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INTRODUCTION GENERALE 

 

Les canaux ioniques voltage-dépendants sont des protéines membranaires à travers 

lesquelles les ions passent, de façon sélective, pour assurer les échanges entre les cellules 

et leur environnement (Figure 1).  

 

Figure 1 : Activité électrique membranaire.  

Sens des courants essentiels à travers les canaux et échangeurs des cellules contractiles. 

 Ext : extracellulaire. Int : intracellulaire, (d'après Marbán, 2002). 

 

Ces canaux ioniques, dont l’activité dépend du potentiel membranaire, sont répartis en 

différentes familles en fonction de l’ion pour lequel ils sont sélectifs. Ainsi, il existe quatre 

principales familles de canaux ioniques voltage-dépendants : les canaux potassiques (Kv), 

sodiques (Nav), calciques (Cav) et à protons (Hv). A ces familles de canaux, s’ajoutent les 

canaux HCN qui sont sélectifs pour les cations. Dans chaque famille, il existe plusieurs 

isoformes, lesquelles sont exprimées différemment d’un tissu à l’autre.  

 

Le passage des ions à travers ces canaux génère des courants ioniques responsables des 

phénomènes de dépolarisation, repolarisation et hyperpolarisation membranaires. Ces 

phénomènes électriques sont à la base du potentiel d’action (PA), signal électrique 

nécessaire à différentes fonctions de l’organisme telles que la régulation hormonale, la 

sécrétion cellulaire, la stimulation neuronale et la contraction des cellules musculaires 

squelettiques et cardiaques (Hille, 1992). De façon cohérente avec les rôles physiologiques 

majeurs des canaux ioniques voltage-dépendants dans les tissus excitables, des mutations 

dans ces protéines sont responsables de plusieurs maladies humaines appelées 

canalopathies. Ces pathologies peuvent concerner différents organes tels que les reins, le 

cœur, les muscles squelettiques et le système nerveux central (Lehmann-Horn and Jurkat-

Rott, 1999). 

 

Ces canaux ioniques voltage-dépendants sont régulés par le potentiel membranaire, par des 

composés membranaires, cytosoliques ou extracellulaires, ainsi que par des facteurs 

environnementaux (toxines). L’ouverture-fermeture du canal en fonction du potentiel 

membranaire fait intervenir deux portes qui fonctionnent de façon indépendante: une porte 

Ext 

Int 
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d’activation et une porte d’inactivation, dont les activités régissent respectivement l’activation 

et l’inactivation du canal. De cette façon, le canal peut exister sous quatre états principaux 

(Figure 2). Un état fermé (F) lorsque seule la porte d’activation est fermée, un état ouvert (O) 

lorsque les deux portes sont ouvertes, un état inactivé (I) lorsque seule la porte d’inactivation 

est fermée et un état fermé-inactivé (FI) lorsque les deux portes sont fermées.  

 

Figure 2 : Les différents états d’un canal voltage-dépendant.  

(F) fermé, (O) ouvert, (I) inactivé et (FI) fermé inactivé. 

 

Grâce à des approches structurales comme la cristallographie, nous commençons à avoir 

une idée un peu plus précise de la structure des canaux ioniques voltage-dépendants. 

Plusieurs structures cristallographiques de canaux Kv et Nav ont été déterminées (Jiang et 

al., 2003; Long et al., 2005a; Payandeh et al., 2011a, 2012; Zhang et al., 2012). La 

comparaison de ces études montre de fortes similarités structurales entre ces deux familles 

de canaux dont les rôles physiologiques sont très différents : dépolarisation pour les Nav et 

repolarisation pour les Kv. Dans ce contexte, il est intéressant d’étudier les points communs 

et les différences de ces canaux. La meilleure compréhension des mécanismes moléculaires 

de ces canaux est une étape indispensable pour le développement de nouvelles approches 

thérapeutiques contre les canalopathies.  

 

Mon travail de thèse a consisté à étudier les mécanismes moléculaires à la base de la 

régulation des canaux ioniques par le potentiel membranaire et par le phosphatidyl 

inositol (4,5)-bisphosphate (PIP2), en utilisant comme modèles les canaux KCNQ1, 

Nav1.4, Shaker et NavSp1. 

 

Afin que le lecteur dispose de l’état actuel des connaissances sur le fonctionnement et la 

régulation des canaux ioniques, l’introduction  est développée selon quatre axes. Dans un 

premier temps, seront décrits les rôles physiologiques et pathologiques des canaux ioniques 

KCNQ1 et Nav1.4 ainsi que l’importance de l’environnement lipidique pour le bon 

fonctionnement des canaux ioniques en général. Ensuite, les différents composants (ou 

modules) des canaux ioniques voltages-dépendants seront décrits avant d’exposer leurs 

mécanismes de fonctionnement. Enfin, les mécanismes de couplage entre ces modules 

feront l’objet de la dernière partie de cette introduction générale. 
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1- Rôles physiologiques et physiopathologiques des canaux KCNQ1 et Nav1.4  

 

a) Le canal KCNQ1 

 

KCNQ1 (aussi appelé KvLQT1 ou Kv7.1) est la sous-unité principale (aussi appelée sous-

unité α) d’un canal potassique voltage-dépendant codé par le gène KCNQ1 et exprimé dans 

différents tissus de l’organisme. Les rôles majeurs de KCNQ1 sont la repolarisation du tissu 

cardiaque et le transport d’eau et de sels dans les tissus épithéliaux. Dans le cœur, KCNQ1 

s’assemble avec la sous-unité β auxiliaire KCNE1 (aussi appelée minK ou IsK) pour former 

le complexe canalaire KCNQ1-KCNE1 responsable du courant rectifiant retardé IKs, en partie 

à l’origine de la terminaison du PA cardiaque (Barhanin et al., 1996; Sanguinetti et al., 1996). 

Tandis que KCNE1 est formé d’un seul segment transmembranaire, KCNQ1 est composé de 

six segments transmembranaires (S1-S6) avec S1 à S4 formant le domaine voltage-sensor 

(VSD) et S5-S6 le domaine du pore (PD) dans lequel se trouve le filtre de sélectivité (Figure 

3A). Le canal fonctionnel nécessite l’association de quatre sous-unités KCNQ1 identiques 

pour former un homotétramère (Figure 3B). Cette topologie de KCNQ1 est cohérente avec 

les structures cristallographiques des canaux KvAP (Jiang et al., 2003) et Kv1.2 (Long et al., 

2005a). L’activité de ce canal KCNQ1 est régulée par des protéines auxiliaires mais aussi 

par d’autres composés et paramètres cellulaires. 

 

Figure 3 : Structure schématique du complexe KCNQ1-KCNE1.  

(A) Sous-unité α à 6 segments  transmembranaires avec la sous-unité β régulatrice KCNE1. VSD : domaine 

voltage-sensor ; PD : domaine pore. (B) Schéma de la structure tétramérique du canal fonctionnel. 

 

 Régulation de KCNQ1 

 

Le canal KCNQ1 s’associe avec des protéines partenaires responsables de la régulation de 

son activité. Les partenaires majeurs de KCNQ1 sont les cinq protéines membres de la 

famille KCNE (KCNE1-5). L’association de KCNQ1 avec chacune de ces sous-unités β 

auxiliaires entraîne un changement des caractéristiques biophysiques du courant potassique 

à travers ce canal (McCrossan and Abbott, 2004). Dans le cœur, la sous-unité auxiliaire 
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majoritaire est KCNE1 dont l’association avec KCNQ1 entraine une augmentation de 

l’amplitude du courant, un décalage de la voltage-dépendance de l’activation vers des 

potentiels plus dépolarisants, un ralentissement des cinétiques d’activation et de 

déactivation, ainsi qu’une élimination du processus d’inactivation (Barhanin et al., 1996; 

Sanguinetti et al., 1996). En plus de ces effets sur les propriétés biophysiques de KCNQ1, il 

a été montré que l’association de KCNE1 avec ce canal affecte également le courant IKs en 

modulant l’interaction de ce canal avec d’autres régulateurs tel que le PIP2 (Li et al., 2011). 

 

Le PIP2 est un phospholipide membranaire qui, en effet, joue un rôle majeur dans la 

régulation de l’activité de KCNQ1. Ce phospholipide module le courant IKs en stabilisant l’état 

ouvert du pore de KCNQ1, ce qui se traduit par une augmentation de l’amplitude de ce 

courant. De plus, le PIP2 ralentit les cinétiques de déactivation et entraine un décalage, vers 

des potentiels plus négatifs, de la courbe d’activation de KCNQ1 (Figure 4, Loussouarn et 

al., 2003). Il a été montré que trois mutations de KCNQ1 retrouvées chez des patients 

atteints du syndrome du QT-long entrainent une diminution de l’affinité de ce canal au PIP2 

(Park et al., 2005). Cette étude suggère que cette diminution de l’affinité de KCNQ1 au PIP2 

est à l’origine de cette pathologie arythmique cardiaque. Les mécanismes moléculaires à la 

base de cette régulation du canal KCNQ1 et des canaux ioniques en général, par le PIP2 

seront détaillés par la suite dans un autre chapitre de cette introduction générale.  

 

 

Figure 4 : Modulation de la voltage-dépendance du canal KCNQ1 par le PIP2.  

La courbe d’activation représentant l’activation du canal en fonction du potentiel membranaire est présentée en 

condition contrôle (cercles blancs) et après ajout de PIP2 exogène (cercles noirs). G: conductance ; Gmax : 

conductance maximale ; Vm : potentiel membranaire. Adapté selon (Loussouarn et al., 2003).  

 

Le complexe canalaire KCNQ1-KCNE1 est également régulé par les variations d’osmolarité 

(Sasaki et al., 1994). Il a été montré quelques années plus tard dans notre laboratoire, que 

cette osmo-sensibilité du courant IKs est régie par le Mg2+ et les polyamines intracellulaires 

via leur modulation de l’interaction entre le complexe canalaire KCNQ1-KCNE1 et le PIP2 

(Piron et al., 2010). 
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Par ailleurs, le courant IKs est régulé par le système nerveux sympathique, ce qui permet la 

modulation de la durée du PA suite à l’activation de cette voie du système nerveux 

autonome (Terrenoire et al., 2005). Cette régulation de l’activité du complexe KCNQ1-

KCNE1 est régie par l’activation d’un récepteur β-adrénergique conduisant à l’augmentation 

de la concentration en adénosine mono-phosphate cyclique (AMPc) et ainsi à une 

stimulation de la protéine kinase A (PKA) à la base de la phosphorylation du complexe 

canalaire (Potet et al., 2001). Sur des systèmes de réexpression, il a été montré que cette 

régulation du courant IKs par la voie de l’AMPc est très dépendante de la co-expression de la 

sous-unité KCNE1. Ce résultat est cohérent avec le fait que des mutations de KCNQ1 mais 

aussi de KCNE1, identifiées chez des patients  atteints du syndrome du QT-long, rendent le 

complexe canalaire insensible à cette voie de régulation sympathique (Kurokawa et al., 

2004; Marx et al., 2002).  

 

Enfin, l’activité de KCNQ1 est aussi régulée par les variations de pH extra et intracellulaire. 

Ainsi, il a été montré qu’une acidification des milieux extracellulaire et intracellulaire entraine 

respectivement une diminution et une augmentation de l’amplitude du courant potassique 

conduit par ce canal. De façon intéressante, ces effets sont annulés lorsque KCNQ1 est co-

exprimé avec la sous-unité KCNE1 (Peretz et al., 2002; Unsöld et al., 2000). 

 

En somme, la régulation de KCNQ1 fait intervenir différents acteurs. Il est intéressant de 

noter que l’implication du PIP2 dans l’osmo-sensitivité du courant IKs d’une part, et celle de 

KCNE1 dans la régulation de ce courant par le système nerveux sympathique et par le pH 

d’autre part, reflète la complexité des mécanismes de régulation du canal KCNQ1.    

 

 Rôle de KCNQ1 dans la physiologie et physiopathologie cardiaque  

 

Le PA cardiaque constitue le phénomène électrique à la base des phénomènes de 

contraction-relaxation du cœur. La phase de repolarisation de ce PA, à l’origine de la 

relaxation cardiaque, fait intervenir trois types de canaux ioniques à savoir  KCNQ1, hERG et 

Kir2, responsables des courants potassiques IKs, IKr et IK1, respectivement (Figure 5).  

 

Figure 5 : Potentiel d’action cardiaque avec les différents courants ioniques impliqués. 
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KCNQ1 et sa sous-unité auxiliaire KCNE1 jouent un rôle majeur dans la fonction cardiaque, 

expliquant que de nombreuses mutations dans les gènes codant pour ces protéines sont à 

l’origine de pathologies cardiaques graves. Les mutations de KCNQ1 entrainant une 

modification de l’activité du canal via un défaut de trafic membranaire, d’assemblage ou de 

régulation, conduisent à des PA cardiaques prolongés et au syndrome du QT-long de type 1 

(Keating and Sanguinetti, 2001). Le syndrome du QT-long est une pathologie cardiaque 

caractérisée par une prolongation de l’intervalle de temps entre l’initiation du complexe QRS 

et celle de l’onde T (correspondant à la contraction et à la relaxation ventriculaire, 

respectivement) observable sur un tracé d’électrocardiogramme (ECG, Figure 6). Ainsi, des 

mutations perte-de-fonction de KCNQ1 entrainent une repolarisation retardée qui est reflétée 

par une prolongation de l’intervalle QT sur l’ECG. Cette prolongation du PA peut être à 

l’origine d’arythmies cardiaques et dans certains cas, de la mort subite. D’autres mutations 

perte-de-fonction de KCNQ1 ont été également montrées comme étant à l’origine de la mort 

subite du nouveau-né (Schwartz et al., 1998, 2001).  

Par ailleurs, des mutations perte-de-fonction de la sous-unité β KCNE1 peuvent induire 

d’autres formes du syndrome du QT-long ainsi qu’une autre pathologie cardiaque appelée 

syndrome de Jervell & Lange-Nielsen et caractérisée par une prolongation de l’intervalle QT 

et d’une surdité bilatérale congénitale (Splawski et al., 1997).  

Enfin, une mutation gain-de-fonction de KCNQ1 (S140G) a été identifiée comme étant le 

caractère autosomique dominant à travers quatre générations d’une famille présentant une 

fibrillation auriculaire (Chen et al., 2003). Cette pathologie arythmique est caractérisée par un 

raccourcissement du PA cardiaque. Du fait de l’expression de KCNQ1 avec ses unités 

auxiliaires KCNE dans l’épithélium d’autres tissus de l’organisme, ses implications 

physiologiques et pathologiques ne se limitent pas au muscle cardiaque mais aussi à l’oreille 

interne, aux reins, au pancréas et au système gastro-intestinal (Jespersen et al., 2005).  

 

Figure 6 : Electrocardiogramme (ECG) et potentiel 

d’action (PA) ventriculaire dans le syndrome du QT long.  

(A) Représentation schématique de tracés d’ECG chez un 

individu sain (noir) et un individu malade (vert). (B) La durée 

du PA ventriculaire est prolongée en condition pathologique 

(vert) comparé à la condition normale (noir).   
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b) Le canal Nav1.4 

 

Nav1.4 est un canal sodique voltage-dépendant exprimé principalement dans les myocytes 

squelettiques et responsable de l’initiation du potentiel d’action (Figure 7) à l’origine des 

phénomènes de contraction et de relaxation musculaires.  

                            

Figure 7 : potentiel d’action musculaire avec les types de courants ioniques impliqués. 

(Vr) potentiel de repos, (INa) courant sodique,  

 

Nav1.4 constitue la sous-unité α responsable des propriétés électrophysiologiques et 

pharmacologiques du canal (Pincin et al., 2005). Cette sous-unité canalaire est codée par le 

gène SCN4A situé sur le chromosome 17 humain (Vicart et al., 2005). Nav1.4 a une 

structure monomérique formée de 4 domaines homologues (DI, DII, DIII et DIV) et non-

identiques (Figure 8, Noda et al., 1984). Chaque domaine est constitué de 6 segments 

transmembranaires (S1 à S6).  

 

 

Figure 8 : Structure schématique du canal Nav1.4. 

 (A) Sous-unité canalaire. (B) Composition des domaines formant le canal (d’après Zakon et al, 2008). 

 

A B 
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De manière similaire à KCNQ1, les segments S1 à S4 des 4 domaines forment les domaines 

VSDs, notamment grâce au segment S4 très riche en résidus chargés positivement. En 

fonction des variations du potentiel membranaire, ces VSDs changent de conformations 

conduisant ainsi à l’ouverture-fermeture du pore, lequel est formé par l’association de tous 

les segments S5 et S6. Au sein de cette région du pore se trouve les zones de sélectivité et 

de conduction des ions Na+ (Catterall et al., 2007). Cette topologie du canal est confirmée 

par les récentes structures cristallographiques des canaux sodiques bactériens NavAb 

(Payandeh et al., 2011a, 2012) et NavRh (Zhang et al., 2012), à la différence que ces 

derniers sont homotétramériques et non pas constitués d’une seule sous-unité. Les 

mécanismes d’activation de ce canal, et des canaux ioniques en général, en réponse aux 

variations du potentiel membranaire, restent encore mal-connus malgré de nombreuses 

études réalisées sur ce sujet. Ces mécanismes ont fait l’objet de mes recherches de thèse et 

seront donc décrits et discutés plus tard. 

 

 Régulation de Nav1.4 

 

Le fonctionnement de cette sous-unité α Nav1.4 fait intervenir une sous unité β auxiliaire, 

Navβ1, codée par le gène SCN1B situé sur le chromosome 19 humain (Vicart et al., 2005). 

Lorsqu’elle est co-exprimée avec Nav1.4 sur des oocytes de xénopes, cette sous-unité β 

modifie les propriétés biophysiques de ce canal : augmentation de l’amplitude du courant et 

de la fraction de la composante rapide de l’inactivation, accélération de l’inactivation et de la 

réactivation (Makita et al., 1994, 1996). Grâce à des approches de biologie moléculaire et 

d’électrophysiologie, cette dernière étude a montré que les boucles S5-S6 des domaines DI 

et DIV jouent un rôle crucial dans cette régulation de Nav1.4 par Navβ1. 

 

Une autre sous-unité régulatrice de Nav1.4 est la protéine calmoduline (CaM). La technique 

de FRET a permis de démontrer que cette protéine interagit avec l’extrémité C-terminale 

cytosolique du canal Nav1.4, et ce quelque soit l’état ouvert, fermé ou inactivé de ce canal. 

La co-expression de la CaM avec Nav1.4 modifie aussi bien le trafic du canal à la membrane 

que ses propriétés biophysiques: augmentation de l’expression membranaire du canal et 

décalage vers des potentiels plus négatifs de la courbe d’inactivation. Une approche de 

mutagenèse a par la suite, montré que la CaM interagit avec Nav1.4 au niveau d’une région 

de deux acides aminés (Ile et Gln) appelée « IQ motif » et  située sur l’extrémité C-terminale 

du canal. En effet, la substitution de ces deux résidus par des alanine affecte la sensibilité du 

canal à la CaM (Biswas et al., 2008).  
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 Implications physiopathologiques de Nav1.4 

 

Trente-huit mutations du gène SCN4A, codant pour le canal Nav1.4, ont été identifiées 

comme étant associées à différentes formes de pathologies musculaires squelettiques avec 

des symptômes et une sévérité variables dans le temps (Matthews et al., 2010). Ce canal est 

affecté dans plus de 41% des canalopathies du muscle squelettique (Jurkat-Rott et al., 

2010). Deux types de mutations du gène SCN5A sont responsables de ces canalopathies :  

 

- Les mutations gain-de-fonction à l’origine d’une entrée excessive de sodium dans les 

myocytes squelettiques. Ces mutations sont impliquées dans la paralysie périodique hyper-

kaliémique (Fontaine et al., 1990; Rojas et al., 1991), la paramyotonie congénitale (Ebers et 

al., 1991), la myotonie aggravée par le potassium (Bendahhou et al., 1999a) ou encore de 

façon anecdotique, une forme du syndrome myasténique congénital (Tsujino et al., 2003). 

Ces pathologies liées à un gain de fonction de Nav1.4 se caractérisent par une contracture 

et une raideur musculaire dues à une hyperexcitabilité du muscle. L’origine de cette 

hyperexcitabilité est un ensemble de dépolarisations spontanées induites par l’entrée 

excessive de sodium dans les cellules musculaires (Jurkat-Rott et al., 2010). 

 

- Les mutations perte-de-fonction engendrant une entrée insuffisante de sodium dans 

les myocytes squelettiques à l’origine d’une excitabilité insuffisante des muscles concernés. 

Ces mutations sont responsables de certaines formes de paralysies appelées paralysies 

périodiques hypo-kaliémiques caractérisées par une faiblesse musculaire (Bulman et al., 

1999). Contrairement aux mutations gain-de-fonction citées ci-dessus et qui affectent 

principalement l’ouverture-fermeture du pore, les mutations perte-de-fonction responsables 

de la paralysie périodique hypo-kaliémiques affectent, elles, les domaines VSD, et plus 

particulièrement les segments S4. Ces mutations consistent à la neutralisation d’un résidu 

positif au niveau des S4. L’expression des canaux Nav1.4 portant ces mutations, dans des 

oocytes de xénopes, a permis de découvrir l’existence d’un courant de fuite ayant les mêmes 

caractéristiques que le courant ω découvert dans le canal Shaker (Sokolov et al., 2007; 

Struyk and Cannon, 2007; Tombola et al., 2005). Ce courant protonique entrant et passant 

entre chaque S4 muté et le reste du VSD, est activé par l’hyperpolarisation (Figure 9), ce qui 

entraine une déstabilisation du potentiel membranaire de repos vers des valeurs moins 

négatives auxquelles les canaux Nav1.4 restent inactivés, d’où la perte de fonction du canal 

et l’hypoexcitabilité musculaire (Jurkat-Rott and Lehmann-Horn, 2007). 
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Figure 9 : Courant de fuite à l’origine de la paralysie périodique hypo-kaliémique.  

(A) la substitution d’un résidus arginine (rouge) du côté extracellulaire du S4 par un acide aminé plus petit (bleu) 

comme une glycine, ouvre une voie de passage d’ions à des potentiels hyperpolarisants, ce qui entraine un 

courant entrant protonique (flèche bleue). A des potentiels plus dépolarisants, le S4 se déplace vers le côté 

extracellulaire, ce qui entraîne la fermeture de cette voie par une un autre résidu arginine, d’où une annulation de 

ce courant de fuite. (B) schéma d’un courant cationique à travers un canal sodique dont un résidu arginine a été 

neutralisé du côté extracellulaire de S4 (Jurkat-Rott et al., 2010). 

 

En somme, toutes ces pathologies liées à des mutations gain ou perte-de-fonction de Nav1.4 

entrainant une modification de l’excitabilité musculaire, se caractérisent par des attaques 

plus ou moins récurrentes de raideur ou de faiblesse musculaires, selon le type de mutation, 

et sont héréditaires avec un mode de transmission dominant. Enfin, notons que malgré la 

forte implication de Navβ1 dans les propriétés biophysiques de Nav1.4, aucune pathologie 

musculaire connue n’a été associée à des mutations sur le gène codant pour cette sous-

unité auxiliaire (Jurkat-Rott et al., 2010). Cela n’est pas très surprenant dans la mesure où 

cette sous-unité n’est pas spécifique du canal Nav1.4 et encore moins des autres Nav. En 

effet, une récente étude a montré que Navβ1 interagit également avec le canal potassique 

neuronal Kv4.2 et régule à la fois l’expression membranaire et l’activité de ce canal 

(Marionneau et al., 2012). 

 

 

c) Importance de l’environnement lipidique 

 

La membrane plasmique constitue une barrière entre les milieux intra et extracellulaires, au 

sein de laquelle les canaux ioniques jouent leur rôle de pores sélectifs pour permettre les 

échanges d’eau et d’ions entre les cellules et leur environnement. Cette barrière est 

constituée principalement de lipides qui s’organisent en bicouche lipidique, rendant la 

membrane plasmique hydrophobe et donc imperméable à l’eau et aux ions. Mais au-delà de 

sa fonction de barrière, cet environnement lipidique pourrait jouer un rôle important dans la 

régulation de l’activité des canaux ioniques.  
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 Etudes structurales 

 

Plusieurs études ont montré que des lipides membranaires interagissent avec des canaux 

ioniques, suggérant une modulation de ces canaux par ces lipides. Des études structurales 

sur KvAP et sur une chimère Kv1.2-Kv2.1 ont montré que des résidus du segment voltage-

sensor S4 sont exposés à des lipides, lesquels jouent un rôle important dans l’orientation 

spatiale de ces canaux (Lee et al., 2005a; Long et al., 2007). D’autres études structurales 

sur des canaux Nav cristallisés en présences de lipides membranaires ont récemment 

confirmé ces interactions lipides-canaux (Payandeh et al., 2011a, 2012; Zhang et al., 2012). 

 

 Etudes fonctionnelles 

 

Sur le plan fonctionnel, il a été montré que l’hydrolyse d’un lipide de la face externe 

membranaire, la sphingomyéline, en céramide-1-phosphate, modifie le mouvement des 

segments S4 du canal Nav1.4 et de la phosphatase voltage-dépendante, Ci-VSP (Milescu et 

al., 2009). En utilisant un canal chimérique Kv2.1 dans lequel le motif « paddle » (côté 

extracellulaire de S3 + S4) a été remplacé par celui de Nav1.4 ou celui de la Ci-VSP, cette 

étude a montré que d’une chimère à l’autre, des lipides membranaires avaient des effets 

différents sur le mouvement du S4. Ces résultats suggèrent que ces lipides interagissent 

avec le motif « paddle » pour moduler les changements conformationnels des VSD et par 

conséquent l’activité du canal. En utilisant une toxine dont le site de fixation se trouve sur le 

motif « paddle », les auteurs de cette étude ont ensuite démontré  le rôle de l’environnement 

lipidique dans les propriétés pharmacologiques de ces canaux (Milescu et al., 2009). Le 

groupement phosphate du céramide-1-phosphate joue un rôle crucial dans l’interaction entre 

ce lipide et le segment S4, puisque l’élimination de ce groupement par la sphingomyélinase 

C réduit considérablement les courants de porte des canaux potassiques Shaker et Kv1.3 

(Xu et al., 2008). L’importance de ce groupement phosphate sur le mouvement du S4 a été 

également montrée sur le canal potassique KvAP. En effet, lorsque ce canal est exprimé 

dans une membrane sans phospholipides ou dans laquelle les groupements phosphate des 

lipides sont remplacés par des charges positives, il est non fonctionnel dans le premier cas 

et l’activation des S4 nécessite beaucoup plus d’énergie dans le second (Schmidt et al., 

2006; Zheng et al., 2011).  

Une autre étude s’est intéressée au rôle des acides gras poly-insaturés Omega-3 et Omega-

6 sur l’activité des Kv en utilisant le canal potassique Shaker comme modèle (Börjesson et 

al., 2008). Cette étude a montré que ces lipides situés dans le feuillet externe de la 

membrane plasmique régulent la voltage-dépendance de ce canal Shaker via un décalage 

de la courbe d’activation vers des potentiels plus négatifs. Les auteurs de cette étude ont 
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suggéré que ces acides gras poly-insaturés interagissent électrostatiquement avec des 

charges positives du segment S4 pour réguler l’activité des canaux ioniques voltage-

dépendants présents à la membrane. Ces résultats sont cohérents avec les effets 

bénéfiques connus de ces acides gras Omega-3 et Omega-6 contre les crises d’épilepsie et 

les arythmies cardiaques, deux pathologies associées à un dysfonctionnement des canaux 

ioniques (Leaf et al., 2003; Lefevre and Aronson, 2000). Ces résultats sont également 

cohérents avec une autre étude montrant, au contraire, un effet pro-arythmique des acides 

gras Omega-3 chez le porc (Coronel et al., 2007). L’interaction directe entre ces acides gras 

polyinsaturés et les canaux ioniques avait déjà été montré auparavant grâce à des 

approches de fixation par des radio-ligands (Kang and Leaf, 1996). 

Enfin, une récente étude a montré que les fonctions des canaux sodiques bactériens 

NavSp1 et NavMs sont considérablement modifiées en absence de phosphatidylinositol et 

de phosphatidylglycerol, deux lipides présents à la membrane (D’Avanzo et al., 2013). Ces 

résultats confirment encore une fois le rôle des lipides membranaires sur l’activité des 

canaux ioniques.  

Cependant, toutes ces études montrant l’importance des lipides dans l’activité des canaux 

ioniques, ne précisent pas si les effets de ces lipides sur ces canaux se font via une 

interaction directe et spécifique, ou plutôt de façon indirecte via une modification de la 

structure de la membrane. 

   

Le PIP2 est l’un des phospholipides membranaires qui régulent l’activité de nombreux 

canaux ioniques (Logothetis et al., 2010). Les mécanismes moléculaires à la base de cette 

régulation ont fait l’objet de nombreux travaux y compris mes travaux de thèse, et les 

résultats de ces travaux seront présentés et discutés par la suite. Etant donné l’importance 

de l’environnement lipidique sur l’activité des canaux ioniques, il est facile de penser que des 

lipides membranaires comme le PIP2 ont des fortes implications physiopathologiques. 

 

 Rôle physiopathologique de l’interaction PIP2-canaux ioniques 

 

Les résultats de quelques études sur la régulation des canaux par le PIP2 suggèrent qu’une 

interaction PIP2-canaux défaillante peut conduire à une pathologie humaine.  

Le complexe canalaire KCNQ1-KCNE1 est responsable du courant potassique cardiaque IKs. 

Des travaux réalisés dans notre laboratoire ont permis de montrer que le PIP2 régule 

l’activité de ce canal en stabilisant son état ouvert (Loussouarn et al., 2003). De plus, il a été 

également montré que des résidus situés du côté intracellulaire de ce canal KCNQ1 sont 

importants pour la régulation du canal par le PIP2. La substitution de ces résidus, qui a lieu 

chez certains patients atteints du syndrome du QT long de type 1, entraine une diminution de 
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la sensibilité de ces canaux au PIP2, suggérant un lien fort entre l’interaction canaux-PIP2 et 

le syndrome du QT long (Park et al., 2005).  

Comme mentionné précédemment, la sous-unité auxiliaire KCNE1 joue un rôle crucial dans 

l’activité de KCNQ1 dans le cœur, et des mutations sur le gène codant pour KCNE1 sont 

aussi associées au syndrome du QT long de type 5 (LQT5). Il a été montré que la 

neutralisation des charges positives situées dans la partie C-terminale de KCNE1 est 

associée au LQT5 (Hedley et al., 2009; Kapplinger et al., 2009; Lai et al., 2005). Une étude 

récente a montré l’importance de l’interaction du PIP2 avec KCNE1 et a suggéré que le LQT5 

(lié à KCNE1) est directement associé à une altération de l’interaction PIP2-KCNE1. En effet, 

les propriétés du complexe canalaire sauvage ont été restaurées sur un complexe canalaire 

avec un mutant de KCNE1 en utilisant des doses de PIP2 plus élevées que la normale, 

confirmant la dépendance du LQT5 au PIP2 (Li et al., 2011).  

La protéine hERG est un canal potassique voltage-dépendant par lequel passe le courant IKr 

qui, avec le courant IKs à travers KCNQ1-KCNE1, sont à la base de la repolarisation 

cardiaque. Le PIP2 provoque un ralentissement de la déactivation de hERG (Rodriguez et 

al., 2010a) et une augmentation de l’amplitude du courant (Bian et al., 2001a; Rodriguez et 

al., 2010a). Dans les sites potentiels de fixation du PIP2, les têtes anioniques des 

phospholipides peuvent interagir avec les résidus positifs intracellulaires séparés par au 

moins un résidu aromatique (Hernandez et al., 2008; Rosenhouse-Dantsker and Logothetis, 

2007). Dans ce canal hERG, un site d’interaction avec le PIP2 se situe dans la partie C-

terminale du segment S6 (résidus 883-864; Bian et al., 2004). De plus, trois mutations du 

gène codant pour hERG, associées au syndrome du QT long de type 2 (LQT2) et conduisant 

à la substitution ou à la délétion d’arginines (en positions 885, 887 et 892) sont localisées 

dans cette région (Arnestad et al., 2007; Napolitano et al., 2005; Tester et al., 2005). Par 

conséquent, il serait très intéressant d’étudier in vitro l’activité de ces canaux mutants pour 

déterminer une éventuelle implication du PIP2 dans le LQT2. 

A l’heure actuelle, seules les études sur le syndrome du QT-long ont montré un lien direct 

entre le PIP2 et une canalopathie, malgré le nombre impressionnant de canaux voltage-

dépendants ou non, régulés par ce phospholipide (Logothetis et al., 2010). Etant donné le 

fait que nombreux parmi ces canaux sont impliqués dans des canalopathies (Lehmann-Horn 

and Jurkat-Rott, 1999) d’une part, et l’apparition de nouvelles données fonctionnelles et 

structurales précisant les sites de fixation du PIP2 sur certains de ces canaux d’autre part, 

(Flynn and Zagotta, 2011a; Hernandez et al., 2008; Oliver et al., 2004; Thomas et al., 2011a; 

Zhang et al., 2003), il serait intéressant d’étudier dans quelle mesure le PIP2 et d’autres 

lipides membranaires sont impliqués dans ces canalopathies. 
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2- Structure modulaire des canaux ioniques voltage-dépendants 

  
Chez les eucaryotes, les Nav et Cav sont des protéines membranaires composées de quatre 

domaines homologues (mais pas identiques) qui s’assemblent pour former un pore 

conduisant les ions, tandis que les Kv eucaryotes, mais aussi procaryotes, sont pour la 

plupart, des tétramères formés de sous-unités identiques (homotétramères). Quant aux Nav 

procaryotes connus à ce jour, ils ont tous une structure homotétramérique. Malgré cette 

variabilité structurale, il existe une forte similarité entre tous ces canaux Nav, Cav et Kv au 

niveau de leurs unités fonctionnelles. En effet, chaque sous-unité ou domaine dans un canal 

voltage dépendant est formé de six segments transmembranaires (S1-S6) reliés entre eux 

par des boucles intra ou extracellulaires. Ces segments ont été regroupés en deux 

catégories selon leurs rôles dans l’activité du canal. Les segments S1 à S4 constituent le 

domaine voltage sensor (VSD) tandis que les segments S5 et S6 ainsi que la boucle qui les 

relie, forment le domaine du pore (PD). Plusieurs études structurales, biochimiques et 

fonctionnelles sont cohérentes avec l’hypothèse selon laquelle ces deux domaines seraient 

des modules à part entière capables de fonctionner de façon indépendante. Cette deuxième 

partie de l’introduction va se focaliser sur la présentation et la discussion des résultats de 

ces études. 

  
 
 a) Le module VSD 

 

Les structures cristallographiques des canaux KvAP, Kv1.2 et NavAb ont permis de mieux 

comprendre les bases structurales du VSD (Jiang et al., 2003; Long et al., 2005a; Payandeh 

et al., 2011a). Ce VSD est composé des segments transmembranaires S1 à S4 reliés entre 

eux par des boucles intra ou extracellulaires (Figure 3). Le segment S4 du VSD est riche en 

acides aminés chargés positivement (Arg et Lys) qui sont espacés entre eux par deux 

résidus non-chargés. Ces résidus positifs se déplacent au sein de la membrane plasmique 

en fonction des différences de potentiel de part et d’autre de cette membrane. Le 

mouvement de ces charges positives à travers le champ électrique membranaire génère un 

courant appelé « courant de porte » du fait de son rôle dans l’ouverture-fermeture de la porte 

d’activation. Les mécanismes du mouvement du S4 dans lequel se trouvent ces charges 

positives seront décrits par la suite (page 28). Grâce à ce mouvement voltage-dépendant du 

S4, le module VSD est capable de détecter les variations du potentiel membranaire pour 

induire les changements conformationnels à la base de l’ouverture-fermeture de la porte 

d’activation.  
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En plus de son rôle dans les processus d’activation et déactivation du canal, les VSD joue un 

rôle crucial dans les processus d’inactivation. Rappelons que des résidus et changements 

conformationnels du filtre de sélectivité sont impliqués dans le processus d’inactivation lente 

(type C) des canaux Nav et Kv (Cuello et al., 2010; López-Barneo et al., 1993; Pavlov et al., 

2005). Une étude récente sur le canal sodique Nav1.4 a montré que le mouvement du S4 du 

domaine IV est couplé aux changements conformationnels du filtre de sélectivité (Capes et 

al., 2012). En effet, la stabilisation du filtre de sélectivité dans une conformation donnée, soit 

par l’introduction de pont disulfure, soit par la fixation d’une toxine à hautes affinité et 

spécificité pour cette région, affecte le mouvement du segment S4 du domaine IV. Ce 

mouvement du S4 a été évalué en mesurant soit le mouvement des charges positives de ce 

segment à travers le champ électrique membranaire (aussi appelé courant de porte), soit le 

courant ionique de fuite entre le segment S4 et le reste du VSD, lorsque certains résidus 

positifs de ce S4 sont neutralisés (Sokolov et al., 2005). Ainsi, ce couplage énergétique entre 

le filtre de sélectivité et le mouvement du S4 du domaine IV suggère un rôle du VSD de ce 

domaine dans le processus d’inactivation (Capes et al., 2012). De plus, des études de 

mutagenèse associées à des études fonctionnelles en utilisant la technique de patch clamp, 

ont montré le rôle particulier du VSD de ce domaine IV dans le processus d’inactivation des 

canaux Nav (Bendahhou et al., 1999b; Kontis et al., 1997). 

Une autre région reliée directement au VSD est également impliquée dans un processus 

d’inactivation, notamment l’inactivation rapide (type N), dans les canaux Kv et Nav. Des 

approches de mutagenèse dirigées associées à des études fonctionnelles ont été utilisées 

pour étudier les régions impliquées dans le processus d’inactivation. De cette façon, il a été 

montré sur le canal potassique Shaker qu’une région cytosolique de 40 acides aminés (6ème-

46ème résidu) située dans l’extrémité N-terminale et formant ce qu’on appelle « la boule 

d’inactivation », est responsable de l’inactivation rapide (Hoshi et al., 1990, 1991). Les 

mêmes approches ont été utilisées sur le canal neuronal Nav1.2 dans lequel il a été montré 

que le processus d’inactivation rapide dépend d’un motif hydrophobe de trois résidus 

Isoleucine-Phénylalanine-Méthionine (IFM) situés dans la boucle reliant les domaines DIII et 

DIV (West et al., 1992). Dans les deux familles de canaux (Kv et Nav), la « boule 

d’inactivation » ou le « motif IFM » interagit avec le côté cytoplasmique du pore pour induire 

l’occlusion et donc l’inactivation du canal (Hoshi et al., 1991; West et al., 1992). Ces régions 

cytosoliques directement reliées au VSD confèrent à ce module un rôle non-négligeable 

dans le processus d’inactivation.  

 

On retrouve ce module VSD non seulement dans des canaux, mais aussi dans des protéines 

enzymatiques, comme la phosphatase de l’ascidie Ciona intestinalis (Ci-VSP), ce qui rend 

l’activité enzymatique dépendante du potentiel (Murata et al., 2005). Cette Ci-VSP est 
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capable de catalyser des phospho-inositides comme le PIP2. Ainsi, l’étude de la voltage-

dépendance a été réalisée en évaluant ses effets sur l’activité de canaux potassiques activés 

par le PIP2 tels que les canaux KCNQ2/Q3 responsables du courant neuronal M et les 

canaux rectifiant entrant (Kir) impliqués dans l’excitabilité cellulaire et l’homéostasie 

potassique. La forte dépendance et sensibilité au PIP2 de ces canaux a été montrée grâce à 

des approches fonctionnelles, biochimiques et radioactives (Huang et al., 1998a; Zhang et 

al., 1999, 2003).  

 

Une étude récente illustre également la modularité du VSD et du PD. En effet, la fusion entre 

le VSD de Ci-VSP et le canal potassique viral voltage-indépendant Kcv permet de former un 

canal potassique chimérique voltage-dépendant regroupant les caractéristiques de ses 

composantes, à savoir les propriétés de sélectivité et d’ouverture-fermeture de Kcv d’une 

part, et la voltage dépendance de Ci-VSP de l’autre (Arrigoni et al., 2013). Ces résultats 

suggèrent que le couplage entre ce module VSD et l’ouverture-fermeture du pore ne requiert 

pas nécessairement une spécificité. Cependant, d’autres études ont au contraire, montré 

que la coopération entre le VSD et le PD nécessite des séquences bien spécifiques dans 

ces deux régions. En effet, il a été montré que l’association du VSD du canal potassique de 

drosophile, Shaker, avec le PD d’un canal potassique bactérien, KcsA, forme une protéine 

chimérique non-fonctionnelle malgré le fait qu’elle soit présente à la membrane plasmique 

(Caprini et al., 2001). Cette chimère devient fonctionnelle si et seulement si la partie C-

terminale du PD de KcsA est remplacée par celle de Shaker, suggérant la nécessité d’une 

compatibilité entre le VSD et une région du PD (Lu et al., 2001).  

Des approches de mutagenèse dirigée associées à des études fonctionnelles sur cette 

chimère Shaker-KcsA ainsi que sur le canal potassique hERG, ont mis en évidence 

l’importance de deux régions précises sur l’activité voltage-dépendante des canaux ioniques. 

Il s’agit de la boucle S4-S5 et de la partie C-terminale du segment S6. Les effets drastiques 

de mutations sur certains résidus de ces régions sur l’activité du canal démontrent 

l’importance d’une spécificité entre les modules  VSD et PD (Lu et al., 2002; Tristani-Firouzi 

et al., 2002). Cette contradiction sur la nécessité ou non de compatibilité voire de spécificité 

entre VSD et PD, reflète la complexité des mécanismes impliqués dans le couplage entre 

ces deux modules. L’étude de ces mécanismes fait partie intégrante de mon travail de thèse. 
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 b) Le module PD 

 

Le domaine pore est composé par les segments S5 et S6 ainsi que la boucle qui les relie 

(Figure 3). Ce module constitue à la fois le domaine de sélectivité et de conduction des ions. 

Des études réalisées sur les canaux voltage-dépendants bactériens KvLm et NavSp1 ont 

montré que ce module peut fonctionner indépendamment du VSD. En effet, lorsque le 

module VSD de ces canaux est enlevé, le module PD reste fonctionnel avec les mêmes 

propriétés de sélectivité, de conduction et pharmacologiques que le canal entier (McCusker 

et al., 2011; Santos et al., 2008; Shaya et al., 2011). Ces résultats montrent que ces mutants 

« pore only » sont capables de s’assembler et être stables à la membrane pour assurer leur 

fonction canalaire. Un mutant « pore only » d’un autre canal bactérien est capable de 

s’assembler également et de former des cristaux à partir desquels sa structure 

cristallographique a été obtenue par diffraction aux rayons X (McCusker et al., 2012). Les 

données fournies par la structure de ce mutant « pore only », mais aussi par celles des 

canaux entiers KvAP (Jiang et al., 2003), Kv1.2 (Long et al., 2005a) NavAb (Payandeh et al., 

2011a, 2012) et NavRh (Zhang et al., 2012), ont permis de mieux comprendre les 

mécanismes moléculaires et les réarrangements structuraux à la base du fonctionnement du 

module PD.  

Dans les Kv comme dans les Nav, ce module PD contient deux portes potentielles qui 

contrôlent le flux des ions à travers le pore.  

 

1) Une porte d’activation située du côté cytosolique du pore, constituant la zone de 

conduction et dont les résidus jouent un rôle crucial dans les processus d’activation, 

inactivation rapide et déactivation. La localisation de la porte d’activation du côté 

cytoplasmique du pore a été suggérée sur les canaux potassiques à 2 domaines (voltage-

indépendants), les Kv ainsi que sur les Nav. Par exemple, une étude sur le canal Shaker a 

consisté à introduire des cystéines à différentes positions de la partie cytoplasmique du S6 et 

à étudier l’accessibilité de ces cystéines à l’agent réducteur methanethiosulfonate-

ethyltrimethylammonium (MTSET) exposé du côté intracellulaire (figure 10). Les résultats de 

cette étude montrent qu’un certain nombre de ces cystéines situées à l’intérieur du pore sont 

accessibles à l’agent réducteur uniquement lorsque le canal est à l’état ouvert. De plus, l’ion 

Cd2+ est capable de se fixer sur certains de ces cystéines sans affecter l’ouverture-fermeture 

du canal, tandis que la fixation de cet ion sur une cystéine beaucoup plus proche du cytosol 

stabilise le canal à l’état ouvert. Toutes ces observations suggèrent que le côté intracellulaire 

du pore joue un rôle crucial dans l’ouverture-fermeture du canal Shaker (Liu et al., 1997).  
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Figure 10 : Concept d’accessibilité de résidus du module PD à l’agent réducteur MTSET. 

Deux résidus du PD ont été substitués par des cystéines (étoiles). Les flèches blanches représentent la 

localisation de la porte d’activation. Les cystéines situées du côté extracellulaire de la porte d’activation (étoiles 

noires) sont accessibles au MTSET intracellulaire uniquement lorsque la porte d’activation est ouverte (à droite). 

En revanche, les cystéines situées du côté intracellulaire de cette porte (étoiles bleues) y sont accessibles quel 

que soit l’état ouvert ou fermée de cette porte. Adapté selon (Liu et al., 1997). 

 

D’autres approches structurales utilisant la spectroscopie à résonance électronique 

paramagnétique ont démontré sur le canal KcsA que, pendant l’ouverture-fermeture du pore, 

les résidus extracellulaires de ce module PD sont immobiles et qu’en revanche, des 

mouvements ont lieu sur l’extrémité C-terminale de l’hélice S6 (Perozo et al., 1999). Cette 

étude renforce l’idée d’une porte d’activation située du côté intracellulaire du pore. Toutefois, 

l’interprétation de ces résultats doit être faite avec beaucoup de précaution dans la mesure 

où la technique utilisée n’est pas suffisamment sensible pour détecter les mouvements de 

faible amplitude au niveau du filtre de sélectivité, qui pourraient également contrôler le 

passage des ions. En effet, de tels mouvements ont un rôle important dans le processus 

d’inactivation lente ainsi que dans la coordination des ions qui traversent le pore (Hoshi and 

Armstrong, 2013; Liu et al., 1996). Enfin, une autre étude a montré que l’inhibition d’un canal 

Nav par sa sous-unité auxiliaire se fait de façon état-dépendante. Cette étude suggère que la 

queue cytoplasmique de cette sous-unité auxiliaire interagit avec la porte d’activation du 

canal uniquement lorsque celui-ci est à l’état ouvert, pour induire l’occlusion réversible du 

pore (Grieco et al., 2005).  

Toutes ces études soutiennent l’idée de la localisation de la porte d’activation du côté 

cytosolique. Toutefois, cette hypothèse ne semble pas généralisable à certains canaux 

ioniques tels que les canaux ioniques activés par les nucléotides cycliques (CNG). L’effet de 

l’ion Ag2+ sur des résidus cystéines situés à l’intérieur du pore est identique quelque soit 

l’état ouvert ou fermé du canal. Le diamètre de cet ion (2.52 Å) étant similaire ou supérieur à 

celui des ions potassium ou sodium déshydratés (2.66 Å et 1.94 Å, respectivement), ces 

résultats suggèrent qu’il n’y a pas de porte d’activation du côté cytosolique de ces canaux 

CNG (Flynn and Zagotta, 2001).  
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2) La deuxième porte du module PD est localisée du côté extracellulaire du pore, au niveau 

du filtre de sélectivité, entre les segments S5 et S6. Plusieurs études sur les canaux Nav ont 

montré que cette deuxième porte est responsable de l’inactivation lente ou très lente, 

processus similaires à l’inactivation de type C observée dans les canaux Kv (Balser et al., 

1996; Bénitah et al., 1999; Ong et al., 2000; Todt et al., 1999; Vilin et al., 2001; Xiong et al., 

2006). Le fonctionnement de cette 2ème porte ferait intervenir, entre autres,  des résidus du 

filtre de sélectivité, zone de sélection des ions (Cuello et al., 2010; Liu et al., 1996; López-

Barneo et al., 1993). Une étude récente réalisée sur le canal sodique bactérien NaChBac a 

montré que la mutation d’un seul résidu de cette région est suffisante pour transformer ce 

canal sodique en canal calcique (Yue et al., 2002). Cette porte extracellulaire du pore est 

également le site de fixation d’ions perméants (Na+ ou K+) ou bloqueur (Ca2+) (Cuello et al., 

2010; Zhang et al., 2013).  

 

Basée sur une forte similarité structurale entre les filtres de sélectivité (2ème porte) de deux 

canaux sodiques cristallisés à deux états différents (pré-ouvert pour NavAb ; (Payandeh et 

al., 2011a) et fermé pour NavMs), une étude récente suggère que ces deux portes sont 

découplées (McCusker et al., 2012). Cependant, cette hypothèse est d’autant plus 

spéculative que la structure de NavMs supposée à l’état ouvert ne l’est probablement pas. 

En effet, il manque toute la région cytosolique du segment S6 dans la protéine à partir de 

laquelle cette structure a été obtenue. Le manque de cette région pourrait être à l’origine 

d’une conformation non-native de la protéine NavMs, et notamment du segment S6 qui serait 

beaucoup plus flexible et instable, expliquant ainsi le manque de densité d’électrons sur la 

région cytosolique de cette hélice S6 (McCusker et al., 2012). De plus, une étude précédente 

sur le canal potassique procaryote et voltage-indépendant KcsA a, au contraire, montré qu’il 

y a un couplage structural entre le filtre de sélectivité et la porte d’activation. En effet, les 

auteurs de cette étude ont démontré qu’il y a une forte corrélation entre le diamètre 

d’ouverture de la porte d’activation et les réarrangements structuraux du filtre de sélectivité 

(Cuello et al., 2010).  

 

Dans certains canaux potassiques procaryotes (KcsA, KvAP, MthK, KirBac) et eucaryotes 

(Kir), constitués seulement de deux domaines transmembranaires M1 et M2, on retrouve une 

structure similaire à celle du PD (S5-S6) des canaux voltage-dépendants. L’activité de ces 

canaux voltage-indépendants est régulée par des éléments intracellulaires tels que le Mg2+ 

(Schrempf et al., 1995), le Ca2+ (Jiang et al., 2002a) et le PIP2 (Shyng and Nichols, 1998), 

ainsi que par le pH (Cuello et al., 1998). L’existence de ces canaux à deux domaines 

transmembranaires, sur lesquels les premières structures cristallographiques des canaux 

ioniques ont été déterminées, renforce l’idée selon laquelle le pore forme un module capable 
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de fonctionner indépendamment du VSD. Selon cette hypothèse, le VSD sert à détecter les 

variations de potentiel de part et d’autre de la membrane, tandis que le PD constitue la zone 

de sélectivité et de conduction des ions. Cependant, l’existence des canaux à protons 

voltage-dépendants pousse à revoir cette généralité.   

 

 
 c) Le cas des canaux Hv 

 

Les canaux à protons voltage-dépendants (Hv) représentent une famille de canaux ioniques 

laissant passer spécifiquement les ions H+. Aucune étude n’a montré que d’autres ions 

peuvent passer à travers ces canaux (Decoursey, 2003). L’activité de ces canaux dépend à 

la fois du potentiel membranaire, du gradient de pH de part et d’autre de la membrane 

(Cherny et al., 1995), et de la température (DeCoursey and Cherny, 1998; Kuno et al., 1997, 

2009). La conductance de ces canaux Hv est 103 fois plus faible que celle des autres canaux 

voltage-dépendants (Cherny et al., 2003), et cette faible conductance serait probablement 

liée au fait que la concentration des ions H+ est 106 fois plus faible que celle des principaux 

ions dans des solutions physiologiques (Decoursey, 2003). La grande particularité de ces 

canaux Hv est le fait qu’ils sont constitués de domaines composés seulement de quatre 

segments transmembranaires (S1 à S4), similaires aux VSDs des autres canaux voltage-

dépendants et responsable à la fois de la détection du potentiel membranaire d’une part, et 

de la sélectivité et conduction des ions H+ d’autre part (Figure 11A). Deux monomères 

s’associent au niveau de leurs extrémités C-terminale pour former un dimère, structure  

fonctionnelle du canal (Figure 11B).  

 

 

Figure 11 : Structure schématique d’un canal à proton.  

(A) Sous-unité à 4 segments  transmembranaires. (B) Schéma de la structure dimérique du canal fonctionnel. 

Haut : côté extracellulaire. Bas : côté cytosolique. (Adapté selon DeCoursey, 2010).  
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Ces propriétés physiologiques de sélectivité et de conduction des ions H+ par les canaux Hv 

malgré l’absence d’un PD, montrent que le module VSD peut présenter d’autres fonctions 

que la détection du potentiel membranaire.  

La phosphatase voltage-dépendante (VSP) est une phosphatase membranaire dont l’activité 

est régulée par le potentiel membranaire. Cette protéine est composée, d’une part de quatre 

segments transmembranaires (S1-S4) avec un segment S4 riche en résidus positifs, tout 

comme le module VSD des canaux ioniques voltage-dépendants, et d’autre part d’un 

domaine cytosolique catalytique (Murata et al., 2005). La substitution d’un résidu Arg en His 

à l’extrémité intracellulaire du S4 (R171H) transforme une VSP, qui naturellement ne conduit 

pas des ions, en canal à H+ voltage-dépendant (Sutton et al., 2012). L’alignement des 

séquences de cette VSP et des canaux Hv montre la présence d’un résidu His chez les 

canaux Hv dans cette position. Cette étude suggère que la sélectivité des canaux Hv aux H+  

est liée à un résidu His situé sur l’extrémité intracellulaire du segment S4. 

 

De façon intéressante, des mutations par substitution d’Arg en His au niveau des segments 

S4 ont été retrouvées sur des canaux voltage-dépendants chez des patients atteints de 

certaines canalopathies. Les études in vitro de ces mutations ont montré l’existence d’une 

sélectivité et d’une conductance aux ions H+. C’est le cas de la mutation R666H sur le canal 

sodique musculaire Nav1.4 à l’origine d’une paralysie périodique hypo-kaliémique (Jurkat-

Rott and Lehmann-Horn, 2007; Sokolov et al., 2010; Struyk and Cannon, 2007). On peut 

citer également la mutation R219H sur un segment S4 du canal sodique cardiaque Nav1.5 et 

qui est liée à une cardiomyopathie dilatée ainsi qu’à d’autres troubles de l’activité électrique 

cardiaque (Gosselin-Badaroudine et al., 2012). Enfin, l’introduction de mutations similaires 

(Arg en His) au niveau du segment S4 du canal Shaker ont comme conséquence l’apparition 

d’une conductance sélective pour les ions H+ (Starace and Bezanilla, 2001, 2004; Starace et 

al., 1997). Ces observations laissent suggérer qu’un mécanisme d’évolution naturelle a 

probablement « exploité » ces propriétés de conduction ionique par le VSD pour générer les 

canaux Hv.  

 

En somme, l’existence des canaux Hv et des protéases voltage-dépendantes d’une part, et 

les canaux potassiques à deux domaines transmembranaires ainsi que les mutants «pore-

only» fonctionnels de l’autre, est parfaitement cohérente avec l’idée d’une structure 

modulaire des canaux ioniques voltage-dépendants. Reste maintenant à comprendre quels 

sont les mécanismes moléculaires régissant l’activité de chaque module ainsi que les 

éléments qui couplent leurs fonctions.  
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3- Mécanismes de fonctionnement des modules VSD et PD 

  
 
a) Mouvement du segment S4 et courant de porte 

 

 

Le segment S4, aussi appelé segment voltage-sensor, est l’élément clé de la détection des 

variations du potentiel membranaire par le VSD. En effet, ce segment riche en résidus 

chargés positivement se déplace au sein de la membrane plasmique lorsque le potentiel 

membranaire varie. Ce mouvement du S4 est à la base des changements conformationnels 

du canal, entrainant ainsi l’ouverture ou la fermeture du pore en fonction du potentiel 

membranaire. Le déplacement des charges positives du S4 dans le champ électrique 

membranaire génère un courant transitoire appelé « courant de porte » du fait de son rôle 

majeur dans les processus d’ouverture et fermeture de la porte d’activation. La mesure de ce 

« courant de porte », dont l’amplitude est approximativement 100 fois plus faible que le 

courant ionique traversant le pore du canal, nécessite deux conditions : d’une part, une très 

forte expression membranaire des canaux ioniques étudiés et d’autre part, une réduction 

voire une élimination du courant ionique et du courant capacitif correspondant à la charge et 

décharge de la membrane (Bezanilla and Stefani, 1998). Ces courants de porte sont 

mesurables, malgré la faible distance parcourue par le S4, grâce à la vitesse très élevée du 

mouvement du S4 d’une part, et à l’existence d’un champ électrique très focalisé au niveau 

membranaire par lequel passent les charges positives lors de ce mouvement du S4 d’autre 

part (Bezanilla, 2000; Starace and Bezanilla, 2004). Par ailleurs, le mouvement du S4 peut 

également être mesuré grâce à la technique de fluorimétrie à potentiel imposé qui consiste à 

attacher au niveau extracellulaire du S4, un fluorophore dont l’intensité de fluorescence varie 

en fonction de l’hydrophobicité de son environnement. La mesure des variations de 

fluorescence reflète ainsi le mouvement du S4. Cette technique présente l’avantage de 

permettre une mesure simultanée du mouvement du S4 et du courant ionique (Cha and 

Bezanilla, 1997; Mannuzzu et al., 1996).  

Au-delà de la détection du mouvement du S4, plusieurs études se sont intéressées à la 

nature même de ce mouvement et ont aboutit à trois modèles différents grâce à des 

techniques de biologie structurale, de biochimie et d’imagerie fluorescente. 

 

 

 Le modèle du « voltage-sensor paddle » 

  

Ce modèle est basé sur la structure cristallographique de KvAP, un canal potassique 

voltage-dépendant et exprimé par la bactérie Aeropyrum pernix (Jiang et al., 2003). Cette 
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structure a montré que le segment S3 est formé de deux hélices individuelles (S3a et S3b)  

séparées par une boucle. La deuxième hélice du S3 (S3b) est directement associée au S4 

pour former le « voltage-sensor paddle », élément moteur du domaine voltage-sensor 

(Figure 12). Au potentiel de repos, S4 est localisé sur la face interne de la membrane alors 

que S3b est positionné au-dessus du S4. Suite à une dépolarisation membranaire, ce 

« voltage-sensor paddle » (S3b + S4) traverse la bicouche lipidique jusqu’à la face externe 

de la membrane (Jiang et al., 2003).  

 

 

 

Figure 12 : Structure cristallographique de KvAP dans le modèle du « voltage-sensor paddle ». 

Structure à l’état fermé (gauche) et ouvert (droite) de KvAP. En rouge sont représentées les hélices des 

segments S4 et S3b, et en bleu les autres segments (S1, S2, S3a, S5 et S6). D’après (Jiang et al., 2003). 

 

Un mouvement de 15-20 Å a été suggéré en étudiant l’accessibilité de l’avidine à des 

molécules de biotines attachées à différentes positions du « voltage-sensor paddle » via des 

ponts disulfure avec des structures chimiques de différentes longueurs connues. L’approche 

a consisté à étudier l’accès de l’avidine présente du côté extracellulaire ou du côté 

cytosolique, en évaluant son effet sur la fonction du canal KvAP préalablement relié à la 

biotine (Ruta et al., 2005). 

Toutefois, ce modèle présente des limites majeures du fait qu’il soit basé sur une structure 

cristallographique de KvAP qui serait différente de la structure native. En effet, il a été 

montré qu’en comparaison avec la structure d’un autre canal potassique, Kv1.2 (Long et al., 

2005a), les segments S4 sur la structure de KvAP étaient à l’état de repos alors qu’au 

contraire, le pore du canal est à l’état ouvert. Etant donné le rôle crucial des interactions 

lipides-protéines sur la stabilité des canaux ioniques, cette structure non-native de KvAP 

serait due principalement à l’absence de lipides membranaires dans les conditions de 

cristallisation de KvAP (Lee et al., 2005b).  
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 Le modèle à vis hélicoïdale 

 

Ce modèle a été initialement proposé pour les canaux sodiques (Guy and Seetharamulu, 

1986) avant d’être adapté aux canaux potassiques (Durell and Guy, 1992). Grâce à une 

approche de modélisation, il a été suggéré que le segment S4 effectue un mouvement à la 

fois de rotation et de translation par rapport à son axe, en réponse aux variations du potentiel 

membranaire (Figure 13).  

 

 

 

Figure 13 : Représentation schématique du modèle à vis hélicoïdale. 

Le cylindre rouge représente le segment S4 avec les lipides qui l’entourent en vert. Les quatre premières charges 

positives sont représentées par des sphères bleues lorsqu’elles sont devant le domaine S4 et par des cercles 

lorsqu’elles sont derrière. Adaptée selon (Tombola et al., 2006). 

 

Le canal potassique voltage-dépendant Shaker, exprimé par Drosophila melanogaster, a été 

utilisé comme modèle pour démontrer ces mouvements à la fois de rotation et de translation 

en utilisant les techniques de FRET (Glauner et al., 1999) et d’accessibilité des charges 

positives du S4 au réactif MTSET (Larsson et al., 1996), respectivement. Rappelons que ce 

MTSET (methanethiosulfonate-ethyltrimethylammonium) est un réactif hydrophile, 

imperméable à la membrane et contenant un groupement thiol capable de se fixer 

spécifiquement sur les groupements sulfhydriles des cystéines (Akabas et al., 1992). Ainsi, 

les expériences d’accessibilité consistent à étudier les effets du MTSET sur l’activité du 

canal dans lequel un ou des résidus positifs du S4 ont été préalablement mutés en Cys. 

Lorsqu’il y a accessibilité à la position mutée, le MTSET s’y fixe, ce qui se traduit par une 

modification de l’activité du canal. Cette approche s’applique également à d’autres régions 

du canal comme le pore (Kürz et al., 1995; Pascual et al., 1995, et page 23).  

 Des études basées sur ce modèle à vis hélicoïdal ont montré que le mouvement de rotation 

s’effectue avec un angle de ~180° et ce, de façon simultanée à un mouvement de translation 

du S4 de l’ordre de ~13.5 Å à travers la membrane plasmique (Glauner et al., 1999; Gandhi 

and Isacoff, 2002). 

 

Repos Activé 
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 Le modèle du transporteur 

 

Contrairement aux deux précédents modèles, le modèle du transporteur suggère un  

mouvement de translation du S4 très faible, de ~2 Å (Cha et al., 1999; Chanda et al., 2005). 

Selon ce modèle, ce faible mouvement est suffisant pour faire passer les charges du S4 

d’une crevasse intracellulaire (état de repos) à une crevasse extracellulaire en réponse à 

une dépolarisation membranaire (Figure 14), permettant ainsi les changements 

conformationnels nécessaires à l’ouverture-fermeture du pore (Chanda et al., 2005).  

 

 

 

Figure 14 : Représentation schématique du modèle du transporteur. 

Le cylindre gris représente le segment S4 au sein de la membrane plasmique (beige). Les quatre premières 

charges positives sont représentées par des sphères bleues. Ce schéma montre comment la dépolarisation 

empêche l’accessibilité des résidus positifs du S4 par des composés ajoutés à la face intracellulaire comme le 

MTSET. D’après (Chanda et al., 2005). 

 

Ce modèle est parfaitement cohérent avec les résultats montrant une accessibilité au 

MTSET intra ou extracellulaire dépendante de l’état activé ou de repos du canal, et qui ont 

initialement permis de suggérer le modèle à vis hélicoïdale selon lequel le S4 traverse toute 

la membrane pendant son mouvement (Larsson et al., 1996). En effet, des crevasses 

présentes du coté intra et extracellulaire permettraient d’exposer les résidus de S4 d’un côté 

ou de l’autre de la membrane grâce à la rotation du S4.  

 

 

 Vers un modèle consensuel du mouvement du S4 

 

 Les trois modèles décrits ci-dessus sur le mouvement du S4 diffèrent entre eux, aussi bien 

sur la nature du mouvement que sur son amplitude. Ces différences, notamment sur 

l’amplitude du mouvement du S4 allant de ~2 Å sur Kv1.2 (Cha et al., 1999) et Shaker 

(Chanda et al., 2005) à ~15 Å sur Shaker (Larsson et al., 1996) peuvent s’expliquer par 
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l’utilisation de techniques variées avec des limites de détections différentes. Certaines 

techniques telles que le FRET peuvent sous-estimer la distance du mouvement en ne 

prenant en compte que des conformations rares lorsque les fluorophores donneur et 

accepteur sont très proches l’un de l’autre. D’autres techniques utilisées dans ces études du 

mouvement du S4, telles que le « cross-linking » et le ciblage par la biotine, peuvent 

surestimer la distance du mouvement en stabilisant de façon covalente des conformations 

rares et extrêmes dans lesquelles une cystéine est exceptionnellement accessible du côté 

intra ou extracellulaire (Tombola et al., 2006). Par ailleurs, le mouvement extrême de ~20 Å 

décrit sur le canal procaryote KvAP (Ruta et al., 2005) est également incomparable aux 

mouvements suggérés sur les canaux eucaryotes de la famille Shaker, du fait d’une 

conformation non-native de la structure de KvAP (Lee et al., 2005b). 

 

Très récemment, un modèle structural des états de repos, intermédiaire et activé du 

domaine voltage sensor a été établi à partir de la première structure cristallographique d’un 

canal sodique voltage-dépendant (Payandeh et al., 2011a). Selon ce dernier modèle 

structural, la translation du S4 est de l’ordre de 6 à 8 Å et sa rotation de 30° (Yarov-Yarovoy 

et al., 2012). Plusieurs études supportent l’idée d’un mouvement du S4 commun à tous les 

canaux ioniques. Cependant, un mouvement du S4 avec des caractéristiques propres pour 

chaque type ou famille de canaux ne peut pas être exclu étant donné leurs différences à la 

fois structurales et fonctionnelles. En effet, le nombre et la disposition des charges positives 

du S4 ne sont pas identiques entre les différents canaux ioniques. Ces différences pourraient 

éventuellement expliquer leurs différences fonctionnelles, notamment sur la voltage-

dépendance de leur activation. Cette différence sur leur voltage-dépendance se traduit par 

des valeurs de potentiel de demi-activation (V1/2) différentes : par exemple, -10 mV pour 

Kv1.2 contre -51 mV pour KvAP (Ruta et al., 2003; Watanabe et al., 2007). 

Afin d’apporter des réponses plus complètes sur ce mouvement du segment S4 à l’origine de 

la dépendance au potentiel des canaux ioniques, des structures cristallographiques de ces 

protéines en entier et à différents états (repos et activé) sont nécessaires. A l’heure actuelle, 

seuls les modèles par homologie et les simulations par dynamique moléculaire permettent 

de suggérer les caractéristiques du mouvement du S4 dans tous ses différents états. Mais 

les données issues de ces approches sont à considérer avec prudence du fait de leur 

caractère purement prédictif. 
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 b) Ouverture de la porte d’activation 

 

Dans tous les canaux ioniques, à l’exception des canaux CNG (Flynn and Zagotta, 2001), la 

porte d’activation située du côté cytosolique du pore constitue la zone principale où ont lieu 

les processus d’ouverture et de fermeture du canal. Toutes les structures cristallographiques 

des canaux ioniques déterminées à ce jour (Cuello et al., 2010; Doyle et al., 1998; Jiang et 

al., 2002a; Long et al., 2005a; McCusker et al., 2012; Payandeh et al., 2011a, 2012; Zhang 

et al., 2012) illustrent que cette porte d’activation est formée par le croisement entre les 

extrémités intracellulaires des segments S6 de chaque domaine ou sous-unité. Cependant, 

le mécanisme moléculaire régissant son fonctionnement est loin d’être le même pour tous 

les canaux ioniques. Grace à des approches de biologie structurale et de mutagenèse 

dirigée, associées à des études fonctionnelles, plusieurs mécanismes ont été proposés sur 

l’ouverture-fermeture de cette porte d’activation. 

 

 Le modèle de l’articulation au niveau d’une glycine 

 

La première structure cristallographique d’un canal ionique a été déterminée sur le canal 

potassique bactérien KcsA, constitué de deux domaines transmembranaires (TM1 et TM2) 

similaires aux segments S5 et S6 des canaux voltages-dépendants (Doyle et al., 1998). La 

comparaison de cette structure de KcsA à l’état fermé, avec celle d’un autre canal 

potassique bactérien, MthK, à l’état ouvert (Jiang et al., 2002a), a permis d’établir un modèle 

sur le mécanisme d’ouverture et fermeture de la porte d’activation (Figure 15). Selon ce 

modèle, l’ouverture de la porte d’activation des canaux potassiques nécessite un ploiement 

des segments S6 au niveau d’un résidu Glycine (Gly, en position 83 dans MthK). Ce 

fléchissement entrainerait l’éloignement des extrémités intracellulaires des S6 entre elles, 

permettant ainsi l’ouverture de la porte d’activation (Jiang et al., 2002a, 2002b).  

 

Figure 15 : Comparaison entre les structures 

des canaux KcsA et MthK. 

(A) Superposition de KcsA (vert) et MthK 

(orange). Le filtre de sélectivité a servi de point 

de référence. Pour plus de clarté, seules deux 

sous-unités sur quatre sont représentées. (B) 

Comparaison d’une sous-unité de chacun des 

deux structures vues par rapport à l’axe central 

de symétrie du tétramère (ligne pointillée noire). 

D’après (Perozo, 2002). 
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L’importance du résidu Glycine 219 (correspondant au Glycine 83 sur MthK) sur l’ouverture 

de la porte d’activation a été démontrée sur le canal sodique bactérien NaChBac en utilisant 

une approche de mutagenèse dirigée associée à des études fonctionnelles (Zhao et al., 

2004a, 2004b). En effet, la substitution de ce résidu Glycine 219 de l’hélice S6 par un résidu 

Proline pour favoriser la courbure rigide à cette position (Barlow and Thornton, 1988), 

entraine une stabilisation de l’état ouvert du canal et ralentit considérablement sa cinétique 

de déactivation (Zhao et al., 2004a). Ces effets semblent être très spécifiques à la fois de la 

position et de la nature de la mutation puisqu’aucun effet majeur n’a été observé suite à la 

substitution des résidus voisins Isoleucine 218 et Tyrosine 220 en Proline ou celle de la 

Glycine 219 par une Alanine (Zhao et al., 2004a, 2004b).   

Etant donné le caractère très conservé de cette Glycine sur les canaux potassiques à 2 

domaines transmembranaires ainsi que sur certains canaux potassiques, calciques et 

sodiques à 6 domaines transmembranaires, il a été suggéré que ce mécanisme d’ouverture 

de la porte d’activation basé sur l’articulation de l’hélice S6 au niveau d’une Glycine, est 

généralisable à tous les canaux ioniques (Zhao et al., 2004a). Cependant, ce modèle 

présente une limite majeure : il est basé sur la comparaison entre des structures statiques  

de deux  canaux potassiques différents (KcsA et MthK) dont les mécanismes d’ouverture de 

la porte d’activation ne sont peut être pas identiques, auquel cas ce premier mécanisme est 

contestable. D’autre part, le résidu Gly constituant l’articulation du segment S6 n’est pas 

conservé sur certains canaux ioniques, ce qui suggère l’existence d’un ou plusieurs autres 

modèles d’ouverture et fermeture de la porte d’activation. 

  

 Le modèle de coude au niveau du motif Pro-X-Pro 

 

Ce modèle a été proposé suite à des études réalisées sur le canal potassique Shaker dans 

lequel le résidu Gly constituant la charnière sur KcsA et MthK n’est pas conservé. Il a été 

montré qu’un ion Cd2+ est capable d’interagir simultanément avec une cystéine introduite en 

position 476 d’une sous-unité, et l’histidine native en position 486 d’une autre sous-unité, 

pour former un pont métallique capable de stabiliser l’état ouvert du canal Shaker. La 

formation de ce pont reflète une proximité entre ces deux résidus situés du côté cytosolique 

du S6 (Holmgren et al., 1998). Or, ces résidus sont éloignés de 13 Å sur la structure de 

Shaker par homologie avec celle de KcsA (Figure 16A), d’où l’existence d’un autre modèle 

d’ouverture-fermeture du pore pour Shaker.  

Une autre étude a montré que des bloqueurs du pore sont capables de protéger des 

cystéines introduites sur la partie cytosolique de S6 contre des composés chimiques pouvant 

interagir avec ces cystéines. De façon intéressante, cette protection ne dépend pas de l’état 

ouvert ou fermé du canal (del Camino et al., 2000). Cette deuxième étude est elle aussi 
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incompatible avec le modèle de la charnière au niveau d’une glycine car l’accessibilité des 

bloqueurs à des cystéines situées entre les positions 470 et 478, et ce de façon 

indépendante de l’état ouvert ou fermé du canal, n’est pas cohérente avec la zone de 

croisement des S6 proposée sur KcsA à l’état fermé. En revanche, ces résultats pourraient 

s’expliquer par la formation d’un coude rigide au-dessus de la position 470. Ainsi, l’équipe de 

Gary Yellen, à l’origine de ces deux études sur Shaker,  a proposé que  l’ouverture-fermeture 

du pore de ce canal implique une structure en coude formée par le motif Pro-X-Pro (où X est 

n’importe quel acide aminé) situé sur le côté cytoplasmique de S6 et en amont de la position 

470 (Figure 16B).  

 

 

Figure 16 : Comparaison entre KcsA et le module PD de Shaker. 

(A) Modèle de Shaker issu de la structure de KcsA. Dans ce modèle, le résidu H486 (bleu foncé) est trop éloigné 

du résidu V476 (sphère jaune) pour coordonner le l’ion cadmium (sphère bleue ciel). (B) Modèle de coude lié au 

motif PXP dans le canal Shaker. Dans ce modèle, H486 est suffisamment proche de V476 pour coordonner le 

cadmium. Le crochet représente la position de la membrane plasmique. D’après (del Camino et al., 2000).  

 

Etant donné la conservation de ce motif Pro-X-Pro dans tous les Kv, ce modèle de 

fonctionnement du pore serait identique pour tous ces canaux (del Camino et al., 2000). Ce 

modèle a été ensuite confirmé par la structure cristallographique de Kv1.2 dans laquelle ce 

motif Pro-X-Pro constitue la zone de courbure rigide des S6 (Long et al., 2005a).  

 

 Le modèle de rotation autour d’une thréonine 

 

En comparant les structures cristallographiques des canaux sodiques bactériens NavAb et 

NavMs supposés être à l’état inactivé et ouvert, respectivement, une étude récente a 

proposé un nouveau mécanisme d’ouverture de la porte d’activation (McCusker et al., 2012). 

D’après cette étude, l’ouverture de la porte d’activation est basée sur un mouvement de 

rotation de la région intracellulaire du S6 au niveau d’un résidu Thr en position 209, qui 

permettrait l’éloignement des extrémités intracellulaires du S6 par rapport à l’axe du pore. 

Cette étude comparative montre une ouverture d’un diamètre suffisant (>8 Å) pour laisser 
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passer des ions Na+ hydratés (~7.8 Å de diamètre). Cependant, comme expliqué ci-dessus, 

la structure de NavMs supposée à l’état ouvert peut ne pas refléter un état natif du canal du 

fait de l’absence de la région cytosolique des segments S6. Par conséquent, ce modèle est à 

considérer avec précaution, d’autant plus qu’il n’y a eu aucune donnée fonctionnelle en 

faveur de ce modèle. Il serait intéressant d’une part, d’étudier les effets de mutations de ce 

résidu Thr sur la probabilité d’ouverture du canal, et d’autre part de déterminer la structure 

du pore en entier avec ou sans des mutations sur ce résidu Thr en position 209.      

 
 
 
4- Couplage entre les modules VSD et PD 

 

Le couplage entre les modules VSD et PD consiste à transférer le mouvement du segment 

S4 en ouverture-fermeture du pore. Plusieurs études se sont intéressées aux mécanismes 

moléculaires impliqués dans ce couplage entre les modules VSD et PD. 

 

 

 a) Médiation par la boucle S4-S5 

 

L’interaction physique entre la boucle S4-S5 (appelée ici B4-5) et la partie C-terminale de S6 

(appelée ici TS6), ainsi que le rôle de cette interaction dans le couplage entre le mouvement 

du S4 et l’ouverture de la porte d’activation, ont été étudiés dans plusieurs canaux ioniques 

voltage-dépendants en utilisant différentes techniques : mutagenèse dirigée associée à des 

études fonctionnelles sur une protéine chimère de Shaker et KcsA (Lu et al., 2001, 2002), 

alanine-scanning de B4-5 et TS6 sur Kv4.2 (Barghaan and Bähring, 2009) et cross-linking de 

B4-5 et TS6 sur hERG (Ferrer et al., 2006), mais aussi sur spHCN1 (Prole and Yellen, 

2006). Toutes ces approches ont permis de démontrer le rôle majeur de B4-5 et TS6 sur le 

couplage entre le voltage-sensor et S6. Cette interaction a été également confirmée par la 

structure cristallographique du canal potassique voltage-dépendants Kv1.2 (Long et al., 

2005a). 

L’ensemble de ces études indiquent clairement que le mouvement du segment voltage-

sensor et l’ouverture de la porte d’activation sont couplés à travers l’interaction entre B4-5 et 

TS6. Reste à savoir comment cette interaction entre B4-5 et TS6 fait le lien entre l’activation 

du VSD et l’ouverture du pore. Ainsi, plusieurs modèles d’interaction ont été proposés. 
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 Modèle de « levier mécanique » 

 

Dans une étude utilisant une protéine chimérique dans laquelle le module PD de Shaker a 

été remplacé par celui de KcsA, il a été montré que B4-5 et TS6 jouent un rôle crucial dans 

la dépendance au potentiel des canaux ioniques (Lu et al., 2001, 2002). La fermeture 

incomplète du pore dans la protéine chimérique Shaker-KcsA dont B4-5 et TS6 sont issus 

de canaux différents, suggère que ces 2 régions interagissent à l’état fermé du canal. En 

supposant que les segments voltage sensor S4 sont couplés au pore dans les canaux 

Shaker de façon non-allostérique, les auteurs de cette étude ont proposé le modèle de 

« levier mécanique » dans lequel les B4-5 poussent sur les TS6 à des potentiels 

repolarisant, lorsque le canal est fermé. A l’inverse, lorsque la membrane est dépolarisée, 

les segments S4 se déplacent vers la face externe de la membrane, empêchant la 

constriction du pore par les B4-5, ce qui entraîne l’ouverture de la porte d’activation (Figure 

17). La structure cristallographique correspondant à l’état ouvert de Kv1.2 (Long et al., 

2005a), un homologue de Shaker chez les mammifères, est parfaitement cohérente avec ce 

mécanisme selon lequel tous les segments S4 doivent être activés pour permettre 

l’ouverture du pore.  

 

Figure 17 : Modèle de levier mécanique. 

Ce modèle propose une interaction forte et permanente entre la boucle S4-S5 (B4-5) et la partie C-terminale de 

S6 (TS6) comme étant à la base du couplage entre le mouvement du segment voltage-sensor S4 et l’ouverture 

du pore. 

 

Dans d’autres études fonctionnelles sur Shaker, il a été montré que des mutations dans B4-

5 ou TS6 ont des effets considérables sur la phase lente du courant de porte « Off » 

(Batulan et al., 2010). Ce courant de porte « Off » correspond au mouvement des charges 

positives de S4 de l’état activé à l’état de repos (Figure 18). De plus, il a été montré que la 

fermeture de la porte d’activation a un impact sur ce courant de porte « Off ». L’interprétation 

de ces résultats a été que l’interaction entre B4-5 et TS6 maintient les S4 en position 

« activée » et stabilisent ainsi l’état ouvert du canal Shaker (Batulan et al., 2010). La même 

équipe a identifié d’autres mutations dans B4-5 et TS6 qui découplent complètement le 
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mouvement du S4 de l’ouverture du pore. Cela suggère que le module PD exerce une 

influence mécanique sur le mouvement du module VSD. En effet, en présence de ces 

mutations entrainant une perte de fonction sur l’ouverture du pore, les segments S4 sont 

activés à des potentiels plus négatifs, comparé au canal sauvage (les S4 sont plus libres 

pour bouger), ce qui se traduit par un décalage de la voltage-dépendance des courants de 

porte vers des potentiels plus négatifs et donc un gain de fonction sur le module VSD 

(Haddad and Blunck, 2011). Cet impact du découplage entre les modules VSD et PD sur le 

mouvement des S4 suggère une interaction forte et permanente entre B4-5 et TS6 sur le 

canal sauvage. 

 

 

Figure 18 : Mouvement du segment S4 et courant de porte. 

(A) Représentation schématique du mouvement du segment S4 d’un côté à l’autre de la membrane entre les 

états fermé et ouvert du canal Shaker. (B) Exemple d’enregistrement de courant de porte. ON : courant de porte 

lors de la dépolarisation membranaire. OFF : courant de porte lors du retour des S4 en position de repos après la 

repolarisation membranaire. (C) Exemple de courbes montrant la voltage-dépendance du courant de porte ON 

(QON/V) et celle de la conductance ionique (G/V) du canal KCNQ1. 

 

 

Sur le plan structural, l’interaction entre B4-5 et TS6 a été observée sur la structure 

cristallographique de Kv1.2 à l’état ouvert, ce qui est cohérent avec le couplage 

électromécanique entre le mouvement du S4 et le pore. Dans cette première et seule 

structure cristallographique d’un Kv eucaryote, les S4 ont été suggérés comme étant 

responsables d’un travail mécanique exercé sur le pore à travers les B4-5, lesquels sont 

positionnées de façon à serrer ou à dilater la partie interne des hélices S6 (Long et al., 

2005a).  



39 
 

Les auteurs de cette étude ont ensuite déterminé, grâce à une approche de modélisation par 

homologie, la structure de ce même canal mais cette fois-ci à l’état fermé, et y ont observé 

que l’interaction entre B4-5 et TS6 est toujours existante. Ces résultats sont cohérents avec 

le modèle de « levier mécanique » selon lequel le segment B4-5 interagit de façon 

permanente avec TS6 pour faire le lien entre le mouvement du S4  et l’ouverture-fermeture 

de la porte d’activation (Long et al., 2005b). Cependant, il  est important de signaler la 

possibilité que la structure cristallographique de Kv1.2 en faveur de ce modèle, ne 

corresponde pas à une conformation native. En effet, cette structure montre une position du 

S4 par rapport au pore qui est incompatible avec la proximité entre le premier résidu Arg du 

S4 (R249) et le résidu A351 du pore (Lewis et al., 2008). Cette proximité entre R249 et A351 

a été démontrée en générant des ponts métalliques de Zn2+ ou de Cd2+ entre ces deux 

positions après avoir muté leurs résidus en Histidine. Ces résultats confirment que ces deux 

résidus sont très proches lorsque le canal est à l’état ouvert (Lewis et al., 2008). Toutefois, 

ces données fonctionnelles sont à considérer avec prudence car l’introduction de site de 

fixation d’ion métallique pourrait également entrainer le canal à une conformation non-native.  

 

Dans ce modèle d’interaction forte et permanente entre B4-5 et TS6, il est facile de 

comprendre pourquoi la séquence de TS6 dans les canaux Kv est bien conservée. Cette 

région contient un motif (Pro-X-Pro) ou un résidu (Gly) à l’origine d’une courbure de l’hélice 

S6 nécessaire à une interaction optimale et permanente entre B4-5 et TS6 (del Camino et 

al., 2000; Jiang et al., 2002a, 2002b; Long et al., 2005a). Cependant, comme nous allons le 

voir sur le chapitre suivant, il semble que dans d’autres canaux voltage-dépendants, 

l’interaction entre B4-5 et TS6 n’est pas permanente et permet de stabiliser uniquement 

l’état ouvert ou l’état fermé du canal. 

 

 

 Modèle d’interaction labile  
 
 
Une approche de mutagenèse dirigée sur le canal potassique cardiaque hERG a permis de 

suggérer la proximité entre B4-5 et TS6 lorsque ce canal est fermé (Tristani-Firouzi et al., 

2002). En effet, l’introduction de cystéines dans ces régions B4-5 et TS6 conduit à une 

diminution de l’amplitude du courant uniquement dans un environnement oxydant, et cet 

effet est d’autant plus prononcé que le potentiel de repos est très négatif, donc lorsque le 

canal est fermé. Cette voltage-dépendance de la stabilisation de l’état fermé du canal hERG 

par un pont disulfure entre B4-5 et TS6 est cohérente avec une interaction labile stabilisant 

uniquement l’état fermé du canal hERG sauvage (Ferrer et al., 2006). La spécificité entre les 

acides aminés impliqués dans cette interaction entre B4-5 et TS6 est un élément crucial 
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puisque une mutation ponctuelle (D540K) au niveau de B4-5 est suffisante pour déstabiliser 

considérablement la fermeture du canal, notamment à des potentiels hyperpolarisants 

(Sanguinetti and Xu, 1999). Et de façon intéressante, cet effet peut être corrigé par des 

mutations ponctuelles (R665A, R665Q ou R665D) situées au niveau de TS6 (Tristani-Firouzi 

et al., 2002).  

Par ailleurs, d’autres études réalisées sur les canaux HCN et KAT1 sont cohérentes avec ce 

modèle d’interaction labile entre B4-5 et TS6. Ces canaux HCN et KAT1 ont la particularité 

d’être activés par des potentiels hyperpolarisants. Dans ce cas, la dépolarisation 

membranaire entraîne la déactivation de ces canaux tandis que l’hyperpolarisation conduit à 

leur activation (Moroni et al., 2000).  

Une approche de scanning par des Alanines sur HCN2 a permis d’identifier 3 résidus de B4-

5 (E324, Y331 et R339) jouant un rôle crucial dans la stabilisation de l’état fermé car la 

mutation de ces résidus rend le canal constitutivement ouvert (Chen et al., 2001). Ces 

résultats sont cohérents avec l’hypothèse d’une interaction labile entre B4-5 et TS6, 

impliquant des résidus bien spécifiques. Toutefois, ils n’expliquent pas l’inversion de la 

voltage-dépendance de ces canaux du fait que l’interaction entre B4-5 et TS6 stabilise l’état 

fermé, tout comme pour le canal hERG qui lui est, au contraire, activé par la dépolarisation. 

Une explication possible de cette inversion de la voltage-dépendance serait qu’une autre 

interaction entre B4-5 et TS6 stabilise l’état ouvert du canal à des potentiels 

hyperpolarisants et que cette interaction soit abolie lors de la dépolarisation, conduisant 

ainsi à la fermeture du canal. Cette hypothèse a été validée grâce à une approche de cross-

linking sur le canal spHCN1 dans lequel il a été montré que le fait de forcer l’interaction entre 

B4-5 (F359) et la région cytosolique proche de TS6 (K482) élimine la déactivation du canal, 

suggérant que cette interaction stabilise son état ouvert (Prole and Yellen, 2006). 

Cependant, il est important de rappeler que ce type d’approche peut conduire à une 

conformation non-native du canal, ce qui fait que l’interprétation de ces résultats doit être 

faite avec beaucoup de précaution. La stabilisation de l’état ouvert (Prole and Yellen, 2006) 

ou fermé (Chen et al., 2001) de ces canaux HCN par des interactions spécifiques entre B4-5 

et TS6 suggère un modèle plus complexe dans ce couplage entre le VSD et le PD. Ce 

modèle, qui sera développé par la suite, impliquerait des résidus différents en fonction de 

l’état ouvert ou fermé du canal et pourrait constituer un modèle consensuel.  

Cette idée d’interaction différente entre B4-5 et TS6 à l’état fermé et à l’état ouvert a été 

suggérée dans une autre étude. Cette étude utilisant une approche de modélisation par 

homologie sur le canal KAT1 a montré que la fermeture du canal se fait via une répulsion 

entre B4-5 (R190, R197) et TS6 (R307, R310) tandis que son ouverture se fait lorsque B4-5 

tourne autour d’elle-même de façon a permettre une interaction électrostatique entre D188 

dans B4-5 et R307, R310 dans TS6 (Grabe et al., 2007). Mais une fois de plus, ces résultats 
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restent tout de même spéculatifs du fait que l’approche à partir de laquelle ils ont été 

obtenus est basée sur une modélisation par homologie avec un autre canal et non sur des 

données expérimentales sur le canal KAT1.  

 

Tous ces résultats obtenus sur les canaux activés par l’hyperpolarisation (HCN et KAT1) 

sont cohérents avec l’idée d’une interaction labile et spécifique entre B4-5 et TS6. Cette 

spécificité est incohérente avec le fait que la fusion de deux protéines qui n’ont aucun 

rapport, à savoir le VSD de Ci-VSP et le canal potassique viral Kcv à deux domaines 

(correspondant au PD) permette de former un canal potassique chimérique voltage-

dépendant qui s’ouvre et se ferme correctement (Arrigoni et al., 2013).  

Enfin, des études fonctionnelles associées à des approches de mutagenèse dirigée sur le 

canal potassique cardiaque KCNQ1 ont montré que des mutations de résidus spécifiques au 

niveau de B4-5 ou de TS6, entrainent l’apparition d’un courant voltage-indépendant, 

suggérant que ces mutations diminuent l’interaction entre B4-5 et TS6 lorsque le canal est à 

l’état fermé (Boulet et al., 2007; Labro et al., 2011). Ces résultats  suggèrent également une 

interaction labile et spécifique entre B4-5 et TS6 qui, comme pour le canal hERG, 

stabiliserait l’état fermé du canal KCNQ1.  

 

Etant donné le caractère labile et spécifique de cette interaction entre B4-5 et TS6, il est très 

facile d’imaginer un modèle selon lequel B4-5 pourrait jouer le rôle d’un ligand capable de se 

fixer de façon spécifique à TS6 (son récepteur) pour stabiliser l’état fermé des canaux 

potassiques activés par la dépolarisation (Figure 19), ou l’état ouvert de ceux activés par 

l’hyperpolarisation. Ainsi, mon deuxième projet de thèse a consisté à étudier 

l’application de ce nouveau modèle « ligand-récepteur » sur le canal KCNQ1. 

 

 
 

Figure 19 : Modèle de ligand-récepteur 

Ce modèle propose une interaction labile et spécifique entre la boucle S4-S5 (B4-5) et la partie C-terminale de 

S6 (TS6), stabilisant la fermeture de la porte d’activation.  
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 Le cas des canaux Nav et Cav 

 

Chez les eucaryotes, les canaux Nav et Cav résultent de la fusion entre quatre sous-unités 

différentes pour former un seul monomère à quatre domaines. Dans cette structure 

hétérotétramérique, chaque domaine partage la même architecture que les sous-unités des 

canaux Kv, à savoir six domaines transmembranaires (S1 à S6) avec S1-S4 formant le VSD, 

S4 étant riche en résidus positifs, et un PD formé par l’association des segments S5 et S6. 

Puisque la voltage-dépendance de ces canaux est générée par les mouvements des 

segments S4 en réponse aux variations du potentiel membranaire (Kurejová et al., 2007; 

Yang and Horn, 1995), tout comme les Kv, nous avons émis l’hypothèse que les 

mécanismes de dépendance au potentiel de ces canaux Nav et Cav d’une part, et Kv d’autre 

part, seraient identiques. Par conséquent, le but de mon troisième projet de thèse est 

d’étudier l’application du modèle « ligand récepteur » sur les canaux sodiques 

eucaryote Nav1.4 et procaryote NavSp1.    

 

 Vers un modèle consensuel 

 

La différence majeure entre le modèle de « levier mécanique » et celui d’interaction labile est 

que dans le premier, l’interaction entre B4-5 et TS6 est permanente et le mécanisme 

d’ouverture-fermeture du pore suite au mouvement du S4 est purement mécanique. En 

revanche, dans le second modèle, l’interaction entre B4-5 et TS6 est labile et implique des 

résidus bien spécifiques, ce qui permet une stabilisation d’un état bien précis (ouvert ou 

fermé) du canal. Toutefois, deux études récentes sur les canaux hERG et HCN montrent que 

l’interaction entre B4-5 et TS6 pourrait impliquer un model encore plus complexe que les 

modèles décrits ci-dessus (Kwan et al., 2012; Ng et al., 2012). Dans la première étude et 

dans un premier temps, la structure d’un peptide correspondant à B4-5 a été déterminée en 

solution et les auteurs ont observé que ce peptide contient une hélice amphipathique (de 

Asp 540 à Leu 550). A  partir de ces données structurales, les auteurs ont utilisé une 

approche de mutagenèse par Alanine-scanning pour étudier le rôle des résidus constituant 

cette hélice amphipathique sur la fonction du canal hERG. C’est ainsi qu’ils ont montré que 

certains résidus de B4-5 sont impliqués dans la stabilisation des états ouvert ou fermé du 

canal, tandis que d’autres sont plutôt responsables des interactions stabilisant des états 

intermédiaires ou des états de transition très complexes (Ng et al., 2012). Il a donc été 

suggéré que B4-5 interagisse avec TS6 pour stabiliser différents états du canal hERG 

(comme pour le modèle de levier mécanique) et que ces interactions soient labiles et 

impliquent différents résidus bien précis de B4-5 en fonction de l’état du canal (comme pour 

le modèle d’interaction labile). 
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Une seconde étude réalisée sur le canal HCN d’oursin a consisté à introduire des cystéines 

au niveau de B4-5 et de la région cytosolique proche de TS6 (post-TS6) afin d’étudier les 

effets de ponts métalliques (Cd2+) entre ces deux régions sur l’activité du canal. Les auteurs 

de cette étude ont observé que le fait de forcer l’interaction entre ces deux régions stabilise 

le canal à l’état ouvert ou à l’état fermé, en fonction de la position des pairs de cystéines. En 

utilisant un concatémère dimèrique de ce canal, il a été démontré qu’il y a une proximité 

entre B4-5 d’une sous-unité avec la région post-TS6 d’une sous-unité voisine, et ce aussi 

bien à l’état ouvert qu’à l’état fermé du canal (Kwan et al., 2012). Cette étude est cohérente 

avec des résultats précédemment observés sur d’autres canaux HCN montrant que des 

interactions entre B4-5 et TS6 ou la région post-TS6 sont impliquées dans les états ouvert et 

fermé du canal (Chen et al., 2001; Prole and Yellen, 2006). Toutes ces études laissent 

suggérer un modèle consensuel selon lequel les B4-5 interagiraient avec des TS6 ou des 

régions post-TS6 des sous-unités voisines pour stabiliser les différents états du canal, et que 

ces interactions impliqueraient des résidus distincts en fonction de l’état du canal.  

 

En somme, toutes les études citées sur ce chapitre montrent le rôle de B4-5 dans la 

médiation entre les modules VSD et PD, à l’origine de l’ouverture-fermeture des canaux 

ioniques voltage-dépendants. La prochaine étape de recherche sur ce sujet consistera à 

éclaircir les mécanismes moléculaires de cette interaction grâce à la détermination de 

nouvelles structures cristallographiques à haute résolution, associées à des approches 

fonctionnelles et bioinformatiques. Par ailleurs, une nouvelle hypothèse a été émise sur la 

participation d’un autre acteur, un phospholipide membranaire, dans la médiation entre les 

modules VSD et PD.  

 

 

b) Médiation par le PIP2 

 

Le phosphatidylinositol 4,5-bisphosphate (PIP2) est un phospholipide chargé négativement et 

situé dans la face interne de la membrane plasmique. Il joue un rôle majeur dans des 

processus cellulaires divers et variés. En effet, le PIP2 a été montré comme étant impliqué 

dans la production des messagers secondaires inositol trisphosphate et diacylglysérol, dans 

l’organisation du cytosquelette, dans le trafic des protéines à la membranaire, ainsi que dans 

la régulation de l’activité des canaux ioniques et transporteurs (Hilgemann et al., 2001; 

McLaughlin et al., 2002). Parmi les canaux régulés par le PIP2, on retrouve à la fois des 

canaux voltage-dépendants et non-voltage-dépendants : Kv (Bian et al., 2001b; Loussouarn 

et al., 2003; Park et al., 2005; Rodriguez et al., 2010b; Zhang et al., 2003), Cav (Wu et al., 

2002), HCN (Flynn and Zagotta, 2011b), Kir (Hilgemann and Ball, 1996; Huang et al., 1998b) 
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et TRP (Rohács et al., 2005).  

Malgré cette variété de canaux sensibles au PIP2, les mécanismes moléculaires à la base de 

cette régulation ne sont pas encore bien établis et ont fait l’objet de quelques études 

biophysiques. Plusieurs hypothèses ont été émises sur les mécanismes de régulation des 

canaux voltage-dépendants par ce phospholipide. Une hypothèse propose que le PIP2 

agisse sur un des modules, notamment le PD. Une autre hypothèse suggère que le PIP2 

réalise le couplage entre les modules VSD et PD (Zaydman et al., 2013).  

 

 

 Stabilisation de l’ouverture de la porte d’activation 

 

Dans tous les canaux sensibles au PIP2 cités ci-dessus, il a été montré que ce phospholipide 

a un effet gain-de-fonction sur l’amplitude du courant. Plusieurs études fonctionnelles ont 

montré que cet effet activateur est régi par une stabilisation, par le PIP2, de l’ouverture de la 

porte d’activation.  

La première étude sur les mécanismes de régulation des canaux par le PIP2 a été réalisée 

sur Kir6.2, un canal potassique non-voltage-dépendant et à deux domaines 

transmembranaires M1 et M2 (équivalents à S5 et S6 dans les Kv). Dans cette étude, il a été 

montré que l’effet activateur du PIP2 passe par une augmentation de la probabilité 

d’ouverture du canal en présence de ce phospholipide dont le site de fixation serait au 

niveau de résidus positifs situés à l’extrémité C-terminale proche du segment M2 (Shyng and 

Nichols, 1998). Ces résultats ont été confirmés par la détermination des structures 

cristallographiques de canaux Kir en présence et en absence de PIP2 (Hansen et al., 2011; 

Whorton and MacKinnon, 2011, 2013). Ces données structurales ont permis de montrer que 

le PIP2 exerce son rôle agoniste du canal en interagissant avec des résidus positifs situés au 

niveau de l’interface entre les domaines transmembranaire et cytoplasmique, et que cette 

interaction favoriserait l’état ouvert du canal.  

Ce modèle de régulation des canaux ioniques par le PIP2 est cohérent avec des études 

fonctionnelles réalisées dans notre laboratoire sur les Kv cardiaques KCNQ1 et hERG, dans 

lesquelles il a été montré que l’effet activateur du PIP2 est lié à une augmentation de 

l’amplitude du courant et à un ralentissement des cinétiques de déactivation (Loussouarn et 

al., 2003; Rodriguez et al., 2010b). Une approche de mutagenèse associée à des études 

fonctionnelles a permis d’identifier sur l’extrémité C-terminale de KCNQ1, des résidus positifs 

interagissant avec les charges négatives du PIP2. De façon intéressante, la mutation de ces 

résidus diminue l’affinité du canal à ce phospholipide (Park et al., 2005). Une autre étude a 

par la suite montré, grâce à des techniques de biochimie et d’électrophysiologie, que la 

mutation d’autres résidus positifs situés sur la région proximale de l’extrémité  C-terminale de 
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KCNQ1 diminue l’interaction entre le canal et le PIP2 (Thomas et al., 2011b). Etant donné la 

localisation de ces résidus positifs, ces deux études sont cohérentes avec l’effet activateur 

du PIP2 par stabilisation de l’ouverture du canal KCNQ1 (Loussouarn et al., 2003).  

Cependant, il a été montré que la régulation de ce canal KCNQ1 par le PIP2 implique 

également un résidu positif situé sur B4-5, suggérant un rôle de ce phospholipide dans le 

couplage entre le VSD et le PD (Park et al., 2005). De plus, des études fonctionnelles sur la 

régulation des canaux Cav et HCN par le PIP2 ont montré que ce phospholipide module à la 

fois l’amplitude du courant et la voltage-dépendance de l’activation (Flynn and Zagotta, 

2011b; Wu et al., 2002). Deux hypothèses permettent d’expliquer ces effets du PIP2 sur deux 

paramètres distincts de l’activité du canal, à savoir l’activation du VSD et l’ouverture-

fermeture du PD : Soit le PIP2 module séparément le mouvement du S4 et l’ouverture-

fermeture du pore, via deux modes d’action distincts, soit le PIP2 module le couplage entre 

ces deux processus, comme proposé ci-dessous. 

 

 

 Médiation directe du couplage par le PIP2 

 

Une étude très récemment publiée s'est intéressée au rôle du PIP2 dans le couplage 

électromécanique entre les modules VSD et PD du canal KCNQ1 (Zaydman et al., 2013). 

Dans cette étude, la technique de fluorimétrie à potentiel imposé permet de mesurer le 

mouvement de S4 sur lequel est attaché un fluorophore. L’intensité de la fluorescence étant 

corrélée au niveau d’hydrophobicité de l’environnement dans lequel se trouve le fluorophore, 

on peut construire une courbe F-V qui reflète la voltage-dépendance des mouvements du 

S4. Les auteurs ont utilisé dans cette étude, la Ci-VSP pour diminuer le PIP2 en variant le 

potentiel membranaire. Ces variations de la concentration du PIP2 affectent 

considérablement l'amplitude du courant potassique sans aucun effet sur la courbe F-V 

correspondant à la voltage-dépendance du mouvement du S4. Ce résultat montre donc que 

le PIP2 n'est pas nécessaire à l'activation des VSD. Un mutant L353K de KCNQ1 provoque 

un découplage entre le VSD et le PD rendant le pore constitutivement ouvert (Boulet et al., 

2007). Dans ce mutant, l’application de PIP2 a un effet gain de fonction sur la courbe F-V, 

comme si le PIP2 permettait de transférer le gain de fonction du pore vers le VSD. Cette 

observation a conduit les auteurs de cette étude à suggérer que le PIP2 joue un rôle dans le 

couplage entre ces deux modules.  

Cependant, cette interprétation est contradictoire aux résultats de leur première expérience 

montrant qu’un effet du PIP2 sur l’amplitude du courant n’a aucun impact sur le mouvement 

de S4. En effet, une étude réalisée sur le canal Shaker a montré que l’introduction d’une 

mutation au niveau du pore, permettant de découpler le VSD du PD, affecte le mouvement 
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des S4 qui deviennent plus facilement activables (Haddad and Blunck, 2011). De ce fait, on 

peut supposer que dans le cas de KCNQ1, si le PIP2 modulait le couplage entre le VSD et le 

PD, la diminution du PIP2 entrainerait un découplage entre VSD et PD et par conséquent, 

une altération du mouvement des S4. Pour éviter de comparer des canaux aux propriétés 

biophysiques différentes, il serait intéressant de vérifier si la même chose existe sur Shaker. 

C’est ce que j’ai fait lors de mon projet n°1. 

Les auteurs de cette nouvelle étude ont ensuite utilisé un modèle mathématique suggérant 

que les effets du PIP2 sur KCNQ1 impliquent une régulation directe du couplage entre les 

VSD et les PD par ce phospholipide et sans effet direct sur les modules eux-mêmes. Cette 

hypothèse est contradictoire à une autre étude réalisée sur ce même canal et montrant que 

le PIP2 agit directement sur le pore pour stabiliser le canal à l’état ouvert (Loussouarn et al., 

2003). Cette contradiction pourrait en partie s'expliquer par la différence d'approches 

expérimentales entre ces deux études. La première étude utilise la configuration inside-out 

de la technique de patch clamp, avec des cellules de mammifères et l’addition de PIP2 

exogène directement sur la face interne de la membrane. En revanche, cette nouvelle étude 

utilise la configuration cellule entière de la technique de double électrode avec des oocytes 

de xénope et une phosphatase voltage-dépendante (Ci-VSP) pour faire varier le niveau de 

PIP2 membranaire.  

Enfin, une approche de mutagenèse dirigée associée à des études fonctionnelles a permis 

aux auteurs de cette nouvelle étude, de déterminer le site de fixation du PIP2 au niveau de 

B4-5. Par conséquent, ils ont proposé un nouveau modèle de régulation du canal KCNQ1 

par le PIP2. Selon ce modèle, le PIP2 se fixe à l'interface entre le VSD et le PD, ce qui lui 

permet, grâce à ses charges négatives, d'empêcher les répulsions entre les résidus chargés 

positivement situés au niveau de ces modules VSD et PD (Figure 20). Ceci permettrait donc 

au PIP2 de retenir ces deux modules ensemble et de faire transférer entre eux les énergies 

issues de leurs changements conformationnels (Zaydman et al., 2013).  

En conclusion, cette étude suggère que le PIP2 joue le rôle de médiateur dans le couplage 

entre les modules VSD et PD.  

 

Figure 20 : Modèle de médiation directe du couplage entre les modules VSD et PD par le le PIP2. 
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La proposition de cette nouvelle hypothèse de médiation du couplage entre VSD et PD par le 

PIP2 reflète le manque d'informations sur les mécanismes moléculaires à la base de la 

régulation des canaux ioniques par le PIP2. Par conséquent, mon premier projet de thèse 

s'est focalisé sur l'étude de ces mécanismes de régulation des canaux ioniques par le 

PIP2 en utilisant le canal Shaker comme modèle d’étude. Ce projet a consisté à évaluer 

si dans ce canal, le PIP2 module séparément le mouvement du S4 et l’ouverture-fermeture 

du pore via deux mécanismes distincts. 

 

 

 Le canal potassique Shaker : un bon modèle d’étude 

 

Le gène Shaker issu de Drosophila melanogaster est le premier gène codant pour un canal 

potassique voltage-dépendant à être cloné (Tempel et al., 1987). Ce clonage a largement 

contribué, d’une part à l’identification de la superfamille des Kv, canaux ioniques homologues 

de Shaker chez les vertébrés, et d’autre part à une compréhension du rôle des Kv dans les 

pathologies humaines. Le canal Shaker est l’un des canaux potassiques voltage-dépendants 

dont les mécanismes de fonction sont largement étudiés. Par conséquent, il sert souvent de 

modèle dans les études de la voltage-dépendance des canaux ioniques en général.  

Comme tout Kv, il a une structure homotétramérique et chaque sous-unité est constituée de 

deux modules (VSD et PD) reliés entre eux par B4-5. Des modèles cinétiques basés sur 

l’étude des paramètres biophysiques de Shaker et résumant le comportement 

macroscopique de ses courants, ont permis de prédire que le fonctionnement de ce canal 

nécessite plusieurs mouvements des VSDs relativement indépendants, entre leurs états de 

repos et activé, suivis d’une transition concertée permettant à la porte d’activation au niveau 

du PD de passer de l’état fermé à l’état ouvert (Bezanilla et al., 1994; Hoshi et al., 1994; 

Stefani et al., 1994; Zagotta et al., 1994a, 1994b).  

 

Par ailleurs, ce canal Shaker, comme tout canal voltage-dépendant, contient un segment 

voltage-sensor (S4) riche en résidus chargés positivement et dont les mouvements en 

réponse aux variations du potentiel membranaire sont à l’origine de l’activité voltage-

dépendante du canal. Ces mouvements des charges positives du S4 à travers le champ 

électrique membranaire, aussi appelés courant de porte, sont à la base de la dépendance au 

potentiel du canal. De façon intéressante, ces courants de porte sont beaucoup plus 

facilement mesurables dans le canal Shaker, comparés aux autres canaux ioniques. De 

plus, il a été montré que la mutation W434F au niveau du PD de Shaker rend le canal non-

perméable aux ions et ce, sans affecter les mouvements des charges du S4, ce qui permet 

de mieux détecter les courants de porte (Perozo et al., 1993). Ainsi, ce canal Shaker, et 
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notamment son mutant W434F, représente un très bon modèle pour l’étudier le mouvement 

des charges positives de S4, par la technique de patch clamp. Enfin, un autre mutant 

Shaker-IR-A359C-C445V permet de fixer un fluorophore sur la face extracellulaire de S4 et 

mesurer les variations de la fluorescence en fonction des mouvements de ce segment 

voltage-sensor. Ce mutant permet  ainsi de mesurer simultanément le mouvement du S4 et 

le courant ionique, par la technique de fluorimétrie à potentiel imposé (Cha and Bezanilla, 

1997; Mannuzzu et al., 1996). 

De plus, comme Haddad and Blunck ont montré que dans Shaker, un découplage VSD/PD 

« libère » les S4 et provoque un gain de fonction sur la voltage-dépendance du mouvement 

de S4 (cf ci-dessus), nous pouvons déterminer si le PIP2 réalise ou non un couplage entre 

les deux modules. 

En somme, le canal potassique Shaker représente un bon modèle d’étude fonctionnelle des 

changements conformationnels du VSD à l’origine de l’ouverture-fermeture du pore. Nous 

avons par conséquent, utilisé ce modèle pour étudier les effets potentiels du PIP2 sur le 

mouvement du S4 afin de mieux comprendre les mécanismes moléculaires à la base de la 

régulation des canaux ioniques par ce phospholipide membranaire.  
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OBJECTIFS 

 

Projet 1 

Mon premier projet de thèse s’est focalisé sur l’étude des mécanismes moléculaires à la 

base de la régulation des canaux potassiques par le PIP2, en utilisant comme modèle le 

canal potassique Shaker (article 1).      

 

Projet 2 

Mon deuxième projet de thèse consistait à étudier les mécanismes de dépendance au 

potentiel du canal potassique cardiaque KCNQ1 (article 2). 

 

Projet 3 

Mon troisième projet de thèse avait pour but de vérifier si le mécanisme de dépendance au 

potentiel établi pour KCNQ1 est applicable aux canaux sodiques eucaryote (Nav1.4) et 

procaryote (NavSp1). 
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RESULTATS 

 

Projet 1 :  

 

Etude des mécanismes moléculaires à la base de la régulation des canaux 

potassiques voltage-dépendants par le PIP2 

 

Introduction 

 

Comme décrit dans l’introduction générale, le PIP2 est un phospholipide membranaire 

impliqué dans la régulation de différentes fonctions cellulaires. Ce phospholipide joue 

également un rôle majeur dans la régulation de l’activité des canaux ioniques (Hilgemann et 

al., 2001; Logothetis et al., 2010b; McLaughlin et al., 2002). Quelques études ont suggéré un 

rôle physiopathologique de l’interaction PIP2-canal (Li et al., 2011; Park et al., 2005). 

L’interaction de ce phospholipide avec des canaux ioniques a été illustrée par des études 

structurales réalisés sur des canaux Kir (Hansen et al., 2011; Whorton and MacKinnon, 

2011, 2013). Une étude biophysique sur le canal potassique Kir6.2 a montré que le PIP2 

active ce canal via une stabilisation de son état ouvert, ce qui se traduit par une 

augmentation de sa probabilité d’ouverture et donc de l’amplitude du courant (Shyng and 

Nichols, 1998). De part sa constitution par deux segments transmembranaires (M1 et M2, 

équivalents à S5 et S6 chez les Kv), ce canal KATP Kir6.2 a une structure comparable à 

celle du module PD des Kv. De façon intéressante, le module PD du canal potassique 

KCNQ1, tout comme Kir6.2, est activé par le PIP2, ce qui se traduit par une augmentation de 

l’amplitude du courant (Loussouarn et al., 2003). Des approches de mutagenèse dirigée 

associées à des études fonctionnelles sur ce canal KCNQ1 ont permis d’identifier des 

résidus positifs au niveau de TS6, mais aussi un résidu de B4-5, tous impliqués dans la 

régulation du canal par le PIP2 (Park et al., 2005). La région B4-5 des Kv étant comparable à 

la région N-terminale des KATP, les résultats de cette dernière étude sont cohérents avec 

les structures cristallographiques de Kir6.2 montrant l’implication de résidus du pore et de 

l’extrémité N-terminale du canal, dans la coordination des molécules de PIP2 interagissant 

avec ce canal (Hansen et al., 2011; Whorton and MacKinnon, 2011, 2013).  

En plus de l’augmentation de l’amplitude du courant, un décalage vers la gauche de la 

courbe d’activation du canal KCNQ1 a été observé lorsque la quantité de PIP2 est 

augmentée. Un modèle cinétique a suggéré que ces deux effets gain-de-fonction du PIP2 sur 

KCNQ1 sont associés à une stabilisation par ce phospholipide, de l’ouverture de la porte 

d’activation.  
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D’autres études fonctionnelles sur la régulation des canaux Cav et HCN par le PIP2 ont 

montré que le PIP2 module à la fois l’amplitude du courant et la voltage-dépendance de 

l’activation. Mais cette fois, l’ensemble des deux effets ne sont pas liés à une stabilisation de 

l’ouverture de la porte d’activation dans la mesure où l’effet sur l’amplitude est un gain de 

fonction, comme pour KCNQ1 et Kir6.2, tandis que l’effet sur la voltage-dépendance de 

l’activation est une perte de fonction (Flynn and Zagotta, 2011b; Wu et al., 2002). Ces 

résultats suggèrent un effet supplémentaire du PIP2 ciblant spécifiquement le module VSD, 

responsable de la voltage-dépendance du canal, ou un effet du PIP2 sur le couplage entre 

les deux modules VSD et PD comme suggéré par l’étude de Jiamin Cui (Zaydman et al., 

2013 et page 45). 

Une étude réalisée sur le canal potassique hERG a suggéré une prédominance de l’effet du 

PIP2 sur la stabilisation de l’ouverture de la porte d’activation, mais sans démonstration 

expérimentale (Rodriguez et al., 2010b). Mon projet 1 de thèse consiste à étudier sur un 

autre canal potassique voltage-dépendant, si l'effet du PIP2 sur la porte d'activation est 

prédominant d’une part, et si le PIP2 a un effet direct sur le module VSD ou plutôt sur le 

couplage entre les deux modules VSD et PD d’autre part.  

Pour répondre à ces interrogations, nous avons utilisé le canal potassique Shaker comme 

modèle, ainsi que des approches fonctionnelles (patch clamp et fluorimétrie à voltage 

imposé) et de modélisation (simulation par dynamique moléculaire). Nous avons ainsi, 

déterminé les mécanismes moléculaires à la base de la régulation de ce canal Shaker, et 

probablement des Kv en général, par le PIP2.  

 

 

Cette étude a fait l’objet d’un article publié dans le « Journal of Biological Chemistry » 

(Abderemane-ali et al, 2012). 
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Background:Phosphatidylinositol (4,5)-bisphosphate (PIP2) regulates several voltage-gatedK� channels, but themolecular
mechanism remains elusive.
Results: PIP2 exerts on Shaker opposite effects on maximal current amplitude and activation voltage dependence.
Conclusion: PIP2 stabilizes the gate in the open state and the voltage sensor in the resting state.
Significance: This is the first description of an effect of PIP2 on voltage sensor movement.

Phosphatidylinositol (4,5)-bisphosphate (PIP2) is a phospho-
lipid of the plasma membrane that has been shown to be a key
regulator of several ion channels. Functional studies and more
recently structural studies of Kir channels have revealed the
major impact of PIP2 on the open state stabilization. A similar
effect of PIP2 on the delayed rectifiers Kv7.1 and Kv11.1, two
voltage-gated K� channels, has been suggested, but the
molecular mechanism remains elusive and nothing is known
on PIP2 effect on other Kv such as those of the Shaker family.
By combining giant-patch ionic and gating current record-
ings in COS-7 cells, and voltage-clamp fluorimetry in Xeno-
pus oocytes, both heterologously expressing the voltage-de-
pendent Shaker channel, we show that PIP2 exerts 1) a
gain-of-function effect on the maximal current amplitude,
consistent with a stabilization of the open state and 2) a loss-
of-function effect by positive-shifting the activation voltage
dependence, most likely through a direct effect on the voltage
sensor movement, as illustrated by molecular dynamics
simulations.

Phosphatidylinositol (4,5)-bisphosphate (PIP2)4 is a nega-
tively charged phospholipid of the inner leaflet of the plasma
membrane that is a key player in a variety of cellular processes.

It has been demonstrated to be involved in the production of
the second messengers inositol trisphosphate and diacylglyc-
erol, in cytoskeletal organization, membrane trafficking, and
regulation of ion channels and transporters activities (1, 2).
Examples of PIP2-dependent ion channels and receptors
include inwardly rectifying K� channels (Kir) (3, 4), voltage-
gatedK� channels (Kv) (5–8), voltage-gatedCa2� channels (9),
TRP channels (10), and NMDA receptors (11, 12).
Functional studies (13, 14) and more recently, structural

studies on Kir channels (15, 16) demonstrated that PIP2 acts by
stabilizing the channels in an open state. Indirect evidence sug-
gests that such open state stabilization by PIP2 might also be
true for Kv channels, as indicated for Kv7.1 (17) and Kv11.1 (8).
The molecular mechanism underlying this PIP2 regulation of
Kv channels is still unclear, although it was shown that muta-
tions of positive residues in the cytosolic C terminus signifi-
cantly reduce PIP2 affinity for those channels (6, 18, 19).
Interestingly, in Kv channels but also in voltage-gated Na�

channels (Nav), positive residues of the voltage sensor S4 are
close to the inner leaflet of the cell plasma membrane, espe-
cially in the closed state (20–23). This raises the question
whether or not PIP2 can also modify the activity of these
channels by direct modulation of the voltage-sensing
mechanism.
To address this issue, we compared the effect of PIP2 on ionic

and gating currents of Shaker channel (24), which was used as a
model in this study, as it allows recording of large gating cur-
rents. We observed non-concomitant and opposite effects on
current amplitude and channel voltage dependence, suggesting
a dual effect of PIP2 on channel activity. Gating current mea-
surement and voltage-clamp fluorimetry suggest that a
direct effect of PIP2 on the voltage-sensor movement under-
lies the PIP2-induced modification of the channel voltage
dependence, but not of the current amplitude, suggesting
two binding sites.
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EXPERIMENTAL PROCEDURES

Cell Culture and Transfection

The COS-7 cell line, derived from the African green monkey
kidney, was obtained from the American Type Culture Collec-
tion (CRL-1651, Rockville, MD) and cultured in DMEM sup-
plemented with 10% serum and antibiotics (100 IU/ml penicil-
lin and 100 mg/ml streptomycin), all from GIBCO, (Paisley,
Scotland). Cells were transiently transfected with the plasmids
using Fugene-6 (Roche Molecular Biochemical, Indianapolis,
IN) according to the standard protocol recommended by the
manufacturer.
The WT Shaker (clone E, kind gift from Toshinori Hoshi),

the N terminus-deleted Shaker �6–46 (Shaker-IR) in which
fast inactivation is removed (25), and the non-conducting
Shaker-W434F and Shaker-IR-W434Fmutants were expressed
in COS-7 cells using a pGW1 expression vector. The W434F
mutation was used to permanently inactivate channels (26, 27)
to record gating currents. The plasmid coding for the green
fluorescent protein (pEGFP) used to identify transfected cells
was purchased from Clontech (Palo Alto, CA).
For giant-patch experiments on Shaker and Shaker-IR, a

total of 1 �g of DNAwas used. For giant-patch experiments on
Shaker-W434F and Shaker-IR-W434F, a total of 8 �g of DNA
was used. In both cases, 20% pEGFP combined with 80% of
DNA of interest were used for transfection in a well of a 12-well
plate.

Electrophysiology

From 24 to 72 h after transfection, COS-7 cells were
mounted on the stage of an inverted microscope and con-
stantly superfused at a rate of �2 ml/min. Experiments were
performed at room temperature (23 � 2 °C). Acquisition and
analysis were performed using pCLAMP 10.2 software
(Molecular Devices). Electrodes were connected to an Axo-
patch 200A amplifier (Axon Instruments). For giant-patch
experiments, the procedure described by Hilgemann (Hilge-
mann, 1989) was adapted to excise giant patches fromCOS-7
cells. Pipettes were pulled from borosilicate glass capillaries
(glass type 8250, King Precision Glass, Claremont, CA) on a
vertical puller (P30, Sutter Instruments, Novato, CA) and
fire-polished using a microforge (MF-83, Narishige, Tokyo,
Japan) to obtain tip diameters of �10 �m for patch pipettes
and �20 �m for excision pipettes. The excision pipette,
filled with the standard bath solution (see below), was con-
nected to a 20-ml syringe to apply suction for excision. A
microperfusion system allowed local application and rapid
change of the different experimental solutions (28). In this
giant-patch configuration, series resistances (around 0.5
MOhm) were not compensated, leading to a maximal error
of 2 mV in the recordings with the current of the highest
amplitude during the depolarizing pulse.

Protocols for Shaker and Shaker-IR Ion Currents

Activation Protocol—Plasma membranes were held at �80
mV, depolarized to various potentials during 40 ms, from �10
to �75 mV, with 2.5 mV decrements, then repolarized to �80
mV, every 5 s. This protocol allowed several measurements:

Maximal current, measured as the maximal activation cur-
rent amplitudes at �10 mV obtained by fitting both activation
and inactivation phases with Equation 1,

I�t� � Imax � �1 � exp��t/�act��
4 � �r � �r � 1�

� exp��t/�inact�� (Eq. 1)

where Imax is themaximal current amplitude, �act the time con-
stant of activation, �inact the time constant of inactivation, and r
the residual percentage of current upon full inactivation. This
equation allowed determining both activation and inactivation
time constants at different potentials.
Half-activation potential and slope factor of activation curve

were obtained by fitting the maximal current at each step
divided by the electromotive force, with a Boltzmann function
(Equation 2),

Irel � 1/�1 � exp���Vm � V1/2�/k�� (Eq. 2)

where Vm is themembrane potential, V1/2 is the half-activation
potential, and k is the slope factor.
Tail Protocol—Plasma membranes were held at �80 mV,

depolarized to �10 mV during 50 ms, then repolarized to var-
ious potentials during 10 ms, from �20 to �110 mV, with
5-mVdecrements, and finally repolarized to�80mV, every 5 s.
This protocol allowed determining the deactivation time con-
stants at different potentials by fitting relaxation of ion current
upon the first repolarization with a single exponential.
Inactivation Protocol—Membrane holding potential was

�80mV. Plasmamembraneswere depolarized (pre-pulse) dur-
ing 4 s to various potentials, from �95 to �15 mV, with 5 mV
increments, then depolarized (pulse) to �50 mV during 250
ms, before being repolarized to �80mV, every 5 s. Inactivation
curves, obtained by normalizing maximum amplitude upon
second pulse, were fitted with the following Boltzmann Equa-
tion 3,

Irel � �1/1 � exp���Vm � V1/2�/k�� (Eq. 3)

where Vm is themembrane potential, V1/2 is the half-activation
potential, and k is the slope factor.
This inactivation curve allowed characterizing of half-inacti-

vation potential and slope factor of inactivation curve.
Recovery from Inactivation Protocol—Plasma membranes

were held at �80 mV or �100 mV. An initial 200 ms pulse
(prepulse) to �20 mV was followed by a second similar pulse
(pulse) after an interval from 0 to 2 s, with 0.1 s increments.
Pulse/prepulse relative amplitude was plotted against time
interval. Recovery from inactivation time constants were
obtained from the single exponential fit of recovery from inac-
tivation curves.
Protocol for Shaker-W434F and Shaker-IR-W434F “ON”Gat-

ingCurrents (IgON)—ActivatingONgating currents (IgON)were
elicited during 30 ms depolarizing potentials between �100
and �60 mV (with �10 mV increments) starting from a �80
mV holding potential. Subsequently, deactivating OFF gating
currents (IgOFF) were recorded during a 30ms repolarizing step
to �100 mV. Capacitive and leak currents were subtracted
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using a -P/4 protocol starting from�100mV or holding poten-
tial. Interpulse interval was 5 s long.
This protocol allowed to determine: (i) the total amount of

gating charges moved, measured by integrating the ON gating
current at �60 mV and (ii) the voltage dependence of charge
movement (half-activation potential and slope factor) by plot-
ting the amount of gating charge as a function of depolarizing
potential (Q-V curve) and fitting the relation with a Boltzmann
function (Equation 2).
Protocol for Shaker-IR-A359C-C445V Ion Currents and Volt-

age-clamp Fluorimetry—Oocytes were prepared as previously
reported (29). Oocytes were placed in a bath chamber that was
perfused with control ND96 bath solution containing (in
mmol/liter), 96 NaCl, 3 KCl, 1 MgCl2, 2 CaCl2, and 5 HEPES,
titrated to pH 7.4 with NaOH.Microelectrodes were filled with
3 mol/liter KCl and had resistances of 1 to 5 M�. Voltage con-
trol and data acquisition was achieved with a Warner Instru-
ments OC-725C amplifier (Hamden, CT), and Axon Digidata
1322 A/D converter (Axon Instruments, Foster City, CA), con-
nected to a personal computer running pClamp9 software
(Molecular Devices Corp.).
Fluorimetrywas performedon the Shaker-IR-A359C-C445V

(30, 31) simultaneously with two-electrode voltage clamp.
Labeling of the oocytes with tetramethylrhodamine-5-maleim-
ide (TMRM; Invitrogen, Carlsbad, CA) dye was performed at
10 °C in a depolarizing solution containing (in mmol/liter), 100
KCl, 1.5 MgCl2, 0.5 CaCl2, and 10 HEPES, titrated to pH 7.4
using KOH, with 5 �mol/liter TMRM. After 30min of labeling,
oocytes were stored in ND96 solution in the dark until voltage-
clamped. Fluorimetry was performed using a Nikon TE300
inverted microscope with Epi-Fluorescence attachment and a
9124b Electron Tubes photomultiplier tube (PMT) module
(Cairn Research, Kent, UK) as was described previously (Es-
Salah-Lamoureux et al., 29). To minimize fluorophore bleach-
ing, a Uniblitz computer-controlled shutter (Vincent Associ-
ates, Ottawa, ON, Canada) was used, and opened shortly prior
to application of voltage clamppulses. Fluorescence signal sam-
pling frequency was 6.67 kHz; signal traces were filtered offline
at 300–1000 Hz. To correct for photobleaching of fluorophore
that occurred during shutter opening during activation proto-
col and single sweep experiments, control fluorescence data
were recorded in the absence of any change in voltage, and
subtracted from the voltage-dependent signal.
Membrane holding potential was�80mV.Membranes were

depolarized during 100 ms to various potentials, from �120 to
60 mV, with 10 mV increments, then repolarized to �80 mV,
every 2 s.

Solutions and Drugs

For giant-patch experiments, cells were superfused with a
standard solution containing (inmM) 145KCl, 10HEPES, and 1
EGTA, pH 7.3 with KOH. A solution of (in mM) 145 K-glu-
conate, 10 HEPES, and 1 EGTA, pH 7.3 with KOH, was used to
superfuse the cell duringmeasurements and to fill the tip of the
patch pipettes. Polylysine (Sigma-Aldrich) was diluted to 25
�g/ml before use. PIP2 (Calbiochem, Villeneuve d’Ascq,
France) was diluted to 5 �M and sonicated on ice for 30 min
before application to inside-out patches.

Molecular Dynamics Simulations

Weused all-atommodels of the equilibrated open and closed
conformations of the Kv1.2 embedded in fully hydrated POPC
lipid bilayer (22). The first ring of the bottom leaflet of POPC
molecules around theKv1.2was replaced by PIP2molecules (54
molecules for the closed conformation and 65molecules for the
open conformation) (supplemental Fig. S2). The system was
then solvated in 150 mM KCl solution (A total of �350,000
atoms) and gradually relaxed using a standard procedure: the
entire protein was fixed for 6 ns, enabling reorganization of the
lipid and solution, then the backbone only for 2 ns, enabling
relaxation of the side chains before finally letting the system
relax freely for over 50 ns until reaching equilibrium.
The MD simulations were carried out using the program

NAMD2 (32). Langevin dynamics was applied to keep the tem-
perature (300 K) fixed. The equations of motion were inte-
grated using a multiple time-step algorithm. Short- and long-
range forces were calculated every 1 and 2 time steps,
respectively, with a time step of 2.0 fs. Chemical bonds between
hydrogen and heavy atoms were constrained to their equilib-
rium value. Full three-dimensional periodic boundary condi-
tions were used and long-range electrostatic forces were taken
into account using the particle mesh Ewald (PME) approach.
The water molecules were described using the TIP3P model
(33). The simulation used the CHARMM22-CMAP force field
with torsional cross-terms for the protein (34), CHARMM36
for the POPC phospholipids (35), and the CHARMM-compat-
ible parameters for PIP2 developed in the group of Pr. Osman
(36). The simulations were performed on the SGI ALTIX ICE
Machine JADE at the CINES supercomputer center (Montpel-
lier, France).
Statistical significance of the observed effects was assessed by

Student’s t test or two-way ANOVA test, using SigmaStat 3.1
software. p 	 0.05 was considered significant.

RESULTS

The Function of Shaker Channels is PIP2-dependent—The
effect of PIP2 on Shaker potassium channels was studied using
the inside-out configuration of the patch-clamp technique.
Patch excision of the membrane of a COS-7 cell expressing
Shaker-IRmutant, inwhich the amino terminus responsible for
the fast (N-type) inactivationwas removed (25), led to a current
rundown, potentially attributable to a decrease in membrane
PIP2 levels. Consistent with that, addition on the inner side of
themembrane of 25 �g/ml of a PIP2-scavenger, polylysine (Fig.
1, lower panel), accelerated the observed rundown, and eventu-
ally led to a complete loss of the channel activity (data not
shown). Thus, polylysine was only transiently added (�25 s) to
reduce the current to approximately one-half of its initial value
in order tomaintain enough current tomeasure the biophysical
parameters (Fig. 1, left lower panel). Polylysine removal did not
lead to recovery of the current, suggesting that polylysine was
not blocking the pore. Most importantly, intracellular addition
of 5 �M PIP2 restored the current amplitude (Fig. 1, middle
lower panel) confirming that the observed rundown is PIP2-de-
pendent as previously reported for Kv11.1 and Kv7.1 channels
(5, 8, 17).
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PIP2 Induces an Increase in Maximal Current Amplitude: a
Gain of Function—To fully characterize the effect of PIP2 on
channel function, biophysical parameters were recorded at
three distinct periods: just after patch excision (“ctrl”), after a
25 s application of polylysine (“ctrl post-poly-K”), and at steady
state after �15 min (14.3 � 3.3 min) of 5 �M PIP2 application
(“PIP2”). Of note, since excision is associated with the dilution
of many cytosolic components, the variation of the biophysical
parameters observed between “ctrl” and “ctrl post-poly-K”may
be due to other factors in addition to PIP2 decrease (8). For this
reason, we rather focused on the comparison between “ctrl
post-poly-K” and “PIP2” conditions.

Ionic current recordings from a representative patch are
shown in Fig. 1, upper panel. Membrane depolarization led to
fast activation of the channels, followed by the expected
remaining slow C-type inactivation (25). From the activation
protocol (Fig. 1, inset) fitting both activation and inactivation
with Equation 1 allowed determining accurately the maximal
current at �10 mV in the three conditions (Fig. 1, right lower
panel). The average maximal current, which is decreased after
25-s addition of polylysine, recovers to its original value upon
addition of 5 �M PIP2, demonstrating a gain-of-function effect
of the phospholipid on the current amplitude.
PIP2 Induces a Loss of Function on the Voltage-dependence of

Activation—To investigate the PIP2 effects on Shaker activa-
tion gating in greater detail, we studied the voltage-dependence
of activation and the activation and deactivation kinetics (Fig.
2). Data from the activation protocol (Fig. 1, upper panel) were
used to construct the activation curves and to determine the
activation kinetics using Equation 1 (see “Experimental Proce-
dures.”). After �15 min of PIP2 application, the activation
curves were shifted by about �15 mV (Fig. 2, A and C), and the
slope factor was slightly decreased (Fig. 2D). The decrease in
the slope factor may be due to an incomplete decrease in PIP2
leading to a combination of channels with two profiles (PIP2-

bound and PIP2-free), resulting in a shallower activation curve
at a macroscopic level. In addition, PIP2 application signifi-
cantly slowed the activation kinetics measured at potentials
from �42.5 to �10 mV (Fig. 2B), and accelerated the deactiva-
tion kinetics at different potentials (Fig. 2, E and F). All the
parameters (activation curve, activation, and deactivation
kinetics) showed a similar 15-mV shift in voltage dependence
(Fig. 2, A, B, and F), suggesting that the PIP2-induced loss-of-
functionmight be acting on the closed to open equilibriumwith
no structural change in the activation mechanism.
One could argue that open pore stabilization may interfere

with voltage sensor movement. In other words, PIP2 may not

FIGURE 1. Rundown of Shaker-IR currents and reversal by PIP2 applica-
tion. Upper panel, representative Shaker-IR currents obtained from a giant
patch of a transfected COS-7 cell in response to an activation protocol (inset)
after excision (left panel, ctrl, empty circle), after a 25-s application of 25 �g/ml
polylysine (middle panel, ctrl post-poly-K, gray triangle), and at steady state,
after �15 min of PIP2 (5 �M) application (right panel, PIP2, dark square). Lower
panel, left, kinetics of relative peak tail-current amplitude from a representa-
tive cell, showing a slight rundown that is increased by addition of poly-K.
Middle, time course of ion current from a representative cell, showing an
increase in the current upon addition of PIP2. Right, maximal full activation
current amplitudes at �10 mV obtained by fitting both activation and inac-
tivation phases with Equation 1 (see “Experimental Procedures”). Mean of
maximal current at �10 mV obtained from 15 patches (***, p 	 0.001).

FIGURE 2. Modification of Shaker-IR activation properties in presence of
PIP2. A, mean relative conductance-voltage (G/Gmax�V) relationships fitted
with a Boltzmann function and obtained using the same protocol as in Fig. 1,
upper panel (n 
 15). B, mean activation time constants at different potentials,
obtained from 15 patches (***, p 	 0.001 PIP2 versus ctrl post-poly-K). C, mean
half-activation potentials and D, slope factors of G/Gmax�V curves (n 
 15, *,
p 	 0.05). E, currents obtained from a giant patch of a representative trans-
fected COS-7 cell with a tail protocol (shown as inset). F, deactivation time
constants obtained by fitting relaxation of ion current upon repolarization
with a single exponential (n 
 8).
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directly interact with the voltage sensor, but allosterically acts
on its movement by stabilizing the open state. Measuring PIP2
effect as early as �3 min (2.8 min � 0.8) after PIP2 application
allowed us to notice that the PIP2 impact on the voltage-depen-
dence of activation was preceding the impact on current ampli-
tude (supplemental Fig. S1). This rather suggests a direct effect
of PIP2 on the voltage sensor.

To test if themodification of the voltage-dependence of acti-
vation originates from an effect of PIP2 on the voltage sensor,
we recorded gating currents from the non-conducting
Shaker-IRmutantW434F, using the giant-patch technique. To
our knowledge, this is the first report of recording the PIP2
effect on ion channel gating currents. Data from a representa-
tive patch are shownonFig. 3A. The protocol shown in the inset
was used to determine the total amount of gating charges
moved and the relative charge-voltage (Q-V) curve (Fig. 3, B
and C) from integrating the activating “On” gating current
IgON (the “Off” gating current was too slow and too small to be
accurately measured). The results show that the total amount of
gating charges moved and the slope factor k of Q-V curve are
similar for the threeconditions (Fig. 3,BandE).Most interestingly,
following �3 min (3.1 min � 0.6) PIP2 addition, the voltage
dependenceof the “On” chargemovementwas shiftedby about 10
mV toward positive potentials (Fig. 3, C and D), reminiscent of
what was observed at the ion current level (Fig. 2A). The effect of

PIP2 on the activation curve is therefore correlated with an effect
of the phospholipid on the voltage sensor movement.
To test if the interaction of PIP2 with the voltage sensor is

affected when the N-type inactivation module is intact, we also
observed the effect of PIP2 on the gating current in the full-
length channel, Shaker W434F (Fig. 4). After �3 min of PIP2
application, we observed, as for Shaker-IR W434F, a positive
shift of about 10 mV in the voltage dependence of Shaker
W434F “On” charge movement (Fig. 4, C and D). Similar to
Shaker-IR, PIP2 does not modify the total amount of gating
charges moved and the slope factor k of Q-V curve from the
Shaker full-length (Fig. 4, B and E).
To confirm PIP2 influence on gating and ion currents, we

used the voltage-clamp fluorimetry technique, that allows
monitoring in real time voltage-dependent and time-depen-
dent conformational changes related to the S4 segments (37),
while recording ion currents simultaneously. We studied the
effects of a phosphatidylinositol kinase inhibitor, wortmannin,
using the Shaker-IR-A359C-C445V mutant (30, 31). Wort-
mannin inhibits, at micromolar concentrations, PI(4) kinase
(PI4K) (38), a critical enzyme in the synthetic cascade of PIP2.
Hence, wortmannin application leads to a decrease in mem-
brane PIP2 (5, 38, 39). In this study, cytosolic PIP2 level of
oocytes was reduced by a 40-min incubation with 15 �M wort-
mannin. Reduction of PIP2 stocks in treated oocytes resulted in
comparable 14 and 11-mV negative shifts of both ionic current

FIGURE 3. Effect of PIP2 on non conducting Shaker-IR gating current.
A, representative Shaker-IR-W434F “On” gating currents obtained from a
giant patch of a transfected COS-7 cell in response to an activation protocol
(inset) after excision (left panel, ctrl, empty circle), after a 25-s application of 25
�g/ml polylysine (middle panel, ctrl post-poly-K, gray triangle) and at steady-
state, after �3 min of PIP2 (5 �M) application (right panel, PIP2, dark square).
B, mean total amount of gating charges moved at 60 mV (n 
 8), (C) relative
“ON” charge movement-voltage (Q-V) relationships fitted with a Boltzmann
function (n 
 8) and obtained using the same protocol as in A, (D) half-charge
movement potential (**, p 	 0.01) and (E) slope factor of activation curve.

FIGURE 4. Effect of PIP2 on nonconducting Shaker gating current. A, rep-
resentative Shaker-W434F “On” gating currents obtained from a giant patch
of a transfected COS-7 cell in response to an activation protocol (inset) after
excision (left panel, ctrl, empty circle), after a 25-s application of 25 �g/ml
polylysine (middle panel, ctrl post-poly-K, gray triangle) and at steady state,
after �3 min of PIP2 (5 �M) application (right panel, PIP2, dark square). B, mean
total amount of gating charges moved at 40 mV (n 
 9), C, relative “ON”
charge movement-voltage (Q-V) relationships fitted with a Boltzmann func-
tion (n 
 9) and obtained using the same protocol as in A, (D) half-charge
movement potential (**, p 	 0.01) and (E) slope factor of activation curve.
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(Fig. 5, A–C) and fluorescence voltage-dependences (Fig. 5,
D–F). These data mirror the 15 and 10-mV positive shifts of
ionic and gating currents when PIP2 was increased in COS-7
cells. Of note, there was no effect of PIP2 reduction on Shaker
half-activation potential inCOS-7 cells (Fig. 2,A andC). As said
earlier in this study, but also for hERG channels (8), it is more
difficult to compare the conditions before and after poly-lysine
application, the variation of the biophysical parameters
observedmay be due to the dilution of cytosolic factors in addi-
tion to PIP2 decrease. In summary, the data obtained in oocytes
are in accordance with what was observed on COS-7 cells, and
further suggest that the loss-of-function effects of PIP2 on the
activation voltage-dependence are a consequence of the effect
on the voltage sensor itself.
PIP2 Induces a Gain of Function on the Inactivation Gate—

Shaker channels show two distinct inactivation processes,
N-type and C-type (25). Using the Shaker-IR mutant in which
there is no N-type inactivation, we evaluated whether PIP2
affects C-type inactivation voltage dependence and the kinetics

of C-type inactivation and of its recovery. All these biophysical
parameters were recorded in the ctrl, ctrl post-poly-K, and PIP2
conditions (Fig. 6). An inactivation protocol (Fig. 6A, inset) was
applied in the three experimental conditions (Fig. 6A) and used
to determine inactivation curves (Fig. 6B). The protocol shown
in Fig. 1 was used to determine inactivation kinetics (Fig. 6C).
We observed that, in presence of PIP2, the voltage dependence
of inactivation was shifted by about 26 mV toward positive
potentials (Fig. 6,B andD), the slope factor of inactivation curve
was reduced (Fig. 6, B and E), and the inactivation kinetics were
slowed (Fig. 6C). In addition, recovery from inactivation was
accelerated in presence of PIP2 (Fig. 6, F–H). The recovery from
inactivation at �80 mV in “PIP2” condition was similar to the
one at �100 mV in ctrl post-poly-K condition, suggesting a

FIGURE 5. Effect of PIP2 decrease on both ion and gating currents, probed
by voltage-clamp fluorimetry. A and D, representative whole-cell recording
of Shaker-IR-A359C-C445V ion currents (A) and fluorescence signal (D)
obtained from an injected Xenopus oocyte in response to an activation pro-
tocol (inset, every 2 s). B, conductance-voltage (G-V) relationships fitted with a
Boltzmann function (control n 
 5 and wortmannin n 
 4). C, half activation
potentials (*, p 	 0.05). E, fluorescence signal-voltage relationship was fitted
with a Boltzmann function and obtained from the recordings as shown in D
(control n 
 3 and wortmannin n 
 5). F, half-fluorescence signal potentials.

FIGURE 6. Effect of PIP2 on C-type inactivation of Shaker-IR channels.
A, representative ion currents from a giant patch of a Shaker-IR transfected
COS-7 cell, obtained with an inactivation protocol (inset, holding potential
was �80 mV, pre-pulse during 4 s at various potentials, with 5-mV increments
and pulse at 50 mV during 250 ms, every 5 s). B, inactivation curves, obtained
by normalizing the test pulse maximum amplitudes, were fitted with a Boltz-
mann equation (n 
 5). C, C-type inactivation time constants, obtained using
Equation 1 to fit recordings as in Fig. 1, were plotted against voltage (n 
 15,
**, p 	 0.01, *, p 	 0.05). D, half-inactivation potentials and E, slope factors of
inactivation curves (**, p 	 0.01). F and G, recovery from inactivation. Pulse/
prepulse relative amplitude plotted against time interval. HP: holding poten-
tial. H, recovery from inactivation kinetics (n 
 6).
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�20mV-shift in the recovery from inactivation kinetics. All the
parameters (inactivation curve, inactivation, and recovery from
inactivation kinetics) showed a similar shift in voltage depen-
dence (Fig. 6, B, C, and H), reminiscent of the PIP2 effect on
activation. Since C-type inactivation is coupled to activation
(40), PIP2 effect on channel inactivationmay occur through the
activation process.
On the full-length Shaker, we evaluated the PIP2 effect on

N-type inactivation, which develops around 10 times faster
than C-type inactivation, as shown on the representative trace
(Fig. 7A). Interestingly, we observed that PIP2 induces a slowing
of inactivation kinetics (Fig. 7C) and a positive shift of about 10
mV in the voltage dependence of inactivation (Fig. 7, B and D).
A slowing of N-type inactivation in presence of PIP2 was
already demonstrated in Kv1.1 (Shaker-like) and Kv3.4 chan-
nels (41).

DISCUSSION

We used Shaker and a combination of electrophysiology and
voltage-clamp fluorimetry to better understand the molecular
mechanism underlying the effect of PIP2 on the Kv channel
activity. We show that PIP2 1) exerts a gain-of-function effect
on the channel by increasing the maximal current amplitude

and 2) exerts also a loss-of-function effect by right-shifting the
voltage dependence of channel activation,most likely through a
direct effect on the voltage sensor movement. This study dem-
onstrates for the first time the influence of PIP2 on both ion and
gating currents of a voltage-dependent channel.
Two Opposite PIP2 Effects on Shaker Channels—Until now,

only a gain-of-function effect of PIP2 was described for several
potassium channels. For instance, analysis of single channel
recordings of the voltage-independent potassiumKATP channel
showed that PIP2 stabilizes the open state by acting on the final
concerted opening transition (13). Simulation of the macro-
scopic current of Kv7.1 (17) and Kv11.1 (8) Kv channels by
kinetic models were consistent with PIP2 stabilizing the open
state, by acting on the final concerted opening, as in the case of
the KATP channel. In Shaker channel, PIP2 up-regulates the
channel activity with (i) no concomitant change in the voltage-
dependence (any change in voltage dependence occurs before
the current increase, and is associated with a loss of function)
and (ii) no concomitant change in total charge movement.
These observation suggest that PIP2 activates the channel
through a direct stabilization of the activation gate, similar as
Kir6.2, Kv7.1, and Kv11.1 (8, 13, 17).
Here we show that PIP2 application leads, in addition to the

gain of function, to changes in several biophysical parameters of
Shaker activation that are all associated with a loss of function:
accelerated deactivation, slowed activation, and positive shift in
the activation curve. Such a dual effect is a new concept in
potassium channels, although it has been reported for two volt-
age-gated calcium channels (9) and more recently for a sea
urchin HCN channel (42). Interestingly enough, in both cases,
an effect on maximal current amplitude was observed in addi-
tion to an action on the voltage-dependence of the channels, as
in our study.
While an effect of PIP2 on the activation gate has been

described for several channels, this study suggests an additional
effect of PIP2 on the voltage sensor. Of note, the effects of PIP2
on the activation andC-type inactivation properties of the ionic
current were comparable (10–20 mV shift toward positive
potentials). In Shaker, the C-type inactivation gate seems volt-
age-independent per se (25) and coupled to activation (40). The
fact that the PIP2 effects on activation and inactivation are sim-
ilar suggests that PIP2 modulates the early process of voltage
sensor movement rather than the coupling between inactiva-
tion and activation gates. This idea is consistent with the fol-
lowing model.
AMolecularModel of Kv1.2 Suggests that PIP2 Interacts Both

with S4 Lower Residues and with S6 C Terminus—To gain a
molecular insight into the mechanism of PIP2 effect on Shaker
function, molecular dynamics simulations of an open- and
closed-state Shaker-like (Kv1.2) channel embedded in a mem-
brane containing a ring of PIP2 molecules in the inner leaflet
were conducted (supplemental Fig. S2). The analyses of the
equilibrated conformations of the channel suggest that the PIP2
molecules interact electrostatically with positively charged res-
idues of the channel in a state-dependent manner.
In particular, PIP2 lipids may interact with two different

regions that bear an excess of positive charges (Fig. 8). The first
encloses the S4-S5 linker outermost residues (Lys-312, Arg-

FIGURE 7. Effect of PIP2 on N-type inactivation of Shaker channels. A, rep-
resentative ion currents from a giant patch of a Shaker-transfected COS-7 cell,
obtained with an inactivation protocol (inset, holding potential was �80 mV,
pre-pulse during 4 s at various potentials, with 5-mV increments and pulse at
50 mV during 250 ms, every 5 s). B, inactivation curves, obtained by normal-
izing the test pulse maximum amplitudes, were fitted with a Boltzmann equa-
tion (n 
 7). C, N-type inactivation time constants, calculated by using equa-
tion 1 to fit Shaker recordings, obtained with an activation protocol (Fig. 1,
inset), were plotted against voltage (n 
 7, **, p 	 0.01, *, p 	 0.05). D, half-
inactivation potentials and E, slope factors of inactivation curves (***, p 	
0.001).
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326) and is occupied by the same residue in both open and
closed forms of the channel. The second region is located in the
middle of the S4-S5 linker (close to Lys-322) and is of particular
interest as the channel positively charged residues occupy it in a
state-dependent manner: In the closed state, aside from the
linker residue Lys-322, this site encloses the S4 lower basic res-
idues Arg-303, Lys-306, and Arg-309, consistent with PIP2 sta-
bilization of the resting position of the voltage sensor and the
slowed activation. In the open state, as was found for Kv1.2
embedded in a zwitterionic POPC bilayer (22), these S4 resi-
dues are in interaction with negative residues of the VSD, and
are not in direct interaction with the PIP2 molecules. Nonethe-

less they remain close enough to their headgroups to feel the
electric field generated by their high negative charge. Such an
observation could account for the accelerated deactivation
kinetics reported above. Besides, in this open state, the Arg-419
of the S6 C-terminal part come close to this interaction site to
interact with PIP2, consistent with the fact that this negatively
charged lipid PIP2 stabilizes the open gate conformation, pos-
sibly through a mechanism similar to the one described for Kir
channels (15).
In summary, the molecular model seems to rationalize the

electrophysiology and fluorimetry data presented above and
provides an insight into the molecular mechanisms involved in
the seemingly contradictory gain- and loss-of-function effects
of intracellular PIP2. Of course further experiments will be nec-
essary to further validate this model.
Physiological Relevance of the PIP2 Effect—Inmany channels,

the presence of PIP2 and/or related phosphoinositides is
required for channel function. The experiments presented here
suggest that this also applies to the Shaker channel. Even if
exogenous PIP2 impact the activity of many channels, modula-
tion of channel activity in response to physiological variation of
PIP2 does not need to apply to every PIP2-dependent channel
(44). The Kv channels, Kv7 (5, 45), and Kv11.1 (7, 18) do indeed
respond to physiological changes of PIP2 levels.
Shaker-like Kv1.2 channels play fundamental roles in gener-

ating electrical pulses and regulating membrane potential in
brain (46), and this physiological importance of the Kv1.2 chan-
nel has been confirmed by the fact that Kv1.2 knock-out mice
exhibit enhanced seizure susceptibility and die in the third
postnatal week (47). In that context, it would be interesting to
evaluate if a decrease in PIP2 induced by a PLC-coupled recep-
tor (5) will either increase the Kv1.2 current, via a shift in the
voltage-dependence, or decrease the Kv1.2 current, via a
decrease in maximal current amplitude. Recently, Kruse et al.
studied the effect of PIP2 depletion on some Shaker-like chan-
nels (Kv1.1, Kv1.3, Kv1.4, and Kv1.5) using physiological
enzymes such as G protein-coupled receptor, voltage-sensitive
lipid 5-phosphatase or an engineered fusion protein carrying
both lipid 4-phosphatase and 5-phosphatase activity (pseudo-
janin). Their results suggested that a physiological PIP2 deple-
tion does not affect the activity of these Shaker-like channels
(48). Similar experiments should be done on native tissues to
clearly establish (or not) a role of PIP2 in receptor activated
transduction pathways. But it is indeed important to keep in
mind that polylysine, wortmannin, and PIP2 application (used
here) may lead to variation in PIP2 beyond physiological range
(44). Nevertheless, the complete rundown of Shaker current
and complete recovery in presence of PIP2 suggest a role of PIP2
as a permissive cofactor, necessary for channel activation in the
membrane, as discussed previously (49). Of note, comparison
of Kv2.1 gating and ion currents indicates that only 2% of the
surface channels conduct (50). It is possible that the inactive
channel are not interacting with PIP2, resulting in detectable
gating currents with no ion currents.
To summarize, the experiments presented here suggest that

PIP2 is necessary for Shaker channels activity. Our results also
suggest that there are at least two modes of action of PIP2, one
potentially acting on the final concerted opening and stabilizing

FIGURE 8. State-dependent interaction site for Kv1. 2/PIP2 revealed by
atomistic MD simulations. Molecular model (A) and scheme (B) of the closed
(left) and open (right) conformations of the channel. A, view from the intracel-
lular side of the channel (Up) and from the side (Down). In both states, the
head groups of two PIP2 molecules (depicted as red spheres) interact with the
basic residues Lys-312 and Arg326 (green sticks) of the outermost regions of
S4-S5 linker (yellow ribbon) and with Lys-322 located at the middle of the
S4-S5 linker. At this site, PIP2 molecules interact with Lys-306 and Arg-309 of
the bottom of S4 (cyan sticks and ribbon) in the closed state and with R419
(blue sticks) of the C terminus of S6 in the open state (state-dependent inter-
action site; dashed circle). The Kv1.2 S1 to S3 and S5 helices, and the lipids and
solvent are not represented for clarity.
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the open state (like for kir6.2, Kv7.1, Kv11.1) and another, as
evidenced here, on the voltage dependence of the channel,
through a direct effect on voltage sensor movement. Consis-
tently, while this paper was under revision, Rodriguez-
Menchaca et al. showed a similar dual effect of PIP2 on Kv1.2
channels and highlighted the interaction of PIP2 with two resi-
dues in S4-S5, partially consistent with the molecular model
presented here (43).
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pentier, F., Mérot, J., Baró, I., and Loussouarn, G. (2010) Phosphatidyli-
nositol 4,5-bisphosphate (PIP(2)) stabilizes the open pore conformation of
the Kv11.1 (hERG) channel. Biophys. J. 99, 1110–1118

9. Wu, L., Bauer, C. S., Zhen, X. G., Xie, C., and Yang, J. (2002) Dual regula-
tion of voltage-gated calcium channels by PtdIns(4,5)P2. Nature 419,
947–952
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Supplemental Figure 1: PIP2 opposite effects on Shaker occurs with different 
kinetics. (A) Mean of maximal current at -10 mV obtained from 15 patches 
(***p<0.001). (B) Conductance-voltage (G-V) relationships fitted with a Boltzmann 
function and obtained using the same protocol as in Figure 1, upper panel. (C) Mean 
half activation potentials.  
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Supplemental Figure 2: View of the molecular system used in the MD 
simulations. (A) Side view of the Kv1.2 channel highlighting the location of S4 (dark 
blue), the S4-S5 linker (yellow) and the central pore helix S6 (cyan). (B) Side and (C) 
bottom view of the simulation system. The channel was embedded in a POPC bilayer 
(headgroups as green spheres) in which the ring of bottom leaflet lipid molecules was 
replaced by PIP2 molecules (red spheres). The simulation time does not allow for 
dilution of the PIP2 molecules within the POPC bilayer. 
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Discussion 

 

Résumé des résultats 

 

Le but de cette étude était de mieux comprendre les mécanismes moléculaires à la base de 

la régulation des canaux potassiques voltage-dépendant par le PIP2. En utilisant le canal 

Shaker comme modèle, et une combinaison d’approches d’électrophysiologie et de 

fluorimétrie à potentiel imposé, nous avons montré que le PIP2 exerce 1) un effet gain-de-

fonction majeur sur le canal en augmentant l’amplitude du courant, et 2) un effet perte-de-

fonction en décalant vers des potentiels plus dépolarisants, la voltage-dépendance de 

l’activation du canal. Cet effet perte-de-fonction est associé à un décalage vers des 

potentiels plus dépolarisants, de la voltage-dépendance du mouvement des segments S4 à 

l’origine de l’activation du canal. Grâce à une approche de simulation par dynamique 

moléculaire, nous avons modélisé cette dualité des effets du PIP2 et suggéré les 

déterminants moléculaires à la base de ces effets.  

Ainsi, cette étude montre que le PIP2 régule le canal potassique Shaker de deux manières :  

- le PIP2 se fixe sur des résidus positifs situé du côté intracellulaire du pore et stabilise 

le canal à l’état ouvert, d’où une augmentation de l’amplitude du courant.  

- le PIP2 se fixe également sur des résidus positifs situés du côté intracellulaire des 

segments S4 et stabilise ces S4 en position de repos, d’où un décalage vers des 

potentiels plus dépolarisants, des voltage-dépendances du mouvement des S4 et de 

l’ouverture de la porte d’activation. 

 

Deux sites de fixation, deux mécanismes d’action 

 

Notre étude montre une dualité des effets du PIP2 sur le canal potassique Shaker. Une étude 

récente a également montré une telle dualité des effets du PIP2 sur le canal potassique 

neuronal Kv1.2, homologue de Shaker chez les mammifères (Rodriguez-Menchaca et al., 

2012). Ces deux études montrent que les effets opposés du PIP2 ont lieu avec des 

cinétiques différentes. De façon intéressante, l’ordre des effets est toujours le même quel 

que soit le sens dans lequel varie le PIP2 (diminution ou augmentation) : l’effet sur la voltage-

dépendance précède toujours celui sur l’amplitude. Ces résultats montrent l’existence de 

deux mécanismes d’action impliquant au moins deux sites différents de fixation du 

phospholipide sur le canal. La localisation précise de ces sites sera décrite dans la 

discussion générale. Ces résultats permettent également d’exclure, au moins pour Shaker,  

l’hypothèse selon laquelle la modulation du canal KCNQ1 par le PIP2 est liée uniquement à 

un effet de ce phospholipide sur le couplage entre les modules VSD et PD (Zaydman et al., 
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2013). En effet, il a été montré qu’un découplage entre le VSD et le PD de Shaker « libère » 

les voltage sensor et provoque un décalage vers la droite de la courbe d’activation (Haddad 

and Blunck, 2011), ce qui n’est pas le cas dans notre étude. Toutefois, il est possible que les 

mécanismes que nous venons de décrire sur Shaker ne soient pas applicables aux canaux 

KCNQ1. Pour cette raison, il serait intéressant de vérifier si la régulation de ce canal KCNQ1 

par le PIP2 est liée uniquement à un effet sur le couplage entre les modules VSD et PD, ou 

bien à des effets directs sur ces modules. Pour ce faire, il serait intéressant d’étudier les 

effets du PIP2 sur le canal KCNQ1 dont les arginines du segment S4 seraient neutralisées. 

Si l’effet prédominant du PIP2 est de stabiliser la porte d’activation, ce mutant devrait être 

sensible au PIP2. 

 

Limites de l’étude 

 

La principale limite de notre étude est l’utilisation de la polylysine pour diminuer la 

concentration de PIP2 disponible. Cette molécule n’étant pas spécifique du PIP2, ses effets 

sont à interpréter avec prudence. La polylysine est une molécule très chargée positivement 

et formée de la répétition de résidus Lysine. Par ses charges positives, cette polylysine 

masque les groupements phosphate du PIP2 en interagissant avec leurs charges négatives. 

Toutefois, ces mêmes charges positives de la polylysine peuvent interagir également avec 

tout autre composé chargé négativement, y compris des composés lipidiques membranaires 

capable de réguler l’activité des canaux ioniques (D’Avanzo et al., 2013). Ainsi, la diminution 

de l’amplitude du courant en présence de la polylysine n’est pas forcément liée à une 

diminution du PIP2, même si l’activité normale du canal est restaurée après ajout de PIP2 

exogène. Il est possible que ce PIP2 exogène remplace le PIP2 endogène masqué par la 

polylysine, mais il peut aussi libérer de la polylysine, d’autres composés négatifs de la 

membrane. Et dans ce cas, la restauration de l’amplitude du courant pourrait simplement 

être liée à la libération des groupements négatifs de ces composés membranaires. Mais de 

façon intéressante, la réduction du PIP2 par la wortmanine dans le cas de Shaker (notre 

étude), et par d’autres approches telles que la Ci-VSP ou un anticorps anti-PIP2 dans le cas 

du canal Kv de la famille Shaker, produit des résultats similaires (Rodriguez-Menchaca et al., 

2012). Cela suggère que les effets observés sont bien liés au PIP2 et non à d’autres 

composés membranaires. 

Outre les effets sur l’amplitude du courant, la variation du PIP2 disponible en utilisant cette 

approche conduit à un décalage similaire de la voltage-dépendance de nombreux 

paramètres biophysiques tels que l’activation, l’inactivation, la déactivation ou encore les 

cinétiques d’activation et d’inactivation. Ces résultats laissent penser qu’un effet de charge 

de cette polylysine serait à l’origine d’une modification du potentiel membranaire, auquel cas 
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le PIP2 n’interagirait pas spécifiquement avec les acides aminés du B4-5. Cependant, 

l’obtention de résultats similaires entre la polylysine et une autre molécule sans effet de 

charge, la wortmanine, permet d’exclure un effet de charge de la polylysine sur le potentiel 

membranaire. En effet, la wortmanine est une molécule inhibitrice spécifique de la PI3-

kinase, responsable de la synthèse des PI(3,5)P2 et PI(3,4)P2, et dans une moindre mesure, 

de la PI4- kinase, responsable de la synthèse du PI(4,5)P2 (Nakanishi et al., 1995). Et c’est 

au PIP2 qu’on associe grossièrement les effets de la wortmanine sur le canal Shaker car il 

est le phospholipide le plus abondant dans la membrane. Mais pour que l'étude soit 

complète, il faudrait étudier les effets des PI(3,5)P2 et PI(3,4)P2 car si par exemple le 

PI(3,5)P2 est dix fois moins abondant mais dix fois plus efficace sur la modulation du canal, il 

jouerait un rôle régulateur non négligeable. 

 

L’ensemble des résultats de notre étude suggèrent un rôle physiologique du PIP2 dans 

l’activité du canal potassique Shaker dans la mesure où ce phospholipide semble être 

nécessaire à l’activité du canal. Toutefois, l’utilisation de ces deux approches (polylysine et 

wortmanine) peut induire des variations du niveau de PIP2 plus élevées que celles qui sont 

induites par des processus physiologiques. On ne peut donc pas conclure sur l’implication du 

PIP2 dans la régulation du canal Shaker, par exemple par un récepteur couplé à une 

phospholipase C. Ainsi, il serait intéressant d’étudier le rôle du PIP2 dans la régulation des 

canaux mammifères de la famille Shaker en utilisant des approches alternatives qui 

provoquent des variations de PIP2 dans un intervalle physiologique.  

 

Exemples d’approches alternatives 

 

 Phosphatase voltage-dépendante 

 

La phosphatase voltage-dépendante (VSP, pour voltage-sensor phosphatase) est une 

phosphatase dont l’activité enzymatique est régulée par les variations du potentiel 

membranaire. La protéine est composée de deux modules : le VSD composé de quatre 

segments transmembranaires (S1-S4) avec le segment S4 riche en résidus positifs, et la 

partie cytosolique responsable de l’activité enzymatique (Figure 21). La première VSP a été 

identifiée chez l’Ascidie marine Ciona intestinalis , ce qui lui a valu le nom de Ci-VSP (Murata 

et al., 2005). D’autres VSP ont été par la suite, identifiées chez d’autres espèces tels que le 

zebrafish Danio rerio et les amphibiens Xenopus laevis et xenopus tropicalis (Hossain et al., 

2008; Murata and Okamura, 2007; Ratzan et al., 2011).  
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Figure 21 : Structure schématique d’une phosphatase voltage-dépendante. 

La protéine est formée de deux parties : un domaine voltage-sensor (VSD) et une région catalytique responsable 

de l’activité phosphatasique. D’après (DeCoursey, 2010) 

 

Ces VSP présentent un avantage majeur pour les études expérimentales portant sur la 

régulation des canaux ioniques voltage-dépendants par le PIP2. En effet, du fait de la 

dépendance de l’activité phosphatase au potentiel membranaire, elles permettent un meilleur 

contrôle de la variation du niveau de PIP2 membranaire. De plus, étant donné que la VSP est 

exprimée à la membrane comme les canaux ioniques, cette approche ne nécessite pas que 

la cellule soit intacte pendant l’expérience. Par conséquent, cette VSP permet d’utiliser des 

configurations comme l’inside-out permettant d’avoir accès à la face intracellulaire de la 

membrane.  

En revanche, une étude a montré que la Ci-VSP déphosphoryle le PI(4,5)P2 mais aussi le 

PI(3,4,5)P3, ce qui remet en cause la spécificité de cette enzyme (Halaszovich et al., 2009). Il 

serait intéressant d’étudier dans quelle mesure les autres VSP sont spécifiques du PI(4,5)P2, 

phospholipide majoritaire du feuillet interne membranaire.   

 

 Modulation induite par la rapamycine 

 

Une approche alternative a été développée pour faire varier le niveau de PIP2 membranaire 

de façon inductible (Suh et al., 2006; Varnai et al., 2006).Cette approche est basée sur 

l’hétéro-dimérisation des protéines FRB et FKBP induite par la rapamycine (Figure 22A). 

FRB est une protéine ancrée sur la face interne de la membrane plasmique tandis que FKBP 

reste dans le cytosol. En présence de rapamycine, FKBP est transloquée au niveau 

membranaire par la formation d’un dimère avec FRB. Par conséquent, l’expression de FRB 

d’une part, et d’une protéine de fusion entre FKBP et une phosphatase spécifique du PIP2 

d’autre part, permet de déclencher la déphosphorylation du PIP2 membranaire par ajout de 

rapamycine. De plus, l’expression d’une protéine fluorescente telle que la GFP ou la RFP, en 

fusion avec FRBP, permet de suivre en temps réel la translocation du complexe FRBP-
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phosphatase vers la membrane (Figure 22B).  Cette approche présente un avantage majeur 

dans la mesure où elle permet de moduler de façon inductible et spécifique, la concentration 

de PIP2 membranaire par ajout de rapamycine dans le milieu extracellulaire. Une telle 

approche a déjà été utilisée dans des études sur la régulation des canaux ioniques par le 

PIP2 (Lindner et al., 2011; Suh et al., 2006; Varnai et al., 2006). 

 

 

 

Figure 22 : Modulation inductible de la concentration de PIP2 membranaire. 

(A) L’hétérodimérisation de FRB (FRBP rapamycin binding) membranaire avec la phosphatase (5-ptase) 

cytosolique couplée à FRBP (FK506 binding protein) et RFP (red fluorescence protein), après ajout de 

rapamycine entraîne un recrutement de la phosphatase à la membrane et une dephosphorylation du PIP2. (B) 

Exemple de suivi de la translocation membranaire du complexe cytosolique phosphatase-FKBP-RFP suite à 

l’ajout de rapamycine, grâce à l’observation de la fluorescence émise par RFP. Adapté selon (Lindner et al., 

2011; Varnai et al., 2006). 

 

Toutefois, l’utilisation de cette approche nécessite de garder la cellule intacte pendant 

l’expérience. Cela limite d’utiliser certaines configurations comme l’inside-out, nécessaires 

pour ajouter des composés comme le PIP2, directement à la face intracellulaire de la 

membrane. De plus, l’utilisation d’une 5’-phosphatase peut également faire intervenir 

d’autres phospholipides comme le PI(3,5)P2 ou le PI(3,4,5)P3. 
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En somme, ces exemples d’approches alternatives permettent de reproduire des variations 

relativement physiologiques, mais pas forcément spécifiques, du niveau de PIP2 

membranaire. Il faut tout de même garder en tête que les protéines utilisées dans ces 

approches alternatives peuvent être sous ou surexprimées à des niveaux non-

physiologiques, ce qui fait que ces techniques, même si elles sont présentées comme 

provoquant des variations de PIP2 physiologiquement pertinentes (Kruse et al., 2012), ne 

dispensent pas d’étudier la pertinence de la régulation par le PIP2 dans des modèles in vivo. 

 

Conclusion 

 

Cette étude détermine les mécanismes moléculaires à la base de la régulation des canaux 

Kv par le PIP2. Ce phospholipide régule ces canaux via deux effets perte et gain-de-fonction 

sur les modules VSD et PD, respectivement, et avec une prédominance de l’effet gain de 

fonction. Du fait de cet effet majeur du PIP2 sur le module PD de Shaker via une stabilisation 

de l’ouverture de la porte d’activation, tout comme pour KCNQ1, hERG et Kir6.2, cette étude 

confirme l’homologie fonctionnelle proposée auparavant entre les canaux potassiques à six 

domaines transmembranaires et ceux à deux domaines transmembranaires (Loussouarn et 

al., 2003). Une telle homologie fonctionnelle serait cohérente avec les similarités structurales 

entre ces canaux potassiques à deux domaines transmembranaires et le module PD des 

canaux potassiques à six domaines transmembranaires. 
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Projet 2 :  

 

Etude des mécanismes de régulation du canal potassique cardiaque KCNQ1 par le 

potentiel membranaire  

 

Introduction 

 

Comme décrit dans l’introduction générale, les canaux ioniques voltage-dépendants sont 

constitués de deux modules : le VSD responsable de la détection des variations du potentiel 

membranaire, et le PD constituant la zone de sélectivité et de conduction des ions. La 

régulation de ces canaux ioniques par le potentiel membranaire se fait via un couplage entre 

ces deux modules. Nombreuses études sur différents canaux ioniques et utilisant différentes 

techniques, ont permis d’identifier deux principaux acteurs dans ce couplage : B4-5 et TS6 

(Barghaan and Bähring, 2009; Ferrer et al., 2006; Lu et al., 2001, 2002; Prole and Yellen, 

2006). L’ensemble de ces études démontrent que le mouvement du segment voltage sensor 

S4 à l’origine des changements conformationnels du VSD d’une part, et l’ouverture-

fermeture de la porte d’activation permettant le passage ou non des ions à travers le PD 

d’autre part, sont couplés à travers l’interaction entre B4-5 et TS6. Cette interaction a été 

également confirmée par la structure cristallographique du canal potassique voltage-

dépendant Kv1.2 (Long et al., 2005a).  

Malgré ce consensus sur les acteurs du couplage entre ces modules VSD et PD, plusieurs 

modèles ont été proposés sur ses mécanismes moléculaires, lesquels régissent la régulation 

de l’activité des canaux ioniques par le potentiel membranaire. 1) le modèle de « levier 

mécanique » selon lequel l’interaction entre B4-5 et TS6 est permanente et le couplage entre 

VSD et PD se fait de façon purement mécanique. 2) le modèle d’interaction labile selon 

lequel l’interaction entre B4-5 et TS6 est spécifique, non-permanente et stabilisatrice d’un 

état bien précis du canal (ouvert ou fermé). 3) le modèle consensuel selon lequel B4-5 et 

TS6 interagissent en permanence mais que cette interaction fait intervenir des résidus bien 

précis et différents en fonction de l’état ouvert ou fermé du canal. Cette variété de modèles 

reflète la complexité des mécanismes de couplage entre les modules VSD et PD. Ainsi, mon 

deuxième projet de thèse s’est focalisé sur l’étude de ces mécanismes sur le canal 

potassique cardiaque KCNQ1.  

Des études sur ce canal ont montré que des mutations de résidus spécifiques au niveau de 

B4-5 ou de TS6 entrainent l’apparition d’un courant voltage-indépendant, suggérant que ces 

mutations diminuent l’interaction entre B4-5 et TS6 lorsque le canal est à l’état fermé (Boulet 

et al., 2007; Labro et al., 2011). Ces résultats  suggèrent également une interaction labile et 
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spécifique entre B4-5 et TS6, stabilisant l’état fermé du canal KCNQ1. Ces deux études, 

ainsi que d’autres arguments, nous ont conduit à émettre l’hypothèse selon laquelle B4-5 

jouerait le rôle d’un ligand voltage-dépendant, capable de se fixer de façon spécifique à TS6 

(son récepteur) pour stabiliser l’état fermé du canal KCNQ1 (Figure 23A). 

Pour vérifier cette hypothèse, nous avons évalué, grâce à la technique de patch-clamp, les 

effets de minigènes codant pour des peptides mimétiques de B4-5 ou TS6, sur l’activité de 

KCNQ1. Si l’hypothèse est vraie, la surexpression du peptide mimétique de B4-5 devrait 

stabiliser la fermeture du canal et de ce fait, induire une perte de fonction (Figure 23B). En 

revanche, la surexpression du peptide mimétique de TS6 devrait déstabiliser la fermeture du 

canal KCNQ1 en leurrant B4-5 endogène au canal. Ce peptide devrait donc entrainer un 

gain de fonction (Figure 23C). 

 

 

 

Figure 23 : Modulation de l’activité de KCNQ1 par des peptides exogènes B4-5 et TS6 selon le modèle 

ligand-récepteur. B4-5 : boucle S4-S5. TS6 : partie C-terminale du S6. 

 

 

Cette étude a fait l’objet d’un article publié dans le « Journal of Biological Chemistry » 

(Choveau, Rodriguez, Abderemane-Ali et al, 2011). 
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Voltage-dependent potassium (Kv) channels are tetramers
of six transmembrane domain (S1–S6) proteins. Crystallo-
graphic data demonstrate that the tetrameric pore (S5–S6) is
surrounded by four voltage sensor domains (S1–S4). One key
question remains: how do voltage sensors (S4) regulate pore
gating? Previous mutagenesis data obtained on the Kv channel
KCNQ1 highlighted the critical role of specific residues in
both the S4-S5 linker (S4S5L) and S6 C terminus (S6T). From
these data, we hypothesized that S4S5L behaves like a ligand
specifically interacting with S6T and stabilizing the closed
state. To test this hypothesis, we designed plasmid-encoded
peptides corresponding to portions of S4S5L and S6T of the
voltage-gated potassium channel KCNQ1 and evaluated their
effects on the channel activity in the presence and absence of
the ancillary subunit KCNE1. We showed that S4S5L peptides
inhibit KCNQ1, in a reversible and state-dependent manner.
S4S5L peptides also inhibited a voltage-independent KCNQ1
mutant. This inhibition was competitively prevented by a pep-
tide mimicking S6T, consistent with S4S5L binding to S6T.
Val254 in S4S5L is known to contact Leu353 in S6T when the
channel is closed, and mutations of these residues alter the
coupling between the two regions. The same mutations intro-
duced in peptides altered their effects, further confirming
S4S5L binding to S6T. Our results suggest a mechanistic model

in which S4S5L acts as a voltage-dependent ligand bound to its
receptor on S6 at rest. This interaction locks the channel in a
closed state. Upon plasma membrane depolarization, S4 pulls
S4S5L away from S6T, allowing channel opening.

Voltage-gated ion channels are ubiquitously expressed in
human tissues where they play diverse physiological functions
such as generation and modulation of the electrical activity in
excitable tissues, myocyte contraction, modulation of neuro-
transmitter and hormone release, and electrolyte transport in
epithelia. Crystallization and x-ray diffraction of both a pro-
karyote and a mammalian voltage-gated potassium (Kv) chan-
nel provided a lot of information on the structure of Kv chan-
nels (1–3). Even though these data initiated controversies on
the dynamics of the voltage sensor, S4 (4), they provided a
new template for investigations on Kv channel molecular
characteristics. For example, the structure of the Kv pore do-
main (S5–S6) turned out to be similar to the pore domain of
two-transmembrane domain potassium channels like KcsA
(5) and KirBac1.1 (6). Besides structure, the crystallographic
analyses of KvAP and Kv1.2 gave insights on the dynamics of
channel voltage dependence. Notably, the crystal structure of
Kv1.2 is believed to represent the channel in an open state (3),
and in this conformation, the S4-S5 linker (S4S5L)7 is inter-
acting with the S6 C terminus (S6T). The authors (3) used
homology modeling to infer a closed state structure from the
open state structure. In the closed state, the model shows that
S4S5L and S6T are also in contact. Those results pointed to a
mechanism by which S4S5L are permanently linked to S6, and
this link is critical in translating the voltage sensor movement
into gate opening or closure (3).
In a few other channels, the S4S5L/S6T interaction seems

rather state-dependent. A second-site suppressor yeast screen
in the hyperpolarization-activated channel KAT1 suggested
that S4S5L and S6T are interacting only in the channel open
state (7). In another hyperpolarization-activated channel,
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cross-linking of S4S5L and S6T prevented the channel from
deactivating (8), suggesting that S4S5L and S6T are interacting
only when the channel is open. In hERG too, a cross-linking
study suggested a state-dependent S4S5L and S6T interaction
but, this time, in the closed state (9). In the cited studies, the
state-dependent interaction between S4S5L and S6T suggests
that this interaction may stabilize the open state of hyperpo-
larization-activated channels (KAT1, HCN) and the closed
state of depolarization-activated channels (hERG).
Scanning mutagenesis studies were performed in a cardiac

voltage-gated potassium channel, KCNQ1 (10, 11) to study
the role of S4S5L (see companion article (31)) and S6T (12) in
the voltage modulation of this channel. These studies identi-
fied residues implicated in the S4S5L/S6T interaction. In par-
ticular, the V254A mutation in S4S5L and L353A mutation in
S6T led to a similar phenotype, i.e. the appearance of a volt-
age-independent current component, suggesting that mutation
of one of these residues decreases the interaction between S4S5L
and S6T in the closed state. Thus, as in hERG, specific interaction
between S4S5L and S6T residues may also stabilize KCNQ1
channel closed state. This would suggest that S4S5L acts as a li-
gand, stabilizing the channel closed state, such as ATP stabilizes
the KATP channel closed state (13). To test whether S4S5L by
itself is a ligand and S6T is its receptor, we have designed plas-
mids coding for the potential ligand (S4S5L, 16 amino acids) and
receptor (S6T, 13 amino acids) and tested their effects on
KCNQ1 function. Our results suggest that S4S5L stabilizes the
channel in a closed conformation by interacting with S6T. Upon
depolarization of the plasmamembrane, S4 pulls S4S5L away
from S6T, allowing channel opening.

EXPERIMENTAL PROCEDURES

Plasmid Constructs—Complementary DNAs encoding
KCNQ1 peptides were amplified by polymerase chain reac-
tion using specific primers corresponding to KCNQ1 S4S5L
or S6T. The PCR products were cloned into pCRII-TOPO,
sequenced, and then cloned into pIRES2-EGFP (Clontech).
The 5�-end of the forward primers contained a Kozak consen-
sus sequence followed by an initiation codon (ATG) and a gly-
cine (GGA) to protect the ribosome binding site (14). To con-
struct the pCB6-L353A hKCNQ1, a Not1-BamH1 fragment
containing themutation was cut out of the pIRES2-EGFP-L353A
hKCNQ1 (12) and ligated into pCB6-hKCNQ1 to replace the
WT sequence. Sequencing of the plasmid confirmed the pres-
ence of the mutation and the absence of unwantedmutations.
Cell Culture and Transfection—The African green monkey

kidney-derived cell line COS-7 was obtained from the Ameri-
can Type Culture Collection (CRL-1651) and cultured in Dul-
becco’s modified Eagle’s medium (Invitrogen) supplemented
with 10% fetal calf serum and antibiotics (100 international
units/ml penicillin and 100 �g/ml streptomycin) at 5% CO2
and 95% air at 37 °C in a humidified incubator. Cells were
transfected in 35-mm plates when the culture reached 60–
80% confluence, with DNA (2–5 �g total DNA as described
below) complexed with FuGENE 6 (Roche Molecular Bio-
chemical) according to the standard protocol recommended
by the manufacturer. In most of our experiments, the peptide
effects were studied on a fusion protein of the human KCNE1

linked to the N terminus of the human KCNQ1 (a kind gift of
Dr Robert S. Kass, Department of Pharmacology, College of
Physicians and Surgeons, Columbia University, New York,
NY). In the present study, this pCDNA3.1-KCNE1-KCNQ1
construct is named the KCNE1-KCNQ1 concatemer (E1-Q1).
GFP allowed the detection of cells expressing the peptide. For
experiments with WT E1-Q1 or S140G E1-Q1 (WT KCNE1
fused to S140G KCNQ1), pIRES-GFP plasmids encoding
S4S5L, S6T, or pEGFP plasmids for control cells (1.8 �g per
plate) were cotransfected with the human pCDNA3.1-
KCNE1-KCNQ1 (0.2 �g per plate) concatemer. In pIRES-
GFP plasmids, the second cassette (GFP) is less expressed
than the first cassette, guaranteeing high levels of peptides
expression in fluorescent cells. For experiments with WT or
L353A KCNQ1, the pIRES-GFP plasmids (4 �g per plate)
were cotransfected with the human pCB6-KCNQ1 (1 �g per
plate). In experiments in which two peptides were simulta-
neously expressed (see Fig. 7), DNA composition was 0.2 �g
of pCDNA3.1-S140G E1-Q1, 0.9 �g pIRES-GFP plasmids en-
coding S4S5L, and 0.9 �g of pIRES-GFP plasmids encoding
S6T (or pCB6-CD4 (15) for control cells). In hERG experi-
ments, COS-7 cells were co-transfected with 0.4 �g of pSI
hERG (16) and 1.6 �g of pEGFP (control) or pIRES-GFP plas-
mids encoding a peptide (S4S5L or S6T).
Electrophysiology—24 to 72 h after transfection, COS-7

cells were mounted on the stage of an inverted microscope
and constantly perfused at a rate of 2 ml/min. The bath tem-
perature was maintained at 24.0 � 1.0 °C. Stimulation, data
recording and analysis were performed by Acquis1 (Bio-Logic
Science Instruments) through an analog-to-digital converter
(Tecmar TM100 Labmaster; Scientific Solution). Electrodes
were connected to a patch-clamp amplifier (RK-400; Bio-
Logic Science Instruments). Currents were recorded in the
whole-cell configuration. KCNQ1 and hERG activation curves
were obtained from the tail currents and fitted by Boltzmann
equations. KCNE1-KCNQ1 activation and deactivation kinet-
ics were obtained by a monoexponential fit. If channels are
spending more time in deeper closed states, they need to go
through more states before reaching the open state. This is
reflected by a prolonged delay in channel activation (17). This
delay in channel activation was calculated from the shift in
the monoexponential fit of the current measured at �80 mV.
Solutions—In ruptured patch experiments, pipettes

(Kimble; Vineland, NJ) were filled with the following solution:
150 mM KCl, 10 mM HEPES, 5 mM EGTA and 0.5 mM MgCl2,
pH 7.2, with KOH. In permeabilized patch experiments, the
pipette solution contained the following: 120 mM K-gluco-
nate, 25 mM KCl, 10 mM HEPES, 1 mM EGTA, 0.8 �g/ml am-
photericin B, pH 7.2, with KOH. The standard Tyrode perfu-
sion solution contained the following: 145 mM NaCl, 4 mM

KCl, 1 mM CaCl2, 1 mM MgCl2, 5 mM HEPES and 5 mM glu-
cose, pH 7.4, with NaOH.
Kinetic Model—The KCNE1-KCNQ1 kinetic model was

derived from the model described by Silva and Rudy (18).
This model has been optimized using Model Maker (version
4.0, AP Benson) to fit our experimental data, with an addi-
tional constraint: Po is �0.65 at potentials where the channel
is fully activated. This constraint comes from the observation
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that S6 peptide Ile346–Lys358 can increase the maximal cur-
rent by 50% (see Fig. 2). Consistent with the hypothetical
mechanism, endogenous S4S5L linkers are pulled away from
the binding site in the closed state preceding channel opening
(Fig. 8, A, panel a). Two other models can be then designed
(Fig. 8, A, panels b and c), with either S4S5L or S6T peptide
binding to this closed state. The three models (control, S4S5L,
S6T) were simultaneously optimized for current density, half-
activation potential, activation, and deactivation kinetics us-

ing Mathematica (Wolfram Research). Optimized transition
rates are presented in Table 1.
Statistics—All data are expressed as means � S.E. Statistical

differences between samples were determined using Student’s
t tests, rank sum tests (when data were not normally distrib-
uted), and two-way analysis of variance associated with a
Tukey test when needed (SigmaStat, version 2.03, SPSS, Inc.).
A value of p � 0.05 was considered significant.

RESULTS

S4S5L Linker Peptides Inhibit KCNE1-KCNQ1 Channels—
S4S5L and S6T plasmids were designed based on sequence
alignment with Shaker (Fig. 1), in which interacting areas in
the S4S5L and the S6T were suggested (19, 20). For each re-
gion, three different plasmids were designed, with the same
length but different starting positions, to compensate for the
inaccuracy of the alignment due to the poor similarity be-
tween KCNQ1 and Shaker sequences. Black arrows in Fig. 1
show the high impact residues studied in KCNQ1, and red
arrows show the interacting residues Val-254 and Leu-353 (12
and see accompanying article (31)). At least one of these resi-
dues is lacking in Val254–Gly269 and Phe340–Ala352. For that
reason, one can suppose that these peptides will be the least
efficient. To study the effect of peptides on channel activity,
cDNA coding for a peptide was cotransfected with the
KCNE1-KCNQ1 fusion protein cDNA (21). This fusion pro-
tein limits variability in the current characteristics caused by
variable KCNQ1/KCNE1 expression ratio (22).
If the endogenous S4S5L peptide is acting like a ligand

modulating channel gating, then the exogenous S4S5L peptide
should also modulate the channel activity. We examined the
peptide effects using the whole-cell configuration of the patch
clamp technique, right after patch rupture. We show that two
of the three S4S5L peptides (Trp248–Ile263 and Leu251–Leu266)
significantly reduced the WT KCNE1-KCNQ1 current (Fig. 2,
A and C). Moreover, activation was slowed by both peptides
(Fig. 2E), but deactivation was unaffected (Fig. 2F). The ab-
sence of effect of peptide Val254–Gly269 is consistent with the
fact that this peptide is missing Leu251. This residue seems to
play a major role in the channel voltage modulation, as its

FIGURE 1. Determination of the hypothetical voltage-dependent ligand and its binding site. Shown is an alignment with the Shaker sequence. Bold-
face letters, interacting area in the S4S5L and the S6 C-terminal parts as suggested by Lu et al. (19, 20). Black bars represent the peptides selected to probe
the ligand/binding site hypothesis. Positively and negatively charged residues are presented in red and yellow, respectively. Arrows show the high impact
mutations (Ref. 12 and see companion article (31)).

TABLE 1
Optimized transition rates used in the model presented in Fig. 8
Values are as follows: F � 96,485 C � mol�1 (Faraday constant); R � 8.314 J �
mol�1 � K�1 (Gas constant); T � 297 K; and V (membrane potential).
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mutation to an alanine has a high impact on the channel volt-
age dependence (cf. Fig. 1 and see companion article (31)).
S6 C Terminus Peptides Activate KCNE1-KCNQ1 Channels—

If the S6 C terminus is the receptor for S4S5L, then the S6T
peptides should decoy the endogenous S4S5L linker, prevent
its binding to S6T, and increase channel activity. Indeed, two

of them (Pro343–Val355 and Ile346–Lys358) up-regulated the
WT channel and shifted the half-activation potential toward
negative values (Fig. 2, B–D). Activation was accelerated (Fig.
2E), but deactivation was unaffected (Fig. 2F). The absence of
effect of peptide Phe340–Ala352 is consistent with the fact that
this peptide is missing Leu353 and Val355. These residues seem

FIGURE 2. Effects of the “S4S5L linker” or the “S6 C terminus” peptides on KCNE1-KCNQ1 currents. A and B, representative whole-cell recordings of the
WT KCNE1-KCNQ1 current in the absence (KCNE1-KCNQ1) and in the presence of S4S5L (A) or S6T peptides (B). Inset, voltage protocol used in A and B, one
epoch every 7 s. C–F, average KCNE1-KCNQ1 tail current density at �40 mV after a prepulse at �80 mV (C), half-activation potential (V1⁄2act, D), activation
time constant at potential from 0 to �80 mV (�act, E), and deactivation time constant at �40 mV (�deact, F) in the absence and in the presence of various
S4S5L or S6T peptides (n � 15–58). In C, current amplitude scatter data is also presented (�). *, Trp248–IIe263; ‡, Leu251–Leu266; §, Pro343–Val355; ¶, Ile346–
Lys358. One symbol, p � 0.05; two symbols, p � 0.01. Error bars show the S.E.

FIGURE 3. Reversibility of the peptides effects. A–C, average KCNE1-KCNQ1 tail-current density measured at �40 mV after a 250-ms to 1-s prepulse at
�80 mV, as a function of time after patch rupture, in cells expressing no peptide (KCNE1-KCNQ1) or the Leu251–Leu266 peptide. Both voltage pulse duration
(A, 1 s; B, 250 ms) and depolarization frequencies were varied (A, a depolarization every 2 s; C, a depolarization every 20 s). Resting potential was �80 mV
(n � 8 –38). D–F, same experiments as in A–C, with the Ile346–Lys358 peptide (n � 8 –28). *, p � 0.05; **, p � 0.01 versus KCNE1-KCNQ1 alone.
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to play a major role in the channel voltage modulation be-
cause their substitutions to an alanine have a high impact on
channel voltage dependence (cf. Fig. 1 and Ref. 12).
Use- and State-dependent Reversibility of Peptide Effects—

In the following experiments, we studied the most potent in-
hibiting peptide Leu251–Leu266 and the most potent activating
peptide Ile346–Lys358 in greater details. We first analyzed the
reversibility of the effects, as peptides were diffusing out of
the cytosol and into the pipette after patch rupture (Fig. 3, A
and D). In cells expressing KCNE1-KCNQ1 alone, the current
was quite stable with a slight rundown (23). In cells coex-
pressing the channel and the Leu251–Leu266 peptide, the cur-
rent density increased to reach control values measured in
absence of peptide (Fig. 3A). Conversely, in cells coexpressing
the channel and the Ile346–Lys358 peptide, the current density
decreased to reach control values (Fig. 3D). This suggests that
both peptides do not act on channel trafficking but strictly on
gating.
Because any bound peptide (S4S5L or S6T) is most probably

intercalated between the endogenous S4S5L and S6T (cf.
scheme in Fig. 8A), membrane depolarization, which pulls on
the endogenous S4S5L, may free the peptide that is otherwise
trapped in the core of the protein. In other words, long and
frequent depolarization should favor reversion; shorter or less

frequent depolarization should have less effect. To test this, a
shorter depolarizing pulse was applied with maintained fre-
quency. In this condition, no reversion was observed for both
the inhibiting peptide Leu251–Leu266 (Fig. 3C) and the activat-
ing peptide Ile346–Lys358 (Fig. 3E). We also tested a depolariz-
ing pulse with maintained duration but lower frequency.
Again, no reversion was observed (Fig. 3, D and F). Alto-
gether, these results suggest that peptide unbinding is favored
by membrane depolarization, consistent with the state-depen-
dent channel/peptide interaction.
Effect of Peptides on KCNQ1 without KCNE1—Several stud-

ies suggest that KCNE1 interacts with S4S5L (24) and S6T (24,
25). To evaluate the role of KCNE1 in the ligand/receptor
mechanism, we coexpressed the most potent peptides
(Leu251–Leu266 for S4S5L and Ile346–Lys358 for S6T) with
KCNQ1 alone. Like in the presence of KCNE1, we observed a
current inhibition with Leu251–Leu266 and an activating effect
with Ile346–Lys358 (Fig. 4, A and C). These results suggest that
the S4S5L/S6T state-dependent interaction is independent of
the presence/absence of KCNE1.
Mutations That Decrease S4S5L and S6T Interaction also

Alter Peptide Effect—Altogether, the data presented above
support the hypothesis that S4S5L peptides target the channel
S6T and vice versa. To further address the specificity of the

FIGURE 4. Effects of WT and mutant S4S5L or S6T peptides on KCNQ1 currents. A, representative whole-cell recordings of nontransfected cells (NT) and
WT KCNQ1 current in the absence (KCNQ1) and in the presence of the S4S5L peptide (� Leu251–Leu266) or the S6T peptide (� Ile346–Lys358). Inset, voltage
protocol, one epoch every 7 s. B, representative whole-cell recordings of the WT KCNQ1 current in the presence of a mutant S4S5L peptide (� V254A
Leu251–Leu266) or a mutant S6 C terminus peptide (� L353A Ile346–Lys358). C, average KCNQ1 peak current density at �80 mV, half-activation potential (V1⁄2)
and slope (K) in the conditions shown in A and B (n � 5 for nontransfected cells, 10 –18 otherwise). In C, current amplitude scatter data are also presented
(�). *, p � 0.05 versus KCNQ1 alone.
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interaction between the peptides and the channel, we evalu-
ated the effect of peptides bearing mutations known to de-
crease S4S5L and S6T interaction. In an accompanying paper,
Snyders and co-workers (31) show that the V254A mutation
in S4S5L and the L353A mutation in S6T generate an instanta-
neous current component, suggesting that S4S5L/S6T interac-
tion is weakened by the mutations (see companion article
(31)). Indeed, introduction of the V254A mutation into the
S4S5L peptide Leu251–Leu266 abolished the peptide inhibi-
tion of the channel. Similarly, introduction of the L353A
mutation into the S6T peptide Ile346–Lys358 abolished its
activating effect. The suppression of both peptide effects
(Fig. 4, B and C) supports that the S4S5L peptide is specifi-
cally targeting S6T, and vice versa. Looking now at the
channel, introduction of the L353A mutation should also
render the channel less sensitive to the WT S4S5L peptide.
Indeed, the peak current measured in the mutant channel
L353A was not decreased when the WT S4S5L peptide was
coexpressed (Fig. 5, A and B), also suggesting that the
S4S5L peptide is specifically targeting S6T.
Rescue of L353A Channel Closure by V254L Peptide Further

Supports Peptide Specificity—In the companion article (31),
the partial open phenotype of the L353A mutant channel
could be rescued by the V254L mutation in the channel

S4S5L. In parallel, in the experiments with peptides, intro-
duction of the V254L mutation in the S4S5L peptide re-
stored its effect on the L353A mutant channel (Fig. 5, A
and B). Moreover, the instantaneous current observed in
L353A (cf. companion article (31)) was also reduced by the
V254L S4S5L peptide but not by the WT S4S5L peptide
(Fig. 5C). This reduction of the instantaneous current
could also be observed in the activation curve (Fig. 5D).
These experiments strictly mimicked the rescue of the
S4S5L/S6T interaction observed within the channel by
Labro et al. (see companion article (31)) and is a strong
support for a specific interaction between the channel and
the peptide.
S4S5L Peptide Effect on a Voltage-independent Mutant—

The S140G E1-Q1 mutant (WT KCNE1 fused to S140G
KCNQ1) does not show any voltage dependence in the
�80 to �80 mV range (26). If S4S5L peptides bind to S6T
to stabilize the closed state, they should inhibit the mutant
channel as well. Fig. 6 shows that coexpression of the
S140G E1-Q1 mutant channel with the S4S5L peptides
(Trp248–Ile263 or Leu251–Leu266) led to an almost complete
inhibition of the current (Fig. 6, A and B), whereas the acti-
vating peptides had no effect on the already fully activated
S140G channel. In cells expressing the inhibitory S4S5L

FIGURE 5. Effects of WT and mutant S4S5L peptides on L353A KCNQ1 currents. A, representative whole-cell recordings of L353A KCNQ1 current in the
absence (KCNQ1 L353A) and in the presence of the mutant (� Leu251–Leu266 V254L) or the WT S4S5L peptide (� Leu251–Leu266). Inset, voltage protocol, one
epoch every 7 s. B, mean peak current density, in the three conditions described in A (n � 10 –12). C, instantaneous current density, measured at the begin-
ning of the prepulse, as a function of prepulse potential (n � 10 –12). D, activation curve built from the tail currents at �40 mV (n � 10 –12). In C and D, be-
sides the three conditions described in A, KCNQ1 data are shown for comparison. *, p � 0.05; **, p � 0.01; ***, p � 0.001 versus L353A KCNQ1 alone.
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peptides, patch rupture led to a gradual increase in current
density (Fig. 6, C–E), consistent with the peptide dilution
into the patch pipette, as observed for the WT channel
above. Current recovery did not occur when peptide dilu-
tion was prevented using the permeabilized patch configu-
ration (Fig. 6, C and D). It is worth noting that the current
increased toward values similar to those observed in the
absence of peptide indicating that the peptides affect chan-
nel gating but not trafficking. Importantly, the reversion of
the peptide effects indicates a loose peptide/channel associ-
ation consistent with a loose S4S5L/S6T interaction in the
channel.
S4S5L and S6T Peptides Interact with Each Other—Our ob-

servations suggest an interaction between S4S5L and S6T in
the channel protein. Accordingly, when the two peptides are
coexpressed, they should bind to each other and annihilate
their respective effect. To confirm this, we used the S140G
E1-Q1 mutant, which is sensitive to the S4S5L but not the S6T
peptides. When both a S4S5L (Trp248–Ile263 or Leu251–
Leu266) and a S6T peptide (Ile346–Lys358) were coexpressed
with the channel, the inhibition of S140G E1-Q1 by a S4S5L
peptide was not observed (Fig. 7). This loss of inhibition is
consistent with the idea that the S6T peptide Ile346–Lys358
associates with the S4S5L peptide and competitively prevents
S4S5L peptide association with the channel S6T. Hence, S4S5L
and S6T peptides that bind the WT channel can also bind to
each other. Interestingly, the effects of S4S5L peptides are not
prevented by the S6T peptide Phe340–Ala352 that does not
up-regulate the WT KCNE1-KCNQ1 channel either. This
suggests that the S6T peptide that does not bind the WT

KCNE1-KCNQ1 channel cannot bind the S4S5L peptide ei-
ther, further confirming the specificity of the S4S5L/S6T
interaction.

FIGURE 7. Interaction between S4S5L and S6T peptides probed by
S140G. S140G E1-Q1 tail current densities in the absence (S140G E1-Q1)
and in the presence of various S4S5L or/and S6T peptides suggesting inter-
actions between Leu251–Leu266 and Ile346–Lys358, Trp248–Ile263 and Ile346–
Lys358 and the lack of interaction between Leu251–Leu266 and Phe340–
Ala-352, and between Trp248–Ile263 and Phe340–Ala352 (n � 9 –13). *, p �
0.05; **, p � 0.01 versus S140G E1-Q1.

FIGURE 6. Effects of the S4S5L or the S6T peptides on S140G E1-Q1 currents. A, representative ruptured patch recordings of the S140G E1-Q1 current in
the absence (S140G E1-Q1) and in the presence of S4S5L peptides (� Trp248–Ile263 or � Leu251–Leu266) or a S6T peptide (� Ile346–Lys358). The voltage proto-
col was the same as described in the legend to Fig. 2. B, S140G E1-Q1 current density measured on the late current (n � 9 –21). C, S140G E1-Q1 tail current
density measured at �40 mV after a prepulse at �40 mV during dilution of S4S5L peptides and in permeabilized configuration (perm) (n � 8) in representa-
tive cells. Voltage protocol was from a holding potential of �80 mV, one voltage step to �40 mV (1000 ms) and then back to �40 mV (500 ms), every 5 s.
D, mean tail-current density measured as in C, immediately after patch rupture/permeabilization (0) and after current stabilization (stab). E, reversion time
constant (�reversion) determined from a monoexponential fit of the run-up in the conditions presented in C (n � 6 – 8).
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S4S5L/S6T Interaction Is Channel-specific—To establish the
channel specificity of the S4S5L peptide Leu251–Leu266 and
the S6T peptide Ile346–Lys358 for KCNE1-KCNQ1, we tested
their potential effects on hERG, another voltage-gated potas-
sium channel. As shown in the supplemental Fig. 1, KCNQ1
S4S5L and S6T peptides had no effect on hERG current ampli-
tude and half-activation potential, confirming that peptides
are channel-specific.
A Kinetic Model Describes Observed Data for All Peptides—

To test the consistency between the hypothesis and the al-
tered biophysical parameters in the presence of the peptide,
we developed a kinetic model to describe the peptide-induced
alterations in KCNE1-KCNQ1 channel properties (18). We
deliberately made the peptides bind only the closed state im-
mediately preceding the concerted opening (Fig. 8, A, panels b

and c) because, in the other closed states, the proximity of
the endogenous S4S5L and S6T is supposed to prevent pep-
tides access. In the model, the S4S5L peptide mimics the
endogenous S4S5L linker and locks the channel in a closed
state. Conversely, the S6T peptide decoys the endogenous
S4S5L peptide and limits this locking. This theoretical
model fits the observed data; the peptides affect not only
the current amplitude but also the half activation potential
and the activation kinetics, and they do not affect the deac-
tivation kinetics (Fig. 8, B and C). The kinetic model also
illustrates that peptides binding prevents the channel from
going to deep closed state (especially closed locked 2 in Fig.
8A). This should provoke a reduction in the delay of chan-
nel activation (17). Indeed, the delay measured in the cur-
rent recordings was similar to the delay calculated in the

FIGURE 8. Kinetic model of KCNE1-KCNQ1 and its interactions with S4S5L or S6T peptide. A, kinetic model scheme. This model is based on Rudy’s
model for the KCNE1-KCNQ1 tetramer (18). We hypothesize that the unbinding of the S4S5L and S6T domains unlocks the channel and corresponds to the
last transition of the closed channel (closed locked 1 state to closed unlocked state). Peptides are likely to interact with each monomer in the unlocked
states. The model covers three experimental conditions: absence of peptide (panel a), presence of S4S5L peptides (panel b) and presence of S6T peptides
(panel c). Optimized transition rates are presented in Table 1. B, simulated currents during step protocols in the absence (Control) or the presence of S4S5L
or S6T peptide. C, comparison between simulated and experimental half-activation potentials, activation kinetics, deactivation kinetics, and delay of activa-
tion versus current density. The changes of these parameters driven by the peptides are well described by the model. The continuum of simulated results in
presence of peptides (solid lines) is obtained by varying the binding rates of the peptides.
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model, further validating the model and the specificity of
the peptides effects (Fig. 8C).

DISCUSSION

Altogether, our results show that S4S5L acts as an inhibit-
ing ligand that binds with low affinity to S6T only at negative
potentials, locking the S5-S6 pore domain in a closed state.
The state-dependent interaction between S4S5L and S6T has
already been proposed by Ferrer et al. (9) for hERG, another
delayed rectifier potassium channel. This idea was suggested
by the fact that a covalent link between S4S5L and S6T stabi-
lizes the hERG closed state (9). If S4S5L and S6T interact in
both the closed and open states, a covalent interaction should
not lead to channel closure. If, conversely, S4S5L interacts
with S6 only in the closed state, one expects that forcing
S4S5L interaction with S6 closes the channel.
In the present study, we propose a similar state-dependent

interaction between S4S5L and S6T in KCNQ1 channels and
provide a mechanistic scheme in which a ligand attached to
S4 (S4S5L) interacts with the pore and locks it closed in a volt-
age-dependent fashion. This mechanism supports the func-
tional model in which the six-transmembrane domain
KCNQ1 channels may be regarded as the fusion of a voltage
sensor domain (S1-S4) and a ligand-gated channel (S5-S6)
very similar to a two-transmembrane domain channel.
In this model, the vicinity between S4S5L and S6T in the

closed state suggests that the interaction between S4S5L and
S6T is loose enough to allow S4S5L/S6T unbinding upon de-
polarization. We tried to confirm this by biochemical meth-
ods using synthetic MG Leu251–Leu266 and MG Ile346–Lys358
peptides, but we could not solubilize the peptides at concen-
trations �100 �M and did not observe any interaction using
differential ultracentrifugation and native gels. One possibility
is that the cytosol provides an environment to solubilize the
peptide in the millimolar range and that this range must be
reached to uncover the peptide-peptide or peptide-channel
interaction. Importantly, proteins expressed under the control
of a CMV promoter can reach expression levels in the milli-
molar range (27, 28). Yeast two hybrid technique was also
used to probe the S4S5L and S6T peptides interaction in a “cy-
tosolic” environment but no interaction between Leu251–
Leu266 and Ile346–Lys358 could be detected. The later result is
probably because of the weakness of the interaction and the
poor sensitivity of the technique. Nevertheless, although
chemical and biochemical approaches failed to demonstrate
direct S4S5L/S6T interaction, our experiments analyzing the
effects of Val254 and Leu353 point mutations (Figs. 4 and 5),
the S4S5L/S6T peptide interaction (Fig. 7), and channel speci-
ficity (supplemental Fig. 1) strongly support this interaction.
Importantly, all of these results are consistent with a loose
interaction between S4S5L and S6T.
Interestingly, the ligand/receptor mechanism we propose in

this study may explain the surprising observation that hyper-
polarization-activated channels have a similar voltage sensor
domain as depolarization-activated channels but an opposite
response to depolarization. In the hyperpolarization-activated
channel KAT1 (7) and HCN (29), S4S5L has also been sug-
gested to couple voltage sensing and pore opening by a labile

binding (29). Similar to our model where S4S5L binds S6T in
the closed state, the S4S5L/S6 interaction seems present only
in the open state of KAT1 and HCN (7, 8). This would explain
why the latter channels are closed by membrane depolariza-
tion. The state-dependent interaction between S4S5L and S6T
observed in hERG, KAT1, HCN, and now in KCNQ1 chan-
nels suggest that the mechanism described here may be ap-
plied to other voltage-gated potassium channels and probably
sodium and calcium channels, which share the same overall
structure with Kv tetramers.
In summary, the activation mechanism suggested here de-

scribes the pore domain as being locked closed at rest by the
binding of a ligand (S4S5L) to the gate (S6T). Upon plasma
membrane depolarization, S4 pulls S4S5L away from S6T, al-
lowing channel opening. Other molecular mechanisms will
have to be taken into account to fully understand the complex
voltage dependence, like the molecular events accompanying
the concerted channel opening triggered by S4 movement
(30).
Generally, application of the ligand/receptor mechanism to

voltage-gated ion channels may lead to the design of peptides
specifically down- or up-regulating one specific type of ion
channel. This may open new therapeutic avenues to treat
channelopathies.
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Supplementary figure. Specificity of peptides effects on KCNQ1. A, representative whole-cell recordings of WT hERG 
current in the absence (hERG) and in the presence of S4S5L (+ L251-L266) or S6T peptide (+ I346-K358). Inset: voltage 
protocol, one epoch every 6 s. B, C, hERG tail current density at -40 mV after a prepulse at +80 mV (B), half activation 
potential (C) in the same conditions (n = 14-22).  
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Discussion 

 

Résumé des résultats 

 

Le but de cette étude était de mieux comprendre les mécanismes moléculaires à la base du 

couplage entre les modules VSD et PD, et plus précisément, la nature de l’interaction entre 

B4-5 et TS6, principaux acteurs de ce couplage.  

Grâce à une approche fonctionnelle consistant à évaluer les effets de peptides mimétiques 

de B4-5 ou TS6, sur l’activité du canal KCNQ1, nous avons établi un nouveau modèle 

appelé modèle de « ligand-récepteur » à la base du couplage entre les modules VSD et PD. 

Selon ce modèle, B4-5 jouerait le rôle d’un ligand capable de se fixer sur TS6 (son 

récepteur), de façon spécifique, réversible et état-dépendante, pour stabiliser le canal 

KCNQ1 à l’état fermé. Plusieurs résultats ont permis d’aboutir à ce modèle « ligand-

récepteur ».  

1) L’expression d‘un peptide mimétique de B4-5 (Trp248–Ile263 ou Leu251–Leu266) 

entraine une diminution de l’amplitude du courant et un ralentissement des cinétiques 

d’activation du canal KCNQ1. Ces effets inhibiteurs s’expliquent par une interaction entre le 

peptide exogène B4-5 et TS6 endogène, conduisant à une stabilisation de la fermeture de la 

porte d’activation.  

2) Au contraire, l’expression de peptides mimétiques de TS6 (Pro343–Val355 and Ile346–

Lys358) entraine une augmentation de l’amplitude du courant et une accélération des 

cinétiques d’activation du canal. Les effets activateurs de ces peptides s’expliquent par le fait 

que le peptide TS6 exogène interagit avec B4-5 endogène, empêchant ainsi l’occupation de 

TS6 endogène, d’où une déstabilisation de la fermeture du canal.  

3) Les effets de ces peptides modulateurs sont à la fois réversibles et dépendants de l’état 

ouvert ou fermé du canal. Cette modulation est en effet, atténuée voire éliminée par la 

dilution des peptides et par la dépolarisation membranaire.  

4) Des mutations ponctuelles sur B4-5 et TS6, diminuant l’interaction entre ces deux régions 

modifient également les effets des peptides. De façon intéressante, l’introduction de 

mutations ponctuelles complémentaires sur ces peptides restaure à nouveau leurs effets sur 

les canaux mutants, suggérant une forte spécificité de l’interaction entre B4-5 et TS6.  

5) Ces peptides mimétiques de B4-5 et TS6 sont capables d’interagir entre eux et diminuer 

mutuellement leurs effets sur l’activité de KCNQ1. Cela renforce la notion de spécificité des 

effets de ces peptides.  

6) Ces peptides n’ont aucun effet sur un autre canal potassique voltage-dépendant 

cardiaque, hERG, suggérant une spécificité de ces peptides vis-à-vis du canal ciblé. 
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7) Enfin, les effets des peptides modulateurs B4-5 et TS6 observés sur le plan expérimental, 

ont été reproduits sur un modèle cinétique simulant le modèle « ligand-récepteur », ce qui 

renforce la cohérence entre notre hypothèse et les résultats expérimentaux.  

Ensemble, tous ces résultats expérimentaux et de modélisation valident le modèle « ligand-

récepteur »  sur le canal KCNQ1. 

 

Limites de l’étude 

 

Malgré la cohérence des résultats expérimentaux avec notre hypothèse de travail, cette 

étude présente certaines limites non-négligeables : 

 

- Les résultats expérimentaux de cette étude sont principalement basés sur une 

comparaison de l’amplitude du courant entre deux types de populations cellulaires à 

savoir des cellules avec ou sans expression de peptide exogène. Même si nous 

avons effectué un grand nombre de mesures (58 pour le contrôle), il serait plus 

convaincant d’utiliser une approche avec laquelle chaque cellule serait elle-même 

son propre contrôle. Un exemple d’approche est le système d’induction par la 

rapamycine décrit ci-dessus (page 68). Dans ce cas, l’approche consisterait à faire 

exprimer la protéine FRB d’une part, et une protéine de fusion FKBP-peptide 

mimétique d’autre part (Figure 24). L’ajout de la rapamycine permettrait l’export du 

peptide à la membrane.  

 

 

 

Figure 24 : Export  membranaire d’un peptide de façon inductible. 

L’hétérodimérisation de FRB (FRBP rapamycin binding) membranaire avec FRBP (FK506 binding protein) 

couplée à un peptide B4-5 ou TS5, après ajout de rapamycine, entraîne un recrutement du peptide à la face 

intracellulaire de la membrane. 
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Ainsi, on pourrait mesurer les paramètres biophysiques avant et après ajout de la 

rapamycine. Une telle approche a déjà été utilisée pour inhiber, de façon inductible, 

un canal calcique voltage-dépendant par une GTPase  (Yang et al., 2007). 

  

- Dans cette étude, nous avons montré que les effets des peptides ne dépendent pas 

de la présence ou non de la sous-unité auxiliaire KCNE1, suggérant que ces effets 

sont liés à une interaction directe entre le peptide et le canal KCNQ1. Toutefois, cela 

n’exclut pas la possibilité d’un effet indirect via une autre protéine ou macromolécule 

partenaire de KCNQ1. Afin de confirmer l’interaction physique entre B4-5 et TS6, 

nous avons en vain essayé de caractériser l’interaction directe entre les peptides 

synthétiques B4-5 et TS6 les plus efficaces, en utilisant deux techniques 

biochimiques différentes: l’ultracentrifugation analytique et le gel natif. L’échec 

enregistré dans ces approches est probablement dû à une faible solubilité de ces 

peptides synthétiques à cause de leur forte hydrophobicité. Contrairement au cytosol, 

les solutions utilisées dans ces approches ne permettraient pas de solubiliser les 

peptides de façon à atteindre des concentrations suffisamment élevées pour qu’il y 

ait interaction peptide-canal. L’utilisation de la technique de double hybride chez la 

levure n’a pas permis non plus de caractériser de façon biochimique, cette 

interaction. L’hypothèse la plus probable est que cette interaction est très faible et 

que la sensibilité de cette technique n’est pas suffisamment élevée pour détecter une 

telle interaction. Etant donné la proximité des régions B4-5 et TS6 à l’état fermé, il 

n’est pas nécessaire que cette interaction soit forte, et il est plus logique qu’elle soit 

faible pour permettre le canal de passer d’un état à un autre en dépensant moins 

d’énergie. Des approches de biologie structurales seront nécessaires pour mieux 

caractériser cette interaction et mieux comprendre ses bases moléculaires. 

L’importance de telles approches sera décrite dans la discussion générale.  

 

- Face à l’échec de caractériser l’interaction peptide-canal par des approches 

biochimiques d’une part, et au manque de données structurales sur une telle 

interaction d’autre part, on ne peut pas exclure la possibilité que le peptide 

interagisse sur une autre région du canal (différente de B4-5 et TS6). Néanmoins, les 

résultats obtenus avec le canal KCNQ1 sauvage ou muté, et les peptides mutés 

(Figure 4C et 5B-D de l’article 2) suggèrent que cette hypothèse est moins probable. 
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Conclusion 

 

Ce projet a permis 1) d’identifier un nouveau mécanisme de couplage entre les modules 

VSD et PD du canal potassique cardiaque KCNQ1, et 2) d’élaborer des peptides 

modulateurs spécifiques de ce canal. Reste à mieux comprendre les mécanismes 

moléculaires de ce nouveau mécanisme d’une part, et à étudier dans quelle mesure ce 

nouveau mécanisme est applicable à d’autres familles de canaux (Nav et Cav) d’autre part. 

Enfin, il sera nécessaire d’étudier les bases structurales de l’interaction peptide-canal afin 

d’améliorer l’efficacité de ces peptides modulateurs. Ces perspectives ont fait l’objet de mon 

projet 3 dont nous allons parler à présent.  
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Projet 3 :  

 

Généralisation du modèle ligand-récepteur aux canaux sodiques eucaryote (Nav1.4) et 

procaryote (NavSp1) 

 

 

Introduction 

 

Comme décrit dans l’introduction générale, les canaux sodiques voltage-dépendants 

eucaryotes sont constitués de quatre domaines (DI, DII, DIII et DIV) homologues fusionnés 

pour former la sous-unité α canalaire (Figure 25B). Chaque domaine présente la même 

organisation structurale qu’une sous-unité des Kv qui eux, sont tétramériques (Figure 25A). 

En effet, chaque domaine est formé de six segments transmembranaires (S1 à S6) repartis 

en deux modules : le VSD formé de S1 à S4 avec S4 riche en résidus positifs, et un PD 

formé par l’association des S5 et S6. Quant aux Nav et Kv procaryotes, ils ont une structure 

homotétramérique et avec cette même organisation en six segments transmembranaires 

repartis en deux modules.  

 

 

Figure 25 : Structure schématique de la structure des canaux ioniques voltage-dépendants. 

(A) Canaux potassiques eucaryotes et tous canaux procaryotes. (B) Canaux sodiques et calciques eucaryotes. 
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Etant donné cette homologie structurale entre Nav et Kv d’une part, et le fait que la voltage-

dépendance des Nav, tout comme les Kv, est régie par les mouvements du S4 en réponse 

aux variations du potentiel membranaire d’autre part, nous avons émis l’hypothèse selon 

laquelle le modèle de « ligand-récepteur » établi pour KCNQ1 est applicable aux canaux 

Nav. De plus, la structure cristallographique du canal sodique bactérien NavAb, montre une 

porte d’activation fermée pendant que les voltage sensor S4 sont en position « activé » avec 

les régions B4-5 et TS6 distantes, suggérant que l’interaction entre B4-5 et TS6 n’est pas 

permanente (Payandeh et al., 2011a). Ces données structurales sont cohérentes avec notre 

hypothèse. Afin d’étudier l’éventuelle application du modèle ligand-récepteur aux canaux 

Nav, nous avons utilisé comme modèles  deux canaux sodiques différents: le canal sodique 

musculaire Nav1.4 et le canal sodique bactérien NavSp1. 

Si notre hypothèse est vraie, on devrait reproduire sur ces canaux Nav, des résultats 

similaires à ceux obtenus sur KCNQ1 à savoir, une inhibition du canal par des peptides 

mimétiques de B4-5 et une activation par des peptides mimétiques de TS6. Ainsi, tout 

comme pour KCNQ1, nous avons étudié les effets des peptides mimétiques de B4-5 ou de 

TS6 de Nav1.4 et de NavSp1 sur l’activité de ces canaux, en utilisant la technique de patch 

clamp. 

 

 

Matériel et Méthodes  

 

a) Détermination des séquences peptidiques 

 

Un alignement de séquences a été réalisé entre les domaines (DI, DII, DIII et DIV) de Nav1.4 

et les sous-unités des canaux homotétramériques NavSp1, Kv1.2, Kv2.1, KCNQ1, hERG et 

Shaker afin de déterminer les séquences des peptides mimétiques de B4-5 ou de TS6 

(Figure 26). Pour chaque région B4-5 et TS6, trois plasmides de même longueur et à des 

positions légèrement différentes, ont été déterminés pour compenser l’imprécision de 

l’alignement due à la faible similarité entre les séquences des Kv et des Nav. En raison d’un 

dépôt de brevet en cours, la nature des séquences des peptides modulateurs de Nav1.4 ne 

sera pas précisée sur ce manuscrit.  
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Figure 26 : Alignement de séquences en vue d’identifier les séquences des peptides modulateurs. 

L’alignement est réalisé principalement avec la prise en compte des arginines/lysines de S4, et des 

glycines/motifs PVP, ainsi que des profils d’hydropathie mettant en évidence les segments transmembranaires 

(encadrés).  

 

Les effets de ces peptides sur l’activité des canaux Nav1.4 et NavSp1, sont évalués sur des 

systèmes de réexpression (cellules COS-7 ou HEK-293) transfectées avec le plasmide 

codant pour le canal d’intérêt et celui codant pour le peptide à évaluer. 

 

b) Construction des plasmides codant pour les peptides mimétiques de B4-5 ou TS6 

 

Les minigènes codant pour les peptides correspondant à B4-5 ou à TS6 ont été clonés dans 

des plasmides pIRES2-EGFP (Clonetech) selon différentes étapes (Figure 27) : 

- Les ADNc (c pour complémentaire) sont amplifiés par réaction de polymérisation en 

chaîne (PCR) en utilisant le plasmide pCDNA3.1-Nav1.4 (fourni par Pr H. Abriel, Bern, 

Suisse) comme matrice, et des amorces spécifiques (invitrogen) correspondant à B4-5 ou à 

TS6. Ces amorces ont été établies de façon à avoir des produits de PCR contenant, à 

l’extrémité 5’, un site de restriction Xho I, une séquence consensus KOZAK, suivie d’un 

codon initiateur ATG et d’un codon GGA codant pour l’acide aminé glycine. Ce dernier  

permet de réduire la dégradation des peptides par le protéasome (Gilchrist et al., 2002). 

L’extrémité 3’ du produit de PCR contient un codon stop (TAG) suivi d’un site de restriction 

BamH I. Chaque produit de PCR fait environ 70 paires de bases. 

- Après sous-clonage de ces produits de PCR dans le vecteur TOPO SD (Invitrogen), les 

vecteurs TOPO contenant les minigènes sont coupés par les enzymes Xho I et BamH I. 

Cette étape de sous-clonage permet une meilleure efficacité de coupure des minigènes par 
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Xho I et BamH I en augmentant la zone de fixation de ces enzymes sur l’ADN.  

- Parallèlement, le vecteur pIRES2-EGFP (Clonetech) est lui aussi coupé par ces 

mêmes enzymes de restriction.  

- Après digestion, le vecteur et les inserts sont séparés sur gel et purifiés avant d’être 

ligués à 16°C par la T4 DNA ligase. Des bactéries XL1-blue compétentes sont transformées 

avec les produits de ligation, et les bactéries contenant le plasmide pIRES2 EGFP avec 

minigène sont sélectionnées sur milieu LB solide riche en kanamycine (100µg/mL).  

- Enfin, une extraction d’ADN par miniprep (NucleoSpin® Plasmid, Macherey-Nagel) est 

réalisée sur quelques clones, lesquels sont vérifiés par restriction enzymatique. Les clones 

positifs sont ensuite vérifiés par séquençage. 

 

 
Figure 27 : Etapes de clonage des minigènes sous le plasmide pIRES2 EGFP. 

 

Quant aux plasmides codant pour les peptides mimétiques de B4-5 et TS6 de NavSp1, ils 

ont été directement commandés chez Top Gene tec (Canada). Et là encore, l’ADNc, cette 

fois-ci synthétisé chimiquement sans PCR, est inséré dans un vecteur pIRES2 EGFP.   

 

c) Système de réexpression : cellules COS-7 ou HEK-293 

 

La lignée cellulaire COS-7 correspond à des fibroblastes de rein de singe vert d’Afrique, 

infectés avec un mutant du virus simien SV40 (Gluzman, 1981). La lignée HEK-293 (human 

epitelium kidney) quant à elle, correspond à des fibroblastes de l’épithélium rénal (Graham et 

al., 1977). Ces deux lignées sont utilisées comme système d’expression hétérologue de 

nombreuses protéines. Elles présentent un avantage majeur dans l’étude des canaux 

ioniques voltage-dépendants car ces protéines membranaires y sont très faiblement 

exprimées  de manière endogène. 

 

 Transfection des cellules COS-7 et HEK-293 
 

Pour l’étude sur Nav1.4, des cellules COS-7 ont été transfectées, en utilisant le fugene 6 

(Roche Molecular Biochemical) comme agent de transfection, avec les plasmides suivants : 

- pCDNA3.1-Nav1.4 (5%) codant pour le canal sodique Nav1.4  

minigène

minigène minigène

TOPO pRcCMV

Nav1.4

pIRES2 EGFP

PCR Sous-clonage clonage
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- pRC-CMV-h β1 (5%) codant pour la sous-unité auxiliaire Navβ1  

- pIRES2-EGFP-minigène (90%) codant pour le peptide évalué ou pEGFP-N3 (90%) 

codant pour la protéine GFP (green fluorescence protein) pour la condition contrôle.  

Au total, 1 µg d’ADN est transfecté dans des cellules COS-7 à ~60% de confluence dans un 

puit d’une plaque 12 puits. 

 

Pour l’étude sur NavSp1, des cellules HEK-293 ont été transfectées, en utilisant la 

lipofectamine 2000 (invitrogen) comme agent de transfection, avec les plasmides suivants : 

- pIRES2-EGFP-NavSp1 (40%) codant pour le canal NavSp1 

- pIRES2-EGFP-mini-gène (60%) codant pour le peptide évalué ou pEGFP-N3 (60%) 

codant pour la GFP. 

Au total, 5 µg d’ADN sont transfectés dans des cellules HEK-293 à ~60% de confluence 

dans un puit d’une plaque 6 puits à l’aide de 12.5µl de lipofectamine 2000. 

Le gène codant pour la GFP, protéine naturellement fluorescente dans un spectre lumineux 

allant du bleu à l’ultraviolet (Prendergast and Mann, 1978), est utilisé comme gène 

rapporteur et les cellules transfectées sont observées au microscope à épifluorescence.  

Les conditions de transfection sont choisies de façon à maximiser la quantité de peptides 

exogènes tout en ayant un courant sodique mesurable.  

 

 Repiquage des cellules transfectées 

 
Les cellules transfectées sont repiquées 24 heures après la transfection : il s’agit d’une 

dilution déterminée selon la confluence des cellules et un réensemencement de nouvelles 

boîtes. Etant donné que les mesures électrophysiologiques sont effectuées sur des cellules 

isolées, ce repiquage a pour but d’obtenir des cellules COS-7 ou HEK-293 isolées les unes 

des autres. Ce repiquage est réalisé selon différentes étapes : 

- Le milieu de culture est remplacé par 1 mL de PBS afin de rincer les cellules. Le PBS est 

ensuite retiré. 

- Les cellules sont détachées du fond de la boîte par ajout de 150 µL de solution à 0.25% de 

trypsine solubilisée dans le tampon PBS/EDTA, avec incubation à 37°C.  

- Au bout de deux minutes, les cellules sont sorties de l’incubateur et 2 mL de milieu de 

culture sont ajoutés afin d’arrêter l’action de la trypsine. Ces 2 mL de milieu, contenant les 

cellules en suspension, sont alors récupérés et transférés dans un tube de 15 mL. 

- Ensuite, une dissociation mécanique est réalisée par une pipette 2 mL, ce qui conduit à 

l’obtention d’une suspension de cellules isolées grâce aux forces de cisaillement créées par 

l’aspiration et éjection à l’aide de la pipette. 
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- Cette suspension cellulaire est, par la suite, diluée avec du milieu de culture. Le facteur de 

dilution dépend, d’une part de la confluence cellulaire initiale estimée au microscope optique, 

et d’autre part du délai d’utilisation des cellules par la technique de patch-clamp. Par 

exemple, pour une densité d’environ 70% de confluence, des dilutions au 1/40ème et au 

1/80ème sont effectuées pour des utilisations respectives des cellules 24h et 48h après.  

- Enfin, 2 mL de suspension diluée sont déposés dans une boite de Petri de 35mm et celle-ci 

est ensuite placée dans un incubateur à 37°C et 5% de CO2 jusqu’aux expériences.  

 

d) Technique de patch clamp 

 

 Principe 

La technique de patch clamp en configuration « cellule entière » (Figure 28) a été utilisée 

pour mesurer le courant sodique des cellules transfectées, en imposant un créneau de 

potentiels variables à leur membrane cellulaire (mode voltage-clamp).  

 

 Configuration « cellule entière » 

La technique de patch clamp consiste à poser la pointe d’une pipette en verre, dont 

l’extrémité a un diamètre d’environ 1 µm, sur une membrane cellulaire de telle sorte que le 

contact pipette/membrane soit électriquement résistant. Ce contact est renforcé par une 

légère aspiration exercée à l’intérieur de la pipette. Lorsque la résistance de ce contact 

atteint le giga-Ohm, le contact est alors appelé "giga-seal". Dans ces conditions, l’isolation 

électrique de l’ensemble pipette-cellule est suffisante. 

Pour obtenir la configuration «cellule entière» (Hamill et al., 1981), une aspiration 

supplémentaire est appliquée à l’aide d’une seringue. Ceci permet de percer la membrane 

cellulaire par aspiration du fragment de membrane isolé sous la pointe de la pipette. Par 

conséquent, la résistance entre le milieu intra-pipette et le milieu intracellulaire va diminuer, 

ce qui permet l’accès électrique au milieu intracellulaire (Figure 28).  

 

 
 Figure 28 : Représentation schématique du passage à la configuration cellule-entière. 
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 Dispositif expérimental 

 

Fabrication des pipettes : Pour l’étude sur des cellules COS-7 exprimant Nav1.4, les pipettes 

de patch clamp ont été fabriquées à partir de capillaires de verre borosilicate (Kimble kontes, 

New-jersey, USA). Ces capillaires sont placés dans une étireuse verticale (Sutter Instrument 

CO, Model-P30, Novato, CA, USA) réglée de façon à fournir des micropipettes d’une 

résistance comprise entre 1.9 et 2.9 MΩ.  

Pour l’étude sur des cellules HEK-293 exprimant NavSp1, les pipettes ont été fabriquées à 

partir de capillaires de verre borosilicate (TW150F-3, WPI, Sarasota, USA). Ces capillaires 

sont étirés dans une étireuse horizontale (Sutter Instrument) et ensuite polis grâce à une 

microforge (MF-900 microforge, Narishige, Tokyo, Japon) de façon à obtenir des pipettes de 

résistance comprise entre 2 et 3 MΩ. 

60 à 80% des erreurs de voltage dues à la résistance série, ont été compensées. 

 

Installation de patch clamp : Une boîte de cellules isolées est placée sur la platine d’un 

microscope inversé qui repose sur une table anti-vibrations (Figure 29). Les cellules sont 

perfusées en continu par une solution extracellulaire dont la composition diffère selon la 

configuration. 

La pipette de patch clamp est remplie d’une solution intrapipette et ensuite fixée sur un 

porte-électrode relié à un micromanipulateur électrique permettant de placer avec précision 

cette micropipette sur la cellule. L’électrode de mesure et de stimulation contenue dans la 

pipette est connectée à un amplificateur de patch-clamp (Axon 200A, Molecular devices, 

USA) qui permet d’imposer le potentiel à la membrane cellulaire et d’enregistrer les courants 

ioniques (voltage-clamp). Ces deux signaux électriques (stimulation et acquisition) sont, à la 

base, des différences de potentiel entre cette électrode de mesure et une électrode de 

référence baignant dans le milieu extracellulaire. Le contrôle des paramètres de stimulation, 

l’acquisition des tracés, ainsi que l’analyse des données, sont réalisés par ordinateur grâce 

au logiciel pClamp version 10.0 (Molecular Devices, USA).  
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Figure 29 : Schéma d’une installation de patch clamp. 

 

 

 Composition des solutions  

 

Etude sur Nav1.4 : Les cellules COS-7 isolées baignent dans une solution de Tyrode 

modifiée, renouvelée constamment par un système de perfusion générale et d’aspiration. La 

composition de cette solution (en mM : NaCl 145, KCl 4, HEPES 5, Glucose 5, MgCl2 1, 

CaCl2 1, pH 7.4 avec du NaOH) est établie de façon à se rapprocher des conditions 

extracellulaires physiologiques des cellules COS-7. Dans cette solution baigne également 

l’électrode de référence.  

Une solution de perfusion locale (en mM : 145 NaCl, 4 CsCl, 5 HEPES, 5 Glucose, 1 MgCl2, 

1 CaCl2, pH 7.4 avec du NaOH) est appliquée, via un système d’éjecteur, au niveau 

extracellulaire de la cellule sur laquelle les paramètres biophysiques du courant sodique sont 

mesurés. Contrairement au Tyrode modifié, cette solution de perfusion locale contient du 

césium, un inhibiteur des canaux potassiques. 

L’électrode de mesure et de stimulation baigne dans la solution intrapipette (en mM : 10 

NaCl, 64.5 CsCl, 70.5 acide aspartique, 5 HEPES, pH 7.2 avec CsOH). 

Les compositions de ces différentes solutions se rapprochent de celles des milieux 

physiologiques des cellules COS-7, excepté pour la concentration en potassium. Ce dernier 

a été remplacé dans les solutions intrapipette et de perfusion locale, par du césium afin de 

limiter l’apparition de courants potassiques endogènes.  

1. Amplificateur 
2. Stimulateur (courant 

imposé) et 
préamplificateur. 

3. Porte-pipette  contenant 
l’électrode de mesure 
Ag/AgCl.  

4. Pipette de verre 
5. Micromanipulateur 
6. Electrode de référence 
7. Support du montage                     

sur coussin d’air 
8. Coussin d’air 
9. Système d’aspiration 
10. Solutions de perfusion 

(Tyrode) 
11. Seringue d’aspiration 
12. Oscilloscope 
13. Ordinateur (relié à une 

carte d’acquisition) 
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Etude sur NavSp1 : Les cellules HEK-293 isolées baignent dans une solution extracellulaire 

(en mM : 155 NaCl, 1 CaCl2, 1 MgCl2, 5 KCl, 10 HEPES, 10 glucose, pH 7.4 avec NaOH).  

L’électrode de mesure et de stimulation baigne dans la solution intrapipette (en mM : 120 Cs-

methane sulfonate, 8 NaCl, 10 EGTA, 2 Mg-ATP, 20 HEPES, pH 7.4 avec CsOH).  

 

Toutes les expériences électrophysiologiques ont été réalisées à température ambiante 

(25°C).  

 

e) Présentation des résultats  

 

Les résultats sont présentés sous la forme de moyenne ± erreur standard à la moyenne. Les 

différences sont statistiquement testées en utilisant le test non paramétrique de Mann-

Whitney (comparaison de 2 moyennes de 2 conditions différentes avec un nombre 

d’échantillons inférieur à 30). Une différence avec une valeur de p<0.05 est considérée 

comme significative. 
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Résultats 

 
A- Etude sur le canal Nav1.4 
 
Des peptides B4-5 exogènes modulent l’activité du canal Nav1.4 
  
Rappelons que notre hypothèse est que la boucle S4-S5 (B4-5) de chaque domaine (DI, DII, 

DIII et DIV) serait un ligand dépendant du potentiel qui se fixerait sur l’extrémité C-terminale 

du segment S6 (TS6) du même domaine ou d’un domaine voisin, pour stabiliser la fermeture 

du canal sodique Nav1.4 (Figure 23).  

Si cette hypothèse est vraie, alors les peptides mimétiques des B4-5 devraient être capables 

d’interagir avec des TS6 endogènes et moduler l’activité du canal. Nous avons évalué les 

effets de quatre peptides mimétiques des B4-5 de chaque domaine du canal Nav1.4, en 

utilisant la configuration « cellule entière » de la technique de patch clamp. Afin d’éviter tout 

biais dû à la dilution des peptides par la solution contenue dans la pipette de patch, les effets 

des peptides ont été observés juste après la rupture du patch. Pour étudier les effets des 

peptides sur l’activité du canal, un plasmide codant pour le peptide étudié a été co-transfecté 

avec deux autres plasmides, l’un codant pour le canal Nav1.4 et l’autre pour sa sous-unité 

auxiliaire Navβ1. En condition contrôle (sans peptide exogène), le plasmide codant pour le 

peptide a été remplacé par un autre codant pour la GFP. 

Dans toutes les conditions, un protocole de stimulation à saut unique du potentiel 

membranaire a permis d’enregistrer un courant sodique entrant avec la même allure, à 

savoir une phase d’activation et suivie d’une phase d’inactivation (Figure 30A). A partir de 

ces enregistrements, les effets des minigènes codant pour ces peptides ont été étudiés en 

comparant la densité du courant (amplitude du courant en pA / capacité membranaire en pF) 

entre les cellules contrôles et les cellules exprimant un peptide exogène B4-5 d’un domaine 

bien précis (DI, DII, DIII ou DIV). Notons que la capacité membranaire est proportionnelle à 

la surface membranaire. Par conséquent, la densité du courant représente l’amplitude du 

courant normalisée par rapport à la taille de la cellule. 

Nos résultats montrent que les peptides mimétiques des B4-5 des domaines DI et DII ont un 

effet inhibiteur sur la densité du courant (ou courant relatif, Irel, Figure 30B). En effet, par 

rapport aux cellules contrôles (Irel = -118 ± 28 pA, n=10), cette densité du courant est 

diminuée de façon significative en présence de peptides exogènes B4-5 du domaine DI (Irel 

= -21.9 ± 9.1 pA, n = 8, p=0.004) ou du domaine DII (Irel = -35.8 ± 11 pA, n=7, p=0.026). En 

revanche, les peptides exogènes B4-5 des domaines DIII (Irel = -53.3 ± 20 pA, n =7, p=0.38) 

et DIV (Irel = -71.5 ± 22 pA, n=6, p=0.71) n’ont aucun effet significatif sur cette densité du 

courant.  
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Selon notre hypothèse, les effets inhibiteurs de ces peptides B4-5 des domaines DI et DII sur 

la densité du courant seraient liés à  une stabilisation de la fermeture de la porte d’activation. 

L’évaluation des effets de ces peptides sur la probabilité d’ouverture du canal ainsi que sur 

les cinétiques d’activation et de déactivation, permettraient de confirmer ou infirmer une telle 

stabilisation de la porte d’activation à l’état fermée. En plus de cet effet, ces peptides 

pourraient affecter également la voltage-dépendance de l’activation, du fait du caractère 

voltage-dépendant de l’interaction entre B4-5 et TS6. Toutefois, ces effets inhibiteurs 

pourraient également être liés à d’autres paramètres tels que (i) une variation de l’expression 

de Nav1.4 ou (ii) une variation du trafic du canal à la membrane.  

 
Figure 30 : Effets des peptides B4-5 sur la densité du courant. 

(A) Un protocole de saut unique de potentiel (en haut à gauche) a été utilisé pour enregistrer le courant sodique 

aux différentes conditions contrôle et en présence de peptides exogènes B4-5. Un tracé représentatif de chaque 

condition est présenté. (B) Moyennes des densités du courant. 

 

Les peptides B4-5 exogènes n’affectent pas la voltage-dépendance de l’activation 

 

Afin d’étudier les effets des peptides mimétiques des B4-5 des quatre domaines sur la 

voltage-dépendance de l’activation du canal, les courants sodiques ont été enregistrés suite 

à un protocole d’activation dans les différentes conditions (Figure 31A).  

A partir de ces enregistrements, des courbes d’activation ont été établies (Figure 31B) et les 
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effets des minigènes sur la voltage-dépendance de l’activation du canal ont été étudiés en 

comparant, entre les cellules contrôles et les cellules exprimant un peptide B4-5 exogène, 

deux paramètres issus de cette courbe d’activation :  

- le potentiel de demi-activation (V1/2 d’activation) c’est-à-dire le potentiel auquel 50% 

des canaux sont activés. Ce paramètre reflète la sensibilité de la porte d’activation au 

potentiel membranaire. 

- la pente de la courbe d’activation reflétant la sensibilité de la porte d’activation aux 

variations du potentiel membranaire. 

 

Nos résultats montrent que ces peptides B4-5 exogènes n’ont aucun effet significatif sur la 

voltage-dépendance de l’activation (Figure 31B). En effet, le V1/2 d’activation n’est pas 

statiquement différent (Figure 31C) entre les cellules contrôles (V1/2 = -18.6 ± 3.7 mV) et 

celles exprimant les peptides exogènes B4-5 des domaines DI (V1/2 = -19.5 mV ± 3.7 mV), 

DII (V1/2 = -15.5 ± 2.5 mV), DIII (V1/2 = -20.8 ± 4.9 mV) et DIV (V1/2 = -16.2 ± 1.4 mV). La 

pente de la courbe d’activation est également inchangée (Figure 31D) entre la condition 

contrôle (K= 5.9 ± 0.3) et les conditions avec les peptides exogènes B4-5 des domaines DI 

(K= 6.7 ± 0.6), DII (K= 5.8 ± 0.4), DIII (K= 5.9 ± 0.4) et DIV (K= 5.7 ± 0.1). 

 

En résumé, les peptides mimétiques des B4-5 des domaines DI et DII ont un effet inhibiteur 

sur la densité du courant tandis qu’aucun des peptides B4-5 n’affecte la voltage-dépendance 

de l’activation du canal. Les effets inhibiteurs des peptides mimétiques des B4-5 des 

domaines DI et DII sur la densité du courant sont cohérents avec le rôle de ces domaines 

dans le processus d’activation du canal Nav1.4 et des canaux sodiques en général. En 

revanche, l’absence d’effet de ces peptides inhibiteurs sur la voltage-dépendance de 

l’activation peut s’expliquer soit par le faible nombre d’échantillons, ou une interaction non-

optimale entre ces peptides exogènes et TS6 endogène car nous n’avons testé que 

quelques peptides candidats. L’augmentation du nombre d’échantillons ainsi que l’évaluation 

des effets des autres peptides B4-5 exogènes sont en cours. Les séquences de ces 

nouveaux peptides à tester sont décalées de trois acides aminés à gauche et à droite par 

rapport aux peptides testés, afin de corriger les éventuelles erreurs d’alignement. 
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Figure 31 : Etude des effets des peptides B4-5 sur la voltage-dépendance du canal Nav1.4.  

(A) Un protocole d’activation (à gauche) a été utilisé pour enregistrer le courant sodique à différents potentiels 

comme illustré pour la condition contrôle (à droite). Le même protocole a été utilisé pour les conditions B4-5 de 

chaque domaine de Nav1.4. Ce protocole consiste à dépolariser la cellule de -60 à +65mV avec un incrément de 

5 mV pendant 10ms, suivi d’une phase de repolarisation à -100mV après chaque dépolarisation. B4-5 : boucle 

S4-S5. (B) A partir de ces enregistrements, les courbes d’activation ont été construites selon une équation de 

type Boltzmann. Ces courbes d’activation ont ensuite permis de déterminer (C) les potentiels de demi-activation  

et (D) les facteurs pente. 

 

 

Le peptide mimétique de TS6 du domaine DI est sans effet sur la densité du courant 

 

Toujours selon notre hypothèse, les TS6 sont les récepteurs auxquels se lient les ligands 

B4-5 pour stabiliser la fermeture du canal au potentiel membranaire de repos. Si cette 

hypothèse est vraie, l’expression de peptides mimétiques de ces TS6 devrait leurrer les B4-5 

endogènes et ainsi entraîner un gain-de-fonction via une déstabilisation de la fermeture du 

canal.  
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Pour vérifier cette hypothèse, nous avons évalué les effets de ces peptides exogènes TS6 

sur l’activité du canal. Parmi ces peptides, seul le peptide mimétique de TS6 du domaine DI 

a pu être étudié avec un nombre d’échantillons suffisamment élevé pour faire les tests 

statistiques. Nos résultats montrent que, par rapport au contrôle (Irel = -118 ± 28 pA, n=10), 

ce peptide exogène TS6 du DI (Irel = -93.7 ± 21 pA, n=6, p=0.71) n’a aucun effet sur la 

densité du courant (Figure 32). Ce manque d’effet peut s’expliquer par un manque 

d’interaction entre le peptide et le canal, du fait de la séquence du peptide.  Nous sommes 

en train d’étudier les effets de tous les autres peptides TS6 des quatre domaines, y compris 

les peptides dont les séquences sont décalées de trois acides aminés à gauche ou à droite 

par rapport aux séquences issues de l’alignement. 

 

 

Figure 32 : Effets du peptide TS6 du domaine DI sur la densité du courant. 

(A) Un protocole de saut unique de potentiel (à gauche) a été utilisé pour enregistrer le courant sodique aux 

différentes conditions (contrôle ou en présence du peptide exogènes TS6 du domaine DI). Un tracé représentatif 

de chaque condition est présenté (à droite). (B) Moyennes des densités du courant. 
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B- Etude sur le canal NavSp1 

 

Rappelons que NavSp1 est un homotétramère, ce qui fait qu’il y a seulement un seul B4-5 et 

un seul TS6. L’alignement de séquences entre ce canal et les canaux KAT1, HCN, hERG, 

Shaker, Kv1 .2, KCNQ1, NavAb (Figure 26) a permis de déterminer les séquences des 

peptides B4-5 et TS6 susceptibles d’avoir des effets modulateurs sur l’activité du canal 

NavSp1. Comme pour les canaux KCNQ1 et Nav1.4, d’autres peptides B4-5 et TS6 ont été 

déterminés en décalant la séquence issue de l’alignement (séquence 0) de trois acides 

aminés à gauche (séquence -3) ou à droite (séquence +3). En somme, les séquences de 

trois peptides exogènes B4-5 et trois peptides exogènes TS6 ont été déterminées. Des 

plasmides codant pour ces peptides ont été co-transfectés avec le plasmide pIRES2 EGFP 

codant pour NavSp1. Pour la condition contrôle, le plasmide codant pour le peptide a été 

remplacé par celui codant pour la GFP. La configuration « cellule entière » de la technique 

de patch clamp a été utilisée pour étudier les effets des six peptides exogènes B4-5 et TS6.  

 

 

Le peptide mimétique de B4-5 module l’activité du canal NavSp1  

 

Selon notre hypothèse, l’expression du peptide exogène B4-5 devrait inhiber l’activité du 

canal par stabilisation de sa fermeture via une interaction avec TS6 endogène. Nous avons 

évalué les effets des peptides exogènes B4-5 (0, -3 et +3) sur la densité du courant 

normalisée par rapport au contrôle (Figure 33, tableau 1). Nos résultats montrent que 

l’expression du peptide exogène B4-5 (-3) entraîne une diminution de la densité du courant. 

En revanche, les peptides exogènes B4-5 (0) et (+3) n’ont aucun effet significatif sur cette 

densité du courant. Une forte tendance à un effet activateur du peptide B4-5 (+3) est tout de 

même observée (Figure 33, tableau 1).  
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Figure 33 : Effets des peptides B4-5 de NavSp1 sur la densité du courant. 

(A) Un protocole de saut unique de potentiel a été utilisé pour enregistrer (B) le courant sodique aux différentes 

conditions contrôle, B4-5 (-3), B4-5 (0) et B4-5 (+3). (C) Moyennes des densités du courant. *** p<0.001. 

 

 

 

Contrôle B4-5 (-3) B4-5 (0) B4-5 (+3) TS6 (-3) TS6 (0) TS6 (+3)

Densité du courant normalisée 1.00 0.62 0.90 1.60 1.24 0.82 2.39

erreur standard à la moyenne 0.00 0.02 0.06 0.35 0.02 0.17 0.30

Nombre d'expérience 3 2 4 2 2 3

Nombre de cellules total 108 25 22 35 31 20 41

p (test de mann & whitney) <0.001 0.33 0.34 0.33 0.33 0.01
 

 

Tableau 1 : Résultats d’évaluation des effets des peptides B4-5 et TS6 de NavSp1. 
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Le peptide mimétique de TS6 module l’activité du canal NavSp1  

 

Selon notre hypothèse, le peptide exogène TS6 devrait, quant à lui, leurrer B4-5 endogène 

et de ce fait, déstabiliser la fermeture du canal, ce qui se traduirait par un effet gain-de-

fonction sur l’activité du canal. Nous avons donc évalué les effets des peptides exogènes 

TS6 (-3, 0 et +3) sur la densité du courant normalisée par rapport au contrôle (Figure 34). 

Nous avons observé que le peptide exogène TS6 (+3) entraine une augmentation 

considérable de cette densité du courant. En revanche, les peptides exogènes TS6 (-3) et 

(0) sont sans effet sur ce paramètre (Figure 34, tableau 1).  

 

 

Figure 34 : Effets des peptides TS6 de NavSp1 sur la densité du courant. 

(A) Un protocole de saut unique de potentiel a été utilisé pour enregistrer (B) le courant sodique aux différentes 

conditions contrôle, TS6 (-3), TS6 (0) et TS6 (+3). (C)Moyennes des densités du courant. ** p<0.01.  
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Discussion 

 

Résumé des résultats 

 

Le but de ce projet 3 était d’étudier l’application du modèle « ligand-récepteur » sur les 

canaux sodiques voltage-dépendants Nav1.4 et NavSp1. Selon ce modèle, les B4-5 jouent 

le rôle de ligands inhibiteurs voltage-dépendants capables de se fixer sur les TS6 (leurs 

récepteurs) pour stabiliser l’état fermé du canal. Ainsi, nous avons utilisé la même approche 

que pour KCNQ1, à savoir l’évaluation des effets des peptides mimétiques des régions B4-5 

et TS6 des canaux sodiques Nav1.4 et NavSp1 sur l’activité de ces derniers.  

L’étude sur Nav1.4 a permis d’identifier deux peptides mimétiques des B4-5 des domaines 

DI et DII ayant un effet inhibiteur sur l’amplitude du courant. Les effets de nombreux autres 

peptides mimétiques de B4-5 ou TS6 sont en cours d’évaluation. 

Quant aux expériences réalisées sur le canal NavSp1, elles ont permis d’identifier un peptide 

mimétique de B4-5 ayant un effet inhibiteur d’une part, et un peptide mimétique de TS6 

ayant un effet activateur d’autre part. Ces deux effets ont lieu sur l’amplitude du courant.  

  

Cohérence des résultats avec le modèle « ligand-récepteur » 

 

Tous ces résultats obtenus sur Nav1.4 et NavSp1 sont parfaitement cohérents avec le 

modèle « ligand-récepteur ». Comme pour KCNQ1, des peptides mimétiques de B4-5 de ces 

canaux Nav sont capables d’interagir avec les TS6 endogènes à ces canaux et stabiliser la 

fermeture de la porte d’activation, d’où leurs effets inhibiteurs. A l’inverse, des peptides 

mimétiques de TS6 sont capables de leurrer les B4-5 endogènes, les empêchant ainsi 

d’interagir avec les TS6 endogènes, ce qui aboutit à une déstabilisation de la fermeture du 

canal, d’où leurs effets activateurs. Ces résultats suggèrent une application du modèle 

« ligand-récepteur » aux canaux Nav.  

Toutefois, il est important de mentionner qu’un autre peptide mimétique de B4-5 de NavSp1 

a un effet à forte tendance activatrice, ce qui est cohérent avec le modèle consensuel du 

couplage entre VSD et PD. Selon ce modèle, l’interaction entre B4-5 et TS6 stabilise les 

états ouvert ou fermé du canal, différents résidus étant impliqués dans la stabilisation de 

chaque état, comme décrit par Ng et al. (2012). 

Les trois peptides mimétiques d’une région (B4-5 ou TS6) ont été déterminés en décalant 

leur séquence de trois acides aminés. Ce court décalage semble suffisant pour avoir des 

peptides avec des effets différents, ce qui suggère une certaine spécificité dans l’interaction 

peptide-canal. Il sera intéressant d’étudier, grâce à une approche de mutagenèse dirigée 

associée à des études fonctionnelles, les déterminants moléculaires de cette interaction. 
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Perspectives 

 

Etudes fonctionnelles 

 

Nombreuses expériences fonctionnelles sont en cours pour compléter les résultats ci-dessus 

afin de préciser les mécanismes de dépendance au potentiel de ces canaux Nav. Ces 

expériences consistent à :  

- Compléter l’évaluation  des autres peptides mimétiques de B4-5 ou TS6 de Nav1.4 

sur l’amplitude du courant. 

- évaluer les effets des peptides modulateurs des canaux Nav1.4 et NavSp1 sur leurs 

paramètres biophysiques à savoir la voltage-dépendance de l’activation et de 

l’inactivation ainsi que les cinétiques d’activation, d’inactivation et de déactivation. 

- évaluer la spécificité et la réversibilité des effets des peptides les plus efficaces sur 

ces deux canaux Nav. 

- étudier si l’expression simultanée de différents peptides mimétiques de différents 

domaines et ayant le même effet (activateur ou inhibiteur) sur Nav1.4, permet 

d’amplifier leurs effets. 

 

Ensuite, des approches de biologie structurale permettront de caractériser les bases 

structurales de l’interaction entre B4-5 et TS6. Ces approches structurales seront décrites 

par la suite dans la discussion générale (page 138). 

 

Le canal sodique bactérien NavSp1 : bon modèle d’étude structurale  

 

Depuis la première découverte et caractérisation fonctionnelle d’un canal sodique procaryote 

exprimé chez Bacillus halodurans (Ren et al., 2001), les canaux sodiques bactériens 

(NavBacs) ont été utilisés comme modèles pour mieux comprendre les bases structurales de 

leurs homologues eucaryotes. Ces NavBacs présentent un avantage majeur pour les études 

structurales : ils peuvent être exprimés par Escherichia Coli en quantité suffisante pour 

obtenir des cristaux à partir desquels leur structure sera déterminée grâce à une diffraction 

aux rayons X. A ce jour, quatre structures cristallographiques de NavBacs ont été obtenues 

(McCusker et al., 2012; Payandeh et al., 2011b, 2012; Zhang et al., 2012). Certains de ces 

NavBacs sont fonctionnels lorsqu’ils sont exprimés dans des cellules de mammifères, ce qui 

permet l’étude de leurs caractéristiques biophysiques en utilisant la technique de patch 

clamp. Par conséquent, ces NavBacs constituent de très bons outils pour mieux comprendre 

les mécanismes moléculaires et les bases structurales de l’activité et de la régulation des 

canaux Nav eucaryotes. 
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Le canal NavSp1 est un canal sodique voltage-dépendant naturellement exprimé par la 

bactérie Silicibacter Pomeroyi. La structure cristallographique du mutant « pore only » de ce 

canal vient d’être déterminée dans le laboratoire du Pr Daniel L. Minor (UCSF). Lors de mon 

séjour de recherche dans ce laboratoire spécialisé en biologie structurale, j’ai réalisé la 

caractérisation fonctionnelle de ce canal ainsi que les déterminants moléculaires impliqués 

dans ses propriétés d’activation, inactivation et de sélectivité (annexe 1).  

A présent, nous tentons de déterminer à nouveau la structure de ce mutant « pore only » du 

canal NavSp1 mais cette fois-ci avec la région B4-5. Les données structurales issues d’une 

telle caractérisation structurale permettront de mieux comprendre les bases structurales et 

moléculaires de l’interaction entre B4-5 et TS6. En d’autres termes, la détermination d’une 

structure cristallographique d’un canal à l’état fermé et montrant une interaction entre B4-5 et 

TS6 permettra de déterminer les types d’interaction ainsi que les résidus impliqués dans le 

couplage entre les modules VSD et PD. A partir de là, des approches de modélisation et de 

mutagenèse associées à des études fonctionnelles, permettront de déterminer les mutations 

à introduire sur les peptides exogènes pour augmenter leurs effets sans affecter leur 

spécificité vis-à-vis du canal ciblé. Cette étape représente un objectif majeur dans ce projet, 

à savoir l’amélioration de l’efficacité des peptides modulateurs (activateurs et inhibiteurs). 

Il serait également intéressant de déterminer la structure du mutant « pore only » de NavSp1 

sans la région B4-5, mais cette fois-ci, en présence d’un peptide exogène B4-5. La mise en 

évidence de l’interaction entre un tel peptide et le mutant « pore only » confirmerait que les 

effets des peptides mimétiques de B4-5 sont liés à une interaction de ces peptides avec 

TS6, et non avec une autre région du canal. Cela permettrait également d’écarter la 

possibilité d’une insertion de ces peptides B4-5 exogènes dans l’interstice entre le VSD et le 

PD pour jouer un rôle de ‘’cale’’ plus ou moins spécifique du canal ciblé. 

 

 

Le canal sodique musculaire Nav1.4 : bon modèle d’étude in-vivo  

 

Une fois que l’amélioration de l’efficacité des peptides modulateurs sera réalisée sur le canal 

NavSp1 puis sur Nav1.4 et KCNQ1, la prochaine étape consistera à étudier in-vivo, les effets 

des peptides améliorés. 

Comme décrit dans l’introduction générale, le canal Nav1.4 présente un rôle 

physiopathologique majeur sur les muscles squelettiques. Des mutations perte et gain-de-

fonction sur le gène SCN4A codant pour ce canal ont été associées à de nombreuses 

pathologies telles que des paralysies périodiques hypo et hyperkaliémique, la myotonie 

congénitale ou encore le syndrome myasténique congénital (Jurkat-Rott et al., 2010). De 

façon intéressante, il existe des modèles animaux de ces pathologies comme la souris dont 
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le canal Nav1.4 possède la mutation R669H (Wu et al., 2011), ou celle avec la mutation 

M1592V sur ce canal (Hayward et al., 2008). Ces souris présentent les symptômes de la 

paralysie périodique hypokaliémique et hyperkaliémique, respectivement. 

De plus, il est plus facile d’accéder aux muscles squelettiques qu’à d’autres tissus excitables 

comme le cœur et le cerveau, pour injecter les peptides modulateurs dans le cadre d’une 

étude in-vivo de leurs effets. Une telle étude nécessitera des approches fonctionnelles 

permettant d’évaluer la motricité in-vivo. De telles approches pourront donc être utilisées 

pour évaluer in-vivo, les effets des peptides améliorés, sur des modèles animaux de 

paralysies périodiques. 

Ainsi, le canal Nav1.4 constitue un bon modèle d’étude in-vivo des effets des peptides. 
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Revue d’articles 

 

Les résultats obtenus au cours de ma thèse ont permis de rédiger un article de revue 

présentant les connaissances actuelles sur la régulation des canaux potassiques voltage-

dépendants et d’autres canaux, par le PIP2 et par le potentiel membranaire. Plus 

précisément, cet article de revue illustre les effets opposés du PIP2 et de la boucle S4-S5 sur 

les canaux potassiques voltage-dépendants.  

Cet article a été publié dans le journal « Frontiers in pharmacology of ion channels and 

channelopathies »  (Choveau, Abderemane-Ali et al, 2012). 
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Voltage-gated potassium (Kv) channels are tetramers, each subunit presenting six trans-
membrane segments (S1–S6), with each S1–S4 segments forming a voltage-sensing
domain (VSD) and the four S5–S6 forming both the conduction pathway and its gate. S4
segments control the opening of the intracellular activation gate in response to changes
in membrane potential. Crystal structures of several voltage-gated ion channels in combi-
nation with biophysical and mutagenesis studies highlighted the critical role of the S4–S5
linker (S4S5L) and of the S6 C-terminal part (S6T) in the coupling between the VSD and
the activation gate. Several mechanisms have been proposed to describe the coupling at a
molecular scale. This review summarizes the mechanisms suggested for various voltage-
gated ion channels, including a mechanism that we described for KCNQ1, in which S4S5L
is acting like a ligand binding to S6T to stabilize the channel in a closed state. As dis-
cussed in this review, this mechanism may explain the reverse response to depolarization
in HCN-like channels. As opposed to S4S5L, the phosphoinositide, phosphatidylinositol 4,5-
bisphosphate (PIP2), stabilizes KCNQ1 channel in an open state. Many other ion channels
(not only voltage-gated) require PIP2 to function properly, confirming its crucial importance
as an ion channel cofactor. This is highlighted in cases in which an altered regulation of ion
channels by PIP2 leads to channelopathies, as observed for KCNQ1. This review summa-
rizes the state of the art on the two regulatory mechanisms that are critical for KCNQ1
and other voltage-gated channels function (PIP2 and S4S5L), and assesses their potential
physiological and pathophysiological roles.

Keywords: voltage-gated potassium channels, S4–S5 linker, phosphatidylinositol 4,5-bisphosphate, patch-clamp,
channelopathies

PART 1: ROLE OF THE S4–S5 LINKER IN CHANNEL VOLTAGE
DEPENDENCY
Voltage-gated ion channels are all designed according to a com-
mon pattern including six transmembrane segments (S1–S6), with
S1–S4 forming the voltage-sensing domain (VSD), in which the
positively charged S4 is the voltage sensor per se, and S5–S6
forming the pore. The N- and C-termini are cytosolic. Whereas
voltage-gated K+ channels are tetrameric assemblies of identical
or homologous subunits, eukaryotic Ca2+ and Na+ voltage-gated
channels are the result of the fusion of four subunits.

If a general consensus started to emerge on the nature and the
(nano-)metrics of the movement of the voltage sensor in voltage-
gated channels, it is still not the case for the nature of the coupling
between the voltage sensor movement and the gate opening. In
this first part, we review most of the results obtained through var-
ious experimental approaches on various channels, that can give
insights on the nature of the coupling, and we try to classify this
coupling into two categories: a strong or a labile coupling between
the main actors, namely, the S4–S5 linker (referred here as S4S5L)
and the C-terminal part of the S6 transmembrane segment (S6T).

HOW DOES THE VOLTAGE SENSOR REGULATE PORE GATING?
Movement of the voltage sensor
The ability of Kv channels to sense the membrane potential
is conferred via the VSD. The S4 segment moves across the
plasma membrane in response to changes in membrane poten-
tial, allowing the transition of the channel between a closed
conformation and an open conformation. Many studies have
investigated the nature of the S4 movement, and came up with
three different models, with major differences in this move-
ment.

∗ According to the crystal structure of KvAP, S4 coupled to S3
form a helical hairpin, or “paddle,” moving 15–20 Å across the
lipid bilayer, as confirmed by avidin accessibility to different-
length tethered biotin reagents (Jiang et al., 2003; Ruta et al.,
2005). However, a number of lines of evidence suggest that the
KvAP structure does not correspond to a native conformation,
such as the fact that the VSD is in a resting state and in contrast,
the pore is in the open state. This non-native state is poten-
tially due to the use of monoclonal antibody fragments in order
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to stabilize the structure, but more likely due to the absence of
membrane lipids (Lee et al., 2005).
∗ The “transporter” model, described in Shaker, involves a very
small movement of S4 (2–3 Å) from a crevice in contact with
the intracellular solution to another one in contact with the
extracellular solution (Cha et al., 1999; Chanda et al., 2005).
∗ Finally, the helical screw model (Guy and Seetharamulu, 1986)
and the similar sliding helix model (Catterall, 1986), originally
proposed for sodium channels, have been then adapted to Kv

channels (Durell and Guy, 1992). These models suggest that S4
rotates ∼180˚, and at the same time, translates ∼13.5 Å along
its axis (reviewed in Börjesson and Elinder, 2008). Strikingly,
“embryonic” paddle and helical screw models were predicted as
early as 1981 (Figures 2 and 9 of Armstrong, 1981).

The variety of these models, and the fact that they predict a
magnitude of the S4 movement across the membrane ranging
from 2 Å (Cha et al., 1999) to ∼15 Å in Shaker (Larsson et al.,
1996), most probably come from the variety of the techniques
employed. Some of the techniques (such as FRET) underestimate
the distances by capturing rare conformations when the donor
and acceptor are nearby. On the contrary, cross-linking or teth-
ered biotin may overestimate distances by capturing and covalently
stabilizing rare and extreme conformations in which a cysteine is
accessible intracellularly or extracellularly (Tombola et al., 2006).

A structural model of Shaker, based on the crystal structure of
Kv1.2, predicts an axial rotation and a translation of S4 (Yarov-
Yarovoy et al., 2006) as described in the “helical screw” model. In
addition, a subsequent tilting motion of the S4 is also suggested.
Very recently, disulfide-locking experiments and structural mod-
els of resting and activated state of the VSD in a sodium channel,
NaChBac, propose an outward movement (∼6–8 Å) of S4 relative
to S1, S2, and S3 and a rotation (∼30˚) of the S4 coupled to a
tilting motion relative to the S4S5L (Yarov-Yarovoy et al., 2012).
Studies of these different channels support the idea that a com-
mon S4 movement may be applied to various channels, including
KCNQ channels. The next step will be to solve the crystal structure
of KCNQ channels, in an attempt to gain insights on the struc-
tural conformation corresponding to gating of these channels.
Presently, homology models (Smith et al., 2007) and molecular
dynamics are valuable templates to better understand the physio-
logical and pathophysiological mechanisms of voltage dependency
(Delemotte et al., 2011).

Coupling between the voltage sensor and the gate: S4S5L and S6T

play a major role
The S4S5L interacts with S6T in many voltage-gated channels.
Which part of the channel links the voltage sensor movement to
the gate opening? The physical interaction between S4S5L and
S6T and the role of this interaction in translating the voltage sen-
sor movement to the gate opening have been investigated in many
voltage-gated channels by diverse techniques. The results obtained
will be detailed below and in other reviews of the present Fron-
tiers Research Topic, but it is important to note that many works
stress the major role of this S4S5L–S6T interaction. Mutagene-
sis associated to functional studies using chimeras of Shaker and
KcsA (Lu et al., 2001, 2002), alanine-scanning of S4S5L and S6T

in Kv4.2 (Barghaan and Bähring, 2009), cross-linking studies of
S4S5L and S6T in human ether-a-go-go related gene (hERG; Ferrer
et al., 2006), but also in the hyperpolarization-activated channel,
spHCN1 (Prole and Yellen, 2006), all converge to the notion that
S4S5L and S6T play a major role in the coupling between the volt-
age sensor and the S6T. This is further confirmed by the crystal
structures of Kv and Nav channels, which show that the distance
between S4S5L and S6T fits with the hypothesis that these regions
contact each other (Long et al., 2005; Payandeh et al., 2011).

These studies strongly indicate that theVSD-activation and gate
coupling are associated through the S4S5L–S6T interaction. How-
ever, many questions remain to be elucidated. Are other regions of
channels involved in this coupling? How exactly does this S4S5L–
S6T interaction make the link between VSD-activation and gate
coupling?

The N-terminus and the S1 segment are also involved in the
VSD-pore coupling. In addition to S4S5L and S6T interaction,
other regions influence voltage-dependent channel activity. One
of those regions is the N-terminus (Nter). In many signaling pro-
teins, a PAS domain is present where it functions as a signal sensor
and its name comes from the transcription factors in which it was
first identified: period circadian protein (Per), aryl hydrocarbon
receptor nuclear translocator protein (Arnt), and single-minded
protein (Sim). The PAS domain is also present in the N-terminus
of three Kv channel families, Kv10, Kv11, and Kv12. An interac-
tion between the PAS domain and S4S5L has been postulated as
underlying the slow deactivation process of hERG channels (Wang
et al., 1998a; Chen et al., 1999). Long QT syndrome (LQT) is a car-
diac disease characterized by prolonged ventricular repolarization,
arrhythmias, and sudden death. In some LQT patients, a disrup-
tion of the presumed interaction between the PAS domain and
S4S5L would result in an acceleration of the deactivation rate, lead-
ing to a decrease in this critical repolarizing current (Chen et al.,
1999). Alonso-Ron et al. (2008) showed that channels lacking Nter
domain or bearing mutations in S4S5L exhibited similar slowed
deactivation and positive shift in the voltage dependence of acti-
vation, supporting the hypothesis of an interaction between these
two regions. However, no experiment has unequivocally demon-
strated a direct Nter-S4S5L interaction although a recent study has
demonstrated a close proximity between Nter and S4S5L in hERG
(de la Peña et al., 2011). To highlight such interaction, the authors
introduced cysteines in the PAS domain and in the S4S5L and
then tested the effects of applying an oxidizing agent, tert -butyl
hydroperoxide (TbHO2), on channels expressing those cysteines.
Formation of disulfide bonds, induced by TbHO2, between cys-
teines introduced in Nter and S4S5L, dramatically decreases the
tail current. This effect is completely reversed by dithiothreitol, a
reducing agent. Taken together, these data indicate that Nter can
bind to S4S5L, stabilizing the channel in the closed state. A more
exhaustive review on the role of cytoplasmic domains (CTD) in
voltage-gated potassium channels gating is available in another
article of this Frontiers Research topic (Barros et al., 2012).

The coupling between the VSD and the pore may also occur
through interactions between transmembrane domains (TMD).
Cross-linking studies in Shaker channel showed the proximity
between the S4 and S5 segments, and suggested that interactions
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may be involved in the coupling between the VSD and the pore
(Broomand et al., 2003; Gandhi et al., 2003). Also, statistical analy-
sis of Kv channels sequences and mutagenesis studies suggest that
an interface between the S1 domain and the pore helix, both highly
conserved in Kv channels, is required for this coupling as well (Lee
et al., 2009). Indeed, a tryptophan scanning of residues forming
the interaction surface between S1 and the pore helix in Shaker has
shown that mutations of those residues affect channels function.
Finally, formation of a disulfide bond, forcing the S1-pore helix
interaction, leads to an alteration of gating.

In summary, a network of interactions, including Nter, S1,
S4S5L, and S6T, seems to be involved in the coupling between
VSD and the pore.

INTERACTION BETWEEN S4S5L AND S6T: TWO MODELS
Model 1: Mechanical lever model (Figure 1A)
Shaker. The Shaker gene from Drosophila melanogaster was the
first potassium channel to be cloned (Tempel et al., 1987), con-
tributing to the identification of a family of homologous channels
in vertebrates (the Kv superfamily) and to the understanding of
the role of Kv channels in human diseases. This channel is one of
the most extensively studied voltage-activated ion channels and
often serves as a model in the study of voltage dependency. In
this tetrameric voltage-gated K+ channel, the four VSDs are cova-
lently connected to the S5 segments of the pore region by the
S4–S5 linkers, as mentioned above. Kinetic models predicted that
the gating mechanism of this channel involves several relatively
independent movements of the four VSDs between resting and
activated states, followed by a concerted opening transition where
the S6 gate moves from a closed to an open state (Bezanilla et al.,
1994; Hoshi et al., 1994; Stefani et al., 1994; Zagotta et al., 1994a,b).
This model was further confirmed by using a triplet of mutations
in the S4 that make the final concerted step rate limiting in the
activation pathway, thus rendering it more detectable (Ledwell
and Aldrich, 1999).

In an elegant work using chimeras in which Shaker pore mod-
ule is replaced by the one of KcsA channel (Lu et al., 2001, 2002),
Lu and co-workers showed that S4S5L and S6T play a key role in
voltage dependency. Incomplete channel closures in Shaker-KcsA
chimeras with modified S4S5L and S6T suggest that these regions
interact in the closed state (Lu et al., 2002). Assuming that the
voltage sensors S4 are coupled to the gate in Shaker channels via
an obligatory (one S4 in the down state is enough to keep the
channel closed) rather than an allosteric mechanism, they pro-
posed a mechanical lever model in which S4S5L are pushing the
S6 gate in a closed conformation at negative voltages. The crystal
structure corresponding to the open state of the related vertebrate
Kv1.2 (below) is consistent with this mechanism in which all the
S4 segments have to be in an “up” state to allow pore opening.

In other functional studies, Shaker mutations in S4S5L and S6T

were shown to have a dramatic effect on the slow component of
the off-gating current. Together with the fact that closing the gate
impacts on gating charge return, this has been interpreted as the
S4S5L and S6T interaction allosterically keeping S4 in the “up”
position and stabilizing the open state (Batulan et al., 2010). The
same group identified other Shaker mutations in S4S5L and S6T

that completely uncouple S4 movement from pore opening. They

used the mutations to show that the pore domain exerts a mechan-
ical load onto the voltage sensors. Indeed, these mutations lead the
voltage sensors to be activated at more negative potentials (they
are more free to move), and relieve the mode shift of the volt-
age sensor, that they interpret as a stabilization of the open state
directly impacting the S4 movement (Haddad and Blunck, 2011).

Altogether, these data support both the specificity and the
strength of interaction between S4S5L and S6T, consistent with
the mechanical lever mechanism, but in a more complex manner,
with potentially state-dependent S4S5L and S6T interactions sta-
bilizing the closed (Lu et al., 2002) and the open (Batulan et al.,
2010) states. Of note, the critical role of S4S5L and S6T interaction
in channel open state stabilization has been recently illustrated
using high speed molecular dynamics simulation (Jensen et al.,
2012). Altogether these data, suggest a mechanism more complex
than a pure electromechanical coupling.

Kv1.2. The Kv1.2 channel is a Shaker-like voltage-gated potas-
sium channel expressed in mammalian neurons and involved in
the regulation of pre- and post-synaptic membrane excitability.
The interaction between the S4–S5 linker and the S6 segment was
observed in the crystal structure of Kv1.2 in the open state (Long
et al., 2005), confirming the electromechanical coupling between
the voltage sensor movement and the pore, as suggested previously
by Lu and co-workers in Shaker channels. The S4 were suggested
to perform mechanical work on the pore of Kv1.2 through the S4–
S5 linkers, which are positioned to constrict or dilate the S6 inner
helices of the pore (Long et al., 2005). A prediction of the chan-
nel closed state was built based on the hypothesis of a permanent
coupling. In this configuration where the S6 helix is presented
as a “receptor” of S4–S5 linker, it is easy to understand why its
sequence on Kv channels is quite conserved: Pro-X-Pro, where X is
any amino-acid (Shaker-like Kv channels), or Gly (other Kv chan-
nels) in the corresponding region. This structure allows bending
of the S6 helix in order to form the correct interaction with the S4–
S5 linker helix. However, the absence of a structure of Kv channels
in the closed state prevents from determining the exact molecular
nature of the voltage-dependent gate closure. Moreover, the struc-
ture of Kv1.2 may not completely correspond to the functional
open-activated state, especially for the position of S4 relative to
the pore, since this structure is incompatible with the proximity
of first S4 arginine R294 and a pore domain residue, A351 (Lewis
et al., 2008). Such proximity between R294 and A351 was probed
by the generation of a high affinity binding site of Zn2+ or Cd2+

when the residues were mutated to histidine. As discussed above
for cross-linking experiments trying to estimate the S4 position
and movement, introduction of the Zn2+ or Cd2+ high affinity
binding site may also capture the channel in a non-native state.

Only the combination of experimental and in silico approaches,
and the multiplication of channel structures will help understand-
ing the molecular details of the channel voltage dependency. For
instance, a recent crystal structure obtained from a prokaryotic
voltage-gated sodium channel (structurally similar to eukaryotic
voltage-gated K+ channels) supports the idea of a transient and
quite labile coupling between S4S5L and the S6T (Figure 1B).
Indeed, we can observe in this structure that the voltage sensors
S4 are in their activated position even though the pore is closed
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FIGURE 1 |Two models of coupling between voltage sensor movement
and pore opening. (A) The mechanical lever model with a strong coupling
between voltage sensor movement and pore opening, as suggested for Kv1.2

and Shaker. (B) The ligand/receptor model with a loose and state-dependent
coupling between voltage sensor movement and pore opening, as suggested
for KCNQ1 channels.

(Payandeh et al., 2011), and this corresponds to a decreased
interaction of S4S5L with S6T.

Model 2: Ligand/receptor model (Figure 1B)
KCNQ1. It is now admitted that the VSD-pore coupling is medi-
ated by the interaction between S4S5L and S6T. Several works on
Shaker and Kv1.2 channels (above) suggest that the nature of this
interaction is a strong coupling of the pore opening with voltage
sensor movement. But in other channels, the interaction between
S4S5L and S6T may be state-dependent, and leads to stabilization
of the channel in the open or closed state. Forcing the interac-
tion between S4S5L and S6T seems to stabilize hERG channels in a
closed conformation (Ferrer et al., 2006). One interpretation can
be that S4S5L is the equivalent of a ligand, able to bind to S6T and
to stabilize the channel in a closed state. Upon depolarization, S4
drags the S4S5L ligand away from its receptor, allowing the chan-
nel to open (Figure 1B). To test this hypothesis on KCNQ1, we
designed peptides identical to S4S5L (the “ligand”) and S6T (the
“receptor”) based on sequence alignment with Shaker, in which
interacting areas in the S4S5L and the S6T were suggested (Lu
et al., 2001, 2002). KCNQ1 coassembles with the β-subunit KCNE1
to form the channel responsible for the cardiac slowly activating
delayed rectifier current, I Ks. In COS-7 cells transfected with the
cardiac KCNE1-KCNQ1 channel complex and the S4S5L or S6T

mimicking peptides, we found that co-expression of S4S5L pep-
tides (“ligand” or inhibitory peptides) and the channel resulted in
a reduction of the voltage-dependent potassium currents. In con-
trast, S6T peptides (“receptor” or decoy peptides) up-regulated
channels activity, by competing with the endogenous S6T and

decreasing the inhibitory effect of the endogenous S4S5L bind-
ing to the endogenous S6T (Choveau et al., 2011). This confirms
that S4S5L can be compared to a ligand that locks channels in the
closed state by interacting with its receptor, S6T. The specificity
of the S4S5L/S6T interaction was confirmed by mutating the part-
ners. Previous mutagenesis studies in KCNQ1 channels identified
mutations in S4S5L (V254A) and in S6T (L353A) that prevent the
channels from closing completely at hyperpolarizing potentials
(Boulet et al., 2007; Labro et al., 2011), consistent with a decrease
in the S4S5L–S6T interaction. Based on these results, introduction
of V254A in S4S5L peptide or L353A mutations in S6T peptide
should disrupt the channel-peptide interaction and thus abolish
their respective effect on the K+ current. Mutant peptides have
indeed no effect on KCNQ1 function (Choveau et al., 2011). To
further demonstrate the specificity of the peptides-KCNQ1 inter-
action, a couple of mutations were tested both on the peptides and
on the channel. In the KCNQ1 channel, introduction of L353A
mutation located in S6T leads to an instantaneous current com-
ponent, that is abolished by the introduction of V254L mutation
located in S4S5L (Labro et al., 2011). The increased side chain
volume induced by V254L substitution is probably compensating
for the decreased side chain volume induced by the L353A one.
We hypothesized (i) that the incomplete L353A channel closure
was due to a low binding affinity of the endogenous WT ligand
(S4S5L) to its L353A mutated S6T receptor and (ii) a restored bind-
ing affinity of the endogenous V254L mutated ligand (S4S5L) to
the mutated S6T receptor. To confirm this, we showed that the
WT S4S5L peptide has indeed no effect on the L353A KCNQ1
channel, whereas the mutant S4S5L peptide (V254L) has an effect
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on this L353A KCNQ1 channel (Choveau et al., 2011). Altogether,
our results are consistent with a ligand/receptor mechanism in
which S4S5L acts as a ligand that binds to its receptor, S6T, stabi-
lizing the pore in a closed conformation. May this ligand/receptor
mechanism be applied to other voltage-gated channels?

Human ether-a-go-go related gene. The hERG encodes the
voltage-gated potassium channel underlying the cardiac delayed
rectifier current, I Kr, participating in the repolarization phase
of cardiac action potential (Curran et al., 1995; Sanguinetti
et al., 1995; Trudeau et al., 1995). hERG channel structure is
similar to that of Shaker-like voltage-gated channels (Warmke
and Ganetzky, 1994), possessing six (S1–S6) TMDs that com-
prise voltage sensor (S1–S4) and ion conduction pore (S5–S6)
region. Despite this similarity, hERG channels behave very dif-
ferently from Shaker-like channels: hERG activation and deac-
tivation gating kinetics are much slower, whereas inactivation
and the recovery from inactivation are rapid and intrinsically
voltage-dependent (Smith et al., 1996; Sanguinetti and Tristani-
Firouzi, 2006). Similarly to KCNQ1, the proximity between the
S4S5L and S6T in the closed state was suggested by mutagene-
sis of these regions (Tristani-Firouzi et al., 2002). Most impor-
tantly, introducing cysteines in both S4S5L and S6T led to a
current decrease in an oxidizing environment, and predomi-
nantly at a negative holding potential. This potential-dependent
channel locking in the closed state is consistent with the for-
mation of a disulfide bond between the cysteines introduced
in S4S5L and S6T (Ferrer et al., 2006), and suggest that S4S5L

binding to S6T locks the channel closed. This is in accordance
with the ligand-receptor model underlying the voltage depen-
dency of hERG channel activity. In the WT channel, interaction
between S4S5L and S6T occurs via specific amino-acids since
a point mutation (D540K) located in S4S5L (Sanguinetti and
Xu, 1999) fundamentally alters the gating properties of hERG
channels and these changes are prevented by additional point
mutations (R665A, R665Q, or R665D) located in S6T (Tristani-
Firouzi et al., 2002). The demonstrated specificity of amino-acids
interaction further supports the S4S5L ligand and S6T receptor
model. A companion review (Cheng and Claydon, 2012) in the
present Research Topic suggests that the sequence of the S4S5L

may be partly responsible for the slow activation kinetics of hERG
channels.

HCN and KAT1. The hyperpolarization-activated, cyclic-
nucleotide-gated (HCN) channels represent a family of four
members (HCN1-4) that carry I f (“f” for “funny”) or I h (“h”
for “hyperpolarization”) currents (DiFrancesco, 1981). Sequence
analysis revealed that the primary structure of HCN channels is
similar to that of voltage-gated potassium channels, i.e., six TMDs
(S1–S6), including the positively charged voltage sensor S4 and the
ion-conducting pore between S5 and S6. Ionic currents through
HCN channels modulate the intrinsic electrical activity in the heart
(DiFrancesco et al., 1979; DiFrancesco, 1993) and in a variety
of neurons (Pape, 1996). Intriguingly, these non-specific cation
channels are activated upon cell membrane hyperpolarization,
contrarily to the classical depolarization-activated ion channels.

How can this difference in the gating behavior be explained?
Two competing models have been proposed. The first model pro-
poses that HCN channels are in an inactivated state when the
membrane is depolarized and that its hyperpolarization induces
channels to recover from inactivation and enter into an open state
(Miller and Aldrich, 1996; Gauss et al., 1998). The second suggests
that HCN channels gating is opposite to the one of Kv channels.
In other words, membrane depolarization induces HCN chan-
nels deactivation whereas membrane hyperpolarization results in
channel activation. Uncovering hyperpolarization-induced inac-
tivation in KAT1, a six-segment potassium channel cloned from
the higher plant Arabidopsis and having similar gating charac-
teristics as HCN, has provided an argument that favors the sec-
ond model for hyperpolarization-dependent activation of HCN
channels (Moroni et al., 2000).

Alanine-scanning mutagenesis in HCN2 channel identified
three S4S5L residues playing a major role in the S6 gate stabilization
in the closed state (Chen et al., 2001), consistent with the “lig-
and/receptor” model of voltage dependency described in KCNQ1
and hERG. However, this does not explain in a straightforward
way the reversed voltage dependency of the channel compared
to other voltage-gated channels. A possible explanation would be
that a specific S4S5L–S6T interaction also favors an open state (in
mirror to such interaction favoring a closed state in KCNQ1 or
hERG channels). Using a cysteine cross-linking approach, a study
showed that forced interaction between the S4S5L (F359C) and the
C-terminus, downstream to S6 (K482C), leads to a constrained
and unnatural opening of spHCN1 channel (Prole and Yellen,
2006). Using a homology modeling approach, another study on
KAT1 suggested that channel closure occurs via an electrostatic
repulsion between S4S5L (R190 and R197) and S6T (R307 and
R310) while the channel opening occurs when S4S5L is rotating,
allowing an electrostatic interaction between D188 in S4S5L and
R307, R310 in S6T (Grabe et al., 2007). Again, all these studies
are in good agreement with a ligand/receptor model of voltage
dependency.

Kv4.2. Kv4.2 channel belongs to the family of voltage-gated potas-
sium channels related to the Shal gene of Drosophila (Kv4 chan-
nels). These channels mediate a subthreshold-activating current
(I SA) that controls dendritic excitation and the backpropagation
of neuronal action potentials (Hoffman et al., 1997). These Kv4
channels share structural motifs that are conserved in Shaker-like
Kv channels, including the positively charged S4 voltage sensor, the
TTXGYGD signature sequence in the selectivity filter, and the Pro-
X-Pro motif in the S6 segment. One specificity of these channels,
as compared to Shaker-like channels, is their significant closed-
state inactivation induced by small depolarization (Jerng et al.,
2004) and a fast voltage-dependent recovery from inactivation
(tens to hundreds of milliseconds). Using functional and modeling
approaches, it was demonstrated that this closed-state inactiva-
tion is strongly linked to the S4-charge immobilization in Kv4.2
channels, suggesting that the functional availability of Kv4.2 chan-
nels is directly regulated by the voltage sensors (Dougherty et al.,
2008). Another study based on structural modeling and alanine-
scanning, demonstrated that this voltage-dependent regulation
involves a dynamic coupling between the S4S5L and S6T. This
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dynamic coupling mediates both transient activation and closed-
state inactivation in Kv4.2 channels (Barghaan and Bähring, 2009).
While interaction between S4S5L and S6T is necessary for channel
activation, the Kv4 inactivation process would result from a desta-
bilization of this interaction. This is detailed in another review
(Bähring, 2012) of the present Research Topic. A model of labile
coupling might thus be applied to Kv4.2 channels the same way as
for KCNQ1, hERG, HCN, or KAT1 channels.

Nav and Cav channels. Voltage-gated Na+ and Ca2+ channels
(Nav and Cav, respectively), are fused tetrameric subunits with the
same structural organization as proper tetrameric Kv channels.
Indeed, Nav and Cav subunits contain four homologous but not
identical domains, each including six transmembrane segments
(S1–S6), a voltage sensor domain with a positively charged S4 seg-
ment and a pore region formed by the association of S5 and S6
segments.

Since the voltage-dependent activity of Na+ and Ca2+ chan-
nels is mediated by the S4 movements in response to membrane
potential variation (Yang and Horn, 1995; Hu et al., 2003) like
voltage-gated potassium channels, we hypothesize that the ligand-
receptor mechanism we demonstrated for KCNQ1 (Choveau et al.,
2011; Labro et al., 2011) may be applied to Na+ and Ca2+ chan-
nels. The recent crystal structure of the prokaryotic one-domain
voltage-gated sodium channel is consistent with our hypothesis
since it can be observed that the channel gate (S6) is closed while
the S4 segments are in the “up” position (Payandeh et al., 2011).
Moreover, in this pre-open configuration (or pre-locked configu-
ration if we consider the open to close pathway), the interaction
surface between S4S5L and S6T is reduced as compared to the
Kv1.2 channels structure (Payandeh et al., 2011). These observa-
tions support the model of a spontaneously opening and closing
pore (McCusker et al., 2011; Shaya et al., 2011) with S4S5L lock-
ing the channel in a closed state when the membrane is polarized
(Figure 1B). It will be interesting to confirm if this model also
applies to Na+ and Ca2+ channels, using the approach of exoge-
nous peptides mimicking S4S5L or S6T, as used in Choveau et al.
(2011).

IMPAIRED S4–S5 AND S6 INTERACTION UNDERLIES HUMAN DISEASES
As developed earlier, it is broadly accepted that the interaction
between S4S5L and S6T is extremely important for voltage-gated
ion channels function (activation, deactivation, and inactivation).
For that reason, disruption of such interaction may have dramatic
physiological effects, and lead to certain forms of disease.

Both cardiac and neurological disorders have been linked to
impaired S4–S5L and S6T interactions in Kv channels. For instance,
many mutations of the KCNQ1 channels lead to the LQT, a car-
diac disease characterized by prolonged ventricular repolarization,
arrhythmias, and sudden death. Interestingly, looking specifically
at the S4S5L, it was shown that LQT1 mutations (type 1 LQT, asso-
ciated with mutations in KCNQ1) are clustered on the one side of
the S4S5L α-helix structure, that is putatively responsible for inter-
actions with the S6T region (Boulet et al., 2007; Labro et al., 2011),
while several LQT1 mutations are also localized in the interact-
ing S6T region (http://www.fsm.it/cardmoc/), comforting in the
opinion that the interaction of S4S5L with S6T is physiologically

crucial for a proper heart function. Unfortunately, specific stud-
ies that would directly relate the importance of this interaction
with disease are still lacking. However, in order to confirm that the
ligand/receptor model (Figure 1B) fits well with the KCNQ1-E1
complex behavior, we used an atrial fibrillation mutant, S140G,
that was shown to deactivate extremely slowly, and thus that
presents almost no voltage dependence in the −80 to +80 mV
range (Chen et al., 2003; Restier et al., 2008). Interestingly, while
“S6T/activator peptides” clearly affect WT KCNQ1-KCNE1 chan-
nels, no effect was observed on the S140G-E1 complex. Conversely,
“S4S5L/inhibitory peptides” did have a dramatic blocking effect,
suggesting that the endogenous S4S5L of the S140G mutant chan-
nel does not reach S6T. Although speculative, these data suggest
that in this mutant, the gain-of-function effect might be some-
how related to an impaired interaction between S4S5L and S6T

(Choveau et al., 2011) due to a stabilization of S4 in the “up” state
(Restier et al., 2008).

On the other hand, the pathological effect of a Kv1.1 channel
mutation is consistent with the mechanical lever model of Kv1
channels (Figure 1A): the observation that a mutation located in
the S4S5L prevents Kv1.1 open state stabilization led to the conclu-
sion that disrupted S4S5L and S6 interactions underlie one type of
episodic ataxia disease, in direct support of the mechanical lever
model (Batulan et al., 2010).

Recently, it was proven that S4S5L and S6 regions of the
voltage-gated calcium channel Cav2.3 are coupled during the acti-
vation process (Wall-Lacelle et al., 2011). Since Cav channels are
involved in several pathologies, including episodic ataxia, familial
hemiplegic migraine, idiopathic generalized epilepsy (Adams and
Snutch, 2007), one can easily imagine that an impaired S4S5L–S6T

interaction in these channels might also underlie diseases, know-
ing that mutations in patients have been found in those critical
regions (Adams and Snutch, 2007; Pietrobon, 2007).

PART 2: MODULATION OF VOLTAGE-GATED CHANNELS BY
PIP2
PIP2 REGULATES SEVERAL VOLTAGE-GATED CHANNELS
KCNQ1 channels
Effect of PIP2 on IKs currents. Phosphatidylinositol 4,5-
bisphosphate (PIP2) is a minor acidic membrane lipid found
primarily in the inner leaflet of the plasma membrane. PIP2 was
first described as the precursor of the second messengers inositol
1,4,5-trisphosphate (IP3) and diacylglycerol (DAG) when cleaved
by receptor-activated phospholipase C (PLC; Berridge, 1981). It
was realized much later that plasma membrane PIP2 is not simply
a precursor, but also a signaling molecule in its own right (reviewed
in Logothetis et al., 2010). As also demonstrated for a wide vari-
ety of ion channels and transporters (Gamper and Shapiro, 2007;
Suh and Hille, 2008; Logothetis et al., 2010), we showed that PIP2

is a necessary cofactor for KCNQ1 channel activity (Loussouarn
et al., 2003). It regulates KCNQ1 channel function by stabilizing
its open conformation, leading to increased current amplitude,
slower deactivation kinetics, and a negative shift in the steady-
state activation curve. Such PIP2 effect was described by a kinetic
model in which only the final concerted step toward opening was
affected by PIP2 levels (Figure 2). In this model, when the mem-
brane is depolarized, the movement of the four voltage sensors
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FIGURE 2 | A model based on the stabilization of the open state by PIP2
recapitulates the characteristics of the KCNQ1/KCNE1 currents. (A)
During activation, k ′s4 is negligible whereas kS4 =3.56/s, and during
deactivation k ′s4 = 7.47/s whereas kS4 is negligible. In this model, PIP2 only
affects the transition from a closed state to an open state when the four
voltage sensors are in the permissive state (CS4 on). Thus, during simulated
rundown, only kPIP2 varies (k ′ =87.3/s). (B) Experimental traces were

superimposed with the simulated current (solid lines). kPIP2 was fixed to
592.74, 176.43, 25.84, and 4.53/s (simulating PIP2 level decrease) to best fit
the decrease in current amplitude during rundown, as shown in the inset.
Inset: simulated (circles) and observed current (solid line) amplitudes as a
function of time after patch excision. (C) Traces in (B) were normalized to
compare the observed and simulated kinetics of activation and deactivation.
From Loussouarn et al. (2003).

in the upward direction is rate limiting, making activation kinet-
ics PIP2-independent. But, when the membrane is repolarized,
the transition of the concerted pore closing becomes rate limit-
ing, making deactivation kinetics PIP2-dependent. Other KCNQ
channels are also PIP2 sensitive, like the KCNQ2/KCNQ3 complex
responsible for the neuronal M-current (cf. below). It is interesting
to note that for this channel complex, the biophysical parameters
do not seem to vary as PIP2 levels vary (Shapiro et al., 2000), and
more specifically the deactivation kinetics (Zhang et al., 2010). It
is possible for those channels, that the concerted pore closing is

not rate limiting, making deactivation kinetics PIP2-independent.
In KCNQ4, similar kinetics of “OFF” gating current and ion cur-
rent deactivation are consistent with this hypothesis (Miceli et al.,
2012).

The KCNQ1/KCNE1 kinetic model shares similarities with the
one of Kir6.2/SUR1 channel (Enkvetchakul et al., 2000) suggest-
ing similar effects of PIP2 on six-domain and on two-domain
channels. Furthermore, similarly to several inwardly rectifying K+

(Kir) channels, ROMK, GIRK, and IRK (Huang et al., 1998), direct
interaction of PIP2 with a cluster of basic residues located in the
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C-terminus close to S6 was recently shown in KCNQ1 channel
(Thomas et al., 2011). This functional homology may give some
insights on the nature of PIP2 regulation of KCNQ1/KCNE1 chan-
nels. From the crystal structure of a GIRK channel, Whorton
and Mackinnon showed that PIP2 molecules lie at the interface
between the TMD and the CTD (TMD-CTD) and are coordi-
nated by several positively charged residues Lys64, Lys194, Lys199,
and Lys200 (Whorton and Mackinnon, 2011). PIP2 is suggested
to couple the G-loop gate (open by GTP binding) and the inner
helix gate. But even in the absence of GTP, it allows the outer and
interfacial helices to slightly shift downward and outward, and the
inner helices to slightly rotate. Even if the motion of the inner
helices is not sufficient to open the pore by itself, it shows that
PIP2 binding can lead to the inner helices rearrangements. For
KCNQ1, PIP2 binding to the cluster of basic residues located just
after S6 (Thomas et al., 2011) may lead to the stabilization of the
inner helices in an open state. In another recent crystallographic
study, Hansen et al. (2011) showed that PIP2 mediates docking of
the whole CTD to the TMD and subsequent opening of the inner
helix gate of Kir2.2. Thereby, we can speculate that KCNQ1 CTD
could interact with the membrane, via interactions with PIP2.
This idea is supported by our previous work showing that substi-
tutions of arginines located at the C-terminus of KCNQ1 channels
(R539 and R555, cf. below) decrease the channel-PIP2 sensitivity.
However, crystallographic studies must be done to confirm this
hypothesis.

Impact of KCNE1 subunits on PIP2 sensitivity of IKs. Although
KCNQ1 is a voltage-gated channel on its own, KCNE1 leads to
changes in the current properties: it increases the amplitude, shifts
the voltage dependence of activation toward more positive poten-
tials, slows activation and deactivation kinetics, and suppresses
inactivation (Barhanin et al., 1996; Sanguinetti et al., 1996). More
recently, it was shown that KCNE1 alters the function of I Ks by
modulating the interaction between PIP2 and the KCNQ1/KCNE1
complex (Li et al., 2011). It is established that the interaction
between proteins and PIP2 is often based on interaction between
basic residues with the negative charges of PIP2 (Suh and Hille,
2008). In light of this, Li et al. (2011) individually mutated 11 basic
residues located in the cytosolic C-terminus of KCNE1 to iden-
tify key structural determinants contributing to I Ks regulation by
PIP2. To do this, they studied for each mutant the gradual decrease
of KCNQ1/KCNE1 channel activity (“rundown”) observed right
after excision in the inside-out configuration of the patch-clamp
technique, patch excision provoking a decrease in membrane PIP2

levels. In their study, Li et al. (2011) demonstrated that KCNE1
increases the PIP2 sensitivity of I Ks. More specifically, they iden-
tified 4 basic residues (R67, K69, K70, and H73) in KCNE1 that
seem to play a critical role in this PIP2 sensitivity. They showed that
neutralization of these basic residues abolished the delay before
rundown that is specifically observed when KCNE1 is co-expressed
with KCNQ1, and significantly reduced the time constant of run-
down. From a structure obtained by a NMR approach, it appears
that these four residues are located on an α-helix, following the
TMD (Kang et al., 2008). Kang et al. suggested that the C-terminal
end of KCNE1 sits near S4S5L and S6T, which may explain the
changes exerted by KCNE1 on the gating of KCNQ1 (see Part 1:

Role of the S4–S5 Linker in Channel Voltage Dependency). More-
over, basic residues in the S4S5L and in the proximal C-terminus
of KCNQ1 have been shown to interact with PIP2 (Park et al.,
2005; Thomas et al., 2011), suggesting that PIP2 and KCNE1 mod-
ulate I Ks through interaction with the same region of KCNQ1.
Thus, PIP2 interacts with amino-acids in the KCNQ1/KCNE1
channel complex, and its capacity to modulate I Ks is regulated by
KCNE1, through mechanisms that remain to be clearly identified
by crystallographic approach.

Impact of PKA and PKC on PIP2 sensitivity of IKs. Neuro-
transmitter and hormone receptor stimulations activate different
signaling pathways that adjust the protein phosphorylation status.
Among others, Gq/G11-protein coupled receptors, like muscarinic
acetylcholine (ACh) receptors (M1), stimulate the PLC which
hydrolyzes PIP2 (Berridge, 1981) as explained above. The DAG
produced by PIP2 hydrolysis activates protein kinase C (PKC),
which has been suggested to regulate I Ks channels. Matavel and
Lopes (2009) showed that Gq-coupled receptors regulate I Ks

in a biphasic manner: (i) downstream activation of PLC leads
to PIP2 depletion and underlines channel inhibition and (ii)
PKC-mediated phosphorylation is responsible for the activation
phase.

Protein kinase A (PKA) is another well-characterized kinase
that regulates I Ks through receptor-activated signaling pathways
(Walsh and Kass, 1988; Marx et al., 2002). Stimulation of the β1-
adrenergic receptor leads to activation of adenylyl cyclase (AC) that
catalyzes the conversion of ATP to cAMP and activates PKA. This
β-adrenergic stimulation activates KCNQ1 via direct phosphoryla-
tion by PKA. More recently, Lopes et al. (2007) showed a crosstalk
between KCNQ1 phosphorylation by PKA and its regulation by
G-proteins of the Gq/G11 family. This study demonstrated that
ACh inhibition of KCNQ1/KCNE1 currents in injected Xenopus
laevis oocytes was lower in activated-PKA conditions and higher
in inhibited-PKA conditions as compared to control. Further-
more, invalidation of the KCNQ1 S92 consensus phosphorylation
site completely abolished the PKA effect on M1 inhibition of
KCNQ1/KCNE1 currents. These results suggest that direct PKA
phosphorylation of KCNQ1 is responsible for the PKA modula-
tion of the observed PLC-dependent inhibition. A direct effect
of PKA phosphorylation on channel regulation by PIP2 was sug-
gested by the use of wortmannin, which blocks the PI4-kinase
intervening in the PIP2 synthesis. PKA modulation of wortman-
nin inhibition was similar to the PKA modulation of M1 inhibition
of KCNQ1. All these results suggest that the KCNQ1 sensitivity to
PIP2 is modulated by PKA (Figure 3).

More recently, Matavel et al. (2010) gave some new insights
on KCNQ1 regulation by PKA and PKC. They tested four point
mutations of putative PIP2 interaction sites of the channel (R174C,
R243C, R366Q, and R555C) and observed that mutations located
in the proximal and distal C-terminus (R366Q and R555C, respec-
tively), enhance the channel sensitivity to variations of membrane
PIP2 level, suggesting a decrease in the apparent affinity of these
mutant channels to PIP2. This was not the case for two mutations
located in the S2–S3 loop (R174C) and in the S4S5L (R243C). For
the latter, this is in contradiction with the enhanced sensitivity to
PIP2 level variation observed by Park et al. (2005) for the R243H
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FIGURE 3 | Model of the regulation of channel-PIP2 interactions by PKA.
β1-adrenergic receptor regulates channel-PIP2 interaction through PKA
phosphorylation, and simultaneously regulates Gq/G11-protein coupled

modulation of the channel. Lopes et al. showed that this model is
transposable to KCNQ1 and TREK1 channels. Adapted from Lopes et al.
(2007).

mutant. Such discrepancy can be explained by the difference in
the nature of the substituted amino-acid (cysteine in one case and
histidine in the other) or by differences in experimental conditions
(whole-cell configuration on oocytes and giant-patch configura-
tion on COS-7 cells, respectively). Furthermore, Matavel et al.
showed that R174C and R243C mutants exhibited an impaired
activation by both PKA and PKC, whereas C-terminal KCNQ1
mutants presented an increased activation. Thus, for R366Q and
R555C mutant channels, regulation of the channel by PIP2 was
potentiated, suggesting that PKA and PKC activate the channel by
strengthening KCNQ1 interactions with PIP2.

Other KCNQ channels
Five members have been identified in the KCNQ channel family
(KCNQ1–5), each with a specific tissue distribution. In the heart,
intestine, and inner ear, KCNQ1 subunits, assembling with aux-
iliary KCNE subunits, are important for repolarization and K+

transport (Barhanin et al., 1996; Sanguinetti et al., 1996; Neyroud
et al., 1997;Wang et al., 1998b). KCNQ2,KCNQ3,and KCNQ5 par-
ticipate to “M-type” K+ currents in a variety of neurons (Lerche
et al., 2000; Schroeder et al., 2000; Cooper et al., 2001; Roche
et al., 2002; Shah et al., 2002) and play a dominant role in reg-
ulating neuronal excitability (Jones et al., 1995; Cooper et al.,
2001). KCNQ4 primarily localizes to the inner ear (Kubisch et al.,
1999). Zhang et al. (2003) studied the PIP2 dependency of all
KCNQ family members. They used various approaches for homo-
meric KCNQ2 and heteromeric KCNQ2/KCNQ3 channels and
showed that PIP2 application in inside-out macropatches leads
to an increase in channel activity, even after an almost complete
rundown. Following channel reactivation by PIP2, they observed
that application of polylysine, which was described to act as a PIP2

scavenger (Lopes et al., 2002; Rohács et al., 2002), results in fast
and complete block of the current. Application of PIP2 antibody
to the internal surface of inside-out macropatches also suppresses
the current. KCNQ1/KCNE1, KCNQ4, and KCNQ5 channels are
also reactivated by PIP2 after inhibition by polylysine, showing
that all KCNQ family members are PIP2 sensitive.

Similar to KCNQ1 (Loussouarn et al., 2003), PIP2 may increase
the current via a stabilization of the open state of KCNQ2–4

channels (Li et al., 2005). In their study, Li et al. (2011) showed that
the maximal single-channel open probability (Po) of KCNQ2–
KCNQ4 and specifically KCNQ2/3 channels is highly governed
by diC8-PIP2 concentration. Furthermore, they observed a strong
increase in maximal channel open probability (Po) of KCNQ2/3
and KCNQ2 in cell-attached patches from cells overexpressing
PI5-kinase, which has been shown to increase membrane PIP2

(Bender et al., 2002; Winks et al., 2005). Conversely, a decrease in
free membrane PIP2 induced by muscarinic stimulation strongly
lowers channel Po. The apparent affinity of the channels for diC8-
PIP2 is strongly different and parallels the differential maximal Po

in cell-attached patches, suggesting that Po of channels is mainly
governed by their sensitivity to membrane PIP2 (Li et al., 2005).
Although not sufficient to nail down the point, these experiments
are consistent with PIP2 stabilizing the open state of all KCNQ
channels.

In addition to PIP2, several kinds of phosphoinositides but also
other phospholipids are present in the plasma membrane and are
capable of regulating the “M-type” K+ current (Telezhkin et al.,
2012). However, the fact that the current decreases when using
tools that specifically decrease PIP2 (Suh et al., 2006; Lindner et al.,
2011) plus consideration of the concentration for half activation
for the different phospholipids and their abundance in the mem-
brane suggest a predominant role of PIP2 for the regulation of
KCNQ channels (Telezhkin et al., 2012).

Human ether-a-go-go related gene
The hERG or KCNH2 encodes the pore-forming subunit of the
channel that is responsible for the rapid delayed rectifier K+ cur-
rent, I Kr, in cardiac cells and several other cell types (cf. Part 1:
Role of the S4–S5 Linker in Channel Voltage Dependency). This
was the first voltage-gated ion channel described to be sensitive
to PIP2 (Bian et al., 2001). Consistent with this PIP2 sensitivity,
the muscarinic receptor M1, which stimulates enzymatic hydrol-
ysis of PIP2 by PLC, has been shown to suppress rat ERG cur-
rents in a heterologous system (Hirdes et al., 2004). As opposed
to KCNQ1/KCNE1 (Loussouarn et al., 2003), Bian et al. (2001)
showed that PIP2 addition on hERG channel led to an accelerated
activation with no effect on deactivation. But more recently, we
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observed that PIP2 effects on hERG are very close to those observed
on KCNQ1/KCNE1: increased current, slowed deactivation, and
no effect on activation kinetics (Rodriguez et al., 2010). This
difference could be due to the use of divergent patch-clamp config-
urations in these studies: whole-cell in Bian et al. versus inside-out
in our study. Furthermore, as for KCNQ1/KCNE1 channel com-
plex, a kinetic model showed that PIP2 effects on hERG can be
explained by modifying the late transition rates only, correspond-
ing to pore opening. In addition, we observed that hERG channels
present a PIP2 sensitivity similar to KCNQ1/KCNE1, estimated by
(i) polylysine-induced rundown kinetics, (ii) PIP2 induced run-up
kinetics, and (iii) sensitivity to intracellular Mg2+, which is known
to screen the PIP2 negative charges. All these data support the idea
that hERG and KCNQ1/KCNE1 channels have a similar affinity
to PIP2. However, the experiments we performed also showed the
persistence of a fraction of hERG current at low PIP2 levels, which
may underlie differences in response to physiological decrease in
membrane PIP2 levels.

Other voltage-sensitive channels
In addition to the delayed rectifiers KCNQ1 and hERG, other
voltage-gated channels are regulated by PIP2: the voltage-gated
Ca2+ channels (Cav) channels (Wu et al., 2002), HCN channels
(Pian et al., 2006), and also Kv channels (Oliver et al., 2004). At least
for Cav channels, accessory subunits can regulate the modulation
of the current by PIP2, similar as the β-subunit KCNE1 modu-
lating the PIP2 sensitivity of KCNQ1 (Suh et al., 2012). Another
article of this Frontiers Research topic is focusing on the effect of
PIP2 on these channels (Menchaca et al., under revision).

IMPLICATION OF PIP2 IN SIGNALING PATHWAYS
Depletion of PIP2 by activation of the Gq signaling pathway
Many studies have investigated the role of PIP2 in the reg-
ulation of voltage-gated KCNQ channels activity. Recovery
of KCNQ2/KCNQ3 current following muscarinic stimulation
requires re-synthesis of PIP2 (Suh and Hille, 2002) and channels
activity decreases quickly upon patch excision but is restored upon
cytoplasmic addition of PIP2 (Zhang et al., 2003). In addition, flu-
orescent PIP2-sensitive probes showed close correlation between
PIP2 hydrolysis and channel current suppression by muscarinic
agonists (Winks et al., 2005). Similar effects of PIP2 were found
for KCNQ1 channels, in recombinant systems (Loussouarn et al.,
2003; Zhang et al., 2003; Matavel and Lopes, 2009). Surprisingly,
one study shows the opposite effect of PIP2 on I Ks in guinea-pig
cardiomyocytes which would deserve a closer look (Ding et al.,
2004).

A decrease in PIP2 may be the major determinant for a decrease
in a KCNQ current upon activation of some Gq/11-coupled recep-
tors, but the mechanism may also be more complex for other
Gq/11-coupled receptors. Regarding regulation of the M-current,
two distinct pathways following PLC activation and IP3 and DAG
production have been described (Figure 4).

The first pathway, for which the decrease in PIP2 is the major
determinant of M-current depression, is induced by the activa-
tion of M1 muscarinic ACh and AT1 angiotensin II receptors
(Zaika et al., 2006; Suh and Hille, 2007; Matavel and Lopes, 2009;
Figure 4A).

The second pathway, activated by bradykinin B2 and puriner-
gic P2Y receptors (Figure 4B), induces PIP2 hydrolysis, but also
PIP2 re-synthesis preventing a decrease in PIP2 abundance. PIP2

re-synthesis is triggered by the increase of IP3 concentration lead-
ing to calcium release from intracellular stores (Cruzblanca et al.,
1998; Bofill-Cardona et al., 2000; Delmas et al., 2002; Zaika et al.,
2007). This release is modulated by a IP3 receptor-binding protein,
IRBIT, which leaves and unmasks some IP3 binding sites at a high
enough IP3 concentration, and increases the IP3 receptor sensi-
tivity (Zaika et al., 2011). The released Ca2+ binds to the calcium
sensitive neuronal calcium sensor-1 (NCS-1) that activates PI4-
kinase, leading to PIP2 re-synthesis compensating the hydrolysis
of PIP2 by PLC (Zaika et al., 2007). Ca2+ also binds to calmodulin
(CaM; Gamper et al., 2005) and Ca2+-CaM binding to the chan-
nel might decrease the affinity of channels for PIP2 (Kwon et al.,
2007; Sarria et al., 2011) as their putative binding modules seem
to overlap (Hernandez et al., 2008). This decrease in the affinity
for PIP2 may be the cause for current depression in the second
pathway (Figure 4B).

Binding/unbinding of PIP2

Localization of PIP2-binding sites. The location of presumed
PIP2-binding sites and the characteristic of their motifs have been
investigated in several channels. For KCNQ channels, evidence
support the idea that the PIP2-binding site(s) is (are) located
mainly within the C-terminus. For instance, the H328C muta-
tion in helix A within the C-terminus of KCNQ2 (residue in
green in Figure 5) renders channels less sensitive to PIP2 (Zhang
et al., 2003). In addition, Shapiro and co-workers localized a clus-
ter of basic residues within the linker connecting helices A and
B in the C-terminus of KCNQ2–4 as the primary site of PIP2

action (Hernandez et al., 2008). Based on the crystal structure
of Kir2.1, homology modeling of KCNQ2 has suggested three
residues (R459, R461, and R463) to form hydrogen bonds with
phosphates of the PIP2 head group (Hernandez et al., 2008).

Because all KCNQ channels share a common structure and are
up-regulated by PIP2 (Loussouarn et al., 2003; Zhang et al., 2003),
PIP2-binding site may be located at the analogous position in
KCNQ1. However, a sequence alignment shows that the putative
amino-acids binding to PIP2 identified by Shapiro and co-workers
(blue frame in Figure 5) are highly conserved in KCNQ2–5 but
not in KCNQ1, suggesting different PIP2-binding site(s) in this lat-
ter. A recent study has identified a cluster of basic residues (K354,
K358, R360, and K362) in helix A of KCNQ1 as being involved
in PIP2-binding (Thomas et al., 2011). Three of these residues
are conserved in other KCNQ channels (red frame in Figure 5),
suggesting a potential role of those amino-acids in PIP2-channel
interactions in KCNQ2–4. Other residues, that are located in the
S4–S5 linker (R243), downstream of the CaM binding domain
(R539) and in helix C of KCNQ1 C-terminus (R555), have also
been proposed to interact with PIP2 (Park et al., 2005). As a result,
and especially for KCNQ1, PIP2 seems to interact with multiple
parts of the channel. The crystal structures of Kir2.2 and GIRK
2, corresponding to S4–S5 linker+ S5–S6+C-terminus in KCNQ
channels, illustrate such networks of interaction, and may give
insights on the nature of PIP2 regulation of KCNQ channels, as
exposed above (Hansen et al., 2011; Whorton and Mackinnon,
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FIGURE 4 | Model of regulation of KCNQ channels function by the Gq
signaling pathway. (A) Activation of the PLC by ACh and angiotensin II
induces the hydrolysis of PIP2 to DAG and IP3. (B) Activation of bradykinin
and purinergic receptors leads to depletion of PIP2 by PLC but also its

re-synthesis. IP3 allows releasing Ca2+ from endoplasmic reticulum via
IP3R receptor. The released Ca2+ can bind to NCS-1 that induces the
synthesis of PIP2 via PI4K or bind to CaM and modulate the channel
sensitivity to PIP2.

FIGURE 5 | Alignment of human KCNQ C-terminus and potential PIP2
interacting residues. The residues in KCNQ1, framed in red and indicated
in red and italic, are those identified by Thomas et al. (2011) and Park et al.

(2005), respectively. The H328 residue identified in KCNQ2 is indicated in
green and in italic (Zhang et al., 2003). The region identified in KCNQ2–4 by
Shapiro and co-workers is framed in blue (Hernandez et al., 2008).
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2011). A more precise mapping and robust structural data remain
to be established in KCNQ channels to understand the underlying
mechanism.

In hERG also, a PIP2-binding site seems to be located in the
C-terminus. Deletion of a segment (883–894) in the C-terminus
of hERG abolished the effects of PIP2 on channel amplitude and
voltage dependence of activation (Bian et al., 2004). However, the
exact position remains elusive.

Role of Ca2+-CaM. We described above that activation of Gq/11
signaling pathways leads to PIP2 depletion and consequently to
decreased channel current. However, several works suggest that
unbinding of PIP2 due to decreased affinity for KCNQ channels,
rather than PIP2 depletion, can underlie Gq/11-mediated depres-
sion of KCNQ current (Delmas and Brown, 2005). In agreement
with this, Ca2+-CaM binding site is very close to the putative bind-
ing site for PIP2: helix A and B for Ca2+-CaM and the A-B helix
linker for PIP2 (Wen and Levitan, 2002; Gamper and Shapiro,
2003; Hernandez et al., 2008). This proximity indicates that occu-
pation of this site by Ca2+-CaM might reduce the binding of PIP2

to the channel, leading to a down-regulation of channels. Con-
sistent with this, a recent study (Sarria et al., 2011) showed an
increase of the open probability by PIP2 of another six-segment
channel, TRPM8, to be reversed by Ca2+-CaM. Conversely, Kwon
and co-workers have found that PIP2 reduced Ca2+-CaM bind-
ing to several channels including TRPC1, TRPC5–7, and TRPV1
(Kwon et al., 2007). Interestingly, similar effects are observed in
KCNQ1 and Cav1.2, supporting the idea that PIP2- and Ca2+-
CaM binding sites overlap in these channels (Kwon et al., 2007).
However, mechanisms by which Ca2+-CaM and PIP2 antagonize
each other effects remain unclear. Does this reduction result from
a direct competition or from allosteric conformational changes?

Do phospholipids affect the voltage sensor S4 movement? As
previously described in this review, mutagenesis studies have iden-
tified clusters of positively charged residues, mainly located in
the cytosolic C-terminus of channels that may interact with the
negatively charged PIP2. The S4 segment possesses several posi-
tively charged residues, suggesting that PIP2 might also affect its
movement by interacting with some of these residues.

Several studies are consistent with the idea that lipids can inter-
act with the voltage sensor and modulate its motion; although
most of these studies focus on interactions in the outer leaflet (PIP2

is situated in the inner leaflet). Structural studies on KvAP and on
a Kv1.2-Kv2.1 chimeric channel show that some residues of S4 are
exposed to lipids (Lee et al., 2005; Long et al., 2007). Chimeric
Kv2.1 in which the “paddle” motif (S3b and S4) is replaced by one
of the paddle motifs of Nav1.4 or of the voltage-dependent phos-
phatase, Ci-VSP, can be used to evaluate the contribution of the
paddle motif to a specific property of the voltage sensor. Hydrolysis
of the outer-leaflet lipid sphingomyelin to ceramide-1-phosphate
by sphingomyelinase D alters the S4 movement differently in the
different chimeric channels, suggesting an interaction between
outer-leaf lipids and the paddle motif (Milescu et al., 2009). The
sphingomyelin phosphate that persists in ceramide-1-phosphate is
critical for their interaction with S4 since sphingomyelinase C, an
enzyme which removes this phosphate group, strongly reduced the

gating current of Shaker and Kv1.3 (Xu et al., 2008). The impor-
tance of the phosphate group of lipids in the S4 movement has also
been highlighted in KvAP channels (Schmidt et al., 2006; Zheng
et al., 2011). Expression of KvAP in membranes, in which lipids
have a positively charged group instead of a phosphate group,
renders the channels not functional (Schmidt et al., 2006). This
effect would arise from a disruption of the interaction between the
arginines of the S4 segment and the phosphate groups of the mem-
brane lipids. Consistent with this, Zheng et al., 2011) showed that
the switch of the S4 from the resting to the activated conformation
requires more energy in a membrane without phospholipids.

According to those studies, S4 is stabilized in the activated posi-
tion by interaction with outer-leaflet phospholipids. The structure
of the Kv1.2-Kv2.1 chimeric channel suggests that an inner-leaflet
phospholipid may also interact with the S4–S5 linker (Long et al.,
2007). We suppose that the negatively charged phosphate groups
of PIP2 may bind to positively charged residues at the bottom of
S4 or in S4–S5 linker and regulate S4 motions. However, no direct
evidence exists for such an interaction.

IMPAIRED CHANNEL-PIP2 INTERACTION UNDERLIES HUMAN
DISEASES
As mentioned above, the importance of PIP2 regulation of voltage-
gated ion channels is now proven and clear. Thus, one might ask
how far this crucial factor affects the physiological functions of
these channels. Is it limited to a biophysical/regulatory effect, or
does it have major impact; for instance, can an impaired interac-
tion with PIP2 lead to human disease? While this issue was partly
answered for non-voltage-gated ion channels (Logothetis et al.,
2010), the relationship between PIP2 and channelopathies imply-
ing voltage-gated ion channels is less clear, probably since the study
of their regulation is more recent and less developed.

The KCNQ1-KCNE1 potassium channel complex underlies the
I Ks repolarizing cardiac current. We showed that this channel
function is dependent on PIP2 regulation, which allows stabiliza-
tion of the open state (Loussouarn et al., 2003). Importantly, we
also demonstrated that residues in intracellular part of KCNQ1
channels (S4S5L and C-terminus) are important for PIP2 reg-
ulation, and that their substitution, occurring in some LQT1
patients, leads to channel with decreased PIP2 sensitivity, suggest-
ing a direct connection between channels-PIP2 interactions and
the LQT syndrome (Park et al., 2005).

The KCNE1 beta-subunit is critical for a proper activity of
KCNQ1 in the heart, and KCNE1 mutations are also associated
with a LQT (type 5 LQT syndrome, LQT5). It was shown that
neutralization of positive charges located in KCNE1 C-terminus
is associated with LQT5 (Lai et al., 2005; Hedley et al., 2009; Kap-
plinger et al., 2009). A recent study highlighted the importance
of PIP2 interaction with KCNE1 and suggested that such inter-
action is critical for a proper function of KCNQ1/KCNE1 in the
heart. This study went further by reporting that LQT5 syndrome
is directly related to PIP2-KCNE1 association, since WT channel
complex properties were restored by using higher than normal
doses of PIP2, thus also confirming the PIP2-dependence of LQT5
disease (Li et al., 2011).

Regulation of hERG channels by PIP2 has been described
in Section “Part 2: Human Ether-a-go-go Related Gene.” PIP2
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stabilizes hERG open state changing the amplitude and deacti-
vation kinetics (Bian et al., 2001; Rodriguez et al., 2010). In the
putative PIP2-binding sites, phospholipid anionic heads may inter-
act with intracellular positively charged residues separated by, at
least, one aromatic residue (Rosenhouse-Dantsker and Logothetis,
2007; Hernandez et al., 2008). One PIP2 interacting site of hERG is
localized to the C-terminal part of S6 (residues 883–864; Bian et al.,
2004). Interestingly, three type 2 (hERG-related) LQT mutations
that lead to substitution or deletion of arginines (at positions 885,
887, and 892) are localized in this area (Napolitano et al., 2005;
Tester et al., 2005; Arnestad et al., 2007). It would thus be infor-
mative to investigate the activity of these LQT mutant channels to
determine a potential PIP2 involvement with the LQT2 syndrome.

The importance of PIP2 regulation for proper voltage-gated
ion channels function deserves thus all our attention. Although no
direct connection between the phospholipid and channelopathies
has been proven, apart from the LQT studies, the data obtained

so far open a wide range of possibilities. An impressive list of
phosphoinositide-sensitive channels has been presented in a recent
review (Logothetis et al., 2010), and many of them are involved
in pathologies (Lehmann-Horn and Jurkat-Rott, 1999). Follow-
ing the example of hERG above, and knowing that several studies
brought further details into the PIP2-binding sites on voltage-
gated ion channels (Zhang et al., 2003; Oliver et al., 2004; Her-
nandez et al., 2008; Flynn and Zagotta, 2011; Thomas et al., 2011),
we can certainly imagine that other mutations lead to impaired
channels-PIP2 interaction and thus lead to disease.
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DISCUSSION GENERALE 

 
A- conclusion 

 

Au cours de ma thèse, j’ai étudié les mécanismes moléculaires à la base de : 

- la régulation des canaux potassiques voltage-dépendants par le PIP2  

- la régulation des canaux potassique (KCNQ1) et sodiques (Nav1.4 et NavSp1) par le 

potentiel membranaire  

Ces études ont contribué à éclaircir un peu plus les mécanismes moléculaires à la base de 

la régulation des canaux ioniques par le PIP2 d’une part, et par le potentiel membranaire, via 

la boucle S4-56 (B4-5) d’autre part. Ces deux mécanismes de régulation ont des effets 

opposés et semblent avoir des implications physiologiques majeures. 

 

1- Complexité de la régulation de la porte d’activation 

 

 Effets opposés du PIP2 et de B4-5 sur les canaux ioniques voltage-dépendants 
 

Comme nous l’avons vu dans l’introduction générale, les canaux ioniques voltage-

dépendants fonctionnent sous forme d’homotétramère ou de monomère formé de quatre 

domaines différents. Dans les deux cas, chaque domaine ou sous-unité présente la même 

architecture, à savoir six segments transmembranaires (S1-S6) avec les segments S1-S4 

constituant le domaine voltage-sensor (VSD) et l’association des S5-S6 formant le pore à 

travers lequel les ions traversent le canal. Grâce à ses nombreux résidus positifs, le segment 

S4 se déplace au sein de la bicouche lipidique membranaire en fonction des variations du 

potentiel de part et d’autre de cette membrane. Ces mouvements du S4 à l’origine des 

changements conformationnels du module VSD contrôlent l’ouverture-fermeture voltage-

dépendante de la porte d’activation située au niveau du module pore (PD) du canal. 

 

Des structures cristallographiques de canaux potassiques ou sodiques voltage-dépendants 

(Jiang et al., 2003; Long et al., 2005a, 2005b; Payandeh et al., 2011a, 2012; Zhang et al., 

2012) et de nombreuses études biophysiques et de mutagenèse, ont mis en évidence le rôle 

important de l’interaction entre B4-5 et la partie C-terminale de S6 (TS6) dans le couplage 

entre les modules VSD et PD. Plusieurs mécanismes ont été proposés dans ce couplage et 

la plupart d’entre eux s’accordent à dire que cette interaction entre B4-5 et TS6 stabilise 

l’état fermé des canaux activés par la dépolarisation (Kv, Nav, Cav) et l’état ouvert des 

canaux activés par l’hyperpolarisation (HCN, KAT1). Les résultats présentés dans mes 

projets 2 et 3 de ma thèse démontrent que B4-5 agirait comme un ligand qui se fixerait de 
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façon voltage-dépendante, à son récepteur TS6 au niveau du pore, pour stabiliser les 

canaux Kv et Nav à l’état fermé.  

Par ailleurs, le phospholipide membranaire phosphatidyl inositol (4,5)-bisphosphate (PIP2) 

régule l’activité de nombreux canaux ioniques voltage-dépendants ou non-voltage-

dépendants (Flynn and Zagotta, 2011b; Logothetis et al., 2010a; Rodriguez-Menchaca et al., 

2012; Wu et al., 2002). Des études biophysiques sur les canaux Kir à deux domaines 

transmembranaires et les canaux Kv à six domaines transmembranaire, ont suggéré que ce 

PIP2 active ces canaux via une stabilisation de leur état ouvert (Loussouarn et al., 2003; 

Rodriguez et al., 2010b; Shyng and Nichols, 1998). Les résultats de mon projet 1 de thèse 

confirment ce rôle activateur du PIP2 et proposent, grâce à des outils de modélisation, les 

mécanismes moléculaires impliqués.  

Pris ensemble, toutes ces études mettent en évidence deux régulateurs majeurs avec des 

effets opposés sur plusieurs canaux ioniques voltage-dépendants. D’une part, B4-5 jouant 

un rôle inhibiteur via son interaction avec TS6 qui stabilise la fermeture du canal, et d’autre 

part le PIP2 qui a un rôle activateur via une stabilisation de l’ouverture de la porte 

d’activation. Des études biophysiques, y compris mon projet 1, ont montré l’implication de 

résidus positifs de B4-5 dans la régulation des canaux par le PIP2 (Park et al., 2005; 

Rodriguez-Menchaca et al., 2012; Zaydman et al., 2013). L’interaction entre ces deux 

régulateurs à effets opposés reflète la complexité de la régulation des canaux ioniques. Ces 

mécanismes complexes font intervenir également des sous-unités régulatrices. 

 

 

 Rôle des sous-unités auxiliaires dans ces régulations : le cas de KCNE1 
 

Comme décrit dans l’introduction, KCNE1 est une sous-unité auxiliaire qui s’associe à 

KCNQ1 dans le cœur pour former le complexe KCNQ1-KCNE1 responsable du courant 

repolarisant cardiaque IKs. KCNE1 est d’autant plus importante dans l’activité du canal 

KCNQ1 que les propriétés biophysiques de ce canal sont modifiées en absence de KCNE1 

(Barhanin et al., 1996; Sanguinetti et al., 1996). L’utilisation de la fluorimétrie à potentiel 

imposé a permis de montrer le rôle de KCNE1 sur le mouvement des segments S4 à la base 

du couplage entre les modules VSD et PD. En effet, grâce à cette technique permettant de 

mesurer simultanément le mouvement des S4 et le courant ionique à travers le PD, il a été 

montré que KCNE1 modifie le couplage entre ces deux modules. En présence de KCNE1, 

les cinétiques et voltage-dépendances sont différentes entre le mouvement des S4 et 

l’ouverture du pore, tandis que ces deux mécanismes ont les mêmes cinétiques et la même 

voltage-dépendance lorsque KCNQ1 est exprimé seul (Osteen et al., 2010). Cette étude 

suggère que la régulation du courant IKs par KCNE1 implique un rôle de cette sous-unité 
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auxiliaire dans le couplage entre le mouvement des S4 et l’ouverture du pore. Toutefois, 

nous avons été surpris de voir que KCNE1 n’a aucun effet sur la modulation de KCNQ1 par 

les peptides exogènes. Cela suggère que KCNE1 jouerait un rôle plus en amont, par 

exemple sur la cinétique du mouvement de S4, comme proposé par Ruscic et al. (2013).  

Par ailleurs, cette même sous-unité a été montrée comme étant impliquée dans la régulation 

de KCNQ1 par le PIP2 (Li et al., 2011). Cette étude a utilisé une approche de mutagenèse 

consistant à neutraliser individuellement les résidus positifs de l’extrémité C-terminale de 

KCNE1 et à mesurer la cinétique de la diminution du courant à travers KCNQ1-KCNE1 

causée par la réduction du niveau de PIP2 membranaire. Les résultats de cette étude ont 

montré que la sous-unité KCNE1 augmente la sensibilité du canal au PIP2, lequel se fixerait 

essentiellement sur des résidus positifs de son extrémité C-terminale (Li et al., 2011). Une 

étude structurale avait suggéré auparavant une proximité entre cette extrémité C-terminale 

de KCNE1 et la zone d’interface B4-5 – TS6 (Kang et al., 2008) où des sites de fixation du 

PIP2 ont déjà été identifiés (Park et al., 2005; Rodriguez-Menchaca et al., 2012). Ces 

résultats incitent à émettre l’hypothèse d’une coordination des molécules du PIP2 par des 

résidus positifs situés sur B4-5, TS6 et la partie C-terminale de KCNE1, au niveau de la zone 

de couplage entre les modules VSD et PD. Cette hypothèse, méritant d’être vérifiée par une 

approche cristallographique, expliquerait le rôle majeur de cette sous-unité sur les propriétés 

biophysiques de KCNQ1. 

 

2- Régulation des canaux ioniques par le PIP2 

 

 Dualité des effets du PIP2 

 

Deux études précédentes ont montré une dualité des effets du PIP2 sur les canaux Cav2.1 et 

HCN (Flynn and Zagotta, 2011a; Wu et al., 2002), mais sans précision du mécanisme. Notre 

étude de la régulation des canaux potassiques par le PIP2, en utilisant le canal Shaker 

comme modèle, suggère que cette dualité des effets du PIP2 fait intervenir deux mécanismes 

d’action distincts : d’une part, en se fixant du côté intracellulaire du pore, le PIP2 stabilise le 

canal à l’état ouvert, ce qui se traduit par une augmentation de l’amplitude du courant (gain 

de fonction). Un tel effet du PIP2 a été montré auparavant sur les canaux Kir6.2, KCNQ1 et 

hERG (Loussouarn et al., 2003; Rodriguez et al., 2010b; Shyng and Nichols, 1998) comme 

décrit dans l’introduction générale. D’autre part, le PIP2 se fixe au niveau de B4-5, près du 

côté intracellulaire des segments voltage-sensor S4 et stabilise ces derniers en position de 

repos, ce qui rend le canal activable seulement à des potentiels plus dépolarisants. Cette 

perte-de-fonction est illustrée par les mêmes décalages vers la droite des courbes 

d’activation du courant ionique et du courant de porte, en présence de ce phospholipide. Ces 
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deux effets opposés sur le courant ionique (gain et perte de fonction) présentent des 

cinétiques différentes, ce qui est incompatible avec l’hypothèse émise par Zaydman et al. 

(2013) selon laquelle le PIP2 aurait un rôle unique de médiateur du couplage entre le 

mouvement du S4 et l’ouverture de la porte d’activation. De façon intéressante, une étude 

publiée deux semaines avant la notre, a aussi montré une dualité des effets du PIP2 sur le 

canal potassique neuronal Kv1.2, homologue de Shaker chez les mammifères (Rodriguez-

Menchaca et al., 2012). 

 

 Sites de fixation du PIP2 sur le canal 

 

Grâce à une approche de modélisation par dynamique moléculaire, nous avons simulé les 

états fermé et ouvert du canal Kv1.2 en présente de molécules de PIP2. Ces simulations 

nous ont permis de suggérer deux régions du canal dont des résidus positifs sont 

susceptibles d’interagir de façon électrostatique avec les charges négatives du PIP2. Il s’agit 

de B4-5 (résidus K312, R326 et K322) et TS6 (résidu R419). Une interaction du PIP2 avec 

des résidus positifs de ces régions a déjà été montrée auparavant sur le canal potassique 

cardiaque KCNQ1, et ce grâce à une approche de mutagenèse associée à des études 

fonctionnelles (Loussouarn et al., 2003; Park et al., 2005). Notre modèle moléculaire 

suggérant deux sites de fixation du PIP2 sur le canal (B4-5 et TS6) est cohérent avec la 

dualité des effets fonctionnels, à savoir gain et perte de fonction, de ce phospholipide sur le 

canal Shaker (notre étude) et Kv1.2 (Rodriguez-Menchaca et al., 2012).  

 

De façon intéressante, le laboratoire de Logothetis à l’origine de cette autre étude sur Kv1.2, 

a démontré que ces effets opposés du PIP2 sur le canal (gain-de-fonction sur l’amplitude du 

courant et perte-de-fonction sur la voltage-dépendance de l’activation) ont des différences de 

cinétiques et de sensibilité. Grâce à des approches de « Docking » et de mutagenèse 

dirigée, ils ont suggéré que l’interaction du PIP2 sur le canal fait intervenir des résidus positifs 

de B4-5 (K322 et R326) et de l’extrémité N-terminale (R147) du canal, et non TS6. Cette 

étude confirme l’implication de deux résidus positifs B4-5 dans cette interaction PIP2-canal, 

comme le prédit notre modèle moléculaire, mais pas du résidu R419 de TS6. Cependant la 

concentration d’anticorps anti-PIP2 utilisée dans cette étude ne permet pas de réduire de 

façon considérable la quantité de PIP2 membranaire, suggérant que l’effet de la mutation sur 

la sensibilité du canal au PIP2 n’a peut être pas été détecté. Par conséquent, il serait 

intéressant de réétudier le rôle de ce résidu mais en utilisant une approche alternative 

comme la Ci-VSP ou la polylysine, pour diminuer de façon drastique le PIP2. De plus, de 

nombreux autres résidus positifs de la partie C-terminale du canal peuvent interagir avec le 

PIP2 et mériteraient d’être testés. Pour ce faire, une approche de mutagenèse systématique 
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associée à une étude fonctionnelle sera nécessaire, étant donné que la structure 

cristallographique de cette région n’est pas connue dans aucun Kv, ce qui empêche de 

sélectionner des résidus candidats en fonction de leur proximité avec la membrane. 

En cohérence avec l’hypothèse de Zaydman et al. (2013) citée ci-dessus, D. Logothetis et 

son équipe proposent que les effets du PIP2 sur l’amplitude du courant sont liés à un 

renforcement du couplage entre les modules VSD et PD via l’interaction entre PIP2 et B4-5 

(Rodriguez-Menchaca et al., 2012). Mais encore une fois, ce modèle de renforcement du 

couplage n’est pas compatible avec les différentes cinétiques des deux effets du PIP2 sur le 

canal, à savoir le gain de fonction sur l’amplitude du courant et la perte de fonction sur la 

voltage-dépendance de l’activation. Ces observations semblent plutôt suggérer deux sites de 

fixation du PIP2, un sur le VSD, un sur le PD. L’étude de  D. Logothetis a montré que le diC8-

PIP2, un PIP2 à chaine courte, a les mêmes effets que le PIP2 sur la voltage-dépendance du 

canal, mais reste sans effet sur l’amplitude du courant. Ces résultats confirment la présence 

de deux sites de fixation, l’un associé à l’amplitude et insensible au diC8-PIP2 (PD), l’autre 

associé à la voltage-dépendance et sensible au diC8-PIP2 (VSD). On peut facilement 

émettre l’hypothèse selon laquelle le site de fixation du PIP2 associé aux effets sur 

l’amplitude du courant, est suffisamment éloigné de la membrane pour que le groupement 

phosphate du diC8-PIP2 ne puisse pas l’atteindre. 

 

En somme, la dualité des effets du PIP2 sur les paramètres du courant ionique (amplitude et 

voltage-dépendance) d’une part, et les effets distincts du diC8-PIP2 sur ces mêmes 

paramètres d’autre part, sont cohérents avec notre modèle de deux sites distincts de fixation 

du PIP2. 

 

Enfin, l’implication de l’extrémité N-terminale dans l’interaction PIP2-canal n’est pas 

complètement surprenante car cette région a déjà été montrée comme étant impliquée dans 

le couplage entre les modules VSD et PD. En effet, une étude récente sur hERG a démontré 

une proximité entre cette extrémité N-terminale et B4-5. Des cystéines introduites dans ces 

deux régions sont capables de former un pont disulfure stabilisant le canal à l’état fermé (de 

la Peña et al., 2011). De plus, cette extrémité N-terminale interagit avec le côté intracellulaire 

du pore, très proche de B4-5, pour induire l’inactivation rapide (type N) des canaux ioniques 

de la famille Shaker (Hoshi et al., 1991). Ainsi, étant donné le rôle de B4-5 dans la voltage-

dépendance des canaux ioniques, il est facile de comprendre que la fixation du PIP2 dans 

cette région aura un impact sur l’interaction entre cette extrémité N-terminale et B4-5, ce qui 

conduirait à un effet de ce phospholipide sur la voltage-dépendance du canal. Toutefois, une 

telle proximité entre l’extrémité N-terminale et B4-5 n’a pas encore été démontrée sur les 

canaux de la sous-famille Shaker (Kv1.X). 



131 
 

3- Régulation des canaux ioniques par le potentiel membranaire : de la biophysique à 

la thérapeutique ? 

 

 Elaboration de peptides modulateurs spécifiques des canaux KCNQ1 et Nav1.4 

 

Nos études sur les mécanismes de régulation des canaux ioniques KCNQ1 et Nav1.4 par le 

potentiel membranaire, nous ont permis d’établir un nouveau modèle de couplage entre les 

modules VSD et PD. Selon ce modèle, B4-5 joue le rôle de ligand qui, au potentiel de repos, 

se fixe sur son récepteur TS6 pour stabiliser le canal à l’état fermé. Lorsque la membrane 

est dépolarisée, le S4 se déplace vers le côté extracellulaire et tire sur B4-5, permettant ainsi 

l’ouverture du canal. Ce modèle a été mis en évidence grâce à l’utilisation de minigènes 

codant pour des peptides B4-5 ou TS6, lesquels modulent l’activité du canal étudié. Ainsi, 

au-delà de l’amélioration des connaissances sur les mécanismes de voltage-dépendance 

des canaux ioniques, nos études ont permis d’élaborer des peptides modulateurs 

spécifiques des canaux KCNQ1 et Nav1.4. De façon intéressante, les peptides modulateurs 

de KCNQ1 n’ont aucun effet sur un autre canal potassique cardiaque à six domaines 

transmembranaire, hERG, ce qui suggère une certaine spécificité de ces peptides vis-à-vis 

de KCNQ1. Cette spécificité a été confirmée par une approche de mutagenèse grâce à 

laquelle nous avons montré que des mutations ponctuelles sur B4-5 ou TS6 du canal 

annulent les effets des peptides, tandis que l’introduction de mutations complémentaires sur 

les peptides exogènes restaure les effets de modulation sur les canaux mutants. Par ailleurs, 

notre étude sur KCNQ1 montre que les effets activateurs et inhibiteurs de ces peptides sont 

réversibles. Il sera donc intéressant d’évaluer, in-vivo, cette réversibilité et la spécificité des 

effets de ces peptides vis-à-vis du canal ciblé.  

 

 Enjeux du modèle « ligand-récepteur » 

 

Le modèle « ligand-récepteur » à l’origine de l’élaboration des peptides modulateurs de 

canaux ioniques KCNQ1 et Nav1.4 présente des enjeux à la fois sur le plan fondamental et 

sur le plan thérapeutique. 

 

Enjeu fondamental   

 

Au vu des similarités structurales entre les canaux Kv, Nav et Cav, les résultats obtenus sur 

les canaux potassique KCNQ1 et sodiques Nav1.4 et NavSp1, suggèrent que le modèle 

« ligand-récepteur » est généralisable à de nombreux canaux ioniques voltage-dépendants 

si ce n’est tous. Bien que cette généralisation nécessite des études supplémentaires, il est 
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intéressant de mentionner l’impact que pourrait avoir un tel modèle sur la compréhension de 

la dépendance au potentiel des canaux ioniques en général. De plus, il est possible d’établir, 

pour les canaux régis par ce modèle, des peptides activateurs et inhibiteurs spécifiques. Ces 

peptides pourraient être des outils puissants pour étudier la pharmacologie des canaux 

ioniques au lieu d’utiliser des agents pharmacologiques plus ou moins spécifiques. 

 

Enjeu thérapeutique 

 

De nombreuses canalopathies cardiaques et neurologiques sont associés à une perturbation 

de l’interaction entre B4-5 et TS6. Par exemple, plusieurs mutations sur KCNQ1 associées 

au syndrome du QT-long de type 1 (LQT1) sont regroupées sur un côté de l’hélice de B4-5, 

partie interagissant avec TS6 (Boulet et al., 2007; Labro et al., 2011), et de nombreuses 

autres mutations liées au LQT1 sont elles, localisées au niveau de TS6 

(http://www.fsm.it/cardmoc/), ce qui conforte l’opinion selon laquelle l’interaction entre B4-5 

et TS6 est nécessaire à un rythme cardiaque normal.  

Un autre exemple est la mutation gain-de-fonction S140G de KCNQ1, impliquée dans la 

fibrillation auriculaire (Chen et al., 2003). Signalons que cette mutation  située sur le segment 

S1 reflète le rôle important que peut jouer les autres segments du VSD, en plus du S4, sur 

l’activité du canal. La caractérisation fonctionnelle de cette mutation a montré un 

ralentissement drastique de la déactivation, rendant le canal KCNQ1 mutant toujours ouvert 

et presque voltage-indépendant à des potentiels membranaires entre -80 et +80 mV (Restier 

et al., 2008). De façon intéressante, nous avons montré que les peptides « inhibiteurs » B4-5 

inhibent ce mutant tandis que les peptides « activateurs » TS6 n’y induisent aucun effet 

(Figure 6 de l’article 2). Ces résultats suggèrent que l’interaction entre B4-5 et TS6 est 

fortement diminuée dans cette pathologie, probablement du fait que B4-5 endogène n’arrive 

pas à atteindre sa cible (TS6) sur le canal muté.  

Une autre mutation de KCNQ1, R555C, impliquée dans le syndrome du QT-long se trouve 

sur la région C-terminale proche de TS6 (Donger et al., 1997). La présence de cette 

mutation entraine une perte de fonction du canal qui se traduit par une diminution de 

l’amplitude du courant et un décalage de la voltage-dépendance de l’activation vers des 

potentiels plus positifs (Chouabe et al., 1997). De façon intéressante, des résultats 

préliminaires obtenus dans notre équipe montrent qu’un peptide « activateur » TS6 est 

capable de restaurer l’activité de ce mutant via des effets gain-de-fonction à la fois sur 

l’amplitude du courant et sur la voltage-dépendance de l’activation (Figure 35).  

 

http://www.fsm.it/cardmoc/
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Figure 35 : Modulation du mutant R555C par un peptide activateur TS6. 

(A) Traces représentatives du courant potassique à travers le canal KCNQ1 WT (gauche), KCNQ1 mutant R555C 

(centre) ou KCNQ1 mutant R555C en présence d’un peptide TS6 (droite). (B) Moyennes de la densité du courant 

(gauche) et du potentiel de demi-activation (droite) pour les trois conditions. * p < 0,05. ** p < 0,01. *** p < 0,001. 

 

Enfin, il a été récemment montré que des mutations des régions B4-5 et TS6 du domaine II 

du canal calcique voltage-dépendant Cav2.3 provoquent un gain de fonction et que ces deux 

régions sont énergétiquement couplées, ce qui est cohérent avec l’interaction B4-5/TS6 

stabilisant l’état fermé de la porte d’activation (Wall-Lacelle et al., 2011). Puisque les canaux 

Cav sont impliqués dans plusieurs pathologies telles que l’ataxie épisodique, les migraines 

hémiplégiques familiales et les épilepsies idiopathiques généralisées (Adams and Snutch, 

2007), on pourrait facilement imaginer qu’une altération de l’interaction entre B4-5 et TS6 

dans ces canaux pourrait aussi être à la base de certaines pathologies, sachant que des 

mutations dans ces régions ont déjà été retrouvées chez des patients (Adams and Snutch, 

2007; Pietrobon, 2007). Ainsi, il serait intéressant d’étudier dans quelle mesure des peptides 

B4-5 et TS6 élaborés pour ces canaux, seraient capables de restaurer in-vitro, l’activité des 

canaux mutants.  

Plusieurs molécules sont actuellement utilisées en thérapie contre les canalopathies en 

général. Citons par exemple le méxiletine qui est un anti-arythmique de classe I et qui aurait 

un effet inhibiteur sur le canal sodique musculaire (Mohammadi et al, 2005). Il est très utilisé 

contre des pathologies causées par des mutations gain-de-fonction du canal Nav1.4. 

D’autres molécules, comme le dichlorophénamide ou encore l’acétazolamide, deux 

inhibiteurs des anhydrases carboniques, sont également utilisées contre différentes formes 

de paralysie périodique. Leur efficacité a été prouvée (Tawil et al, 2000), cependant leur 

mécanisme d’action est très mal connu (Cleland et al, 2008). Une des principales limites de 
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ces traitements est leur faible spécificité au canal ciblé. En effet, ces moléculaires auraient 

des effets sur des cibles exprimées de façon ubiquitaire, ce qui entraine les effets 

secondaires et indésirables associés. 

L’efficacité des peptides modulateurs B4-5 et TS6 sur les canaux étudiés (KCNQ1, Nav1.4 et 

NavSp1) constitue un élément prometteur sur l’utilisation potentielle de ces peptides dans 

certaines formes de canalopathie, d’autant plus que l’étude menée sur KCNQ1 a démontré 

une spécificité de ces peptides sur le canal ciblé. Cependant, l’efficacité et la spécificité de 

ces peptides modulateurs de KCNQ1 et Nav1.4 restent à étudier in-vivo en utilisant des 

modèles animaux du syndrome du QT-long ou de la paralysie périodique hypo-kaliémique, 

deux pathologies respectivement liées à des mutations des gènes codant pour ces canaux. 

Enfin, si le modèle « ligand récepteur » s’applique à tous les canaux ioniques voltage-

dépendants, il sera possible d’élaborer des peptides thérapeutiques contre de nombreuses 

canalopathies. Mais l’utilisation à long terme, de ces peptides comme agents thérapeutiques, 

nécessite une étape d’amélioration de leur efficacité, étape faisant appel à une meilleure 

connaissance des bases moléculaires et structurales de l’interaction peptides-canal. 

 

B- Perspectives 

 

1- Rôle physiologique de l’interaction PIP2-canaux ioniques 

 

Le PIP2 régule de nombreux canaux ioniques ayant des rôles physiologiques très importants 

(Logothetis et al., 2010a). Pour certains de ces canaux, comme KCNQ1-KCNE1, des 

mutations à l’origine d’une pathologie diminuent l’affinité du canal pour le PIP2, suggérant 

une implication physiopathologique de ce phospholipide (Li et al., 2011; Park et al., 2005). 

Etant donné que certains de ces canaux sensibles au PIP2 ont des fonctions physiologiques 

différentes (exemple dépolarisation et repolarisation) et peuvent être exprimés dans les 

mêmes cellules, on peut imaginer qu’un rôle physiologique du PIP2 passerait par une 

modulation différentielle de ces canaux ioniques. Et dans ce cas, il y a deux hypothèses 

pouvant expliquer une telle régulation différentielle : soit la sensibilité au PIP2 est différente 

d’un canal à l’autre, soit les concentrations de PIP2 sont différentes d’une région à l’autre de 

la membrane de façon à réguler différemment les différents types de canaux ioniques réunis 

en différents clusters au niveau membranaire (Jacobson et al., 2007; Zilly et al., 2011).  

Ainsi, il serait intéressant de vérifier laquelle de ces deux hypothèses permet d’expliquer 

comment le PIP2 peut réguler spécifiquement et efficacement des fonctions physiologiques. 

Pour ce faire, il conviendrait de réaliser des courbes dose-réponse de l’effet du PIP2 sur 

différents canaux naturellement exprimés sur les mêmes cellules, pour étudier la première 

hypothèse.  
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D’autre part, une étude a évalué la diffusion latérale de différents phosphoinositides associés 

à une sonde fluorescente, en les introduisant dans une fine région de la membrane d’une 

myocyte cardiaque grâce à une pipette de patch (Cho et al., 2005). Cette étude a montré 

que, contrairement au phosphatidyl inositol 4-monophosphate et au phosphatidyl inositol qui, 

tous les deux, diffusent rapidement le long de la membrane, le PIP2 est confiné dans la 

portion membranaire sous la pointe de la pipette de patch. Ce confinement membranaire du 

PIP2 a été interrompu après traitement des cellules avec la cytochalasine D, une toxine 

altérant spécifiquement la polymérisation de l’actine et l’organisation des filaments d’actines, 

principaux composant du cytosquelette (Wakatsuki et al., 2001). Ce résultat suggère que le 

cytosquelette est responsable de la faible diffusion du PIP2 le long de la membrane 

plasmique (Cho et al., 2005). Une telle faible diffusion du PIP2 est indispensable pour une 

sous-régionalisation du PIP2 dans la membrane. Ainsi, cette étude est cohérente avec 

l’hypothèse selon laquelle la régulation différentielle des canaux ioniques par le PIP2 se ferait 

via une répartition non-homogène de ce PIP2 le long de la membrane de façon à avoir une 

régulation différentielle des différents clusters de canaux ioniques. Reste donc à vérifier cette 

hypothèse en évaluant l’impact de cette diffusion sur l’activité de différents canaux 

endogènes exprimés sur des tissus natifs. Pour les lecteurs intéressés, les mécanismes de 

régionalisation du PIP2 membranaire ont déjà été discutés auparavant dans une revue 

d’articles (Hilgemann, 2007). 

 

Une autre question qui se pose sur la pertinence physiologique de notre étude est la dualité 

des effets du PIP2 sur l’activité des canaux ioniques de la famille Shaker (Kv1.X) exprimés 

principalement dans le système nerveux central et ayant des rôles physiologiques et 

pathologiques majeurs (Brew et al., 2007; Wang et al., 1993). En d’autres termes, il serait 

intéressant d’évaluer d’un point de vue physiologique, lequel des deux effets opposés (gain 

et perte de fonction) est prédominant. Pour ce faire, il conviendrait d’étudier si une diminution 

du PIP2 d’ordre physiologique dans des cellules neuronales conduit à une augmentation du 

courant potassique via un décalage de la courbe d’activation vers des potentiels plus 

négatifs, ou à une diminution de ce courant via une déstabilisation de l’état ouvert du pore.  

Mais au-delà des mécanismes de régulation des canaux ioniques par le PIP2, c’est la 

sensibilité même de ces canaux à des variations physiologiques du PIP2 qui est importante 

d’éclaircir. Une étude récente s’est intéressée aux effets d’une diminution du PIP2 sur des 

canaux Shaker exprimés chez l’homme (Kv1.1, Kv1.3, Kv1.4, et Kv1.5), en utilisant des 

enzymes provoquant une diminution du PIP2 dans un intervalle physiologique, telles qu’une 

phospholipase couplé à un récepteur via une protéine G, une phosphatase voltage-

dépendante ou encore une phosphatase dont l’export à la membrane est inductible par ajout 

de rapamycine. Les résultats de cette étude montrent qu’une diminution physiologique du 
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PIP2 n’a aucun effet sur l’activité de ces canaux (Kruse et al., 2012). Cependant, il important 

de noter que ces résultats ont été obtenus sur des systèmes de réexpression (cellules tsA-

201) qui peuvent ne pas contenir l’environnement cytosolique approprié pour que ces 

canaux détectent des faibles variations du PIP2. Par conséquent, il serait de faire une étude 

similaire en utilisant des cellules exprimant naturellement les canaux d’intérêt (comme les 

neurones) afin d’établir ou non l’impact physiologique de la régulation des canaux ioniques 

par le PIP2.  

 

2- Controverses sur la nature de l’interaction entre B4-5 et TS6 

 

Comme décrit dans l’introduction générale, différents modèles d’interaction entre B4-5 et 

TS6 ont été proposés comme étant à la base de la voltage-dépendance des canaux 

ioniques : 

1. le modèle de « levier mécanique » selon lequel l’interaction entre B4-5 et TS6 est 

permanente, non-spécifique et fait intervenir une action mécanique de S4 jouant le 

rôle de levier permettant l’ouverture-fermeture du pore via B4-5.  

2. le modèle d’interaction labile selon lequel l’interaction entre B4-5 et TS6 est 

spécifique et non-permanente. Cette interaction stabilise un état bien précis du canal 

(ouvert ou fermé). 

3. le modèle consensuel selon lequel B4-5 et TS6 interagit en permanence mais que 

cette interaction fait intervenir des résidus bien précis et différents en fonction de 

l’état du canal.  

A ces modèles s’ajoute celui que nous avons établi sur les canaux potassique KCNQ1 et 

sodiques Nav1.4 et NavSp1 : 

 le modèle « ligand récepteur » selon lequel B4-5 jouerait le rôle d’un ligand qui se 

fixerait sur TS6 (son récepteur) pour stabiliser le canal à un état bien précis. Ce 

modèle exclut une action purement mécanique de S4 sur B4-5, et inclut à la fois les 

notions de spécificité et d’affinité entre B4-5 et TS6. Ainsi, ce modèle « ligand 

récepteur » est parfaitement cohérent avec le modèle 2 mais ne permet pas d’exclure 

le modèle 3. En effet, l'utilisation des minigènes codant pour B4-5 de KCNQ1 n'a peut 

être mis en évidence que l'aspect inhibiteur sous l’hyperpolarisation et pas l'éventuel 

aspect activateur sous la dépolarisation. De façon intéressante, les expériences 

menées sur NavSp1 montrent un peptide B4-5 inhibiteur et un autre potentiellement 

activateur (voir résultats projet 3). Ces résultats suggèrent un double effet de B4-5, 

cohérent avec le modèle 3. Cette hypothèse spéculative nécessite d’être confirmée 

ou infirmée par des études supplémentaires plus approfondies.  
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La proposition de tous ces modèles supportés par de nombreuses études structurales et/ou 

fonctionnelles, reflètent la forte controverse qui existe sur la nature de l’interaction entre B4-5 

et TS6. Etant donné que ces modèles ont été établis sur des canaux différents, il est 

possible qu’ils soient tous vrais et que les mécanismes de voltage-dépendance soient 

différents d’un canal à l’autre. Pour confirmer ou infirmer cette hypothèse, de nombreuses 

expériences seront nécessaires, et en voici quelques exemples : 

 

- Afin de vérifier le rôle de levier mécanique des S4, on pourrait construire deux 

plasmides, l’un codant uniquement pour le module VSD avec B4-5 et l’autre pour le 

module PD sans B4-5. Il conviendrait ensuite de faire exprimer ces deux plasmides 

dans un système de réexpression et mener des études fonctionnelles en utilisant la 

technique de patch clamp. Cette démarche présente le risque que les deux parties 

tronquées du canal ne se rassemblent jamais. En revanche, si malgré le fait que ces 

deux modules soient exprimés indépendamment, le canal possède une activité 

voltage-dépendante, cela signifiera que ces deux parties peuvent s'associer et que le 

squelette polypeptidique n’est pas indispensable au couplage électromécanique entre 

les deux modules VSD et PD. Et dans ce cas, le modèle de « levier mécanique » 

serait invalidé.  

- Une récente étude a montré que la fusion entre le VSD de Ci-VSP et le canal 

potassique viral voltage-indépendant Kcv permet de former un canal potassique 

chimérique voltage-dépendant regroupant les caractéristiques de ses composantes, 

à savoir les propriétés de sélectivité et d’ouverture-fermeture de Kcv d’une part, et la 

voltage-dépendance de Ci-VSP de l’autre (Arrigoni et al., 2013). Ces résultats 

suggèrent que le couplage entre les modules VSD et PD ne requiert pas 

nécessairement une spécificité. Cependant, d’autres études ont au contraire, montré 

que la coopération entre ces modules nécessite des séquences d’acides aminés bien 

spécifiques dans ces deux régions. En effet, il a été montré que l’association du VSD 

Shaker avec le PD de KcsA, forme une protéine chimérique non-fonctionnelle malgré 

son expression et son trafic à la membrane plasmique (Caprini et al., 2001). Cette 

chimère devient fonctionnelle uniquement lorsque la partie C-terminale du PD de 

KcsA est remplacée par celle de Shaker, suggérant la nécessité d’une compatibilité 

entre le VSD et une région du PD (Lu et al., 2001). La notion de spécificité des 

résidus de B4-5 et TS6 impliqués dans l’interaction entre les modules VSD et PD a 

également été démontrée par de nombreuses études fonctionnelles décrites dans 

l’introduction générale. Donc, il serait intéressant de vérifier cette notion de spécificité 

dans la chimère Ci-VSP – Kcv. Pour ce faire, il conviendrait d’étudier les effets 

fonctionnels de mutations ponctuelles des résidus susceptibles d’être impliqués dans 
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l’interaction entre B4-5 et TS6 de cette chimère. Si aucune spécificité n’est requise 

dans l’interaction entre B4-5 et TS6 dans cette chimère, ces mutations ponctuelles 

n’auront aucun effet sur les paramètres biophysiques du canal. 

- Enfin, il serait intéressant d’étudier le modèle « ligand récepteur » sur des canaux tels 

que Kv1.2 et hERG pour lesquels d’autres modèles de couplage (« levier 

mécanique » et consensuel, respectivement) ont été proposés. Cela permettra de 

vérifier si les modèles d’interaction entre B4-5 et TS6 sont bien différents d’un canal à 

l’autre. 

En plus des études fonctionnelles et biophysiques, des approches de biologie structurale et 

bioinformatiques seront nécessaires pour préciser les bases structurales du couplage entre 

les modules VSD et PD. Ces approches structurales permettront peut-être d’apporter des 

réponses définitives sur les mécanismes de voltage-dépendance des canaux ioniques. 

 

3- Importance des approches structurales 

 

Les approches structurales réunissent des approches expérimentales et de modélisation. 

Ensembles, ces approches permettent de mieux comprendre les bases structurales des 

macromolécules en général. De telles approches sont utilisées pour déterminer les 

mécanismes moléculaires à la base du fonctionnement des canaux ioniques, et plus 

particulièrement les mécanismes de couplage électromécanique entre les modules VSD et 

PD. L’intérêt que je porte à ces nouveaux outils très puissants m’a amené à passer ma 

dernière année de thèse au « Cardiovascular Research Institute » à l’Université de 

Californie, San Francisco (UCSF), dans le laboratoire du Professeur Daniel L. Minor 

spécialisé en Biologie structurale des canaux ioniques. 

 

 Approches expérimentales 

 

Cristallographie 

 

La cristallographie est l’une des techniques de biologie structurale les plus utilisées pour 

étudier la structure des canaux ioniques. L’importance de cette technique a été reconnue 

entre autres, par l’attribution du prix Nobel de Chimie en 2003 au Pr Roderick Mackinnon 

pour la détermination de la première structure cristallographique d’un canal ionique en entier 

(Doyle et al., 1998). L’étude cristallographique d’une protéine en général, consiste à faire 

exprimer cette protéine en très grande quantité, à la purifier et à la laisser cristalliser dans 

des conditions physico-chimiques très particulières. Les cristaux de protéines sont ensuite 

diffractés aux rayons-X pour obtenir un profil de diffraction à partir duquel une étape de 
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phasage permet de déterminer sa carte de densité électronique. Cette dernière permet 

d’inférer la position et l’orientation spatiales des atomes. 

Les structures cristallographiques de nombreux canaux ioniques (sauvages ou mutants) ont 

été déterminées (Cuello et al., 2010; Doyle et al., 1998; Jiang et al., 2002a; Long et al., 

2005a; McCusker et al., 2012; Payandeh et al., 2011a, 2012; Zhang et al., 2012). Ces 

données structurales ont apporté des informations capitales sur les mécanismes d’activation 

et de déactivation de ces protéines, ainsi que sur les processus de conduction et de 

sélectivité des ions à travers le module PD. Du fait de la difficulté des canaux eucaryotes à 

être exprimés en grande quantité et à cristalliser, la plupart des structures canalaires 

déterminées à ce jour sont issues de canaux procaryotes. La première structure 

cristallographique d’un canal ionique voltage-dépendant a été obtenue sur le canal 

potassique bactérien KvAP naturellement exprimé par Aeropyrum pernix (Jiang et al., 2003). 

Cette structure a été à l’origine d’une meilleure compréhension des mécanismes de 

fonctionnement des modules VSD et PD ainsi que du couplage entre ces deux modules. 

Cette première photographie atomique d’un Kv a par exemple été à l’origine du modèle de 

« voltage-sensor paddle » proposé comme étant à la base des changements 

conformationnels du VSD. Deux années plus tard, la première et seule structure d’un canal 

voltage-dépendant mammifère a été déterminée sur le canal potassique neuronal Kv1.2 à 

l’état ouvert (Long et al., 2005a). Cette structure a apporté des informations sur les 

mécanismes de fonctionnement du couplage électromécanique entre les modules VSD et 

PD ainsi que sur le fonctionnement même de ces modules. Cette étude structurale a été par 

exemple à l’origine du modèle de « levier mécanique » qui a été suggéré comme étant à la 

base du couplage entre B4-5 et TS6 dans les canaux Kv de la famille Shaker. 

La comparaison de ces deux structures de Kv a permis de montrer que  les segments S4 sur 

la structure de KvAP étaient à l’état de repos alors qu’au contraire, le pore du canal est à 

l’état ouvert. Ce résultat suggère que cette structure de KvAP avec des S4 à l’état de repos 

représente une conformation non-native et que par conséquent, son interprétation doit être 

faite avec beaucoup de précaution.  

En 2011, la première structure cristallographique d’un canal sodique voltage-dépendant a 

été déterminée (Payandeh et al., 2011a). Cette structure du canal sodique NavAb, 

naturellement exprimé par la bactérie Acrobacter butzleri, montre un module PD fermé et 

quatre VSDs activés (Figure 35). Cette structure est parfaitement cohérente avec notre 

modèle « ligand récepteur » dans la mesure où il y a un découplage mécanique entre 

l’activation des S4 et l’ouverture du pore. Cependant, du fait de la position activée des 

segments S4, cette structure ne permet pas de mieux comprendre les bases de l’interaction 

entre B4-5 et TS6.  
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Figure 36 : Structure du canal sodique NavAb avec le pore fermé et les VSDs activés. 

Pour plus de clarté, seule une sous-unité sur les quatre est mise en premier plan et le VSD voisin à cette sous-

unité a été supprimé. Sur cette structure, on peut voire l’orientation des segments transmembranaires (S1 à S6) 

ainsi que les boucles intra et extracellulaires qui les relient. D’après (Payandeh et al., 2011a). 

 

Une étude récente vient de déterminer les structures cristallographiques de deux états 

différents d’un canal sodique voltage-dépendant procaryote, naturellement exprimé par 

Caldalkalibacillus thermarum (Tsai et al., accepté dans J. Mol. Biol.). Ces nouvelles données 

structurales montrent que contrairement à la structure du canal à l’état fermé, celle reflétant 

l’état ouvert montre un B4-5 avec une densité électronique beaucoup moins nette. Ces 

résultats suggèrent une certaine instabilité de B4-5 lorsque le canal est à l’état ouvert. Cette 

étude est donc cohérente avec le modèle de « ligand récepteur » suggérant qu’à l’état 

ouvert, B4-5 est libre et ne se fixe pas à TS6. Mais du fait de la faible résolution (9 Å) de ces 

structures, leurs interprétations restent tout de même spéculatives. De nouvelles structures à 

haute résolution seront nécessaires pour répondre aux interrogations sur les bases de 

l’interaction entre B4-5 et TS6.  

Ainsi, il serait intéressant de déterminer des nouvelles structures cristallographiques de 

canaux avec des S4 en position de repos. Pour cela, il conviendrait d’introduire des 

cystéines dans les régions B4-5 et TS6 et de faire cristalliser la protéine mutant en 

conditions oxydantes permettant de créer un pont disulfure entre les cystéines introduites. 

Cette approche permettrait de forcer l’interaction entre B4-5 et TS6. Une autre approche 

consisterait à introduire des résidus Histidine et des cystéines dans ces régions B4-5 et TS6 

et ensuite faire cristalliser les protéines en présences d’ions cadmium (Cd2+) ou argent (Ag2+)  

permettant de former des ponts métalliques entre ces deux régions. Ces deux approches 

permettraient peut-être d’obtenir pour la première fois des cristaux de protéines avec les S4 

en position de repos. La détermination de la structure du canal à partir de tels cristaux 

apporterait des informations précises sur les bases structurales de l’interaction entre B4-5 et 

TS6. De telles données pourraient peut-être, être transposées à d’autres canaux, afin 
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d’améliorer l’efficacité des peptides modulateurs que nous avons développés pour les 

canaux KCNQ1, Nav1.4 et NavSp1. Néanmoins, il ne faut pas perdre de vue l’importance de 

valider par des études fonctionnelles, toutes les hypothèses issues de données structurales 

en général.   

 

Autres approches expérimentales 

 

D’autres techniques de biologie structurale sont utilisées pour caractériser la structure des 

canaux ioniques ou la dynamique de leurs interactions. Citons par exemple les techniques 

de Résonance Magnétique Nucléaire (RMN), dichroïsme circulaire ou encore la résonnance 

électronique paramagnétique. Toutes ces techniques permettent d’obtenir des données 

structurales sur toute ou partie de la protéine en solution. 

A titre d’exemple, une étude récente a utilisé la technique de RMN pour déterminer la 

structure d’un peptide B4-5 du canal potassique hERG (Ng et al., 2012). A partir de ces 

données structurales, les auteurs de cette étude ont émis des hypothèses sur les résidus de 

B4-5 susceptibles d’interagir avec TS6. Ensuite, grâce à une approche de mutagenèse 

dirigée associée à des études fonctionnelles, les auteurs ont puis établir des résultats à la 

base du modèle 3 (modèle consensuel) de couplage entre les modules VSD et PD. La 

démarche utilisée dans cette étude montre l’importance de cette approche de RMN dans 

l’étude des bases moléculaires des interactions protéiques. Ainsi, dans le cadre des peptides 

mimétiques B4-5 et TS6, il serait intéressant d’utiliser cette technique pour déterminer la 

structure du peptide B4-5 exogène d’un canal dont la structure du pore est connue et de faire 

ensuite du « Docking » (modélisation bioinformatique) entre les structures du peptide et du 

canal afin de prédire les zones d’interaction de ce peptide B4-5 sur le pore. Du fait du 

caractère prédictif d’une telle approche, les résultats de ce « Docking » doivent être 

confirmés par une approche de mutagenèse associée à des études fonctionnelles. Toutefois, 

il est important de préciser que la structure d’un peptide B4-5 seul en solution ne reflète pas 

forcément sa conformation native.  

 

La principale limite de la cristallographie pour l’étude des canaux ioniques voltage-

dépendants (à six domaines transmembranaires) réside sur la difficulté pour ces grosses 

protéines membranaires à être exprimées de façon abondante par des systèmes de 

réexpression, ainsi que leur difficulté à cristalliser. C’est la raison pour laquelle la majorité 

des structures cristallographiques ont été obtenues à partir de canaux à deux domaines 

transmembranaires ou à partir de mutant « pore only » possédant uniquement les segments 

S5 et S6 (Cuello et al., 2010; Doyle et al., 1998; McCusker et al., 2012; Whorton and 

MacKinnon, 2011, 2013). Ces mutants « pore only » étant correctement exprimés, exportés 
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à la membrane et fonctionnels (McCusker et al., 2011; Santos et al., 2008; Shaya et al., 

2011), il serait intéressant de déterminer la structure d’un tel mutant possédant la région B4-

5 (que je nomme ici canal « pore only » contenant l’extension B4-5). La structure de B4-5 

dans une telle approche dans laquelle le peptide est contraint d’un coté de sa chaine 

polypeptidique, serait probablement plus proche de la conformation native (contraint des 

deux coté), comparée à la structure d’un peptide B4-5 en solution (pas contraint du tout). 

 

Nous avons donc privilégié cette dernière approche pour mieux comprendre les bases 

structurales de l’interaction entre B4-5 et TS6. La démarche consiste à déterminer la 

structure cristallographique d’un mutant « pore only » contenant l’extension B4-5 sur son 

extrémité N-terminale. Les caractérisations structurale et fonctionnelle du mutant (sans B4-5) 

a fait l’objet d’une récente étude (annexe 1) dont je suis co-auteur. La détermination de la 

structure de ce mutant avec l’extension B4-5 ainsi que sa caractérisation fonctionnelle seront 

réalisées dans le cadre de mon prochain post doctorat à UCSF. 

 

Le laser à électrons libres : une approche structurale révolutionnaire 

 

Le laser à électrons libres constitue une nouvelle technologie permettant de produire des 

rayons-X 109 fois plus intenses que ceux produits par un synchrotron classique, et avec une 

durée d’émission de l’ordre de la femto seconde (Boutet et al., 2012; Chapman et al., 2011; 

Neutze et al., 2000). Ces rayons-X très puissants permettent de produire des diffractions de 

très bonne qualité tandis que leur courte durée d’émission permet une diffraction complète 

avant la destruction de l’échantillon (macromolécule) par la radiation (Lomb et al., 2011; 

Neutze et al., 2000). Les échantillons en question peuvent être des protéines en solution ou 

des très petits cristaux de protéines de l’ordre de 200 nm à 2 m (Chapman et al., 2011). La 

radiation suivie de la diffraction complète avant destruction, de plusieurs molécules 

identiques et orientées différemment en solution, permet d’établir un profil de diffraction, puis 

une carte de densité électronique à partir de laquelle la structure de la protéine est 

déterminée avec une très forte résolution, inférieure à 2 Å (Boutet and Williams, 2010). Ainsi, 

cette technique permet de s’affranchir de l’étape la plus difficile de la cristallographie 

traditionnelle à savoir obtenir des cristaux suffisamment gros et solides pour résister aux 

rayons-X d’un synchrotron classique.  

A ce jour, trois installations permettant de produire de tels rayons-X à partir de laser à 

électrons libres, sont déjà opérationnelles en Allemagne, en Californie et au Japon 

(Ayvazyan et al., 2006; Emma et al., 2010; Ishikawa et al., 2012), tandis que nombreuses 

autres sont en construction (Schlichting and Miao, 2012). Cette nouvelle approche 

révolutionnaire ouvre la voie vers de nouvelles structures des protéines, et des canaux 
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ioniques en particulier. Elle contribuera sans doute, dans les années à venir, à une meilleure 

compréhension des mécanismes moléculaires à la base du fonctionnement et de la 

modulation des canaux ioniques.   

 

Cependant, des outils de modélisations sont nécessaires pour tirer profits au maximum des 

données issues des approches structurales expérimentales. Ces approches de modélisation 

bioinformatique permettent également de répondre à la difficulté d’obtenir des structures de 

par des approches expérimentales. 

 

 Approches de modélisation 

 

Les approches de modélisation utilisées dans l’étude de la structure et la dynamique des 

canaux ioniques regroupent principalement deux méthodes à savoir la modélisation par 

homologie et la simulation par dynamique moléculaire. Face à la rareté de structure 3D 

issues d’approches expérimentales, ces méthodes structurales basées sur des outils 

informatiques ont permis d’augmenter les connaissances sur les relations structure-fonction 

des canaux ioniques et de déterminer les expériences les plus cohérentes à réaliser dans ce 

domaine. Néanmoins, il ne faut pas perdre de vue le fait que ces approches de modélisation 

restent prédictives.  

 

Modélisation par homologie 

 

La modélisation par homologie consiste à construire un modèle structural à haute résolution, 

d’une macromolécule appelée « cible » à partir de sa séquence d’acides aminés et d’une 

structure 3D expérimentale d’une protéine « matrice » homologue de la protéine « cible ». 

Cette technique est basée sur le fait que les structures tertiaires et quaternaires des 

protéines homologues sont plus conservées que leurs séquences d’acides aminés (Chothia 

and Lesk, 1986). Par conséquent, des protéines ayant des fortes similarités dans leurs 

séquences d’acides aminés sont susceptibles d’avoir des structures 3D assez similaires. Les 

principales étapes d’une telle approche in-silico sont l’identification d’une protéine 

« matrice » convenable dont la structure a été expérimentalement déterminée, l’alignement 

entre les séquences d’acides aminés des protéines « cible » et « matrice », la construction 

du modèle et sa validation (Ravna and Sylte, 2012). Du fait de la forte similarité entre 

certains canaux ioniques de la même famille tels que les Kv, Nav, Cav ou encore Kir, cette 

méthode bioinformatique a permis d’obtenir un certain nombre de données structurales sur 

les canaux ioniques dont la structure cristallographique est inconnue. Néanmoins, la 

précision d’une telle approche n’est pas toujours satisfaisante dans la mesure où elle dépend 
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à la fois de l’identité de séquence entre les protéines « cible » et « matrice », et de la 

résolution de la structure 3D de la protéine « matrice ». Enfin, les données fournies par cette 

approche structurale nécessitent une validation fonctionnelle par des approches 

expérimentales comme le Cystéine scanning associé à une mesure d’accessibilité à un 

anion bivalent ou un agent réducteur (Loussouarn et al., 2000).   

 

Simulations par dynamique moléculaire 

 

La simulation par dynamique moléculaire est aussi une approche in-silico permettant 

d’apporter des informations sur les mécanismes de fonctionnement et d’interaction 

protéiques. Cette technique consiste à appliquer in-silico des contraintes physico-chimiques 

sur une structure protéique déjà connue et à observer les changements conformationnels 

conséquents à différents états thermodynamiquement stables de la protéine. En ce qui 

concerne l’étude des canaux ioniques voltage-dépendants, cette technique permet par 

exemple d’étudier les différentes conformations prises par la structure d’un canal après avoir 

simulé des variations de potentiel membranaire. Elle permet également de prédire les bases 

structurales de l’interaction entre le canal et ses régulateurs. Par exemple, une telle 

approche de dynamique moléculaire nous a permis de proposer les déterminants 

moléculaires impliqués dans la régulation du canal potassique Shaker par le PIP2 (projet 1).  

Bien que les résultats issus de ces simulations bioinformatiques soient prédictifs et non pas 

issus de mesures expérimentales, ce domaine a connu beaucoup d’améliorations visant à 

réduire au maximum les erreurs de prédiction. C’est ainsi qu’une équipe a construit un 

supercalculateur très puissant, capable de réaliser des simulations et d’étudier les 

événements moléculaires qui ont lieu à l’échelle de la milliseconde, contre la dizaine de 

microsecondes avec les systèmes précédents (Shaw et al., 2009). Ce nouvel outil associé à 

de nombreux algorithmes très complexes a été récemment utilisé pour proposer un modèle 

d’ouverture-fermeture des canaux potassiques voltage-dépendants cohérent avec le modèle 

de levier mécanique (Jensen et al., 2012).  

Ainsi, dans le cadre de mes projets 2 et 3, il serait intéressant de réaliser des simulations par 

dynamique moléculaires sur les structures des canaux Kv1.2 et NavAb afin de mieux prédire 

les bases structurales de l’interaction entre B4-5 et TS6. Ces prédictions permettront 

d’émettre des hypothèses sur les types d’interaction et les déterminants moléculaires 

impliqués dans cette interaction. Il conviendra ensuite de mener des études fonctionnelles 

pour confirmer ou infirmer ces hypothèses. Cette démarche permettra in-fine,  d’atteindre un 

objectif clé de ces projets 2 et 3, à savoir l’amélioration de l’efficacité des peptides 

modulateurs (activateurs et inhibiteurs) des canaux ioniques cardiaque KCNQ1 et 

musculaire Nav1.4, à des fins de recherche et thérapeutiques. 
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Voltage-gated sodium channels (NaVs) are central elements of cellular excitation. 

Notwithstanding advances from recent bacterial NaV (BacNaV) structures, key questions 

about gating and ion selectivity remain. Here, we present a closed conformation of 

NaVAe1p, a pore-only BacNaV derived from NaVAe1, a BacNaV from the arsenite oxidizer 

Alkalilimnicola ehrlichei found in Mono Lake, California, that provides insight into both 

fundamental properties. The structure reveals a pore domain in which the pore-lining S6 

helix connects to a helical cytoplasmic tail. Electrophysiological studies of full-length 

BacNaVs show that two elements defined by the NaVAe1p structure, an S6 activation 

gate position and the cytoplasmic tail ‘neck’, are central to BacNaV gating. The structure 

also reveals the selectivity filter ion entry site, termed the ‘outer ion’ site. Comparison 

with mammalian voltage-gated calcium channel (CaV) selectivity filters, together with 

functional studies shows that this site forms a previously unknown determinant of CaV 

high affinity calcium binding. Our findings underscore commonalities between BacNaVs 

and eukaryotic voltage-gated channels and provide a framework for understanding 

gating and ion permeation in this superfamily.   
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Introduction 

Voltage-gated sodium channels (NaVs) are large, multipass membrane proteins that are critical 

for cellular excitation1; 2. These channels are targets for drugs directed at neuropathic pain, 

migraine, arrhythmias, and epilepsy3; 4, as well as environmental toxins5. NaVs belong to the 

voltage-gated ion channel (VGIC) superfamily and are most closely related to voltage-gated 

calcium channels (CaVs)6; 7. Despite ion selectivity differences, mutational studies8; 9; 10 and 

sequence similarities6; 7 have suggested that NaVs and CaVs share similar selectivity filter 

architectures2. However, details of this presumed commonality are unknown. 

Discovery of a large family of bacterial NaVs (BacNaVs)11; 12; 13 that may be ancestors of 

eukaryotic NaVs and CaVs14 has enabled delineation of structural principles shared by this 

VGIC superfamily branch. BacNaVs are tetramers. Each subunit has six transmembrane 

segments that comprise a voltage-sensing domain (VSD) composed of the S1-S4 segments 

and a pore domain (PD) formed from the S5-S6 segments15; 16; 17. This subunit architecture is 

recapitulated in eukaryotic NaVs and CaVs where four homologous six transmembrane repeats 

occur in a single polypeptide2; 6; 7. Protein dissection studies have demonstrated a further 

modular aspect of BacNaV architecture within the membrane domains. BacNaV ‘pore-only’ 

constructs lacking the VSD have been demonstrated to fold18; 19; 20, assemble18; 19; 20, and form 

functional, selective ion channels 19. These demonstrations of BacNaV modularity are in accord 

with various lines of evidence that support the independence of the VSDs and PDs. These 

include: the fact that within the VGIC family potassium channels occur in forms that 

encompass a PD alone (Kir and K2P channels) and forms having a VSD attached to the PD6; 7, 

results from VSD-PD chimera studies21; 22; 23; 24, and structural evidence indicating that VSDs 

and PDs lack extensive contacts15; 16; 17; 25; 26; 27. Although recent BacNaV structures have 

revealed the basic transmembrane architecture15; 16; 17; 20, fundamental questions about gating, 

ion permeation, and ion selectivity have remained unanswered. 

BacNaVs have a conserved ~40 residue C-terminal cytoplasmic tail28; 29 that is important for 

assembly 28 and function29; 30. However, this domain is either unresolved15; 16 or absent from 

the crystallized constructs17; 20 of prior BacNaV structures. Hence, its structure, relationship to 

the PD, and key functional elements have remained enigmatic. 

Ion permeation is fundamental ion channel property2. Original descriptions of the BacNaV 

NaVAb suggested a single ion pore model15. In contrast, functional studies of NaVs2; 31 and 
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CaVs2; 32 support the presence of multi-ion pores as a means to affect ion selectivity and 

permeation33; 34. To date, only a single BacNaV ion binding site has been observed at the inner 

vestibule of the NaVRh selectivity filter17. Recent computational studies have suggested the 

possibility of other ion binding sites35; 36, but the absence of experimental data have left 

unresolved questions regarding the existence of such sites, their exact locations, and residues 

involved in ion binding. 

Here, we present the structure of NaVAe1p, a pore-only sodium channel derived from the 

Alkalilimnicola ehrlichei BacNaV NaVAe119. The structure shows a closed conformation of a 

complete PD and cytoplasmic tail. Functional tests of key structural elements suggest that 

BacNaV opening involves changes at an S6 activation gate residue and a structural 

rearrangement in the neck region of the cytoplasmic tail. The structure also reveals an ion 

binding site in the selectivity filter that we term the ‘outer ion’ site. We demonstrate that the ion 

coordination residue comprising this site has a previously unrecognized counterpart in 

mammalian CaVs that is crucial to high-affinity calcium binding, a result that lends support to 

long-standing proposals regarding the presence of multiple ion binding sites in CaVs32; 33; 34. 

Together, our results emphasize the deep evolutionary links between BacNaVs and 

mammalian channels and suggest that channels sharing this selectivity filter architecture have 

multiple ion binding sites.   
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Results 

Structure of the pore-only channel NaVAe1p 

We determined the structure of NaVAe1p, a ‘pore-only’ protein bearing the PD and cytoplasmic 

tail of the BacNaV NaVAe119 (Supplementary Table S1) using X-ray diffraction data obtained 

from a I222 crystal that diffracted to a resolution of 4.00Å based on traditional measures such 

as Rpim or I/I. However, as it has been shown recently that adding weak high-resolution data 

beyond the commonly arbitrarily defined cutoffs used to judge resolution limits may be 

beneficial 37; 38, we used data to a resolution of 3.46Å based on correlation coefficient (CC) 

evaluation (CC>0.1)37. Molecular replacement using a PD ensemble from the Acrobacter 

butzleri (NaVAb)15; 16 and Rickettsia sp. (NaVRh)17 BacNaVs revealed electron density spanning 

from the beginning of the transmembrane segment S5 (Ile150) through the end of the 

cytoplasmic coiled-coil domain (Ser285) (Supplementary Figure S1A). NaVAe1p shows the 

funnel-shaped architecture found in other BacNaVs15; 16; 17; 20(Figure 1A, B). Each tetramer 

subunit is comprised of S5 and S6 transmembrane helices that form the outer and inner parts 

of the PD, respectively. The P1 and P2 pore helices bridge S5 and S6 and are connected by 

the selectivity filter (Figure 1). 

Initial electron density maps (Supplementary Figure S1A) revealed an element absent from 

prior BacNaV structures, a long helical cytoplasmic tail (Figures 1A and 2A). The NaVAe1p 

tetramer forms the asymmetric unit and is packed in the crystal lattice such that the 

crystallographic axes are not coincident with the channel four-fold symmetry axis 

(Supplementary Figure S1B, Supplementary Table S1). Model building and refinement 

(Rwork/Rfree 21.6 / 26.3, Table S1) showed that the pore-lining S6 helix continues for one turn 

after Met241, the intracellular pore constriction point (Figure 2A). A 40° bend at His245 follows 

and leads to a continuous helix that terminates with a four-stranded, parallel coiled-coil 

encompassing residues Leu265-Ser285 (Supplementary Table S2). The clear quality 

differences between electron density maps calculated using data resolution cutoffs based on 

traditional (Supplementary Figure S1C) versus CC metrics (Supplementary Figure S1D) 

strongly support the choice of resolution cutoff based on CC values. The obvious differences in 

map quality reinforce the assertion that adherence to traditional metrics for defining resolution 

limits can result in the omission of useful diffraction data37; 38. 
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The cytoplasmic tail is considerably longer than the pore-forming region (~65Å vs. ~40Å, 

respectively). Consequently, NaVAe1p spans ~110Å in the axial dimension and resembles the 

general architecture of a NaK-NaVSulP chimera 29 and the full-length KcsA potassium 

channel39 (Figure 2B and 2C, respectively). The coiled-coil is common among BacNaVs28 and 

is thought to participate in channel assembly 28; 30. Its location, C-terminal to a segment that 

trails S6, is reminiscent of similar domains from eukaryotic Kv7 (KCNQ)40; 41 and TRP channels 

42 and agrees with predictions 28 and a similar structure in the NaK-NaVSulP chimera29 

(Figure 2B). 

The cytoplasmic tail arrangement resembles the stems of a flower bouquet. Individual helices 

interact extensively at the C-terminal base throughout the eighteen-residue coiled-coil but 

splay apart above Met267 into individual helical stems that connect the coiled-coil to S6 

(Figure 2D). This region, termed the ‘neck’ (Figures 1A and 2A), extends over six helical turns. 

The distance between the Cα positions and the superhelix axis widens from ~7Å in the 

coiled-coil to ~9Å in the neck (Figure 2D). The neck showed another unexpected feature, a 

large electron density that anomalous scattering indicated as a metal ion (Supplementary 

Figure S2A). B-factors indicate that the neck is as well ordered as other parts of the structure 

with the exception of the region near the neck ion (Supplementary Figure S2B). 

Comparison of NaVAe1p with a chimera between the nonselective NaK channel and the 

BacNaV NaVSulP coiled-coil29 shows good agreement in the coiled-coils (Figure 2B and E, 

Table S3) (RMSD C = 1.2 Å for the tetramer). Contrastingly, the corresponding KcsA region, 

where there is no superhelical coil (Supplementary Table S2), poorly matches the NaVAe1p 

coiled-coil (Figures 2C and 2F, Supplementary Table S3) and reveals an unexpected diversity 

in how seemingly similar cytoplasmic domains can assemble. The essentially continuous 

helical conformation from S6 to the coiled-coil is contrary to predictions from circular dichroism 

and sequence analysis suggesting that this BacNaV region is disordered28. Notably, the neck 

has an abundance of charged and polar residues (15/20 residues) (Figures 1C and 2G). This 

density of hydrophilic residues may be important for neck function. 

Comparison of NaVAe1p pore region with other BacNaV structures 

NaVAe1p conforms to expectations for a closed conformation as the selectivity filter is not 

collapsed and the intracellular gate is closed (Figure 3A-B, Figure S2C). Overall, the PD 
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superposes well with other BacNaVs (Figure 3C, Table S3). Despite the VSD absence, S5 has 

position similar to that seen in NaVAb and is only substantially different than S5 of NaVRh, 

which is the outlier of currently known BacNaV structures. The main variations from other 

BacNaVs lie in the C-terminal ends of S6 from the putative inactivated NaVAb conformation16 

and NaVMs pore20 (Figure 3C, and Figure S3). 

NaVAe1p has a wide extracellular funnel that connects through the selectivity filter to the 

central cavity (Figure 3A). Side chain oxygens of selectivity filter residue Ser198 form the 

narrowest extracellular constriction (pore radius, 1.6Å) (Figure 3B). This is larger than that 

seen at the analogous NaVRh position (pore radius, 1.1Å), where the filter is closed17, but is 

not as wide as in NaVAb (pore radius, 2.3Å)15 (Figure 3B, Figure S4). It is important to point out 

that the structure of NaVMs has a diameter that is close to that of the other BacNaVs 

(Figure 3B) due the similarity of its backbone positions with the other BacNaV structures 

(Supplementary Table S3). The remaining differences for NaVMs are largely due to the fact 

that the NaVMs structure has incomplete sidechains at seven out of eight of the positions that 

correspond to the NaVAe1p residues that constrict the inner cavity, Phe233 and Ile 237 

(Figure 3A), and truncates in three of the subunits before the portion that corresponds to 

NaVAe1p Met241. The inner diameter of all of the solved structures contrasts to that of the 

open state model NaVMsOM that is generated from the most deviant subunit in the NaVMs 

structure (Figure 3B)20. 

The inside of the selectivity filter abuts an aqueous cavity that includes lateral openings to the 

membrane and that ends in a constriction formed by S6 residues Phe223, Ile237, and Met241 

(Figure 3A-B), positions largely conserved among BacNaVs (Figure 1C). Both the presence of 

Fo-Fc electron density (Figure 3D) and a sidechain sulfur difference anomalous signal 

(Supplementary Figure S2A) support the placement of Met241 as the site of intracellular pore 

closure. This position corresponds to the suggested NaVAb activation gate15 and strikingly, 

forms a closure point further along S6 than in all but the initial NaVAb structure (Figure 2B). It is 

notable that evaluation of possible boundaries of the lipid bilayer hydrophobic portion43 

suggests that unlike other BacNaV structures, the NaVAe1p activation gate region protrudes 

from the bilayer core into the zone comprising phospholipid head groups (Supplementary 

Figure S5). 

Identification of the ‘outer ion’ binding site 
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We found a large positive electron density peak perched on the four-fold axis of the channel at 

the selectivity filter outer mouth (Figure 3E). Calculation of anomalous difference maps at 6.5Å 

revealed a strong peak (11) indicating the presence of a non-protein anomalous scatterer 

(Figure 3F, Supplementary Figure S6A-S6C). Recognizing there could be challenges in 

identifying this peak due to the data resolution, we searched for other evidence that it 

represented an ion and not noise or some other possibility. We found a similar non-protein 

anomalous scatterer at the exact same location in a second lower resolution (3.8Å) data set 

(NaVAe1p, Crystal II, Supplementary Table S1, Supplementary Figure S6B) obtained from a 

crystal grown using the same high calcium (200 mM CaCl2) conditions as the crystal that 

yielded the 3.46Å resolution data set. By contrast, there was no anomalous peak at this 

location in maps calculated from crystals grown without calcium (Supplementary Figures S1E 

and S6B). In all three cases, the maps, which are all calculated at the same resolution (6.5Å), 

showed strong evidence for the neck ion. Finally, structural studies of the H245G mutant, in 

which crystals were grown in the absence of calcium and in the identical spacegroup as 

NaVAe1p Crystal I and Crystal II (Supplementary Figure S6B), gave no evidence for the 

selectivity filter ion. Given these multiple lines of evidence that the anomalous peak at the 

selectivity filter outer mouth depends on the presence of calcium, we assigned this density as 

a calcium ion. 

Inclusion of the ion alone in the refinement left substantial unaccounted electron density. 

Taking into account the ion position and likelihood that it is partly solvated, we modeled four 

waters using standard calcium coordination geometry (Figure 3E). We also found additional 

positive difference (FO-FC) electron density extending from the outer ion position through the 

selectivity filter along the four-fold channel axis; however, we were unable to model whether 

this arises from ions or solvent (Supplementary Figure S6C). The refined structure shows a 

partially hydrated calcium ion coordinated by four NaVAe1p serine oxygens and four water 

molecules, giving a coordination number common to protein-Ca2+ complexes44 and serine 

oxygen-Ca2+ distances (2.9Å -3.5Å) that are within those for calcium ions partially coordinated 

by protein ligands44; 45. 

We denote the calcium ion position as the ‘outer ion’ because it is separated from the 

previously reported selectivity filter inner ion position17; 35 by 10.7Å (Figure 3C). The outer ion 

site also does not correspond to the position of the unassigned selectivity filter density reported 

for NaVMs20. Observation of the outer ion binding site, together with the strong structural 
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(Figure 3C) and sequence similarity (Figure 1C) of the region and previous identification of an 

inner ion site establishes that BacNaV selectivity filters have more than one ion binding site. 

Sodium and calcium ions have similar radii (0.95Å vs. 0.99Å, respectively) and coordination 

geometries2. Hence, the outer ion position appears to mark the site of entry and partial 

dehydration as the ion passes into the selectivity filter. 

To facilitate comparison among NaV, CaV, and BacNaV selectivity filters, we denote the residue 

corresponding to the mammalian NaV ‘DEKA’ motif2 and the conserved glutamates in CaVs2; 33 

and BacNaVs (Figure 1C) as position ‘0’. Other residues are numbered positively or negatively 

relative to this residue (Figure 4A). Hence, the NaVAe1p Ser198 (+1) sidechain oxygens 

coordinate the outer ion (Figure 3E). Comparison of BacNaV and CaV selectivity filter 

sequences revealed that the (+1) position is strictly conserved as an acidic residue in CaV 

domain II selectivity filters (Figure 4B). This (+1) position had not been previously implicated in 

CaV selectivity. As it plays a role in BacNaV calcium selectivity19; 46, the compelling similarities 

together with the observation of a bound calcium ion prompted us to examine the role of the 

(+1) position in a mammalian CaV. 

Outer ion site is important for mammalian CaV ion binding 

Calcium selectivity in CaVs is thought to arise from the interaction of permeant calcium ions 

with a ring of selectivity filter (0) position glutamates33; 47. Following experiments that first 

demonstrated the importance of the (0) position glutamates33, we used two-electrode voltage 

clamp to measure calcium block of lithium currents through human cardiac CaV1.2 channels 

expressed in Xenopus oocytes and examined how (+1) position mutations in domain II affect 

the high affinity calcium site. In contrast to previous reports33, we found that D707N channels 

exhibited a reduction in the apparent calcium affinity relative to wild type (IC50 11.3 ± 2.0 M, 

and 1.9 ± 0.2 M, D707N and wild-type, respectively) (Figure 4C-D). This change was 

equivalent to that caused by the charge neutralization E1115Q (IC50 15.1 ± 1.9 M), the (0) 

position glutamate neutralization having the largest reported impact on the high affinity site33; 

47. Changing D707 to alanine to mimic the corresponding CaV domain IV position caused a 

reduction in apparent affinity similar to D707N (IC50 13.6 ± 2.1 M). Complete removal of the 

D707 sidechain by D707G to mimic the equivalent position of CaV domains I and III caused an 

even greater reduction in calcium binding (IC50 22.8 ± 6.7 M). The magnitude of the effects of 

the D707 neutralizations are striking as this position is much more exposed to bulk solvent 
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than the (0) position glutamate and strongly suggest that the effects of the D707 mutation are 

through direct interaction with Ca2+ rather than a indirect consequence of electrostatic 

environment alteration. These data demonstrate the importance of a previously unrecognized 

calcium binding determinant of mammalian CaVs. These findings underscore the similarities 

between selectivity filters of homomeric BacNaVs and their more distant eukaryotic relatives, 

which have four non-identical selectivity filter repeats. 

S6 activation gate residue and neck are important for BacNaV gating 

Observation of a complete BacNaV cytoplasmic domain connected to a closed pore prompted 

us to test how the newly described channel elements (Figure 5A) contribute to function. In line 

with the low success rate of BacNaV functional expression12; 17, our initial attempts to measure 

currents from full-length NaVAe1 using transfected mammalian cells or mRNA injected 

Xenopus oocytes failed. Therefore, we turned to NaVSp1, a previously characterized 

Silicibacter pomeroyi homolog12 (Figures 1C and 5B). 

As prior structural studies have not achieved consensus regarding which S6 residues close the 

intracellular side of the pore (Figure 3B), we first examined the NaVSp1 S6 positions equivalent 

to those that narrow the NaVAe1p intracellular side (Figure 3A). Alanine substitution in each of 

the two helical turns above the constriction site, NaVAe1p F233 and I237 (NaVSp1 L212A and 

I216A) (Figures 3A and 5A, Supplementary Figure S7A), did not affect the 

voltage-dependence of activation (V1/2,act)  (V1/2,act = -1.0 ± 4.5 and -0.4 ± 4.8 mV, 

respectively) (Figure 5C, Table 1). However, these mutants did shift the voltage-dependence 

of inactivation (V1/2,inact) to more negative potentials (V1/2,inact = -14.8 ± 4.3 and -14.0 ± 3.8 mV, 

respectively) (Figure 5C, Table 1), decreased the inactivation time constants, and accelerated 

recovery from inactivation (Supplementary Figures S7B and S7C). By contrast, alanine 

substitution of the position equivalent to the pore occlusion point, NaVAe1p Met241 (NaVSp1, 

M220A) (Figures 3A and 5A) caused dramatic negative shifts in both V1/2,act and V1/2,inact 

(V1/2,act = -49.8 ± 3.3 mV and V1/2,inact = -40.0 ± 3.5 mV)(Figure 5D, Table 1), but left the 

inactivation time constants and recovery from inactivation unaltered (Supplementary Figures 

S7B-C). The major effect of NaVSp1 M220A on V1/2,act contrasted against the absence of V1/2,act 

changes from mutation of residues further into the central cavity suggests a critical role for this 

position in stabilizing the closed state of the channel and indicates that the more distal 

positions are important for inactivation only. 
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Because of its direct structural connection to the activation gate, we next examined how the 

helical structure of the neck affected channel behavior by using a strategy of glycine 

substitutions to destabilize the helical conformation48; 49; 50. Because BacNaV necks have 

variable lengths, we focused on the most conserved region (Figure 1C). Similar to the S6 

mutant NaVSp1 M220A, single glycine substitutions at each of the three residues below the 

bend NaVAe1p Ala248, Glu249, Asp250 (NaVSp1, A226G, E227G, and D228G) caused a 

significant negative shift in V1/2,act (Figure 5E, Table 1, Figures S7D-E). By contrast, alanine 

substitutions at NaVSp1 E227 and D228 yielded essentially wild-type channels (Figure 5E, 

Table 1, Supplementary Figures S7D-E), indicating that the glycine impact comes from 

increased flexibility rather than sidechain deletion. Increasing the consecutive numbers of 

NaVSp1 neck glycines to two (residues 227-228), three (residues 226-228), and seven 

(residues 226-232) further facilitated activation gate opening that was coupled to negative 

shifts in V1/2,inact (V1/2,act = -25.3 ± 2.6, -35.0 ± 3.8, and -40.7 ± 3.9 mV and V1/2,inact = 

-4.5 ± 3.2, -18.1 ± 3.6 and -22.1 ± 5.2 mV, for 2Gly, 3Gly and 7Gly, respectively)(Figures 5E 

and F, Table 1). The 2Ala mutant revealed that part of the shift caused by the 2Gly mutant 

arises from a synergistic effect of removing NaVSp1 E227 and D228 simultaneously 

(V1/2,act = -15.7 ± 3.4 versus -25.3 ± 2.6 mV, for 2Ala and 2Gly, respectively (Figure 5E, Table 

1) that indicates an additional role for these charges. Nevertheless, the 7Ala mutant had 

activation properties similar to wild-type and that strongly contrasted the large negative shifts in 

V1/,act  and V1/2,inact  caused by 7Gly (V1/2,act = 4.7 ± 4.4 versus -40.7 ± 3.9 mV for 7Ala and 

7Gly, respectively). The major negative shifts in V1/2,act produced by neck substitutions that are 

detrimental to helix formation strongly supports the idea that a structured neck is critical for 

closed state stabilization. 

The majority of neck mutants causing negative shifts in V1/2,act also elicited negative shifts in 

V1/2,inact (Figure 5E, Table 1). However, unlike previously reported mutations in the NaVSulP 

coiled-coil that slowed inact by an order of magnitude or more29, most of the neck mutants left 

inact unperturbed (Supplementary Figures S7F-G). Of the few that did not (E227G, D228G, 2G, 

7G, P< 0.001), none caused a perturbation larger than a factor of three. To examine this 

discrepancy further, we characterized NaVSp1 R242E (Supplementary Figure S8), a 

substitution at a conserved position at the N-terminal end of the coiled-coil region that was 

reported cause a negative shift in V1/2,act and slow NaVSulP inactivation by ~37-fold29. 

Although NaVSp1 R242E did cause a negative shift in V1/2,act (Table 1), unlike its NaVSulP 
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counterpart, this change caused only a modest (~2.7-fold, P = 0.04) slowing of inactivation 

(Supplementary Figure S8D). 

Finally, we tested the consequences of alanine and glycine substitutions at the bend, NaVAe1p 

His245 (NaVSp1, H224) (Figure 5G, Supplementary Figure S9A). NaVSp1 H224A did not affect 

V1/2,act or V1/2,inact  (V1/2,act = 2.8 ± 4.2, V1/2,inact = -5.4 ± 4.8 mV) (Figure 5G, Table 1), but did 

slow inactivation (~2-fold, P< 0.001) (Supplementary Figure S9B). In contrast, NaVSp1 H224G 

spared V1/2,act and caused a large negative shift in V1/2,inact  (V1/2,act = -4.5 ± 3.9 mV, 

V1/2,inact = -25.0 ± 4.0 mV) (Figure 5G, Table 1). Although local disorder (Supplementary 

Figure S2B) precluded us from modeling the NaVAe1p His245 sidechain, this residue could 

co-ordinate the neck ion. To test the structural consequence of loss of this potential ligand, we 

determined a 5.8Å resolution structure of NaVAe1p H245G crystallized from a low calcium 

condition (Supplementary Table S1). The structure showed no major changes from wild-type 

except for the loss of anomalous density for the neck ion and outer ion (Supplementary Figure 

S8C)(RMSD C= 0.5 Å for the tetramer relative to wild-type). Hence, the bend residue 

appears to be important for neck ion coordination but the neck ion is not essential for the bend 

structure or helical character of the neck. 

Our structure-based mutational studies uncovered two functional phenotypes. Mutations in the 

activation gate and neck having negative shifts in V1/2,act ≥-20 mV also caused negative shifts 

in V1/2,inact, suggesting that the two processes are strongly coupled. Mutations at S6 residues 

above the activation gate and bend residue H224, selectively impacted V1/2,inact (Table 1). 

Together, these data support the ideas that (i) the NaVAe1p structure represents a closed 

state, (ii) destabilization of the neck facilitates channel opening, and (iii) residues in S6 above 

the constriction site and at the bend are important for the molecular transitions underlying 

inactivation. 

Neck destabilization allows NaVAe1functional characterization  

Having established the importance of the neck helical structure for closed state stabilization, 

we revisited NaVAe1 functional studies to test whether glycine substitution in the neck would 

permit us to record from full-length channels. Indeed, NaVAe1 channels bearing the 3Gly 

mutation (residues 248-250) produced voltage-dependent channels (Figure 6A-B). These had 

a V1/2,act similar to NaVSp1 but ~40 mV more positive than the equivalent NaVSp1 3Gly mutant 
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(V1/2,act = 32.1 ± 2.8, 27.4 ± 1.1, and -7.6 ± 2.1 mV for NaVAe1 3Gly, NaVSp1, and NaVSp1 

3Gly, respectively). These results further support the idea that the neck helical structure is 

important for closed state stabilization and suggest that wild-type NaVAe1 has a very positive 

V1/2,act of activation that had prevented functional characterization. 

The ability to record from NaVAe1 3Gly allowed us to test the functional properties of the 

NaVAe1 selectivity filter defined by our structure. In agreement with the strong selectivity filter 

conservation (Figure 1C), biionic recording experiments (Figures 6C-D) showed that NaVAe1 

has selectivity properties similar to other BacNaVs including NaVSp1p19, the ‘pore-only’ version 

of NaVSp1 (PCa/ PNa = 0.07 ± 0.02 and 0.08 ± 0.01, for NaVAe1 3Gly and NaVSp1p, 

respectively), and NaVBh1 (NachBac)46. Due the relatively low expression level of NaVAe1 

3Gly, we were restricted to this method of examining the permeability ratio. Hence, we 

validated the bionic measurement by determining the ion selectivity of full-length NaVSp1 3Gly, 

which expresses much better than NaVAe1 3Gly, by two methods, the biionic protocol used to 

examine NaVAe1 3Gly and a tail current protocol (Supplementary Figure S10). Both methods 

gave the same PCa/PNa ratio (0.05 ± 0.02 and 0.07 ± 0.02, respectively) and agree with the 

values for NaVAe1 3Gly and the ‘pore only’ NaVSp1p. These results support the idea that the 

3Gly mutation has minimal influence on selectivity. Thus, NaVAe1 is a sodium selective 

channel. 

  



Page 14 

Discussion 

Structure determination of the ‘pore-only’ BacNaV NaVAe1p revealed previously 

uncharacterized BacNaV architectural features that are important for function. The presence of 

the long, helical intracellular domain allowed the complete definition of S6, which extends into 

the intracellular side of the membrane (Supplementary Figure S5). Relative to all but the initial 

NaVAb structure15, which contained pore-lining cysteine mutants near the activation gate that 

may have influenced S6 positioning, this structure places the intracellular gate more towards 

the S6 C-terminus (Figure 3B). It seems likely that the absence of a consensus among the 

prior BacNaV structures in defining the site of this important channel element arises from the 

fact that they lack the intracellular domain. The structural plasticity of the intracellular gate 

seems a likely consequence of it being the central point of structural changes required for 

gating and inactivation. Our observations are not unlike those described for KcsA in which the 

full-length structure39 showed that the activation gate closure point was more intracellular than 

defined from a structure lacking the intracellular domain51. The NaVAe1p activation gate and 

subsequent helical extension of S6 should protrude beyond the boundaries of the hydrophobic 

portion of the lipid bilayer into the lipid headgroups (Supplementary Figure S5). This location 

may have important consequences as, based on voltage-gated potassium channel studies 26, it 

could allow the C-terminal portion of S6 to interact directly with the phospholipid headgroups in 

a way that could influence function. It might also permit interactions with the proposed S4-S5 

linker closed state pose26. 

Our studies demonstrate that destabilizing the helical structure of the neck causes negative 

shifts in V1/2,act. The largest perturbation, 7Gly in which two full helical turns of the neck are 

glycines, has effects that are of the same magnitude as activation gate disruption (Table 1). In 

both cases, there are parallel shifts in V1/2,inact that indicate that activation and inactivation are 

tightly coupled. Previous work with NaVSulP showed that coiled-coil disruption slowed 

inactivation kinetics by more than an order of magnitude, suggesting that this structure as a 

role in accelerating inactivation29. Unlike these effects, which were caused by disruption further 

from the pore, destabilization of the NaVSp1 neck had minimal impact on inactivation time 

constants (Supplementary Figures S7F-G). Moreover, examination of a coiled-coil mutation, 

R242E, equivalent to one from NaVSulP that caused a dramatic slowing of inactivation, 

negatively shifted V1/2,act but failed to produce a similar effect on NaVSp1 inactivation kinetics 

(Figure S8D). Thus, the major role of the neck is to stabilize the channel closed state. 
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Our studies lead us to propose the following model for BacNaV gating (Figure 7). In the closed 

state, represented by the NaVAe1p structure (Figure 1), the intracellular side of the channel 

central pore is occluded by the activation gate residue constriction (NaVAe1p M241). Opening 

would proceed with a radial expansion of this region15 accompanied by an orderdisorder 

transition in the neck. The neck region is a site of potential disorder28. The abundance of polar 

and charged neck residues (Figure 2G) may aid the transition to this state and assist in 

permeant ion escape into the cytoplasm (Figure 7). Whether such a state resembles the 

proposed BacNaV open state model20 is unclear, as much of the end of S6, including the 

activation gate equivalent of NaVAe1p Met241 is absent from the NaVMs structure. Eukaryotic 

NaVs and CaVs lack an equivalent of the C-terminal tail; however, the prevalence of similarly 

located C-terminal coiled-coil domains among diverse eukaryotic VGICs40; 41; 42 and the 

importance of the intervening region that connects S6 to the coiled-coils for channel regulation 

by a diverse factors52; 53 suggests that the essence of this proposed BacNaV mechanism has 

parallels in eukaryotic VGICs. 

The ionic radii and coordination geometries of sodium and calcium ions are similar 2. Hence, 

the NaVAe1p outer ion position, revealed by calcium, appears to mark the site of entry and 

partial dehydration as the permeant ion interacts with the (+1) residues and passes into the 

selectivity filter. This role in ion coordination agrees with the observation that a single SD 

change at the NaChBac (NaVBh1) (+1) position alters selectivity for calcium over sodium by 

~200 fold46 and with simulations suggesting that residues forming the outer ion site may be 

involved in ion recruitment35. The outer ion site may also participate in the divalent ion block 

described for NaChBac (NaVBh1)11; 17 and the NaChBac/NaVRh selectivity filter chimera17 as it 

corresponds well with the predicted ‘site 1’ blocking site from molecular dynamics simulations 

35. It is also striking that structural changes at the (+1) serine cause substantial alterations to 

the size of the selectivity filter entrance in the putative inactivated conformation of NaVAb16 and 

in NaVRh, where the (+1) serine occludes the pore (Figure S4). Thus, this outer ion site may 

not only be important for engagement of permeant and blocking ions but may participate in 

rearrangements leading to slow inactivation54. 

Observation of an outer ion binding site in the selectivity filter together with the prior discovery 

of a selectivity filter inner ion site 17 (Figure 3C) and strong sequence and structural 

conservation of this region (Figures 1C and 3C) shows that BacNaV selectivity filters posses 

more than one ion binding site. It seems possible, especially given the ~10Å separation 
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between outer and inner ion sites, that multiple ions may occupy the selectivity filter 

simultaneously. This situation would be tantalizingly close to accepted ideas regarding 

multi-ion pores in mammalian NaV and CaV counterparts2; 31; 32; 34, not unlike that of potassium 

channels55, in line with recent computational studies of BacNaV filters56, and argues against the 

single ion pore model suggested in the initial BacNaV structure analysis15. 

Identification of the outer ion binding site uncovered a previously unknown role for the 

analogous conserved (+1) position in mammalian CaVs as an important determinant for 

calcium selectivity. Notably, despite its more exposed location, the impact of neutralization of 

the (+1) position is equivalent to that of neutralization of the (0) position glutamate that resides 

deeper in the selectivity filter (Figure 4D), strongly suggesting that it may interact directly with 

the permeant ion. These results demonstrate a deep commonality between BacNaVs and 

eukaryotic voltage-gated channels that should facilitate understanding ion permeation and 

gating in the superfamily.   
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Materials and methods 

Crystallization 

NaVAe1p was expressed and purified in -dodecyl maltoside (DDM) as described 19. For high 

calcium-condition crystals, purified protein was concentrated to 15 mg ml-1 by centrifugal 

filtration (Amicon® Ultra-15 100-kDa MW cutoff, Millipore) and mixed with 5M trimethylamine 

oxide (TMAO57; 58) creating a solution of 13.5 mg ml-1 protein, 0.25 mM DDM, 0.5M TMAO, 

200 mM NaCl, 20 mM Na-HEPES, pH8.0. The protein was crystallized using hanging-drop 

vapor diffusion at 4°C over a reservoir of 200 mM CaCl2, 30% PEG 400, 100 mM Na-acetate, 

pH 5.0.  0.7 l of protein-TMAO solution was laid on a 0.7 l drop of mother liquor that had 

been mixed with agarose to a final concentration of 0.25% and left to solidify at room 

temperature for 1 min. I222 crystals grew from precipitate to a final size of ~200x 70 x 15 m 

after three weeks.  

For low calcium condition crystals, protein was concentrated to 13.5 mg ml-1 (Amicon® 

Ultra-15 100-kDa MW cutoff, Millipore) following exchange into 0.25 mM DDM, 200 mM NaCl, 

20 mM Na-HEPES, pH 8.0, during the last size exclusion chromatography purification step. 

P42 crystals were grown by hanging drop vapor diffusion at 4°C from equal volumes of protein 

reservoir solution of 200 mM MgCl2, 30% polyethylene glycol (PEG) 400, 100 mM MES, 

pH 6.5. Crystals appeared in 2 days, grew to ~200 x 50 x 50 m in ~two weeks. 

NaVAe1p H245G was expressed and was purified as NaVAe1p 19 using a final size-exclusion 

chromatography buffer of 0.3 mM DDM, 200 mM NaCl, 2mM MgCl2, 20 mM Na-HEPES, pH 

8.0. Purified protein was concentrated to 13.5 mg ml-1 (Amicon® Ultra-15 100-kDa MW cutoff, 

Millipore). 1 l hanging drops were set-up at 4°C using a 24 well VDX Plate™ (Hampton 

Research) over a reservoir of 28% PEG 400, 100 mM Na acetate, pH 4.5. I222 crystals grew 

overnight and reached maximal proportions of ~300 X 75 X 15 m after two weeks.  

Data collection, structure determination and refinement 

Crystals were frozen directly into liquid N2 for data collection. Diffraction data were collected at 

Advanced Light Source Beamline 8.3.1, Lawrence Berkeley National Laboratory, integrated 

with MOSFLM 7.0.459, and scaled with SCALA (3.3.20)60. Phase information was obtained by 

molecular replacement with an ensemble model based on the 3RVY, 4DXW, and 4EKW pore 

domains using Phaser (2.1.4)61. Model was improved using cycles of manual rebuilding, Coot 

(0.7) 62, and refinement, Refmac (5.7.32)63. NCS-averaged maps improved apparent electron 
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density and allowed placing of most of the side chains. For the high calcium structure, initial 

tight NCS restraints were employed and later relaxed for all segments except for residues 183-

208 and 214-220. For both the low calcium structure and the NaVAe1p H245G mutant tight 

NCS restraints were employed throughout. 

Two electrode voltage-clamp electrophysiology  

Human CaV1.2 (1C77, GenBank CAA84346), rat CaV2a (GenBank NP 446303), and 

CaV2-1(GenBank NM_00182276) were used for two-electrode voltage clamp experiments in 

Xenopus oocytes. Mutations were introduced using Quikchange (Stratagene). Linearized 

cDNA was translated into capped mRNA using the T7 mMessenger kit (Ambion). 50 nl of 

CaV1.21, CaV2a, and CaV2-1 mRNA at a 1:1:1 molar ratio were injected into Xenopus 

oocytes. Two-electrode voltage-clamp experiments were performed 2 to 3 days post-injection. 

Oocytes were injected with 50 nl of 100 mM BAPTA 4’ before recording to minimize 

calcium-activated chloride currents. Recording solutions contained 100mM LiOH, Ca(NO3)2 at 

the concentration indicated, and 10 mM HEPES, adjusted to pH 7.4 using HNO3. Ca2+ 

concentrations were verified using a Ca2+ electrode. The solution with a nominal free Ca2+ 

concentration of 3nM contained 170 μM Ca(NO3)2 and 15 mM EGTA. Buffered solutions with 

nominal free Ca2+ concentrations of 100nM, 300 nM, and 1 M were also tested and gave 

results similar to the corresponding solutions in which Ca2+ was not buffered by EGTA. 

Electrodes were filled with 3M KCl and had resistances of 0.3-1.0 M. Recordings were 

conducted at room temperature from a holding potential of -90 mV. Leak currents were 

subtracted using a P/4 protocol. Currents were analyzed with Clampfit 8.2 (Axon Instruments). 

All results are from at least two independent oocyte batches. Dose-response curves were 

calculated as follows: Ix/I3nMCa = 1/(1+x/IC50), where Ix is current at the Ca2+ concentration x 

and IC50 is the half-maximal inhibitory concentration. 

Patch-Clamp electrophysiology 

BacNaVs from Silicibacter pomeroyi, NavSp1, and Alkalilimnicola ehrlichei, NaVAe1, were 

cloned into the pIRES2-EGFP vector (Clontech, Mountain View, CA). All the NaVSp1 mutants 

were made using the QuikChange® Site-Directed Mutagenesis Kit (Stratagene, La Jolla, USA) 

and sequenced before recordings. Human embryonic kidney cells (HEK 293) were grown at 

37 °C under 5% CO2, in a Dulbecco's modified Eagle's medium (DMEM) supplemented with 

10% fetal bovine serum, 10% L-glutamine and antibiotics (100 IU/ml penicillin and 100 mg/ml 

streptomycin), (UCSF Cell Culture Facility). HEK 293 cells were transfected (in 35 mm 
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diameter wells) with LipofectAMINE™ 2000 (Invitrogen, Carlsbad, CA, USA and plated onto 

coverslips coated with Matrigel (BD Biosciences, San Diego, CA, USA). 2 μg of DNA was used 

except for the L212A and I216A for which 4 µg of DNA was used to increase current 

amplitude. 

Transfected cells were identified visually enhanced green fluorescent protein (EGFP) 

expression. Whole cell patch-clamp 64 was used to record Na+ current at room temperature (23 

± 2 °C) 48-72 h post-transfection. Acquisition and analysis were performed using pCLAMP 9 

(Molecular Devices, Sunnyvale, CA, USA) and an Axopatch 200B amplifier (Molecular 

Devices, Sunnyvale, CA, USA). Pipettes were pulled from borosilicate glass capillaries 

(TW150F-3, WPI, Sarasota, USA) and polished (MF-900 microforge, Narishige, Tokyo, Japan) 

to obtain 2-3 M resistances. Sixty to eighty percent of the voltage error due to the series 

resistance was compensated. Unless stated otherwise, pipette solution contained, in mM: 120 

Cs-methane sulfonate, 8 NaCl, 10 EGTA, 2 Mg-ATP, and 20 HEPES (pH 7.4 with CsOH). Bath 

solution contained, in mM: 155 NaCl, 1 CaCl2, 1 MgCl2, 5 KCl, 10 HEPES, and 10 glucose (pH 

7.4 with NaOH). 

For reversal potential measurements to determine the Na+ and Ca2+ relative permeabilities, 

pipette solution contained, in mM: 100 Na-Gluconate, 10 NaCl, 10 EGTA, 20 HEPES (pH 7.4 

adjusted with NaOH, [Na] total 130). External solution was, in mM: 5 NMDG-Cl, 100 CaCl2, 

20 HEPES (pH 7.4 adjusted with CaOH, [Ca] total 107.5). The permeability ratio of Ca2+ over 

Na+ was estimated using the following equation: 

 

PCa / PNa = asi [ exp (ErevF / RT) ] [ exp(ErevF/RT) + 1 ] / (4ase), 

 

where R, T, F, and Erev are the gas constant, absolute temperature, Faraday constant, and 

reversal potential, respectively (i, internal; e, external)2. Ca2+ and Na+ activity coefficients were 

estimated as follows: 

 

as = s [Xs], 

 

where activity, as, is the effective concentration of an ion in solution, s related to the nominal 

concentration [Xs] by the activity coefficient s. s was calculated from the Davies equation. The 

calculated activity coefficients were (Na)i = 0.76 and (Ca)e = 0.33. The liquid junction potentials 
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were calculated by the JPCalc program (P. Barry) within Clampex (Molecular Devices) and 

taken into account to determine Erev.  
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Accession codes 

Crystallographic coordinates and structure factors are deposited with the PDB will be released 

immediately upon publication: 4LTO, NaVAe1p, crystal I, high calcium; 4LTP, NaVAe1p, crystal 

II, high calcium; 4LTQ, NaVAe1p, low calcium; 4LTR, NaVAe1p H245G, low calcium. 
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Figure 1 Structure of the Alkalilimnicola ehrlichei pore-only sodium channel protein 

NaVAe1p A, Side view showing two transmembrane region subunits and four cytoplasmic tail 

subunits. Transmembrane helices S5 and S6 are colored in green and blue, respectively. P1 

and P2 pore-helices are colored in olive. Selectivity filter is violet. Neck and coiled-coil are tan 

and orange, respectively. Calcium ion is a white sphere. Grey lines show approximate lipid 

bilayer boundaries. B, NaVAe1p tetramer extracellular view. Colors are as in ‘A’. C, NaVAe1p 

secondary structure and alignment with BacNaV pore domain sequences. NaVAe1p secondary 

structure elements are indicated and colored as in ‘A’. Selectivity filter position numbers are 

indicated relative to position ‘0’, NaVAe1p Glu197. ‘+’ indicates the activation gate residue. 

‘*’ indicates position of the NaVAe1p His245 bend. Vertical black dashed line indicates division 

between ‘Neck’ and ‘Coiled-coil’. Colored bars indicate: selectivity filter (+1) position, red; S6 

pore lining, blue; and coiled-coil core residues, orange. Positions of 3Gly and 7Gly neck 

mutants are indicated in brown. Grey letters show NaVSulP portion used in the NaK chimera 29. 

Red vertical lines show crystallized NaVMs pore-only construct boundaries 20. Other sequences 

are: NaVSp1p, Silicibacter pomeroyi 19; NaVAb1p, Alcanivorax borkumensis 19; NaVBh1 

(NaChBac), Bacillus halodurans 11; NaVAb Acrobacter butzleri (GI 157737984)15; NaVRh, 

Rickettsiales sp. (GI: 262276647)17, NaVSulP Sulfitobacter pontiacus (GI ZP_00961826.1)29; 

and NaVMs, Magnetococcus sp. (Uniprot ID A0L5S6)20. 
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Figure 2 NaVAe1p structure comparison and analysis A, Side view of a single NaVAe1p 

monomer. Secondary structure elements are labeled and colored as in Figure 1. Select 

residue positions are indicated. B, Cα superposition of the tetrameric NaVSulP region of the 

NaK-NaVSulP chimera 29 (NaVSulP portion, red; NaK portion, wheat) with equivalent parts of 

the NaVAe1p neck and coiled-coil (colored as in Figure 1). One NaVAe1p and NaK-NaVSulP 

chimera monomer is shown in cartoon representation in front of the surface of three remaining 

NaVAe1p subunits. C, Cα superposition of the NaVAe1p coiled-coil tetramer with the equivalent 

KcsA residues. One NaVAe1p (colored as in Fig. 1) and KcsA (wheat) monomer is shown in 

cartoon representation in front of the surface of three remaining NaVAe1p subunits. D, Plot of 

NaVAe1p coiled-coil superhelix radius versus residue number. Neck and coiled-coil elements 

are shaded as in ‘A’.  E, Close-up of the coiled-coil regions of NaVAe1p (orange) and NaVSulP 

(red) used for superposition in ‘B’. F, Close-up of the cytoplasmic parts of KcsA (left panel, 

wheat) and NaVAe1p (neck, sand; coiled-coil, orange). G, NaVAe1p electrostatic surface 

potential (+4kT (blue) to -4kT (red)) mapped on the channel van der Waals surface. Grey lines 

show approximate lipid bilayer boundaries. 
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Figure 3 NaVAe1p pore region analysis A, NaVAe1p Pore volume represented as a teal 

mesh calculated by CAVER 65. In order to show the central cavity, dummy atoms closed the 

side vestibules. S6 residues forming the narrow constriction are shown as sticks and labeled. 

NaVAe1p elements are labeled as in Figure 1. B, Plot of channel radius versus distance along 

the central channel axis for closed NaVAb 15 (black), inactivated NaVAbA/B 
16 (light grey),  

NaVRh 17 (wheat), NaVMs (dark red) 20, NaVMsOM (orange) open state model following 20, and 

NaVAe1p (blue). NaVAe1p constriction points caused by selectivity filter residue Ser198 and S6 

residue Met241 are indicated. C, Backbone superposition of PDs of NaVAb 15 (black), NaVAbA/B 

16 (light grey), NaVAbC/D 
16 (medium grey), NaVRh 17 (wheat), NaVMs 20(dark red), and NaVAe1p 

(colored as in ‘A’). Outer ion from NaVAe1p and inner ion from NaVRh are shown as white and 

wheat spheres, respectively. Two subunits are shown. D, View from the intracellular side 

showing M241 sidechain Fo-Fc density. E, Outer ion site side view. Ca2+ (white sphere) is 

surrounded by four water molecules (red spheres), and Ser198 (+1) shown in sticks with 2FO-

FC density surrounding the Ca2+ ion as a 1.0σ contoured blue mesh. F, Side view of outer ion 

anomalous difference density (blue mesh) calculated at 6.5 Å and contoured at 6.5σ. Glu197 

(0) and Ser198 (+1) are indicated. Ca2+ is shown as a white sphere. The front channel 

monomer is removed for clarity. 
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Figure 4 Selectivity filter (+1) position is conserved in mammalian CaVs and important 

for ion binding A, Cartoon depiction of a single NaVAe1p subunit selectivity filter colored as in 

Figure 1. Selectivity filter residues are shown and indicated relative to the (0) position 

glutamate. Dashed line shows the central pore axis approximate position. B, Selectivity filter 

and pore helices sequence alignment for selected BacNaVs, mammalian CaV subtype 

exemplars, and mammalian NaV1.4. CaVBh1 and CaVSp1p are calcium selective mutants of 

NaVBh1 (NaChBac)46 and NaVSp1p 19, respectively. Selectivity filter numbering is indicated. C, 

Two-electrode voltage-clamp recordings from Xenopus oocyte expressing wild-type CaV1.2 or 

the indicated mutants recorded in a buffer containing 100 mM Li+ and either 3 nM or 10 μM 

free Ca2+ and normalized to the 3 nM trace. Currents were elicited by a voltage step from -90 

mV to -20 mV. D, Dose-response curves for calcium block of lithium currents for CaV1.2 (grey), 

E1115Q (black), D707N (blue), D707A (green), and D707G (red). Each data point at each 

calcium concentration is normalized to the current at 3 nM Ca2+ and averaged for n = 5-7 

oocytes. Error bars are s.e.m. 
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Figure 5 Functional studies of NaVSp1 structure-based mutants A, NaVAe1p cartoon 

depicting positions investigated by patch-clamp. S6, bend, and neck positions are colored 

yellow, red, and light blue, respectively and indicated using the corresponding NaVSp1 

residues. B, Left panel, exemplar NaVSp1 Na+ currents in response to the activation protocol 

shown in the middle panel (300 ms depolarizations to -60 to +70 mV in 10 mV steps from a 

holding potential of -90 mV, sweep to sweep interval = 10 s). Right panel, protocol for 

examining steady state inactivation voltage dependence (5 s pre-pulse depolarization from 0 to 

−130 mV in 10 mV steps, followed by a 300 ms step to +30 mV, and repolarization to the 

holding potential, -90 mV. Sweep to sweep interval = 5 s). C, Left panel, exemplar NaVSp1 

L212A Na+ currents. Activation (middle panel) and inactivation curves (right panel) of: NaVSp1 

(open circles), L212A (black triangle) and I216A (inverted black triangle). D, Left panel, 

exemplar NaVSp1 M220A Na+ currents. Activation (middle panel) and inactivation curves (right 

panel) of: NaVSp1 (open circles) and M220A (black squares). E, V1/2 act and V1/2 inact for 

NaVSp1 and indicated neck mutants. F, Left panel, exemplar NaVSp1 3Gly Na+ currents. 

Activation (middle panel) and inactivation curves (right panel) of: NaVSp1 (open circles), 2Gly 

(open diamonds), 3Gly (open squares), 7Gly (filled open squares), 3Ala (black diamonds), and 

7Ala (black triangles). G, Left panel, exemplar NaVSp1 H224G Na+ currents. Activation (middle 

panel) and inactivation curve (right panel) of: NavSp1 (open circles), H224G (black circles), 

and H224A (black squares). Activation curves are obtained by normalizing maximal amplitudes 

divided by the driving force. Inactivation curves are obtained by normalizing maximum 

amplitudes upon second pulse. NavSp1 activation and inactivation curve Boltzmann fits are 

shown in ‘C’, ‘D’, ‘F’, and ‘G’. 
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Figure 6 NaVAe1 functional properties A, Left panel, exemplar NavAe1 3Gly Na+ currents in 

response to an activation protocol, right panel (600 ms depolarizations to 0 to +70 mV in 

10 mV steps from a holding potential of -90 mV, sweep to sweep interval = 5 s). B, Left panel, 

protocol for examining steady state inactivation voltage dependence (5 s pre-pulse 

depolarization from to 50 to −30 mV in 10 mV steps, followed by a 300 ms step to +30 mV, and 

repolarization to the holding potential, -90 mV. Sweep to sweep interval = 10 s). Right panel, 

NaVAe1 3Gly activation and inactivation curves. Boltzmann fits are indicated. C, Left panel, 

exemplar NaVAe1 3Gly currents in presence of 130 mM intracellular Na+ and 107.5 mM 

extracellular Ca2+, in response to an activation protocol, right panel (600 ms depolarizations to 

10 to +100 mV in variable steps (10 mV and then 5 mV after 70 mV) from a holding potential of 

-90 mV, sweep to sweep interval = 5 s). D, Normalized current-voltage curve from ‘C’. 

Reversal potential can be obtained by linear regression, as indicated. The averaged value 

obtained by this method (n=5) gives Erev = -52.1 ± 10.3 mV, which corresponds to 

PCa/PNa = 0.07 ± 0.02 (n=5) when corrected for the liquid junction potential (-17mV). 
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Figure 7 Cartoon model of BacNaV gating Activation of BacNaVs is proposed to involve the 

expansion of the pore at the activation gate (Met 241) and an orderdisorder transition in the 

neck region. Ions can escape into the cytoplasm through spaces created by the neck region. 

Channel elements are colored as in Figure 1. VSDs are not shown. 
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Table 1 Activation and inactivation properties of BacNaVs and mutants 

 V1/2, act V1/2, act n P-Value V1/2, inact V1/2, inact n P-Value 

NaVSp1 27.4 ± 1.1 - 13 n.a. -42.7 ± 1.1 - 12 n.a. 

  S6       

 L212A 26.4 ± 3.1 -1.0 ± 4.5 5 n.s. -57.5 ± 2.7 -14.8 ± 4.3 6 *** 

 I216A 27.0 ± 3.4 -0.4 ± 4.8 3 n.s. -56.7 ± 1.6 -14.0 ± 3.8 4 *** 

 M220A -22.4 ± 1.6 -49.8 ± 3.3 7 *** -82.7 ± 1.8 -40.0 ± 3.5 7 *** 

  Bend  

 H224A 30.2 ± 1.1 2.8 ± 4.2 3 n.s. -48.1 ± 3.5 -5.4 ± 4.8 3 n.s. 

 H224G 22.9 ± 1.7 -4.5 ± 3.9 4 n.s. -67.7 ± 2.3 -25.0 ± 4.0 4 *** 

  Neck  

 A226G 11.1 ± 0.2 -16.3 ± 4.2 3 *** -51.4 ± 2.8 -8.7 ± 4.3 4 *** 

 E227G 15.2 ± 1.5 -12.2 ± 3.3 6 *** -46.8 ± 1.1 -4.1 ± 3.6 4 n.s. 

 E227A 25.1 ± 2.3 -2.3 ± 4.1 4 n.s. -47.1 ± 1.3 -4.4 ± 3.2 6 * 

 D228G 5.7 ± 1.9 -21.7 ± 3.9 4 *** -51.7 ± 1.2 -9.0 ± 3.6 4 *** 

 D228A 28.4 ± 1.3 1.0 ± 4.3 3 n.s. -45.7 ± 2.5 -3.0 ± 4.2 4 n.s. 

 2G 2.1 ± 2.4 -25.3 ± 2.6 6 *** -47.2 ± 2.6 -4.5 ± 3.2 4 n.s. 

 2A 11.7 ± 1.3 -15.7 ± 3.4 5 *** -52.8 ± 2.0 -10.1 ± 3.9 4 *** 

 3G -7.6 ± 2.1 -35.0 ± 3.8 5 *** -60.8 ± 1.9 -18.1 ± 3.6 10 *** 

 7G -13.3 ± 1.9 -40.7 ± 3.9 4 *** -64.8 ± 4.1 -22.1 ± 5.2 4 ***  

 7A 32.1 ± 2.8 4.7 ± 4.4 4 n.s. -67.3 ± 4.2 -24.6 ± 5.2 4 *** 

  Coiled-coil 
 R242E 7.8 ± 0.8 -19.6 ± 3.3 5 *** -44.4 ± 2.5 -1.7 ± 4.2 4 n.s. 

        
NaVAe1        
 3G 32.1 ± 1.1 n.a. 6 5.3 ± 3.1  4  
         

 
Data are mean ± s.e.m. 

V1/2 ‘±’ denotes 90% confidence interval 
P values are calculated relative to wild-type NaVSp1 
n.s., Not significant, P > 0.05 
‘*’ indicates 0.001 < P < 0.05 
‘***’ indicates, P< 0.001 
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Supplementary Figure S1 A, Initial electron density map following molecular replacement using a 
model that only included the transmembrane domains. Map is contoured at 1.5σ. B, NaVAe1p I222 
crystal packing. The asymmetric unit, a channel tetramer, is shown in marine. Three tetramers are 
shown in grey to aid in lattice visualization. Remaining molecules are shown in orange. C, and D, 
Representative 2Fo-Fc electron density contoured at 1σ for a portion of the electron density map 
including the P1 and P2 helices using data to C, 4.00Å and D, 3.46Å.  E, NaVAe1p P42 crystal packing. 
The asymmetric unit, two channel tetramers, is shown in marine. Symmetry related molecules are 
shown in orange. 
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Supplementary Figure S2 NaVAe1p structure details A, NaVAe1p NCS-averaged anomalous 
difference map calculated at 6.5Å and contoured at 2.5σ. S6 and neck are colored blue and sand, 
respectively. Positions of Met241 and neck ion densities are indicated. Met241 sidechains are shown 
as sticks. B, Averaged NaVAe1p main chain B-factors. Secondary structure elements are indicated: S5 
(green), S6 (blue), P1 and P2 (tan), neck (brown), and coiled-coil (orange). C, Electrostatic surface 
potential mapped on the NaVAe1p van der Waals surface, sliced open to show the central cavity and 
colored from -4 kT to +4 kT (red to blue). Grey lines indicate approximate lipid bilayer boundaries.   
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Supplementary Figure S3 NaVAe1p and BacNaV pore domain comparisons Residue by residue Cα 
RMSD plots comparing the NaVAe1p pore with the pore domains from: A, NaVAb-I217C 
(3RVY)(Payandeh et al., 2011), B, NaVAb, chains A  (blue) and B (orange) (Payandeh et al., 2012), 
C, NaVAb, chains C (blue) and D (orange) (Payandeh et al., 2012), D, NaVRh (Zhang et al., 2012), and 
E, NaVMs (McCusker et al., 2012). Secondary structure elements are indicated as S5 (green), S6 
(blue), P1 and P2 (tan). Boundaries used in the superpositions are listed in Supplementary Table S3.
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Supplementary Figure S4 Semitransparent surfaces showing the selectivity filter extracellular side for: 
A, NaVAe1p, B, NaVAb (Payandeh et al., 2011), C, NaVAb ‘inactivated’ conformation of chains A/B 
(Payandeh et al., 2012), D, NaVAb ‘inactivated’ conformation of chains C/D (Payandeh et al., 2012), 
E, NaVRh (Zhang et al., 2012), and F, NaVMs (McCusker et al., 2012). In all cases, select residues are 
labeled according to the scheme shown in Figure 4. NaVAe1p is colored violet (selectivity filter) and 
olive (P2 helix) as in Figure1. NaVAb is grey, NaVRh is wheat, and NaVMs is dark red.   
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Supplementary Figure S5 Predicted membrane hydrophobic layer boundaries. Transmembrane 
layers were calculated for: A, NaVAe1p, B, NaVAb I217C (3RVY)(Payandeh et al., 2011), C, NaVRh 
(4DXW)(Zhang et al., 2012), and D, NaVMs (4F4L)(McCusker et al., 2012), using the OPM server 
(http://opm.phar.umich.edu)(Lomize et al., 2006) and are represented by a red disk (boundary between 
hydrophobic layer and extracellular lipid head groups) and a blue disk (boundary between hydrophobic 
layer and intracellular lipid head groups). 
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Supplementary Figure S6 NaVAe1p difference maps A, High calcium NaVAe1p anomalous 
difference map calculated at 6.5Å and contoured at 6.5σ showing a strong peak at the pore center 
close to the side chains of NaVAe1p Ser198. B, NCS-averaged anomalous difference maps calculated 
for the indicated datasets at 6.5Å. Contours show 5σ (grey) and 10σ (pink). The anomalous signal at 
the site for the pore metal is present in both high Ca2+-structures but is absent in both low 
Ca2+-structures. Anomalous signal at the neck ion site is present in all but the H245G structure. Select 
residues are indicated for orientation purposes. C, Closeup of the anomalous signal for the outer ion 
site in the NaVAe1p, Crystal I, High calcium dataset. Contour levels are indicated. D, Fo-Fc map (green) 
of NaVAe1p selectivity filter region calculated using a protein model but lacking the outer ion and waters 
contoured at 3.0σ. Map shows electron density for the Ca2+ ion and extends through the entire 
selectivity filter length. Ca2+ is indicated as a white sphere, four water molecules are shown as red 
spheres. NaVAe1p is colored as in Figure 1.  
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Supplementary Figure S7 Functional studies of NaVSp1, S6 mutants, and neck mutants 
A, Representative Na+ currents from NaVSp1, L212A, I216A, and M220A in response to an activation 
protocol from -60 to +70 mV in 10 mV steps (cf. Figure 5B middle panel). B, Inactivation time constants 
for NaVSp1, L212A, I216A, and M220A (n =3-8; error bars are ± s.e.m.). C, Recovery from inactivation 
for NaVSp1, L212A, I216A, and M220A. Time interval between the pre-pulse (+30 mV, 300 ms) and the 
test-pulse (+30 mV, 300 ms) was varied from 0.25 to 3 s. The ratios between currents elicited by the 
two pulses were used to construct the recovery from inactivation curve. (n =3 to 7; ± s.e.m.). Recovery 
curve of NaVSp1 is highlighted with a single exponential fit. D, Representative Na+ currents from the 
indicated NaVSp1 neck mutants in response to an activation protocol of -60 to +70 mV in 10 mV steps 
(cf. Figure 5B middle panel). E, Voltage dependences of activation (top) and inactivation (bottom) for 
NaVSp1 and indicated mutants. F and G, Inactivation time constants for NaVSp1 and indicated mutants 
(n = 4-8; error bars are ± s.e.m.). 
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Supplementary Figure S8 A, Representative Na+ currents from NaVSp1 R242E in response to an 
activation protocol of -60 to +70 mV in 10 mV steps. B, Voltage dependence of activation and 
C, Voltage dependence of inactivation for NaVSp1 and R242E. D, Inactivation time constants for 
NavSp1 and R242E (n =3-8; error bars are ±S.E.M). 
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Supplementary Figure S9 Functional and structural characterization of bend position mutants 
A, Representative Na+ currents from NaVSp1, H224G, and H224A in response to an activation protocol 
of -60 to +70 mV in 10 mV steps. B, Comparison of inactivation time constants of NaVSp1 and indicated 
mutants (n = 3-8; error bars are ± s.e.m.) C, NaVAe1p (left) and NaVAe1p H245G (right) NCS-averaged 
anomalous difference maps calculated at 6.5 Å contoured at 7σ (high calcium) or at 7.5 Å contoured at 
4.5σ (H245G). The H245G structure shows no anomalous peak for either the neck ion or the pore 
Ca2+ ion site. 
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Supplementary Figure S10 Ion selectivity measurements for NaVSp1 3Gly A, Exemplar 
NaVSp1 3Gly current trace in presence of 130 mM intracellular Na+ and 107.5 mM extracellular Ca2+, in 
response to an activation protocol, (400 ms depolarizations to -30 to +90 mV in variable steps (10 mV 
and then 5 mV after 60 mV) from a holding potential of -90 mV, sweep to sweep interval = 5 s). B, 
Normalized current-voltage curve from experiments performed as in ‘A’. Reversal potential can be 
obtained by linear regression, as indicated. The averaged value obtained by this method (n=5) yields 
Erev = -77.6 ± 8.1 mV, which gives PCa/PNa = 0.05 ± 0.02 (n=5) when corrected for the liquid junction 
potential (-17mV). C, Exemplar NaVSp1 3Gly tail currents in presence of 40 mM intracellular Na+ and 
10mM extracellular Ca2+, evoked by a step protocol (10 ms from -50 to 0 mV in 10 mV steps, after a 4 
ms depolarizing step to 60 mV from a holding potential of -90 mV, sweep to sweep interval = 5 s). 
D, Tail current-voltage curve from ‘C’. Linear regression of data points from different experiments 
shows a reversal potential of -33.0 ± 0.9 mV, when corrected for liquid junction potential (-18mV), which 
gives a permeability ratio PCa/PNa of 0.07 ± 0.02. All values are mean ± s.e.. 
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 Supplementary Table S1 Crystallographic data collection and refinement statistics 
 
 

NaVAe1p – Crystal I  
High calcium*§ 

NaVAe1p –Crystal I 
High calcium *† 

NaVAe1p –Crystal II 
High calcium  *§ 

NaVAe1p  
Low calcium**§ 

NaVAe1p – H245G 
Low calcium**§ 

Data Collection      
Space group I222 I222 I222 P42 I222 
Cell dimensions a/b/c (Å) 147.83 / 161.73 / 162.27 147.83 / 161.73 / 162.27 147.27 / 161.50 / 161.69 181.14 / 181.14 / 94.02 157.20 / 161.38 / 165.45 
α/β/γ (°) 90 / 90 / 90 90 / 90 / 90 90 / 90 / 90 90 / 90 / 90 90 / 90 / 90 
Collection wavelength (Å) 1.11587 1.11587 1.11587 1.11587 1.70192 
Resolution (Å) 115 – 3.46  (3.65-3.46) 115-4 (4.22-4.00) 115-3.8 (4.01 – 3.80) 120 – 5.50 (5.80 – 5.50) 75 – 5.80 (6.11 – 5.80) 
Rpim (%) 4.4 (213.4) 3.5 (47.0) 6.7 (138.1) 3.5 (222.1) 3.7 (115.3) 
Mn (I/σI) 8.7 (0.3) 

0.999 (0.144) 
12.2 (1.9) 6.0 (0.5) 9.8 (0.7) 8.7 (0.7) 

Correlation Coefficient 0.999 (0.784) 0.999 (0.129) 0.999 (0.092) 0.999 (0.136) 
Completeness (%) 94.2 (72.3) 99.9 (100.0) 99.4 (97.0) 97.3 (86.1) 98.7 (98.7) 
Redundancy 10.5 (2.8) 12.6 (11.8) 8.2 (6.4) 4.0 (3.7) 13.1 (13.6) 
Unique reflections 24208  16743 19162 9811 5978 
        
Refinement       
Rwork / Rfree (%) 21.6 / 26.3   22.5 / 27.3 26.7 / 29.4 26.2 / 31.8 
Resolution (Å)  15.0 – 3.46  15.0 – 3.80 15.0 – 5.50 15.0 – 5.80 
No. of chains in AU 4  4 8 4 
No. of protein atoms 4016  4016 8086 4043 
No. of ligand atoms 11  9 0 0 
RMSD bond lengths (Å) 0.0119  0.0114 0.0103 0.0070 
RMSD angles (°) 1.671  1.624 1.216 0.966 
Ramachandran  
best/disallowed (%) 

92.2 / 0.0  94.6 / 0.0 96.2 / 0.0 96.3 / 0.0 

 
†  NaVAe1p, Crystal I with data taken to the resolution having Mn (I/σI) = 1.9 
* 200 mM calcium 
** 0 mM calcium 
§ Resolution cutoff was defined by Correlation Coefficient > 0.1 (Karplus and Diederichs, 2012). 
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Supplementary Table S2 Coiled coil parameters 

Channel and element 

(residue numbers) 

NaVAe1p 

CC 

(265-285) 

NaVAe1p 

neck + CC 

(247-285) 

NaVAe1p 

neck 

(247-264) 

NaK-NaVSulP 

CC 

(115-139) 

NaK-NaVSulP 

 

 (104-139) 

KcsA 

 

(118-160) 

KcsA 

 

(142-160) 

Superhelical parameters 

Radius (Å) 7.4 7.8 8.3 7.8 8.3 7.9 8.3 

Residues / superhelix 

turn 

103 153 317 126 160 816 160 

Pitch (Å) 154.1 228 476 7.8 8.3 1200 8.3 

α-helical parameters 

Radius (Å) 2.24 2.27 2.30 2.32 2.32 2.33 2.37 

Residues/turn 3.57 3.59 3.61 3.68 3.67 3.69 3.76 

Rise/residue (Å) 1.57 1.55 1.52 1.51 1.51 1.49 1.49 

 

Comparison of coiled-coil parameters as determined using Twister(Strelkov and Burkhard, 2002)  
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Supplementary Table S3 Comparisons of NaV pore structures 

 PDB code Monomer RMSD (Å) Tetramer RMSD (Å) 
NaVAb I217C 3RVY  1.1 1.2 
    
NaVAb WT chains A/B 4EKW 1.2/1.2 1.6 
    
NaVAb WT chains C/D 4EKW 1.2/1.2 1.5 
    
NaVRh G208S 4DXW  1.5 2.1 
    
NaVMs 4F4L 1.0/1.0/1.1/1.1 1.3 
    
NaVSulP cc  1.0 1.2 
KcsA four helix bundle  0.6 4.6 
    
 
In cases where monomer/monomer superpositions deviated by more than 10%, values are 
shown for each independent chain. 
For the NaV superpositions residues NaVAe1p residues 150-239 were compared with the 
equivalent positions from the indicated BacNaV channels. 
For NaVSulP cc comparison NaVSulP residues 115-139 are compared with NaVAe1p 260-284. 
For KcsA four helix bundle comparison, KcsA residues 137-151 were compared with 
compared with NaVAe1p 266-280.   
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Résumé 
 
Les canaux ioniques voltage-dépendants sont des protéines membranaires permettant les 
échanges ioniques entre les cellules et leur environnement. Ces protéines régulent le 
passage des ions tels que potassium, sodium et calcium, et sont responsables de l’activité 
électrique notamment dans le cœur, les muscles squelettiques et le cerveau. L’activité de 
ces canaux ioniques est régulée par le potentiel membranaire mais aussi par des composés 
extracellulaires, cytosolique ou membranaire comme le phospahatidylinositol (4,5)-
bisphospahe (PIP2). Un défaut de régulation de ces canaux entraine des pathologies 
cardiaques, musculaires ou neuronales appelées canalopathies dont les moyens de 
traitements actuels sont limités par leur manque de spécificité. La découverte de molécules 
thérapeutiques spécifiques et efficaces contre ces canalopathies nécessite une meilleure 
compréhension des mécanismes moléculaires à la base de la régulation de ces canaux 
ioniques. Par conséquent, mes travaux de recherche doctorale se sont focalisés sur trois 
principaux projets : 1) l’étude des mécanismes moléculaires à la base de la régulation des 
canaux potassiques voltage-dépendants par le PIP2 et 2) l’étude des mécanismes de 
dépendance au potentiel du canal potassique cardiaque KCNQ1. Dans ce deuxième projet, 
nous avons établi un nouveau modèle moléculaire de la régulation de KCNQ1 par le 
potentiel membranaire, ce qui nous a permis de générer des peptides modulateurs 
(activateurs et inhibiteurs) spécifiques de ce canal. Par conséquent, je me suis intéressé à 3) 
l’étude de la généralisation de ce modèle sur les canaux sodiques dont le canal sodique 
musculaire Nav1.4 afin de générer des peptides régulateurs spécifiques de ce canal 
également. Afin d’améliorer l’efficacité de ces peptides modulateurs, les bases structurales 
de l’interaction peptide-canal sont en cours d’étude. En somme, ces études sur les 
mécanismes de régulation des canaux ioniques par le PIP2 et par le potentiel membranaire 
présentent des enjeux à la fois fondamental et thérapeutique. 
 
Mots clés : Canaux ioniques, KCNQ1, Nav1.4, Canalopathies, voltage dépendance, PIP2. 
 
Abstract 
 
Voltage-dependent ion channels are plasma membrane proteins allowing ionic exchanges 
between cells and their environment. These proteins regulate the passage of ions such as 
potassium, sodium and calcium, and are responsible of the electrical activity in the heart, the 
squeletal muscles and the brain. The activity of these ion channels is regulated by the 
membrane potential as well as extracellular, cytosolic or membrane compounds such as the 
phosphatidylinositol (4,5)-bisphosphate (PIP2). Impaired regulation of these channels triggers 
cardiac, muscular or neuronal pathologies called channelopathies, whose treatments are 
limited by their low specificity. Discovery of efficient and more specific pharmacological tools 
against these channelopathies requires a better understanding of the molecular mechanisms 
underlying ion channels regulation. Consequently, my thesis researches were focused on 
three main projects: 1) the study of the molecular mechanisms underlying voltage-gated 
potassium channels regulation by PIP2 and 2) the study of the mechanisms of the cardiac 
potassium channel KCNQ1 voltage dependency. In this second project, we established a 
new molecular model of KCNQ1 regulation by the membrane potential, allowing us to 
generate KCNQ1-specific modulator peptides (activators and inhibitors). Consequently, I was 
interested to study (3) if this new model applies to other ion channels such as the muscular 
sodium channel Nav1.4, in order to generate specific modulator peptides for these channels. 
In order to improve the potency of these modulator peptides, the structural bases of peptide-
channel interaction are under investigations. In short, these studies on the mechanisms of 
ion channels regulation by PIP2 and by the membrane potential provide both basic and 
therapeutic insights.           
 
Keywords: Ion channels, KCNQ1, Nav1.4, Channelopathies, Voltage dependence, PIP2. 
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