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Résumé court 

En surproduisant le ~ R N A ~ " '  d'E. col& nous avons réussi Zi obtenir des ~RNA~' '  

modifiés diffkremment. Nous avons observé que le groupement thiol du mnm5s2~34 a un rôle 

stmctwl et un rôle en tant qu'élément d'identité : l'absence de ce groupement cause une perte 

de la spécificité d'un facteur 520. Nous avons établi la structure des formes inactive et 

dimérique du ~ R N A ~ ' ~  dE. coli à l'aide de sondes chimiques : le premier a une structure en 

forme d'epingle à cheveux avec deux boucles internes. Le second serait forne de deux de ces 

dpingles à cheveux via les deux boucles centraies. Suite au pontage avec un ~ A ~ " '  oxydé au 

periodate, nous avons identifie, sur la GluRS, 3 sites de fixation majeurs de l'extrémité 3' du 

tRNA". La présence de ces sites pourrait s'expliquer par le d6ploiement de l'extrémité 

GCCA)' de la tige acceptrice sur l'enzyme. 



Résumé long 

En surproduisant le ~RNA~'" dE. coli, nous avons r6ussi à obtenir des tRNAG" 

modifiés différemment. Ces tRNAG1" ont pu être purifié en utilisant une colonne de type Cl8 

modifiée. Ces ~RNA~' '  ont permis Mude du r6le des bases Y 13, rn2~37 et mnmss2LJ34. Nous 

n'avons pu identifier un rôle pour Y 13. La fonction de m2~37 serait structuraie. Nous avons 

observe que les groupements méthyl-aminom&.hyl et thiol de la base m 5 s 2 ~ 3 4  ont un rôle 

structural. De plus, ce second jouerait un r6le en tant qu'élément d'identité : l'absence de ce 

groupement cause une perte de la spdcificité d'un facteur 520. 

L'étude structurale des formes inactive et dimérique du ~RNA'" d E .  coli a été 

effectuée à l'aide de sondes chimiques. Le conformkre inactif a une structure en forme 

d'épingle à cheveux avec deux boucles internes. Les deux extrémités de cette épingle sont 

formtes d'une part de la tige acceptrice et d'autre part de la tige et boucle anticodon. Le 

dimère serait composé de deux de ces 6pingles il cheveux. La liaison entre les deux 

monoméres se ferait via les deux boucles centrales. 

Nous avons observé, suite au pontage entre l'extrémit6 3' d'un ~RNA~'"  oxydC au 

periodate et la GluRS de E. coli, la formation de deux complexes de poids moléculaires 

diffdrents correspondant à des rapports tRNA : GluRS de [l : 11 et de [2 : 11. Nous avons 

identifié, sur la GluRS 5 sites de fixation (3 majeun et 2 mineurs) de I'extrémit~ 3' du 

tRNA" . Les trois sites majeurs se retrouvent dans la cavité liant la tige acceptrice du RNA. 

La formation de ces trois sites s'expliquerait par le deploiement de l'extrémité de la tige 

acceptrice sur l'enzyme. Un de ces sites correspondrait à l'arrivée du tRNA, avec l'extrémité 

de sa tige acceptrice entierernent empile en Mice  A. Un autre correspondrait une extrémit6 

acceptrice replite tel que retrouve dans le complexe ~RNA'~~:GI~RS d E .  coli. Le dernier 

constituerait un intermédiaire entre les précédentes. 



A mes parents 



Table des matières 

Résumd court .. .. ... . . .. .. .. . . . .. . . ........ . .. . . ... . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . II 

Résumk long ......... .... . ..... ........ ......... ........................ ....... . . . . . . . . . . . ........ . . . . III 

Avant-propos .. .... . . ... . . .. ... ... . .. . . .. . ...... . . ... . . .. .. . . .... . . .. . . .. . .. . ... . . . . . . . . . . . . .. .. . . .. . .. . . .. . .. . . . . .. ... ... ... .. . . .. .N 

Table des matiéres.. ... . .. . .+ .. . . ... . .... ..... ... .... . . . . . . . ... , . . . . . . .. .. . .. . . . .. . . . . . . .. . . . ... . .. . . . .. . . . . . . .. . .. .. . . ... ..... . .. .. V 

Liste des figures . . . . . . ... ... . . . . . ..... . ... . . . . . . . . . . . . ... . .. . .. . .... . . . . .... . . ... .*.... . .. . . .. . ... . . . . . .. . . .. . .. . . .. .. . . ... .. .. ... . .XI 

Liste des tableaux ....... ...... .. ................... .. ... ... . ............ .. . .. ... .. .... . ... ... .. .. .. . .. .. ....... *. .... . . ... .... .. X l V  

Liste des abbréviations ......................................................... .... ............. . ...*....... ................. XV 

1 . 1 La biosynthèse des proteines .. .. . . . .... . . . . . . . ... . . .. . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . , . . . . .. . . . . . 2 

1.1.1 Le cycle des RNA de transfert ...... . ... . .. . ... . . .. . . . .. . .. . . .. .. . . . . . . . . . . . . . . . . .. . . . . . . . 3 

1.2 Les aminoacyl-RNA synthdtases . ... . . . ... . . . . . . . . ..... . .. . . . . . ... . . .. . .. . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . 6 

1.2.1 Classification ..................................... ............. . . . . . . . . . . . ......... . . . 8 

1.2.2 M6canisme d'aminoacylation ............ ............ ... ... ..... . . . .  . . . . . ........ ...... 15 

1.2.3 La glutamyl-tRNA synthétase . .... .......... ...... .. .... ... . .. . . . .. . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . 19 

1.2.3.1 Géndraiites ................................ ..... ......................... . ................... . . 19 

1.2.3.2 Structure de la GluRS de Thermur thenophilus ............................................ 20 

1.2.3.3 M~canismed'aminoacylation ............................. .................. ........ . ......... . . . 2 3  

1.3 Les tRNAs ........................................... . . . . ............. . ........... . . . . . . . 25 

1 -3.1 Structure des tRNAs .. .................. ... ....... . . . .. . . .... . . . . . . . . . . . . . . . 28 



...................... .................................*..*...................*..**..**.**........ 1.3.1.1 Basesmodifiées .. 29 

Glu 1.3.2 Le tRNA d E  . cd i  .................................................................................................. 34 

......................................... 1.3.2.1 Structure primaire, secondaire et tertiaire du ~ R N A ~ "  34 

................................................ . 1.3.3.2 Interaction entre la GluRS et le ~RNA~"'  d'E coii 41 

1.4 Objectifs et méthodologie ............................................................................................. 42 

CHAPITRE 2 : MATÉRIEL ET LTHODES................... ............................................. 44 

................................................................................................. 2.1 Préparation du matériel 45 

............................................................................................. 2.1.1 Préparation des cellules 45 

................................................................................................. 2.1.1.1 Souches utilisées 4 5  

................................................................................................ 2.1 .1. 2 Milieux de culture 4 6  

........................................................................................ Purification du tRNA total 46 

............................................... Preparation d'une colonne C 18 modifiée (MODS) 4 7  

Purification du ~ R N A ~ "  par chromatographie sur MODS ....................... .. ....... 47 

.......................................... Évaluation de la qualit6 de tRNA par mesure d'activité 48 

................................... Évaluation de la qualité du RNA sur gel de polyacrylamide 49 

........................ Évaluation rapide de la qualit6 du tRNA sur gel de polyacrylamide 49 

..................................... ................. Marquage direct du tRNA en 5' (par échange) ... 50 

Marquage du tRNA en 5' par déphosphorylation et rephosphorylation ................... 50 

Purification des tRNA sur gel d'acrylamide ............................................................. 51 

........................................................... Identification du contenu en bases mom6es 51 

Glu .................................................. Obtention du tRNA natif. dénaturd et dixnérique 53 

....................................................... Purification de la GIuRS .................. ........- 53 

Mesure de l'activité de la GluRS ..................................... ... .......................... 5 4  



............................. 2.1.15 Purification partielle de la tRNA-nucl6otidyl-iransfhe (TNT) 55 

.................................................. 2.1.16 Mesure de 1' activité RNA-nucléotidyl-transférase 55 

2.2 Étude cinétique et structurale du ~RNA'" ................................................................. 56 

Mesure des param&tres cinktiques .......................................................................... 56 

Digestion alcaline du tRNA (dchelie) .................................................................... 58 

Digestion à la RNase Tl (échelle de G) .................................................................... 58 

Sondage au plomb ................................................................................................. 58 

Sondage au diméthyl sulfate (DMS) ......................................................................... 59 

........................................................... Sondage au diéthyl pyrocarbonate (DEPC) 60 

.......................................................................... Sondage à l'ethyl nitro urée @NU) 61 

................................................................... Visualisation sur gel de polyacrylamide 61 

.................................................................. . 2.3 Pontage du ~RNA'" sur la GluRS d'E coli 62 

Glu 2.3.1 Marquageen3'dutRNA parlaTNT ................................................................... 62 

.................................................................................................. 2.3.2 Oxydation du RNA 62 

.................................................................................................. 2.3.3 Rkaction de pontage 63 

.................................................................................. 2.3.4 Caractérisation des complexes 63 

............................. 2.3.4.1 Électrophorèse sur gel de polyacylamide en prbsence de SDS 63 

............................. 2.3.4.2 Électrophorèse sur gel de polyacrylamide en condition native 64 

......................................................................................... 2.3.4.3 Spectromttrie de masse 64 

.................................. 2.3.5 Purification de chaque complexe sur gel de polyacrylarnide 65 

2.3.6 Digestion du RNA et de la GluRS ........................................................................... 65 

2.3.7 Purification des peptides marques par chromatographie sur couche mince en 2 

....................................................................... ............................... dimensions ......... 6 6  



2.3.8 Identification des peptides marqués ........................................................................ 66 

2.4 Logiciels ........................................................................................................................ 66 

............... CHAPITRE 3 : RÔLE DES BASES MODIFIÉES DU TRNA'~' DE E . COU 68 

Surexpression du ~RNA~'"  ............................................................................................ 69 

Une souche surproductrice de ~ R N A ~ "  contient plusieurs formes différentes de ce 

............................................................................................................................. R N A  72 

.............................................................. Détermination du contenu en bases modifiées 77 

Les paramètres cintitiques de la GluRS pour ses différents substrats sont affectés 

par les modifications prgsentes sur le tRNA ............................................................ 82 

Le sondage au plomb et à IVENU révéle des différences structurales entre les 

................................................................................................. modim&res de ~ R N A ~ ~ ~  85 

Le sondage au DMS révèle la similitude de la structure secondaire des différents 

modiméres de ~RNA~'"  .......................................................................................... 91 

................................ Rôle des bases modifiées dans le repliement correct du ~RNA~'" 96 

Modimère 1 ............................................................................................................... 96 

............................................................................................................... Modimère 5 97 

Modimère 4 ........................ .... ............................................................................ 97 

Modirnére 3 ........................................................................................................... 98 

CHAPITRE 4 : STRUCTURE DES FORMES INACTIVE ET D I M ~ Q U E  DU 

T R N A ~ ~ '  DE E . COLI ....................................................................................................... 9 9  

4.1 Sondage chimique des cytosines accessibles des formes inactive et diménque du 

Giu @NA d'E . coIi .........................................................................................*...................... lûû 



4.2 Sondage chimique des adénosines accessibles des formes native. inactive et 

dimerique du ~RNA~'" d'E . coli ................................... ... ......................................... 100 

Glu 4.3 Structure de la forme inactive du tRNA d'E . colà ................................................... 106 

....................................................................................... 4.4 Structure possible du dimère 110 

CHAPITRE 5 : PONTAGE ENTRE L'ExT&MITÉ 3' DU TRNA'~" ET LA GLURSomo 

5.1 Formation de complexes covalents entre la GluRS et le ~ R N A ~ "  oxydé au 

periodate ..................................................................................................................... 115 

5.2 Les complexes formés entre la G l a s  et le ~RNAO" oxyde sont très spécifiques ..... 123 

..................... 5.3 Identification des résidus de la GluRS liés l'extrémité 3' du ~ R N A ~ ' "  126 

............................... ......,...........................**. 5.4 Essai de pontage avec del'arginine .. 133 

5.5 Position relative des résidus liés au ~ R N A ~ ' "  oxydé dans la structure 

tridimensionnelle de la GluRS de Thennus ternophilus ............................................ 133 

5.6 Modèles pouvant expliquer la prdsence de sites majeurs de pontage entre la GluRS 

Glu et l'extrémité 3' du tRNA du complexe 1: 1 ......................................................... 142 

...................... 5.6.1 Première hypothhse : il y a plusieurs sites spécifiques sur la GluRS 142 

5.6.2 Seconde hypothèse : il existe des parties mobiles sur la synthétase qui peuvent se 

........... ddplacer et atteindre l'extr6rnité 3' de la tige accepuice .......................... .... 143 

.................................... 5.6.3 Troisième hypothèse : l'extrérnit6 3' du tRNA est mobile 146 

.................*.... ...............,...*.*..*....*........... 5.7 Analyse détaillée de l'hypothese no 3 .. 150 

CHAPITRE 6 : CONCLUSION .......................................................................................... 152 

. 6.1 R61e des bases modifiées du ~ R N A ~ "  de E coli ................... ...... ............................... 15 3 



Préparation du matdriel ........................................................................................... 153 

................................... Ordre des modifications post-traduc tionnelles du ~RNA~"' 153 

R6le du Y 13 ........................................................................................................ 154 

2 ........................................................................................................ Rôle du rn A37 155 

Rôle du groupement rnéthyl-aminométhyl de la base m 5 s z ~ 3 4  ........................ 155 

S 2 Rôle du groupement thiol de la base m m  s U34 ................................................. 156 

Perspectives .......................................................................................................... 157 

6.2 Structure des formes inactive et dimérique du ~ R N A ~ "  ............................................. 158 

............................................................................................................ 6.2.1 Perspectives 160 

6.3 Changement confomatiomels de l'extrémité 3' du ~RNA''~ lors de son interaction 

avec la GluRS ........................... ...., ............................................................................ 160 

6.3.1 Perspectives .......................................................................................................... 161 

.................................................................................. CHAPITRE 7 : BIBLIOGRAPHIE 163 



Liste des figures 

# . ...................................................................................... Figure 1 : La biosynth2se des protemes 4 

Figure 2 : Rossman Fold .......................................................................................................... 11 

Figure 3 : Domaines de liaison de I'ATP des aminoacyl-tRNA synthétases de classe 2 ......... 13 

. Figure 4 : Mécanisme d'aminoacylation du ~ R N A ~ ' "  par la GlnRS d'E coli .......................... 17 

........................ Figure 5 : Structure tridimensionnelle de la GluRS de Thermus thennophilus 21 

. Figure 6 : Structure des tRNAs A) structure secondaire B) structure tertiaire ........................ 26 

Figure 7 : Localisation et identification des principales modifications chez les tRNA de 

................................................................................................................................ E . coli 32 

Figure 8 : S tmcture secondaire et modèle de la structure tertiaire probable du ~ R N A ~ "  ......... 35 

. Figure 9 : Les bases modifiées du ~ R N A ~ ' ~  d'E coli et leurs précurseurs ................................ 37 

Figure 10 : Purification par HPLC sur colonne MODS de tRNA provenant de diverses 

sources ........................................................................................................................... 73 

Figure 1 1 : Purification du modimiire- 1. par chromatographie sur colonne MODS. à partir 

. ..........................*....... du tRNA total d'E coli DHSdpKRlS cultivé en milieu minimal 75 

Figure 12 : Wtermination du contenu en bases modifiees des modimères 2 et 5 par 

.................................................... chromatographie sur couche mince à deux dimensions 79 

. .......................... Figure 13 : Sondage à L'ENU de différents modimères du ~RNA"' d'E coli 87 

. Figure 14 : Sondage au plomb de différents modimères du ~ R N A ~ "  d'E coli ..................... ... 89 

. Figure 15 : Sondage au DMS de ciifférents modimères du ~RNA~"' d'E coli ........................ 92 

Figure 16 . Différence dans la susceptibilité au plomb et à l ' E N  entre les cinq modivariants 



XII 

Glu ........................................................................ de tRNA par rapport au modivariant 2. 94 

Figure 17 : Sondage au DMS et au DEPC des formes native et inactive du ~ R N A ~ ~ "  

........................................................................................................................... d'E. coli 102 

...... Figure 1 8 : Sondage au DMS et au DEPC de la forme dimérique du ~RNA~"'  d'E. coli. 104 

Figure 19 : (a) Structure tertiaire du ~ R N A ~ I "  d'E. coli telle que proposée par S. Sekine 

et al. (1996) (b) Structure secondaire de la forme inactive du ~ R N A ~ ' '  d'E. coli 

......................... d6rivd des résultats obtenu par sondage au DMS et au DEPC (Fig. 16) 107 

Figure 20 : Structure possible du dimère de la forme inactive du ~RNA~"' .  ........................ ... 1 12 

Figure 21 : La réaction de pontage entre l'extrémité 3' du ~ R N A " ~ ~  oxydé au periodate et 

des résidus lysine de la GIuRS ........................................................................................ 1 17 

Figure 22 : Formation de complexes entre le ~RNA"' oxyde au periodate et la GluRS 

................. d'E. coli visualisé sur gel de polyacrylamide 10% en condition dénaturante 119 

Figure 23 : Détermination de la masse moltculaire des deux complexes tRNA" -GluRS 

par dlectrophorése en condition native (A) et par spectrométrie de masse (B). ............. 12 1 

Figure 24 : : Formation de complexes RNA-GluRS par pontage avec du tRNA oxydé 

Glu contenant ou non de tRNA ,, .....~............................................................................. 124 

Figure 25 : Carte tqptique de la GluRS d'E. coli et de la GluRS marquée par des 

32 ................................................................... C-Co[ P]A provenant des complexes 1 et 2 128 

Figure 26 : Positions des peptides marqués dans la sCquence des résidues de la GluRS 

d9E. COL .................................~........................................................................................ 131 

Figure 27 : Alignement des sdquences des résidues des GluRS d'E. coli et de T. 

thermophilus et de la GlnRS d'E. coli dans les régions des sites majeurs de pontage. .. 134 

Figure 28 : Localisation sur la GluRS de T. thennophilus des sites de pontages 



372 ............................................. correspondant ii " L ~ S  et Lys chez la GluRS d'E. coli 136 

Figure 29 : Le tRNA :'" d'E. coli dans le site actif de la GluRS de T. thennophilus comme 

............................................... modèle pour les complexe ~RNA~'~ -G~URS chez E. d i .  139 

Figure 30 : Vue laterale d'une partie du modèle du complexe de la GluRS avec le ~RNA'~" 

................................ montrant que ' " L ~ S  ne peut pas rejoindre l'extrémité 3' du tRNA 144 

Figure 3 1 : Trois étapes dans le deroulement de l'extrémité de la tige acceptrice du 

Glu .................................................................................................... tRNA sur la GIuRS. 148 



Liste des tableau. 

................................................. Tableau 1 : Classification des aminoacyl-tRNA synthétases 1 0  

.................................................... Tableau 2. Action des diverses sondes utilisées synthétases 57 

Tableau 3 : Quantite de ~ R N A ~ ' ~  produit par la souche surproductrice DHSdpKR15 dans 

diverses conditions ainsi que le Km pour la GluRS pour ce tRNA. ................................. 7 1 

Tableau 4 : Nucléotides modifies prdsents dans chacun des modimères du ~RNA'"' d'E. coli 

te1 que déterminé par chromatographie sur couche mince en deux dimensions. ............. 8 1 

Tableau 5 : Contenu en bases dans les modimères 2 et 5 ainsi que pour le tRNA commercial, 

......................................................................................................... determiné par HPLC 8 1 

Tableau 6 : Param5tres cinétiques de la GluRS pour ses différents substrats en présence de 

Glu ............................................. ................... différents rnodim&res du tRNA d' E. coli.. .... 84 

Tableau 7 : Sdquence des peptides de la GluRS d'E. coli pontés à l'extrémité 3' du ~ R N A ~ "  

......................................................................................................... oxydé au periodate. 130 



Liste des abréviations 

Y 

aa- AMP 

aaRS 

aa-tRN A 

AMP 

APPPN 

APPPPN 

ATP 

BAP 

BS A 

Cl8 

cal 

CPM 

Da 

DEPC 

DMS 

DNA 

D L  

DIT 

EDTA 

EF-TU 

Pseudouridine 

Aminoac yl-adénylate 

Aminoacyl-RNA synthdtase 

Aminoacyl- tRN A 

Adénosine monophosphate 

produit de la réaction entre l'aminoacyl-adénylate et un NDP 

produit de la réaction entre l'aminoacyl-adénylate et un NTP 

Adénosine triphosphate 

'Bac terial alcaline phosphatase' 

'Bovine semm albumine' 

Chaîne de 18 carbones satuds 

Calorie 

Coup par minute 

Dalton 

Di6thyl pyrocarbonate 

Dimtthyl sulfate 

Acide désoxyribonucléique 

Densité optique à xxx nm 

Dithiothréitol 

Éthyl&ne diamine t6traac6tique acide 

Facteur d'élongation Tu 



ENU 

gltX 

HEPES 

HPLC 

kat 

Kd 

KM 

LB 

M 

r n * ~  

mnm 

mnrnss2~ (SI 

modivarian t 

MODS 

mRNA 

NTP 

ODS 

PAGE 

PMSF 

PPi 

RMN 

RNase 

Éthyl nitroso urde (N-nitroso-N-eth ylurea) 

Gène codant pour la GluRS chez E. coli 

(N- [2-hydrox yéthyl] piHrazhe-N' -[butaaesfoqe acide] 

Chromatographie Liquide A haute pression 

Constante de catalyse 

Constante de dissociation 

Constante de Michaelis 

'Luria Broth' 

Molaire 

2-méthyladdnine 

Méthyl aminomdthyl 

5-Méthyl aminométhyl2-thio Uridine 

tRNA de même séquence primaire modifié différemment 

'modified octadecyl sulfate' 

ARN messager 

NucMotide triphosphate 

Octadkcyl sulfate 

Électrophor5se sur gel de polyacrylamide 

'Phenylmethylsulfoayi fluonde' 

P yrophosphate inorganique 

Résonance magnétique nucleaire 

Nucléase spécifique A 1' ARN 



WC-5 

s2u 

SDS 

SDS-PAGE 

T (dans I'ARN) 

TBE 

TBE #X 

TLC 

TNT 

Tris 

tRNA 

~RNA" 

'Reversed phase chromatography' 

2-thio uridine 

Sodium doddcylsulfate 

Électrophorèse sur gel de polyacrylamide avec du sodium dodécylsulfate 

ribothymidine 

Tris-borate-EDTA 

Solution de réserve de Tris-borate-EDTA # fois concentré 

'Thin layer chromatography' 

tRNA-nucléotidyl-transfbrse 

Trismydrox ymé thyllaminom6 thane 

Acide ribonucléique de transfert 

Acide ribonucléique de transfert oxydé spécifique au glutamate 

~ R N A ~  Acide ribonucléique de transfert spécifique à l'acide aminé 'aa' 

Vmax Vitesse maximale 

XxxRS aaRS spécifique à l'acide aminé 'Xxx' 



Ala 

A% 

Asn 

ASP 

CYS 

Gln 

Glu 

G ~ Y  

fis 

Ile 

Leu 

LYS 

M6t 

Ph6 

Pro 

Sec 

Ser 

Thr 

Trp 

Tyr 

Val 

Alanine 

Arginine 

Asparagine 

Acide aspartique 

Cystéine 

Glutamine 

Acide glutamique 

GLycine 

Histidine 

Isoleucine 

Leucine 

Lysine 

Méthionine 

Phhylalanine 

ProIine 

SéI6nocys téine 

Senne 

Thréonine 

Tryptophane 

Tyrosine 

Valine 



Chapitre 1 

Introduction 



1.1 La biosynthèse des protéines 

Fabriquer des protéines il partir de l'information codde du DNA, telle est la biosynthèse 

protgique. La transcription et la traduction sont les mécanismes principaux de cette 

transformation. La transcription est la reproduction. ou copie, des bases d'un fragment de 

DNA en un RNA messager (mRNA), dors que la traduction consiste à décrypter l'information 

de ces mRNA, à l'aide de clefs, les RNA de transfert @RNA). pour en faire des protéines. 

Il est d'une importance capitale que la synthèse des proteines s'effectue sans erreur. Le 

bon fonctionnement de cette mécanique délicate depend de trois réactions majeures : (1) La 

formation d'un RNA parfaitement complémentaire au DNA lors de la transcription de ce DNA 

par la RNA polyrnhse; (2) Un appariement prtcis des codons du RNA messager et de 

l'anticodon des RNAs de transfert lors de la traduction sur le ribosome; (3) L'attachement des 

acides aminés sur les RNAs de transfert via leur aminoacyl-tRNA synthktases (aaRS) 

spkcifique. Comme c'est à cette demière etape que se fait le pont entre le monde des acides 

nucléique et celui des protéines, il est justifik de dire que c'est l'interaction entre les aaRS et 

les tRNA qui définit le code ghétique. 



1.1.1 Le cycle des RNA de transfert 

Au cours de la biosynthhse des protéines, les tRNAs parcourent un cycle (Fig. 1). Le 

tRNA libre est aminoacylé par l'aminoacyl-&NA synthétase qui lui correspond. Ce tRNA 

aminoacylé est ensuite pris en charge par le facteur de transcription EF-Tu (Elongation Factor 

Tu). Ce complexe est acheminé jusqu'au site d'entrée NT d'un ribosome. Le facteur EF-Tu 

est largué et le tRNA est amené au site A. Si l'anticodon du nouvel arrivant s'ajuste au codon 

du RNA messager présent il ce site, le ou les acide(s) aminc!(s) présent(s) sur le tRNA au site P 

du ribosome seront joints A l'acide aminé de ce tRNA. Le tRNA passera ensuite au site P où il 

pourra faire don de sa chaîne d'acides amines au prochain RNA correctemenr appariée au site 

A. Le tRNA est alors djecté du ribosome et redevient libre. 



Figure 1 : La biosynthèse des protéines. 





1.2 Les aminoacyl-tRNA synthétases 

Dans la cellule, il existe habituellement une vingtaine d'espèces d'arninoacyl-RNA 

synthdtases (aaRS), soit une pour chacunes des 20 espèces d'acides amints présents dans les 

protéines. Il y a cependant quelques exceptions (pour une revue voir Meinnel et al., 1995). 

Nous observons des cas où il y a deux aaRS pour un même acide aminé. C'est le cas des 

LysRS (Lévêque et a1.,1990) chez E. coli et des ThrRS (Putzer et al., 1992) et TyrRS (Glaser 

et al., 199 1 ; Henkin et al., 1992) chez Bacillus subtilis. À l'intérieur des mitochondries de 

levures se trouvent aussi deux ThrRS. Ce phénomène résulte du fait que les codons CUN 

codant normalement pour l'acide aminé leucine, code ici pour l'acide aminé thdonine. Il y a 

une première ThrRS pour aminoacyler les ~ R N A ~  portant un anticodon UAG et une seconde 

pour ceux ayant l'anticodon UGU (Jukes et al., 1990; Li et aL, 1979; Martin et al., 1978; 

Tzagoloff et al., 1990). Chez B. subtilis, les cyanobactéries, les mitochondries et les 

chloroplastes. la GlnRS est absente; chez ces organismes, le ~RNA~'"  est aminoacylé avec du 

glutamate par la GluRS (Lapointe et al., 1986; Schon et al+, 1988). Ce glutamate est ensuite 

transformé en glutamine par une réaction de transamidation (Wilcox et Nirenberg, 1968). Il 

n'existe pas d'aaRS spécifique pour la dlénocyst6ine. Chez E. coli, le ~ R N A ' ~  est aminoacylé 

par la SerRS (Leinfelder et al., 1988). La sérine est ensuite transformée en sélénocystéine par 

deux enzymes (Forchhamer et al., 1989; Leinfelder et al., 1989) 

Le r6le principal des aaRS est de catalyser I'aminoacylation des tRNAs avec leur acide 

amin6 respectif. Pour ia plupart des synthétases, la réaction se ciCroule de la façon suivante 

(Freist, 1989): 



M%+ 
aaRS + acide aminé + ATP + (aa-AMP)aaRS + PPi 

(aa-AMP)aaRS + tRNA + aa-tRNA + AMP + aaRS 

La première réaction consiste en l'activation de l'acide aminé à l'aide d'ATP pour 

former un aminoacyl-adénylate. Ce phhomène ne requiert pas le R N A  sauf pour la glutamyl- 

tRNA synthétase, la glutaminyl-tRNA synthétase et l'arginyl-RNA synthétase (Sol1 et 

Schimmel, 1974). La seconde réaction est celle du transfert de l'acide aminé sur le ribose à 

l'extrémité 3' du tRNA* 

En plus de leur rôle dans l'arninoacylation des tRNAs, les aminoacyl-tRNA synthétases 

(sauf L'ArgRS, la GlnRS, la TrpRS. la TyrRS et la ValRS de certains organismes) (Plateau et 

Blanquet, 1992) catalysent la synthèse d'alarmones: ApppN et AppppN (un produit de la 

réaction entre I'aminoacyl-adénylate et un NDP ou un NTP). Ces alarmones seraient 

impliquées au niveau de la réponse cellulaire à différentes conditions de stress, comme le choc 

thermique et les conditions oxydatives (Varshavsky, 1983; Zarnecnik, 1983; Far- et al., 1989). 

La biosynthèse de La paroi bacténeme, la biosynth5se des aminoacyl-phosphatidylglyctrol 

(Gould et al., 1968). de glycyl lipopolysaccharide (Neihardt et al., 1973, l'aminoacylation de 

rextctmité N-terminale de certaines protéines (Deutch et al., 1978) et la biosynthèse de la 

c hlorophyile (Schon et al. 1986) utilisent les aminoac yl-RNA comme donneurs d'acides 

aminés. Certaines aminoacyl-tRNA synthétases sont tgalement impliquées dans le transport 



des acides aminés (Moore et al., 1977) et dans I'epissage des introns (Akins et aL., 1987). 

Enfin, la glutamyl-tRNA synth6tase (GluRS) participe à la régulation de I'assimilation de 

Pazote (Lapointe et al., 1975), et forme un complexe avec l'adénylo-succinate lyase, une 

enzyme engagée dans la biosynthese des purines (Gendron et al., 1992). 

12.1 Classification 

Les aminoacyl-tRNA synthktases sont catégorisées en deux séries appelees 

respectivement Classe 1 et Classe 2 (table 1). Cette classification est devenue nécessaire suite 

a l'observation de petites séquences d'acides amines conservés chez certaines aaRS. En effet, 

nous remarquons que la moitié des synthétases possèdent les séquences HIGH (Webster et al., 

1984) et KMSKS (Hountondji et al., 1986). Les enzymes possedant ces séquences consensus 

appartiennent à la classe 1, les autres à la classe 2. Les enzymes de classe 2 sont igalement 

caractérisées par des motifs. Ces motifs sont : g@XXQXPP@@ (motif l), (F ou Y ou H)RX(E 

ou D)&-12(R ou H)XXXFXXX(D ou E) (motif 2) et lX@g@g@g@eRO<P@@<P (motif 3) (4 : 

un acide aminé hydrophobique; h : petit acide aminé; X : acide aminé quelconque) (Eriani et 

al.. 1990). 

De plus, nous observons des particularit6s propres à chacune des deux classes. Les 

aaRS de classe 1 semblent ginhiement aminoacyler leur tRNA en 2' OH alors que celles de 

classe 2 préfirent le 3'OH. La PhéRS (classe 2) est L'exception à cette règle, elle aminoacyle 

en 2'OH (Fersht, 1979). Des dix aaRS de classe 1, neuf sont des monoméres, l'autre un 

dimère. Pour la classe 2, la plupart des aaRS sont des dimères (az) ou des tdtramères (a& ou 



a). Des études cristallographiques indiquent que les aaRS de classe 1 lient I'ATP ainsi que 

l'extrhité de la tige acceptrice du RNA à l'aide d'un domaine constitué de 5 barreaux P 

parall&les appelé «Rossman Fold» (Fig. 2) (Rossman et al., 1974). Ce domaine est similaire à 

celui des déshydrogénases (Rider et al., 198 1; Zelwer et al., 1982). Chez les aaRS de classe 2, 

le domaine de liaison de I'ATP est composé d'un feuillet P antiparailéle (Fig. 3). 

La manière d'aborder le RNA serait différente selon qu'il s'agisse d'une aaRS de 

classe 1 ou de classe 2 (Moras, 1992). il semble que les aaRS de classe 1 reconnaissent leur 

tRNA par le silion mineur (Rouid et al., 1989). Pour les aaRS de classe 2, la reconnaissance 

s'effectuerait par le sillon majeur (Ruff et al., 199 1). 

La technique de diffraction des rayons-X a permis de comprendre la structure de 

plusieurs aminoacyl-RNA synthdtases (Table 1). Parmi celles de classe 1, on retrouve la 

GlnRS d'E. coli en complexe avec le ~RNA'" (Rould et al. 1989)' la TyrRS (Brick et al., 

1989) et la TrpRS @oublie et al., 1995) de Bacillus stearothennophilus, la MetRS d'E. coli 

(Brunie et al., 1990) et la GluRS de niennus thermophilus (Nureki et al., 1995). Parmi celies 

de classe II, nous retrouvons la PhdRS (Mosyak et al., 1995)' la SerRS (Biou et al., 1994) 

associée à son tRNA ainsi que la GlyRS (Logan et al., 1995) de Thenus  thermophilus, la 

LysRS (Onesti et al., 1995), 1'HisRS (Amez et al., 1995) d'E. coli et 1'AspRS (Ruff et al., 

199 1) de Saccharomyces cerevisiae en complexe avec son tRNA. 



Table 1: Classification des aminoacyl-tRNA synth6tases 

Acide S tmcture Site Édition? Structure SCquence 

Amin6 quaternaire d' acylation élucidée? signature 

Classe 1 

C Y ~  

*Met 

Val 

lle 

Leu 

Arg 

Glu 

Gln 

Tyr 

Trp 

Classe II 

* N a  

*Gly 

Ser 

Thr 

Pro 

His 

A ~ P  

Asn 

**Lys 

'Ph6 

Non 

Oui 

Oui 

Oui 

? 

? 

? 

? 

Non 

? 

Oui 

? 

? 

? 

? 

? 

? 

? 

? 

Oui 

Non 

Oui 

Non 

Non 

Non 

Non 

Oui 

Oui 

Oui 

Oui 

Non 

Oui 

Oui 

Non 

Non 

Oui 

Oui 

Non 

Oui 

Oui 

HIGH et KMSKS 

HIGH et KMSKS 

E H  et KMSKS 

HIGH et KMSKS 

HIGH et KMSKS 

W H  et KMSKS 

HIGH et KMSKS 

HIGH et KMSKS 

HIGH et KMSKS 

HIGH et KMSKS 

Motif 2,3 

Motif 3 

Motif 1,2,3 

Motif l,2,3 

Motif 1,2,3 

Motif 1,2,3 

Motif I,2,3 

Motif 1,2,3 

Motif 1 ,Z,3 

Motif 2,3 

Adapté à partir de  ter 1993 

* Structure quaternaire diffdrentes chez plusieurs organismes 

** Classe I chez les Archaea (Ibba et al., 1997) 



Figure 2 : Rossman Fold. Les flèches reprdsentent les barreaux P et les cylindres les hélices a. 

Inspiré de la représentation de Moras (1992). 





Figure 3. Domaines de Liaison de I'ATP des aminoacyl-RNA synthétases de classe 2. Les 

fièches représentent des barreaux p et les cylindres des hélices a. Inspiré de la représentation 

de Moras (1 992). 



Insertion 
......m. 

& Vers N-terminal 



1.2.2 Mécanisme d'aminoacylation 

La mise Zi jour de la structure de la GlnRS d'E. coli (Rould et al. 1989; Perona et aL, 

1993) en présence de différents substrats et de la TyrRS de Bucillus stearothennophilus (Brick 

et al,, 1989) ont perrnis d'imaginer un mécanisme pour la reaction d'aminoacylation (Fig. 4). 

Dans la première réaction (Fig. 4a), un oxygène du groupement carbonyle de la 

glutamine attaque l'a-phosphate de I'ATP. il en résulte un état de transition dans lequel on 

observe un phosphate pentacovalent, d'où tmane une mol6cule de pyrophosphate formé des 

phosphates et y de I'ATP (Perona et al., 1993). Le cale de l'enzyme dans cette rdaction est de 

positionner correctement les substrats et de stabiliser M a t  de transition. L'enzyme n'est pas 

directement impliquée dans la réaction; lorsque les substrats sont en place, la rkaction s'initie 

d'elle-même. Les résidus Lys270 (du KLSK) et His43 (du HIGH) stabilisent I'dtat de 

transition. L'Asn36 sert à assujettir correftement la chaîne latérale de la lysine 270. Des études 

de cinbtiques enzymatiques chez des mutants de la TyrRS de B. stearothennophilus ont 

démontré que les résidus équivalent: Lys233, Es48 et Thr40, étaient impliqués dans la 

stabilisation de M a t  de transition (Wells et Fersht, 1985; Leatherbarrow et al., 1985; Fersht et 

aL, 1988). Le magndsium jouerait aussi son rde dans cette réaction: positionner correctement 

les phosphates P et y et faciliter la réaction en aspirant les électrons (Perona et al., 1993). Le 

tRNA, même si sa présence est essentielie pour la complétion de cette rCaction chez la GlnRS, 

ne semble pas directement implique. 



Dans La seconde réaction (Fig. 4b), l'oxygène en 2' du ribose en 3' du tRNA attaque le 

carbone du groupement carbonyle de l'addnylate. Pendant l'état de transition, le carbone est 

pentacovalent et porte une charge négative, entraînant le bris du lien avec I'oxyghe du 

groupement phosphate de 1'AMP et le départ de cet AMP (Perona et al.. 1993). Le rôle de 

l'enzyme serait, comme précédemment, de positionner correctement les substrats. 



Figure 4. Mécanisme d'aminoacylation du ~RNA''" par la GlnRS d'E. coli (Perona et al., 

1993). (A) Activation de l'acide amine, (B) Transfert de l'acide aminé sur le tRNA. 
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1.2.3 La Glutamyl-tRNA synthétase 

1.2.3.1 Généralités 

Chez E. coli, la glutamyl-tRNA synthétase est codée par le gène gltX. Ce g h e  se 

trouve à 52 minutes sur le chromosome d'E. coli (Lapointe et Delcuve, 1975). L'enzyme est un 

monomike de 47 1 acides aminé et possède une masse de 53.8 kDa (Breton et al., 1986). Chez 

certaines autres eubactéries, Rhizobium meliloti (Laberge et al 1989a,b), BaciUus subtilis 

(Breton et al., 1990), Bacillus steorothennophilus (Breton et al., 1990) et Thennus 

themophilus (Nureki et al 1992), la taille de la protbine est assez semblable (entre 53.9 et 56.2 

kDa). Par alignement de skquences, on observe que la partie N-terminale de ces enzymes se 

ressemble beaucoup. Par contre, leur extrémitt C-terminale est différente. 

Chez les organismes supdrieurs, la GluRS s'observe génkraiement sous forme de 

complexe multi-enzymatique associée avec d'autres aminoacyl-tRNA synthétases (Freist et al., 

1997 pour une revue). Chez les eubactéries, la GluRS ne forme pas de complexe avec d'autres 

aaRS. Cependant cette dernière. chez Bacillus subtilis, peut s'associer avec l'ad6nylosuccinate 

AMP lyase (Gendron et ai., 1992). Cette protéine protège la GluRS contre l'inactivation 

thermique et augmente son affité pour 1' ATP et le glutamate (Proulx et al., 1983). 



1.2,3.2 Structure de la GluRS de Thennus themtophilus 

La structure de la GluRS de Thennus thennophilus a été élucidée par difiaction des 

rayons X (Nureki et al., 1995). Cette protéine possède 4 domaines structuraux : les domaines 1 

et 2 forment la partie N-terminale alors que 3 et 4 forment la partie C-terminale (Fig. 5). 

Le domaine I est composé des hélices a A, B, C, G, H, 1, J, K et L et des barreaux B 1, 

2, 10, 11, 12 et 13. C'est dans ce domaine qu'on retrouve les deux séquences signatures: le 

motif HIGH (HVGT chez Thermw thennophilus) placé au debut de l'h6lice A et le motif 

KLSK (KISK chez Thennus thennophilus) se trouvant entre le barreau 12 et l'hélice 1. C'est 

aussi dans ce domaine qu'on observe le 'Rossman fold'; celui-ci est formé des hélices A, B, G 

et H et des barreaux 1,2 , 10 et 11. C'est dans ce domaine que se lient I'ATP, le glutamate et 

l'extrémité acceptrice du tRNA. Notons qu'il existe une grande similarité structurale entre ce 

domaine et le domaine 1 des autres synthetases de classe 1, plus paaiculiérement avec la 

GlnRS d'E. d i .  

Le domaine 2 est compose des hélices a D et F, d'une l'hélice 3i0 (entre D et F) et d'un 

feuillet antipardèle, composé des barreaux 4,5,6,7,8 et 9. Lorsqu'on compare ce domaine 

avec celui correspondant des autres synthétases de classe 1, nous remarquons que seul celui de 

la GlnRS d'E. coli lu i  est apparenté (Rould et al., 1989; Nureki et al., 1995). On observe qu'ils 

sont presque identiques, ik deux exceptions prés: l'hélice 3i0 est remplacée par un barreau et 



Figure 5. Structure tridimensionnelle de la GluRS de Thermus thermophilus (Inspirée de 

Nureki et al., 1995). 
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les barreaux $ 6  et 7 sont éliminés. Chez la GluRS d'E. d i ,  ce domaine lie un atome de zinc 

(Liu et al., 1995) essentiel ii l'activité de l'enzyme (Liu et al., 1993). Ce domaine serait 

impliqué au niveau de la reconnaissance de la tige acceptrice des ~RNA~"'  et W A ~ ' ~ .  

Les domaines 3 et 4 sont composés d'hélices a: les hélices M, N et O pour le domaine 

3 et P, U, R, S et T pour le domaine 4. Ces derniers sont dissemblables aux domaines 3 et 4 de 

la GlnRS d'E. coli. En effet, ceux-ci sont constitués exclusivement de barreaux P. Ces 

domaines oeuvrent ii la liaison et la reconnaissance de la boucle anticodon des tRNAs. 

1.2.3.3 Mécanisme d'aminoacylation. 

Chez la GluRS, la GlnRS et 1'ArgRS. le RNA est essentiel pour la premiere étape de la 

réaction; soit l'activation de l'acide aminé. Cela a été vdrifié par mesure des paramètres 

cinétiques de la GIuRS pour le glutamate. Ravel et al. (1965) ont démontré que le Km de la 

GluRS d'E. coli passe de 6.4 x 104 à 0.4 M lorsque le tRNA est absent. Une étude plus récente 

a expose l'absence de liaison du glutamate lorsque le tRNA est absent (Lapointe et Soll, 

1972b). XI a ét6 dtmontre que le tRNA et I'ATP pouvaient lier l'enzyme libre mais que ces 

deux substrats devaient être présents pour que la liaison du glutamate soit possible (Kem et 

Lapointe 198 1). 

Qu'est-ce qui prouve que cette &action se fait bien en deux étapes et non pas en une 

seule? Selon Kem et Lapointe (1980 a,b,c), L'ATP est clivé avant que le glutamate soit 

transféré sur le RNA. L'echange ATP t, pyropbosphate n'est en rien impliqué dans ce 



transfert. De plus, en melangeant de la GluRS, du G ~ u - ~ R N A ~ ~ '  et de I'AMP, ils ont pu isoler 

l'aminoacyl-adenylate. Le fait qu'on ait pu isoler l'interm6diaire entre les deux réactions est un 

argument très solide ii l'appui de l'hypothèse des deux étapes. 

Les paramètres cidtiques de la GluRS d'E. culi pour ces différents substrats sont bien 

connus. Son 'turnover number' il pH 7.2 se situe entre 1.8 s'l et 3.6 s" (Kern et Lapointe 1979; 

Sylvers et al., 1993; Lin et al.. 1992). À pH 8.6, son 'turnover number' monte à 4 s". Le Km 

de la GluRS pour I'ATP se situe entre 2.5 x 104 M et 4.2 x 104 M (Ravel et al.. 1965; 

Lapointe et Soll, 1972a; Lapointe et Soll 1972~). Le Km de la GluRS pour le glutamate se 

situe entre 5 x 10'~ M et 1.2 x 104 M (Ravel et al., 1965; Lapointe et Soll, 1972a; Lapointe et 

Soll 1972c; Powers et Ginsburg, 1978). Le Km de la GluRS pou le tRNA est entre 7 x 10 '~  M 

et 4.6 x 10" M (Lapointe et Soll, 1972a; Lapointe et Soll 1972c; Lapointe et Soll, 1972b; Kem 

et Lapointe, 1979). La constante de dissociation (&) du ~RNA~'" ,  dans lOOmM NaCl à pH 7.0, 

est de 2 x M (Willick et Kay, 1976). 



1.3 Les tRNAs 

Le principal rôle des tRNAs (Acide _Ribo&ucléiques de pansfert) est de semir de lien 

entre les acides nucléiques et les proteines. Les tRNAs qui sont eux-mêmes des acides 

nucléiques. possèdent un anticodon complémentaire aux codons présents sur les mRNAs. Ils 

possèdent aussi, lorsqu'aminoacylés, un acide amine. Si l'anticodon d'un arninoacyl-tRNA est 

complémentaire au codon du mRNA pane par le ribosome, cet acide aminé pourra être 

transfbré à une protéine en élongation. Comme nous l'avons déja vu précédemment. les 

aminoacyl-tRNAs peuvent être impliqués comme donneur d'acides aminés dans plusieurs 

réactions. De plus, certaines espèces mineures de tRNAs sont des suppresseurs et ont aussi un 

rôle régulateur (Bienz et al., 198 1). 

Ii existe deux classes de RNA. La reconnaissance de ces deux classes est basde sur la 

longueur de la region variable. Ceux qui possedent plus de 10 nucléotides dans cette boucle 

sont consid&% comme faisant partie de la classe 2, les autres sont de classe 1. Chez E. coli, 

seuls les tRNAs leucine, sénne et tyrosine font panie de la classe 2. 



Figure 6: Structure des tRNAs. A) structure secondaire B) structure tertiaire 





1 3 1  Structure des tRNAs 

Nous connaissons la séquence en nucléotides d'un millier de tRNAs (Sprinzl et al., 

1998). La plupart de ces tRNAs possèdent une structure secondaire en forme de trèfle (Fig. 6). 

Les tRNAs possédent quatre boucles et quatre tiges. Ces boucles sont appelées : boucle D, 

boucle T (ou TVC), boucle anticodon et region variable. Les quatre tiges sont : tige D, tige T, 

tige anticodon et tige acceptrice. Les tRNAs ont une longueur variant généralement entre 70 et 

90 nucléotides. C'est surtout dans la region variable que sont ajoutés les nucléotides. Comme 

son nom l'indique, c'est dans la boucle anticodon que se trouve l'anticodon. Tous les tRNAs 

poss6dent une séquence se terminant en CCA à I'extrémité 3' de leur tige acceptnce. C'est sur 

le ribose de l'adénosine, en position 2'OH ou 3'OH (selon I'aaRS), que sera attaché l'acide 

aminé (Eriani et ai., 1990; Hecht et aL, 1979). Le nucléotide précédant immédiatement le CCA 

est appel6 base discriminairice parce qu'elle sen d'element de reconnaissance pour la plupart 

des aaRS (Crothers et al., 1972). 

Par cristallographie. on a pu déterminer la structure tridimensionnelle, au niveau 

atomique, de quatre tRNA : les ~ R N A ~ ~  (Rich et al., 1976; Moras et al., 1980; Westhof et al., 

1985) et ~ R N A ~ ~ '  (Ladner et al., 1975; Kim et al., 1973) de S. cerevisiae, le ~ R N A ~ ~ '  de E. 

coli (Woo et al., 1980) et le ~ R N A ~ ~  d'E. coli en complexe avec la GlnRS (Rould et al. 1989). 

Ces tRNA adoptent une forme en L où la tige acceptrice et la boucle anticodon se trouvent 

chacune à une extrémité. Les boucles T et D se retrouvent au coin du L. La tige acceptrice et la 

tige T sont empilées pour former une double hdlice longue de 12 paires de bases. Au bout de 

cette hélice se trouvent les 4 nucléotides NCCA. La coofonnation de ces 4 nucléotides 



dépendrait de la nature de la base discriminatrice 0. Des 6tudes par RMN sur des 

microhélices (Ramos et Varani, 1997; Puglisi et al., 1994; Metzger et aLJ997) indiquent que 

si la base discriminatrice est une purine, ces 4 nucléotides seront préférentiellement empilés 

sur la tige acceptrice. Par contre, si cette base est une pyrimidine, ces 4 nucléotides seront 

disposds plus aléatoirement. Des expériences de circularisation de tRNA avec la RNA ligase 

corroborent ces résultats : seul les tRNA ayant une pyrimidine comme base discriminatrice 

peuvent être recircularisés (Hou et al., 1998). Comme pou. la tige acceptrice, la tige D et la 

tige anticodoa forment une seule double hélice de 10 paires de bases. Les trois bases de 

l'anticodon sont empilées l'une sur l'autre du même ceté de la boucle anticodon. de manière à 

pouvoir former un triplet de paires de bases avec les codons du RNA messager. La boucle T 

est en relation etroite avec la boucle D. Les nucléotides CS4 et Y55 de la boucle T forment des 

paires avec les nucldotides G19 et G18 de la boucle D. La tige D, les nuciéotides 8 et 9 avec le 

concours de plusieurs triplets de bases et la region variable dans les tRNA de classe 1 

s'associent pour former une région appel6 hklice D augmentke. 

1.3.1.1 Bases modif&s 

Les tRNA se distinguent des autres RNA en ce qu'ils possèdent plusieurs bases 

modifiées. Tous les organismes ayant fait l'objet d'études possédent des tRNAs aux bases 

modifiées (Bjork, 1986). Chez E. coli on retrouve une trentaine de type de modifications 

(Bjork et ai., 1987)(Fig. 7). Ces bases sont des dérivés de l'adénine. de la cytidine, de la 

guanine ou de i'uridine. Ces moâifications consistent en grande partie en une simple 



mbthylation. Nous pouvons observer des transformations plus sévéres chez des bases dites 

hypermodifïées. 

Il existerait trois fonctions plausibles pour les bases modifiées. Ces bases pourraient 

jouer un r6le stmctural, ou régulateur, ou servir d'&?ment d'identite pour les aaRS. 

Nous croyons que la majorite des bases modifiées ont un rôle structural. Elies 

effectueraient les micro-ajustements &essaires à l'obtention d'un tRNA 'optimal'. Certaines 

bases modifides forment des liens hydrogènes inusit6s. C'est le cas pour miA58- msU54 de la 

boucle T du ~RNA'~' (Kim et ab, 1979) qui forment un lien de type Hoogsteen. Un autre 

exemple est celui de la base en position 37 (voisin de l'anticodon du côté 3'); son rôle serait de 

positionner correctement l'anticodon lors de son association avec le RNA messager (pour une 

revue, voir Lapointe et Giégé, 1991). 

Certaines bases modifiees pourraient jouer le rôle de determinant (élément nécessaire 

pour la reconnaissance du tRNA par I'aaRS complémentaire) ou bantid&erminant (&ment 

nécessaire pour la non-reconnaissance du tRNA par les aaRS non-compldmentaires). La base 

modifi6e en position 34 du RNA? dE. coli est un bon exemple de dtterminant et d'anti- 

déterminant. A cette position, on retrouve une lysidine (un dérivé de la base C). Lorsque cette 

base n'est pas modifi6e, on remarque que ce tRNA n'est plus reconnu par l'IieRS mais plutôt 

par la MetRS (Muramatsu et aL, 1988); ce qui fait de cette base un dtterminant pour 1'ReRS et 

un anti-déterminant pour la MetRS. De plus cette base, comme plusieurs autres en position 34 



(Wobble) chez d'autres tRNA, joue un rôle important dans la reconnaissance des codons et 

dans l'6tablissernent du code ghétique (Normanly et Abelson., 1989). 

Une hypothèse intéressante veut que certaines modifications aient un rôle régulateur 

(Persson, 1993). Ce serait le cas, par exemple, des bases présentes dans la tige et la boucle 

anticodon du ~ R N A ~ ~ '  chez S. typhimuriurn. Lorsque ces bases sont absentes, il en rdsulte une 

dérepression de l'opéron histidine (Roth et al., 1966). 

Chez E. d i ,  plus de 45 enzymes sont impliquées dans la synthèse des bases modifides 

(Bjork et alJ987). La synth8se de ces bases l'exception de l'inosine (I) et de la queuosine 

(Q), se fait sur le R N A  ap&s que ce dernier ait été transcrit (Hankins et Farkas, 1970; Elliott 

et Trewyn, 1984). La formation de chacune de ces bases modifiées requiert une ou plusieurs 

enzymes selon le besoin. De plus si une même base se retrouve à plusieurs endroits sur le 

@NA, elle pourra requérir les services d'enzymes clifferentes pour chacune de ces positions, 

c'est le cas de la base Y chez E. coli (Singer et al., 1972; Green et al., 1982). Nous savons que 

certaines enzymes comme la Q-insertase (Carbon et al., 1983) reconnaissent des séquences 

alors que d'autres comme la tRNA(Gm34)méthyltransférase (Drogrnans et al., 1986) regardent 

plutôt l'environnement. 



Figure 7 : Location et identification des principales modifications chez les tRNAs de E. coli 

(Sprinzl et al., 1998; Grosjean et al., 1995) 





Nous connaissons peu le mdcanisme de regulation de ces enzyme avons que 

les ghes codant pour ces enzymes sont exprimés à bas niveau (Bjork et ~2.~1987). Le niveau 

d'expression de quelques-unes ce ces enzymes semble augmenter avec une la hausse de la 

vitesse de croissance. C'est le cas de la t~~~(rn 'u54) -  méthyltransfdrase alors que chez les 

t~.N~(m~~37)méth~ltransférase, t~~~(mnm~s~~34)mdth~ltransf~e et tRNA(38,39,40) 

synthdtase, la quantité d'enzyme semble constante (Ny et Bjork, 1980a+b; Arena et al., 1978). 

1.3.2 Le ~ R N A ~ ' '  d'E. coli 

1.3.2.1 Structure primaire, secondaire et tertiaire du ~ R N A ~ " '  

A l'origine, on croyait qu'il existait deux espikes différentes de ~RNA~ ' '  chez E. d i :  

RNA?'" et ~ R N A ~ ' ~  (Nishimura ,197 1). Des études plus récentes ont révblé que l'une de ces 

deux formes (RNA~''~) ne constituait en fait qu'une version ddnaturée du ~RNA'"' natif 

( ~ R N A ~ ' )  d'E. coli (Tremblay et Lapointe, 1986). Ii existe dans le génome d'E. coli K12, 

quatre gènes identiques codant pour ce tRNA. Ces gènes font partie int6grante d'opérons 

codant pour d'autres RNA stables tels les RNA ribosomaux 16S, 23s et 5s (Morgan et al., 

1977, Komine et al., 1990 ). 



Figure 8. Structure secondaire et modèle de la structure tertiaire probable du ~RNA~' '  (Sekine 

et al., 1996) 
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Figure 9: Les bases modifiées du ~ R N A ~ ' ~  dfE. coli et leurs précurseurs. 
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Le ~ R N A ~ ~ '  avec ses 76 nucléotides est l'un des plus petits tRNA bE. coli. DO à son 

haut pourcentage de G+C, son point de fusion est d'environ 90°C (Lapointe, 1972). Ce RNA 

possede une particularité intéressante: il ne contient que cinq bases modifiées (Fig. 8). Ces 

bases modifi6es sont une pseudouridine (Y) en position 13, une 5-méthylaminométhyl 2- 

hiouridine (S) en position 34, une 2-m6thyladénine (m2~) en position 37, une nbothymidine 

(T) en position 54 et une autre pseudouridine en position 55 (voir figure 9). Seule la base S 

requiert plus d'une enzyme pour sa spthése. De fait, sa synthése necessiterait la présence de 

cinq enzymes (Bjork et al., 1987; Rogers et al., 1995). 

Aucune structure de ~ R N A ~ ' "  n'a ét6 élucidée par diffraction aux rayons X ni par 

RMN. Par contre, d'autres approches (mutagenèse, cinetiques, sondage chimique et 

enzymatique.. . ) nous ont renseigné sur la structure tertiaire de ce tRNA. Nous savons que la 

présence de magnesium est essentielle pour obtenir un ~RNA"" actif et correctement replie 

(Eisinger et Gross, 1975; Bina-Stein, 1974). Des expdriences de sondage chimique au bisulfite 

(Singhal, 1971) nous indiquent que les cytidines présentes dans l'anticodon, les boucles 

variable et D et dans le CCA~' étaient attaquées, donc accessibles au solvant. Le sondage avec 

la cysteine-methyl-ester (Wataya et al., 1976) démontre que les region variable et D sont 

exposées au solvant alors que les tiges anticodons et T sont protdgées. Des expérimentations 

de sondage enzymatique à l'aide des RNases T l  et SI suggèrent que les boucles T, D et 

anticodon sont accessibles ainsi que la tige D et le CCA~' (Wrede et al., 1979). Par mutagenèse 

dirigée et par comparaison avec les structures existantes, un modele de la structure teaiaire du 

~ R N A ~ "  dE.  coli a pu être 6tabli (Sekine et al., 1996)(Fig. ab). On remarque dans ce modele 



la presence de quatre triplets de bases : A21-Al4-U8, Y13-G22-A46, C12-(323-C9 et C25- 

G10-A45. 

Nous savons que le ~RNA~'" d'E. coli peut adopter trois structures secondaires 

différentes : native, inactive (ou ddnaturee) et dimérique. La premiére est la structure en feuille 

de trèfle qu'adoptent normalement les tRNAs. La seconde, appelde forme inactive, est obtenue 

lorsqu'on place le tRNA natif en absence de magnésium et en présence d'un chélateur des 

cations divalents comme I'EDTA (Eisinger et Gross, 1975; Bina-Stein, 1974). La GluRS 

n'aminoacyle pas ce conformère. Par la comparaison des spectres U.V. des formes native et 

dénaturée, nous savons que la forme dtnaturée posséde moins de bases empilées (Eisinger et 

Gross, 1975). Le conformére dénature peut s'associer au ~RNA'~' aussi efficacement que le 

tRNA natif (Eisinger et Gross, 1975)' suggérant l'intégrité de sa boucle anticodon (le dimère 

~RNA~'"-~RNA" se formerait via I'anticodon). Enfin, d'aprés des mesures de vitesses de 

relaxation, ce conformere ne possdderait que trois hélices (Bina-Stein et aL, 1976). Celles-ci 

seraient les h6lices anticodon, acceptrice et possiblement T. La troisihe forme est le dimère 

de ~RNA~''. Cette forme est obtenue en plaçant la forme dénaturée du ~RNA''' en présence de 

magnésium à basse temperame (Eisinger et Gross, 1975). Nous ignorons tout de ce 

conformére sauf que la barrière énergétique B franchir pour passer de la forme dénaturée au 

dimère n'est que de 14 kcal M' (Eisinger et Gross, 1975). 



1.3.3.2 Interaction entre la GluRS et le ~RNA~'"  d'E. coli 

Les interactions entre le ~RNA~'" et la GluRS ont été investigdes de ciifferentes façons. 

Par dichroïsme circulaire (Wiliick et Kay, 1976) et par ultraviolet (Thomas et al., 1981), il a 

été observé que la boucle anticodon du ~RNA~'",  plus particuliérernent la base 34, était en 

contact avec la GIuRS. Des expériences de protection du tRNA par la GluRS contre I'ethyl- 

nitroso-urée montrent quels nucl6otides sont en contact avec la GluRS (Sekine et ai., 1996). 

Les nucléotides les mieux protégds sont : U11, C12, Y13 et G69. Les autres nucléotides 

protégés sont CS, C6, U7, Cg, A14, G15, A16, A24, C25, A26, m2~37,  C38, G39, G67, G68 

et G70 (Sekine et ai., 1996). Ces résultats indiquent que les principaux contacts avec la GluRS 

se font par la tige D. Des expériences de pontage avec un RNA oxydé en 3' montrent que le 

~RNA"" peut former 2 complexes de différents poids moléculaires avec la GluRS suggérant 

que celui-ci est capable de se lier à au moins deux endroits differents (Brisson, 1992). 

Des études de cinétique enzymatique ont démontré que des 5 nucléotides modifiés du 

RNA'"', seule la base mnm5s2~ peut être considMe comme un élément d'identité (Kern et 

Lapointe, 1979; Sylvers et aL, 1993; Sekine et al., 1996). En effet, lorsque cette base est 

chimiquement altérée ou substitude, il en résulte une augmentation du Km de 40 à 300 fois. 

D'autres elements ont cependant été découverts : la paire de bases U 11-A24 et le triplet Y 13- 

G22-H46 de l'helice D étendue et G1-C72, U2-C71, U34, U35, C36, A37 et l'absence du 

nucléotide 47 sont considérés respectivement comme des Cléments majeurs et secondaires 

(Sekine et al., 1996). Fait à noter, contrairement à plusieurs autres tRNA, la base 

discriminatrice (G73) n'est pas un &ment d'identité (Shennan et al., 1992). 



1.4 Objectifs et méthodologie. 

Mes objectifs sont d'identifier les sites de pontages de l'extrdmité acceptrice du 

~RNA~"' sur la GluRS, de déterminer le rôie des bases modifiées du ~RNA~"'  au niveau 

structural et dans l'interaction avec la GluRS et finalement d'obtenir la structure des formes 

inactive et dimérique du ~RNA"~. L'atteinte de ces objectifs permettra d'approfondir nos 

connaissances sur les interactions entre le ~ R N A ~ ' ~  et la GluRS dYE. coli 

Le pontage entre le ~RNA"" et la GluRS se fait l'aide d'un ~ R N A ~ "  dont le ribose en 

3'OH a été oxyd6 au periodate. Ce tRNA ainsi traité peut se fixer de façon covalente au site 

actif de la GluRS. Les complexes obtenus sont ensuite séparés sur gel de polyacrylamide 

dénaturant. L'identification des sites de contact se fait en digkrant partiellement la GluRS, en 

purifiant les peptides lit5 au RNA par chromatographie sur couche mince en deux dimensions 

et en les sdquencant. 

Pour déterminer le rôle des bases modifiées, nous devons d'abord obtenir des tRNAs 

avec une ou plusieurs base(s) modifiée(s) en moins. Pour y parvenir, nous avons utilisé une 

souche surproductrice de ~ R N A ~ ' ~ .  Lors d'une surproduction massive, les enzymes de 

modification n'ont pas le temps de modifier entièrement le ~RNA~"'  et il en résulte une 

population h6térogéne de ~RNA~"'  plus ou moins modifié. Ces différents tRNAs sont ensuite 

purifiés par chromatographie sur une colonne de Cl8 modifié. Le contenu en bases modifiées 

est identifié par chromatographie sur couche mince en deux dimensions. L'effet des bases 



modifiées sur l'interaction avec la GluRS est évalué en mesurant les pararnhtres cinétiques 

(Km et LJ de la GluRS pour ces diffdrents substrats en présence de tRNA plus ou moins 

modifié. L'effet des bases modüi6es sur la structure du tRNA est évaiu6 par sondage chimique 

avec le plomb, I'ethyl-nitro-urée (ENU) et le diméthyl sulfate (DMS). Le plomb et I'ENU nous 

permettent de sonder les phosphates exposés au solvant. Le DMS nous permet d'identifier les 

cytosines qui ne sont pas impliquées dans une paire de bases. 

La détermination de la structure des formes inactive et dirndrique du ~RNA''~ est faite à 

l'aide de sondage chimique au diéthylpyrocarbonate (le DEPC attaque les adhosine qui ne 

sont pas empiiées) et au DMS. Avant d'être soumis à l'action des sondes, le ~RNA'"' est 

converti sous sa forme inactive (en lui enlevant son magnésium) ou dimérique (en redonnant 

du magdsiurn à la forme inactive à 4°C). Les données ainsi obtenues, comparées à celles 

obtenues pour la forme native, permettront d'établir la structure de ces deux formes. 

LRs protocoles de toutes ces expériences sont décrits dans le chapitre suivante intitulé 

'Matériels et méthodes'. Les résultats des études sur le rôle des bases modifiées du ~RNA~",  

la structure des formes dénaturde et dimerique et des expériences de pontages sont montres, 

respectivement, aux chapitres 3'4 et 5. 



Chapitre 2 

Matériel et Méthodes 



2.1 Préparation du matériel 

2.1.1 Préparation des cellules 

2.1.1.1 Souches utilisées 

La souche Escherichia coli DHSa contenant le plasmide pI(R15 surproduit le ~RNAO'' 

dtE. d i .  Ce plasmide exprime le gène codant pour le ~RNA'" de façon constitutive à partir du 

promoteur d'une protéine membranaire. Le plasmide code également pour un gène de 

résistance à l'arnpicilline. Ce plasmide est un don des Drs. Kelley Rogers et Dieter Soll. 

La souche E. coli KlZAHlATrp contenant le plasmide pRS3 (Perona et al., 1988) 

surproduit le RNA"'" d'E. coli. La surproduction du ~RNA~"' est induite par un choc 

thermique 42OC. Le plasmide code aussi pour un gène de résistance à I'ampicilline. 

La souche E. coli UT48 1 contenant le plasmide pEC7 surproduit la tRNA-nucléotidyl 

transférase (TNT) d'E. coli (Cudny et Deutscher, 1986). Le plasmide surproduit 

constitutivement la TNT et code aussi pour un gène de résistance à l'ampicilline. Ce plasmide 

nous a W donné par le Dr. Murray P. Deutscher. 

La souche E. coli DHSa contenant le plasmide pLQ76 12 surproduit la GluRS d'E. coli 

(Brisson et al., 1989). Le plasmide surproduisant la GluRS sauvage est induit par un choc 

thermique à 42°C. Le plasmide confère une résistance à l'ampicilhe. 



2.1.1.2 Milieux de culture 

Deux milieux de cultures sont utilisés : un milieu riche (LB, défini par Luria et Bertani) 

et un minimal (voir Lech et Brent, 1997). Le milieu riche contient 10 g de bacto tryptone, 5 g 

d'extrait de levure et 5 g de NaCI par litre d'eau. Le milieu minimal contient 33 mM de 

-04, 60 mM de K2HP04, 7.5 m M  (N&)2S04, 2 mM Na3Citrate, 0.8 rnM MgC12, 11 mM 

dextrose et 15 pM de thiamine. 

2.1.2 Purification du tRNA total 

Le tRNA total est purifié selon une méthode ddrivee de celle de von Ehrenstein (1967). 

Le R N A  total est extrait A partir de cellules DHSa(pKR15) croissant dans 20L de milieu 

minimal. Les cellules sont centrifugées lorsque la densitk optique à 6ûûnm atteint 0.8. Les 

cellules (50 g) sont resuspendues dans 100 ml de Tris-HCl20mM pH 7.2. Nous ajoutons 100 

ml de phdnol (tamponne à pH 7.2 avec du Tris-HCl2OmM) et la suspension est soumise à une 

faible agitation pendant 2 heures i 4 O C  . Le mélange est ensuite centrifuge pendant une heure 

à 6000 x g. Les acides nucléiques contenus dans la phase aqueuse sont précipités avec 2 

volumes d'éthanol et 0.1 volume d'acetate de potassium 20% à pH 6. Le culot est resolubilisé 

dans du NaCl 1M et centrifugé 40 minutes 8000 x g. Le RNA présent dans le surnageant 

résultant est précipité Z i  I'éthanol comme pr6cédemrnent. Le précipité est dissout dans 0.5M 

Tris-HCI pH 8.5 et agité 30 minutes à 3 7 T .  Quatre volumes d'eau sont ajoutés et le tout est 

injecté sur une colonne d'échangeurs d'anions de type Mono Q (Pharmacia). La colonne est 

lavée avec du NaCl 200mM dans un tampon Tris-HC150mM pH 7.2, jusqu'à ce que la densité 



optique il 260nm B la sortie de la colonne soit négligeable. Le tRNA total est ensuite élu6 avec 

du NaCl 1M dans un tampon TrisNCl50mM pH 7.2. 

2.1.3 Préparation d'une colonne Cl8 modifiée (MODS) 

La résine est préparée d'apres la méthode de Bischoff et McLaughiin(Bischoff et 

McLaughlin, 1985; McLaughlin et Bischoff, 1987): 80 g de C 18 ODS-Hypersyl (Shandon) 

sont suspendus dans 500 ml de dichlorométhane. A cela, on ajoute 12 g de chlorure de 

m&hyltrioctylammonium (Sigma) et on agite pendant 3 heures. Sous la hotte chimique, on 

laisse ensuite évaporer le dichlorométhane. La poudre blanche obtenue est resuspendue dans 

un tampon : acetate d'ammonium 0.5M pH 4.5, MgC12 0.01 M. La r6sine a ét6 disposé dans 

une colonne de type HPLC de 2 1.2 mm x 250 mm. 

2.1.4 PuriTcation du ~ R N A ~ ' "  par chromatographie sur MODS 

Avant la chromatographie sur colonne, le RNA doit être renaturé (voir section 1.12). 

Pour la chromatographie, on utilise deux tampons : A) l'acdtate d'ammonium 0.5 M pH 4.5, 

MgCl2 0.01 M et B) l'acétate d'ammonium 5.0 M pH 6.0, MgCl* 0.01 M. Nous pouvons 

injecter jusqu'à 1OOO unités de de tRNA total (dissout dans le tampon A) à un débit de 4 

ml par minute. On applique ensuite un gradient de A: 100%, B:O% jusqu'à A:40%, B:6O%. Le 

débit de la phase mobile est de 4 N m i n  et la duree de la procédure varie de 6 à 12 heures. On 

mesure la densité optique ( B  260 nm, ou plus si l'absorbante est trop forte) du liquide à la 

sortie de la co1ome et on recueille les fractions. 



2.15 Évaluation de la qualité de tRNA par mesure d'activité 

La capacité de charge du ~ R N A ~ ' "  est évaluCe en mesurant la quantité totale de tRNA 

aminoacylé par la GluRS (Lapointe et al., 1985) . La solution d'arninoacylation est composee 

de 50 mM de NaHEPES pH 7.2, 16 rnM MgC12, 2 m M  ATP, 100 pM ['4~]glutamate à -50 

CPM/pmole, 1 pg de GluRS et une quantité connue de tRNA (-40 pg) dans un volume total 

de 100 pl. Le mélange est incubé 37OC, des aliquotes de 20 11 sont retirées aux 20 minutes et 

déposées sur des petits carrés (2 cm x 2 cm) de papier Whatman. Après 30 secondes, ces 

papiers sont plongés dans de l'acide trichloroacétique 5% à 4"C, et successivement lavés deux 

fois 15 minutes dans l'acide trichloroacétique 5 % et deux fois 5 minutes dans l'éthanol 99%. 

Les morceaux de papier sont séchés, places dans une fiole contenant du liquide à scintillation 

(Ready Organic de Bechan)  et la radioactivité évaluée à l'aide d'un compteur il scintillation 

(12 17 Rackbeta de LKB). Un graphique de la radioactivitt en fonction du temps devrait nous 

montrer des plateaux. Si le plateau n'est pas atteint, nous devons incuber le mélange plus 

longtemps. L'activité spbcifique du glutamate en CPM/pmole étant connue, il sera possible de 

determiner dans chaque échantillon la quantite de iRNA capable d'accepter le glutamate. 



2.1.6 Evaiuation de la qualité du tRNA sur gel de polyacrylamide 

La pureté du tRNA peut être évaluée par 6lectrophor&se sur gel de polyacrylamide en 

utilisant le système Mini-protéan de Bio-Rad. On utilise un gel à 15% d'acrylamide 

(acrylamide : bisacrylamide [29 : l]), SO%(m/v) d'urée dans du tampon TBE (Tris-borate 89 

mM à pH 8.3, EDTA 2 mM). Le tampon d'électrode est aussi du tampon TBE. L'échantillon 

contenant le tRNA (-0.1 unité de DOzso) est dilué 1: 1 dans un tampon contenant 20% de 

saccharose, 0.25 % de xylene cyan01 et du TBE 2X. La durée de l'électrophorèse est de deux 

heures à 175 V. Le gel est coloré 5 minutes dans une solution de bleu de m6thyKne 0.1% et 

d'acide acétique 10%. Il est ddcoloré dans de l'eau jusqu'a ce que les bandes soient bien 

visibles. 

2.1.7 ~valuatioa rapide de la qualité du tRNA sur gel de polyacrylamide 

La purification fine des tRNA n'est pas necessaire à leur analyse sur gels. Nous 

pouvons à cette fin utiliser un peu de pâte de cellule provenant d'environ un millilitre de 

culture. Cette pâte est mélangée avec 100 pl de Tris-HC120m.M pH 7.2 et 1 0  pl de phénol 

tamponné avec ce dernier. Après homogénéisation par agitation, la pâte est conservée dans la 

glace pendant 20 minutes et réagitée à toutes les 5 minutes. L'échantillon est ensuite centrihigé 

5 minutes environ 8000 x g la température ambiante, et I'ARN de la phase aqueuse est 

précipité par ajout de 2 volumes d'&han01 à -20°C et de 0.1 volume d'acétate de potassium 

20% à pH 6. Après centrifugation, le culot est dilué avec 1 1 pl d'eau. 1p1 et 10p1 de cette 



solution sont analysés par électrophorèse sur gel de polyacrylamide 15% tel que décrit dans la 

section 1.6. 

2.1.8 Marquage direct du tRNA en 5' (par échange) 

Les acides nucl6iques, tel les tRNA, peuvent se marquer directement (sans 

déphosphorylation prdalable) en 5'. On incube de 0.5 pg à 5 pg de tRNA en présence de 50 

mM d'irnidazole pH 6.6, 10 mM MgC12, 5 mM DTT, 0.1 mM EDTA. 0.05 mM ADP, LOO à 

250 pCi (3000 Ci/mmole) et 10 unit6 de T4 polynucléotide kinase (Pharmacia) 

dans un volume total de 25 pl pendant 1 heure 37°C ( Silberklang et al., 1979b). 

2.1.9 Marquage du tRNA en 5' par d6phosphorylation et rephosphorylation 

Cette procédure de marquage est inspide du protocole de Keith et al., (1983). Le tRNA 

peut être ddphosphoryl6 avant d'être marqu6. Cette déphosphorylation se fait à partir de 8 pg 

(320 pmole) de tRNA dans un volume de 50 pl contenant 50 mM Tris-HCI pH 8.1, 0.02 % 

SDS, 7% formamide. Ce melange est r6chauffé 2 minutes à 80°C et refroidi rapidement sur 

glace. On ajoute 1 unité de BAP ('Bacterial alkaline phosphatase')(Amersham) et on incube 15 

minutes à 37°C. On ajoute encore 1 unité de BAP et on incube 15 minutes à 37°C. La réaction 

est interrompue par une extraction au phCnol suivie par deux extractions à l'éther. À la phase 

aqueuse on ajoute 5 pl d'acétate de sodium 3M pH 6.0 et 140 pl d'éthanol afin de précipiter 

les tRNAs. Le prdcipité est ensuite solubilisé dans 8 pl d'eau. La réaction de marquage 

s'effectue dans un volume final de 20pl contenant environ 320 pmole d'ARN déphosphorylé, 



(3000 Ci/mrnole) et - 40 unité de T4 polynucléotide kinase (Pharmacia) pendant 30 minutes à 

201010 Purifcation des tRNAs sur gel d'acrylamide 

La purification des tRNAs marqués est possible sur un grand gel (30 ii 40 cm de long) 

de polyzcrylamide 15% (acrylamide : bisacryladde [29 : 11) contenant 50%(dv)  d'urée dans 

du tampon TBE (Tris-borate 89 m M  à pH 8.3, EDTA 2 mM). Le tampon d'blectrode est 

également du tampon TBE. L'échantillon contenant le tRNA marqud est dilué 1:1 dans un 

tampon (tampon d'échantillon) contenant 20% de saccharose, 0.25% xylène cyan01 et du TBE 

2X. L'électrophorèse se fait à 2100 V et est interrompue lorsque le bleu a parcouru les 2/3 du 

gel. La bande désirde est dttectée par autoradiographie et découpke. Le fragment de gel est 

place dans une solution contenant 0.5 M d'acétate d'ammonium il pH 8, 10 mM d'acétate de 

rnagn6sium. 0.1 mM d'EDTA et 0.1% SDS et ce pendant 16 heures à 4°C. On ajoute alors 0.1 

volume d'acétate de sodium 3M pH 6.0 et 2.5 volumes d'éthanol a h  d'obtenir le tRNA 

marque sous forme d'un précipité. 

2111 Identification du contenu en bases modifiées 

L'identification des bases modifiées (selon Silberklang et al., 1979) se fait en deux 

Ctapes : le marquage de chacun des nucléotides et leur separation sur 2D-TLC. 0.5 pg tRNA 



sont digérés par 0.05 unité de RNase T2 dans un tampon acétate d'ammonium 10 mM pH 4.5 

dans un volume total de 10 11 pendant 5 heures à 37OC. Après lyophilisation, les nucldotides 

3'-phosphate résultants sont marqués en 5'. Les nuclt5otides sont dissouts dans 10 pl de : 25 

mM Tris-HCl pH 8, 10 mM Dm, 0.1 pg BSA, 1046 glycbrol, 250 pM [~'PIATP (100 

Cümmole) et deux unités de T4 polynucléotide kinase. La réaction s'effectue 37OC pendant 

30 minutes. L'excès d'ATP radioactif est 6liminb par l'addition de 2 mM de glucose et de 

0.008 unité d'hexokinase. Après 10 minutes ii 37OC, 2.5 nmole d'ATP sont ajoutées . Cette 

étape est rbpétde une nouvelle fois et apr&s 10 autres minutes, la réaction est interrompue par 

refroidissement sur glace. Les protéines du mélange sont extraites avec 1 volume de 

chloroforme : alcool isoarnylique [24:1]. La phase organique est ensuite reextraite 2 fois avec 

10 pl d'eau. Les phases aqueuses sont ensuite réunies et extraites 6 fois avec de l'ether 

diéthylique. L'éther residuel est ensuite 6lirniné par incubation 37OC pendant 15 minutes. Le 

tout est ensuite lyophilisb et re-dissout dans 20 pl d'eau. Afin d'éliminer le phosphate en 3' 

des nucléotides, la moitié de cette solution est incubée en présence de 2 pg de nucléase Pl 

dans 75 mM d'acétate d'ammonium pH 5.3 dans un volume final de 15 pl pendant 3 heures à 

37°C. L'échantillon est maintenant prêt à être analysé par chromatographie sur couche mince à 

deux dimensions. 1 pl est déposé au coin (2.5 cm du bord) d'une plaque de cellulose 20 cm X 

20 cm (#5577 de Merck). La premiére dimension est une chromatographie ascendante dans de 

l'acide isobutyrique : 2596 N&OH : H20 [SO: 1.1:28.9]. La seconde est une chromatographie 

ascendante dans HCl : isopropanol : HzO [15:70: 151. La position des nucléotides radioactifs 

est ensuite r6vélée par autoradiographie. En comparant la position des taches radioactives 

obtenues avec celles des bases modifiées connues (Keith, 1995) on pourra identifier le contenu 

en bases modifiées de notre 6chantillon. 



2.1.12 Obtention des ~ R N A ~ ' "  natif, inactif et dimérique 

La préparation des ~ R N A ~ ~ '  natif, inactif et dimerique se fait selon Eisinger et Gross 

(1975). Le ~ R N A ~ "  natif est obtenu en chauffant une solution de tRNA à 60°C en présence de 

10 mM de MgC12 et en laissant redescendre lentement la température (20 minutes h la 

temperature de la pièce). Le ~ R N A ~ ' "  inactif (ou dénaturé) est obtenu en chauffant une solution 

de tRNA à 60°C en absence de magnésium et en présence de I mM d'EDTA et en laissant 

redescendre lentement la température. Le dirn5re est obtenu en ajoutant 10 mM de MgClz à 

une solution froide (4°C) de tRNA inactif. 

2.1.13 Purification de ia GluRS 

La purification de la GluRS s'effectue selon une methode dérivée de Lin et al., (1992) 

et ce à partir de 1 litre de culture en milieu riche d'E. coli DH5alpLQ7612. Les cellules sont 

soniqu6es 10 fois pendant 1 minute dans un tampon contenant 20 inM Tris-HCI pH 7.8, 10% 

glycérol, 0.1 rnM EDTA, 2 rnM PMSF et 3 mM DTT. Les debris cellulaires sont elimines par 

centrifugation à 12000 x g pendant 45 minutes. Les acides nucléiques sont éliminds par 

partition dans un systéme deux phases aqueuses polyéthylbne glycol-dextran : l'extrait brut 

est mélangé à une solution (20 ml final) contenant 20 mM Tris-HCI pH 7.8, 10% glycérol, 7% 

polybthyiène glycol 8000, 1.5% dextran TSOO, 0.05 rnM EDTA, 1 rnM PMSF et 1 .S mM Dm. 



Le tout est agit6 pendant une heure et centrifug6 15 minutes l2Oûû x g. La phase supérieure, 

contenant la GluRS, est diluée quatre fois avec un tampon contenant 20 mM Tris-HCl pH 7.8, 

0.2 m M  DTT, 10% glycérol et 0.1 mM PMSF et injectée sur une colonne MonoQ HR10/10. 

Nous appliquons un gradient de O à 0.6 M NaCl (dans le même tampon). Les fractions 

contenant la GluRS sont identifiées par mesure d'activité (1.14) et par SDS-PAGE, et sont 

rassemblées. Le tampon est remplace par du Tris-HCI 25 mM pH 7.5, MgCl* 2 mM. glycérol 

10% et DTï 0.2 mM a l'aide de Centricon 30 (Amicon). La GluRS est ensuite injectée sur une 

colonne 'Blue Sepharose CL6B' (Pharmacia). La colonne est lavée avec du Tris-HC1 25 rnM 

pH 7.5. MgClz 2 mM, glycérol 10% et DTT 0.2 rnM et la GluRS est éluée en utilisant le même 

tampon avec du NaCl 1 M. Les fractions contenant la GluRS sont rassemblées et la GluRS est 

conservee dans un tampon contenant 20 mM NaHEPES pH 7.2,O.l mM EDTA, 0.5 rnM DTT 

et 65% glycCrol après concentration à l'aide de Centricon 30 (le glyctrol est ajouté après). 

2.1.14 Mesure de l'activité de la GluRS 

La mesure du [ i 4 ~ ] g l u t a m a t e - t ~ ~ ~ a U  permet l'évaluation de l'activité GluRS. 

(Lapointe et ai., 1985) Le milieu d'aminoacylation contient 50 mM NaHEPES pH 7.2, 16 mM 

MgC12, 2 mM ATP, 100 pM ['4~]glutamate à -50 CPM/pmole, 3.6 mgld  de tRNA total et 

environ 0.1 pglml GluRS pour un volume fmai de 120 PL. L'enzyme est diluée dans une 

solution contenant 50 rnM NaHEPES pH 7.2, 1 m g h l  de BSA, 1 mM D m  et 10% giycérol. 

La réaction se déroule à 37°C. A partir du moment où l'enzyme est ajouté au milieu, des 

aüquotes (20 PL) sont prélevees à chaque minute pendant 5 minutes. Ces aliquotes sont 



déposees sur papier Whatman et sont traitées comme dans la section 2.1.5. Sur un graphique 

de la radioactivité en fonction du temps, nous devrions obtenir une droite dont la pente est 

directement proportionnelle ii l'activité enzymatique. 

2.1.15 Purification partielle de la tRNA-nucléotidyl-transfhrase 

La purification de la tRNA-nucléotidyl-transférase (TNT) s'effectue selon le protocole 

de Cudny et Deutscher (1986). L'objectif n'est pas d'obtenir une TNT pure mais plutôt une 

fraction enrichie sans RNases. Les cellules surproductrice (UT481IpEC7) sont lysées par 

sonication puis centrifugées à 6000 x g pendant 15 minutes. La phase aqueuse est injectée sur 

une colonne de type Mono Q. Un gradient de 20 mM Tris-HCl pH 7.6 à 200 m M  IM2P04 pH 

4.5 est utilisé (en présence de 0.1 mM PMSF, 0.1 mM D m  et 10% glycdrol). L'activité TNT 

(voir 2.1.16) est kvaluée pour chacune des fractions. La presence de RNase est vérifibe en 

incubant les fractions positives en présence du tRNA pendant 3 heures il 37OC. L'intégrité du 

RNA est ensuite évaluée sur gel d'acrylarnide en condition dénaturante. 

2.1.16 Mesure de l'activité tRNA-aucléoadyl-trallSf6r8se 

L'activité est mesurée par l'incorporation de [ 3 2 ~ ] ~ ~ ~  à l'extr6mitt5 3' de tRNA. Le 

melange contient 50 mM Tris-Cl pH 8.2.5 mM pyrophosphate de sodium, 5 mM Dm, 10 pCi 

[c~?~P]ATP, 5 m g h l  tRNA total de levure, 10 mM MgCl*. Ensuite, 2 pl d'extrait 

enzymatique, provenant des fractions recueillies précédemment sont ajoutés à 20 pl de 

mélange réactionnel. Aprés une incubation de 15 minutes il 37OC, cette solution est déposée 



sur un papier Whatman préalablement saturé avec une solution 50 mM ATP. Les papiers 

Whatman sont traités comme dans la section 2.1.5. Les echantillons contenant le plus de 

radioactivité correspondent aux fractions contenant la TNT. 

2.2 Étude cinétique et structurale du ~ R N A ~ " '  

2.2.1 Mesure des paramètres cinétiques 

Les conditions d'aminoacylation sont essentiellement les mêmes que celle décrite dans 

la section 1.14, à l'exception de la concentration du substrat pour lequel on veut mesurer les 

KM et Vmax. Les KM et Vrnax sont détexminés graphiquement par les méthodes de 

Lineweaver-Burk et d'Eadie-Hofstee. 

Pour le tRNA, le mélange réactionnel contient 50 mM NaHEPES pH 7.2, 16 mM 

MgC12, 2 mM ATP, 100 pM [14~]glutamate (ayant la plus haute radioactivité spécifique 

possible), 0.1 pg/ml de GluRS et des concentrations en tRNA ailant de 0.05 pM à 6 PM. 

Pour le glutamate. le melange contient 50 mM NaHEPES pH 7.2, 16 rnM MgC12, 2 

mM ATP, 0.1 pg/d  de GluRS. du RNA en concentration 10 fois sup6rieure au KM et du 

glutamate à des concentrations de 20 FM il 400 PM. 

Pour I'ATP, le mélange contient 50 rnM NaHEPES pH 7.2, 16 mM MgC12, 100 pM 

glutamate, 0.1 pg/d de GluRS, du tRNA en concentration 10 fois supérieure au KM et de 

I'ATP à des concentrations de 20 pM à 400 PM. 



Tableau 2. Action des diverses sondes utilisées 

I NOM I Structure 

Plomb 

Dimethyl sulfate 

Diethy 1 p yrocarbonate 1 A d ' O q  

Action 

Ethyl nitroso urde 

Attaque les phosphates 
exposés au solvent 

CH3-CH2, O 
NI 11 

/ C -MI* 
O = N  

Attaque les C et G simple brin 

Attaque les A non-impliqukr 
dans la structure secondaire oc 
tertiaire 
Attaque les phosphates 
exposes au solvent 



2.2.2 Digestion alcaline du tRNA (pour l'obtention d'une échelle lors de l'électrophorèse 

sur gel) 

La digestion alcaline d'un tRNA marqué au '*P à une extrémitb nous donnera une 

échelle nous permettant d'évaluer la taille des fragments obtenus sur gel. Cette digestion est 

obtenue en chauffant à 90°C pendant 10 minutes une solution contenant 1 pl de tRNA marqué 

et 8 pl de NaHC03 50 rnM pH 8.9. On y ajoute 8 pl de tampon d'echantillon (section 1. IO), on 

la laisse encore 1 minute à 90°C puis on la refroidit sur glace. 

2.2.3 Digestion à la RNase Tl (dchelle de G) 

Une dcheile de G peut nous donner des repères facilement identifiables. Le milieu de 

digestion contient 1 pg de tRNA marquC au 3 2 ~  en Y, 7 M d'urée, 25 rnM de Na-citrate pH 4.5 

et 1 mM d'EDTA dans 9 pl. Le melange est réchauffé à 50°C pendant 5 minutes puis 0.01 

unit6 (0,s pl) de RNase Tl est ajoutée. LE tout est incubé 10 minutes ii 50°C, plongé dans la 

glace et 8 p1 de tampon d'échantillon (section 2.1.10) y sont ajoutés. 

2.2.4 Sondage au plomb 

La digestion au plomb s'effectue selon Krzyzosiak et al., (1988), dans un milieu 

contenant 0.05 pg/pl tRNA marque au '*P en 5', 0.09 p&I de tRNA non-marqu6, 10 mM 

Tris-HC1 pH 7.5'40 mM NaCI, 10 mM MgCl? et diverses concentrations (0,0.55, 1.1,2.2 et 9 



mM) d'acétate de plomb. La reaction dure 10 minutes à la température de la piéce. La réaction 

est arrêtée par l'ajout de tampon d'échantillon (section 2.1.10) contenant en plus 20 mM 

d' EDTA. Le tout est réchauffb 2 minutes à 65°C puis refroidi sur glace. 

2.2.5 Sondage au dimethyl sulfate @MS) 

Le sondage au diméthyl sulfate se fait selon la méthode de Romby et al (1987) et est 

utile à l'identification des cytosines ne formant pas de paires de bases (Peattie et Gilbert, 

1980). Le milieu réactionnel contient 5 p g / d  de tRNA marqué, 45 p@ml de tRNA non- 

marqu6, 50 rnM cacodylate de sodium pH 7.2, 10 mM MgC12 et OS%(v/v) DMS pour un 

volume final de 200 pl. La conformation des molécules de tRNA devra être homogène (natif, 

dbnaturé ou dimère) avant l'ajout du DMS. Pour le témoin négatif, le DMS est remplacé par de 

l'eau. La rdaction dure 10 minutes à 37°C et est interrompue par l'ajout de 5pg de tRNA total, 

100 pl d'acétate de sodium 1 M à pH 6.0 et 900 pl d'éthanol à -20°C. On laisse prgcipiter le 

RNA et on dissout le culot avec 100 pl d'acétate de sodium 0.3M à pH 6.0 et 300 pl 

d'éthanol. Le RNA est prdcipité et le culot lavé deux fois avec de L'éthanol 80%. Ii est ensuite 

dissout dans 10 pl d'hydrazine 10% et refroidi 5 minutes à 0°C. On ajoute 5 pg de tRNA total, 

100 pl d'acétate de sodium 0.3 M à pH 6.0 et 300 pl d'éthanol. On laisse précipiter le R N A  et 

on ajoute au culot 100 pl d'acktate de sodium 0.3M pH 6.0 et 300 pl d'éthanol. On laisse 

précipiter le RNA et on lave ensuite le culot deux fois avec de I'éthanol 80%. Le culot est 

ensuite dissout dans 10 pl d'aniline 9% et incubé 10 minutes à 60°C dans l'obscurité. La 

solution d'aniline est préparée à partir de 950 pl d'eau, 100 pl d'aniline et 60 pI d'acide 

adtique glaciale (si la solution n'est pas homoghe, on peut y ajouter un peu plus d'acide 



acétique). La reaction est arrêtée par l'ajout de 100 p1 d'acétate de sodium 0.3M à pH 6.0 et 

300 p1 d'éthanol. On laisse précipiter le tRNA et on lave ensuite le culot deux fois avec de 

l'éthanol 80%. Le précipite est ensuite solubilisé dans 5 pl d'eau et 5 pl de tampon 

d'échantillon (section 1.10). 

2 1 6  Sondage au diéthyl pyrocarbonate (DEPC) 

Le sondage au didthyl pyrocarbonate s'effectue selon Romby et ai (1987) et sert à 

identifier les adénines non impliquées dans les structure secondaire ou tertiaire (Peattie et 

Gilbert, 1980). Le milieu réactionnel contient 5 pg/ml de RNA marqub, 45 p g / d  de tRNA 

froid, 50 mM cacodylate de sodium pH 7.2, 10 mM MgC12 et S%(v/v) DEPC dans un volume 

final de 200~1. Le tRNA devra être dans un seul conformère (natif, dinaturd ou dimère) avant 

l'ajout du DEPC. Pour le ternoin nbgatif, le DEPC est remplace par de l'eau. La réaction dure 

10 minutes à 37OC et est arrêt6e par l'ajout de 5pg de tRNA total, 100 pl d'acétate de sodium 

1M à pH 6.0 et 900 pl d'éthanol. On laisse précipiter le R N A  et on dissout le culot avec 100 

pl d'acétate de sodium 0.3M à pH 6.0. Après re-précipitation du tRNA avec 300 pl d'6thano1, 

le culot est lavé deux fois avec de l'éthanol 80%. Il est ensuite dissout dans 10 pl d'aniline 9% 

et laisst à incuber 10 minutes à 60°C dans l'obscurité. L'aniline est préparée à partir de 950 pl 

d'eau, 100 pl d'aniline et 60 pl d'acide acétique glacial (si la solution n'est pas homogkne, on 

peut ajouter un peu plus d'acide adtique). La réaction est interrompue par l'ajout de 100 pl 

d'acétate de sodium 0.3 M à pH 6.0 et 300 pl d'éthanol. On précipite le tRNA et on lave le 

culot deux fois avec de l'éthanol 80%. Le prkipité est solubilisé dans 5 pl d'eau et 5 pl de 

tampon d'échantillon (section 1.10). 



2.2.7 Sondage P I'éthyl nitro urée (EN) 

La digestion à l'éthyl nitroso urée (Vlassov et ai., 198 1; Romby et al., 1985) s'effectue 

dans un milieu contenant 40 pg/ml de tRNA marqué, 25 p g h i  de tRNA non-marqut, 150 mM 

cacodylate de sodium pH 8, 10 mM MgC12, 0.3 rnM EDTA et 10% (vlv) de solution d'ENU 

dans un volume final de 25 pi. La solution d'ENU est préparee en saturant de l'&han01 99% 

avec de I'ENU. Pour le contrôle ndgatif, la solution d'EMJ est remplacée par de l'éthanol 

99%. La rgaction dure 3 heures à la température de la pihce et est interrompue par l'ajout de 1 1 

pg de R N A  total, 5 p1 d'acétate de sodium 2 M il pH 6.0 et 100 pl d'éthanol. Le tRNA est 

précipité et le culot dissout dans 20 pI d'acetate de sodium 0.3 M pH 6.OEDTA 20 mM. Le 

tRNA est prkcipité par l'ajout de 100 p1 d'éthanol et le culot est dissout dans 10 pl de Tns- 

HC1 100 mM B pH 9.0 et incubé 5 minutes ii 50°C. On ajoute ensuite 7 pI d'ac6tate de sodium 

3 M à pH 6.0 et 60 pl d'éthanol. On laisse prtcipiter le tRNA et on lave ensuite le culot deux 

fois avec de I'éthanol 80%. Le précipité est solubilis6 dans 5 pl d'eau et 5 pl de tampon 

d'échantillon (section 2.1.10). 

2.2.8 Visualisation des produits des réactions de sondage par électrophorèse 

Les échantillons provenant des différents sondages, de l'échelle alcaline et de la 

digestion à la N a s e  Tl sont déposes sur un grand gel (minimum 40 cm) de 12% de 

polyacrylamide (acrylamide : bisacrylamide [29 : 11 contenant 50%(m/v) d'urée dans du 

tampon Tris-borate 89 mM B pH 8.3, EDTA 2 mM). On doit s'assurer que les échantillons 

provenant d'une meme strie d'expériences aient des comptes semblables (en CPM mesuré par 



sa radiation Cerenkov). On doit également s'assurer que l'intensité de la radioactivit6 des 

écheiles alcalines et T l  soit du même ordre de grandeur que celles des Cchantillons 6tudi6s. La 

migration se fait à 2000 V jusqu'a ce que le bleu ait atteint le tiers du gel. Les bandes sur le gel 

sont rtvt5lées par autoradiographie. 

2.3 Pontage du ~ R N A ~ ' "  sur la GluRS d9E. coli 

2.3.1 Marquage en 3' du ~ R N A ~ "  par la TNT 

Le marquage en 3' du tRNA se fait par réaction d'échange avec de I ' [ ~ ~ ~ P ] A T P .  Le 

milieu réactionnel contient 50 mM Tris-Cl pH 8.9, 2.5 mM pyrophosphate de sodium, 5 m M  

DTT, 250 pCi [ a 3 2 ~ ] ~ ~ ~  (6ûûCümmol), 10 mghi ~ R N A ~ "  pur, 10 m .  MgCl2 et 5% (v/v) 

d'extrait de TNT dans un volume final de 250 pl. La reaction dure 30 minutes 37°C et est 

interrompue par une extraction au phénol (250 pl). La phase aqueuse contenant le tRNA 

marqué est précipitee avec 0.1 volume d'acétate de potassium 20% pH 6.0 et 2 volumes 

d'éthanol. Le culot est lave avec de l'éthanol 80 % et est dissout dans 200 pl d'eau. 

2.3.2 Oxydation du tRNA 

L'oxydation au periodate est directement inspiré du protocole de Fayat et al. (1979). Le 

milieu d'oxydation contient du ~RNA~"'  marque en 3' à 2 mghi ,  7.5 mM de NaD4 

fraîchement prépar& 100 mM d'acétate de sodium ii pH 5.0 et 10 mM de MgCh dans un 

volume final de 1 ml. L'oxydation s'effectue à l'obscurité, à 4OC pendant 30 minutes. La 



réaction est interrompue par l'ajout de 1 11 p1 de glycérol. Le tampon est remplacé par du Tris- 

HCI 100 mM pH 8.9 (-100 pl) par plusieurs étapes de concentration de l'échantillon onginal 

par Centricon-10 (Amicon) et de diiiutioo avec ce tampon. L'oxydation au periodate ne 

modifie que le ribose en 3' du ~RNA'~" d'E. coli (Kem et Lapointe, 1980). 

2.3.3 Réaction de pontage 

La reaction de pontage s'effectue à partir de 2 mg de [S ' -~~P]~RNA~"'  oxyd6 et de 2 mg 

de GluRS pure dans un volume de 500 pl contenant 20 m M  d'imidazole pH 8.0, 10 mM de 

MgC12, 25% de glycérol et 10 mM de NaCNBH3 (fraîchement pr6par6) à 37°C pendant 1 

heure. 

2.3.4 Caract6risation des complexes 

2.3.4.1 Électrophorèse sur gel de polyacrylamide en présence de SDS 

La formation des complexes peut être visudisde sur gel par SDS-PAGE (Laemmli, 

1970). Une aliquote de 10 pl de la solution de GluRS pontée au [ S ' - ~ ~ P ] ~ R N A ~ ~ ~  oxydé est 

d6posée sur un gel 10 % polyacrylamide. La migration s'effectue en 1 heure il 150 volts. Le gel 

est coloré au bleu de Coomassie (0.2 % dans une solution 40 % m&hanol, 10 % acide 

acétique) et d6coloré avec une solution eau : méthanol : acide acétique [5:4: 11. 



2.3.4.2 Électrophorèse sur gel de polyacrylamide en condition native 

Le poids moléculaire de chacun des complexes peut être évalué sur gel de 

polyacrylamide en condition native (Mueller et al., 1995). Les complexes et 5 marqueurs de 

poids moléculaires ont été analysés sur 6 gels contenant de 4 96 à 12 Z de polyacrylamide 

(acrylamide : bisacrylamide [29 : 11 dans 250 mM glycine pH 8.3, 25 mM Tris-HC1). Les 

marqueurs sont: la P-lactoglobulin (18.4 kDa ), la pepsine (34.7 kDa), l'albumine d'oeuf (45 

kDa), la 'bovine serum albumin' (66 D a ) ,  son dimhre (132 kDa) et la cataiase (232 kDa). La 

variation de La mobilitd en fonction de la concentration en polyacrylamide est proportionnelle à 

la taille de la molécule : plus la moldcule est grosse, plus la variation de la mobilité est grande. 

2.3.4.3 Spectrométrie de masse 

Le poids moléculaire des différents complexes a aussi éte mesuré par spectrométrie de 

masse ES1 ('electrospray ionization'). Le spectre a et6 lu sur un spectrom&tre de masse ' 

Micromass Quattro II triple-stage quadrupole' (Micromass, UK) par les Drs. Giiies Lajoie et 

Jian Chen au 'Biological Mass Spectrometry Laboratory' de l'Université de Waterloo A 

Waterloo, Ontario, Canada. 



2.3.5 Purifkation de chaque complexe sur gel de polyacrylamide 

Les complexes sont séparés par électrophorèse sur gel de polyacrylamide 10% en 

présence de SDS. Les dimensions du gel sont de 20 cm x 20 cm x 3 mm et il est composé de 

10% polyacrylamide (acrylamide : bisacrylamide [29 : 11). 0.1 9% SDS, 250 rnM glycine pH 

8.3, 25 mM Tris-HCl (Laemmli, 1970). Les bandes correspondant B chacun des complexes 

sont découpkes, broyées. et placées dans des sacs à dialyse (SpectraPor, Fisher #08-6678) 

contenant 25 rnM Tris, 250 rnM glycine pH 8.3 et O. 1% SDS. Ce montage est deposé dans un 

bac contenant le même tampon et soumis à une électrophorèse de 2 heures à 100 volts et à 4' 

C. Le contenu des sacs est filtre sur un verre fritté. Le volume de la solution est rdduit à 50 pl 

par fdtration sur Centricon-30 (Amicon), et la concentration de SDS est réduite à 0.01% par 

dilutions et filtrations successives dans ce même Centricon. 

2.3.6 Digestion du tRNA et de la GluRS 

Le RNA pr6sent dans les complexes est digéré par 100 unités de RNase Tl 

(Boehringer Mannheim) pendant 3 heures à 37OC. Comme cette nucléase coupe en aval des 

purines et que le ~RNA"" a un G comme base discriminatrice, cette digestion ne laissera que 

le CCA~' accroché sur l'enzyme. Le tampon est ensuite remplacé par du bicarbonate 

d'ammonium 100 mM pH 8.0 à l'aide de Centricon-30. La GluRS est ensuite digérée avec de 

la trypsine (T-013H de Sigma) à un ratio de 1:20 d m  pendant 24 heures A 37°C. Un 

échantillon (50 pg) de GluRS pure digM de la même façon servira de témoin lors des 

prochaines étapes. 



2.3.7 Purifkation des peptides marqués par chromatographie sur couche mince en 2 

dimensions 

Environ 15 pmoles de peptides sont déposées au centre et en bas d'une plaque de 

cellulose 20 cm X 20 cm (No 6064 de Kodak). La première migration est une chromatographie 

ascendante dans une solution éthanol : chloroforme : 28% ammoniaque : eau [5:2:1:1]. La 

seconde migration est une électrophorèse dans de l'acétate d'ammonium 100 rnM à pH 8. Elle 

est effectuée avec un appareil Savant TLEZO. ks peptides sont colorCs avec une solution 

contenant 0.2% ninhydrine et 2% trimethyl pyridine, ou révélés par autoradiographie. Les 

taches radioactives sont découpées et les peptides sont extraits une première fois avec de l'eau 

et une seconde fois avec une solution d'acdtonitrile 50%(v/v) dans l'eau. Le volume des 

&hantillons est réduit par lyophilisation. 

23.8 Identifkation des peptides marqués 

La sdquence des diffkrents peptides a Cté déterminde par degradation d'Edman (Edman, 

1970), par Dr Sylvie Bourassa du Service de séquence de peptides de l'est du Québec (CKUL). 

2.4 Logiciels 

Un ordinateur Silicon Graphics Indigo 2 a servi aux études de modélisation 

mol6culaire effectuees ii l'aide du logiciel InsightII de 'Biosym Technologies'. Les 



programmes RasMol de Roger Sayle (Glaxo Wellcome Research and Development) et 

WebLab ViewerLite Version 3.10 de Molecular Simulations Inc ont été utilisés pour la 

visualisation des mol8cules. L'analyse de séquence a été faite en utilisant le 'Wisconsin 

Package Version 9.0' (Genetics Cornputer Group (GCG), Madison, Wisconsin, USA) 

(Devereux et aL, 1984). La pr6diction des structures secondaires a bté faite en utilisant le 

programme mfold version 3.0 de Michael Zuker, Washington University, School of Medicine 

(Walter et al., 1994) (http://www.ibc. wustl.edu/-zuker/ma/form 1 .cgi). 



Chapitre 3 

Rôle des bases modifiées du 
Glu tRNA de E. coli 



3.1 Surexpression du ~ R N A ~ "  

Avant de pouvoir étudier différentes formes sous-modifiées de ~RNA~'', il nous failait 

trouver un moyen d'obtenir ces dites formes. Pour y parvenir, nous avons surproduit le 

~ R N A ~ ' "  d'Escherichia coli avec un plasmide contenant le gène de ce tRNA chez une souche 

d'E. coli DHSa. Afin de déterminer les conditions optimales de surproduction, nous avons 

cultivé ces cellules dans un milieu riche et mesrué la quantité de ~ R N A ~ ' "  présente en phase 

exponentielle, en fm de phase exponentielle et en phase stationnaire (tableau 3). La proportion 

en ~RNA~'" a été 6valuée par microdensitométrie (mesure de l'intensiti de la coloration au 

bleu de méthylène du ~RNA~'" par rapport au tRNA total sur gel de polyacryiamide) et par 

I'activité acceptrice. Nous avons observé qu'en phase exponentielle et qu'en fin de phase 

exponentielle, environ 30% du tRNA des cellules est du ~RNA~'",  ce qui correspond il - 10 fois 

la quantité de &NA'" retrouvé normalement chez ce type de cellule. Nous remarquons qu'en 

phase stationnaire, cette proportion augmente lt 60 - 70 96, ce qui correspond une production 

de 50 lt 60 fois sup6rieure au taux habituel. Ii existe une diffërence sensible entre les valeurs 

obtenues par microdensitométrie et par mesure d'activité acceptrice. Cette anomalie peut 

s'expliquer de trois façons : 1) il est possible que &autres tRNA occupent la même position 

que le ~RNA''~. 2) Nous pouvons supposer l'existence d'une forne de ~ R N A ~ "  ne migrant pas 

à la même position. 3) Ii existerait peut-être des ~ R N A ~ ' ~  peu ou pas actifs, indétectable par la 

mesure de l'activite acceptrice. 

Le début de la phase stationnaire étant le moment le plus propice à l'obtention de 

grandes quantités de ~RNA~'', nous avons évalué la qualité de ce tRNA par la mesure du Km 



de la GluRS pour le tRNA. Nous avons obtenu un Km supdrieur à 10 PM, ce qui est largement 

au-dessus du 0.12 PM observé par Lapointe et SOU (1972b). Cette donnée indique que notre 

tRNA, même s'il semble actif, est imparfait. R est fort probable que cette imperfection 

provienne d'une absence partielle (ou total) de rnoàification. Il est facile de concevoir que les 

enzymes de modification aient de la clifficulté à modifier l'énorme quantité de ~ R N A ~ "  

générée. Afin d'attester ce ph6nom&ne, nous avons surproduit le ~RNA''~ dans des conditions 

de ralentissement des mécanismes ceildaires i e .  dans un milieu minimal. Nous avons ainsi 

obtenu des cellules avec 69% de ~RNA'"' actif ayant un Km de 0.35 PM. Cela suggère que 

dans ces conditions le taux de surproduction serait peu affecté par le taux de croissance de la 

cellule. De plus, il semble que dans un milieu minimal les enzymes de modification 

bénéficient de plus de temps pour modifier le tRNA. 



TABLEAU 3 : Quantitb de ~ R N A ~ "  produit par la souche surproductrice DHSa/pKRlS dans 

diverses conditions ainsi que le Km pour la GluRS pour ce tRNA. 

Riche (LB) 

- 

Riche (LB) 

Riche (LB) 

Minimal 

Une souche 

~RNAG~U et le Km de la GluRS pour ce tRNA est de 0.12 pM. 

l 

Phase de croissance 
jet DOssom 
Exponentielle 
0.4 

1 Fia exponentielle 
0.8 
Début stationnaire 
1.5 
Fin exponentielle 
0.8 

*En partant du fait que : 

FAG = GC +Gp 

TC +GP 

Taux de sur- Km 
production* 

et que = -25 GC 

% ~RNA~"' 
pdensitom8tre 
36 

35 

10 

7 

non-surproductrice contient environ 4 % (Tremblay et Lapointe, 1986) de 

62 

- 

Taux de surproduction = @' = - 
GC 

% ~RNA''' 
act. acceptrice 
3 1 

24 

- 

- 

Gc ~RNA''" produit des g h e s  chromosomiques 

73 

69 

T Ensemble des tRNAs produits des g h e s  

chromosomiques 

@ ~RNA~'" produit des g h e s  plasmidiques 

FAG Fraction des W A s  accepteurs du glutamate 

1 - FAG 

64 

52 

>10 pM 

0.35 p M  



3.2 Une souche surproductrice de ~RNA"' contient plusieurs formes düférentes de ce 

Maintenant que nous disposons d'une source de ~ R N A ~ ' ~  plus ou moins modifie, il 

nous faut trouver un moyen de le purifier. Nous savions que le ~RNA~'" avait déjà été purifié à 

l'aide d'une colonne de type RPC-5 (Tremblay et Lapointe. 1986). Cette résine est constituée 

de microscopique particules de plastique (plaskon) recouvertes d'adogen (trioctylamrnonium). 

Bischoff et McLaughlin (Bischoff et McLaughiin, 1985; McLaughlin et Bischoff, 1987) ont 

considérablement amélioré ce système en remplaçant le plaskon pour des billes de 5 Pm 

recouverte de C18. A l'aide de ce renseignement, nous avons fabriqué une colonne de 22 mm 

X 250 mm que nous appellerons MODS (pour 'modifed octadecyl sulfate'). Nous l'avons 

utilisée afin de caractériser le tRNA total de cellules cultivees dans les milieux riche ou 

minimal. L'activité acceptrice pour le glutamate de chaque fraction Cté mesurée. Nous avons 

constat6 dans tout les cas la présence de ~RNA~' '  (modivaiant-1 à modivariant-5, Fig. 10) 

dans 5 pics majeurs. Nous appelons 'modivariant' les différentes formes plus ou moins 

modifiées d'une même espiice de RNA. En milieu riche, l'espèce dominante est le 

modivariant-3, alors qu'en milieu minimal le modivariant-2 est le plus important. Chacun de 

ces modivariants a ét6 purifié par deux ou trois passages successifs sur la colonne MODS (Fig. 

11). Nous obtenons de 0.5 à 10 mg de chaque espèce a partir de 24 litres de culture. L'activitb 

acceptrice varie de 90% (-1550 pmole/Azm,,,J pour les modivariant-2 et -4, à 60% pour les 

modivuiant-1 et -5 et ii moins de 15% pour le modivariant-3. 



Figure 10 : -cation par HPLC sur colonne MODS de tRNA provenant de diverses sources. 

A) tRNA total d'E. coli MRE6ûû (-20 mg), B) tRNA total d'E. coli DHSdpKRlS cultivé 

dans un milieu riche (- 20 mg), C) tRNA total d'E. coli DHSdpKRlS cultive dans un milieu 

minimal (-20 mg), D) ~RNA~"' pure de source commerciale (-0.2 mg). La chromatographie 

s'effectue à un dkbit de 4 ml par minutes pendant 6 heures. Le gradient consiste au départ en 

100% solution A et à la fin en 40% Solution A et 60 % Solution B. La longueur d'onde de 

ddtection est de 280 nm. 
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modivariant 1 rnodivariant 4 
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Figure 1 1  : Purification du modivariant-1, par chromatographie sur colonne MODS, à partir du 

tRNA total d'E. coli DHSdpKR15 cultivé en milieu minimal. La chromatographie s'effectue 

à un débit de 4 ml par minute pendant 6 heures. Le gradient consiste au départ en 100% 

solution A et à la fm en 40% Solution A et 60 % Solution B. La longueur d'onde de ddtection 

est de 260 nm. A) tRNA total, B) 2' passage du pic 1 C) 3' passage du pic 1. 
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3.3 Détermination du contenu en bases modifiées 

Nous avons déterminé le contenu en bases modifiées de chaque tRNA par 

chromatographie sur couche mince en deux dimensions (tous les modivariants) et par HPLC 

(modivariants 2 et 5). S. Sekine du laboratoire du Dr Yokoyama a effectué les analyses sur 

KPLC. Le ~RNA~ '"  d'E. coli contient normalement 4 bases modifiées différentes. La 

comparaison avec le R N A  commercial (tableau 5) révèle que le modivariant-2 correspond à 

l'espèce totalement modifite. Sur la figure 12, on peut distinguer chacun des 4 nucléotides 

modifiés du modivariant-2. Leur intensité nous laisse à penser qu'il y a beaucoup plus de T 

(ribothyrnidine) que des trois autres. Cette irrégularit6 apparente est causé par la non- 

uniforxnitié du marquage des nucldotides par la T4 polynucléotide kinase. Il nous faut donc 

tenir compte de ce fait lors de la quantification de ces bases (tableau 4). On observe la 

présence de s2u (thio-2 uridine) chez les modivariants 4 et 5. Le rnodivaiant 5 contient un s2u 

tel que démontrd par les résultats de HPLC. Pour identifier & quelle tache de la plaque 

chromatographique ce nucldotide correspondait, nous avons recherché une tache pdsente sur 

la plaque 5 mais absente de la plaque 2 (Fig. 12). Une bonne candidate (et la seule ...) est celle 

à quelques millimètres sous la tache correspondant au m 2 ~ .  Nous avons donc assigné cette 

position au s2U Cette tache apparaissant aussi sur la plaque du modivariant 4, nous en avons 

conclu que cette espèce contenait aussi un s2u. Il est a noter que les modivariants possBdant un 

s2u ne poss5dent pas de mnmss2~, ce qui est normal puisque le s2u est un intermédiaire dans 

la fabrication du mnm5s2u. 



Chacun de nos rnodivaiants est différent. Le modivariant 1 est hyper-modifié : il 

poss&de une base modifiée (Y) supplémentaire. Il est malaisé de dire où ce trouve cette base 

suppltmentaire. Ii est possible qu'eue soit placée en position 65. C'est la seule position 

commune lorsqu'on compare la position des U du ~RNA"" et celles ou on trouve des 

pseudouridine dans les autres tRNA d'E. coli (Sprinzl et al.. 1998; Grosjean et al., 1995). Les 

modivariants 3, 4 et 5 sont des especes sous-modifikes du ~RNA~". Ii leur manque une ou 

plusieurs bases modifiees: m d s 2 ~  et/ou r n 2 ~  etlou Y. Dans le cas du modivariant 4 on ne 

retrouve qu'une seule pseudouridine. Laquelle des deux est absente? Ii est fort probable que 

cela soit Y 13. Le taux d'enzyme de modification pour Y13 chez d'E. coli doit être très 

nettement inférieur a celui de Y55; tous les tRNA d'E. coli possédent une YS. 



Figure 12 : Determination du contenu en bases modifiées des modivariants 2 et 5 par 

chromatographie sur couche mince ii deux dimensions. La première dimension est une 

chromatographie ascendante dans l'acide isobutyrique : 25% NKOH : H20 [SO: 1.1:28.9]. La 

seconde est une chromatographie ascendante dans HCl : isopropanol : H20 [15:70:15]. Les 

nucléotides marqués sont r6vélés par autoradiographie. Les taches non-identifides 

correspondent au bruit de fond (dinucldotides, nucléotide di-phosphate, etc.) 





Tableau 4 : Nuclbotides modifi6s presents dans chacun des modivariants du ~RNA~'" d'E. 

coli tel que déterminé par chromatographie sur couche mince en deux 

dimensions. 

Espèces 1 

Tableau 5 : 

I 

Contenu en bases dans les modivariants 2 et 5 ainsi que pour le tRNA 

commercial, déterminé par HPLC 

3 

4 

5 

O O 1 2 

O 1 sLU 1 1 

1 1 sLU 1 2 

*Espéce totalement modifï6e. 

Bases ~RNAG~u Pic 2 Pic 5 
commercial 



3.4 Les paramétres cinétiques de la GluRS pour ses Mérents substrats sont affectés 

par les modifications présentes sur le M A .  

Les paramètres cinétiques (KM, kept, KM/kaJ de la GluRS ont et6 détemlln6s pour 

chacun des substrats (ATP, glutamate et RNA)  en présence des diffdrents modivariants de 

~RNA'" (tableau 6). Les valeurs de KM et kt pour le tRNA du modivariant-2 ( le principal 

modivariant retrouvé chez E. coli) sont comparables aux valeurs publiées : 0.13 pM vs 0.12 

pM (Lapointe et SOU. 1972b), 280 min*' vs 108 min*' (Kem et Lapointe, 1979) ou 216 min-' 

(Sylvers et ai., 1993). Le KM de la GluRS pour le glutamate est de 56 pM vs 86 pM (Lapointe 

et So11, 1972b) et celui pour I'ATP est de 80 PM vs 250 pM (Lapointe et SOU, 1972b). Cette 

différence peut s'expliquer de la fa~on suivante : la mesure du KM s'est fait avec du R N A  

purifi6 et non pas avec du tRNA total. Les autres tRNAs intefirent peut-être avec la liaison de 

I'ATP. 

ll existe certaines différences entre les parametres cinétiques de la GluRS pour le 

modivariant 2 du ~RNA"'" comparativement aux autres modivariants. On observe une baisse 

de 520 fois de la spécificitt? (k&&) pour le modivaRant 3. Cette baisse est attribuable à une 

hausse du Km d'un facteur 100. L'absence de la modification thio-2 en position 34 est 

responsable de la chute observee (celà ne peut être amibuable à l'absence de rn2~37 puisque 

son absence dans le modivariant 4 ne change presque rien). Les t r ts  faibles variations de 

spécificité pour les autres modivariants nous indiquent que Les autres modifications ne sont pas 

vraiment impliquées dans la reconnaissance du tRNA par la GIuRS. 



Les paramètres cinétiques de la GluRS pour I'ATP du modivariant 2 diffèrent de ceux 

des modivariants 3 et 4. En effet, le KM de ces derniers est augmenté d'un facteur 3 à 4.5. 

Cette variation rdsuiterait de l'absence de r n 2 ~  qui causerait cette variation. Il est encore trop 

tôt pour statuer sur les mécanismes responsables de ce phénomhe. 

Les paramètres cinktiques de la GluRS pour le glutamate de L'espèce totalement 

modifiée different des autres. En effet, les modivariants 4 et 5 on un Ku plus élevé. Cette 

tlévation pourmit être due à l'absence du groupement méthylaminométhyl. 



Tableau 6 : Paramibes cinétiques de la GluRS pour ses differents substrats en prksence de 

différents modivariants du ~ R N A ~ ' "  d9E. d i . .  

tRNA 

Km (PM) 
Perte relative* * 

ATP 

Km (mM) 
Perte relative* * 

Glutamate 

Km (mM) 
Perte relative** 

Modivariant- 1 Modivariant-2 Modivariant-3 Modivariant-4 Modivariant-5 

1 1 O O 1 
1 1 O O O 
O O O 1 1 

1 1 1 1 1 
3 2 2 1 2 

** Perte relative de spécificité calcul6 par rapport au modivariant 2 

Perte reiative = ( KM I b) du modivariant considéré 

( KM I b) du modivariant 2 



3.5 Le sondage au plomb et à I'ENU révèle des différences structurales entre les 

modivariants de ~ R N A ~ " .  

La structure des différents modivariants a été investigée par sondage au plomb et à 

l'éthyl-nitro-urée. Ces deux composés attaquent les phosphates accessibles et brisent la chaîne 

nucléotiâique. En observant les figures 13 et 14, on remarque qu'il y a peu de différences entre 

les patrons de bandes obtenus avec une même sonde. La différences des patrons de coupures 

obtenus avec les sondes au plomb et A l ' E N  proviennent du fait qu'eues sont de tailles et de 

charges différentes. 

Avec le sondage à l ' E N  (Fig. 13), nous observons quelques petites différences dans la 

région de l'anticodon. Il semble que la position 35 soit plus accessible chez les modivariant 1, 

3 et 5 que chez l'espèce totalement modifiée. Cependant, cette position semble moins 

accessible chez le modivariant 4. On observe dans le modivariant 1 que le bras D (position 23 

à 25) semble moins exposé que chez les autres modivariants. Les positions A21, A46 et C48 

du modivariant 3 sont également d'un accès difficile. 

Nous obtenons avec le sondage au plomb (Fig. 14). pour l'espèce totalement modifiée 

un patron de bandes comprenant quatre bandes fortes (positions 35, 36, 57 et -60) et quatre 

bandes faibles (position 12, 13, 37 et 49). Ce patron diffère d'avec ceux des 4 autres 

modivariants. Le point saillant est l'apparition d'une bande forte en position 59 du modivariant 

3. De faibles variations de la force du signal s'observent aux positions 35, 36 et 37. Pour 



l'espèce totalement modifiée, les bandes 35 et 36 sont d'intensitb comparable alors que 37 est 

plus faible. Pour les modivariants 1 et 5, la bande 36 est plus intense que la 35. Chez le 

modivariant 4, c'est la bande 35 qui est plus forte que la 36. La position 37 est moins 

accessible chez les modivariants 3 et 4. La position 49 est plus accessible chez ceux-ci que 

chez le modivariant 1. Dans le modivariant 3. les positions 12, 13 et 20:2 sont plus 

vulnkrables. 

Les observations précédentes nous apprennent que les cinq rnodivariants possèdent des 

structures semblables mais non pas identiques. Cela supporte la théorie à savoir que les bases 

modifiées induisent des modifications de configuration mineures afin d'optimiser l'ensemble 

de la structure. 



Figure 13, Sondage à 1'ENU de différents modivariants du ~ R N A ~ ' ~  d'E. d i .  La digestion 

s'effectue à pH 7.2 pendant 10 minutes. Les fragments géntrts sont séparés sur gel de 

polyacrylamide 12% et visualisBs par autoradiographie. L = échelle alcaline, O = pas d'ENU, 

El = ENU 25"C, El= ENU à 50°C. 





Figure 14, Sondage au plomb de différents modivariants du ~RNA'"' d'E. colî. La digestion 

s'effectue pendant 5 minutes h 2S°C et à pH 7.2. Les fragments générés sont séparés sur gel de 

polyacrylamide 12% et visualisés par autoradiographie. L = échelle alcaline , T = RNase Tl, 

0,12,25 et 50 = concentration de 0, .12, .25 et $50 mM pb2+. 





3.6 Le sondage au DMS révèle la similitude de la structure secondaire des différents 

rnodivariants de ~RNA~'".  

Les cytosines du ~ R N A ~ " '  d'E. coli ne formant pas de paire de base Watson-Crick 

peuvent être attaqué par le DMS. Celui-ci r6agit avec le N.' accessible du nucléotide (Peattie et 

Gilbert, 1980). Ces nucléotide alterés seront ensuite clives. Nous avons exposé au DMS 

chacun de nos modivariants et n'avons noté aucune diffdrence significative entre les patrons de 

bandes ainsi obtenus (Fig. 15). À 25°C. ils possèdent la même susceptibilité aux positions 20, 

20: 1, 20:2, 34, 36 et 38. Cela correspond bien à la thdorie : tous ces nucléotides se retrouvent 

dans des boucles. La fiagilit6 de la base mnm5s2u34 est dfie au fait que cette base est attaquée 

lors du traitement avec l'hydrazine; les bases modifiées sont souvent sensibles à l'hydrazine 

(Peattie et Gilbert, 1980). Nous avons plact nos rnodivariants dans des conditions plus 

stringentes pour verifier leurs reactions respectives. En absence de M~'+, à 25°C : ils 

conservent tous les bandes 36 et 38 , perdent 20, 20: 1 et 20:2 et gagnent 25 et -62. Le 

phénom6ne se répete à 50°C, à la ciifference qu'ils acquièrent deux bandes suppldmentaires, en 

position 9 et 12. On peut donc affirmer que les modivariants possèdent la même stnicture 

secondaire. De plus, tous les moâivariants réagissent de la même façon dans des conditions 

dénaturantes. Cela indiquerait que les bases mocMï6es ne seraient pas impliquees dans la 

formation de la forme inactive (ou dénaturée) du ~RNA''' d 'E. coli. 



Figure 15 : Sondage au DMS de différents modivariants du RNA"" d'E. d i .  La digestion 

s'effectue h pH 7.2 pendant 10 minutes. Les fragments géndrés sont ensuite separés sur gel de 

polyacrylamide 12% et visualisés par autoradiographie. L = échelle alcaline, O = pas de DMS, 

N = avec M ~ ~ +  à 25T, S = sans M~'+ à 2S°C, D = sans M ~ ~ +  50°C. La différence observable 

entre l'échelle et la taille des fragments obtenus par digestion au DMS est dûe au fait que le 

traitement au DMS modifie 16ghement la mobilit6 du tRNA. 





Figure 16. Différence dans la susceptibilité au plomb et à I'ENU entre les cinq modivariants de 

~RNA~''  par rapport au modivariant 2. Une augmentation de susceptibilité est montrée pas une 

flèche noire et une diminution de susceptibilité est indiqude par une flèche grise. La taille des 

fl2ches est proportionnelle ii la différence observée. Les chiffres soulignes correspondent aux 

positions attaqudes par I'ENU et les autres B celle attaquées par le plomb. 





3.7 Rôle des bases modifiées dans le repüement correct du ~RNA~'". 

Les sondages au plomb, à l ' E N  et au DMS n'ont pas révélé de grandes différences 

stnicturaies entre les diffdrents modivariants (Fig. 16). Cependant, en utilisant les différences 

mineures observées, nous pouvons tenter d'identifier l'effet de l'absence (ou de la présence) de 

certaines bases modifiées chez chacun des modivariants, du plus vers le moins modifiés. 

Ce rnodivariant contient une pseudouridine de plus que le ~RNA~'" sauvage. Comme 

nous l'avons signale précédemment, il est fort possible que cette base se trouve en position 65. 

Cette base suppl&nentaire est responsable de perturbations dans la boucle anticodon (tel 

qu'observé par sondage au plomb et à I'ENU aux positions 35 et 36)' dans la tige D (position 

23 et 24 à I'ENU) et dans la boucle T (position 50 révél6 par sondage à I'ENU). Cette derniére 

perturbation renforce I'hypothèse de la position 65 pour la base supplémentaire: les 

nucl~otides A49 et U65 forment une paire de base. Il est par contre malaisé d'expliquer la 

perturbation observee dans la boucle anticodon. On peut supposer que la déstabilisation de la 

paire A49-U65 a perturbk l'empilement des bases. Nous savons qu'à peu près toutes les bases 

d'un tRNA sont empilées (Rich et al., 1976; Moras et al., 1980; Westhof et al., 1985; Ladner 

et al., 1975; Kim et al., 1973). Il est donc plausible que cette perturbation ait pu se propager 

jusqu'à la boucle anticodon, amenant le nucléotide 36 (ou un de ses voisins) à se déplacer un 



peu pour s'adapter aux nouvelles conditions. Cette même perturbation aurait pu déranger un 

peu les bases se trouvant dans la tige D. 

3.7.2 Modivariant 5 

La seule différence notable entre ce modivariant et l'espèce totalement modifiée est 

constitu6e de l'absence du groupement méthyl-aminom6thyl (mm) sur la base mnm5s2LT34. 

Les sondages au plomb et I ' E W  ont montrC une petite perturbation dans la boucle 

anticodon. Selon Yokoyama et Nishimura (1995) le groupement mnm pourrait être impliqué 

dans la stabilisation de la structure de la boucle anticodon. Notre observation appuie cette 

hypothèse. 

3.7.3 Modivariant 4 

Le modivariant 4, contrairement au 5, ne possede pas les bases m2~37 et Y13. 

L'absence de ces bases (ou d'une de ces bases) a causé des modifications de la conformation 

de la boucle anticodon du modivariant 4 (position 35 et 37 avec le plomb, 35 avec I'EMJ). 

Cette perturbation suggère que le groupement méthyle du r n 2 ~  est impliqué dans la 

stabilisation de la boucle anticodon. Iï est peu probable que cette perturbation ait été 

occasionnée par l'absence de Y13, comme observk pour Y65 dans le modivariant 1. Si c'était 

le cas, nous observerions des changements ailleurs dans le tRNA (tige D, boucle D...) ce qui 

n'est pas le cas. De tout cela nous pouvons affirmer que la base modifibe m2A37 assume un 



rôie stmctural dans la formation de la boucle anticodon. Cependant, les méthodes utilisées ne 

nous ont pas permis d'observer un quelconque changement structural apporté par une 

modification en position 13. 

3.7.4 Modivariant 3 

Ce modivaiant se caractérise par l'absence du groupement thio-2 sur la base s2u34 et 

la présence des 2 pseudouridines. L'absence du groupement s2 provoque beaucoup de 

changements à la structure du ~RNA~'".  La structure des quatre boucles est affectke (positions 

21,35,46 et 48 tel que r6vélé par traitement à I'ENU; 20: 2, 37 et 59 rév6lé par le plomb) ainsi 

que les tige D (position 12 et 13, par le plomb) et T (position 49 par le plomb). Nous 

constatons la similitude avec ce qui est observe pour le modivariant 1 où une altération est 

propagée à tout le RNA via l'empilement des bases. Ici la source se retrouverait dans la 

boucle anticodon. Une telle propagation, de l'anticodon vers l'ensemble du RNA, a déjà été 

observée chez le RNA'" de levure. Une absence de modification dans la boucle anticodon 

amenait un changement dans les boucles T et D (Knyzosiak et al.. 1988). Dans notre cas, la 

gknéralisation et l'amplitude de la perturbation (surtout en position 59) nous indique que le 

groupement thio-2 de la base mnm5s2~34 jouerait un rôle majeur dans le maintien de la 

structure du ~ R N A ~ "  d'E. d i .  



Chapitre 4 

Structure des formes inactive et 
dimérique du tRNA Glu de E. 

coli 



4.1 Sondage chimique des cytosines accessibles des formes native, inactive et 

dimérique du ~ R N A ~ '  d9E. coli. 

Nous avons observé prdcédernrnent que le traitement au DMS, dans des conditions 

natives à 25°C' g6ndrait des bandes aux positions 20'20: 1, 20:2, 36 et 38 (fig. 17, DMS ligne 

N=). Nous avons aussi observé qu'en des conditions ddnaturantes, à 25°C ou à 5OoC, le patron 

de bandes se modifiait. En absence de M ~ ~ ~ ,  ii 25°C. les bandes 36 et 38 sont conservées, 

celles aux positions 20, 20: 1 et 20:2 sont perdues et deux bandes nouvelles aux positions 25 et 

-62 apparaissent (Fig. 17. DMS ligne ru). Même sctnario à 50°C, à l'exception de l'apparition 

de deux bandes supplémentaires en position 9 et 12 (Fig. 17, DMS ligne Ise). La bande en 

position 62 est très large et pourrait correspondre à la coupure des nucléotides 6 1 à 64. Pour le 

dimére (Fig. 18), les cytosines 25, 36,38 et 61 à 64 sont anaquees. 

4.2 Sondage chimique des adénosines accessibles des formes native, inactive et 

dimédque du ~ R N A ~ ' "  d9E. coli. 

Les adénines qui ne sont pas empilées ou impliqu6es dans la structure tertiaire du 

~ R N A ~ "  peuvent être identifiées à l'aide du didthyl pyrocarbonate. Le DEPC ira attaquer le 

groupement N' de ces nucléotides (Peattie et Gilbert, 1980). En condition native, l'adénine 46 

et le mnmss2~34 sont clivés (Fig. 17, DEPC ligne Nu). La coupure à la position 34 est un 

art6fa.t du même genre que celui observé avec le DMS (hydrazinolyse). D'après la structure 



cristallographique des ~RNA~'" et ~RNA'~ ,  nous nous attendions à ce qu'il y ait un clivage en 

position A16. A L'intérieur de ces structures, cette position n'est pas empilée ni en interaction 

avec une autre base. Le fait que ce nucléotide soit protégé indique que la situation est 

différente chez le ~RNA~'"  d'E. coli. En des conditions dénaturantes (à 25°C et à 50°C), de 

nouvelles bandes apparaissent aux positions 24,37,49,58 et 59, indiquant que ces nucléotides 

sont libérés (Fig 17. DEPC ligne IS et ISO). Pour le dimère, seules les adénines 37 (à peine), 58 

et 59 réagissent (Fig. 18). 



Figure 17 : Sondage au DMS et au DEPC des formes native et inactive du ~RNA~"' d'E. d i .  

La digestion s'effectue à pH 7.2 pendant 10 minutes. Les fragments génbrés sont séparés sur 

gel de polyacrylamide 12% et visualisés par autoradiographie. L = echelle alcdine, Tl = 

échelle Rnase Tl, Ou = pas de DMS ni de DEPC, Nu = tRNA actif à 2S°C, Izs = tRNA inactif 

il 2SaC, Iso = R N A  inactif à 50°C. La différence observable entre l'échelle et la taille des 

fragments obtenus par digestion au DMS ou au DEPC est due au fait que le traitement modifie 

légèrement la mobilité du tRNA. 



DMS DEPC 



Figure 18 : Sondage au DMS et au DEPC de la forme dimérique du ~RNA~'"  d'E. coli. La 

digestion s'effectue à O°C, pH 7.2 pendant 15 minutes. Les fragments géndrés sont stpards 

sur gel de polyacrylamide 12% et visualis6s par autoradiographie. L = 6chelle alcaline, O = pas 

de DMS ni de DEPC, + = avec DMS ou DEPC. La différence observable entre I'dchelle et la 

taille des fragments obtenus par digestion au DMS ou au DEPC est due au fait que le 

traitement modifie légèrement la mobilité du tRNA. 





4.3 Structure de la forme inactive du ~ R N A ~ ' "  dYE. coli 

En tenant compte du fait que les cytosines 9, 12, 25, 36, 38.61, 62, 63, 64 et adénines 

24, 37,46.49, 58, 59 sont accessibles, donc à l'extérieur d'une paire de bases Watson-Crick, 

et que les cytosines 20, 20: 1 et 20:2 ne le sont pas, nous avons tenté d'identifier la structure 

secondaire de fa forme inactive du ~ R N A ~ "  d9E. coli. Pour ce faire, nous avons utilisé un 

programme de prédiction de structure secondaire d'ARN (mfold. Walter et al., 1994) en 

incluant les contraintes citées préc6demrnent. Nous avons obtenu une structure avec un AG 

théorique de -27.4 kcal/mol à 37°C (qui est très près de celui calculé pour le ~ R N A ~ ' "  natif qui 

est de -28.7 kcallmol). Il faut préciser que ces AGs ne tiennent pas compte des interactions 

tertiaires ni de la présence de M ~ * + .  La structure obtenue ressemble à une 6pingle à cheveux 

avec deux boucles internes (Fig. 19b). Cette structure peut expliquer toutes les coupures 

obtenues avec le DEPC et le DMS. De plus, cette structure ne possède que trois tiges, ce qui 

est en accord avec les observations obtenues par cinetique de relaxation (Bina-Stein et al., 

1976). Le fait que les bandes C20, C2O:l et C20:2 disparaissent complètement en condition 

ddnaturante (fig 17, DMS ligne Iu et Ise) indique que la forme en feuille de trèfle n'existe pas 

dans ces conditions et qu'elle doit être nettement moins stable que la forme en épingle à 

cheveux. La susceptibilit6 de la base rn2~37 en absence de bfg2' indique que le magnésium 

doit avoir un rôle dans le repliement adéquat de la boucle anticodon. Cependant, une boucle 

anticodon sans magnesium ne doit pas être très altérée puisque celle-ci est encore capable de 

former un dimere anticodon-anticodon avec le ~RNA'~' (Eisinger et Gross, 1975). 



Figure 19 : (a) Structure tertiaire du ~RNA~'"  d'E. coli telle que proposee par S. Sekine et al. 

(1996) @) Structure secondaire de la forme inactive du ~RNA''~ d'E. coli dérivé des résultats 

obtenu par sondage au DMS et au DEPC (Fig. 17) 





Les éI6ments rigides dans notre modde de la structure secondaire de la forme inactive 

sont constitués de trois courtes hélices. Que ces hdlices soient plus courtes que dans la forme 

native suggère que la structure tertiaire de la forme inactive est plus compacte. Cette hypothèse 

est en accord avec le fait que la mobilité électrophorétique de la forme inactive, à O°C, est de 

10% supérieure à celle du ~ R N A ~ ' "  actif (Eisinger et Gross, 1975). De plus, nous savons que la 

forme inactive est tluée avant la forme active lorsqu'elles sont appliquées sur une colonne de 

type RPC-5 (Trernblay et Lapointe, 1986). Les régions en hélice sont plus courtes dans la 

forme inactive et se lieraient donc moins fortement ?t la matrice chargée positivement, par 

analogie au DNA double brins qui se lie plus fortement à hydroxylapatite que le DNA simple 

brin (Martinson. 1973; Kawasaki et al., 1986; Broadhurst, 1997). 

Suite il leur enide par RMN de la forme inactive du ~RNA"" d'E. d i ,  Bina-Stein et al. 

(Bina-Stein et al., 1976) en sont venus à la conclusion que la transition de la forme active vers 

la forme inactive etait accompagnée d'un changement dans la structure tertiaire. Ce 

changement impliquerait la perte de la structure tertiaire, la formation de nouveaux liens et 

probablement la perte de la tige D. Pour ce phénoméne, Eisinger et Gross (1975) ont mesuré 

une energie d'activation de 64 kcal M I ,  correspondant h l'énergie accumulée par l'empilement 

de 20 paires de bases. Dans notre modèle basé sur les résultats de sondage au DMS et a DEPC, 

le bris des tiges T et D contribuerait pour la moiti6 de cette tnergie (10 paires de bases). 

L'autre rnoitit5 proviendrait de la perte de la structure tertiaire. Chez le de levure on 

retrouve une dizaine de paires de bases impliquées dans la structure tertiaire. Notre modèle 



s'accorde donc mieux aux mesures d'energie d'activation que celui qui n'implique que la perte 

de la tige D et de la structure tertiaire. 

Eisinger et Gross (1975) ont observé que la transition de la forme active vers la forme 

inactive s'accompagnait d'une hyperchromicité de 1% à 2%. En sachant que le déploiement 

complet du ~RNA~'"  cause une hyperchromicité de 25% (Lapointe et So11, 1972a), nous 

estimons que la forme inactive possède de 3 ii 6 nucléotides empilés de moins. En tenant 

compte du fait que le ~RNA"'" natif doit comporter environ 4 nucléotides non-empilts (comme 

dans le ~ R N A ~ ~ '  de levure, excluant le CCA"), il devrait y avoir entre 7 et 10 nucléotides non- 

empilés à l'intérieur de la forme inactive. Dans notre modèle, nous en avons identifik 6, soit : 

A24, A46, A49, A58 et A59, qui sont accessibles au DEPC et G19 (qui doit être exclu de 

l'hélice centrale). 

4.4 Structure possible du dimère 

Les deux monomères formant le dimhre de ~RNA~"'  ont un patron de digestion 

ressemblant beaucoup Zi celui de la forme inactive. La seule difference consiste en ce que le 

nucléotide A24 est prodgé. On peut expliquer cette protection supplémentaire de deux façons: 

D'une part, elle peut provenir d'interactions tertiaires presentes à 4OC et absente à 2S°C. 

D'autre part, cette protection peut être la conséquence directe de la formation du dimère. 



Nous savons que la barrière tnergétique de la formation du dimère h partir de la forme 

inactive n'est que de -14 kcal (Eisinger et Gross. 1975). Nous devons donc nous attendre 

it peu de changements dans la structure tertiaire de la forme inactive: ces changements doivent 

consister en un bris d'environ 4 paires de bases brisées, probablement dans la structure 

tertiaire. Le dimére est probablement formé suite à la formation de paires de bases entre les 

nucléotides accessibles des boucles. Il est possible de faire un tel dimère en plaçant deux 

'Cpingle à cheveux' l'une à côté de l'autre, tête A queue, et en formant les paires de bases G22- 

U' 13, G23-C' 12, A24-U' 1 1 et réciproquement (3'22-U13, G'23-C 12, A'24411 (Fig. 20). Le 

faible nombre de paires de bases unissant les deux monomères expliquerait que le dimère se 

dissocie à 25°C (Eisinger et Gross, 1975). 



Figure 20 : Smcture possible du dimére de la forme inactive du ~RNA? 





Chapitre 5 

Pontage entre l'extrémité 3' du 
- 

Glu tRNA et la GluRS 



5.1 Formation de complexes covalents entre la GluRS et le ~RNA~'" oxydé au 

periodate. 

La formation d'un complexe covalent entre la GluRS d'E. coli et son RNA se déroule 

en trois 6tapes. Premiérement, le ribose l'extrémité 3' du RNA est oxydé au penodate. Cette 

oxydation transforme un di01 (fom6 des OH en 2' et 3') en dialdéhyde. Ce dialdéhyde formera 

subséquemment une base de S c W  avec un groupement amine présent sur la GluRS (Fig. 21). 

Pour stabiliser le complexe, le lien C=N est réduit à l'aide de cyanoborohydrate de sodium 

(NaCNBH,) . 

L'analyse des complexes ainsi obtenus a d'abord été effectuée par SDS-PAGE (Fig. 

22). Sur le gel, on note la pressence de deux bandes de poids moléculaires plus élevés que celui 

de la GluRS. Ces deux bandes correspondent probablement à des complexes ayant des 

rapports tRNA : aaRS differents. Afin d'ktablir ces rapports, nous avons déterminé la masse 

rnol6culaire de ces deux complexes par électrophorèse sur gel natif de diverses concentrations 

(la masse molBculaire de complexe acide nucléique - protéine ne peut être évalu6e sur gel de 

polyacrylamide SDS) et par spectrometrie de masse (Fig. 23). Par gels natifs, nous avons 

obtenu pour le complexe 1 une masse moléculaire de 73 kDa, et de 94 kDa pour le complexe 

2. Par spectrométrie de masse, en ne considérant que les deux pics les plus important, ces 

masses seraient de 79.95 kDa et 104.5 kDa. Les autres pics proviennent probablement de la 

fragmentation de I'ARN (voir revue de Fitzgerald et Smith, 1995). En considérant la masse 

moléculaire de la GluRS (53.8 kDa) et de celle du RNA (25.5 kDa), il est facile de déduire le 



rapport GluRS : tRNA de ces deux complexes. Le complexe 1 contient un tRNA et une GluRS 

(masse théorique de 79.3 D a )  et le complexe 2 contient 2 R N A  et une GluRS (masse 

iht5orique de 104.8 ma). 



Figure 21 : La rdaction de pontage entre l'extrémité 3' du ~RNA~'"  oxydd au periodate et des 

résidus lysine de la GluRS. 





Figure 22 : Formation de complexes entre le tRNAG1" oxydé au periodate et la GluRS d'E. d i  

visualisée sur gel de polyacrylamide 10% en condition dbnaturante. Dans le puit 1 se trouve un 

mélange de complexes formés par le pontage du ~RNA"~ sur la GluRS. Dand le puit 2 se 

trouve la GluRS seule. 



Complexe 2 

Complexe 1 

GluRS 



Figure 23: Determination de la masse moléculaire des deux complexes ~RNA" -GluRS par 

électrophorèse en condition native (A) et par spectrom&ie de masse (B). (A) Les complexes 

et 5 marqueurs de poids moléculaires ont été analysés sur 6 gels contenant de 4 à 12 pour-cent 

de polyacrylamide. Les marqueurs sont: a) P-lactoglobuiin (18.4 kDa ), b) pepsine (34.7 D a ) ,  

C) 'egg aibumin' (45 kDa), d) 'bovine semm albumin' (66 kDa), d') son dimère (132 kDa) et 

e) catalase (232 ma).  K est - la pente de la mobilité (100(log(R~xlûû))} en fonction du 

pourcentage d'acrylamide (Mueller et al., 1995). La valeur de K pour la GluRS est de 7.3 1, 

pour les complexes, ces valeurs sont de 8.35 et 9.25. Les masses moléculaires calculées par 

interpolation sont de 54 kDa, 73 D a  et 94 kDa. (B) Spectre de masse ES1 fait a partir d'un 

mélange des deux complexes. Les 2 principaux pics (79950 et 104500) correspondent à des 

rapports tRNA :GluRS de 1 :1 et de 2 : 1. Les autres pics proviennent de la dégradation de 

1' ARN 



A) Variation de mobilité sur gels natifs 

1 O0 

Masse moléculaire @Da) 

B) Spectre de masse 

Masse moléculaire @Da) 



5 3  Les complexes formés entre la GluRS et le ~ R N A ~ "  oxydé sont très spécifiques. 

Afin de vérifier la spécificité de ces complexes, nous avons tenté de former des 

complexes avec les autres tRNAs (et plus particulièrement le ~RNA~'"). Pour y parvenir, nous 

avons utilisC du tRNA total d'une souche d'E. coli surproduisant le RNA:'" (E. coli 

K12 AHlATqdpRS3) Le ~RNA"'~ présent dans ce tRNA total a et6 aminoacylé avec du 

glutamate par la GluRS. Un tRNA ainsi aminoacylé ne pourra pas être oxyd6 par le periodate : 

le 3'OH du ribose n'&nt plus là. l'oxydation ne peut pas s'effectuer. Les autres R N A  ont 

ensuite été oxydhs er mis en présence de GluRS. Aucun complexe n'a été formé (Fig. 24). Cela 

indique que seul le RNA='* est capable de former un complexe covalent avec la GluRS. La 

spécificité de ces complexes suggére que le ~ R N A ~ ' ~  n'accoste pas la GluRS au hasard mais 

plutôt à des sites d'ancrages précis. 



Figure 24 : Formation de complexes tRNA-GluRS par pontage avec du tRNA oxydé contenant 

ou non de tRNA". Sur le gel B, le RNA avait été aminoacylé avec du giutamate par la 

GluRS avant la réaction de pontage (ce qui empêche son oxydation) . Dans les puits #1 de 

chacun des gels, nous avons utilisé du ~RNA~'"  pur alors que dans les puits #2 nous avons 

utilisé du tRNA total enrichi en &NA?. Complexe 1 et complexe 2 sont respectivement les 

complexes GIURS-~RNA 2 de rapport 1 : 1 et 1 :2. 



Complexe 2 

Complexe t 

GluRS 



La formation de deux complexes covalents entre un tRNA oxydé au penodate et son 

aminoacyl-tRNA synthétase a été observé entre I'ArgRS d'E. coli et le (Cheng et al., 

199 1) ainsi qu'entre la GlnRS d'E. coli et le WA?" (Madore, Gagnon et Lapointe, résultats 

non-publiés). Par contre, ils n'ont pas 6té observés avec les MetRS, PhéRS, TyrRS et AlaRS 

(Fayat et al., 1979; Renaud et al., 1982; Hountondji et ai., 1985; Hountondji et al., 1986; 

Hountondji et al., 1987; Hill et Schimmel, 1984; Sanni et al., 1991). Ces résultats suggèrent 

que seuls les aminoacyl-RNA synthétases requérant le R N A  pour l'activation de l'acide 

aminé peuvent lier le R N A  à deux sites distincts. 

5.3 Identification des résidus de la GluRS liés à l'extrémité 3' du ~RNA~'''. 

Afin de pouvoir localiser les acides amin& Liés au tRNA, nous avons marqué le 

~RNA''~ en 3'. avec du 3 2 ~ ,  à l'aide de la TNT. Le RNA a étd oxydé et les complexes 

covalents G~URS-~RNA''~ ont été formbs. Chacun des complexes a été purifie par SDS-PAGE 

et digéré par la RNase Tl. Cette digestion ne laisse que l'extrémité CC-[~~P]-A~' liee à 

l'enzyme. L'enzyme est digérée avec de la trypsine et les peptides ainsi générés sont analysés 

par chromatographie sur couche mince en deux dimensions. La figure 25 nous montre la carte 

tryptique de la GluRS (plaque A) ainsi que la position des peptides marqués dans les 

complexes 1 et 2 (plaque B et C). On remarque que les peptides marqués se trouvent à des 

positions où l'on n'observe normalement aucun peptide chez la GIuRS, le CCA attaché aux 

peptides ayant modifie leur migtation. Nous avons extrait des plaques chromatographiques B 



et C chacun des peptides marqués. Sur une plaque témoin (ne contenant que la GluRS) leur 

positions équivalentes ont aussi ét6 extraites. Chaque echantillon a ét6 séquencé par 

dégradation d7Edman (tableau 7). Nous n'avons retrouvi! aucun peptide sur la plaque témoin, 

aux positions relatives aux taches radioactives des deux autres plaques. Cela signifie que les 

peptides extraits des plaques B et C sont uniquement des peptides modifiés (CC-['*P]A- 

peptides). Le fait qu'un très grand nombre de peptides ait été obtenu sur la plaque A, et que les 

fragments en amont et en aval de ceux obtenus ne soient pas visibles, indique que la digestion 

ii la trypsine est complbte. En effet, si la digestion avait été partielle, nous aurions observé des 

signaux correspondant aux peptides en amont et en aval de 2 0 0 ~ ~ ~ ~ ~ . . . ( p a r  exemple). On 

aurait observé "'TDGSP ... si la digestion à la position "'R avait été partielle ou bien 

2 ' o ~ ~  si 2 1 5 ~  avait étd le site de pontage et que la digestion en position *O'R avait été 

incomplète. Nous pouvons classer les sites de pontage en deux categories selon la quantit6 de 

peptides marquds (Tableau 7) : les sites majeurs et les sites mineurs. Les sites majeurs sont 

4 1 ~ ~ ~ ~  ..., %EQMA ... et *%EDHI ... , les mineurs sont 3 6 3 ~ ~ ~ ~ ~ . . .  et 8 2 ~ ~ ~ ~ . . .  . En 

comparant la séquence des peptides obtenus (Tableau 7) avec la sdquence de la GluRS (Fig. 

26)' nous pouvons déterminer où se trouve l'acide aminé ponté. Habituellement il s'agit de la 

première lysine de chacun des peptides. Le fait atteste que la trypsine coupe après les lysines et 

arginines simplifie l'équation : il ne peut y avoir qu'une lysine par peptide. Il n'y a pas de 

lysine dans les peptides IED TD... et GEDHI. Nous supposerons donc que le tRNA s'est ponté 

sur une arginine (voir section 5.4). 



Figure 25: Carte tryptique de la GluRS d'E. d i  et de la GluRS marquée par des C-C-["PIA 

provenant des complexes 1 et 2. Le gros point noir représente l'origine . La premi&re migration 

(a) est une chromatographie ascendante dans un mélange éthanol : chloroforme : 28% 

ammoniaque : eau [5:2:1:1]. La seconde migration (b) est une 6lectrophorèse dans l'acétate 

d'ammonium 100 mM, à pH 8. (A) Peptides provenant de la digestion de 15 pmoles de GluRS 

pure, colorés à la ninhydnne. (B) autoradiogramrne des peptides marqués provenant de la 

digestion du complexe 1. (C) autoradiogramrne des peptides marques provenant de la 

digestion du complexe 2. 
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Tableau 7 : Séquence des peptides de la GluRS d'E. coli pontés h l'extrémité 3' du ~RNA~'"  

oxydC au periodate. 

Source Tache Peptide ponté*Quantité relative* * 

Plaque A, GluRS pure aucun ni1 

Plaque B, Complexe 1 

Plaque C, Complexe 2 

* Aucun autre peptide n'a ét6 dttectk. 

** Quantite d'acide amin6 mesure au quatrième cycle de la degradation d'Edman 

comparativement à la tache #3 oh 69 pmoles de PTH-methionine ont tté trouv6es. La 

différence entre la quantitt? relative mesurée par cette methode et celle déduite par la taille des 

taches (Fig. 25) peut provenir de peptides impossible séquencer (trop courts, bloques en 

position N-terminale ...) comme pour la tache X. 



Figure 26 : Positions des peptides marquds dans la dquence des résidus de la GluRS d'E. coli. 

Les zones grises correspondent aux sites majeurs de pontage. 



MKIKTRFAPS 

PEAZEAIMDG 

SKERLEALFU 

VFDDQIRGPI 

I ~ ~ I N N T P R Q  

RDDGYLPEAL 

DKLLWLNHHY 

CKTLKEMAQS 

WTAENVHHAI 

TRSIERINKA 

PTGYllr HVGGA 

MNWLSLEWDE 

EQ#AKGEKPR 

EFSMQELDDL 

INILKALKAP 

LNYLVRLGWS 

f NALPPEYVA 

CR-FAE 

QATADEL N G  

LDFIAERENQ 

RTALYSWLFA RNHGGEFVLR 

GPYYQTKRFD RYWIVIDQML 

YDGRCFUSHE WADDEPCVV 

IIFlRTDGSPT YNFCVVVDDW 

VPVYAHVSMI NGDDGKKLSK 

HGDQEIFTRE EMIKYFTLNA 

THLQWHIEQE NIDTRNGPQL 

FDADAAKXHL RPVARQPLN 

MGKVGMPLRV AVTGAGQSPA 

h 

IEOTOLERST 

EEGTAYKCYC 

RFANPQEGSV 

DMEITWIRO 

RHGAVSVMQY 

VSKSASAFNT 

ADLVKLLGER 

VRDKLAAITD 

LDVTVHAIGK 



5.4 Essai de pontage avec de l'arginine 

Afin de vtrifier la capacité d'un RNA oxyde au periodate à se lier ii une arginine, 

nous avons incubé 500 pM de tRNA oxyd6, 500 mM d'arginine et 100 mM de NaCNBH3 

pendant 15 minutes à 2S°C. Le tRNA a ensuite ét6 prdcipite plusieurs fois pow &miner 

l'arginine libre. Il a ensuite été resolubilisé dans de l'eau, déposé sur une plaque de cellulose et 

coloré à la ninhydnne. La coloration a rév6lé la présence d'arginine. La même expérience a été 

faite avec un tRNA non-oxydé et aucune coloration n'est apparue. Cette expérience a aussi été 

faite avec de la glycine et aucun pontage n'a été observd. 

5.5 Position relative des résidus lies au ~ R N A ~ " '  oxydé dans la structure 

tridimensionnelle de la GluRS de TIiennus termophilus. 

Pour connaître la position des 5 peptides marques, les trois majeurs et les deux 

mineurs, nous nous sommes servis de la structure tridh'nensi0~ei.k de la GluRS de Themus 

thermophilus (Nureki et aL, 1995). Celle-ci ressemble beaucoup à la GluRS d'E. d i ;  leurs 

sequences sont identiques à 37%. Chez E. cali, les résidus liés au tRNA dans les trois sites 

48 115 majeurs sont Arg, * 0 9 ~ r g  et Lys, correspondant à 47~rg ,  '1511e et "'L~S chez T. 

thennophilm (Fig. 27 et Fig. 28). Comme la "'L~S de la GluRS dtE. coli se trouve dans une 

petite insertion absente chez T. themophilus, nous avons utilisé à sa place "'L~S qui se trouve 

juste avant cette insertion. Les deux sites mineurs sont ''L~s et "*L~S correspondant à 'OqA.rg 

et 38SArg chez la GluRS de T. thermophilus. 



Figure 27 : Alignement des séquences des résidus des GluRS d'E. coli et de T. themuphilus et 

de la GlnRS d'E. coli dans les régions des sites majeurs de pontage. Les hétices a et les 

feuillets de la GluRS de T. themuphilus (Nureki et al., 1995) sont identifies. 



Glueco 27 WLFARNHGGE FVLRIEDTDL PEAIEA IMDGMNWLSL 6 6  
Glutth 26  YAWARRNGGR FIVRIEDTDR PGAEER ILAALKWLGL 65 
Glneco 51 FGIAQDYKGQ CNLRFDDTNP I E W E S  IKNDVEWLGF 90 

aD 
m..... m...... 

aE m.. . . . . . 
Glueco 99 YCSKERLEAL REEQ EK PRYDGRCRHS HE . . .  HHADD 135 
Glutth 106 FETPEELEQI GGYDGRARNI PP . . .  EEAEE 136 
Glneco 123 ELTPEQIREY SPYRDRSVEE NLALFEKMRA 162 

Glueco 190 WDMEITHVIR GEDHINNT QINILKALKA PV.PVYAHVS 228 
Glutth 196 HLMGVTDVIR AEEWLVST HVLLYRAFGW EA.PRFYHMP 234 
Glneco 220 ALEGITHSLC TLEFQDNR YDWVLDNITI PVHPRQYEFS 259 



Figure 28 : Localisation sur la GluRS de T. thennophilus des sites de pontages. Les résidus 

identifi6s sont ceux de T. themophilus. Les trois sites majeurs, 47~rg .  et 1 7 ~ y s  chez 

T. themophilus correspondent à 4 8 ~ g ,  209~rg et ' " L ~ S  chez la GluRS d'E. coli, et les deux 

sites mineurs l o 4 ~ r g  et 385Arg correspondent a ''L~s et 372~ys chez la GIuRS d'E. di.. 





La position du tRNA a été déterminée en se servant comme modèle de la structure 

tridimensionnelle du complexe G I ~ R S * ~ R N A ~ ~  d'E. coli (Rould et ai.. 1989). Nous avons 

superposé les parties N-terminales de la GluRS de T. Thenophilus et de la GhRS d'E. coli en 

utilisant le programme Homology d'InsightI1. Comme Nureki et ai. (1995) l'avaient observ6, 

la partie N-terminal de ces synthétases se superposent très bien. De cette superposition. nous 

avons 6liminé la GlnRS en conservant le RNA. Le RNA:" d'E. coli s'est retrouvé dans le 

site actif de la GluRS de 2'. thennophilus. Le ~RNA:" s'imbrique très bien dans le site actif de 

la GluRS avec seulement quelques accrochages dans le bras D (Fig. 29). Ces résultats sont en 

accord avec ceux obtenus par Tateno et al. (1995) lors de la modélisation du ~ R N A ~ ' "  de T. 

thennophilus, et avec le fait que les principaux 6lkments d'identité du ~RNA"'~ se retrouvent 

dans le bras D étendu (Sekine et al., 1996). 



Figure 29 : Le ~ R N A ~ "  d ' ~ .  coli dans le site actif de la GluRS de 7'. thennophilus comme 

modèle pour les complexe ~ R N A ~ ' ~ - G ~ U R S  chez E. coli. En rose, le nucléotide A76. En jaune, 

les trois acides aminés majeurs pontés au ~RNA". Les trois acides amines, de haut en bas, 

sont '"L~S,  *''ne et 4 7 ~ r g .  





La position relative des trois acides aminés majeurs formant un Lien covalent avec le 

~RNA" est illustrée dans la figure 29. On y montre aussi le tRNA tel qu'associé dans le 

47 complexe ~RNA:"-G~~RS. Sur cette figure, on constate que le résidu Arg (de T. 

ihemophilus correspondant à 48Arg d'E. coli) et le ribose de A76 (le ribose oxydé par le 

penodate) sont très près l'un de l'autre. ce qui a dû contribuer à faciliter la rkaction de pontage. 

On peut même se demander pourquoi les deux autres sites majeurs existent. Pourquoi le résidu 

48 Arg n'a pas accaparé tout le RNA" ? Le fait que ce résidu soit une arginine plutôt qu'une 

lysine explique peut-être ce phénoméne. Nous savons que l'arginine peut fonner une base de 

Schiff, mais moins efficacement qu'une lysine. En effet. s'il y avait eu une lysine en position 

48 sur la GluRS, il est probable qu'elle aurait accaparé une grande partie des ~RNA" et serait 

ainsi devenue la seule espèce majeure. Jl est intéressant de noter que les deux autres sites 

majeurs de fixation du &NA:!. 209~rg et 115~ys,  se trouvent aussi dans la grande crevasse du 

209 domaine N-terminal où se lie la tige acceptrïce (Fig. 28). Par rapport à " ~ r ~ ,  Arg se trouve 

un peu plus au fond et '''L~s se situe de l'autre côté de cette crevasse. 

il n'a pas été possible de déterminer la position de tous les peptides marqués du 

complexe 2. Nous savons que le résidu 4 8 ~ r g  est impliqué (Tableau 7, tache 2) mais l'autre 

tache majeure sur la plaque C n'a malheureusement pas pu être séquencée. On observait un 

très fort bruit de fond lors des trois premier cycles de degradation d'Edman, et tous les signaux 



se sont perdus lors des cycles subséquents. k ( s )  peptide(s) recherché(s) a(ont) probablement 

moins de 4 résidus de long et serai(en)t ainsi perdu(s) daos le bruit de fond. 

Sur la GiuRS de T. thennophilur, les résidus correspondant à ''L~s et '''L~s chez E. 

coli ne se trouvent pas dans la cavité liant l'extrémité acceptrice du ~RNA~'". Le premier se 

trouve dans le domaine de liaison de la tige acceptrice mais sur l'autre côté de l'enzyme. Le 

second se trouve dans le domaine de liaison de l'anticodon. 

5.6 Modèles pouvant expliquer la présence de sites majeurs de pontage entre la GluRS 

et l'extr6mîté 3' du ~ R N A ~ "  du complexe 1:1. 

La présence de trois sites majeurs sur la GluRS liant un ~ R N A ~ !  pourrait s'expliquer 

de trois façons: A) il y a plusieurs sites spécifiques pour le ~ R N A ~ ' "  sur la GluRS; B) la GIuRS 

possède des régions mobiles qui peuvent se déplacer et atteindre l'extrémité 3' du tRNA; C) 

l'extrémité 3' du tRNA est mobile et peut rejoindre les trois sites de pontage. Nous allons 

analyser plus en détail chacune de ces possibilités. 

5.6.1 Première hypothése : il y a plusieurs sites spéciFiques sur la GluRS. 

Le fait que nous observions deux complexes de poids moléculaires diffdrents supporte 

l'idée qu'il doit y avoir au moins deux sites spécifiques. Nous savons qu'il y a deux sites 

majeurs de pontage sur le complexe 2 : 4 8 ~ r g ,  l'autre n'est pas encore identifié. On a constat6 

par mod6Iisation moléculaire qu'en plaçant un RNA dans le site actif pour atteindre il 



est impossible d'ajouter un second tRNA qui rejoindrait un des deux autres sites majeurs parce 

que le premier tRNA obstrue cornpktement les deux autres sites. Donc il existe quelque part 

un autre site pour lier un second RNA.  On a donc 3 sites majeurs connus. un majeur inconnu 

et deux mineurs. L'expérience de pontage avec les autres tRNA (fig. 24) nous a montré que la 

réaction de pontage etait spdcifique au ~RNA"". Nous serions possiblement en présence de 6 

sites distincts spécifiques au ~RNA"". Comme il est improbable que cela soit le cas. nous 

avons rejeté cette hypothhe. 

5.63 Seconde hypothèse : il existe des parties mobiles sur la synthétase qui peuvent se 

déplacer et atteindre l'extrémité 3' de la tige acceptrice 

Dans cette hypothèse, nous avons placé le ~RNA~"' au site actif, dans la même 

conformation que le ~ R N A ~  dans le complexe ~RNA?" -GlnRS (Fig. 29). Nous avons 

ensuite tente de replier la G l a s  de T. thennophilus de maniére h ce que 1 ' 7 ~ y s  et 21SIle 

puissent atteindre le ribose oxyde du RNA. Il est possible de déplacer 2'511e juste assez pour 

rejoindre le ribose de A76 sans endommager le site actif. Par contre, déplacer 1 1 7 ~ y s  est assez 

risque: la tige acceptrice y fait obstacle (Fig. 30). Pour y parvenir, il faudrait faire rdarranger la 

protéine. Or ces reconstructions auraient pour effet de déformer considérablement le site actif. 

Cette hypothèse a donc été rejetée. 



Figure 30 : Vue lathde d'une partie du modèle du complexe de la GluRS avec le ~RNA~'" 

montrant que 1 ' 7 ~ y s  ne peut pas rejoindre 11extr6mit6 3' du tRNA. 





5.6.3 Troisième hypothèse : l'extrémité 3' du tRNA est mobile. 

Nous savons que les tRNAs peuvent supporter d'importants changements de 

conformation. Ceci est vrai pour la tige acceptrice. La conformation du ~RNA&* de levure se 

modifie lorsqu'il se lie A I'AspRS (Rees et ai., 1996). Nous savons aussi qu'il existe une 

différence significative entre la stmcture des ~RNA'" (Kim et af., 1974; Robemis et aL, 1974) 

et ~ R N A ~ ~  (Moras et al.. 1980) de levure libre et celle du ~RNA''~ d'E. coli combiné avec sa 

synthétase (Rould et al., 1989). Tout cela implique que I'extrdmité acceptrice se transforme 

lorsqu'eiie atteint l'enzyme. En nous inspirant de ces faits, nous avons construit un rnod2le où 

I'extrémité acceptnce du tRNA se déplie de manière ce que le ribose oxyde (en position 76) 

puisse atteindre les trois sites majeurs de pontage. Cela en conservant les interactions ~RNA='~-  

GluRS (sauf celies impliquant la tige acceptrice) car elles définissent la spécificité pour le 

~ R N A ~ "  (Sekine et al., 1996) et que seul le ~RNA" est capable de lier la GluRS (Fig. 23). 

Notre modele illustre le deploiement de la tige acceptrice du ~ R N A ~ ' "  en trois étapes. 

La première étape est 17aniv6e du tRNA sur l'enzyme, avec les bases de sa tige acceptrice 

entièrement empilées (le GCCA" est empilé sur l'hélice double brin et a lui-même une 

conformation d'hélice A). Pour le construire, nous avons superposé la structure du ~RNA~' de 

levure (Kim et ai., 1974; Robertus et aL, 1974) celle du ~RNA~'"  (que nous avons ensuite 

éliminé) dans notre modèle ~RNA~[*-G~URS. Dans ce nouveau modèle (Fig. 3 1 A et A'), on 

remarque que le résidu ' " L ~ S  (pour la GluRS de T. thennophilus ou "L~S pour la GluRS d'E. 

coli) est à proximité du cis-di01 réactif du ribose du nucléotide A76. Il faut signaler que chez la 



GluRS d'E. d i ,  il existe une petite insertion de 6 acides aminés dans cette région. Cette 

insertion allonge l'hélice D d'environ deux tours et rend ainsi notre modèle un peu imprécis 

dans cette région. Cependant, même si le site de pontage est deplacé d'un tour d'hélice, il 

reste quand même à la portée du ribose réactif. 

Dans la dernière étape, le ~RNA"" est dans la même conformation que le ~ R N A ~ '  

dans le complexe GlnRSetRNA 2" . Le ribose de A76 est en position d'accéder à 4 7 ~ r g  (pour la 

GluRS de T. thennophilus ou 4 8 ~ r g  pour la GluRS d'E. col9 (Fig. 3 1 C et Ci) .  

L'autre site de pontage (21SIle pour la GluRS de T. thermophilus, *09A.rg pour la GluRS 

d'E. col0 correspond à un état intermédiaire entre les étapes initiale et finale. La transition 

entre cette étape et l'dtape finale peut être faite à l'aide de quelques rotations autour des 

phosphates P74 et P76. PIusieurs confomations possibles de l'extrémit6 3' du ~RNA'" 

permettent d'atteindre le résidu 2'51e. Ce qui est important, ce n'est pas la conformation exacte 

du R N A  mais plutôt le fait que le R N A  puisse passer par 2'511e (chez la GluRS de T. 

thennophilus; chez celle d'E. coli) (Fig. 31 B et B'). L'extrémité acceptrice du tRNA 

balaierait la GluRS (i'inténeur de la cavité liant la tige acceptrice), de ' ' 7 ~ y s  , en passant par 

2i511e, pour terminer à "kg ("*L~S, et 48Arg POUT la GluRS d' E. coli). 



Figure 3 1: Trois étapes dans le déroulement de I'extrémité de la tige acceptrice du ~RNA''~ sur 

la GluRS. (A) L'extrémité de la tige acceptrice est empilée en une hélice A tel que retrouvé 

dans le ~ R N A ~ '  de levure. (B) Étape intermédiaire dans le dépliement de l'extrérnit6 de la tige 

acceptrice (C) Dans l'étape finale. l'extr6rnid de la tige acceptrice adopte la même 

conformation que celle du ~RNA''" dans le complexe ~ R N A ~ ' "  aGlnRS (C). En A', B* et C', 

structure détaillée montrant la position du nucléotide A76 et des acides aminés pontés. Le 

tRNA est color6 en vert, la GluRS en bleu, A76 en rose et les acides amids ponds en jaune. 





5.7 Analyse détaillée de l'hypothèse no 3. 

Le déploiement de la tige acceptrice sur la GluRS peut se faire sans qu'il y ait 

d'interférences significatives entre ces deux macromolécules. De plus, il est possible que ce 

deploiement soit accompagné de changements de conformation de l'enzyme. Cependant. on 

peut se demander si les trois sites majeurs de pontage ne correspondraient pas trois 

conforméres différents du ~RNA'" en solution ? Si c'était le cas, cela détruirait notre 

hypothèse. Or, plusieurs études structurales sur des tRNAs et sur des microhélices possédant 

une purine comme base discriminatrice ont demontré que l'extrémité 3' était empilée en une 

hélice A. Cela a été vérifié pour le ~ R N A ~  de l ewe  tel que révélé par diffraction des rayons 

X (Kim et ai., 1974; Robertus et a l ,  1974), la microhélice de ~RNA*" d'E. coli (Ramos et 

Varani, 1997), la microhélice de ~RNA~' '  initiateur d'E. coli (Puglisi et al., 1994) et la 

microhélice de ~ R N A ~  humaine (Metzger et al., 1997) dont la structure a été déterminée par 

RMN. De plus, pour la microhélice de ~ R N A ~ "  humaine, un seul conform8re est observé. 

Toutes ces donnés suggèrent fortement que l'extrémité de la tige acceptrice du ~ R N A ~ ' "  adopte 

une conformation en hdlice A. 

Dans notre modèle, les complexes intermédiaire et finai sont détectables parce que la 

vitesse de formation d'une base de Schiff est inférieure à celie du déploiement d'un ARN 

simple brin. Celle-ci est trop rapide pour être mesurée (Cantor et Schimmel, 1980) alors que la 

vitesse de formation d'une base de Schiff est réduite par une haute barrière énergktique 

résultant de l'élimination d'une molécule d'eau (Streitwieser et Heathcock, 1985). Le fait que 



le déploiement de la tige acceptrice soit plus rapide que la réaction de pontage peut expliquer 

pourquoi toutes les moldcules de RNA:! ne se sont pas liées à l'btape initiale (avec "S~ys ) .  

Cela indique aussi que le segment GCCA~' doit demeurer en conformation hdicoïdale un 

certain temps sur l'enzyme de manière à laisser à la rbaction de pontage avec l ' S ~ y s  le temps 

de s'effectuer. 

De plus, le vanscnt mutant du tRNAG'" d'E. coli C72A est amlnoacylé par la GluRS 

d'E. coli et ce avec un kat soixante fois plus petit qu'avec un transcrit sauvage (Sekine et al., 

1996). Cette mutation aurait pour effet de briser la paire de base G1-C72 et déstabiliserait 

l'empilement du segment simple brin GCCA". Une extrémité acceptrice en hélice A serait 

donc requise pour la reconnaissance du ~RNA"" par la GluRS lors de leur contact initial. 



Chapitre 6 

Conclusion 



6.1 Rôle des bases modifiées du ~RNA~I''  de E. coü 

6.1.1 Préparation du matériel 

En surproduisant le ~RNA''" dE.  coli, nous avons obtenu des ~RNA~'"  modifiés 

différemment (tableau 3). Le fait que les enzymes de modification n'aient pas été capables de 

répondre à la demande est responsable de ce phénomène. Ces différentes formes de ~ R N A ~ ~ ' '  

ont pu être purifiées en utilisant une colonne de type Cl8 modifiée (Fig. 10). Cette résine s'est 

avérée être un outil efficace autant dans la purification des diffdrents modivariants que du 

~RNA''" totalement modifié. En effet, on peut se servir de ce type de chromatographie pour 

obtenir un ~RNA"" relativement pur et en quantite (-10 mg pour 30 L de culture). Les 

impuretés polluant le ~ R N A ~ " '  peuvent être dliminées par électrophorèse sur gel de 

pol yacrylamide. 

6.12 Ordre des modifications post-traductionnelles du ~RNA~' '  

Les différents modivariants de RNA"" obtenus ont permis d'étudier le rôle des bases 

mnm5s2~34 m2A37 et (fort probablement) W 3 .  Nous n'avons pas obtenu de modivariant où 

T54 et/ou Y55 étaient absents. Les quelques modivariants que nous avons étudiés nous 

permettent d'avancer certaines hypothèses relative à l'ordre dans laquelle s'effectuent les 

modifications chez le ~RNA~"'  d'E. coli. Comme Bjork et al. (1987) l'avaient déjà observé, la 

partie s2 de la base mnmSs2~ est synthétisde avant la partie mnm5. Nous avons observé aussi 



que ni la formation de r n 2 ~  ni celie de Y 13 ne requéraient la présence d'un mnm5s2LJ. En 

effet, dans le modivariant 5, le mnmss2u est absent alors que m2A et Y13 sont présents 

(Tableau 3). De plus, la présence des nucléotides modifiés r n 2 ~  et Y13 n'est pas requise pour 

la formation de s2u. Le rnodivariant 4, possède un s2u mais pas de m2A ni de W 3 .  Il est 

possible que la présence de s2u soit requise pour la formation de r n 2 ~  et que celle-ci soit 

nécessaire à l'ajout du groupement méthyl-aminorn6thyl sur le s * ~ .  

6.1.3 Rôle du Y13 

Cette base modifiée ne semble jouer aucun r6le dans la reconnaissance du tRNA, de 

I'ATP et du glutamate par la GluRS (section 3.4, Tableau 5). De plus, l'absence de cette base 

ne modifie pas la structure du tRNA (Fig. 16). Si cette base modifiée a une quelconque 

fonction, nous n'avons pas pu l'identifier. Il faut noter que nous ne sommes pas assuré que la 

pseudouridine absente dans le modivariant 4 soit bien Y 13. Il se peut que cela soit Y54. Par 

contre, une surproduction du ~ R N A ~ ' "  d'un facteur 60 n'aurait augmenté la 'charge de travail' 

de la W5-synthase que d'un facteur 2 (il y a environ deux fois plus de R N A  dans la cellule). 

Comme très peu de tRNA ont besoin d'une pseudouridine en position 13, l'augmentation de la 

'charge de travail' de la Y 13-synthase serait nettement plus significative. Cet argument nous 

incite à croire que si une pseudouridine est absente, cela doit être Y 13. 



La base modifiée m 2 ~ 3 7  ne semble pas impliquée dans la reconnaissance du tRNA ou 

du glutamate par la GluRS. En effet, si on compare les cinétiques obtenues pour le glutamate 

et le tRNA, pour les rnodivariant 4 (sans m 2 ~ )  et 5 (avec m ' ~ ) ,  on n'observe que peu de 

diff6rence (Tableau 5). Cependant, il semble que cette base soit impliquée, de façon peu 

importante, dans la reconnaissance de I'ATP. Lm Km de la GluRS pour 1'ATP augmentent 

d'un facteur 3 B 4.5 lorsque cette base est absente. Au niveau struchiral, on remarque que cette 

base semble impliqué dans le maintien de l'intégrité de la boucle anticodon (Fig. 16). Le faible 

impact au niveau cinétique nous suggère que les variations observees proviendraient davantage 

de cette perturbation structurale plutôt que d'une reconnaissance directe. Nous savons que la 

liaison du tRNA amhe un changement de conformation sur la GluRS. Si la boucle anticodon 

est deformée, ce changement ne se produit peut-être pas de la même façon, perturbant ainsi le 

site de liaison de I'ATP. Le rôle de cette base modifiée serait donc uniquement structural. 

6.1.5 Rôle du groupement méthyl-aminométhyl de la base mnmss2~34 

k méthyl-arninométhyl de la base d s 2 u 3 4  ne semble pas être impliqué dans la 

reconnaissance du tRNA et de I'ATP par la GluftS. En effet, lorsqu'on compare les 

modivariant 2 (avec méthylaminométhyl) et 5 (sans méthylarninométhyl) on ne remarque que 



peu de changement (Tableau 5). Par contre, la reconnaissance du glutamate est augmentée 

d'un facteur 6 à 8. Au niveau structural, on remarque que cette base, comme la base m 2 ~ ,  

contribue au maintien de l'intégrité de la structure de la boucle anticodon (Fig. 16). Ce cas est 

similaire à celui de la base m 2 ~ 3 7 .  Dans ce casci, la perturbation dans l'anticodon aurait 

amené la formation d'un site de liaison du glutamate moins performant. La conformation de 

l'anticodon des modivariant 3, 4 et 5 seraient difiérentes. Ces conformations auraient un 

impact différent sur la formation du site actif de la GluRS. Nous pouvons donc affirmer que le 

groupement méthyl-aminométhyl de la base rnnmss2~34 a un rôle structural. 

6.1.6 Rôle du groupement thiol de la base mnm5s2~34 

Lorsqu'on compare les données obtenues avec les modivcuiants 3 et 4, on constate que 

le groupement thiol de la base mnmss2~34 ne semble avoir aucune action dominante dans la 

reconnaissance du glutamate. On observe que l'absence du groupement thiol contrecarre 

l'absence du groupement mbthyi-aminorndthyl sur la reconnaissance du glutamate par la 

GluRS. Là où l'effet du groupement thiol est le plus visible, c'est dans la reconnaissance du 

RNA; cette demière est affectée d'un facteur 520 (Tableau 5). Il était d6jà connu que la base 

mnmss2~34 constituait un élément d'identité du RNA''' (Kem et Lapointe, 1979; Sylvers et 

al., 1993; Sekine et aL, 1996). Nous pouvons affirmer que c'est le groupement thio-2 de cette 

base qui est l'élément d'identité. Cette modification a un impact important sur la structure du 

@NA (Fig. 16). Elie altère la structure de la boucle anticodon et cette altération est propagée à 

tout le tRNA via l'empilement des bases. On peut se demander si la perte majeure de 

spécificité pour le tRNA ne proviendrait pas de la perturbation structurale plutôt que d'une 



reco~aissance directe du groupement s2u par la GluRS ? Le fait que la reconnaissance de 

I'ATP et celle du glutamate ne soient pas trop affectées semble appuyer la théorie de la 

reconnaissance directe. Cependant on ne peut exclure la possibilité que la perturbation 

structurale ait pu modifier un des éléments d'identité majeurs du ~RNA~'". Si la paire de bases 

Ul l-A24 ou le triplet U13-G22-H46 était affecté, il s'en suivrait certainement une importante 

baisse de spécificité. On peut donc dire que le groupement thiol de la base mnmss2~34 a un 

rôle structural et, fort probablement, un rôle en tant qu'élément d'identité. 

6. 1.6 Perspectives 

Nous devons préciser que les méthodes utilisées ne nous ont pas permis de noter tous 

les changements qu'auraient pu amener la perte d'une base modifiée. La principale difficulté 

provient du fait que ces modifications sont gén6ralement très subtiles. En plus d'avoir identifié 

le rôle des bases modifiées W 3 ,  m m 5 s 2 ~ 3 4  et rn2~37 dans la réaction d'aminoacylation, 

nous avons ouvert la porte à plusieurs autres études. Au niveau cinétique, nous poumons 

étudier l'échange ATP-pyrophosphate pour voir quelle étape (activation ou transfert) est 

affectée. Au niveau structural, nous avons choisi certaines méthodes de sondage mais nous 

aurions pu utiliser d'autres sondes, la diffraction des rayons X ou la RMN. Nous avons déjh 

tenté d'élucider la structure du ~RNA''" par cette dernihe méthode (en collaboration avec le 

Dr Paul F. Agris du département de Biochimie de la North Carolina State University) mais le 

trop haut contenu en GC a rendu l'interprétation des spectres impossible. Il aurait aussi été 

intéressant d'obtenir plus de modivariants pour étudier l'effet des bases T54 et Y55. L'effet de 



ces bases modifiees pourrait aussi être investige dans le cadre de la liaison avec EF-Tu ou avec 

le ribosome. Toutes ces expériences pourraient être faites dans un projet hitur visant à 

approfondir nos connaissances sur le rôle des bases modifi6es du RNA~'". 

6.2 Structure des formes inactive et dfmérique du ~RNA~'' '  

L'ttude structurale des formes inactive et dimérique du ~RNA"'" dtE. coli l'aide de 

sondes chimiques s'est révélé être un succès. Nous avons proposé deux structures secondaires 

pouvant expliquer tous les résultats obtenus ainsi que les observations faites auparavant. On 

peut que les méthodes de sondage chimique sont efficaces pour déterminer la 

structure secondaire de petits ARN. Ces techniques nous donnent aussi des indices sur la 

structure tertiaire. Cependant, des methodes plus puissantes, telles que la RMN ou la 

diffraction des rayons X, doivent être utilisées pour appréhender l'image complète de la 

structure tertiaire. 

Le confonnére inactif a une structure en forme d'épingle à cheveux avec deux boucles 

internes (Fig. 19). Les deux extrémités de cette épingle sont formées d'une part de la tige 

acceptrice et d'autre part de la tige et boucle anticodon. Ii est intéressant de constater que cette 

structure a conserv6 les deux régions où se trouve la majorité des éléments d'identité des 

tRNA pour leur aaRS (pour une revue voir McClain, 1995 et Giegé et al., 1998). La seconde 

serait formée d'un dimere de cette épingle à cheveux. La liaison entre les deux monomères se 

ferait via les deux boucles centrales (Fig. 20). 



La forme inactive du ~RNA''~ a-t-elle une fonction? En observant sa structure, on 

comprend qu'eue ne puisse pas être aminoacylée. En effet, cet ARN ne possède pas d'hélice D 

étendu et nous savons que cette région est le principal site de reconnaissance chez le ~RNA'" 

d'E. coli pour la GluRS. Elle posséde peut-être une fonction dans un autre domaine. Comme 

aucune étude n'a encore été faite B ce sujet, nous ne pouvons que conjecturer. Et la dimère, a-t- 

il une fonction? C'est peu probable. En effet, les conditions requises à l'obtention du dimère 

seraient difficiles à dunir in vivo. 

Le cas du ~RNA'"' n'est pas unique. il existe plusieurs autres tRNA qui possèdent une 

forme inactive ( ~ R N A ~ ~ ,  ~.RNA~~',  ~RNA~'" de E. coli, ~RNA'", tWAPhd, tRNAM", ~ R N A ~ ~ ,  

~RNA~'", ~ R N A ~ ~ ?  ~ R N A ~ ~  de levure etc ...)(I shida et al., 197 1 ; Adams et al., 1967; Fresco et 

al., 1966). La plupart de ces formes inactives sont obtenues à basse concentration en 

magnésium. Le logiciel de prédiction de structures secondaires dt5veloppé par Walter et al. 

(1994) nous donne pour ces tRNA, une série de structures secondaires ayant peu ou pas de 

points commun avec la structure en feuille de trèfle. Dans la plupart des cas, la structure 

canonique est thermodynamiquement défavorisbe par rapport aux structures alternatives (il 

faut noter que le logiciel ne tient pas compte des interactions tertiaires). L'idée que tous les 

tRNA adoptent spontanément la structure en forme de trèfle due à leur seule séquence n'est 

donc pas vdridique. Pour le ~RNA~".  et certainement pour plusieurs autres, un ligand comme 

le magnésium est essentiel. Pour le ~RNA~Y'  humain, la modification en position 9 est 

essentielle (Helrn et al., 1998). 



2 1  Perspectives 

La connaissance des structures des formes inactive et dimérique du RNA"" pourrait 

être en utilisant d'autres sondes chimiques, par RMN ethu par diffraction des rayons 

X. Il serait intéressant d'étudier le rôle possible pour ces différentes formes. Finalement, 

l'étude de la conformation des formes inactives des autres tRNA pourrait nous donner des 

indications sur les mécanismes impliqut5s dans le repliement de l ' A M  et sur la fonction du 

magnésium dans ce processus. 

63 Changement conformationnels de 19extrémité 3' du ~RNA"' lors de son interaction 

avec la GluRS 

Suite au pontage entre l'extrémité 3' d'un ~RNA"'" oxydé au periodate et la GluRS de 

E. d i ,  nous avons observé la formation de deux complexes de poids moléculaires différents 

correspondant à des rapports tRNA : GluRS de [l : 11 et de [2 : 11. De plus, des études de 

spécificité ont démontré que seul le ~RNA~'"  pouvait former un (des) complexe(s) avec la 

GluRS. Nous avons donc découvert un outil pouvant servir à l'étude de liaison de mutant de 

~RNA~'", ou d'autres tRNA, à. la GluRS. 



Nous avons identifié, sur la GluRS. 5 sites de fixation (3 majeurs et 2 mineurs) de 

l'extrémité 3' du RNA:! (Fig 26). Les tmis sites majeurs se trouvent dans la cavité liant la 

tige acceptrice du tRNA. La formation de ces trois sites pourrait être expliquée par le 

déploiement de l'extrémité de la tige acceptrice sur l'enzyme. Un de ces sites correspondrait ii 

l'miv6e du ribose 3'-terminale du tRNA dont l'extrémité de la tige acceptrice serait 

entièrement empilé en hélice simple brin de conformation A. Un autre correspondrait à la 

position de ce même ribose dans une extrérnitb acceptrice repliée telle que retrouvée dans le 

complexe ~RNA~ ' " :G~~RS d'E. coli. Le dernier correspondrait à un état intermédiaire entre les 

deux. Nous aurions donc trois images d'un petit film montrant le d6ploiement du GCCA~' sur 

la GluRS. Il est possible, même probable, que la GluRS participe à ce processus par des 

changements de conformation. 

Dans ce modèle, il est intéressant de constater que le premier contact avec la GluRS se 

fait avec un tRNAG" dont l'extrémité 3' est empilé. On peut se demander si ce mécanisme 

peut s'appliquer aux autres aaRS requérant le tRNA pour l'activation de l'acide aminé. On 

peut imaginer un mécanisme où le tRNA entrerait en contact avec son aaRS. La 

reconnaissance des éltments d' identité présents dans 1' anticodon (ou ailleurs) provoquerait un 

changement de conformation dans l'enzyme. Ce changement amènerait la tige acceptrice à se 

déplier et ainsi contribuer à la formation des conditions nécessaires à l'activation de l'acide 

aminé. 

6.3.1 Perspectives 



Afin d'approfondir cette dernière thiorie, il serait intéressant d'étudier la formation de 

complexe(s), plus particulièrement la reconnaissance initiale, dans les systèmes Arg et GLn. Il 

serait aussi intéressant d'étudier en détails le mécanisme de deploiement de l'extrémité 

GCCA~' ; qu'est-ce qui le provoque? Quel est le rBle de la GluRS dans ce phénomène? Qu'est- 

ce qui provoque des changements de conformation sur l'enzyme et en quoi consistent ces 

changements? Tout cela nous permettrait de mieux comprendre les interactions entre les 

aminoacyl-tRNA synthétases et leurs RNA.  
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