domain positions relative to S. cerevisiae. The mean sequence 

similarity is represented by black circles. The pseudogene Sdc25 was excluded from these analyses. 

c Each panel represents the distribution of SH3 domain positions for the one-to-one orthologs of a 

given S. cerevisiae SH3. For each ortholog sequence, SH3 domain start positions were identified from 

SH3 hidden Markov models (HMMs), and then the start positions compiled across all orthologs to 
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derive a frequency distribution. The SH3 domains are numbered in cases where more than one SH3 

was identified across orthologs, where ‘1’ represents the domain that is also found in the S. cerevisiae 

copy. For multi-SH3 proteins (Bem1, Bzz1, and Sla1) the numbers correspond to the domain 

numbering given in Figure 3.S.1A. Source data are provided as a Source Data file. 

 

 

Figure 3.S.5. SH3 shuffling impacts Sla1 PPIs, cells growth in stress conditions and clathrin-

mediated endocytosis. a Sla1 SH3-deleted or -shuffled PPIs as detected by DHFR-PCA. The color 

code represents PPI strength as detected by DHFR-PCA (PCA score). All PPIs were measured in 

quadruplicate. “A” is for Abp1 SH3 and “*” is for the reinsertion of the WT domain as control strains. 

A scaled cartoon of Sla1 is also illustrated. b Cophenetic correlation for the similarity of Sla1 SH3-

shuffled PPI clusters with the growth phenotype clusters. Empirical p-value obtained from data 

permutation is p = 0.00002. c Protein expression levels of the main Sla1 SH3-shuffled proteins as 

compared to WT Sla1. The letter “A” stands for Abp1 SH3 inserted into Sla1. The WB validation of 

the expression level of Sla1 baits was performed in one replicate. d The relative level of expression 

of Sla1 SH3-shuffled baits quantified by WB (log2 of Sla1 SH3-shuffled/Sla1 WT ratio, WB relative 

level of expression of 0 for WT Sla1) compared to their number of PPIs as identified by DHFR-PCA 

(Pearson’s r = 0.49, p-value = 0.18, two-sided). The level of expression of Sla1 proteins was 

normalized on the level of the loading control Actin. e Representative fluorescence microscopy 

timeframe analysis of a yeast cell expressing WT Sla1-GFP. The calculated trajectories for every 

Sla1-GFP foci detected are shown. Cell membrane is delimited with a dashed line and each Sla1-GFP 

particle color represents its position in time. f Sla1-GFP particles average effective distance travelled 

towards the cell center through time. Sla1 SH3-deleted strains are shown. The proportion of events 
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that are not completed yet is represented by the color transparency of the curves (+ represent the time 

point when 95% of foci have disassembled). g Complete or incomplete Sla1-GFP endocytosis events 

are shown (average per cell) for Sla1 SH3-deleted strains (n = 3286 Sla1-GFP endocytosis foci for 

Sla1 1|2|3, n = 473 Sla1-GFP endocytosis foci for Sla1 D|D|D, n = 755 Sla1-GFP endocytosis foci 

for Sla1 D|2|3, n = 1530 Sla1-GFP endocytosis foci for Sla1 1|D|3, n = 1734 Sla1-GFP endocytosis 

foci for Sla1 1|2|D). h Linearity of Sla1-GFP particle trajectories for each SH3 deletion or shuffling. 

i Sla1-GFP particle lifetime (in seconds) are shown for the same strains as in panel f. For the boxplot, 

the median is represented as a bold center line and hinges are for the 25th and 75th percentiles (first 

and third quartiles). Whiskers extend from the hinges to maximum 1.5 times the Q3-Q1 interquartile 

range. Source data are provided as a Source Data file. See also Supplementary Data 1 and 

Supplementary Data 2. 

 

 

Figure 3.S.6. NCK2 SH3 shuffling affects its interactions with PAK1 and P130CAS/BCAR1 in 

cells but only slightly alters the availability of the SH3 binding pockets in vitro. a Western blot 

analysis of NCK2 SH3-shuffled proteins interaction with PAK1. Each bait is N-terminally fused to a 

3XFLAG tag. Loading corresponds to Ponceau staining of the nitrocellulose membrane. Experiment 

was performed in four replicates in HEK293T cells. b Western blot quantification of PAK1 co-

immunoprecipitation with NCK2. Average log2 ratio relative to the WT protein is shown 

(NCK2mut/NCK2WT, WT NCK2 log2 ratio = 0). Ratios from replicates were compared to WT 

NCK2 via pairwise one-way ANOVA statistical test (p-values: 2|1|3 = 0.017, 1|3|2 = 0.036, 3|2|1 = 

0.45, 2|3|1 = 0.74 and 3|1|2 = 0.31, n = 4 independent biological replicates). Error bar represents the 

mean plus and minus one standard deviation. c Western blot analysis of NCK2 SH3-shuffled proteins 

association with SH2 target P130CAS/BCAR1. The experiment was performed in four replicates in 

HEK293T cells stimulated with the tyrosine phosphatase inhibitor pervanadate. d Quantification of 

the Western blot signals of P130CAS co-immunoprecipitation with NCK2 as in panel b. The four 

ratios of the replicates were compared to WT NCK2 via pairwise one-way ANOVA statistical test 

(p-values: 2|1|3 = 0.13, 1|3|2 = 0.0045, 3|2|1 = 0.027, 2|3|1 = 0.0076 and 3|1|2 = 0.019, n = 4 
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independent biological replicates). Error bar represents the mean plus and minus one standard 

deviation. e-f Fluorescence polarization in vitro curves for NCK2 binding to CD3Ɛ or PAK1. Each 

binding assay was executed in triplicate. Error bars represent plus and minus one standard deviation 

of the average of the ΔFP for each point. Dissociation constants error values represent the SE of the 

value derived from the binding curve. g Far-UV CD spectra of NCK2 recombinant proteins. WT 

NCK2 spectrum (black) is overlaid on SH3-shuffled proteins or NCK2 D|D|D triple SH3-inactive 

negative control (W38K/W148K/W234K) spectra. Bold traces and vertical dashed lines represent the 

mean and SEM calculated values for each triplicate measurement, respectively. WT NCK2, NCK2 

D|D|D and NCK2 SH3-shuffled proteins similarly exhibit a mix between random coil and folded 

secondary structure elements. Source data are provided as a Source Data file. See also Supplementary 

Data 3. 

 

 

Figure 3.S.7. NCK2 SH3-shuffled proteins ability to promote phase transition is perturbed by 

PAK1, NaCl and 1,6-hexanediol. a-c An increasing amount of PAK1 (a PAK1 peptide), salt (b 

NaCl) or 1,6-hexanediol (c) was added to the different NCK2 SH3-shuffled protein samples and 

incubated for 24 hours before observing phase transition using phase contrast microscopy. The 

experiment was performed in triplicates. 
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4. Discussion et conclusion 

Les protéines adaptatrices recrutent de nombreux effecteurs cytoplasmiques aux sites de RTK activés. 

Par exemple, les protéines NCK1/2 favorisent la formation de complexes pouvant stimuler la 

polymérisation de filaments d’actine en aval de RTK, ce qui résulte en la réorganisation du 

cytosquelette cellulaire. Cette fonction est médiée par leurs trois domaines SH3 qui ciblent des motifs 

peptidiques linéaires riches en acides aminés proline sur leurs partenaires protéiques. Cette famille 

de domaines est extrêmement répandue à travers les espèces, avec plusieurs centaines de SH3 qui 

sont retrouvés chez l’humain. Les travaux présentés dans cette thèse ont permis d’identifier un 

nouveau mécanisme de régulation de la fonction des protéines NCK1/2 via la phosphorylation de 

leurs domaines SH3 par des RTK et de déterminer que la protéine hôte d’un SH3 influence 

grandement les fonctions ainsi que la spécificité des interactions de ce domaine. La section de 

discussion est divisée en deux parties (4.1 et 4.2) et suivie par les conclusions de la thèse. 

4.1 La phosphorylation des protéines adaptatrices NCK1/2 est un nouveau 

mécanisme de régulation négative de la signalisation en aval des RTK 

Tout d’abord, nous avons démontré que le RTK EPHA4 peut phosphoryler directement une tyrosine 

localisée dans la poche de liaison C-terminale des domaines SH3 des protéines adaptatrices NCK1/2. 

Nous avons mis en évidence que la phosphorylation de ces domaines inhibe la capacité de NCK1/2 à 

former des interactions SH3-dépendantes in vitro et dans des cellules en culture. De plus, des 

mutations mimant partiellement la phosphorylation des domaines SH3 de leur unique orthologue chez 

la drosophile résulte en la désorganisation des projections neuronales des photorécepteurs dans le 

cerveau en développement de la mouche, un phénotype identique à celui engendré par la délétion de 

la protéine endogène. Selon nos résultats, la phosphorylation des protéines NCK1/2 par le récepteur 

EPHA4 est un mécanisme de régulation rapide inhibant la formation de complexes directement en 

aval du récepteur (Figure 2.1). En effet, nos résultats de MS quantitative ciblée (SRM) suggèrent que 

la phosphorylation des domaines SH3 survient tout juste après l’activation du récepteur (Figure 2.4). 

En comparant notre modèle avec les autres mécanismes régulant la transduction des signaux en aval 

des RTK qui ont été répertoriés auparavant, il est possible de conclure que ce nouveau processus est 

unique par sa cinétique et ses conséquences signalétiques. 

4.1.1 Inactivation via le recrutement de phosphatases aux sites de RTK activés 

 

La phosphorylation des domaines SH3 des protéines adaptatrices NCK1/2 permettrait un 

désassemblage rapide de complexes signalétiques EPHA4-dépendants. D’autres processus rapides de 
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régulation des RTK qui ont déjà répertoriés incluent le recrutement de tyrosines phosphatases (aucun 

cas décrit pour les EPH) ainsi que les interactions inhibitrices en cis d’un récepteur EPH avec une 

éphrine. La liaison en cis est par contre un mécanisme qui ne semble pas impliquer les protéines 

NCK1/2 et dépend plutôt du niveau d’expression des éphrines dans la même cellule. La 

phosphorylation des SH3 de NCK1/2 pourrait être plus rapide que le recrutement de phosphatases au 

RTK. En effet, la relocalisation de tyrosines phosphatases à la membrane plasmique pourrait dépendre 

de la phosphorylation de résidus présents sur des protéines qui sont recrutées par NCK1/2 et donc, 

cette phosphatase serait recrutée au RTK activé après l'arrivée de NCK1/2. Il est par contre possible 

qu’une phosphatase soit recrutée directement par le RTK, et y serait donc associée avec une cinétique 

similaire à celle des protéines NCK1/2. De plus, les adaptateurs NCK1/2 forment des interactions 

SH3-dépendantes qui semblent être constitutives (par exemple avec PAK1) (Bokoch et al., 1996; 

Galisteo et al., 1996), ce qui signifie que des molécules de NCK1/2 ayant leurs domaines SH3 occupés 

par leurs partenaires seraient recrutées aux RTK actifs via leur SH2. Donc, la tyrosine conservée de 

ces SH3 serait initialement inaccessible pour le domaine tyrosine kinase du récepteur, ce qui réduirait 

la rapidité de phosphorylation des protéines NCK1/2 sur ces sites. La cinétique de ce nouveau 

mécanisme pourrait donc être similaire à celle du recrutement de phosphatases, dépendamment du 

contexte. 

Les conséquences signalétiques sont par contre différentes. Le recrutement d’une tyrosine 

phosphatase pourrait résulter en la déphosphorylation des effecteurs cytoplasmiques et de la région 

intracellulaire du RTK. Ce phénomène inhiberait complètement la signalisation en aval des 

récepteurs. La phosphorylation de NCK1/2 par le RTK limiterait spécifiquement les complexes 

dépendants de ces protéines et pourrait donc potentiellement inhiber une voie de signalisation précise. 

4.1.2 Inhibition de la signalisation EPH-dépendante via l’endocytose ou le clivage par 

des protéases 

 

Les mécanismes régulant négativement la signalisation dépendante des complexes EPH-éphrine qui 

ont été caractérisés plus en détails sont l’endocytose et le clivage par des protéases extra- et 

intracellulaires. L’endocytose des RTK EPH est généralement initiée suite à leur liaison à des 

éphrines et résulte en l’invagination des complexes EPH-éphrines (endocytose en trans) (Mann et al., 

2003; Marston, Dickinson and Nobes, 2003; Zimmer et al., 2003; Lauterbach and Klein, 2006; 

Miaczynska, 2013). L’endocytose peut être stimulée par la cellule exprimant le récepteur ou celle 

exprimant le ligand et nécessite le recrutement de plusieurs effecteurs, impliquant une cinétique 

relativement lente (Pitulescu and Adams, 2010; Miaczynska, 2013). Les RTK EPH peuvent aussi être 
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clivés suite à leur liaison à leurs ligands en trans, un processus qui a été surtout étudié dans des 

cellules neuronales ou cancéreuses. Les récepteurs EPH ainsi que les éphrines peuvent être clivés par 

des métalloprotéases des familles ADAM et MMP dans le milieu extracellulaire tandis que le 

complexe γ-secretase clive la région intracellulaire des récepteurs et celle des éphrines-B (Hattori, 

Osterfield and Flanagan, 2000; Janes et al., 2005, 2009; Georgakopoulos et al., 2006; Tomita et al., 

2006; Litterst et al., 2007; Pitulescu and Adams, 2010; Kemmerling et al., 2017; Tsumagari, Chang 

and Ishihama, 2021). Le clivage extracellulaire précède généralement l’action des protéases 

intracellulaires (Atapattu, Lackmann and Janes, 2014). Les mécanismes moléculaires activant ces 

protéases peuvent dépendre du niveau d’activation des complexes EPH-éphrines ainsi que de 

plusieurs autres stimuli (Atapattu, Lackmann and Janes, 2014). 

Une des conséquences importantes de l’endocytose des RTK EPH est la diminution de leur 

concentration à la membrane, ce qui corrèle avec une augmentation de la répulsion cellulaire 

(Pitulescu and Adams, 2010; Atapattu, Lackmann and Janes, 2014). Le résultat de la digestion des 

complexes EPH-éphrines par des protéases est similaire et provoque aussi une perte d’adhésion 

cellulaire et une augmentation de la répulsion (Pitulescu and Adams, 2010). La phosphorylation des 

protéines NCK1/2 ne semble pas résulter en une diminution de la concentration membranaire de 

EPHA4 puisque nous n’avons pas détecté de baisse du niveau d’expression du récepteur dans des 

conditions stimulant la phosphorylation de NCK1/2 (WB et IF, voir chapitre 2). Par contre, il est 

important de noter que la stœchiométrie de phosphorylation des molécules de NCK1/2 liées au 

récepteur est inconnue dans ces expériences et est possiblement faible.  

L’endocytose ainsi que le clivage via des protéases ont des impacts irréversibles et limitent la 

dynamique des réponses signalétiques suite à des contacts cellule-cellule. La phosphorylation des 

protéines adaptatrices permettrait une régulation rapide et réversible de ces processus cellulaires, 

tenant pour acquis que des phosphatases peuvent déphosphoryler les molécules de NCK1/2 

directement à la membrane. De plus, le clivage des éphrines et des RTK EPH pourraient créer des 

fragments protéiques ayant d’autres fonctions signalétiques. La signalisation dépendante des 

récepteurs pourrait aussi perdurer dans les endosomes suite à leur endocytose (Pitulescu and Adams, 

2010)). Finalement, contrairement à l’endocytose et au clivage protéique, la phosphorylation des 

protéines adaptatrices NCK1/2 par un récepteur EPH pourrait réguler spécifiquement des voies de 

signalisation dans la cellule exprimant le récepteur (signalisation directe) sans affecter la signalisation 

inverse. Il serait intéressant d’identifier des conditions dans lesquelles, suite à une association EPH-

éphrine en trans, la signalisation est seulement modulée en aval du récepteur via la phosphorylation 

des domaines SH3 de ces protéines adaptatrices. 
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4.1.3 Mécanistique de la phosphorylation des SH3 de NCK1/2 par des RTK 

 

De nombreuses questions persistent suite à notre découverte. Premièrement, qu’est-ce qui stimule la 

phosphorylation des domaines SH3 de NCK1/2 par les RTK? Comme mentionné plus tôt, les 

protéines NCK1/2 médient plusieurs interactions via leurs domaines SH3 qui sont indépendantes du 

niveau d’activation des RTK, ce qui n’est pas le cas pour la plupart des interactions SH2-dépendantes. 

Cela signifie que des molécules de NCK1/2 sont “constitutivement” associées à leurs partenaires 

riches en proline dans le cytoplasme et que leurs SH3 pourraient être occupés lors du recrutement de 

ces protéines au niveau de RTK activés via leur domaine SH2 (Figure 2.1). La phosphorylation de 

ces domaines par le récepteur serait donc inhibée initialement puisque la tyrosine conservée serait 

obstruée. Les interactions SH3-dépendantes ont de basses affinités et il serait donc possible, qu’au fil 

du temps, les domaines SH3 se libèrent suite à des changements dans l’environnement cellulaire local 

puisque les associations SH3-ligands sont peu stables (Figure 2.1). Cette perte d’interaction 

momentanée donnerait une opportunité au domaine kinase du récepteur afin de phosphoryler la 

tyrosine conservée des SH3 maintenant accessibles (Figure 2.1).  

Une possibilité est que l’activation du RTK stimule le recrutement de plus en plus de molécules de 

NCK1/2 à travers le temps (Figure 4.1). Lorsque la quantité de molécules de NCK1/2 dépasse le 

nombre de sites phosphotyrosines présents sur la région cytoplasmique des oligomères de RTK, il 

pourrait y avoir une compétition à la fois pour ces sites (SH2-dépendants) et pour les partenaires SH3-

dépendants (Figure 4.1). Ce phénomène résulterait en une augmentation du nombre de complexes 

RTK-NCK1/2 où les domaines SH3 sont accessibles pour leur phosphorylation. Cette hypothèse 

implique que l’événement stimulant la phosphorylation des SH3 de NCK1/2 est une augmentation de 

la concentration locale de ces protéines, ce qui corrèlerait avec le temps écoulé depuis l’activation du 

RTK (Figure 4.1). Donc, l’augmentation du nombre de molécules de protéines adaptatrices NCK1/2 

au niveau de RTK activés serait une indication d’une signalisation prolongée, ce qui stimulerait la 

phosphorylation des SH3 de ces protéines et une boucle d'auto-régulation négative (Figure 4.1). 

Deuxièmement, quel sort est-il réservé aux molécules de NCK1/2 qui sont phosphorylées sur leurs 

domaines SH3? Une possibilité évidente est que ces protéines sont déphosphorylées par une tyrosine 

phosphatase afin de réactiver la signalisation en aval du RTK (Figure 4.1). Des observations chez la 

drosophile appuient cette hypothèse. En effet, Dock interagit avec la tyrosine phosphatase PTP61F 

en aval de RTK (Clemens et al., 1996; Wu et al., 2011; Buszard et al., 2013; Willoughby et al., 2017). 

Dock recrute cette phosphatase au récepteur à l’insuline, ce qui résulte en la déphosphorylation du 

RTK et à l’atténuation de la voie de signalisation. Une autre étude a mis en évidence que PTP61F 
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pourrait déphosphoryler Dock dans des cellules en culture et in vitro (Muda et al., 2002). Il existe 

deux orthologues humains à cette phosphatase, PTPN1 et PTPN2. Il serait intéressant d’investiguer 

si ces phosphatases pourraient déphosphoryler NCK1/2 en aval de RTK afin de stimuler à nouveau 

l’assemblage de complexes signalétiques. Par contre, l’interaction avec PTP61F est médiée par le 

second SH3 de Dock chez la drosophile. La phosphorylation de ce domaine pourrait inhiber le 

recrutement de la phosphatase. Cependant, Dock et PTP61F semblent former un complexe stable qui 

est constitutif, ce qui implique que la phosphatase a déjà été relocalisée aux sites de RTK actifs via 

Dock avant la phosphorylation des domaines SH3 (Wu et al., 2011).  

Il est aussi envisageable que la phosphorylation des SH3 de NCK1/2 provoque leur dégradation via 

le protéasome. Ces nouveaux sites phosphotyrosines pourraient être reconnues par le domaine SH2 

d’une ubiquitine ligase telle CBL (Figure 4.1). En effet, cette protéine est impliquée dans la 

dégradation des RTK et de NCK1, en plus de posséder un domaine SH2 (Raiborg and Stenmark, 

2009; Buvall et al., 2013; Miaczynska, 2013; Joseph et al., 2014). Cependant, plusieurs observations 

indiquent que l’association entre NCK1/2 et CBL est principalement SH3-dépendante. L’interaction 

pourrait donc aussi être inhibée par la phosphorylation des domaines SH3. De manière intéressante, 

nous avons observé que la version mimant la phosphorylation de NCK2 sur ses trois SH3 (3Y/E) est 

moins exprimée que la protéine sauvage dans certaines expériences d’expression transitoire dans des 

cellules en culture (données non-montrées). Nous n’avons par contre pas observé de modulation du 

niveau d’expression du triple mutant non-phosphorylable de NCK2 dans ces expériences. Il est donc 

possible que le triple mutant phosphomimétique est simplement moins stable et que son niveau 

d’expression ne reflète pas une dérégulation de son ubiquitination. Une autre possibilité, qui est 

cependant non-appuyée par des évidences expérimentales, est que la phosphorylation de NCK1/2 

pourrait stimuler le recrutement des effecteurs nécessaires à l’endocytose du RTK (Figure 4.1). 

Troisièmement, est-ce que les domaines SH3 des protéines NCK1/2 sont phosphorylés 

différentiellement par EPHA4? Selon les données de modélisation présentées au chapitre 2 (Figure 

2.3), le domaine tyrosine kinase de EPHA4 peut phosphoryler préférentiellement certains SH3 de 

NCK1/2. En effet, la tyrosine conservée du premier domaine SH3 de NCK1/2 est positionnée plus 

près du site actif de la kinase que les autres SH3 dans les modèles. Ces observations suggèrent que 

EPHA4 pourrait phosphoryler certains SH3 plus efficacement et donc inhiber seulement certaines 

interactions des protéines NCK1/2. Une expérience révélatrice serait de calculer les variables de 

l’équation de Michaelis–Menten pour le domaine kinase de EPHA4 via des essais radioactifs in vitro 

avec les protéines recombinantes pleine longueur NCK1 et NCK2 comme substrats. Des mutants Y/F 

permettraient d’analyser chaque tyrosine conservée des domaines SH3 individuellement. 
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Malheureusement, nos essais de SRM ne nous ont pas permis de quantifier le niveau de 

phosphorylation du SH3-2 et SH3-3 de NCK2 dans nos expériences avec des cellules en culture 

(Figure 2.4). 

Finalement, est-ce que la phosphorylation des domaines SH3 affecte les fonctions du SH2? Il est 

possible que la phosphorylation des SH3 résulte en des effets allostériques sur le domaine SH2. Nos 

résultats de RMN indiquent que la phosphorylation d’un SH3 a peu d’impact sur la structure du 

domaine. Par contre, dans le contexte de la protéine pleine longueur, la phosphorylation des SH3 

pourrait affecter l’orientation et/ou la structure du SH2 et ainsi moduler ses interactions. Selon nos 

résultats d’IF avec l’anticorps anti-pSH3 présentés au chapitre 2 (Figure 2.S.4), les molécules de 

NCK1/2 phosphorylées sur leurs domaines SH3 co-localisent toujours avec EPHA4. Ces observations 

suggèrent que la liaison SH2-dépendante entre NCK1/2-EPHA4 n’est pas affectée. Par contre, le 

triple mutant phosphomimétique semble avoir une localisation cellulaire altérée, ce qui suggère que 

cette construction forme moins de complexes avec EPHA4 (Figure 2.S.4). De plus, nous avons détecté 

une augmentation des interactions SH2-dépendantes dans nos expériences de MS lorsque les SH3 de 

NCK2 sont inactivés (W/K) ou sont dans leur forme phosphomimétique (Y/E) (Figures 2.4 et 2.S.3). 

Ces résultats indiquent que lorsque les SH3 sont libres (phosphorylés), le domaine SH2 pourrait être 

plus facilement accessible pour médier des interactions. Il est donc possible que la phosphorylation 

des domaines SH3 régulent l’affinité du SH2 de NCK1/2 envers ses partenaires. Cette modification 

d’affinité pourrait expliquer la re-localisation observée avec le triple mutant phosphomimétique 

(3Y/E).  

  

Figure 4.1. Mécanismes et conséquences de la phosphorylation des domaines SH3 des protéines 

adaptatrices NCK1/2 en aval de RTK. Représentation schématique des différentes étapes du 

processus de phosphorylation des SH3 de NCK1/2 par un RTK et des possibles conséquences. Figure 

réalisée avec BioRender.com. 
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4.1.4 La phosphorylation des domaines SH3 comme mécanisme général de régulation 

de la signalisation cellulaire 

 

Selon notre analyse manuelle de la banque de données UniProt (Chapitre 2), on retrouve 285 

domaines SH3 chez l’humain (sur 211 protéines) dont 148 possèdent la tyrosine C-terminale. Nos 

données (Figures 2.7 et 2.S.6) suggèrent que les domaines SH3 sont fréquemment phosphorylés à 

cette position par des RTK, notamment EPHA4 et PDGFRβ, et que ces kinases ciblent certains SH3 

spécifiquement in vitro. De plus, la phosphorylation de ce résidu a déjà été observée pour 30 de ces 

148 domaines SH3 selon la banque de données PhosphoSitePlus (Hornbeck et al., 2015). Les impacts 

de la phosphorylation de cette tyrosine conservée ont été caractérisés pour quelques SH3 auparavant. 

En effet, le domaine SH3 de SRC semble être phosphorylé à cette position suite à l’activation du RTK 

PDGFR, dans des cellules en culture et in vitro (Broome and Hunter, 1997). De plus, la 

phosphorylation de cette tyrosine (Y138) diminue l’affinité du domaine envers des peptides in vitro 

(Broome and Hunter, 1997). De manière intéressante, il a aussi été observé que la tyrosine conservée 

du second domaine SH3 de la protéine adaptatrice GRB2 (Y209) est phosphorylée par la fusion 

oncogénique BCR-ABL et suite à une stimulation à l’EGF (Li et al., 2001). La phosphorylation de 

cette tyrosine inhibe la capacité de liaison du SH3 à SOS et semble réguler les fonctions signalétiques 

de GRB2 dans des cellules (Li et al., 2001). GRB2 pourrait aussi être phosphorylée sur la tyrosine 

209 par le RTK FGFR2, ce qui résulterait en une perte de l’interaction entre les deux protéines (Lin 

et al., 2012). Malgré le fait que la phosphorylation du domaine SH3 de la protéine CTTN n’a pas été 

observé, une mutation phosphomimétique de la tyrosine conservée (Y541D) résulte en une 

diminution de l’affinité du SH3 envers un partenaire riche en proline (Adams et al., 2016). 

Récemment, une équipe de recherche a confirmé nos observations grâce à l’établissement de la 

structure des domaines SH3 de ABL1 et ABL2 sous leur forme phosphorylée sur le résidu conservé 

(Merő et al., 2019). Les auteurs ont déterminé que la phosphorylation de cette tyrosine n’affecte pas 

la structure du domaine mais bloque sa poche de liaison. Ils ont suggéré que la phosphorylation de la 

tyrosine C-terminale pourrait être un mécanisme général régulant négativement les interactions SH3-

dépendantes (Merő et al., 2019).  

Dans le contexte de la poursuite de nos travaux présentés au chapitre 2, nous avons maintenant réalisé 

des expériences d’essais kinases radioactifs avec des membranes de peptides pour six RTK ainsi que 

pour le domaine kinase de SRC (Figure 4.2). Ces résultats préliminaires suggèrent que la tyrosine 

conservée des domaines SH3 représente un motif qui peut être phosphorylé par de nombreux RTK et 

même possiblement par des tyrosines kinases cytoplasmiques (Figure 4.2). De plus, chaque kinase 

possède un profil de phosphorylation spécifique (Figure 4.2). Une hypothèse attrayante est que cette 
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spécificité de phosphorylation des SH3 permet l’assemblage de complexes différents en aval des 

RTK. Cela pourrait expliquer en partie comment plusieurs RTK utilisent les mêmes adaptateurs 

moléculaires mais forment des complexes protéiques différents. Cette possibilité est actuellement 

étudiée au laboratoire. 

 

Figure 4.2.  Les domaines tyrosines kinases de plusieurs RTK et SRC phosphorylent de 

nombreux domaines SH3 spécifiquement in vitro. “Heatmap” représentant le profil de 

phosphorylation des peptides contenant la tyrosine conservée des 148 domaines SH3 humains pour 

sept kinases différentes. La couleur représente le signal normalisé de phosphorylation obtenue lors 

d’expériences d’essais kinases radioactifs avec des membranes de peptides in vitro. Les valeurs ont 

été normalisées sur le signal maximum par membrane (kinase). Seuls les peptides ayant un ratio Y/F 

(un contrôle où la tyrosine a été remplacée par une phénylalanine est présent pour chaque peptide sur 

les membranes) qui est plus grand que 1.9 ont été considérés arbitrairement comme positifs. 

 

4.1.5 Phosphorylation des domaines SH3 sur d’autres résidus  

 

Deux autres positions occupées par des tyrosines sont fréquemment identifiées comme phosphorylées 

à travers les SH3 humains (Tatárová et al., 2012). En utilisant la séquence du domaine SH3 de SRC 

de poulet comme référence, ces deux tyrosines peuvent être localisées aux positions 7 et 66 (la 

tyrosine conservée C-terminale correspond à la position 71) (Tatárová et al., 2012). Quelques 

événements de phosphorylation retrouvés sur ces deux tyrosines et d’autres résidus de domaines SH3, 

qui ne correspondent pas à la tyrosine C-terminale conservée, ont été caractérisés. Un exemple 

intéressant est la phosphorylation de deux résidus tyrosines situés dans la région N-terminale du 

domaine SH3 de la protéine Caskin-1 par le RTK EPHB1 (Pesti et al., 2012). Cette protéine est 

recrutée au RTK via NCK1/2 et la phosphorylation du SH3 de Caskin-1 semble affecter la structure 
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du domaine in vitro (Pesti et al., 2012). De plus, la phosphorylation de tyrosines des domaines SH3 

de BCAR1, ABI1 et BTK semble inhiber leur capacité à lier leurs partenaires (Park et al., 1996; 

Janoštiak et al., 2011; Sato et al., 2011). De manière intéressante, les tyrosines kinases de la famille 

TEC (TEC, ITK, BMX et BTK) pourraient spécifiquement phosphoryler en trans et en cis leurs 

domaines SH3 sur des tyrosines localisées dans la région N-terminale des domaines (Nore et al., 

2003). Les impacts de ces événements de phosphorylation sont par contre inconnus (Nore et al., 

2003). Finalement, la phosphorylation de résidus sérines pourrait aussi réguler les fonctions des 

domaines SH3. La protéine de la drosophile DLG (membre de la famille MAGuK) est normalement 

dans une conformation auto-inhibée via une interaction intramoléculaire médiée par son SH3. La 

phosphorylation d’une sérine localisée dans le domaine SH3 permet le relâchement de cette 

interaction et l’activation de DLG (Golub et al., 2017). Il semble donc que la phosphorylation des 

domaines SH3 pourrait être un mécanisme répandu de régulation de leurs fonctions et interactions.  

4.1.6 La phosphorylation des domaines SH3 comme nouveaux motifs d’interaction  

 

Il est possible que la phosphorylation de la tyrosine C-terminale conservée des domaines SH3 crée 

de nouveaux sites de liaison pour des domaines liant des motifs phosphotyrosines. En alignant les 

148 SH3 humains qui possèdent la tyrosine conservée, on obtient le motif PXXpY, avec la séquence 

PSNpY qui est fréquemment retrouvée. Les domaines PTB sont donc exclus comme potentiels 

interacteurs puisque ces modules s’associent aux motifs NXXpY (Smith et al., 2006). Il existe des 

exemples dans la littérature de domaines SH3 phosphorylés sur des résidus tyrosines (autres que la 

tyrosine C-terminale) qui interagissent avec des domaines SH2. Comme mentionné dans la section 

1.2.1.1 de l’introduction, la phosphorylation du SH3 atypique C-terminal de CRK peut stimuler son 

association à des domaines SH2 et régule les fonctions de la protéine (Sriram et al., 2011, 2015; 

Sriram and Birge, 2012; Kumar et al., 2018). De plus, le SH3 de la GEF VAV1 peut être phosphorylé 

sur deux résidus tyrosines, ce qui n’affecte pas sa capacité à interagir avec ses partenaires mais 

favorise son interaction avec des domaines SH2 (Lazer et al., 2010).  

La tyrosine conservée des SH3 de NCK1/2 se retrouve dans des motifs qui pourraient être ciblés par 

plusieurs domaines SH2 selon un algorithme déjà publié (MoDPepInt) (Kundu et al., 2013, 2014). La 

possibilité que la phosphorylation de la tyrosine C-terminale conservée recrute des protéines à 

domaines SH2 est intéressante. Comme mentionné plutôt, plusieurs tyrosines phosphatases et 

ubiquitines ligases sont composées de domaines SH2. Le recrutement de ces enzymes pourrait 

stimuler la réactivation de la signalisation ou la dégradation des complexes impliquant le RTK, 

respectivement (Figure 4.1). 
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Une autre hypothèse est que la phosphorylation de ce résidu résulte en la création d’interactions 

intramoléculaires. En effet, 38 protéines humaines sont composées d’au moins un SH3 et d’au moins 

un SH2 selon la banque de données supfam, impliquant un total de 41 domaines SH2 et 48 SH3 

(Gough et al., 2001). De manière intéressante, ces SH3 sont fortement enrichis en domaines contenant 

la tyrosine C-terminale conservée (35/48, 73%). Il serait donc envisageable que la phosphorylation 

de ces SH3 puisse créer un motif phosphotyrosine reconnu par le ou les SH2 de leur protéine hôte. 

De plus, de ces 38 protéines, 19 sont des tyrosines kinases. Une possibilité intéressante est que ces 19 

kinases peuvent phosphoryler leur domaine SH3 en cis et/ou en trans, créant ainsi une interaction 

intramoléculaire SH3-SH2 régulant l’activité et les fonctions de la protéine. D’ailleurs, la kinase ITK 

phosphoryle son SH3 en cis sur un autre résidu tyrosine, ce qui augmente l’association entre le SH3 

et le SH2 de la protéine (Severin et al., 2009). Nous avons récemment investigué l’hypothèse que la 

phosphorylation des SH3 sur la tyrosine C-terminale conservée stimule des associations avec des 

domaines SH2. Nous avons réalisé des essais de liaisons avec des domaines SH2 recombinants et des 

membranes contenant des peptides de SH3 avec la tyrosine conservée phosphorylée (Figure 4.3). Nos 

résultats indiquent que ce motif semble être reconnu par des SH2 in vitro et que chaque domaine SH2 

possède une spécificité de liaison différente envers les SH3 phosphorylés (Figure 4.3). Il est donc 

possible que la phosphorylation des SH3, en plus d’inhiber leur capacité à interagir avec des motifs 

riches en proline, stimule le recrutement de protéines à domaines SH2 ou des interactions 

intramoléculaires.  
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Figure 4.3. Différents domaines SH2 interagissent avec des SH3 phosphorylés in vitro. A-B) 

“Heatmap” représentant le profil de liaison des peptides contenant la tyrosine conservée des domaines 

SH3 humains pour différents domaines SH2. La couleur représente le signal normalisé de liaison 

obtenu lors d’expériences avec des membranes de peptides et des domaines SH2 recombinants (GST-

SH2) in vitro. Les valeurs ont été normalisées sur le signal maximum par membrane (SH2). Seuls les 

peptides ayant un ratio pY/Y (un contrôle avec la tyrosine non-phosphorylé est présent pour chaque 

peptide sur les membranes) qui est plus grand que 1.9 ont été considérés arbitrairement comme 

positifs. A) Un sous-ensemble des 148 domaines SH3 humains ont été étalés sur des membranes sous 

la forme de peptides phosphorylés ou non et utilisé comme substrat pour trois domaines SH2 (PLCG1/ 

PLC𝛾, SRC et GRB2). B) Les SH3 des protéines contenant au moins un SH3 et au moins un SH2 ont 

été étalés sur des membranes et utilisés comme substrats pour le SH2 de NCK2, SRC et VAV1. 

 

4.1.7 Aspects évolutifs de la phosphorylation des SH3  

 

La conservation à travers les espèces de la tyrosine C-terminale située dans l’interface de liaison des 

SH3 (Figure 2.2) suggère que la régulation des interactions SH3-dépendantes par la phosphorylation 

des domaines est un mécanisme important. Par contre, une question s’impose: est-ce que la 
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conservation d’une tyrosine à cette position reflète l’importance du mécanisme de phosphorégulation 

ou bien l’implication du résidu dans la liaison aux ligands des domaines SH3? En effet, comme 

mentionné au chapitre 2, cette tyrosine est généralement impliquée énergétiquement dans les 

interactions SH3-dépendantes en formant des ponts hydrogène via son groupement hydroxyle. Nos 

résultats d’essais de liaison in vitro ont démontré que la mutation Y/F affecte légèrement l'affinité des 

SH3 de NCK1/2 et GRB2 (Figures 2.4 et 2.7). C’est d’ailleurs pourquoi il peut être difficile 

d’interpréter les résultats obtenus chez la drosophile avec le triple mutant non-phosphorylable (3Y/F) 

de Dock (Figure 2.6). Est-ce que ce mutant ne permet pas un sauvetage complet parce qu’il ne peut 

plus être régulé négativement via la phosphorylation de ses SH3 ou parce que les mutations Y/F 

résultent en une diminution de l’affinité des domaines envers leurs ligands? 

Il est possible de postuler que si la fonction principale de l’acide aminé à cette position est de 

participer à la liaison aux ligands via la formation d’un lien hydrogène, cette position devrait être 

majoritairement occupée par un résidu pouvant performer ce rôle. Par contre, le deuxième acide aminé 

le plus fréquemment retrouvé à cette position chez l’humain est la phénylalanine (50/285, 18% des 

SH3). Ce résidu est structurellement très similaire à une tyrosine mais ne contient pas de groupement 

hydroxyle. Cet acide aminé aurait donc une contribution moindre pour la liaison aux ligands, tout en 

ayant un impact similaire sur la structure et la conformation du domaine. La conservation d’une 

tyrosine à cette position pourrait donc illustrer l’importance de cette phosphorégulation. On peut 

cependant imaginer un scénario dans lequel il est plus avantageux pour les cellules d’avoir certains 

domaines SH3 qui ont une affinité moindre pour leurs ligands mais qui ne peuvent pas être inhibés 

via la phosphorylation dans cette poche de liaison. De plus, il est possible que les domaines SH3 

ayant une phénylalanine à cette position possèdent des résidus différents à d’autres positions pouvant 

compenser pour la perte de ce pont hydrogène. 

Une observation intéressante est qu’environ la moitié des domaines SH3 de Saccharomyces 

cerevisiae possèdent la tyrosine C-terminale (15/28, 54%). Pratiquement tous les autres domaines ont 

une phénylalanine à cette position (11/28, 40%). La levure ne possède pas de Tyr kinases, et bien que 

certaines Ser/Thr kinases peuvent cibler des tyrosines, il est généralement accepté qu’il y a peu 

d’événements de phosphorylation ciblant des tyrosines chez cette espèce (Brinkworth, Munn and 

Kobe, 2006). La forte prévalence d’une tyrosine ou d’une phénylalanine à cette position avant 

l’émergence des systèmes de phosphorylation sur tyrosine suggère que ces acides aminés sont 

importants au niveau structural ou pour la liaison aux ligands des SH3. De plus, le fait que la 

proportion de domaines SH3 ayant une tyrosine à cette position est pratiquement identique chez la 

levure et l’humain pourrait impliquer qu’il n’y a pas eu de sélection contre ce résidu lorsque les 
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tyrosines kinases ont émergé. Il est attrayant d’imaginer que la conservation d’une tyrosine dans la 

poche de liaison C-terminale des SH3 a créé l’opportunité de réguler leurs fonctions via leur 

phosphorylation au cours de l’évolution. 

4.1.8 Implications de la phosphorylation des domaines SH3 lors de pathologies 

 

De nombreux RTK sont dérégulés dans des pathologies, par exemple lors de cancers. Leur activité 

est fréquemment augmentée, ce qui pourrait résulter en un plus grand nombre de domaines SH3 qui 

sont phosphorylés sur la tyrosine C-terminale. On peut par contre imaginer qu’une augmentation de 

la phosphorylation des SH3 ne serait pas avantageuse pour les cellules cancéreuses puisque cela 

résulterait en l’inhibition de la signalisation en aval des récepteurs. D’autre part, des mutations à cette 

position empêcheraient la phosphorylation ainsi que l’inactivation des SH3 et pourraient donc créer 

des protéines ayant des fonctions signalétiques augmentées. Ce type de mutations cadrerait bien avec 

les mécanismes moléculaires qui sont normalement liés aux comportements oncogéniques dans les 

cellules cancéreuses. En réalisant une analyse des banques de données COSMIC (Tate et al., 2019) 

et cBioPortal (Cerami et al., 2012; Gao et al., 2013), j’ai identifié 17 mutations non-redondantes qui 

ont été répertoriées à la position de la tyrosine conservée des domaines SH3 dans divers cancers 

(Tableau 4.1). Plusieurs de ces mutations sont prédites comme étant pathologiques (COSMIC) ou 

ayant un impact fonctionnel sur la protéine (cBioPortal). Par contre, ces mutations sont très rares, 

avec une faible proportion de cancers ayant ces modifications. Il serait intéressant d’élucider les 

impacts que ces mutations peuvent avoir par elles-mêmes et en combinaison avec des altérations 

augmentant l’activité de RTK dans des cellules.  

Tableau 4.1. Liste des mutations retrouvées à la position de la tyrosine conservée des domaines 

SH3 selon les banques de données COSMIC et cBioPortal. Les données ont été récupérées en 

2017. Les mutations silencieuses ainsi que celles créant des codons stop ne sont pas présentées. Les 

prédictions des conséquences des mutations répertoriées dans cBioPortal concernent les impacts sur 

les fonctions de la protéine mutée.  

COSMIC 

Gène Mutation Cancer Prédiction 

ITSN2 Y812C Prostate pathologique 

ITSN2 Y1180H Endomètre pathologique 

SH3RF3 Y247C Ovaire pathologique 
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SH3D19 Y780D Gros intestin pathologique 

FCHSD1 Y523C Oesophage pathologique 

TXK Y136H pancréas pathologique 

cBioPortal 

HCLS1 Y481F Carcinome pulmonaire (NSCLC) Neutre 

SORBS3 Y509F Carcinome pulmonaire (NSCLC) Neutre 

GRB2 Y52N Oesophage Élevé 

VAV3 Y842H Estomac Léger 

BAIAP2L2 Y381H Mélanome Moyen 

DOCK4 Y61F Carcinome pulmonaire et NSCLC Léger 

DOCK4 Y61D Estomac Moyen 

BTK Y268N Carcinome pulmonaire (NSCLC) Aucune 

ITSN1 Y800C Vessie Moyen 

CRKL Y177C Carcinome pulmonaire  Élevé 

SH3GLB2 Y390F Vessie Léger 

 

4.2 L’influence du contexte protéique sur la spécificité des interactions 

SH3-dépendantes 

La découverte que de nombreuses protéines de signalisation sont constituées de domaines modulaires 

ayant leur propre structure tridimensionnelle autonome a révolutionné la biologie moléculaire 

(Sadowski, Stone and Pawson, 1986; Mayer, 2015). Ces domaines possèdent des rôles précis et sont 

considérés comme étant des éléments fonctionnels portatifs. La structure de la protéine SRC a par 

contre mis en évidence que de simples modules comme les domaines SH2 et SH3 peuvent aussi 

réguler les fonctions de leur protéine hôte via des interactions intramoléculaires (Sicheri, Moarefi and 

Kuriyan, 1997; Mayer, 2015). L’étude de ces domaines in vitro a permis de déterminer qu’ils ciblent 

des motifs peptidiques linéaires précis. Par contre, ces études ont aussi mis en évidence que les 

domaines appartenant à une même famille ciblent des motifs similaires et sont peu spécifiques 

(Mayer, Blinov and Loew, 2009). Ce phénomène s'applique particulièrement aux domaines SH3 



 

195 

(Bhattacharyya et al., 2006). Comment alors est-ce que les domaines SH3 sont-ils discriminés in vivo 

afin d’éviter une compétition entre plusieurs centaines de SH3 et leurs ligands (Bhattacharyya et al., 

2006)? 

Six hypothèses ont été proposées au cours des dernières années afin de répondre à cette question clé 

et de mieux cerner les principes moléculaires de la signalisation cellulaire (Figure 4.4). 1) La première 

explication, qui est celle qui a été la plus investiguée, est que la spécificité intrinsèque des domaines 

leur permette de cibler des partenaires différents. Comme mentionné dans l’introduction de cette 

thèse, de nombreuses études in vitro ont permis l’identification des motifs peptidiques qui sont 

reconnus par des centaines de domaines SH3 isolés provenant de diverses espèces. Les résultats 

obtenus démontrent que de multiples domaines SH3 médient des interactions atypiques, ciblant des 

motifs autres que le PXXP classique (Bhattacharyya et al., 2006). Ironiquement, ce sont aussi ces 

études qui ont mis en évidence que les associations SH3-dépendantes sont de faible affinité et 

généralement peu spécifiques in vitro. 2) Il est aussi possible que les acides aminés entourant les 

motifs peptidiques ciblés par les domaines contribuent à la spécificité ainsi qu’à l’affinité des 

interactions SH3-dépendantes (Mayer, 2015; Ivarsson and Jemth, 2019). Une étude pionnière du 

groupe du Dr. Wendell Lim a bien illustré cette possibilité grâce à l'identification des déterminants 

moléculaires de la spécificité de l’interaction entre le domaine SH3 de Sho1 et un motif de la kinase 

Pbs2 chez la levure (Zarrinpar, Park and Lim, 2003). Les concepts de 3) multivalence (une protéine 

composée de plusieurs SH3 liant un partenaire possédant de multiples motifs PXXP) et 4) 

d’allovalence (une protéine contenant un seul SH3 liant un partenaire possédant plusieurs motifs 

PXXP) pourraient expliquer comment plusieurs interactions SH3-dépendantes ont une forte affinité 

in vivo contrairement à ce qui est observé lorsqu’elles sont étudiées en isolation in vitro 

(Bhattacharyya et al., 2006; Mayer, 2015; Ivarsson and Jemth, 2019). Les deux dernières hypothèses 

(5 et 6) ont souvent été utilisées afin d’identifier quels sont les partenaires physiologiques des 

domaines SH3 lors d’essais in vitro avec des librairies de peptides. Il s’agit de 5) la co-expression des 

SH3 et de leurs ligands (ce qui inclut par exemple le cycle cellulaire et les différents tissus humains) 

ainsi que 6) leur co-localisation dans certains compartiments cellulaires (Bhattacharyya et al., 2006; 

Mayer, 2015; Ivarsson and Jemth, 2019).  

Dans le cadre du chapitre 3 de cette thèse, nous avons mis en évidence que le contexte protéique d’un 

SH3, c’est-à-dire son positionnement dans sa protéine hôte ainsi que la séquence de l’hôte, influence 

grandement la spécificité des interactions SH3-dépendantes in vivo. Nos résultats suggèrent que les 

domaines SH3 ne fonctionnent pas indépendamment de leur protéine hôte et qu’ils régulent les 

fonctions de leur hôte via des interactions allostériques. Ces observations indiquent qu’il est difficile 
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de prédire les rôles des domaines SH3 in vivo. Une autre hypothèse qui pourrait répondre à la question 

présentée dans cette sous-section pourrait donc être que 7) les domaines SH3 participent à 

l’établissement d’interactions spécifiques selon leur contexte protéique (Figure 4.4). Les 

contributions de la protéine hôte aux fonctions des SH3 est, à mon avis et selon les résultats obtenus, 

un déterminant important des interactions SH3-dépendantes et expliquent partiellement comment des 

centaines de SH3 ciblant avec une faible affinité des motifs peptidiques similaires in vitro peuvent 

médier des interactions spécifiques de forte affinité in vivo. De plus, l’approche utilisée lors de ce 

projet de recherche inclut les hypothèses 1 à 4 puisque nous avons aussi considéré l’importance du 

contexte protéique des motifs ciblés par les domaines SH3. Grâce à des technologies récentes de 

biologie moléculaire et cellulaire, nous avons démontré qu’il est possible d’étudier à large échelle des 

domaines d’interactions protéiques dans un contexte physiologique (incluant les hypothèses 5 et 6). 

Figure 4.4. Les mécanismes moléculaires déterminant la spécificité des interactions SH3-

dépendantes. Les points 1 à 6 représentent les phénomènes répertoriés dans la littérature (figure 

inspirée de Ivarsson and Jemth, 2019). Le point 7 a été mis en évidence par nos travaux. Figure 

réalisée avec BioRender.com. 

 

4.2.1 Le contexte protéique pourrait réguler plusieurs types de régions fonctionnelles  

 

Nos travaux cadrent bien avec des découvertes récentes. En effet, nos résultats indiquent que la 

définition de protéines modulaires comme étant une suite de billes sur des ficelles n’est pas adéquate. 
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Cette observation va de pair avec la définition des structures supertertiaires, qui incorporent les 

interactions intramoléculaires et allostériques des protéines composées de plusieurs domaines 

(McCann et al., 2012; Tompa, 2012). Malgré le fait que l’importance de l’allostérie a été documentée 

il y a de nombreuses années en ce qui concerne les complexes constitués de plusieurs sous-unités (par 

exemple l’hémoglobine) (Monod, Wyman and Changeux, 1965), son importance pour les protéines 

composées de plusieurs domaines modulaires a émergé plus récemment avec les concepts de 

supramodules et de structures supertertiaires (Laursen, Karlsson, et al., 2020). Ces types de structures 

ont été observés à plusieurs reprises pour des protéines à domaines SH3, les meilleurs exemples étant 

la famille des tyrosines kinases SRC, les protéines d'échafaudage MAGuK et la protéine p47phox 

(NCF1). Un autre exemple répertorié de l’influence du contexte protéique sur les fonctions de SH3 

est l’observation que l’état d’isomérisation d’une proline de la protéine CRK dicte les interactions 

intramoléculaires des domaines de cette protéine (Sarkar et al., 2007, 2011). 

Il a dernièrement été démontré que la séquence de la protéine hôte peut affecter les fonctions de 

plusieurs types de régions fonctionnelles autres que les SH3. Une étude récente a mis en évidence 

que les réseaux allostériques existant entre les résidus d’un domaine PDZ et son ligand sont 

significativement différents lorsque cette interaction est analysée avec le domaine seul contrairement 

à ce qui est observé lorsque le PDZ est présent dans son contexte protéique (Laursen, Kliche, et al., 

2020). En effet, ce PDZ fait partie d’un supramodule ayant une structure supertertiaire qui influence 

grandement le domaine (Laursen, Kliche, et al., 2020). D’autre part, il est généralement accepté que 

les régions désordonnées, qui sont fréquemment composées de SLiM (short linear motifs), possèdent 

une conformation autonome qui peut être estimée en analysant leurs séquences en acides aminées 

(Mittal et al., 2018). Il a par contre été prédit que les conformations de séquences désordonnées sont 

fortement influencées par les domaines qui les entourent (Mittal et al., 2018). De plus, il a été proposé 

dans une revue de littérature récente que le contexte protéique des SLiM peut avoir un impact 

important sur leurs interactions protéiques et que ce phénomène reste peu exploré à ce jour (Bugge et 

al., 2020). Il semble donc que le contexte protéique de régions fonctionnelles tels des domaines 

globulaires et des séquences désordonnées influence grandement leurs IPP, et que notre conclusion 

concernant les domaines SH3 serait ainsi généralisable.  

4.2.2 Impacts observés sur les interactions SH3-dépendantes  

 

Les résultats présentés au chapitre 3 incluent l’analyse des conséquences de la délétion, de l’échange 

et du changement du positionnement des domaines SH3 de la levure sur les IPP de leur protéine hôte. 

Pour ce faire, nous avons utilisé l'approche de complémentation des deux fragments de l’enzyme 
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DHFR avec une librairie constituée de 605 protéines proies. Ces candidats ont été choisis sur la base 

de leur implication dans des voies de signalisation qui sont régulées par au moins une protéine à 

domaine SH3. Cette approche nous a permis d’identifier de nombreuses interactions SH3-

dépendantes ainsi que d’analyser l’influence du contexte protéique sur ces interactions. Cependant, il 

est important de noter que nous avons limité notre capacité à détecter des pertes et des gains 

d’interactions en analysant seulement une fraction du protéome de Saccharomyces cerevisiae. De 

plus, ces expériences de protéomique ont été réalisées dans une seule condition de croissance. Il a 

récemment été illustré que les interactions détectées avec cette méthode chez la levure peuvent 

changer de manière importante dépendamment du milieu de culture et des stress présents (Liu et al., 

2020). Dans cette étude, les auteurs ont détecté des modifications dans les réseaux d’interactions à 

travers neuf conditions de croissance différentes. De manière intéressante, les interactions affectées 

par la composition des milieux de culture sont enrichies en protéines contenant des séquences 

désordonnées, ce qui s’applique aux partenaires des domaines SH3 (Liu et al., 2020). On peut donc 

prédire que les interactions SH3-dépendantes que nous avons détectées auraient été différentes sous 

des conditions de stress. 

Un autre aspect à considérer est que, bien que nous ayons étudié les domaines SH3 in vivo dans le 

contexte naturel de leur protéine hôte, un fragment de l’enzyme DHFR a été rajouté à ces protéines. 

Dans tous les cas, ce fragment a été rajouté en C-terminal, avec un linker (qui est très similaire à celui 

que nous avons utilisé pour remplacer les SH3) séparant la fin de la protéine hôte du début de la 

DHFR (Rochette et al., 2015). Il est donc possible que ce fragment affecte la structure, la stabilité 

et/ou la localisation des protéines à l’étude. Nous avons par contre validé que la majorité des protéines 

à domaine SH3 étaient exprimées dans les cellules et que la localisation cellulaire de l’une d’entre 

elles, Sla1, n’était pas affectée (Figures 3.4, 3.S.1 et 3.S.5).  

En ce qui concerne l’identification des interactions SH3-dépendantes, nous avons remplacé les 

séquences des domaines SH3 de la levure par un petit linker flexible (GGSSGGGG). Nous nous 

sommes basés sur des séquences qui sont utilisées dans des études de biologie structurale et biologie 

synthétique afin de fusionner des protéines sans affecter leur structure et leurs fonctions (Nagi and 

Regan, 1997; Deane et al., 2004; Reddy Chichili, Kumar and Sivaraman, 2013; Li et al., 2016). Des 

peptides riches en glycine sont retrouvés naturellement, par exemple entre des domaines protéiques, 

et sont reconnus pour être très flexibles (Argos, 1990; Steinert et al., 1991; Arai et al., 2001; Reddy 

Chichili, Kumar and Sivaraman, 2013; Li et al., 2016). L’ajout des résidus polaires sérine favorise 

les interactions du peptide avec le solvant en plus d’augmenter la solubilité et la résistance à la 

protéolyse (Argos, 1990; Robinson and Sauer, 1998; Eldridge et al., 2009). Il est donc généralement 
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accepté qu'un linker optimal limitant les effets indésirables sur la structure et les fonctions de la 

protéine à l’étude est une combinaison de poly-glycines avec des sérines (Reddy Chichili, Kumar and 

Sivaraman, 2013). Ce linker devrait donc théoriquement peu affecter la structure de la protéine hôte 

du SH3. Nous avons d’ailleurs validé que dans la majorité des cas, remplacer les SH3 de la levure 

par ce linker n’affecte pas significativement le niveau d’expression de la protéine hôte (Figure 3.S.1). 

D’autre part, nous avons analysé les impacts du contexte protéique sur les domaines SH3 en utilisant 

trois protéines cytoplasmiques comme modèles (Abp1, Sla1 et NCK2). Il serait intéressant 

d’investiguer en détail quelles seraient les conséquences d’insérer individuellement les 27 SH3 de la 

levure dans une protéine ayant une localisation cellulaire plus restreinte. Ce type d’expérience a été 

réalisé récemment au laboratoire avec la protéine Sho1, qui est fixée à la membrane plasmique. 

Remplacer son SH3 par tous les autres SH3 de la levure semble avoir un impact important sur son 

interactome (données non-montrées).  

La protéine Sla1 possède une caractéristique unique chez Saccharomyces cerevisiae: elle est la seule 

protéine ayant deux domaines SH3 positionnés en tandem (séparés par 2 acides aminés). Nous avons 

d’ailleurs observé que ces deux SH3 sont nécessaires pour les mêmes interactions de Sla1, ce qui 

suggère que ces domaines fonctionnent de concert. Ce résultat rappelle ceux obtenus avec p47Phox 

(NCF1), qui possède deux SH3 rapprochés qui forment une interface de liaison unique (Groemping 

et al., 2003). Il serait intéressant d’investiguer si ce phénomène est fréquent pour les protéines 

humaines contenant des SH3 qui sont très rapprochés. 

Finalement, nous avons obtenu une observation intéressante lors de nos expériences avec la protéine 

humaine NCK2. En effet, les modifications du positionnement des SH3 qui ont provoqué une perte 

importante d’IPP dans les cellules sont celles qui ont formé plus de bio-condensés in vitro (Figure 

3.5). Est-il possible que ces versions de NCK2 favorisent davantage la formation de condensés 

protéiques provoquant une séparation de phases liquide-liquide dans les cellules et que ce phénomène 

résulte en l’établissement de complexes spécifiques? Cela suggérerait que ces événements 

biophysiques favoriseraient la formation de complexes précis en contrôlant de façon stricte la 

localisation cellulaire de NCK2. Il serait intéressant d’analyser plus en détail les conséquences 

moléculaires et phénotypiques de l’expression de ces versions de NCK2 dans des cellules.  

4.2.3 Fonctions des domaines SH3 dans leur protéine hôte 

 

La coopérativité joue un rôle important dans les processus de signalisation cellulaire. La formation 

de complexes protéiques nécessite fréquemment une action synchronisée de ses composants et 
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plusieurs interactions résultent d’une coopération entre de multiples domaines protéiques (Gibson, 

2009). Dans le cadre du chapitre 3, nous avons identifié de nombreuses interactions qui sont affectées 

négativement par la délétion de domaines SH3 chez la levure. Cependant, une proportion importante 

de ces interactions ne sont pas complètement perdues (Figure 3.1). Cette observation est intéressante 

puisqu’elle est en contradiction avec le dogme que les domaines SH3 ont pour fonction de soutenir 

des interactions (Figure 4.5). En effet, ce résultat suggère plutôt que les SH3 participent à 

l’établissement d’associations entre des protéines en coopérant avec d’autres régions de leur protéine 

hôte, ce qui expliquerait pourquoi de nombreuses IPP sont moins fortes lorsque des SH3 sont délétés 

dans les cellules (Figure 4.5). Une fonction importante des domaines SH3 pourrait donc être de 

stabiliser les interactions médiées par leur protéine hôte. En effet, une proportion importante des 

protéines contient des motifs PXXP (∼70.2% chez Schizosaccharomyces pombe et ∼65.2% chez 

l’humain) (Ravi Chandra et al., 2004). Il est donc raisonnable d’envisager qu’une proportion 

significative des interactions qui sont médiées par une protéine implique des partenaires contenant au 

moins un motif PXXP. Un domaine SH3 pourrait donc stabiliser une fraction importante des IPP de 

sa protéine hôte (Figure 4.5). 

Dans un même ordre d’idées, puisque la majorité des protéines humaines possèdent des motifs riches 

en proline, il est possible qu’un nombre important de domaines SH3 participent à des interactions 

intramoléculaires. En effet, la capacité des domaines modulaires tels les SH3, SH2 et PDZ à générer 

ce type d’association est bien connue et a déjà été utilisée dans des expériences de biologie 

synthétique afin de générer des interactions intramoléculaires artificielles (Lim, 2002; Dueber et al., 

2003; Yadav et al., 2009). Une association en cis entre un SH3 et un motif pourrait être favorisée 

énergétiquement grâce à leur proximité physique. Un domaine pourrait même cibler un motif qui est 

différent de la séquence optimale déterminée in vitro puisque l’affinité de l’interaction serait 

augmentée par cette proximité. Ce type d’interaction intramoléculaire correspond normalement à un 

mécanisme d'autoinhibition pour des protéines de signalisation. La conservation des protéines à 

domaine SH3 dans une conformation inhibitrice via des interactions SH3-dépendantes pourrait être 

un mécanisme limitant les interactions non-spécifiques (Figure 4.5). En effet, ces protéines seraient 

normalement inactives jusqu’à ce qu’un stimulus favorise la perte de leurs interactions 

intramoléculaires. Cela impliquerait que plusieurs domaines SH3 seraient inaccessibles pour leurs 

ligands jusqu’au moment opportun. Ce modèle de switch ON/OFF pourrait expliquer en partie 

comment les domaines SH3 peuvent médier des interactions spécifiques dans les cellules. De plus, 

cette hypothèse cadre bien avec nos résultats obtenus chez la levure (Figure 3.1). Effectivement, nous 

avons observé des gains d’interactions suite à la délétion de nombreux domaines SH3. Il est possible 
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que ces domaines étaient impliqués dans des associations intramoléculaires et que leur délétion a 

provoqué un changement de conformation de la protéine hôte favorisant de nouvelles interactions 

(Figure 4.5). 

De manière intéressante, remplacer le domaine SH3 de Abp1 par un SH3 provenant d’une autre 

protéine de la levure a fréquemment causé la perte de plusieurs interactions SH3-indépendantes de 

Abp1 (Figure 3.2). Dans la majorité de ces cas, la cause ne semble pas être une perte du niveau 

d’expression de la protéine (Figure 3.S.2). Ces observations indiquent que de remplacer un SH3 par 

un autre peut avoir des effets drastiques sur la protéine hôte. Une possibilité intéressante est qu’un 

SH3, dépendamment de sa séquence, peut affecter la structure de sa protéine hôte via des effets 

allostériques. En effet, nous avons aussi observé que des mutations ponctuelles dans le SH3 endogène 

de Abp1 peuvent inhiber l’interaction SH3-indépendante Abp1-Lsb3 (Figure 3.3). Un aspect à noter 

est que Abp1 contient une séquence riche en proline à proximité de son SH3 et qu’il a été proposé 

auparavant que cette région pourrait s’associer au domaine (Garcia, Stollar and Davidson, 2012). Il 

est donc possible que cette interaction ait été altérée lors des expériences de remplacement du SH3 

de la protéine et que cela pourrait expliquer en partie les résultats obtenus. De plus, nous avons aussi 

observé que le positionnement des domaines SH3 de la protéine adaptatrice NCK2 peut affecter ses 

interactions SH2-dépendantes (Figure 3.S.6). Ces résultats représentent un exemple des impacts que 

peuvent avoir des domaines SH3 sur les autres régions fonctionnelles de leur protéine hôte, ce qui 

semble dépendre du contexte protéique de ces SH3. Ces résultats sont des indications que des 

domaines SH3 peuvent avoir des relations allostériques avec d’autres segments de leur hôte, et que 

ces effets dépendent à la fois de la séquence du SH3 et de son contexte protéique.  
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Figure 4.5. Les fonctions d’un domaine SH3 dans son contexte protéique naturel et les 

conséquences de sa délétion sur les interactions de sa protéine hôte. Le schéma représente les 

différents rôles qu’un domaine SH3 peut occuper dans sa protéine hôte. Les conséquences du 

remplacement du SH3 par un linker, à l’image de la stratégie présentée au chapitre 3, sont aussi 

illustrées. Figure réalisée avec BioRender.com. 

 

4.2.4 L’importance du contexte des domaines SH3 à travers les espèces et pour la 

biologie synthétique 

 

Les domaines médiant des interactions protéiques sont généralement considérés comme étant des 

unités évolutives indépendantes (Baron, Norman and Campbell, 1991; Pawson, 1995; Marcotte et al., 

1999; Copley et al., 2002; Vogel et al., 2004; Jin and Pawson, 2012). Par exemple, le nombre de 

domaines SH3 a augmenté chez les espèces qui ont évolué plus récemment à la suite d’événements 

de duplication et de recombinaison génomiques (Bhattacharyya et al., 2006; Vogel and Chothia, 

2006; Jin et al., 2009; Jin and Pawson, 2012). L’émergence de nouvelles combinaisons de domaines 

protéiques participe de manière importante à l’évolution de nouvelles fonctions signalétiques 

cellulaires (Chothia et al., 2003; Xie, Jin and Mao, 2011; Jin and Pawson, 2012). Un exemple de ce 

phénomène est l’apparition des protéines adaptatrices contenant à la fois des domaines SH2 et SH3 
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suite à l’émergence des tyrosines kinases, ce qui a permis de relier la phosphorylation sur des 

tyrosines à des effecteurs cellulaires riches en proline (Jin and Pawson, 2012). L’évolution de 

nouvelles fonctions signalétiques via la création de protéines avec différentes combinaisons de 

domaines a d’ailleurs inspiré plusieurs projets de biologie synthétique (Dueber et al., 2003; Howard 

et al., 2003; Yadav et al., 2009; Lewellyn et al., 2015).  

Ce phénomène évolutif cadre bien avec la notion que les domaines SH3 sont des modules biologiques 

portatifs et autonomes. Par contre, bien que l’expansion des domaines modulaires tels les SH3 

pourrait générer rapidement de nouvelles fonctions signalétiques, l’augmentation du nombre de 

domaines d’une famille ciblant des motifs peptidiques similaires pourrait aussi créer une compétition 

entre les domaines et leurs ligands. L’influence du contexte pourrait expliquer comment plusieurs 

centaines de SH3 peuvent médier des interactions spécifiques dans les cellules. En effet, nous avons 

démontré que les fonctions et interactions des SH3 sont grandement influencées par leur contexte 

protéique. Cela signifie qu’il est plus difficile d'anticiper quelles sont les conséquences d’événements 

de recombinaison génomique résultant en l’ajout de la séquence de domaines SH3 dans des gènes 

codant pour des protéines. En effet, puisqu’une grande proportion des protéines à travers les espèces 

possède des motifs PXXP, il est possible d’émettre l’hypothèse que l’insertion d’un nouveau SH3 

dans une protéine pourrait résulter en de nouvelles IPP, en la stabilisation d’interactions déjà présentes 

ou encore en des interactions intramoléculaires (Figure 4.5). Chacune de ces possibilités pourrait être 

avantageuse pour la cellule dépendamment de son environnement. Il est aussi possible que l’insertion 

d’un SH3 déstabilise la protéine, ce qui serait probablement un événement défavorable. De plus, 

l’observation que le positionnement des domaines SH3 dans leur protéine hôte est conservé à travers 

le royaume fongique suggère que les sites possibles d’insertion de SH3 dans une protéine sont 

restreints (Figure 3.S.4). 

Dans un même ordre d’idées, la génération de protéines synthétiques constituées de SH3 pourrait être 

difficile à réaliser. En effet, un des résultats majeurs parmi ceux présentés au chapitre 3 est que les 

domaines SH3 conservent rarement leurs interactions lorsque ceux-ci sont insérés dans un nouveau 

contexte protéique. En plus des études concernant la séparation de phases citées dans l’introduction, 

certains groupes ont généré des systèmes synthétiques en utilisant des domaines SH3. Les auteurs de 

ces études ont profité de la capacité des SH3 à lier des peptides riches en proline. Ces protéines 

artificielles nécessitent l’incorporation concomitante de leurs motifs directement dans la protéine 

synthétique ou dans les cibles de cette protéine (Dueber et al., 2003, 2009; Dueber, Mirsky and Lim, 

2007; Moon et al., 2010; Wang and Yu, 2012; Whitaker et al., 2012; Baek et al., 2013; Li et al., 2018; 

Lemmens, Ottmann and Brunsveld, 2020). Il serait par contre probablement plus difficile 
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d’incorporer un domaine SH3 à une protéine synthétique afin de la cibler à un partenaire endogène 

spécifique qui est exprimé dans une cellule. En effet, la capacité du SH3 à réaliser cette interaction 

pourrait être affectée par son nouveau contexte protéique, comme ce que nous avons observé pour 

Abp1 dans le chapitre 3. 

En se basant sur nos résultats et sur ceux qui ont illustré que les SH3 peuvent avoir des rôles 

complexes dans leur protéine hôte, il est possible de conclure qu’il est difficile de prédire les 

conséquences de l’incorporation d’un nouveau domaine SH3 dans une protéine au cours de 

l’évolution ou dans un contexte de biologie synthétique. 

4.2.5 Impacts de notre découverte sur la compréhension des rôles des SH3 dans les 

pathologies 

 

Plusieurs protéines composées de domaines SH3 sont impliquées fonctionnellement dans des 

pathologies. Des résultats intéressants présentés au chapitre 3 ont démontré que de remplacer le SH3 

de Abp1 par les autres SH3 de la levure peut inhiber des interactions indépendantes du SH3 endogène. 

De plus, le positionnement des SH3 de la protéine adaptatrice NCK2 module les interactions médiées 

par son domaine SH2. Cela suggère qu’il existe des relations complexes entre la séquence d’un SH3 

et celle du reste de la protéine hôte, et qu’un domaine SH3 pourrait moduler allostériquement les 

interactions médiées par d’autres régions de l’hôte. Cette observation est aussi illustrée par les 

résultats de mutagénèse présentés au chapitre 3. En effet, des mutations ponctuelles dans la séquence 

d’un SH3 peuvent avoir un impact négatif sur des interactions qui sont indépendantes du domaine, 

c’est-à-dire qui ne sont pas affectées suite à la délétion du SH3.  

Ces résultats ont des implications importantes dans le contexte de maladies causées par des mutations 

telles le cancer. En effet, il serait difficile de prédire les conséquences de mutations retrouvées dans 

la séquence de domaines SH3 puisque celles-ci pourraient avoir des impacts sur des régions éloignées 

du domaine. Pareillement, des mutations retrouvées dans la séquence de la protéine hôte d’un SH3 

pourraient aussi affecter les fonctions et les interactions du domaine. Une annotation des sites 

possibles de liaisons intramoléculaires SH3-dépendantes pourrait faciliter la prédiction des impacts 

des mutations dans la séquence de protéines contenant des SH3. Des études supplémentaires portant 

sur les fonctions des SH3 humains dans leur contexte protéique naturel aideraient grandement 

l’analyse de ces types de mutations dans les maladies. 

Un phénomène pathologique fréquemment observé dans les cellules cancéreuses est la génération de 

protéines de fusion suite à des événements de réarrangement chromosomique (Latysheva et al., 2016). 
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De manière intéressante, les protéines de fusion oncogéniques qui ont été répertoriées sont fortement 

enrichies en fusions composées de domaines SH3 (Tableau 4.2). Il est fort probable que les fonctions 

ainsi que les interactions de ces SH3 soient affectées par ces changements de leur contexte protéique. 

Une possibilité intéressante est que ces fusions provoquent la perte d’interactions SH3-dépendantes 

intramoléculaires, créant ainsi des versions constitutivement actives des protéines fusionnées. Une 

perte d’interactions intramoléculaires est d’ailleurs fréquemment observée pour des tyrosines kinases 

dans certains cancers. La comparaison des interactions SH3-dépendantes lorsque les SH3 sont 

présents dans la protéine sauvage ou dans une fusion oncogénique serait pertinente afin d’élucider les 

conséquences de ces réarrangements. Les domaines tyrosines kinases et SH2 sont aussi fréquemment 

retrouvés dans des fusions oncogéniques (Tableau 4.2). Il serait intéressant de déterminer si la 

phosphorylation des domaines SH3 est affectée dans des cellules cancéreuses exprimant ces différents 

types de fusions. 

Tableau 4.2. Les domaines les plus souvent retrouvés dans les protéines de fusions 

oncogéniques. Les domaines mentionnés au cours de cette thèse sont aussi présentés. Le domaine le 

plus souvent retrouvé (rang 1) correspond à un motif de liaison à l’ARN (RRM) et le quatrième rang 

est un domaine de liaison aux phosphatidylinositols (PH). Les données, qui ne sont pas toutes 

présentées ici, sont tirées de Latysheva et al., 2016. 

Rang Domaine (SMART) Nombre de protéines de fusion différentes 

1 RRM_1 120 

2 Pkinase_Tyr 80 

3 Pkinase 76 

4 PH 58 

5 SH3_1 53 

6 SH2 38 

7 RhoGEF 35 

31 PDZ 13 
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88 WW 6 

104 ArfGap 4 

 

4.2.6 La phosphorylation des domaines SH3 de NCK1/2 et leur contexte protéique 

 

Lors de l’analyse des conséquences du repositionnement des domaines SH3 de NCK2 sur ses 

interactions SH2-dépendantes, nous avons détecté des changements dans le niveau de 

phosphorylation sur les tyrosines de la protéine (Figure 4.6). Dans ces expériences, des cellules 

humaines (293T) exprimant transitoirement les différentes versions de NCK2 ont été traitées avec un 

inhibiteur de tyrosines phosphatases (sodium orthovanadate) afin d’enrichir les interactions SH2-

dépendantes de NCK2. À l’aide d’un anticorps ciblant des sites pTyr, nous avons déterminé que les 

protéines NCK2 chimériques ayant un ordre altéré de leurs domaines SH3 sont presque toutes 

phosphorylées davantage que la version sauvage de la protéine (Figure 4.6). Il serait intéressant de 

déterminer si la tyrosine conservée dans la région C-terminale des SH3 est aussi plus fortement 

phosphorylée dans ces protéines. Cela impliquerait que le positionnement des SH3 dans leur protéine 

hôte pourrait réguler leur niveau de phosphorylation dans les cellules et serait un exemple de 

l’influence du contexte protéique sur les fonctions des domaines SH3.  

  

Figure 4.6. Le changement du positionnement des SH3 de NCK2 affecte son niveau de 

phosphorylation sur tyrosine. A) Analyse par Western Blot (WB) du niveau de phosphorylation 

(4G10) des différentes versions de NCK2 exprimées transitoirement dans des 293T traitées avec un 

inhibiteur de tyrosines phosphatases (orthovanadate). IP est pour immunoprécipitation et WCL est 

pour le lysat total cellulaire. Chaque version de NCK2 contient un épitope 3XFLAG N-terminal. Cette 

expérience est un réplicat représentatif d’un quadriplicata. B) Le ratio du signal de phosphorylation 

(4G10) pour chaque chimère en comparaison au signal de NCK2 sauvage (WT) est présenté. Les 
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résultats correspondent à la moyenne des quantifications des signaux des quatre réplicats des 

expériences de Western Blot.  

La phosphorylation est une PTM qui peut influencer la formation de condensés biophysiques 

(Hofweber and Dormann, 2019; Snead and Gladfelter, 2019). En effet, il a été démontré que la 

phosphorylation peut favoriser ou inhiber la formation de bio-condensés selon le contexte (Hofweber 

and Dormann, 2019; Snead and Gladfelter, 2019). Puisque cette modification est rapide et réversible, 

la phosphorylation pourrait servir de mécanisme régulant dynamiquement la séparation de phases en 

réponse à différents signaux. Tel que mentionné dans cette thèse, les protéines adaptatrices NCK1/2 

favorisent la formation de bio-condensés résultant en une transition de phases liquide-liquide, in vitro 

et dans des cellules. Serait-il possible que le niveau de phosphorylation de ces protéines régule cette 

fonction?  

La répartition d’acides aminés chargés semble réguler la capacité des protéines composées de régions 

désordonnées à former des condensés résultant en une transition de phases (Schuster et al., 2020). 

L’étude qui a démontré l’implication de la région désordonnée située entre les SH3-1 et SH3-2 des 

protéines NCK1/2 dans la formation de condensés suggère que ce phénomène est aussi vrai pour ces 

adaptateurs (Banjade et al., 2015). On peut donc imaginer que de changer le positionnement des SH3 

de NCK2 peut affecter l’environnement des résidus chargés de ses régions désordonnées et expliquer 

les variations dans la formation de condensés observés au chapitre 3 (Figure 3.5). L’importance de la 

répartition des charges suggère aussi que la phosphorylation de NCK2 peut affecter sa capacité à 

former des bio-condensés dans les cellules. Cela signifie que les résultats de séparation de phases 

obtenus in vitro pourraient être différents dans un contexte cellulaire où les protéines NCK1/2 peuvent 

être phosphorylées sur leurs résidus tyrosines. Une expérience pertinente serait de répéter les essais 

in vitro de séparation de phases présentés au chapitre 3 (Figures 3.5 et 3.S.7) en présence d’une kinase 

pouvant phosphoryler NCK2 (par exemple EPHA4).  

Le contexte protéique des domaines SH3 pourrait donc réguler leur niveau de phosphorylation ainsi 

que la formation de bio-condensés résultant en une séparation de phases.  

Conclusions générales  

Les travaux réalisés pour cette thèse ont permis l’identification d’un nouveau mécanisme de 

phosphorégulation négative de la fonction des domaines SH3 via des récepteurs tyrosines kinases et 

ont mis en évidence l’importante influence du contexte protéique sur les fonctions des SH3 in vivo.  
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Les mécanismes de régulation de la transduction des signaux en aval des RTK suite à leur activation 

qui ont été caractérisés auparavant sont le recrutement de phosphatases, l’endocytose des récepteurs 

ou leur clivage par des protéases. En utilisant les protéines adaptatrices NCK1/2 et le récepteur 

EPHA4 comme modèles, nous avons identifié une nouvelle boucle d’autorégulation négative qui 

mène au désassemblage des complexes signalétiques NCK1/2-dépendants en aval du récepteur. Ce 

mécanisme, qui consiste en la phosphorylation des domaines SH3 de protéines adaptatrices par le 

RTK, présente une cinétique rapide et permet le contrôle de voies de signalisation spécifiques. Nos 

travaux indiquent aussi que ce processus pourrait être répandu et impliquer de nombreux RTK et 

protéines à domaines SH3. Cette étude a donc permis d'identifier un mécanisme de régulation de la 

fonction des protéines adaptatrices composées de domaines d’homologie à SRC et donc une meilleure 

compréhension du fonctionnement des voies de signalisation cellulaire. De plus, nos résultats 

soulèvent de nombreuses questions qui pourront stimuler des projets de recherche dans les prochaines 

années. Par exemple, est-ce que la phosphorylation de domaines SH3 par des RTK pourrait expliquer 

comment plusieurs récepteurs utilisent les mêmes adaptateurs moléculaires mais forment des 

complexes différents et stimulent des processus cellulaires variés? 

Les modules SH3 représentent une des plus grandes familles de domaines d’interactions protéine-

protéine chez les eucaryotes. Il est généralement accepté que les SH3 médient des interactions 

indépendamment de leur protéine hôte puisque ces modules se replient tridimensionnellement de 

manière autonome. Ils sont donc considérés comme des éléments fonctionnels portatifs et ont été 

étudiés en détail en isolation de leur contexte protéique naturel in vitro au cours des dernières 

décennies. Ces études ont permis l’identification de plusieurs déterminants de la spécificité 

intrinsèque des domaines, et ce pour une quantité impressionnante de SH3 provenant de plusieurs 

espèces. Dans le cadre des travaux présentés dans cette thèse, nous avons démontré que le 

positionnement d’un SH3 dans sa protéine hôte ainsi que la séquence de l’hôte, i.e. le contexte 

protéique du SH3, influence les fonctions et la spécificité des interactions SH3-dépendantes. Nous 

avons entre autres observé qu’il existe des relations complexes, possiblement allostériques, entre un 

SH3 et sa protéine hôte. Ces résultats ont été obtenus grâce à l’utilisation de nouveaux outils 

moléculaires qui ont permis l’étude à large échelle des domaines SH3 de la levure dans leur contexte 

protéique naturel. Nos travaux ont des répercussions importantes, par exemple sur la compréhension 

du rôle des SH3 dans des pathologies d’origine génétique et dans les processus biophysiques de 

séparation de phases. Les mécanismes moléculaires expliquant l’importance du contexte protéique 

sur la spécificité des SH3 restent à être démontrés. 
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En conclusion, nos travaux amènent des éléments de réponses à deux questions importantes de la 

biologie cellulaire: 

1) Quels sont les mécanismes régulant les fonctions des protéines adaptatrices qui sont 

composées uniquement de domaines d’interactions protéiques et qui favorisent la formation 

dynamique de complexes spécifiques en aval de récepteurs tyrosines kinases? 

2) Comment plusieurs centaines de domaines SH3 ciblant des motifs peptidiques similaires in 

vitro peuvent-ils médier des interactions spécifiques in vivo? 

Les résultats obtenus lors de cette thèse permettent une meilleure compréhension du fonctionnement 

des cellules saines et dans le contexte de pathologies.   
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