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H-NS .................................................................................. Histone-like Nucleoid Structuring protein 
HSQC ............................................................................ Heteronuclear Single Quantum Coherence 
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MC1 ......................................................................................... Methanogen Chromosomal protein 1 
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MS ............................................................................. spectrométrie de masse (Mass Spectrometry) 
MW ............................................................................................. masse molaire (Molecular Weight) 
NAP .................................................. protéine associée au nucléoïde (Nucleoid Associated Protein) 
NBD .......................................... domaine de liaison au nucléosome (Nucleosomal Binding Domain) 
NESSY ............................................................................ NMR rElaxation diSpersion SpectroscopY 
NM ................................................................................................................................. Non Marqué 
nOe (ou NOE) ..............................................effet Overhauser nucléaire (nuclear Overhauser effect) 
NOESY ...................................................................................... Nuclear Overhauser SpectroscopY 
OVN ....................................................................................................... pendant la nuit (OVerNight) 
pdb .......................................................... banque de données sur les protéines (protein data bank) 
PEG ................................................................................................................... PolyEthylène Glycol 
pET ............................................................................... plasmid Expression vector under T7 control 
PMSF ......................................... fluorure de phénylméthylsulfonyle (PhenylMethylSulfonyl Fluoride) 
RDC ............................................................ couplage résiduel dipolaire (Residual Dipolar Coupling) 
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RMN ............................................................................................ Résonance Magnétique Nucléaire 
RMN-TR .......................................................................................................... RMN en Temps Réel 
RMSD .................... déviation de la racine de la moyenne des carrés (Root Mean Square Deviation) 
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SP-FF ........................................................................................ SulphoPropyl Sepharose Fast Flow 
TACK ................................................. Thaumarchaeota-Aigarchaeota-Crenarchaeota-Korarchaeota 
TCEP ............................................................................................... Tris(2-CarboxyEthyl)Phosphine 
TFAM ....................... facteur de transcription mitochondrial A (Mitochondrial Transcription Factor A) 
Thr .................................................................................................................................... thrombine 
TOCSY ........................................................................................... TOtal COrrelated SpectroscopY 
Tp ......................................................................................................................................... tampon 
Tris ............................................................................................. Tris(hydroxyméthyl)aminométhane 
UV .................................................................................................................................... UltraViolet 
viol ....................................................................................................................................... violation 
βmercapto ............................................................................................................β-mercaptoéthanol 

Symboles 
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13C .................................................................................................................................. carbone 13 
15N ...................................................................................................................................... azote 15 
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αi ............................................................................................................................... hélice alpha n°i 
AXnm ................................................................................................................... Absorbance à X nm 
B0 ........................................................................................................ champs magnétique principal 
βi .................................................................................................................................... brin beta n°i 
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bp ............................................................................................................ paire de bases (base pair) 
Ci ......................................................................................................................... complexe Di/MC1t 
d .......................................................................................................................................... distance 
D .............................................................................. état dénaturé ou déstructuré de la protéine HU 
Di .................................................................................................. duplex d'ADN de brin inférieur n°i 
Dmax ................................................................................................................... dimension maximale 
ΔrG0 ........................................................................................... enthalpie libre standard de réaction 
ξ ...................................................................................................................... avancement chimique 
Ea ........................................................................................................................ énergie d’activation 
Ei......................................................................................................................................... énergie i 
I (ou I(T), I(t), I(q)) ................................................................................................................ intensité 
I2 ............................................................................................... état intermédiaire de la protéine HU 
INFi ............................................................................................................... brin inférieur n°i d'ADN 
K ....................................................................................................................... constante d’équilibre 
KD ............................................................................................................. constante de dissociation 
kex ..................................................................................................................... constante d'échange 
ki ................................................................................................................ constante de vitesse de i 
λ ............................................................................................................................... longueur d’onde 
LPi ..................................................................................................................... boucle n°i (LooP n°i) 
n° .......................................................................................................................................... numéro 
N2 ............................................................................................................ état natif de la protéine HU 
ηNH ............................................................................................... effet Overhauser nucléaire 1H-15N 
pi ..................................................................................................................................... population i 
pH ...................................................................................................................... potentiel hydrogène 
pI ...........................................................................................................................point Isoélectique 
q ........................................................................................................................ vecteur de diffusion 
R .............................................................................................................. constante des gaz parfaits 
R1 ..................................................................................... vitesse de relaxation longitudinale (=1/T1) 
R2 ou R2

0 ........................................................................... vitesse de relaxation transversale (=1/T2) 
R2,eff ........................................................................................................ vitesse d'échange effective 
Rex ........................................................................................................................ vitesse d'échange 
Rg ......................................................................................................................... Rayon de giration 
SUP ................................................................................................................. brin supérieur d'ADN 
θi ............................................................................................................................................. angle i 
t .............................................................................................................................................. temps 
T .......................................................................................................................... temps de mélange 
T° ................................................................................................................................... température 
T1 ...................................................................................... temps de relaxation longitudinale (=1/R1) 
t1/2 ........................................................................................................................ temps de demi-vie 
T2 ....................................................................................... temps de relaxation transversale (=1/R2) 
𝜏 .......................................................................................................................... taux d’avancement 

𝜏𝐶𝑃𝑀𝐺 ............................................................................................................................. délai CPMG 
𝜏𝑒𝑥 ................................................................................................. durée de vie réduite de l’échange 
Tm .......................................................................... température de transition (melting temperature) 
Trelax ..................................................................................................................... délai de relaxation 
V ............................................................................................................................................ volume 
νCPMG ................................................................................................... fréquence d'impulsion CPMG 
νr .......................................................................................................................... vitesse de réaction 
ω (ou δ) ......................................................................................................... déplacement chimique 
ω0 .................................................................................................................... fréquence de Larmor 
 

Unités 

% ........................................................................................................................................ pourcent 
°C ............................................................................................................................... degré Celcius 
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Å .......................................................................................................................... angström (10-10 m) 
cal ........................................................................................................................................... calorie 
Da (ou g.mol-1) ...................................................................................... dalton (ou gramme par mole 
g .......................................................................................................................................... gramme 
h .............................................................................................................................................. heure 
Hz ............................................................................................................................................. hertz 
K ............................................................................................................................................. Kelvin 
L ................................................................................................................................................. litre 
m ............................................................................................................................................. mètre 
M (ou mol.L-1) ............................................................................................ molaire (ou mole par litre) 
min ......................................................................................................................................... minute 
mol ............................................................................................................................................ mole 
ppm....................................................................................................................... partie par millions 
rpm ...................................................................................................................... rotation par minute 
s ........................................................................................................................................... seconde 
UAXnm ...................................................................................................... unité d'absorbance à X nm 
 

Abréviations des acides aminés 

A – Ala – Alanine  
C – Cys –Cystéine  
D – Asp – Aspartate  
E – Glu – Glutamate  
F – Phe – Phénylalanine  
G – Gly – Glycine  
H – His – Histidine  

I – Ile – Isoleucine  
K – Lys – Lysine  
L – Leu – Leucine  
M – Met – Méthionine  
N – Asn – Asparagine  
P – Pro – Proline  
Q – Gln – Glutamine  

R – Arg – Arginine  
S – Ser – Sérine  
T – Thr – Thréonine  
V – Val – Valine 
W – Trp – Tryptophane  
Y – Tyr – Tyrosine  
 

 

Abréviations des nucléosides 

A – Ade – Adénine  C – Cyt – Cytosine  G – Gua – Guanine  T – Thy – Thymine  

 

Les structures primaires et la nomenclature (IUPAC) des acides aminés et des nucléosides 

sont présentées en Annexe 1. 
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Depuis les années 90, le Vivant peut se représenter sous la forme d’un arbre phylogénétique à trois 

branches [1]. Ces branches correspondent aux trois grands domaines du vivant : les Eucaryotes, 

les Bactéries et les Archées (Figure 1). Chacun de ces domaines, possède un patrimoine 

génétique différent qui leur est indispensable de conserver et de protéger. Le support de ce 

patrimoine génétique est l’Acide DésoxyriboNucléique (ADN). Chez les Eucaryotes, on le retrouve 

dans le noyau des cellules, dans la lumière des mitochondries et dans les chloroplastes. Chez les 

Bactéries et les Archées, on le retrouve directement dans le cytoplasme sous la forme d’un 

agglomérat du matériel génétique chromosomique de forme irrégulière, le nucléoïde, et également 

sous la forme de petites molécules d’ADN circulaires appelées plasmides.  

 

Figure 1 : Arbre phylogénique des trois grands domaines du Vivant (adapté de Eric Gaba, 
Wikimedia Commons) [2]. Sont représentés en marron les Eucaryotes, en bleu les Bactéries et en 

rouge les Archées.  

L’ADN possède une structuration dynamique dont l’organisation varie dans le temps et en fonction 

des conditions (température, pH, etc.). La modulation de cette dynamique est liée à différentes 

actions mises en place au sein de la cellule pour préserver son patrimoine génétique. L’une de ces 

actions est la modification de la géométrie de l’ADN par divers modes de 

compaction / décompaction [3]. Les premiers acteurs de cette dynamique sont des enzymes de 

topologie : les topoisomérases. Elles sont présentes dans les trois domaines du Vivant [4,5] et 

agissent en insérant ou en retirant des supertours sur la double hélice d’ADN, par coupure 

temporaire simple ou double brin. Les seconds acteurs responsables de la dynamique sont les 

protéines architecturales, également appelées protéines chaperonnes de l’ADN. Elles 

compactent ce dernier selon trois modes (Figure 2) : en le pontant (« bridgers »), en l’enroulant 

(« wrappers ») et/ou en le courbant (« benders »). Ces acteurs interagissent avec l’ADN de façon 

dynamique et réversible et les différentes actions exercées par ceux-ci permettent de réguler des 

fonctions biologiques comme la transcription ou la réplication de l’information génétique [6]. Ainsi, 
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de nombreuses études ont été et sont menées sur le décryptage des systèmes protéiques 

interagissant avec l’ADN dans les trois domaines du Vivant [7,8]. La connaissance détaillée de 

chacun des acteurs de la machinerie génétique et de leur fonctionnement propre permet de mieux 

comprendre l’ensemble des mécanismes cellulaires afin de pouvoir potentiellement les moduler ou 

les imiter. C’est dans ce cadre que s’inscrit le travail de thèse présenté dans ce manuscrit. Il est 

mené sur deux systèmes de protéines associées au nucléoïde : HU (protéine bactérienne, E.coli) et 

MC1 (protéine d’Archée, M. thermophila). 

 

Figure 2 : Schéma des différents types de compaction de l'ADN par les protéines 
architecturales (adapté de Luijsterburg et al., 2008) [3].  

Chez les Eucaryotes, on retrouve principalement deux types de protéines de structure : les 

histones [9,10] et les protéines HMG [11–14] (Figure 3). Les histones sont majoritairement des 

enrouleurs d’ADN. Il en existe 5 sous-unités différentes H1, H2A, H2B, H3 et H4 qui possèdent un 

motif caractéristique de trois hélices α. La sous-unité H1, une histone de liaison, reste sous forme 

monomérique pour interagir avec l’ADN. A l’inverse, les sous-unités H2A, H2B, H3 et H4 sont sous 

forme dimérique en solution (H2A-H2B et H3-H4) et s’assemblent en octamère pour interagir avec 

l’ADN. L’octamère, formé de deux copies de chaque sous-unité, enroule l’ADN de façon non 

spécifique. Cet enroulement, combiné à l’action de liaison de H1, compacte l’ensemble en un 

nucléosome rigide. Les protéines HMG (pour « High Mobility Group ») sont des courbeurs d’ADN 

structurées, comme les histones, en trois hélices α. Elles représentent trois familles de protéines 

(HMGA, HMGB, HMGN) possédant chacune un motif fonctionnel propre. Le motif fonctionnel permet 

une interaction avec des ADN spécifiques. Il correspond à une boîte-HMG (HMG-box) pour la famille 

HMGB, à une succession de trois crochets AT (AT hook) pour la famille HMGA, et à un domaine de 

liaison au nucléosome (NBD) pour la famille HMGN. L’ensemble des protéines HMG interagit avec 

l’ADN sous forme monomérique et de manière compétitive vis-à-vis de l’histone H1. 
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Figure 3 : Structure tridimensionnelle et diagramme de topologie des protéines 
architecturales majeurs du Vivant.  
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Chez les Bactéries, on ne retrouve pas d’histones [15]. La compaction de l’ADN est réalisée par des 

Protéines Associées au Nucléoïde (NAPs). Ces protéines sont en général petites (de l’ordre de 

5-15 kDa par sous-unité), abondantes (>104 protéines/cellule), souvent multimériques et présentent 

un caractère basique avec des points isoélectriques (pI) supérieurs à 8. Les NAPs possèdent un 

mode principal de compaction de l’ADN qui n’est pas toujours unique. Par exemple, parmi les 

protéines les plus étudiées : HU (pour « Histone-like U93 ») est principalement un courbeur d’ADN 

sans spécificité de séquence qui peut également enrouler ce dernier ; IHF (pour « Integration Host 

Factor »), un homologue structural de HU et membre de la même superfamille, courbe l’ADN en 

reconnaissant une séquence spécifique de nucléotides ; Fis (pour « Factor of inversion 

stimulation ») courbe également l’ADN et intervient dans de nombreux processus cellulaires 

principalement en lien avec la transcription du génome ; et H-NS (pour « Histone-like Nucleoid 

Structuring protein ») est un ponteur pouvant notamment contraindre des surenroulements sur 

l’ADN [7,16,17] (Figure 3). Chacune de ces protéines interagit avec l’ADN principalement sous forme 

dimérique, mais également à des niveaux d’oligomérisation plus grands pour certaines d’entre elles. 

Chez les Archées, au moins deux types de protéines chromatiniennes sont présentes pour chaque 

espèce présentant un mode de compaction principal différent. Les NAPs majoritaires d’Archées, 

indépendamment des espèces, sont : les histones, Alba, HU, MC1, Sul7, Cren7 et CC1 [18–20] (Figure 

3). Les histones d’Archées sont très proches des histones d’Eucaryotes, tant par leur structure que 

par leur rôle. La protéine Alba (pour « Acetylation lowers binding affinity ») est le ponteur d’ADN 

majeur des Archées. On la retrouve chez toutes les Archées à l’exception de deux classes : 

Methanomicrobia et Halobacteria. Pour ces deux classes, la protéine MC1 (pour « Methanogen 

Chromosomal protein 1 ») est présente en tant que courbeur d’ADN. Sul7, Cren7 et CC1 sont 

également des courbeurs d’ADN et sont retrouvées chez les espèces d’Archées dépourvues 

d’histones. 

La première partie de ce manuscrit concerne la protéine HU d’Escherichia coli (EcHU) et l’étude 

de son mécanisme d’échange de chaînes en trois étapes : passage d’une forme native dimérique à 

une forme intermédiaire dimérique, association de deux formes intermédiaires pour former un 

tétramère transitoire, dissociation du tétramère pour former un nouveau dimère natif. L’objectif du 

présent travail est de décrire complètement le mécanisme d’échange de chaînes de cette 

protéine dimérique tant d’un point de vue structural que cinétique.  

Le chapitre 1 expose l’état des connaissances scientifiques sur les protéines HU, en particulier 

celles d’E. coli. 

Le chapitre 2 présente l’ensemble des méthodes et le matériel utilisés pour l’étude des protéines 

EcHU dans ce projet. 

Le chapitre 3 expose l’étude structurale et dynamique de la première étape du mécanisme 

d’échange de chaînes : le passage du dimère natif à un dimère dit intermédiaire. 
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Le chapitre 4 présente l’étude cinétique du mécanisme d’échange de chaînes et la caractérisation 

de toutes les constantes d’échange. 

La seconde partie de ce manuscrit concerne la protéine MC1 de Methanosarcina Thermophila 

et en particulier son interaction d’un point de vue dynamique et structural avec l’ADN. Il a été montré 

que la protéine induisait de fortes courbures sur des mini cercles d’ADN double-brin avec lesquels 

elle interagissait [21]. Pour mieux caractériser cette interaction, une étude complète a été menée, au 

sein de notre laboratoire, sur MC1 en complexe avec un ADN de 15 paires de bases (ADN15bp) [22–

25]. Pour aller plus loin dans l’analyse des interactions entre la protéine et l’ADN, un nouveau 

complexe, ADN23bp/MC1, avec un ADN plus long a été étudié. Cette étude n’a pu être réalisée que 

grâce à la mise en place d’une approche multidisciplinaire. 

Le chapitre 1 présente le domaine des Archées et expose l’état des connaissances scientifiques 

sur la protéine MC1 ainsi que la description des complexes ADN/MC1 en solution par Résonance 

Magnétique Nucléaire. 

Le chapitre 2 correspond à la caractérisation structurale du complexe ADN23bp/MC1 par l’utilisation 

de rayons X. 
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Chapitre 1. HU, une protéine au mécanisme d’échange complexe, 

essentielle à la croissance et à la survie des Bactéries 

1.1. La protéine HU 

1.1.1. Découverte et principales caractéristiques de la protéine 

Une histone-like bactérienne 

HU a été caractérisée pour la première fois en 1975 à partir d’un extrait soluble d’Escherichia coli, 

par Josette Rouvière-Yaniv et François Gros [26]. Les auteurs ont isolé cette protéine par 

chromatographie d’affinité sur colonne de cellulose avec greffage d’ADN (DNA-cellulose 

chromatography) [27], mettant ainsi en lumière l’une des principales caractéristiques de HU à savoir 

sa capacité à interagir avec l’ADN. Ils ont montré qu’il s’agit d’une protéine dimérique de petite 

taille (Masse Molaire : MW ~20 kDa) par deux techniques d’analyse complémentaires. La 

chromatographie d’exclusion stérique a permis de déterminer la valeur de la masse moléculaire de 

la protéine en condition native, soit 20 kDa. L’électrophorèse sur gel en condition dénaturante a, 

quant à elle, révélé une masse moléculaire deux fois plus faible que précédemment montrant que 

la protéine est dimérique à l’état natif. Au cours de cette étude, les auteurs ont quantifié HU dans 

les bactéries et ont montré que cette dernière était très abondante dans la cellule (au moins 104 

protéines par bactérie). Ils ont déterminé sa composition en acides aminés par la méthode du 

biuret [28]. Il s’est avéré que HU est une protéine riche en lysines et en alanines, et dépourvue de 

cystéines. Cette méthode a été complétée par d’autres analyses, comme par exemple, des mesures 

d’absorbance à 280 nm pour quantifier les résidus aromatiques. Ces analyses ont montré que HU 

est dépourvue de tryptophane et de tyrosine. Composée à 19 % de résidus basiques (Arg, Lys) et à 

18 % de résidus acides (Asp, Glu), la protéine est globalement basique (pI ~9,6). 

Au niveau de ses fonctions, HU stimule la transcription de l’ADN du bactériophage λ et fixe ce 

dernier de façon non spécifique en formant de nombreuses boucles, des structures en épingle à 

cheveux et des pelotes (Figure 4) [27]. HU est classée parmi les protéines dites de « type histone » 

(histone-like) pour ses propriétés physico-chimiques (petites protéines basiques) et fonctionnelles 

(compaction de l’ADN) proches des histones eucaryotes. 

Depuis 1975, HU a été caractérisée chez de nombreuses autres espèces et est à présent largement 

connue des biochimistes et des biologistes. C’est une Protéine Associée au Nucléoïde (NAP), 

essentielle à la croissance et à la vie des bactéries. Elle est présente chez toutes les Bactéries 

(~3.104 dimères/cellule en moyenne), et chez les Euryarchées du genre Thermoplasma [29]. Cette 

protéine architecturale remplit de nombreuses fonctions en lien avec le métabolisme de l’ADN au 
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sein du nucléoïde. En plus de son rôle dans la transcription, elle est impliquée dans de nombreux 

autres processus comme la réplication, la réparation et la réponse à divers stress de l’ADN comme 

celui provoqué par une irradiation gamma par exemple [30–34].  

 

Figure 4 : Clichés de microscopie électronique de molécules d’ADN λ seules et complexées 
avec la protéine HU (issues de Rouvière-Yaniv et Gros, 1975) [26]. a,e) ADN complexé à HU ; 
b,d) ADN seul ; c) mélange d’ADN seul et d’ADN complexé à HU. L’échelle indique 100 nm. 

La superfamille HU/IHF 

HU appartient à la superfamille des protéines HU/IHF [35,36]. Cette superfamille se divise en trois 

groupes : les protéines HU, les protéines IHF_A et IHF_B qui partagent une identité de séquence 

significative [37,38]. Au-delà d’une homologie séquentielle, les protéines de cette superfamille 

partagent une structuration spatiale particulièrement conservée [37]. Ces protéines d’environ 

10 kDa par sous-unité sont basiques et sont des dimères. Les protéines HU sont généralement des 

homodimères alors que les protéines IHF sont toujours des hétérodimères IHFαβ. Seules les HU 

d’entérobactérie et du genre Vibrio existent sous forme hétérodimérique HUαβ, c’est-à-dire qu’elles 

sont encodées par 2 gènes codant respectivement pour les chaînes alpha (HUα) et beta (HUβ). Au 

niveau de la structure du dimère, chaque sous-unité protéique est composée de trois hélices α (α1, 

α2 et α3) et de 5 brins β (β1, β2, β2’, β3 et β3’) selon l’enchaînement : α1-t-α2-β1-β2-β2’-β3’-β3-α3 (Figure 

5) [39,40]. Le motif « hélice-tour-hélice », α-t-α (ou HTH), est régulièrement retrouvé chez les protéines 

d’architecture de l’ADN comme motif d’interaction protéine-protéine. Au sein du dimère, ce double 

motif forme, avec les trois brins antiparallèles β1 β2 et β3 des deux feuillets β formant la « selle », le 

cœur hydrophobe de la protéine. Ce cœur, ou corps, hydrophobe est stabilisé par des liaisons 

hydrogène, par des interactions hydrophobes et/ou par la formation de ponts salins inter et 

intra chaînes. Ces interactions sont discutées dans le Chapitre 3 lors de l’analyse des structures des 
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dimères natifs et intermédiaires. Les hélices α3 terminales participent également à la stabilité de ce 

cœur en interagissant avec le haut de l’hélice α2 de la chaîne complémentaire. Les brins 

antiparallèles β2’ et β3’ définissent, quant à eux et pour chaque unité protéique, un motif en épingle 

à cheveux (β hairpin) au bout d’un « bras » flexible. Cette partie de la protéine, de par sa 

flexibilité, n’est pas toujours visible dans les structures décrites par cristallographie des rayons X 

(RX) mais est essentielle pour la liaison de la protéine à l’ADN.  

 

Figure 5 : Structure tridimensionnelle des protéines de la superfamille HU/IHF. A – structure 
d’une unité protéique. B – structure d’un dimère selon deux orientations. 

Toutes les protéines de la superfamille HU/IHF interagissent avec l’ADN. Elles sont des régulateurs 

de la transcription et peuvent courber l’ADN. Cette interaction est globalement non spécifique pour 

les protéines HU et spécifique pour les protéines des deux autres groupes [41]. Les protéines HU 

reconnaissent préférentiellement certaines organisations (ou structurations) de l’ADN alors que les 

protéines IHF reconnaissent un motif séquentiel [42]. Une différence notable entre HU et IHF est que 

le premier peut interagir avec d’autres HU afin de courber l’ADN de façon coopérative et induire un 

surenroulement négatif de l’ADN, alors que la protéine IHF interagit toujours indépendamment des 

autres IHF [6]. Une autre grande différence est l’angle de la courbure : IHF courbe plus sévèrement 

l’ADN que HU (respectivement ~160° et ~70°) [38,41]. L’interaction se fait en revanche, de façon 

homologue pour toutes les protéines de la superfamille qui ont une préférence pour les ADNs 

préalablement courbés. Elle se fait au niveau : 

- des bras flexibles qui entourent l’ADN et les prolines présentes à leurs extrémités (Pro65 et 

Pro63 respectivement pour IHF et HU d’E. coli) qui s’intercalent entre les paires de bases 

dans le petit sillon. 
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- de la « selle » formée par les deux feuillets β à trois brins de la protéine. Ce domaine de 

liaison à l’ADN est nommé domaine DBD dans certains articles scientifiques. Le complexe 

est stabilisé par des interactions électrostatiques dues à la présence de nombreux résidus 

basiques (Arg et Lys). 

- du corps de la protéine, formé des domaines HTH, qui stabilise le complexe par des 

interactions hydrophobes. 

Les complexes d’HU avec l’ADN 

HU interagit de façon non-spécifique avec l’ADN, mais montre des affinités différentes pour divers 

motifs de celui-ci. Elle interagit préférentiellement avec des ADNs double-brins présentant une 

cassure (KD = 8 nM) [34], des délétions (ou « bulges ») sur un des deux brins (KD = 4 nM) [43], et 

avec des ADNs en jonction à 3 ou 4 brins (KD = 4 nM) [44] plutôt qu’avec des ADNs linéaires 

(KD > 500 nM) [45] ou courbés (KD = 100 nM) [43]. Outre les différences d’affinité de la protéine pour 

certains motifs d’ADN, HU est capable de compacter ce dernier selon deux modes : en le courbant 

et/ou en l’enroulant (Figure 6).  

 

Figure 6 : Modèles de structure de HU complexé à un ADN. A – Modèle du mécanisme de 
surenroulement (adapté de Tanaka et al., 1995) [46]. B – Représentation schématique du complexe 

HU/ADN (adapté de Kamashev et al., 1999) [47] avec un ADN en jonction 4 voies (haut) et 
présentant une cassure simple brin (bas). C à E – Modèle de surenroulement basé sur un réseau 
d’empilements cristallins de la protéine (adapté de Guo and Adhya, 2007) [48]. C représente la vue 
du dessus du réseau d’empilements cristallins (1 : arrangement en unité octamérique d’une spirale 
multimérique droite ; 2 : arrangement en unité octamérique d’une spirale multimérique gauche ; 3 : 

arrangement en octamère). D représente la vue de dessus et E la vue de côté. F – Modèle du 
complexe avec un ADN présentant une cassure simple brin (adapté de Kamashev et al., 1999) [47]. 

G – Superposition des structures RX du complexe ADN/IHF et ADN/HU (adapté de Swinger et 
Rice, 2004) [41]. 

HU est principalement un courbeur d’ADN. En 1999, Dmitri Kamashev et ses collaborateurs 

parviennent à localiser la protéine HU sur l’ADN par une technique d’empreinte aux radicaux libres 
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(« phenanthroline DNA footprinting ») [47]. Cette technique repose sur le fait que des radicaux (OH•) 

sont générés et vont couper le squelette désoxyribose-phosphate de l’ADN, marqué au 32P. Cette 

coupure se fait par attaque oxydative au niveau du désoxyribose (liaison C3’-C4’) et au niveau des 

bases [49]. Les zones protégées par l’interaction avec une protéine sont protégées de la dégradation. 

Cette méthode a révélé que la protéine HU interagit, par ses bras flexibles, avec le petit sillon de 

l’ADN. Les chercheurs ont également montré que, dans le cas d’un ADN ayant une cassure simple 

brin, les bras flexibles de HU se fixent au niveau de la coupure et le corps au niveau de l’extrémité 

3’ du brin clivé (Figure 6B,F). La protéine induit sur ce type d’ADN une courbure de 65° à l’endroit 

de la cassure. En 2003, Kerren K. Swinger et ses collaborateurs, complètent la caractérisation du 

complexe en montrant que HU est capable d’induire et/ou de stabiliser différents ADNs présentant 

des angles de courbure allant de 105° à 140° [41,42]. Cette variabilité serait liée aux nombreux 

contacts entre les 9 paires de bases de l’ADN impliquées et les bras flexibles de la protéine, ainsi 

qu’aux multiples contacts supplémentaires entre l’ADN et le corps de la protéine (Figure 6G). 

En plus d’être un courbeur, des données cristallographiques du complexe HU/ADN suggèrent 

que HU peut contribuer au mécanisme de surenroulement négatif de l’ADN in vivo en 

s’oligomérisant de façon hélicoïdale le long de l’ADN [50]. Le packing cristallin observé dans ces 

structures cristallographiques suggère que les interactions au sein du complexe, entre les dimères 

de HU et l’ADN et entre les dimères, sont des interactions électrostatiques qui impliquent très 

probablement les phosphates des nucléotides et les arginines des bras de la protéine. En 1986, 

Steven S. Broyles et David E. Pettijohn s’intéressent au temps de demi-vie (t1/2) du complexe et 

montrent que la force ionique influe grandement sur la dissociation de ce dernier [51]. Ils émettent 

eux-aussi l’hypothèse que HU pourrait se structurer en un cylindre autour duquel l’ADN s’enroulerait, 

engendrant des surenroulements, de façon toroïdale. Ils s’appuient, pour cette hypothèse, sur des 

données de dichroïsme circulaire. En 1995, Hiromitsu Tanaka et ses collaborateurs réalisent une 

étude montrant que la protéine HU peut induire des surenroulements négatifs sur un ADN circulaire 

indépendamment de la présence de topoisomérases, en particulier d’ADN gyrase [46]. HU y interagit 

sous la forme d’un oligomère. Il faut environ 10 dimères de la protéine pour faire un supertour 

d’ADN. Plus précisément, les dimères de HU se fixent de façon non-spécifique sur un ADN 

quelconque toutes les 8-9 paires de bases environ et créent des contacts avec les dimères 

adjacents, réduisant ainsi la taille d’un tour de double-hélice d’environ 0,5 bp par dimère de protéine. 

Ce mécanisme aboutit à la formation de solénoïdes gauches d’un tour tous les 10 dimères de HU 

(Figure 6A). Ce modèle de solénoïde est conforté par le modèle de surenroulement proposé par 

Fusheng Guo et Sankar Adhya en 2007 [48]. Ce modèle illustré sur la Figure 6E modélise 

l’enroulement d’un double-brin d’ADN sur la structure cristallographique d’octamères de la protéine 

HU (Figure 6C-E). 
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1.1.2. HU chez E.coli 

Codage et régulation des gènes 

HU est codée par un seul gène pour la majorité des espèces bactériennes et archéennes. Chez 

E. coli en revanche, comme chez toutes les entérobactéries [52] et les bactéries du genre Vibrio [53], 

la protéine HU est codée par deux gènes : hupA [54] et hupB [55]. Ces deux gènes codent 

respectivement pour les chaînes protéiques EcHUα et EcHUβ [40]. HU d’E. coli existe ainsi sous trois 

formes dimériques : deux homodimères (EcHUα2 et EcHUβ2) et un hétérodimère (EcHUαβ) [56]. 

Sur le chromosome bactérien, les gènes hupA et hupB sont à des positions relativement éloignées 

et ne font donc pas partie du même opéron (90,5 min [54] et 9,7 min [55] respectivement pour hupA 

et HupB - Figure 7A). De ce positionnement, il est déduit que seuls les homodimères peuvent être 

immédiatement formés suite à l’expression non-concomitante des gènes hup et que 

l’hétérodimère serait formé dans un second temps à partir des homodimères. En 2003, il a été 

montré que l’hétérodimère se formait spontanément à partir des deux homodimères [57]. L’échange 

de chaînes peut se réaliser in vitro à faible (T = 4 °C) comme à haute température (T = 37 °C) en 

mélangeant simplement les homodimères purifiés. Cette formation spontanée serait liée à une 

affinité plus grande de la chaîne EcHUβ pour son homologue EcHUα que pour elle-même 

(KD[β→α] < KD[β→β]) [58]. 

Au niveau de la régulation de la transcription des gènes, hupA est précédé d’un unique promoteur 

(P), alors que hupB est précédé de 4 promoteurs (P1, P2, P3, P4) dont deux peu actifs (P1 et P4). 

La transcription de ces gènes varie au cours du cycle de croissance de la bactérie et en réponse à 

certains stress comme une irradiation ou un choc froid [59–61]. La transcription des gènes est 

autorégulée de façon négative, avec une répression plus importante du gène hupA que du gène 

hupB [59]. Elle est également régulée par les protéines CRP (pour « Cyclic AMP Receptor Protein ») 

et Fis (Figure 7B). La protéine CRP, activateur de classe I, active la transcription de hupA et celle 

de hupB au niveau du promoteur P3. La protéine Fis, de son côté, active le promoteur de hupA 

mais réprime la transcription de hupB au niveau des promoteurs P2 et P3. Le promoteur P4 de 

hupB est peu actif. Il peut toutefois être activé sous certaines conditions et en particulier dans le cas 

d’un choc froid [62]. Le promoteur P1 est encore moins actif dans le sens où les transcrits issus de 

ce promoteur ne sont pas détectables. 
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Figure 7 : Schéma simplifié présentant les gènes hupA et hupB. A – Leur disposition sur la 
carte du génome de E. coli. B – Leur régulation par les protéines HU, CRP et Fis. Les flèches 

grises indiquent une activation par la protéine concernée et les traits gris indiquent une répression. 

La prédominance des dimères de EcHU au cours du cycle bactérien 

La courbe de croissance du cycle bactérien se découpe en 4 phases majeures. La première phase 

est une phase de latence. Elle correspond au temps nécessaire aux bactéries pour s’adapter à leur 

nouveau substrat. La seconde phase est la phase de croissance exponentielle. Elle correspond 

à une augmentation du nombre de bactéries dans le milieu. La troisième phase est la phase 

stationnaire. Elle correspond à un appauvrissement du milieu de culture où la multiplication des 

bactéries compense leur perte par autolyse. La dernière phase est la phase de déclin. Cette phase 

commence lorsque toutes les ressources nutritives du milieu sont épuisées. Il persiste une 

croissance mais qui ne compense plus la mort des bactéries. 

Pour ce qui est de la protéine HU d’E. coli, les proportions des sous-unités EcHUα et EcHUβ varient 

au cours du cycle bactérien (Figure 8A) [63]. Durant la phase de croissance exponentielle, quatre 

fois plus de sous-unités EcHUα que EcHUβ sont produites, alors qu’en phase stationnaire 

les sous-unités sont produites en quantité égale. Cette différence de proportion est 

probablement liée à la régulation de la transcription des gènes par les protéines CRP et Fis. En effet, 

en phase exponentielle, la protéine Fis est très abondante. Comme Fis active la transcription de 

hupA et réprime celle de hupB, on comprend aisément que le dimère majoritaire pendant cette phase 

est l’homodimère EcHUα2. En phase stationnaire, en revanche, Fis devient très peu abondant, et 

les deux gènes sont activement transcrits, activés par CRP. La proportion équivalente des deux 

sous-unités abondamment synthétisées et la formation spontanée de l’hétérodimère rendent le 

dimère EcHUαβ majoritaire dans la cellule. Cette nouvelle espèce améliore la survie de la bactérie 

en phase stationnaire. 

Dans des conditions standards de culture (milieu LB, pour « Luria Bertani Broth » à 37 °C), 

l’homodimère EcHUβ2 n’est pas indispensable à la croissance ni à la survie des bactéries [63]. 

Ce dimère devient cependant essentiel à leur survie en cas de choc froid [62]. En effet, si au cours 



Partie 1. Vers une description complète du mécanisme d’échange de 
chaînes de la protéine EcHU 

 

32 

de son cycle, la culture de bactéries est brutalement soumise à une faible température (10 °C), 

l’homodimère EcHUβ2 devient l’espèce majoritaire dans la cellule (Figure 8B). Dans le cas d’un choc 

froid, la quantité de protéine Fis diminue [64]. La transcription du gène hupA est dans ces conditions 

totalement réprimée. De plus les transcrits de hupA sont peu stables à basse température. La 

transcription reste inchangée au niveau des promoteurs P2 et P3 de hupB et le promoteur P4 est 

lui, plus actif. La répression de hupA et l’activation de hupB en cas de choc froid, font que 

l’homodimère EcHUβ2 devient majoritaire. EcHUβ2 est donc essentiel à l’adaptation de E. coli 

suite à un choc froid. Une fois la culture replacée dans des conditions standards, la régulation des 

gènes est de nouveau réalisée par les protéines CRP et Fis, et l’homodimère EcHUβ2 redevient non 

essentiel pour les cellules.  

 

Figure 8 : Prédominance des dimères de EcHU au cours du cycle bactérien. A – Dans des 
conditions standards (37 °C). B – Phase adaptative suite à un choc froid (10 °C, ). 

La prédominance des différents dimères de HU au cours du cycle bactérien est liée à des fonctions 

biologiques propres à chacune des formes dimériques. Ainsi la forme homodimérique EcHUα2 est 

importante pour la phase exponentielle de croissance des bactéries, la forme hétérodimérique est 

importante pour leur survie en phase stationnaire de croissance, et l’homodimère EcHUβ2 est 

essentiel pour leur survie en cas de choc froid. Ces fonctions propres à chaque dimère doivent être 

liées à une différence au niveau de leur interaction avec l’ADN, de leur structure et/ou de leurs 

propriétés physico-chimiques qu’il faut caractériser pour mieux comprendre les mécanismes 

cellulaires médiés par cette protéine. 
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1.1.3. Structure de EcHU 

Les structures tridimensionnelles (3D) des trois dimères de EcHU ont été résolues par 

cristallographie aux rayons X : EcHUα2 en 2002 (pdb :1MUL) [57], EcHUβ2 en 2014 (pdb :4P3V) et 

EcHUαβ en 2006 (pdb :2O97) [48].  

Les chaînes protéiques EcHUα et EcHUβ sont constituées toutes les deux de 90 acides aminés, et 

possèdent de nombreux résidus lysine et alanine (respectivement 11 et 15 pour EcHUα, et 9 et 19 

pour EcHUβ) [40]. Elles ont des masses molaires et des points isoélectriques proches 

(9,53 kDa / 9,57 et 9,23 kDa / 9,69 respectivement pour EcHUα et EcHUβ), partagent 70 % 

d’identité et 90 % d’homologie de séquence (Figure 9). Les structures des trois dimères de 

EcHU sont, comme attendu, homologues et correspondent à celles de toutes les protéines de la 

superfamille HU/IHF (Figure 5).  

 

Figure 9 : Séquence en acides aminés et éléments de structure secondaire des chaînes 
protéiques EcHUα et EcHUβ. Les résidus identiques sont écrits en gras et représentés par « * », 

les résidus homologues sont représentés par « : » et les résidus différents sont écrits en rouge 
(adapté de Le Meur, et al., 2015) [65]. 

1.1.4. Interaction de EcHU avec différents types d’ADN 

De nombreuses études ont été menées sur EcHU et sur ses interactions avec différentes structures 

d’ADN en se focalisant sur l’hétérodimère EcHUαβ. EcHUαβ se fixe de manière modérée sur les 

brins d’oligonucléotides, avec une légère préférence pour les ADNs simple brin et les ARNs plutôt 

que pour les ADNs double-brins [66]. EcHUα2 présente une affinité légèrement inférieure à celle de 

EcHUαβ mais beaucoup plus grande que EcHUβ2 pour les ADNs double-brins 

(KD[αβ] ≤ KD[αα] << KD[ββ]). Il est à noter que les homodimères ont bien plus d’affinité pour les 

ADNs simple brin que n’en a l’hétérodimère [67]. La protéine HU se lie préférentiellement à des 

ADNs courbés et à des ADNs cruciformes par exemple, plutôt qu’à des ADNs linéaires [43,58]. Cette 

étude a été complétée par des données sur les trois dimères (Figure 10). L’évaluation précise des 

constantes de dissociation (KD) des différents dimères de HU d’E. coli indique que l’hétérodimère 

EcHUαβ et l’homodimère EcHUα2 ont une affinité du même ordre de grandeur pour les divers 

motifs d’ADN testés. Toutefois, la constante de dissociation de l’hétérodimère est le plus souvent 

plus faible. L’homodimère EcHUβ2 possède, quant à lui, une affinité très inférieure aux deux 

autres dimères pour les divers motifs d’ADN. De manière général, on observe une différence de KD 

d’au moins un ordre de grandeur dans chacun des cas testés. La seule exception est dans le cas 
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de l’ADN cruciforme avec une faible concentration en sels (15 mM NaCl). Dans ces conditions, la 

constante de dissociation de EcHUβ2 est du même ordre que celle de EcHUα2 pour le motif d’ADN. 

Les homodimères sont tous les deux bien moins affins que l’hétérodimère dans ces mêmes 

conditions.  

 

Figure 10 : Affinité des protéines EcHUαβ, EcHUα2 et EcHUβ2 à différentes structures 
d’ADNs synthétiques (KD) : ADN linéaire (linear DNA), ADN cruciforme (cruciform DNA), ADN 

présentant une coupure simple brin (nick DNA), ADN présentant une (gap-1 DNA) ou deux (gap-2 
DNA) délétions simple brin en conditions sévères (200 mM NaCl) et non-sévères (15 mM NaCl). 
Les flèches indiquent les terminaisons 3’ des oligonucléotides (issus de Pinson et al., 1999) [58]. 

Haut - Table des KD. B - représentation des structures d’ADN. 

1.1.5. Propriétés physico-chimiques de EcHU 

Les dimères de EcHU présentent des propriétés physico-chimiques différentes qui leur permettent 

d’interagir différemment avec l’ADN, notamment des propriétés thermodynamiques. La 

température de transition (Tm, correspondant à la température à laquelle 50 % des protéines sont 

dénaturées, a été mesurée pour chaque dimère de E. coli par calorimétrie (DSC) et indique non 

pas une mais deux températures de transition pour chacun des dimères : Tm1 et Tm2 (Tableau 

1) [57]. Cette étude met en évidence une dénaturation de la protéine en deux étapes. Les dimères 

de HU passent d’abord d’un état natif (N2) à un état intermédiaire thermodynamiquement stable, 

puis de cet état intermédiaire à un état totalement dissocié et dénaturé (2D). Dans ce processus, 

l’état intermédiaire peut être dimérique (I2) ou monomérique (2I). Afin de le déterminer, les auteurs 

ont fait varier la concentration en protéine lors de leurs expériences. En effet, dans le cas d’une 
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transition du type bimoléculaire X2 ↔ 2X, la température de transition varie en fonction de la 

concentration en protéine, alors qu’elle reste constante dans le cas d’une transition de type 

monomoléculaire X2 ↔ X’2. En passant de 1 mg.mL-1 à 4,5 mg.mL-1 de protéine, il a été montré, pour 

chacun des dimères, une faible variation de Tm1 (Tm1 ~1 °C) et une plus forte variation de Tm2 

(Tm2 ~6 °C) (Tableau 1). Le processus de dénaturation de la protéine passe donc par une forme 

intermédiaire dimérique et stable, selon le schéma : N2 ↔ I2 ↔ 2D où N2 correspond à l’état natif, 

I2 à un état intermédiaire dimérique et 2D aux monomères déstructurés (D pour dénaturé). Les 

valeurs des Tm obtenues pour EcHUαβ et EcHUα2 sont très proches (~3 °C de différence) et plus 

élevées que celles de EcHUβ2 (au moins 10 °C de différence). 

 

Tableau 1 : Paramètres thermodynamiques des dimères de EcHU déterminés par 
calorimétrie (DSC). Les valeurs des températures de transition des deux étapes du dépliement de 
la protéine (Tm1 et Tm2) en présence de 200 mM de chlorure de sodium sont mises en évidence 

dans l’encadré en bleu (adapté de Ramstein et al, 2003) [57]. 

1.2. Mise en évidence d’une conformation intermédiaire d’EcHU  

1.2.1. Premières descriptions structurales de l’intermédiaire 

En combinant les données précédentes de DSC à une étude de dichroïsme circulaire (CD), un 

premier modèle structural de l’état intermédiaire de HU d’E. coli a été proposé [57]. Pour ce faire, 

des spectres CD à basse température (entre 4 °C et 10 °C) et à une température correspondant à 

10 °C au-dessus de Tm1 pour chaque dimère ont été collectés. Le pourcentage d’éléments de 

structure secondaire contenus dans chaque dimère a été évalué à partir des spectres de CD et par 

la méthode de prédiction de Johnson (Tableau 2).  
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Les structurations secondaires des trois dimères, obtenues à basse température, sont homologues 

à celles retrouvées dans la structure cristallographique d’EcHUα2 (pdb : 1MUL). On retrouve dans 

chacun de ces quatre cas environ 45 % de structuration en hélice α et environ 19 % de structuration 

en feuillet β. Les données obtenues par dichroïsme circulaire indiquent plus de structuration en tour 

et en autres structurations pour les dimères en solution que pour le cristal d’EcHUα2, probablement 

parce que le signal CD des hélices écrase le signal des brins β. A haute température, on note une 

perte d’hélicité de l’ordre de 50 % à 60 % (60,7 % pour EcHUα2, 54,2 % pour EcHUβ2 et 50,8 % 

pour EcHUαβ) par rapport à celles des dimères à basse température. On peut également noter une 

légère augmentation de la structuration en feuillets β qui se rapproche de celle observée dans la 

structure cristalline (probablement que la diminution du pourcentage d’hélice α permet de mieux 

estimer la valeur du pourcentage de feuillet β).  

 

Tableau 2 : Eléments de structuration secondaire des dimères calculées par dichroïsme 
circulaire (adapté de Ramstein et al., 2003) [57]. La perte d’hélicité est mise en évidence par 

l’encadré bleu. 

A partir de toutes ces données, les auteurs ont proposé un premier modèle structural du 

mécanisme de dénaturation de la protéine (Figure 11). Dans ce mécanisme en deux étapes, la 

conformation native correspond à celle obtenue par cristallographie. Pour la conformation 

intermédiaire, les auteurs suggèrent que la forte perte d’hélicité vient de la perte de la grande hélice 

(α2) engendrant une ouverture partielle de la cavité hydrophobe de la protéine. La dissociation 

aboutit à deux monomères totalement déstructurés.  
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Figure 11 : Schéma du dépliement de EcHU basé sur les données de CD et de DSC (issu de 
Ramstein et al., 2003) [57]. 

A la suite de ce premier modèle, une description plus fine de la transition de l’état natif N2 à l’état 

intermédiaire I2 de EcHUβ2 a été proposée sur la base de simulations de dynamiques moléculaires 

(MD) [68]. La technique employée pour cette étude est la modélisation moléculaire « tout atome » à 

très haute température. Cette technique permet d’étudier le mouvement de chaque atome sur une 

échelle de temps de l’ordre de la dizaine de nanosecondes. Le modèle de EcHUβ2, représentant 

58 016 atomes, a été étudié à des températures de 127 °C et de 227 °C. Il était nécessaire pour 

l’étude d’augmenter fortement la température afin de palier à l’échelle de temps atteignable par les 

calculs de dynamique moléculaire. La Figure 12 présente les résultats obtenus pour l’une des 

simulations à 127 °C (modèle C4(MD1
400)) et nous permet de suivre l’évolution du dimère sur 

24 nanosecondes. A t0, les sous-unités protéiques de EcHUβ2 sont symétriques mais évoluent 

indépendamment au cours de la simulation. Le modèle placé à très haute température montre que 

les feuillets β de la « selle » de la protéine sont globalement peu déstructurés au cours de celle-ci. 

Cependant, on peut noter la disparition du brin β1 pour l’une des deux sous-unités (soit EcHUβ). 

Cette simulation met en évidence une perte totale des brins β2’ et β3’ appartenant aux bras flexibles 

de la protéine, une déstructuration partielle au cours du temps des hélices α1 et α2 de chaque 

sous-unité et une perte totale de l’hélice terminale α3.  

Dans ce modèle, l’hélice terminale serait la clef structurale permettant le déclenchement de 

l’ouverture de la cavité hydrophobe de HU.  
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Figure 12 : Suivi de l’évolution au cours du temps des éléments de structure secondaire de 
chaque résidu dans EcHUβ2 (adapté de Garnier et al., 2011) [68]. EcHUβ et EcHUβ’ 

correspondent aux sous-unités protéiques de EcHUβ2. Les structurations secondaires principales 
sont représentées par des points rouges pour l’hélice α, des points bleus pour les hélices 310 et π, 

et par des points verts pour les feuillets β. 

1.2.2. Première caractérisation de l’échange entre les conformations, par RMN 

Les déplacements chimiques (CS) du squelette peptidique, propres aux différents dimères de EcHU, 

ont été déterminés par Résonance Magnétique Nucléaire (RMN) dans leur état natif [65]. L’évolution 

des valeurs des déplacements chimiques 1HN et 15NH des deux homodimères en fonction de la 

température a été suivie. Il a été observé l’apparition de nouveaux signaux sur les spectres 15N-

HSQC dans le cas de chaque dimère. Ces nouveaux signaux, augmentent en intensité avec 

l’élévation de la température alors que d’autres, correspondant aux résidus dans leur conformation 

native, diminuent d’intensité. Une étude préliminaire de dynamique (échange ZZ) a permis 

d’identifier ces nouveaux signaux comme étant ceux de la conformation intermédiaire I2 [69]. Cette 

étude préliminaire a permis de commencer l’attribution séquentielle de la protéine dans sa 

conformation intermédiaire et d’apporter une information sur la vitesse d’échange entre les deux 

conformations. La vitesse de l’échange N2/I2 est de l’ordre de la seconde-1 (s-1) pour 

l’homodimère EcHUα2 à 37 °C. L’échange N2/I2 dans l’homodimère EcHUβ2 n’a pas pu être 

quantifié pour EcHUβ2 à 27 °C car il est plus rapide que pour l’homodimère EcHUα2.  

L’attribution séquentielle à haute température des homodimères a pu être complétée. 37 % des 

résidus présentent un déplacement chimique différent au niveau du squelette peptidique entre les 

deux conformations en particulier au niveau de l’hélice α3. La prédiction des angles dièdres φ et ψ a 

été réalisée par DANGLE [70] sur la conformation intermédiaire. Elle prédit la perte totale de l’hélice 

terminale, ce qui concorde avec le modèle précédemment proposé par Norbert Garnier et ses 
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collaborateurs [68]. En revanche, il n’y a aucune indication de la perte des hélices α1 et α2. Concernant 

les feuillets β, les données de prédiction montrent une perte totale du brin β3 de la « selle » dans le 

cas de EcHUα2 et une formation partielle dans le cas de EcHUβ2. Les brins β1 et β2 semblent, pour 

leur part, maintenus. 

1.2.3. Proposition d’un modèle de la conformation intermédiaire combinant les 

données RMN et MD 

Une étude par simulation « gros grains » de dynamiques moléculaires et les données de RMN 

précédentes ont permis de proposer un modèle de la transition N2/I2 plus abouti. La dynamique 

d’échange entre les deux conformations étant de l’ordre de la milliseconde, les simulations tout 

atome auraient requis des températures bien trop élevées pour modéliser la transition. Pour les 

simulations « gros grains », ce sont des ensembles d’atomes qui sont modélisés par des sphères, 

appelées « grains » et chaque ensemble possède les propriétés équivalentes (la polarité 

notamment) au groupe d'atomes qu’il modélise. Avec ce type de simulation, la résolution atomique 

est perdue mais l’échelle de temps accessible est bien plus grande : de l'ordre de la microseconde 

à la milliseconde. En contrepartie, la méthode ne permet pas de simuler des pertes de structuration 

secondaire. La dynamique structurale de chacun des homodimères a été simulée sur une durée de 

dix microsecondes pour des températures de 77 °C et 97 °C. Lors de ces simulations, les hélices 

du domaine HTH sont suivies par mesure de distances intra chaînes entre les résidus des 

hélices α1 et α2 (résidus 3-25 et 7-22) et inter chaînes entre les résidus de l’hélice α1 et α2’ (résidus 

6-31’ et 14-23’) et entre les résidus de l’hélice α1 et du brin β1’ (résidus 1-40’ et 3-44’). Elles sont 

également suivies par la mesure de l’angle entre les hélices α1 et α2 des deux chaînes (angles α1-

α2, α1’-α2’ et α2-α2’). Les résultats de simulation montrent un écartement des deux domaines HTH (de 

5 Å à 10 Å) et un changement dans l’orientation des hélices de chaque domaine d’environ 20° 

(Figure 13A). Du fait du maintien des structures secondaires pendant la simulation, l’hélice α3 est 

maintenue. Les auteurs notent cependant une augmentation significative de la distance entre 

l’hélice α3 et le haut de l’hélice α2 pour une des deux chaînes à 97 °C, dans le cas de EcHUβ2. Ce 

mouvement précède celui du domaine HTH de cette même chaîne. Cette étude permet de proposer 

un nouveau modèle de la conformation intermédiaire montrant une ouverture importante de la 

cavité hydrophobe en accord avec les données RMN (Figure 13B). 
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Figure 13 : Modèle structural de l’intermédiaire déduit des expériences RMN et de 
simulations « gros grains » (adapté de la thèse de R. Le Meur, 2015) [69].A – Mouvements des 

hélices observés en simulation (µs) et extrapolation (ms). B – Modèle de la conformation 
intermédiaire de EcHUα2. 

1.3. L’hypothèse d’une forme tétramérique transitoire dans la formation de 

l’hétérodimère  

1.3.1. Hypothèse sur le mécanisme de formation de l’hétérodimère 

In vivo comme in vitro, HU est un dimère qui peut s’oligomériser lorsqu’il est impliqué dans un 

complexe avec l’ADN. Étant donné l’éloignement entre les deux gènes codant pour les chaînes de 

la protéine, celle-ci ne peut logiquement être synthétisée que sous la forme d’homodimères. De 

ce fait, on peut aisément proposer que l’obtention de l’hétérodimère dans la cellule proviendrait d’une 

combinaison/dissociation des homodimères. Cette hypothèse est d’autant plus probable qu’in vitro, 

lorsque les homodimères sont mis en présence l’un de l’autre, l’hétérodimère est formé 

spontanément [57]. Pour expliquer cette formation spontanée, deux voies sont envisageables : soit 

les homodimères se dissocient puis leurs chaînes se recombinent en hétérodimères, soit les 

homodimères se combinent en oligomères puis se dissocient en hétérodimères. D’après les 

données thermodynamiques, la seconde voie est la plus probable, énergétiquement parlant. En 

effet, il a été montré précédemment, que pour passer d’une forme dimérique à une forme 
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monomérique la protéine a besoin d’une quantité de chaleur importante [57]. La nature préférant des 

mécanismes peu gourmands en énergie, la voie la plus probable est celle du passage par un état 

oligomérique, à caractériser, des homodimères avant de se dissocier en hétérodimères.  

1.3.2. L’oligomère transitoire 

L’oligomère le plus simple pour le mécanisme proposé serait un tétramère formé de deux chaînes 

EcHUα et de deux chaînes EcHUβ. Cette forme tétramérique n’a pour le moment, pas été 

caractérisée ni observée d’après la littérature scientifique. 

Dans le cadre de travaux préliminaires de mon équipe d’accueil, l’équilibre conformationnel de HU 

et en particulier la forme intermédiaire I2 de chaque homodimère pourrait être la clef pour la formation 

du tétramère transitoire (Figure 14). Dans ce modèle, l’hétérotétramère serait stabilisé par des 

interactions entre les feuillets β des dimères sous leur forme intermédiaire I2, impliquant 

notamment les phénylalanines présentes sur chaque chaîne (Phe47, Phe50 et Phe79), et par de 

nouvelles interactions hydrophobes au niveau des domaines HTH d’un homodimère avec ceux 

de l’autre homodimère pour reconstituer le corps de l’hétérodimère.  

Le mécanisme de formation se ferait ainsi en trois étapes : le passage de chaque homodimère 

de leur conformation native à leur conformation intermédiaire, puis l’association des intermédiaires 

en un hétérotétramère transitoire, et finalement la dissociation de ce tétramère en deux 

hétérodimères. 

 

Figure 14 : Modèle du tétramère transitoire et schéma du mécanisme de formation de 
l’hétérodimère à partir des structures cristallographiques et des modèles « gros-grain » 

(adapté de thèse RLM, 2015) [69]. 

1.3.3. Mise en évidence de formes tétramériques 

Dans le cadre d’une étude préliminaire, Rémy Le Meur, au cours de ses travaux de thèse et en 

collaboration avec le groupe de spectrométrie de masse (MS) de l’équipe, a mis en place des 

conditions minimales pour suivre la cinétique de formation de l’hétérodimère par spectrométrie 
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de masse en condition native. Ce type d’expérience, détectant des ions de différents rapports 

masse-sur-charge, peut permettre de caractériser le changement d’état oligomérique du système. 

Lors de ces suivis cinétiques, l’apparition de l’hétérodimère a pu être quantifiée en se basant sur 

l’ion +9 de l’hétérodimère. Il est aussi possible d’observer l’apparition de plusieurs formes 

tétramériques pendant le suivi (<1 %) au niveau des ions +13 et +15 (Figure 15).  

 

Figure 15 : Spectre de masse en conditions natives de suivi de la formation de 
l’hétérodimère (adapté de Thèse RLM, 2015) [69]. 

Lors d’une seconde étude par spectrométrie de masse en conditions natives, la possibilité d’un 

échange de chaîne au sein d’un même échantillon d’homodimère a été évaluée. Sur le spectre de 

masse de chacun des homodimères, on peut observer des signaux correspondant à une forme 

tétramérique [69]. Afin de mieux caractériser ce signal, des suivis cinétiques ont été réalisés à partir 

d’échantillons d’homodimère marqué 15N et d’échantillons du même homodimère non marqué. 

L’utilisation d’un dimère marqué 15N et d’un dimère non marqué permet de suivre un changement 

de masse dans l’échantillon si l’échange se produit. L’expérience a permis d’observer l’apparition 

d’un homodimère hémimarqué et de le quantifier. Des signaux correspondant à des formes 

tétramériques ont aussi été observés et quantifiés. En fin de cinétique, les échantillons étaient 

composés de 40 % à 50 % d’homodimères hémimarqués. Ces expériences ont mis en évidence 

que les homodimères peuvent échanger leurs chaînes et que ce système d’échange entre les 

homodimères est combinatoire, contrairement au système global qui est lui séquentiel. Le rôle 

physiologique que pourrait jouer un échange de chaînes entre deux molécules d’un même 

homodimère n’est pas trivial. Il pourrait soit simplement découler de l’existence du mécanisme 

d’échange de chaînes nécessaire à la formation de l’hétérodimère, soit être un mécanisme 

intrinsèque du système HU de type auto-chaperonnage (=self-chaperoning). 
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1.4. Conclusion : EcHU, un système d’étude de choix, mais un système 

d’étude complexe 

HU est la protéine majoritaire associée au nucléoïde des bactéries. Elle est présente chez toutes 

les bactéries. C’est un dimère qui peut échanger ses chaînes et qui présente une grande homologie 

de structure et de séquence entre les espèces. Chez E. coli en particulier, elle est abondante, et 

existe sous trois formes dimériques. De plus, la souche E. coli est un modèle de bactérie très étudié 

en laboratoire. Caractériser l’échange de chaînes chez cette espèce permet comprendre les bases 

du système d’échange de HU d’un point de vue structural et cinétique. Cette caractérisation 

totale permettra de discriminer les éléments clefs du mécanisme. Une fois caractérisés, ces 

éléments pourront être bloqués afin d’empêcher la protéine de remplir ses fonctions biologiques. 

Cette compréhension du mécanisme est nécessaire à des fins thérapeutiques et/ou 

agronomiques. Elle permettrait par exemple le développement de nouveaux antibiotiques (en 

travaillant sur les protéines HU d’espèces comme Pseudomonas aeruginosa ou Mycobacterium 

tuberculosis), ou de conservateurs (en travaillant sur HUβ2 d’E. coli).  

Un mécanisme complexe à décrire 

A partir de l’ensemble des travaux de recherches réalisés sur la protéine HU d’E. coli, on constate 

que l’échange de chaîne de cette protéine est un mécanisme complexe aux multiples états : 

- Chacun des dimères est en équilibre entre deux conformations (N2/I2) ; 

- Les homodimères sont, à eux seuls, des systèmes combinatoires (α4 et β4) ; 

- La formation de l’hétérodimère se fait à partir des homodimères (αα + ββ → 2 αβ) ; 

- Cette formation passe par un état tétramérique transitoire (α2β2) ; 

- Il a été observé plusieurs formes hétérotétramériques transitoires (αβ3, α2β2 et αβ3) ; 

- Et le tétramère est issu de l’association des conformations intermédiaires (I2 + I2 → T4). 

Afin de décrire le système, il a fallu dans un premier temps, trouver une représentation 

schématique simple de ce mécanisme d’échange complexe en tenant compte de toutes les 

étapes d’échange connues et/ou observées. De cette réflexion, j’ai pu construire le schéma présenté 

sur la Figure 16. Il est la représentation, sous la forme d’un grand triangle, du mécanisme global à 

un temps t. Chaque côté de ce triangle correspond à un dimère en équilibre entre sa conformation 

native et intermédiaire. Chacun des dimères peut former des tétramères en fonction du dimère avec 

lequel il s’associe. Ce schéma montre plusieurs points de blocage de l’échange qui sont les 

éléments centraux du triangle à savoir les formes tétramériques. En effet, si on parvient à 

bloquer le tétramère, on bloquera totalement l’échange de chaîne et il n’y aura plus de dimère de 

HU pouvant assurer les fonctions biologiques de la protéine.  
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Figure 16 : Schéma du mécanisme complet d’échange de chaînes de la protéine HU d’E. coli. 
α = chaîne EcHUα ; β = chaîne EcHUβ ; N = conformation native ; I = conformation intermédiaire. 
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Chapitre 2. Matériel et méthodes pour la description des EcHU 

Dans ce chapitre, nous présentons les différentes méthodes ainsi que les paramètres utilisés pour 

l’étude du système de la protéine HU d’E. coli par RMN.  

L’ensemble des expériences par RMN, pour l’étude du mécanisme d’échange de chaînes de EcHU, 

a été enregistré sur un spectromètre Bruker 700 MHz Avance III HD équipé d’une cryosonde triple 

résonance inverse TCI 5 mm, avec bobine de gradient Z. Les différents spectres ont été traités avec 

le logiciel TopSpin™ puis analysés en utilisant le logiciel CcpNmr [71]. Les calculs de structure ont 

ensuite été réalisés sous contrainte RMN par le logiciel ARIA [72].  

2.1. Du plasmide à l’échantillon de protéine pure 

Les expériences de RMN sur des protéines commencent par l’obtention d’une quantité suffisante de 

cette protéine pure en solution afin de pouvoir par la suite l’étudier. 

Le protocole de production et de purification des protéines HU d’E. coli a déjà été présenté et illustré 

par Rémy Le Meur dans son manuscrit de thèse [69] et vous est résumé ci-après (Figure 17). Une 

description plus détaillée de la stratégie autour des différentes étapes de production et de purification 

de protéines est réalisée dans la Partie 2.2.1.1 du manuscrit qui concerne la mise en place du 

protocole de production et de purification de la protéine MC1. 

 

Figure 17 : Schéma de préparation des échantillons de protéines HU.  
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2.1.1. Surexpression de EcHU non marquée ou marquée (15N, 15N13C) 

Les protocoles de surexpression de protéines marquées et non marquées sont différents. Lorsque 

la protéine est marquée (15N ou 15N13C), la surproduction doit se faire en milieu minimum afin de 

s’assurer que la protéine d’intérêt synthétisée sera marquée à 100 % avec l’isotope souhaité. Pour 

la surexpression de protéines non marquées (NM) en revanche, la surproduction se fait dans un 

milieu de culture standard. L’ensemble des solutions et la composition des différents tampons 

utilisés sont présentés dans le Tableau 3.  

 

Tableau 3 : Composition des solutions et des tampons pour la surproduction de protéines 
HU dans E. coli.  

Transformation bactérienne 

50 µL de bactéries BL21-DE3 (calcium compétentes) sont incubées 30 min dans un bain de glace 

avec 100 ng de plasmide (pJES hupA/B). Un choc thermique est ensuite appliqué en incubant les 

bactéries 45 secondes à 42 °C. Les bactéries sont ensuite rapidement remises dans la glace afin 

de refortifier les parois. Au bout de 5 minutes, l’échantillon est enrichi avec 1 mL de milieu de culture 

(LB) et placé 1-2 h sous agitation (160 rpm à 37 °C). 100 μL de culture non diluée ou diluée au 10ième 

sont ensuite étalés sur des boîtes de Pétri contenant 20 mL LB/Agar supplémentés de 20 µL 

d’Ampicilline (Ampi). Les boîtes sont finalement incubées à 37 °C pendant la nuit. Les colonies de 

HUα2 ou de HUβ2 obtenues sont utilisées pour ensemencer des cultures plus importantes. 

Production de protéines HUα2 ou HUβ2 non marquées 

100 mL de LB supplémentés de 100 µL d'Ampi sont ensemencés avec une colonie de bactéries 

BL21-DE3 ayant intégré le plasmide pJES hupA/B puis incubés pendant la nuit (160 rpm à 37 °C, 

OVN). Cette préculture est ensuite culotée (5000 rpm à 4 °C pendant 20 min) et utilisée pour 
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ensemencer les cultures de travail (soit 2,4 L LB + 2,4 mL Ampi) telles que la turbidité de départ de 

ces cultures de travail soit comprise entre 0,1 et 0,15 UA600nm. Celles-ci sont de nouveau incubées 

sous agitation (160 rpm à 37 °C). Entre 0,7 et 1 UA600nm, l'expression est induite par ajout de 0,5 mM 

final d'IPTG (soit 1,2 mL). Après 2 h d’induction sous agitation (160 rpm à 37 °C pendant 2 h), les 

bactéries sont culotées (6000 rpm à 4 °C pendant 20 min), avant d’être reprises dans un tampon de 

lavage (90 mL) et reculotées (5000 rpm à 4 °C pendant 30 min) en Falcon de 50 mL. Les culots 

humides obtenus au final sont conservés à -20 °C.  

Les rendements obtenus avec ce protocole sont de l’ordre de 2 à 3 g de culot par litre de milieu 

culture de travail. 

Production de protéines HUα2 ou HUβ2 marquées 15N ou 15N13C 

De la même façon que précédemment, 100 mL de LB supplémentés de 100 µL d'Ampi sont 

ensemencés avec une colonie de bactéries BL21-DE3 ayant intégré le plasmide pJES hupA/B puis 

incubés pendant la nuit (160 rpm à 37 °C). Cette préculture est ensuite culotée (5000 rpm à 4 °C 

pendant 20 min) et utilisée pour ensemencer les cultures de travail (soit 2,4 L LB + 2,4 mL Ampi) 

telles que la turbidité de départ de ces cultures de travail soit comprise entre 0,1 et 0,15 UA600nm. 

Celles-ci sont de nouveau incubées sous agitation (160 rpm à 37 °C). Entre 0,7 et 1 UA600nm, elles 

sont culotées (6000 rpm à 4 °C pendant 20 min) puis reprises avec la solution M9 base sans NH4Cl 

stérile et froide (soit 600 mL) avant d’être de nouveau culotées (6000 rpm à 4 °C à 20 min). Les 

culots sont repris avec 100 mL du milieu M9 complet marqué (marqué 15N13C ou marqué 15N) et 

transférés dans une nouvelle culture de travail contenant les 400 mL de milieu M9 complet restants 

supplémentés de 500µL d’Ampi. La seule différence entre la production de protéine marquée 15N13C 

et marquée 15N se fait à cette étape au niveau de la composition du tampon : le glucose marqué 13C 

du milieu M9 complet est remplacé par du glucose non marqué (* dans le Tableau 3). La culture est 

incubée une heure sous agitation (160 rpm à 37 °C). L’expression est ensuite induite par ajout de 

500 µL d'IPTG. Après 3 h d’incubation (160 rpm à 37 °C), les bactéries sont culotées (6000 rpm à 

4 °C pendant 20 min) puis reprises avec le tampon de lavage (soit 90 mL) avant d’être transférées 

dans des tubes Falcon de 50 mL. Les bactéries sont une nouvelle fois culotées (5000 rpm à 4 °C 

pendant 30 min) puis les culots humides obtenus sont stockés à -20 °C. 

Les rendements obtenus avec ce protocole sont de l’ordre de 3 à 4 g de culot pour 2,4 L de milieu 

culture de travail et 500 mL de milieu minimum. 

2.1.2. Purification des protéines HUα2 et HUβ2 

Le protocole présenté ci-dessous est identique quel que soit l’homodimère, marqué ou non, de EcHU 

à purifier. Les rendements obtenus avec ce protocole sont de 6 à 8 mg de protéines purifiées par 

gramme de culot bactérien. 
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Le Tableau 4 présente la composition des différents tampons utilisés dans le protocole. 

 

Tableau 4 : Composition des tampons pour la purification de protéines HU de E. coli.  

Lyse et extraction 

Les culots humides sont repris avec le Tp lyse (10 mL.g-1 de culot). On ajoute ensuite à la suspension 

du triton X-100 (~0,1 % final) et du lysozyme (~0,5 g.L-1 final), puis on laisse incuber 10 min à 30 °C. 

On réalise alors 3 cycles de congélation (azote liquide) / décongélation (bain marie 30 °C). Le lysat 

est ensuite ultra centrifugé (35000 rpm à 4 °C pendant 1 h) et le surnageant (« EB » pour extrait 

brut) est récupéré pour la suite. 

Précipitation au sulfate d’ammonium et dialyse 

On ajoute progressivement à l’extrait brut du sulfate d’ammonium sous agitation à 4 °C (jusqu’à 

0,29 g.mL-1). Après 3 h d’agitation, l’extrait saturé en sulfate d’ammonium est récupéré avec le Tp 

lavage/précipitation SA et ultra centrifugé (35000 rpm à 4 °C pendant 1 h). Le surnageant est 

récupéré et dialysé contre le Tp1 pendant 1 h sous agitation (150-200 rpm) à 4 °C. Il est ensuite 

dialysé contre le Tp dialyse pendant la nuit (150 rpm à 4 °C). 

Chromatographie préparative 

Le dialysat est filtré à 0,45 μm puis chargé sur une colonne de chromatographie échangeuse de 

cations SP-FF (préalablement équilibrée dans 95:5 Tp1/Tp2). Après un lavage en 10 volumes de 

colonne (CV) avec le mélange 90:10 Tp1/Tp2, la fraction « FF » d’intérêt est éluée en mode 

isocratique avec un mélange 40:60 Tp1/Tp2.  

La fraction « FF » est ensuite diluée avec le Tp1 jusqu’à une concentration en NaCl finale d’environ 

85 mM et chargée sur une colonne de chromatographie échangeuse d'ions SP-HP (équilibrée dans 

95:5 Tp1/Tp2). Après un lavage en 10 CV avec le mélange 90:10 Tp1/Tp2, la fraction « HP » 

rassemblée et contenant la protéine, est éluée par un gradient linéaire de 10 à 60% Tp2 sur 20 CV.  
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Une fois concentrée jusqu’à 3-4 mL, la fraction « HP » est chargée sur une colonne de tamisage 

moléculaire AcA54, pour « Acrylamide 5 %, Agarose 4 % », (équilibrée dans Tp2) puis éluée avec 

Tp2 sur 1,5 CV. Les fractions collectées contenant la protéine sont rassemblées et constituent la 

fraction « AcA ». 

La fraction « AcA » est alors concentrée et filtrée à 0,2 µm. Elle est ensuite diluée quinze fois avec 

le Tp3 et chargée sur une colonne de chromatographie faiblement échangeuse de cations 20CM 

(équilibrée dans 90:10 Tp3/Tp4). Après un lavage en 20 CV avec le mélange 90:10 Tp3/Tp4, la 

protéine est éluée par un gradient linéaire de 10 % à 50 % de Tp4 sur 120 CV. Les fractions 

collectées contenant la protéine sont rassemblées et constituent la fraction « 20CM ». 

Cette fraction est concentrée et son tampon est échangé pour le Tp final (20 mM NaP, 200 mM 

NaCl, 0,05 mM DTT, 10 % D2O). L’échantillon de protéine pure est conservé à -80 °C.  

2.1.3. Préparation des échantillons pour les différentes études par RMN 

L’ensemble des échantillons de dimère de EcHU ont été préparés dans un tampon (20 mM NaP, 

200 mM NaCl, 0,05 mM DTT, 10 % D2O), et analysés dans un tube 3 mm standard. 

Les échantillons d’hétérodimère ont été systématiquement préparés à partir d’échantillons de 

chaque homodimère avec différents ratios (x:y EcHUα2/EcHUβ2) où x et y correspondent aux 

proportions respectives de EcHUα2 et de EcHUβ2, marqués ou non. 

Pour la détermination de la structure spatiale des EcHU 

Un échantillon de chaque homodimère a été préparé à 0,5 mM pour la détermination des structures 

natives à basse température.  

Trois échantillons d’hétérodimère ont été préparés à 1 mM pour la détermination de la structure du 

dimère natif et intermédiaire : 

- EcHUαβ non marqué (1:1 EcHUα2/EcHUβ2) ; 

- EcHUαβ marqué 15N13C sur la chaîne β (3:2 EcHUα2/EcHUβ2 marqué 15N13C) ; 

- EcHUαβ marqué 15N13C sur la chaîne α (2:3 EcHUα2 marqué 15N13C/EcHUβ2). 

Pour le suivi en température de l’évolution des populations N2/I2 

Les échantillons utilisés pour les études de relaxation, ainsi qu’un échantillon à 0,5 mM de EcHUαβ 

doublement marqué 15N13C/15N (1:1 EcHUα2 marqué 15N13C/EcHUβ2 marqué 15N), ont servi à 

l’enregistrement des spectres 15N-HSQC en température des trois dimères. 
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Pour les études de relaxation 

Des échantillons des différents dimères de EcHU ont été préparés à 0,5 mM pour les études de 

relaxation par RMN : 

- EcHUα2 marqué 15N ; 

- EcHUβ2 marqué 15N ; 

- EcHUαβ marqué 15N sur la chaîne β (3:2 EcHUα2/EcHUβ2 marqué 15N) ; 

- EcHUαβ marqué 15N sur la chaîne α (2:3 EcHUα2 marqué 15N/EcHUβ2). 

Pour l’étude cinétique du système 

Différents échantillons d’homodimères marqués et non marqués ont été utilisés pour l’étude de la 

cinétique globale du système d’échange de chaînes : 

- EcHUα2 marqué 15N à 0,62 mM et EcHUβ2 marqué 15N13C à 0,45 mM (cinétique 1 et titrage 

1) ; 

- EcHUα2 non marqué à 2,66 mM et EcHUβ2 marqué 15N13C à 3,29 mM (cinétiques 2 et 3) ; 

- EcHUα2 marqué 15N13C à 1,74 mM et EcHUβ2 non marqué à 8,01 mM (cinétiques 4 et 5) ; 

- EcHUα2 non marqué à 0,57 mM et EcHUβ2 marqué 15N à 0,11 mM (titrage 2 et 3). 

2.2. Détermination de la structure spatiale d’une protéine 

La détermination des structures des protéines par RMN se déroule en 3 étapes principales (Figure 

18). 

 

Figure 18 : Etapes de la détermination de structure spatiale de protéine par RMN.  

La première étape consiste à déterminer les déplacements chimiques des noyaux 1H, 15N, 13C 

lorsque la protéine est doublement marquée isotopiquement. La RMN ne permet cependant pas de 

déterminer la structure spatiale d’une protéine de façon directe à partir de ces déplacements 

chimiques bien que des programmes de prédiction existent comme CS Rosetta [73]. 
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La seconde étape est de déterminer des contraintes RMN qui peuvent être utilisées dans un calcul 

de modélisation moléculaire. Ces contraintes peuvent être de 3 types :  

- des contraintes de distances, dérivées des intensités (ou des volumes) des pics hors 

diagonale observés sur les spectres de type NOESY (pour « Nuclear Overhauser 

SpectroscopY »). Ces intensités, I, correspondant à des corrélations dipolaires, sont 

reliées à la distance qui sépare deux hydrogènes proches dans l’espace, par la relation 

𝐼 =
𝑘

𝑑6
, où k est une constante qui dépend du temps de corrélation de la protéine [74]. Ces 

mesures fournissent des informations très locales sur l’environnement des hydrogènes 

(≤ 6 Å) et permettent d’obtenir de nombreuses contraintes de distance (distances intra 

chaînes et/ou inter chaînes) et permet de reconstruire la structure de la molécule. De plus, 

on observe des enchaînements de corrélations spécifiques : dans le cas d’hélices α, dαN(i, 

i+3) et dαN(i, i+4) et dans le cas de feuillets β des corrélations intenses dαN(i, j) et dαα (i, j). 

Elles correspondent à des distances courtes (~2 Å) intra ou inter chaînes qui permettent 

de définir les liaisons hydrogène existantes dans la structure de la protéine d’intérêt. Dans 

ce sens, il est important de recueillir un maximum de données pour affiner la structure de 

la molécule.  

- des contraintes d’angle dièdre (=angles de torsion) obtenues soient par une mesure 

expérimentale des constantes de couplage, soit par prédiction à partir des déplacements 

chimiques. Dans le premier cas, les constantes de couplage scalaire 3JHNHα (couplage 

entre deux noyaux HN et Hα) peuvent être déterminées sur des spectres de type COSY 

DQF [74]. Elles permettent, en utilisant la relation de Karplus, d’obtenir une valeur 

expérimentale de l’angle dièdre φ [74]. Cette méthode est encore utilisée sur des petits 

peptides ou des miniprotéines non marquées. Dans le deuxième cas, plusieurs 

programmes peuvent être utilisés pour prédire ces valeurs d’angles comme DANGLE [70], 

PREDITOR [75], ou TALOS [76,77]. Tous utilisent une base de données contenant des 

structures de protéines connues ainsi que les déplacements chimiques expérimentaux 

associés à laquelle ils confrontent la séquence et les déplacements chimiques 

expérimentaux de la protéine étudiée.  

- des contraintes d’orientation des liaisons dérivées de la mesure des couplages 

dipolaires résiduels (RDCs) [78,78]. Ils sont principalement utilisés pour affiner une structure. 

Les RDCs n’ont pas été utilisés dans cette étude. 

La troisième étape consiste à réaliser le calcul de la structure grâce à un logiciel de modélisation 

moléculaire sous contraintes RMN (CNS [79,80], AMBER [81], CHARMM [82,83], etc.). Ces logiciels 

intègrent la séquence primaire de la protéine, les contraintes de distances déterminées sur les 

spectres NOESY, les contraintes de distances liées à la présence de liaisons hydrogène ou de ponts 

disulfure (le cas échéant), les contraintes d’angles dièdres (expérimentaux ou prédits) et les 
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contraintes issues de la mesure des RDCs (le cas échéant). Ces logiciels bien que très performants, 

nécessitent, avant de pouvoir les utiliser, d’avoir attribué tous les pics des spectres NOESY 

manuellement et d’en avoir extrait l’information sur les distances. Il existe maintenant des logiciels 

qui permettent de combiner l’attribution automatique des spectres NOESY et le calcul de structure 

comme ARIA [72]. 

2.2.1. Première étape : Attribution 

Dans le cas de grosses protéines, l’attribution de l’ensemble des noyaux observables (1H, 15N, 13C), 

par marquage isotopique de la protéine et par l’acquisition de spectres 3D/4D hétéronucléaires, est 

nécessaire pour l’attribution séquentielle et la distinction des corrélations spatiales de la 

macromolécule.  

Attribution du squelette peptidique 

L’attribution du squelette peptidique (HN, NH, C’, Cα, Hα) étendu aux Cβ, Hβ de EcHUαβ est réalisée 

grâce à l’utilisation d’une série d’expériences hétéronucléaires complémentaires de routine : 15N-

HSQC [84], HNCO [85], HN(CA)CO [85], HNCA [85], HN(CO)CA [86], CBCANH [87] et CBCA(CO)NH [87]. 

Dans notre cas, elles ont été enregistrées à 20 °C et à 37 °C sur les deux échantillons 

d’hétérodimère hémimarqués 15N13C.  

L’expérience 15N-HSQC (pour « Heteronuclear Single Quantum Coherence ») nous donne les 

déplacements chimiques des corrélations 1HN-15NH de la protéine. Les autres expériences 

correspondent à des expériences hétéronucléaires dont le nom correspond aux noyaux observés et 

au chemin de cohérence suivi (Figure 19). Ces expériences vont, en général, par paires 

(HNCO/HN(CA)CO, HNCA/HN(CO)CA, etc.) afin de faciliter l’identification des signaux 

inter résiduels des signaux intra résiduels et donc permettre l’attribution séquentielle de la 

protéine [74]. 

 

Figure 19 : Illustration de la stratégie d'attribution du squelette peptidique étendu aux 
corrélations β. Schéma des chemins de cohérence (flèches) des différentes expériences 

tridimensionnelles hétéronucléaires, des noyaux observés (cercle plein) et relais (cercle vide). 
Pour une paire d’expériences, les éléments relatifs à la première sont en bleu et les éléments 

communs aux deux expériences sont en violet. 



Partie 1. Vers une description complète du mécanisme d’échange de 
chaînes de la protéine EcHU 

 

53 

Par exemple, l’expérience HNCA permet l’observation des noyaux HN, NH et Cα, chacun 

correspondant à une des trois dimensions du spectre. Le chemin de cohérence est réalisé grâce à 

un transfert d’aimantation qui se fait à travers les couplages scalaires. Dans le cas de l’expérience 

HNCA, les valeurs des constantes de couplage scalaire NH(i)-Cα(i) et NH(i)-Cα(i-1) sont très proches 

(respectivement 11 Hz et 7 Hz). De ce fait, le transfert est réalisé de façon intra résiduel, mais aussi 

inter résiduel. Il est donc possible d’observer la corrélation du couple HN(i)-NH(i) avec le carbone 

Cα(i) intra résiduel et avec le carbone Cα(i-1) inter résiduel. L’expérience HN(CO)CA est ensuite 

utilisée. Cette dernière permet d’observer uniquement les corrélations inter résiduelles. En effet, sur 

cette expérience le chemin de cohérence HN(i)-NH(i)-C’(i-1)-Cα(i-1) est imposé du fait de la grande 

différence entre les valeurs de constantes de couplage C’(i)-Cα(i) et C’(i)-Cα(i-1) (respectivement 

55 Hz et inférieure à 10 Hz) et seule la corrélation avec le carbone Cα(i-1) est observée.  

 

Figure 20 : Distribution moyenne des déplacements chimiques 1H et 13C des acides aminées 
(adapté de Cavanagh et al., 2007) [74]. Déplacements chimiques des chaines aliphatiques 1H 

(gauche) et 13C (milieu), et non aliphatiques (droite) 1H (haut) et 13C (bas). 
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Il est à noter que l’indentification et l’attribution de la majorité des corrélations scalaires est facilitée 

par l’utilisation de tables de déplacements chimiques (Figure 20). En théorie, une seule paire 

d’expériences est nécessaire pour identifier tous les résidus et leur enchaînement. 

Expérimentalement, nous sommes limités par la sensibilité des expériences ainsi que par leur 

résolution. De plus, certains noyaux, en particulier les noyaux C’ et Cα, ont une faible gamme de 

valeurs de déplacement chimique, ce qui empêche de réaliser l’attribution séquentielle uniquement 

avec les couples d’expériences HNCO/HN(CA)CO et HNCA/HN(CO)CA. Il faut donc les combiner 

avec les expériences CBCANH/CBCA(CO)NH. La valeur de déplacement chimique des Cβ lève la 

majorité des ambiguïtés.  

Attribution des chaînes latérales 

L’attribution des chaînes latérales de EcHUαβ est ensuite réalisée à partir de quatre expériences 

hétéronucléaires de routine : CC(CO)NH [88], H(CC)(CO)NH [88], HBHANH, HBHA(CO)NH [87] et 

HCCH-TOCSY [89]. Pour cette étude, elles ont été réalisées à 20 °C et à 37 °C sur les deux 

échantillons d’hétérodimère hémimarqués 15N13C. 

On peut commencer à compléter l’attribution grâce à l’utilisation des expériences 

HBHANH/HBHA(CO)NH qui apportent des informations sur les hydrogènes (Hα, Hβ), données 

essentielles à l’attribution des chaînes latérales. L’expérience CC(CO)NH permet, quant à elle, 

d’attribuer les carbones de la chaîne latérale du résidu précédent au-delà du Cβ (HN(i)-NH(i)- -Clat(i-

1)). L’expérience H(CC)(CO)NH permet de commencer à compléter l’attribution des hydrogènes de 

la chaîne latérale du résidu précédent au-delà du Hβ (HN(i)-NH(i)- -Hlat(i-1)). Enfin, l’expérience 

HCCH-TOCSY permet de compléter l’attribution en reliant chaque carbone d’un résidu i à l’ensemble 

des hydrogènes Hlat(i) de la chaîne latérale du résidu.  

Etude en température et perturbations de déplacements chimiques 

Afin de faciliter l’attribution des signaux 1HN-15NH des deux conformations de EcHUαβ à haute 

température, nous avons, en parallèle de l’attribution des signaux amides, réalisé une étude en 

température des trois dimères.  

Les expériences 15N-HSQC enregistrées en fonction de la température ont été réalisées : 

- pour l’homodimère EcHUβ2, entre 5 °C et 33 °C (5, 10, 15, 18, 19, 20, 21, 24, 27, 30 et 

33 °C) ; 

- pour l’homodimère EcHUα2, entre 5 °C et 52 °C (5, 10, 15, 20, 24, 27, 30, 33, 35, 38, 41, 

43, 45, 47, 49 et 52 °C) ; 

- pour l’hétérodimère EcHUαβ marqué sur la chaîne α, entre 5 °C et 37 °C (5, 10, 13, 15, 

18, 20, 22, 25, 27 et 37 °C) ; 
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- pour l’hétérodimère EcHUαβ marqué sur la chaîne β (5, 8, 10, 13, 15, 18, 20, 23, 25, 27, 

30, 33 et 37 °C) ; 

- pour l’hétérodimère EcHUαβ marqué sur les deux chaînes, entre 5 °C et 52 °C (5, 10, 16, 

22, 27, 30, 33, 35, 37, 39, 41, 43, 45, 47, 49 et 52 °C). 

Les données d’intensités normalisées ont ensuite été traités dans Grace© et dans Origin© pour les 

différents calculs. 

Le ratio de chaque état (N2/I2) de EcHU est quantifié à partir de l’équation ( 1 ), adaptée de l’équation 

de Boltzmann. 

 𝑝(𝐼, 𝑇°) = 𝑝(𝑇max) +
𝑝(𝑇𝑚𝑖𝑛) − 𝑝(𝑇𝑚𝑎𝑥)

1 + 𝑒
𝑇°−𝑇𝑚

𝐴

 
( 1 ) 

où p(I,T°) correspond à la population (N2 ou I2) à une température T°, p(Tmax) correspond à la 

population à la température la plus élevée, p(Tmin) correspond à la population à la température la 

plus faible et Tm est la température de transition du dimère, correspondant à la température pour 

laquelle 𝑝(𝑇𝑚) =
𝑝(𝑇𝑚𝑎𝑥)+𝑝(𝑇𝑚𝑖𝑛)

2
. 

Les perturbations de déplacements chimiques (CSPs) entre les conformations N2/I2 sont 

déterminées à partir de l’équation ( 2 ).  

 𝐶𝑆𝑃 = √(𝜔 𝐻,1 𝑁2
−𝜔 𝐻1 ,𝐼2

)
2
+ (

𝜔 𝑁,15 𝑁2
−𝜔 𝑁15 ,𝐼2

6
)

2

 
( 2 ) 

Où 𝜔 𝐻1   et 𝜔 𝑁15   correspondent aux déplacements chimiques 1HN et 15NH. Les indices, N2 et I2, 

correspondent aux états natif et intermédiaire, respectivement. Le facteur 6 permet de corriger la 

différence de largeur spectrale entre les atomes 1H et 15N (de l'ordre de 5 ppm et 30 ppm). 

2.2.2. Deuxième étape : Détermination des contraintes RMN 

Après l’attribution de l’ensemble des noyaux observables, des paramètres expérimentaux sont 

convertis en paramètres structuraux et utilisés pour le calcul de structure sous forme de contraintes. 

Comme introduit plus haut, des contraintes de distances sont nécessaires pour réaliser le calcul de 

structure. Elles ont été obtenues sur les expériences hétéronucléaires 15N-HSQC NOESY [84], 13C-

HSQC NOESY [90] et l’expérience homonucléaire 1H NOESY [91] que nous avons toutes enregistrées 

avec un temps de mélange de 100 ms, à 20 °C et à 37 °C, sur l’hétérodimère de HU (protéine 

hémimarquée 15N13C dans le cas des expériences hétéronucléaires). Elles avaient été 

précédemment enregistrées sur les deux homodimères avec le même temps de mélange à 20 °C 

pour EcHUα2 et à 15 °C pour EcHUβ2.  
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L’expérience 1H NOESY est la plus sensible et fournit l’ensemble des corrélations spatiales de la 

protéine qu’elles soient intra ou inter chaînes. L’expérience 15N-HSQC NOESY fournit l’ensemble 

des corrélations spatiales des hydrogènes amino (H(i)-N(i)) et l’expérience 13C-HSQC NOESY 

fournit l’ensemble des corrélations spatiales des hydrogènes aliphatiques et aromatiques (H(i)-C(i)). 

Théoriquement, le logiciel ARIA [72] permet l’attribution automatique des pics des différents spectres 

NOESY. Dans notre cas, il a fallu réaliser des attributions manuelles afin d’aider ARIA à reconnaitre 

les signaux provenant des deux chaînes de l’hétérodimère (dont les déplacements chimiques étaient 

très proches), mais aussi des deux conformations de l’hétérodimères, N2 et I2, lorsque celles-ci 

étaient présentes (37 °C). 

Des contraintes de distances dues à la présence de liaisons hydrogène ont aussi été introduites au 

fur et à mesure des calculs. 

Le programme DANGLE (pour « Dihedral ANgles from Global Likelihood Estimates ») [70], inclus 

dans le logiciel CcpNmr, a été utilisé pour prédire les angles Phi (φ) et Psi (ψ).  

Dans le cas des dimères de EcHU, le dernier « run » a été réalisé sur 500 structures pour les 

différentes itérations et 200 structures ont été affinées dans l’eau, avec les nombres de contraintes 

présentées dans le Tableau 5. 

 

Tableau 5 : Nombre et type de contraintes utilisées dans les calculs de structure des 
dimères de EcHU.  

2.2.3. Troisième étape : Modélisation moléculaire et calcul de structure 

Le principe de l’étape de modélisation est de générer des structures compatibles avec les données 

expérimentales (contraintes RMN) et réalistes d’un point de vue géométrique (zone favorable du 

diagramme de Ramachandran).  

Modélisation moléculaire 

Pour ce faire, la technique utilisée dans nos calculs de structures a été le recuit simulé. Il s’agit d’une 

méthode de dynamique moléculaire à haute température. Elle permet de s’affranchir de la plupart 

des barrières énergétiques et ainsi d’explorer l’ensemble de l’espace conformationnel pour la 
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génération de structures. Le protocole de recuit simulé comporte plusieurs étapes durant lesquelles 

la contribution des contraintes expérimentales augmente au fur et à mesure du calcul afin de 

permettre à la structure de s’adapter à ces dernières. Ces contraintes sont également pondérées de 

façons différentes en fonction de leur type (distance inter hydrogène, liaison hydrogène, angle 

dièdre). Enfin, les potentiels électrostatiques ne sont pris en compte que durant l’étape finale réalisée 

dans une boîte d’eau. Ce type de modélisation moléculaire sous contraintes a été, pour notre étude, 

réalisé par le logiciel ARIA [72]. 

ARIA (pour « Ambiguous Restraints for Iterative Assignment ») est un logiciel d’attribution semi-

automatique des spectres NOESY et de calcul de structures qui fonctionne en interface avec le 

logiciel CNS. L’utilisation simultanée des logiciels ARIA et CNS (pour « Crystallography & NMR 

System ») permet de réaliser l’attribution des pics NOEs et le calcul des structures 3D de manière 

itérative (Figure 21). Le logiciel ARIA connaît par ailleurs la notion de contrainte de distance 

ambigüe. Il réduit les attributions au fil des itérations afin de ne garder que celles qui contribuent à 

l’intensité des signaux. L’utilisation des contraintes de distance ambiguë permet de traiter les 

hydrogènes équivalents (méthyles, etc.) comme des NOEs ambigus.  

 

Figure 21 : Schéma simplifié du processus d’attribution et de calcul de structures itératif de 
ARIA.  

Validation des structures 

Une fois le meilleur jeu de structures généré par Aria, nous avons eu à évaluer ces structures. Seules 

les 20 meilleures structures sont utilisées pour les statistiques finales. Afin de choisir ces dernières, 

nous nous sommes basés sur différents critères : 
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- le nombre de violations des contraintes de distances (nViol>0,5Å ou nViol>0,3Å le plus proche de 

0 possible) ; 

- les valeurs énergétiques des structures (ENOE ≤ 200 kcal.mol-1 ; Etotale ≤ - 5000 kcal.mol-1) ; 

- le nombre de violations des liaisons hydrogène (nViol>0,5Å ou nViol>0,3Å le plus proche de 0 

possible) ; 

- le nombre de violations des contraintes d’angle dièdre ((nViol>10°ou nViol>10° le plus proche de 

0 possible). 

Les structures finalement sélectionnées pour représenter la protéine d’intérêt en solution sont 

analysées en utilisant Procheck-NMR [92,93], CASTp3 [94], PDBePISA [95] et PROMOTIF [96]. 

2.3. Les principaux processus d’échange accessibles en RMN  

La RMN est une technique puissante qui permet de quantifier, avec une résolution atomique, 

des phénomènes dynamiques extrêmement rapides (à l’échelle de la picoseconde) comme très 

lents (au-delà du millier de secondes). On peut quantifier des vitesses d’échange en se focalisant 

sur les déplacements chimiques et leur variation pendant une expérience RMN. Quand un échange 

est lent à l’échelle de la RMN, à chaque état correspond un déplacement chimique. Quand, à 

l’inverse, l’échange est rapide, le déplacement chimique du signal correspond à la moyenne des 

deux états (Figure 22) [97]. 

 

Figure 22 : L'effet de l'échange chimique entre deux états, A et B, sur des spectres RMN. 
(adapté de Kleckner et Foster, 2011) [98]. 
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Nous avons réalisé des expériences de relaxation sur les trois dimères de HU et à différentes 

températures : 

- pour 15N-EcHUβ2 à 5, 10, 15, 20 et 27 °C ; 

- pour 15N-EcHUα2 à15, 20, 27, 38 et 41 °C ; 

- pour 15N-EcHUα*β (* indique la chaîne marquée) à 20, 27 et 38 °C ; 

- pour 15N-EcHUαβ* à 15, 20, 27 et 38 °C. 

Ces expériences se complètent et permettent d’obtenir des informations au niveau atomique sur la 

dynamique (vitesse d’échange : kex en s-1) de la protéine HU sur une large gamme de temps 

(Figure 23). Elles sont décrites dans les paragraphes suivants. 

 

Figure 23 : Echelle de temps observable en RMN des mouvements biomoléculaires. L’échelle 
de temps est en secondes, les types de mouvements sont au-dessus et les expériences RMN pour 

les quantifier sont en-dessous. 

2.3.1. Processus d’échange rapide (ps-ns) 

Les processus d’échange rapide sont liés à la dynamique interne des protéines comme les 

phénomènes de vibration (oscillation) et/ou de libration (balancement) des liaisons. Les expériences 

de relaxation 1H-15N dans cette échelle de temps nous fournissent des informations sur la dynamique 

interne de la protéine du squelette peptidique. Les constantes d’échange (kex) correspondant à ce 

type de processus vont de la gigaseconde-1 à teraseconde-1. 

La relaxation longitudinale et transversale 

La vitesse de relaxation longitudinale R1 est exprimée en s-1 et correspond à l’inverse du temps de 

relaxation longitudinale, T1. Elle correspond, comme illustré sur la Figure 24, à la vitesse du retour 

à l’équilibre de l’aimantation du système dans le plan du champ magnétique principal B0 (axe 

parallèle à B0). Les expériences de relaxation T1 ont été enregistrées avec un délai de recyclage de 

2 s en faisant varier le délai de relaxation : 10, 100, 200, 300, 500, 800, 1000, 1500 ms.  

La vitesse de relaxation transversale R2 est exprimée en s-1 et correspond à l’inverse du temps de 

relaxation transversale T2. Elle correspond à la vitesse du retour à l’équilibre de l’aimantation du 
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système dans le plan perpendiculaire au champ magnétique principal B0 (Figure 24). Les 

expériences de relaxation T2 ont été enregistrées avec un délai de recyclage de 2 s en faisant varier 

le délai de relaxation : 10, 30, 50, 70, 90, 110, 130, 150, 210, 310 ms. 

 

Figure 24 : Relaxation de spin (adapté de Mittermaier et Kay., 2009) [97]. a) Retour à l'équilibre 
d’aimantation suite à une perturbation par des impulsions radiofréquences. b,c) Diminution des 

intensités des pics obtenus pour des délais de plus en plus longs dans les expériences de 
relaxation par RMN. 

L’effet Overhauser nucléaire 

Lorsque deux spins sont suffisamment proches dans l’espace, la perturbation de l’un influe sur 

l’évolution de l’autre. Cette perturbation correspond à l’effet Overhauser nucléaire, ηNH. Dans le cas 

des protéines, la mesure de cet effet correspond à un rapport d’intensité entre l’intensité des pics 

provenant des expériences avec et en absence de présaturation. L'erreur sur les valeurs de ηNH est 

calculée à partir des rapports signaux sur bruit. 

Les spectres 15N NOE ont été enregistrés en utilisant une période de présaturation de 2 s et un délai 

de relaxation de 2 s également. Les spectres de référence sont enregistrés avec un délai équivalent 

de 4 s sans présaturation. 

2.3.2. Processus d’échange intermédiaire (µs-ms)  

L’expérience de Relaxation Dispersion Carr-Purcell-Meiboom-Gill (RD-CPMG) permet de 

quantifier des échanges intermédiaires à intermédiaires-rapides, même lorsque l’état minoritaire ne 

semble pas visible (souvent lié à un élargissement très petit des pics correspondant à des résidus 

présentant deux états avec des déplacements chimiques très proches). Pour ce type d’expérience, 

les propriétés de relaxation sont évaluées à partir d’une séquence CPMG [𝜏𝐶𝑃𝑀𝐺–π–𝜏𝐶𝑃𝑀𝐺]N 

constituée de 2 N délais 𝜏𝐶𝑃𝑀𝐺 et de N impulsions π. La vitesse d’échange effective, R2,eff, y est 

évaluée en fonction de la fréquence νCPMG à laquelle les impulsions π sont appliquées pendant le 

délai de relaxation Trelax (Figure 25).  

 𝑇𝑟𝑒𝑙𝑎𝑥 = 2 ×𝑁 × 𝜏𝐶𝑃𝑀𝐺 ( 3 ) 

 𝐶𝑃𝑀𝐺 =
1

4 × 𝜏𝐶𝑃𝑀𝐺
 ( 4 ) 
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 𝑅2,𝑒𝑓𝑓 =
−ln (

𝐼
𝐼0
)

𝑇𝑟𝑒𝑙𝑎𝑥
 ( 5 ) 

 𝑅2,𝑒𝑓𝑓 = 𝑅2
0 + 𝑅𝑒𝑥 ( 6 ) 

Les équations ( 3 ) à ( 6 ), où N correspond au nombre d’impulsions π appliquées pendant le délai 

de relaxation Trelax ; I correspond à l’intensité mesurée et I0 à l’intensité mesurée sur un spectre de 

référence (sans délai Trelax) ; et R2
0 correspond à la vitesse de relaxation transversale, permettent 

de remonter à la valeur de la vitesse d’échange, Rex [98,99].  

Les expériences ont été enregistrées en utilisant la séquence d’impulsion directement disponible 

dans le catalogue des programmes Bruker [99] en fixant un délai Trelax de 80 ms pour les dimères de 

EcHU et avec une série de fréquences ν
CPMG

 (0, 25, 50, 75, 100, 125, 150, 175, 200, 250, 300, 350, 

400, 500, 600, 700, 800 et 900 Hz). Un délai de recyclage de 2 s a été utilisé. Les intensités extraites 

des spectres ont ensuite été traitées sur le logiciel NESSY [100] pour obtenir les valeurs de Rex, de 

kex et les populations, pA et pB, de chaque état impliqué dans l’échange. 

 

Figure 25 : Expérience de Relaxation Dispersion CPMG (adapté de Mittermaier et Kay, 
2009) [97]. a-c) Simulation de trajectoires de signaux pour un ensemble de noyaux échangeant de 

façon stochastique entre deux environnements avec des déplacements chimiques différents 
pendant un délai Trelax de 20 ms. Les barres verticales, en haut de chaque simulation, représentent 
les impulsions de refocalisation appliquées pendant Trelax. d,e) Simulation des intensités des pics 

obtenus pour des fréquences νCPMG de plus en plus grandes. 

2.3.3. Processus d’échange lent (>ms) 

L’échange ZZ  

L’expérience d’échange ZZ (ou EXSY pour « Exchange SpectroscopY ») est utilisée pour 

caractériser des processus d’échange lent, allant de la milliseconde à la seconde (kex entre 0,1 s-1 
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et 10 s-1). Cette expérience permet une quantification en suivant l’échange d’aimantation entre les 

deux états du signal (NN et II), en fonction du temps de mélange T (Figure 26). L’évolution du 

système dans le temps est décrite, comme publié par Martin Tollinger et ses collaborateurs [99], par 

les équations ( 7 ) à ( 10 ). Cette quantification n’est toutefois possible que dans le cas où l’état 

minoritaire résonne en donnant un signal suffisamment intense pour être observé. De plus, la 

constante d’échange (kex) doit être inférieure à la valeur des vitesses de relaxation longitudinale de 

chacun des états (R1,N et R1,I des états NN et II respectivement). Dans le cas contraire, les signaux 

diminuent en raison de la relaxation plus rapide que le transfert de population [101].  

 

Figure 26 : Spectroscopie d’échange, EXSY ou échange ZZ (adapté de Mittermaier et Kay, 
2009) [97]. Représentation schématique du schéma d'impulsion (a) et spectres simulés (b) pour une 
paire de spins 1H-15N en échange lent entre deux états, A et B. c) Dépendance des intensités des 

pics par rapport au temps de mélange T. Les éléments en rouge, bleu et vert correspondent 
respectivement aux états A, B et à l’échange conformationnel entre A et B pendant T. 

 𝐼𝑁𝑁(𝑇) =
𝐼𝑁𝑁(0) × 𝐴𝑁

𝜆1 − 𝜆2
× ((𝜆1 − 𝑎11) × 𝑒−𝜆2𝑇 − (𝜆2 − 𝑎11) × 𝑒−𝜆1𝑇) ( 7 ) 

 𝐼𝐼𝐼(𝑇) =
𝐼𝐼𝐼(0) × 𝐴𝐼
𝜆1 − 𝜆2

× ((𝜆1 − 𝑎22) × 𝑒−𝜆2𝑇 − (𝜆2 − 𝑎22) × 𝑒−𝜆1𝑇) ( 8 ) 

 𝐼𝑁𝐼(𝑇) =
𝐼𝑁𝑁(0) × 𝐴𝐼
𝜆1 − 𝜆2

× 𝑎21 × (𝑒−𝜆1𝑇 − 𝑒−𝜆2𝑇) ( 9 ) 

 𝐼𝑁(𝑇) =
𝐼𝐼𝐼(0) × 𝐴𝑁
𝜆1 − 𝜆2

× 𝑎12 × (𝑒−𝜆1𝑇 − 𝑒−𝜆2𝑇) ( 10 ) 

où 𝜆1,2 =
(𝑎11+𝑎22)±√(𝑎11−𝑎22)

2+4𝑘𝑁→𝐼𝑘𝐼→𝑁

2
 ; 𝑎11 = 𝑅1,𝑁 + 𝑘𝑁→𝐼 ; 𝑎22 = 𝑅1,𝐼 + 𝑘𝐼→𝑁 ; 𝑎12 = −𝑘𝐼→𝑁 ; 𝑎21 =

−𝑘𝑁→𝐼 ; INN(0) et III(0) correspondent respectivement à l’aimantation des états NN et II au départ du 

temps de mélange (T=0) ; INN(T) et III(T) correspondent aux pics autos ; INI(T) et IIN(T) correspondent 
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aux pics croisés ; kN→I et kI→N correspondent aux constantes de vitesse d’échange de l’état NN à II 

et inversement, respectivement ; les facteurs AN et AI correspondent à l’efficacité de transfert de 

cohérence, 15NH → 1HN, pendant l’étape d’INEPT inverse de la séquence pour l’aimantation associée 

aux états NN et II, respectivement. 

Nous avons utilisé les expériences d’échange ZZ afin de quantifier la vitesse d’échange entre les 

conformations natives et intermédiaires de nos trois dimères à différentes températures. Elles ont 

été réalisées avec une série de délais T de 50, 100, 150, 200, 300, 400, 500, 600, 700, 800, 900 et 

1000 ms et un délai de recyclage de 2 s. Les volumes des pics du résidu 90 ont été extraits puis 

traités avec les équations ( 7 ) à ( 10 ) par le programme Grace© pour le calcul des constantes de 

vitesse d’échange (kN→I et kI→N) en prenant compte des valeurs expérimentales de R1. 

La RMN en temps réel  

La RMN en temps réel (RMN-TR) est une approche simple et très puissante. Elle permet d’observer 

des procédés de dynamique d’échange supérieurs ou égaux à la seconde en quantifiant directement 

les intensités des signaux RMN. Ce type d’expérience peut permettre de suivre l’intensité d’un signal 

RMN en fonction du temps, au cours d’une réaction chimique par exemple. La limitation pour ce type 

d’expérience est le temps d’acquisition d’un spectre : le signal y est moyenné sur le temps total 

d’acquisition. Bien que la rapidité de l’acquisition en RMN-TR soit limitante, le développement 

d’expériences SOFAST a permis d’élargir l’échelle de temps accessible par cette méthode.  

Nous avons utilisé la RMN-TR dans notre étude afin d’effectuer des suivis cinétiques de la formation 

de l’hétérodimère EcHUαβ dans différentes conditions. Les détails de l’étude de la cinétique globale 

sont présentés dans la Partie 1.2.4 qui suit. Selon le cas, des expériences 15N-HSQC [84] ou SOFAST 

15N-HMQC [102] ont été enregistrées. 

Les intensités des pics des résidus d’intérêt, en particuliers des signaux de l’hétérodimère formé, 

ont été extraits puis traités avec les équations ( 11 ) à ( 18 ) par le programme Grace© pour les 

différentes modélisations de la cinétique globale.  

2.4. Détermination de la cinétique globale d’un système biochimique par RMN 

Un système peut se trouver en équilibre thermodynamique ou hors équilibre. Dans le premier cas, 

le système n’évolue pas d’un point de vue macroscopique. Dans le second cas, le système subit 

une transformation. Il évolue au cours du temps d’un état initial à un état final et il est caractérisé 

par l’avancement chimique ξ (𝜉 =
𝑑𝑛𝑖

𝜀𝑖
 avec ni la quantité de matière du constituant i et εi le 

coefficient stœchiométrique associé à i) et la vitesse de réaction vr (𝜈𝑟 =
𝑑𝜉

𝑑𝑡
). La transformation 

peut être incomplète, limitée ou totale.  
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Lorsque la réaction est incomplète, elle peut correspondre à un équilibre chimique. Il est le résultat 

de deux réactions antagonistes simultanées, et est associé une constante d'équilibre K. Cette 

constante correspond au rapport des constantes de vitesse des deux réactions antagonistes 

(K = k1/k-1). Elle est reliée à la température (T, en kelvin) par la relation : ∆𝒓𝑮
𝟎(𝑻) = −𝑹𝑻𝒍𝒏(𝑲) où 

ΔrG0(T) est l’enthalpie libre standard de réaction et R est la constante des gaz parfaits. 

Une réaction incomplète peut aussi être une réaction totale ou limitée qui n’a pas encore atteint son 

état final. L’état de la réaction est alors déterminé par le calcul du taux d’avancement (Figure 27) : 

𝜏 =
𝜉

𝜉𝑚𝑎𝑥
.  

 

Figure 27 : Types de réaction chimique. 

Dans le cas d’une réaction totale ou limitée, au moins un des réactifs est totalement consommé par 

la transformation. Le réactif consommé le plus rapidement est le réactif limitant. Dans le cas d’un 

mécanisme réactionnel, c’est-à-dire une réaction en plusieurs étapes, la réaction élémentaire la plus 

lente impose sa vitesse (= réaction limitante) et on peut déterminer l’ordre global de la réaction 

(2.4.2). La vitesse de la réaction peut également être modulée par différents facteurs cinétiques tels 

que la concentration des réactifs, la température ou la présence de catalyseurs. La constante de 

vitesse de la réaction est, par exemple, reliée à la température par la loi d’Arrhenius (𝒌𝒕(𝑻) =

𝑨 × 𝒆−
𝑬𝒂
𝑹𝑻, où Ea est l’énergie d’activation et A est une constante à déterminer). 

2.4.1. Etude de la réaction globale 

Afin de caractériser la réaction de formation de l’hétérodimère, une première étude par titrage a été 

menée. Celle-ci avait pour but de déterminer si l’échange de chaînes pouvait être considéré comme 

une réaction totale, limitée ou en équilibre chimique. 

Protocole de titrage 

Nous avons, pour quantifier la formation de l’hétérodimère, réalisé trois titrages de l’homodimère 

EcHUβ2 par l’homodimère EcHUα2.  

Le premier titrage (titrage1), réalisé à 20 °C, correspond à des ajouts de 10 % de EcHUα2 15N à 

0,62 mM dans un échantillon de EcHUβ2 15N13C à 0,45 mM. Ce premier essai a permis de suivre 
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l’apparition de l’hétérodimère au niveau des deux chaînes et la disparition des signaux de 

l’homodimère EcHUβ2. L’échantillon titrant a été replacé à 4 °C entre chaque ajout. L’ensemble du 

titrage a été réalisé à partir de l’acquisition d’une succession de spectres 15N-HSQC de 9 minutes et 

35 secondes (d1 = 1 s, ns = 4). Le protocole de ce titrage a été déterminé à partir du tableau 

d’avancement théorique (Tableau 6). 

 

Tableau 6 : Tableau d’avancement théorique et volumes des différents ajouts du premier 
titrage de l’homodimère EcHUβ2 par l’homodimère EcHUα2.  

Le second et le troisième titrage (titrage 2 à 27 °C et titrage 3 à 37 °C). Les deux protocoles sont 

donnés en Annexe 3 et Annexe 4. Pour ces nouveaux suivis, nous avons enregistré une succession 

de spectres 15N-HMQC SOFAST de 6,5 minutes (d1 = 0,1 s, ns = 32). 
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Pour les trois titrages, les ajouts ont été réalisés à température ambiante avec le montage présenté 

en Figure 28. Le paramétrage des expériences RMN était préalablement réalisé sur l’échantillon de 

EcHUβ2 à titrer puis réajusté après chaque ajout (impulsion 90°, fréquence de la porteuse). 

 

Figure 28 : Schéma du montage pour les essais de titrage de EcHUβ2 par EcHUα2.  

Modélisation du titrage 

Les différents titrages ont été modélisés par l’équation ( 11 ) ci-après : 

Où 𝑅(𝛼𝛽𝑎𝑝𝑝) =
𝐼(𝛽𝑎𝑝𝑝)

𝐼(𝛽𝑎𝑝𝑝)+𝐼(𝛽𝑑𝑖𝑠𝑝)
) correspond au ratio de l’apparition de l’hétérodimère, C est une 

constante à déterminer et R(ααaj) correspond à la proportion de réactif ajoutée. 

2.4.2. Caractérisation de la vitesse de réaction globale 

Nous avons ensuite cherché à caractériser la constante de vitesse du système global à différentes 

températures. 

Modélisation des cinétiques 

L’ordre général d’une réaction est 𝑣 = 𝑘 × [𝐴]𝑥 × [𝐵]𝑦 pour une réaction n A + m B → produits. x et 

y sont des nombres souvent entiers, appelés ordres partiels de la réaction, respectivement par 

rapport aux réactifs A et B. Ils peuvent être différents des coefficients stœchiométriques n et m de 

l'équation chimique en exemple. La somme x + y correspond à l'ordre global de la réaction. 

CINETIQUE D’ORDRE 0 

Dans une cinétique d’ordre 0, un seul réactif donne un ou plusieurs produits, comme dans le cas 

d’une décomposition par exemple. La loi de vitesse dans ce cas est indépendante de la 

concentration du réactif, [A]. Elle est exprimée en mol.L-1.s-1. 

 𝑅(𝛼𝛽𝑎𝑝𝑝) = 𝐶 × 𝑅(𝛼𝛼𝑎𝑗) ( 11 ) 
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CINETIQUE D’ORDRE 1 

Dans une cinétique d’ordre 1, un seul réactif donne un ou plusieurs produits, comme dans le cas de 

l’ordre 0. La loi de vitesse dans ce cas-ci est dépendante de la concentration du réactif, [A]. Elle est 

exprimée en s-1. 

CINETIQUE D’ORDRE 2 

Dans une cinétique d’ordre 2, un ou deux réactifs donnent un ou plusieurs produits. La loi de vitesse 

dans ce cas-ci est dépendante de la concentration d’un réactif, [A]2 ou de deux réactifs, [A][B]. Elle 

est exprimée en L.mol-1.s-1. 

Protocole de suivi cinétique 

Le protocole des suivis cinétiques est donné dans le Tableau 7. 

 

Tableau 7 : Description des suivis cinétiques de la formation de l’hétérodimère. 

Loi de vitesse 𝑣 = 𝑘 × [𝐴]0 ( 12 ) 

Loi de vitesse intégrée [𝐴] = [𝐴]0 − 𝑘𝑡 ( 13 ) 

Loi de vitesse 𝑣 = 𝑘 × [𝐴]  ( 14 ) 

Loi de vitesse intégrée [𝐴] = [𝐴]0 × 𝑒−𝑘𝑡 ( 15 ) 

Loi de vitesse 𝑣 = 𝑘 × [𝐴]2 (= 𝑘 × [𝐴] × [𝐵]) ( 16 ) 

Loi de vitesse intégrée 

(cas d’un réactif) 
[𝐴] =

[𝐴]0

1 + 𝑘𝑡 × [𝐴]0
 ( 17 ) 

Loi de vitesse intégrée 

(cas de deux réactifs) 
𝑙𝑛
[𝐴]0 × [𝐵]

[𝐵]0 × [𝐴]
= ([𝐵]0 − [𝐴]0) × 𝑘𝑡 ( 18 ) 
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Chapitre 3. Etape clé pour l’échange de chaînes : le dimère 

intermédiaire 

Dans ce chapitre, nous nous intéressons à la première étape du mécanisme d’échange de la 

protéine EcHU d’un point de vue structural. Il s’agit principalement de déterminer la structure des 

dimères dans leurs deux conformations (native et intermédiaire) et d’en étudier la dynamique 

interne par RMN. Pour ce faire, une stratégie en quatre étapes a été menée. Dans un premier 

temps, nous avons suivi l’évolution de l’équilibre thermodynamique N2/I2 des dimères sur une large 

gamme de températures. Dans un second temps, nous avons cherché à résoudre les structures de 

la conformation native de chaque dimère à basse température (~Tm1 – 10 °C). Dans un troisième 

temps, nous avons cherché à attribuer les résonnances et résoudre les structures de la conformation 

native de l’hétérodimère à une température correspondant à la température de transition entre les 

deux états (~Tm1, déterminé par DSC). Pour rappel à cette température, nous avons autant de 

protéine EcHU dans sa conformation native qu’intermédiaire. Enfin, nous avons cherché à résoudre 

la structure de la conformation intermédiaire de EcHUαβ à cette même température (~Tm1). 

3.1. N2/I2 : un équilibre thermodynamique très dépendant de la température  

A basse température, la forme native de EcHU devrait être majoritaire voire unique. Quand on 

augmente la température, on augmente la proportion de la forme intermédiaire. L’équilibre 

thermodynamique N2/I2 est caractérisé par une température de transition, Tm1, correspondant à la 

température à laquelle 50 % de la protéine est dans la conformation N2 et 50 % dans la conformation 

I2. Cette température est propre à chaque dimère de EcHU. 

Une première étude de l’évolution des signaux des dimères en température avait été réalisée sur 

EcHUβ2 [68] et sur EcHUα2 [69]. L’étude des homodimères était basée sur la caractérisation des 

perturbations de déplacement chimique en température et des intensités de signaux. Les 

perturbations de déplacement chimique ont permis la détermination de coefficients de 

température liés à la probabilité de formation de liaisons hydrogène stables. La caractérisation des 

intensités de signaux avait mis en évidence trois profils d’intensité : 

- Les résidus du premier profil ont une intensité qui reste stable avec l’augmentation de la 

température (résidus du début de l’hélice α2 principalement) ; 

- Les résidus du second profil ont une intensité qui reste stable jusqu’à une certaine 

température (Tm1) puis qui décroit pour des températures supérieures (résidus dont les 

signaux se dédoublent et présentent donc un échange lent entre leur deux conformations 

native et intermédiaire) ; 
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- Les résidus du troisième profil ont une intensité qui décroit continuellement avec 

l’augmentation de la température (résidus au niveau des bras et des extrémités des 

structures secondaires). 

En augmentant la température de l’échantillon des trois dimères, nous avons pu suivre par RMN, le 

dédoublement de signaux sur le spectre 15N-HSQC (Figure 29). En effet, comme attendu, certains 

résidus de chacun de ces dimères présentent deux signaux distincts (30 à 40 % des résidus selon 

le dimère), caractéristiques d’un processus d’échange lent à l’échelle de la RMN. Le premier signal 

correspond à la forme native et diminue en intensité avec l’augmentation de la température, alors 

que le second gagne en intensité. Ce second signal correspond à la conformation intermédiaire.  

 

Figure 29 : Suivi de l'évolution des populations N2/I2 avec la température sur chacun des 
dimères EcHU par des 15N-HSQC. Le résidu C-terminal, Asn90 ou Lys90, est indiqué sur les 

spectres. Les pics correspondants à la forme native et intermédiaire sont désignés respectivement 
par l’indice N et I. 
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D’un point de vue quantitatif, les signaux du résidu 90 (Lys90 et Asn90 respectivement pour les 

chaînes EcHUα et EcHUβ), ont été particulièrement intéressants pour le suivi en température. Nous 

avons, grâce à eux, pu quantifier les populations N2/I2 sur une large gamme de température (de 5 °C 

à 33 °C pour EcHUβ2 et de 5 °C à 52 °C pour EcHUα2 et EcHUαβ) et déterminer les valeurs de 

température de transition (Tm1) avec une grande précision. 

 

Figure 30 : Suivi des intensités normalisées du résidu 90 des dimères de EcHU à différentes 
températures. En bleu, EcHUβ2, en vert, EcHUα2 et en rose, EcHUαβ. N = natif. I = intermédiaire.  

Les intensités du résidu terminal ont d’abord été normalisées sur l’ensemble des spectres en 

température et pour les différentes chaînes protéiques (Figure 30). Nous avons ensuite appliqué 

l’équation ( 1 ), dérivée de l’équation de Boltzmann, pour quantifier les populations N2/I2 à n’importe 

quelle température et déterminer la température du point d’inflexion (Tm). Les températures de 

transition, Tm1, correspondant, par définition, à la température à laquelle p(I,T) = 50, ont été 

déterminées. Les résultats obtenus sont présentés dans le Tableau 8.  
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Tableau 8 : Caractérisation des populations N2/I2 d’EcHU en température par RMN et par 
DSC. Tm1 est calculé pour p(I,T) = 50 à partir de l’équation contenant les coefficients déterminés 

par Origin©. L’incertitude sur Tm1 ont été déterminées par la méthode différentielle de propagation 
des incertitudes. 

Les valeurs de température de transition obtenues pour l’homodimère EcHUα2 et l’hétérodimère 

EcHUαβ sont identiques à l’incertitude près (Tm1αα = Tm1αβ = 37,8 °C). Cette valeur est légèrement 

inférieure à la température mesurée précédemment par DSC (Tm1αα = 40,3 °C ± 0,02 °C et 

Tm1αβ = 40,4 °C ± 0,02 °C), mais est bien du même ordre de grandeur. Ces valeurs de température 

de transition sont supérieures à la valeur de température optimale de croissance des bactéries E.coli 

(37 °C), la forme N2 est donc majoritaire à cette température optimale. 

Qualitativement, nous avons observé que l’évolution des signaux sur les spectres 15N-HSQC relatifs 

à EcHUα2 et à EcHUαβ était similaire. A 5 °C, l’ensemble des signaux des résidus correspondent 

aux déplacements chimiques de la forme native. A 20 °C, le résidu 90 est le premier à apparaitre à 

une valeur de déplacement chimique correspondant à la forme intermédiaire. En continuant 

d’augmenter la température, le résidu 89 commence à apparaitre au déplacement chimique 

correspondant à la forme I2. Puis assez rapidement, il en est de même pour les résidus 88, 87 et 86, 

et jusqu’à l’apparition de la totalité des signaux intermédiaires à 52 °C. Cette observation est en 

accord avec l’hypothèse selon laquelle l’hélice α3 serait le premier élément de structure secondaire 

à se déstructurer et que cette déstructuration permettrait de déclencher la transition entre l’état natif 

et intermédiaire. 

La valeur de la température de transition obtenue pour l’homodimère EcHUβ2 est bien plus basse 

(Tm1ββ = 15,5 °C ± 2,9 °C) que pour les deux autres dimères et est très différente de celle mesurée 

par DSC (Tm1ββ = 25,4 °C ± 0,04 °C). Le cas de EcHUβ2, est, en effet, un peu plus complexe à 

analyser. Contrairement à ce qui avait été observé ou relevé jusqu’à présent, nous avons constaté 

qu’à la température la plus basse testée (5 °C), des résidus comme Asn90 se trouvaient déjà en 

équilibre entre les formes N2 et I2. De plus les résonances correspondantes étaient toutes deux 

fortement intenses. Cette observation inattendue montre que EcHUβ2 n’est quasiment jamais à plus 
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de 55 % sous sa forme native quelle que soit la température en solution. Cela ne semblait pas être 

le cas lors des expériences de DSC. 

Ce dimère est très peu compétent pour interagir avec l’ADN à température physiologique et est 

impliqué dans la réponse au choc froid. Ceci nous indique que la conformation N2 serait la 

conformation nécessaire pour interagir avec l’ADN, alors que la conformation I2 pourrait, non 

seulement permettre l’échange de chaînes et donc la création de l’hétérodimère, mais aussi 

constituer une réserve de protéines non compétentes vis-à-vis de l’interaction avec l’ADN, mais 

pouvant le devenir suite à un changement de conditions de vie des bactéries.  

3.2. Caractérisation structurale de la conformation native à basse température 

L’attribution du squelette peptidique de chacun des dimères est disponible sur la « Biological 

Magnetic Resonance Bank » sous les codes 25328 (EcHUα2), 25329 (EcHUβ2) et 25330 

(EcHUαβ) [65]. L’attribution de l’ensemble des noyaux observables (1H, 15N, 13C) des trois dimères 

ainsi que la détermination de leurs structures natives à basse température ont été réalisées. A noter 

que dans le cas de EcHUα2 à 20 °C et de EcHUβ2 à 15 °C, il s’agissait de réaliser l’affinement de 

structures préliminaires obtenues avant mon arrivée au sein du laboratoire [69]. Les trois structures 

seront déposées à la PDB. 

3.2.1. Attribution et prédiction des éléments de structure secondaire 

Avant le lancement des calculs de structure nous avons terminé l’attribution de l’ensemble des 

résonances des chaînes EcHU dans les trois dimères. A partir de ces résonances, nous avons pu 

prédire la structure secondaire des différentes chaînes protéiques et en étudier la dynamique. Nous 

avons également pu prédire les angles dièdres utilisés dans les calculs. 

Attribution des résonances 

Nous avons obtenu un pourcentage d’attribution des résonances 1H, 15N et 13C du squelette 

peptidique des chaînes de HU dans chacun des trois dimères, supérieur à 95 % (96 % pour 

EcHUα2, 97 % pour EcHUβ2, 96 % et 97 % respectivement pour EcHUα et EcHUβ dans EcHUαβ). 

Nous avons également pu attribuer plus de 80 % de l’ensemble des hydrogènes des chaînes 

latérales de chaque chaîne de HU (91 % pour EcHUα2, 93 % pour EcHUβ2, 89 % et 83 % 

respectivement pour la chaîne α et la chaîne β dans EcHUαβ). Le récapitulatif du pourcentage 

d’attribution des dimères à basse température (à 20 °C pour EcHUα2 et EcHUαβ, à 15 °C pour 

EcHUβ2) est présenté en illustration dans le Tableau 9. Les déplacements chimiques des trois 

dimères seront également déposés à la BRMB.  
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Tableau 9 : Attribution des dimères de EcHU dans leur conformation native, à 20 °C pour 
EcHUα2 et EcHUαβ, à 15 °C pour EcHUβ2.  

Prédiction de structure secondaire 

Les prédictions d’angle dièdre, à partir des attributions du squelette peptidique des homodimères, 

avaient déjà été réalisées et étaient en accord avec les structures cristallographiques [69]. Nous 

avons donc complété cette étude en réalisant la prédiction des angles dièdres pour chaque chaîne 

EcHU dans l’hétérodimère grâce au programme DANGLE [70]. La Figure 31 illustre les résultats 

obtenus. Quelle que soit la chaîne α ou β, on y observe que : 

- les résidus 3 à 13 et 18 à 37 se structureraient en hélice α et formeraient le domaine HTH ; 

- les résidus 83 à 88 devraient former l’hélice α3 terminale ; 

- les résidus 41 à 44, 48 à 54 et 73 à 81 se structureraient en brins β et formeraient le feuillet 

β antiparallèle correspondant à la « selle » de la protéine ; 

- les bras flexibles des chaînes protéiques formeraient un feuillet β antiparallèle avec les 

brins β2’ et β3’ prédis au niveau des résidus 58 à 61 et 68 à 71. 

 

Figure 31 : Prédiction des éléments de structure secondaire des chaînes EcHUα et EcHUβ 
de l'hétérodimère natif, à 20 °C.  

En combinant ces nouveaux résultats à ceux obtenus sur les homodimères, nous pouvons conclure 

que les prédictions obtenues sur les trois dimères de EcHU sont totalement en accord avec les 

structures cristallographiques déposées à la Protein Data Bank (PDB : 1MUL, 4P3V et 2O97 

respectivement pour EcHUα2, EcHUβ2 et EcHUαβ). Sans surprise, ils se structurent donc de façon 

identique aux chaînes protéiques de la superfamille HU/IHF. 
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3.2.2. Structure de la conformation native en solution 

Au cours de sa thèse, Rémy Le Meur avait obtenu des structures préliminaires (non affinées) des 

homodimères en prenant en compte une symétrie C2. Cette méthode de calcul permet à ARIA [72] 

de réaliser l’attribution automatique des spectres NOESY de façon plus efficace. De plus, il y a peu 

d’attributions ambiguës, ce qui permet aux structures de converger plus rapidement. Toutefois, un 

biais non négligeable est introduit : les bras, qui sont flexibles et n’ont aucune raison d’adopter des 

conformations symétriques à un temps t, apparaissent dans tous les modèles comme symétriques.  

Pour cette étude, le mode de calcul choisi pour déterminer les structures des trois dimères est de 

ne prendre en compte aucune symétrie afin que les bras flexibles de chaque chaîne puissent 

adopter des conformations différentes dans chaque modèle. 

Le Tableau 10 regroupe le nombre et le type de contraintes (distances dérivées des NOE, liaison 

hydrogène, angles dièdres) utilisées lors du dernier « run » pour chacun des dimères. De plus, il 

présente le résultat des analyses statistiques de validation de structure (Procheck-NMR [92,93]). 

 

Tableau 10 : Contraintes RMN et statistiques structurales de la conformation native de 
EcHUα2 à 20 °C, de EcHUβ2 à 15 °C et de l’hétérodimère à 20 °C. 

Le dernier « run », permettant d’obtenir les structures pour chacun des trois dimères, a été réalisé 

en prenant 500 structures par itération. Les 200 structures de plus faibles énergies de la dernière 

itération ont été affinées dans l’eau et nous ont permis d’obtenir 200 structures finales. Parmi celles-

ci, les 20 structures respectant au mieux les données expérimentales, la topologie des acides 

aminés et ayant les énergies les plus basses (totales, électrostatiques, de Van der Waals) ont été 
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sélectionnées afin de représenter l’ensemble de structure représentatif de chaque dimère de 

HU. 

L’homodimère EcHUα2 a été modélisé avec 1672 contraintes de distance, 72 contraintes de liaison 

hydrogène et 340 contraintes d’angle dièdre. Si l’on compare les nouvelles statistiques (Tableau 10) 

aux statistiques obtenues lors du calcul prenant en compte la symétrie de type C2 (Annexe 2), il n’y 

a pas de réelle amélioration de la structure précédemment obtenue, mais chaque bras explore de 

façon indépendante un espace conformationnel important. 

L’homodimère EcHUβ2 a été modélisé avec 1811 contraintes de distance, 95 contraintes de liaison 

hydrogène et 309 contraintes d’angle dièdre. Cette fois-ci, toutes les statistiques obtenues lors de 

notre calcul sont améliorées par rapport à celles qui prenaient en compte la symétrie de type C2. En 

particulier, le nombre de violations de distances dérivées des NOEs supérieures à 0,3 Å et d’angles 

dièdres supérieurs à 15° passent respectivement de 10 à 3 et de 9 à 0,1. De la même façon que 

pour EcHUα2, les bras flexibles adoptent des conformations indépendantes l’une de l’autre.  

L’hétérodimère EcHUαβ a été modélisé avec 3699 contraintes de distance (~1800 pour EcHUα et 

~1800 pour EcHUβ), 71 contraintes de liaison hydrogène et 296 contraintes d’angle dièdre. 

La Figure 32 présente les structures tridimensionnelles de EcHU obtenues par RMN (superposition 

des 20 modèles sélectionnées) ainsi que les structures RX déposées à la PDB.  

 

Figure 32 : Superposition des 20 meilleurs modèles de structure de la conformation native 
de EcHU. A gauche, EcHUα2 à 20 °C par RMN et structure RX (pdb : 1MUL), au centre EcHUβ2 à 
15 °C et structure RX (pdb : 4P3V), et à droite, EcHUαβ à 20 °C et structure RX (pdb : 2O97). Les 

chaînes α et β sont représentées respectivement en vert et en bleu. 
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On observe une excellente superposition des structures avec un RMSD global de 0,69 Å pour 

l’homodimère αα, 1,00 Å pour l’homodimère ββ et 0,70 Å pour l’hétérodimère αβ (0,62 Å pour la 

chaîne α et 0,78 Å pour la chaîne β). Si nous comparons ces structures obtenues par RMN à celles 

déposées à la PDB, nous observons un RMSD de 1,25 Å pour EcHUα2, 1,81 Å pour EcHUβ2 et 

1,25 Å pour EcHUαβ.  

Comme pour les homodimères, les structures calculées pour l’hétérodimère dans sa conformation 

native correspondent aux structures de la superfamille des HU/IHF. Les structures affinées des 

différents dimères de HU d’E. coli sont très proches des structures cristallographiques connues. 

L’alignement structural (structures RMN versus RX) de chacun des trois dimères révèle des 

différences assez subtiles au niveau du squelette peptidique. En particulier, les extrémités de β2 et 

β3 qui sont prolongées par les bras flexibles ne se superposent pas. Ceci est tout à fait logique 

puisque la RMN permet d’obtenir dans chaque modèle des conformations différentes des bras qui 

ont forcément un impact non négligeable sur les extrémités auxquelles ces bras sont liés 

covalemment. 

Il est connu que, bien que les structures des différentes protéines HU soient très similaires, ces 

protéines présentent des différences de thermostabilité. Cette thermostabilité peut être 

modérée [57,103–106] ou élevée [29,103,105,107–111]. De nombreuses études ont montré que la température 

de dénaturation (Tm2) augmente lorsque la protéine est plus concentrée ou lorsque la force ionique 

de la solution est plus grande. Cela suggère que la stabilité des dimères est surtout due à la 

présence d’interactions hydrophobes [57,104,108]. Par exemple, toutes les phénylalanines des protéines 

HU sont fortement impliquées dans la formation du cœur hydrophobe présent à l’interface du dimère. 

Plus la séquence de HU contient de phénylalanines, plus la protéine HU est thermostable [105,108]. 

Cependant, d’autres facteurs structuraux ne sont pas négligeables comme la présence d’un plus ou 

moins grand nombre de liaisons hydrogène ou de ponts salins à l’interface du dimère [29,57,103,104,107–

111]. 

Afin d’analyser plus finement les structures présentées sur la Figure 32, nous avons déterminé les 

interactions polaires et hydrophobes présentes à l’interface des deux chaînes protéiques pouvant 

être importantes pour leur thermostabilité. 

Concernant l’étude des interactions polaires, nous avons utilisé l’outil interactif PDBePISA (pour 

« Protein Interfaces Surfaces and Assemblies ») [95] permettant la caractérisation des interfaces 

macromoléculaires. En particulier, il propose une analyse approfondie et automatique des 

interactions protéine-protéine telles que le nombre de liaisons hydrogène et de ponts salins 

inter chaînes. 

Les interfaces des structures en solution obtenues pour l’homodimère EcHUα2 présentent cinq 

liaisons hydrogène (Met1-Ala41, Lys3-Gln43, Thr28-Leu6, Lys37-Leu85 et Gln43-Met1) et un pont 
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salin (Met1-Asp40). Dans la structure cristallographique, nous caractérisons six liaisons hydrogène 

dont trois sont communes aux structures RMN (Met1-Ala41, Lys3-Gln43, Lys3-Val45, Gln43-Met1, 

Asn75-Val89 et Asn75-Lys90) et aucun pont salin.  

Les interfaces des structures en solution obtenues pour l’homodimère EcHUβ2 présentent sept 

liaisons hydrogène (Met1-Asp40, Met1-Ala43, Gly13-Arg23, Asp15-Arg23, Arg23-Ala14, Lys75-

Asn90 et Lys86-Lys75) et deux ponts salin (Met1-Asp40, Asp15-Arg23). Dans la structure 

cristallographique, nous caractérisons quatre liaisons hydrogène dont trois sont communes aux 

structures RMN (Arg23-Ala14, Lys37-Ala88, Ala43-Met1, et Lys75-Asn90) et un seul pont salin 

(Met1-Asp40). 

Les interfaces des structures en solution obtenues pour l’hétérodimère EcHUαβ présentent neuf 

liaisons hydrogène (Asn2α-Asp41β, Lys13α-Ala27β, Glu15α-Arg23β, Thr33α-Leu85β, Gln43α-Met1β, 

Gln43α-Asn2β, Arg55α-Lys86β, Asn75α-Val89β et Val89α-Lys75β) et trois ponts salin (Met1α-Asp40β, 

Asp40α-Met1β, Glu15α-Arg23β). Dans la structure cristallographique, nous caractérisons onze 

liaisons hydrogène dont deux sont communes aux structures RMN (Met1β-Asp40α, Met1β-Ala41α, 

Met1β-Gln43α, Lys3β-Gln43α, Gly13β-Ser27α, Arg23β-Ala14α, Glu34β-Lys13α, Asp40β-Met1α, Asp41β-

Met1α, Ala43β-Met1α et Ala43β-Lys3α) et trois ponts salins dont deux sont communs (Met1β-Asp40α, 

Asp40β-Met1α, Glu34β-Lys13α). 

Cette analyse montre qu’il existe trois zones principales où des interactions polaires inter chaînes 

sont présentes dans les trois dimères : le N-terminal de l’hélice α1 est stabilisé sur le brin β1, le haut 

de l’hélice α2 est en contact avec l’hélice α3, elle-même stabilisée le brin β3 (Figure 33). 

 

Figure 33 : Mise en évidence des trois zones d’interactions polaires inter chaînes.  

Si nous regardons le nombre d’interactions polaires inter chaînes, qui existent dans les trois dimères, 

obtenu sur les structures RMN et cristallographiques (9 à 10 liaisons hydrogène et 1 à 2 ponts 

salins), il semble que ces dernières n’ont qu’un impact mineur sur la capacité relative des trois 
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dimères à échanger leur conformation native en leur conformation intermédiaire. Cette observation 

est tout à fait en accord avec les études précédentes déjà analysées sur les protéines d’HU. 

Il a, par contre, été mis en évidence, qu’il existe une corrélation entre la taille de la poche hydrophobe 

présente à l’interface des deux chaînes protéiques de nos dimères (entre le HTH et la « selle ») et 

la température Tm1. Plus cette poche hydrophobe serait grande, plus Tm1 serait bas. Cette mise 

en évidence a été réalisée uniquement sur les structures cristallographiques des trois dimères de 

EcHU. Nous avons donc utilisé l’outil disponible en ligne CASTp3 [94], avec une sonde de 1,2 Å de 

rayon, afin d’infirmer ou de confirmer cette mise en évidence. La Figure 34 présente les résultats 

obtenus. 

 

Figure 34 : Poches hydrophobes des dimères de EcHU. En haut, les valeurs calculées pour les 
structures en solution par RMN et en bas, celles des structures cristallographiques. 

Respectivement à gauche, au milieu et à droite, les valeurs correspondant aux dimères EcHUα2 à 
20 °C, EcHUβ2 à 15 °C et EcHUαβ à 20 °C par le programme CASTp3 [94]. 

Si nous regardons à présent la poche hydrophobe qui existe dans les trois dimères (obtenus sur les 

structures RMN et RX) ainsi que les résidus qui y sont impliqués, nous trouvons dans chaque cas 

une poche entre le sous-domaine HTH et la « selle ».  

Les volumes des poches obtenus pour les dimères EcHUα2, VRMN = 22 Å3 ou VRX = 25 Å3, et 

EcHUαβ, VRMN = 24 Å3 ou VRX = 32 Å3, sont du même ordre de grandeur. Celui de la poche de 

l’homodimère EcHUβ2 est quant à lui plus grand, VRMN = 52 Å3 ou VRX = 50 Å3. Cette observation 

peut être reliée au nombre de résidus définissant cette cavité hydrophobe. Pour les trois dimères, 
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elle est bordée par les résidus Leu6, Leu25, Tα/Iβ28, Lα/Iβ29, Iα/Vβ32, Leu44, Phe47 et Phe50, 

auxquels s’ajoutent les résidus Val42, Gly48 et Thr49 de la chaîne α dans EcHUα2, ou les résidus 

Lys3 de la chaîne α et Val42 et Val45 de la chaîne β dans le cas de l’hétérodimère. 

Il semble donc clair que la taille de la poche hydrophobe soit bien un des points clés permettant à 

nos dimères de présenter des propriétés thermodynamiques différentes. Toutes ces analyses vont 

nous permettre d’avoir une référence pour l’analyse des structures (N2 et I2) des dimères à haute 

température. 

3.2.3. Caractérisation de la dynamique interne 

La dynamique interne des résidus, à l’échelle de la picoseconde à la nanoseconde, peut être 

déterminée grâce à des expériences de relaxation (R1, R2, NOE) sur les signaux amides 1HN-15NH. 

Ces expériences ont été réalisées sur les trois dimères (à 20 °C pour EcHUα2 et EcHUαβ, à 15 °C 

pour EcHUβ2). Dans le cas des homodimères, il s’agit de répéter des expériences qui avaient déjà 

été réalisées [69] et dans le cas de EcHUβ2 déjà publiées [68]. Les expériences sur l’hétérodimère vont 

donc compléter les connaissances de la dynamique interne des trois dimères (Figure 35). 

Les trois dimères présentent des profils de relaxation tout à fait comparables. Ils sont relativement 

plats : 

- <R1> = (0,8 ± 0,1) s-1 pour EcHUα2, EcHUβ2 et EcHUα dans l’hétérodimère et 

<R1> = (0,8 ± 0,3) s-1 pour EcHUβ dans l’hétérodimère ; 

- <R2> = (21,8 ± 2,9) s-1 pour l’homodimère EcHUα2, <R2> = (21,7 ±5,0) s-1 pour 

l’homdimère EcHUβ2 et <R2> = (21,9 ± 7,8) s-1 et <R2> = (22,3 ± 5,7) s-1 pour 

respectivement EcHUα et EcHUβ dans l’hétérodimère ; 

- <ηNH> = 0,8 ±0,1 pour EcHUα2, EcHUβ2 et <ηNH> = 0,8 ±0,2 pour EcHUαβ dans 

l’hétérodimère. 

Toutefois, les résidus du bras, de Arg55 à Ala74, présentent des valeurs de R2 et de ηNH 

respectivement inférieures à 20 s-1 et à 0,8, et par une valeur de R1 supérieure à 1 s-1. La dynamique 

importante des bras est tout à fait attendue et est compatible avec une exploration conformationnelle 

importante de ceux-ci. 

Les nouvelles mesures de relaxation sur l’homodimère EcHUβ2 ne confirment pas que les résidus 

Val32 et Thr33 ont une dynamique accrue à l’échelle de la ps-ns. Cette dynamique avait été 

observée en dynamique moléculaire où, durant la simulation, un « kink » de l’hélice α2 apparaissait. 

Il est à noter, qu’au vu des connaissances actuelles sur l’échange N2/I2 (échange lent), il est très 

improbable que ce « kink » puisse se produire à l’échelle de la ps-ns (échange rapide). 

L’augmentation de la dynamique de la Phe79 est, quant à elle, confirmée. Elle a été expliquée grâce 

à l’analyse de trajectoires de simulation de dynamique moléculaire. Au cours de celle-ci, la chaîne 
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latérale de la Phe79 change d’orientation en alternant entre une orientation enfouie dans le cœur 

hydrophobe et une orientation exposée au solvant [68]. 

Pour EcHUαβ, les expériences doivent être répétées avec des spectres ayant une meilleure 

résolution afin de permettre une meilleure quantification des intensités et s’assurer de la 

reproductibilité des mesures. 

 

Figure 35 : Relaxation 15N R1, R2 et NOE du squelette peptidique des dimères de EcHU. 
Valeurs obtenues à 20 °C pour EcHUα2 et EcHUαβ et à 15 °C pour EcHUβ2. 
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3.3. Caractérisation structurale de la conformation native à haute température 

de l’hétérodimère 

Une fois les structures natives des trois dimères caractérisées à basse température (~Tm1 – 10 °C, 

déterminé par DSC), nous nous sommes concentrés sur la résolution de la structure de la forme 

intermédiaire de l’hétérodimère à Tm1. Pour rappel, à cette température, le dimère adopte deux 

conformations également peuplées, N2 et I2, en échange lent. Il nous a donc fallu réussir à distinguer 

les signaux provenant de chacune des formes, que ce soit sur les spectres standards d’attribution 

de la chaîne peptidique et des chaînes latérales, ou sur les spectres de type NOESY. 

3.3.1. Caractérisation des résonances 

Attribution des résonances 

L’utilisation des spectres 15N-HSQC du suivi en température des résonances 1HN-15NH des résidus 

natifs a permis, en parallèle des spectres 3D/4D d’attribution des résonances, de réduire les 

difficultés liées à la distinction des signaux des deux conformations.  

Nous avons obtenu un pourcentage d’attribution des résonances 1H, 15N et 13C du squelette 

peptidique supérieur à 80 % (83,3 % et 87,4 % respectivement pour EcHUα et EcHUβ dans 

EcHUαβ). Nous avons également pu attribuer plus de 80 % de l’ensemble des hydrogènes des 

chaînes latérales de chaque chaîne de HU (82,7 % et 88,2 % respectivement pour EcHUα et 

EcHUβ dans EcHUαβ). Le récapitulatif du pourcentage d’attribution de l’hétérodimère à 37 °C, est 

présenté en illustration dans le Tableau 11.  

 

Tableau 11 : Attribution de l'hétérodimère de EcHU dans sa conformation native, à 37 °C.  

Prédiction de structure secondaire 

A partir des résonances déterminées précédemment, nous avons pu réaliser la prédiction des angles 

dièdres en utilisant DANGLE [70] pour chaque chaîne de l’hétérodimère (Figure 36).  

Les deux chaînes sont prédites pour se structurer de la même façon à basse et à haute température. 

Les résidus 3 à 13, 18 à 37 devraient se structurer en hélice α et former le domaine HTH et les 

résidus 83 à 88 devraient former l’hélice α3 terminale. Les résidus 41 à 44, 48 à 54 et 73 à 81 
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devraient se structurer en brins β et devraient former les deux feuillets β antiparallèles correspondant 

à la « selle » de la protéine. L’augmentation de température semble avoir une légère influence sur 

les éléments de structure secondaire présents dans les bras (β2’ et β3’). Ces deux brins seraient 

beaucoup plus courts voire inexistant à haute température.  

 

Figure 36 : Prédiction des éléments de structure secondaire des chaînes EcHUα et EcHUβ 
pour la conformation native de l'hétérodimère à 20 °C et à 37 °C. 

3.3.2. Structure de la conformation native à haute température  

Le Tableau 12 regroupe le nombre et le type de contraintes (distances dérivées des NOE, liaison 

hydrogène, angles dièdres) utilisées lors du dernier « run » pour l’hétérodimère à 37 °C. De plus, il 

présente le résultat des analyses statistiques de validation de structure (Procheck-NMR [92,93]). 

 

Tableau 12 : Contraintes RMN et statistiques structurales de la conformation native de 
l’hétérodimère à 37 °C. 

Ce dernier « run » a été réalisé en prenant 500 structures par itération. Les 200 structures de plus 

faibles énergies de la dernière itération ont été affinées dans l’eau et nous ont permis d’obtenir 200 
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structures finales. Parmi celles-ci, les 20 structures respectant au mieux les données 

expérimentales, la topologie des acides aminés et ayant les énergies les plus basses (totales, 

électrostatiques, de Van der Waals) ont été sélectionnées afin de représenter l’ensemble de 

structure le plus représentatif de la conformation native de EcHUαβ à 37 °C. 

L’hétérodimère EcHUαβ a été modélisé avec 3034 contraintes de distance, 74 contraintes de liaison 

hydrogène et 316 contraintes d’angle dièdre. A noter, l’augmentation de la température et 

l’émergence des signaux de I2 sur les spectres doivent être la cause de la perte d’environ 600 

contraintes de distance (3699 contraintes pour N2 à 20 °C).  

La Figure 37 présente la superposition des 20 modèles sélectionnés pour représenter la structure 

de la conformation native de l’hétérodimère à Tm1. 

On observe une excellente superposition des structures avec un RMSD global de 0,77 Å pour 

l’hétérodimère αβ (0,71 Å pour la chaîne α et 0,83 Å pour la chaîne β). Pour rappel, la superposition 

des structures de l’hétérodimère natif à basse température présentait un RMSD global de 0,70 Å 

(0,62 Å pour la chaîne α et 0,78 Å pour la chaîne β).  

 

Figure 37 : Superposition des 20 meilleurs modèles de la conformation native de EcHUαβ à 
37 °C. La chaîne α et la chaîne β sont représentées respectivement en vert et en bleu. 

Evolution de la structure native à haute température 

Lorsque l’on regarde le repliement global du dimère, il semble avoir peu évolué avec la température. 

Seuls les bras semblent particulièrement touchés. Ils présentent une diminution, voire une perte, de 

structuration en brin β, β2’ et β3’. Ces deux brins sont beaucoup plus courts voire inexistants (selon 

la chaîne et selon le modèle) à haute température. De façon général, les brins, bien qu’identifiés et 
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caractérisés par les logiciels d’analyse d’éléments de structure secondaire tels que PROMOTIF [96], 

ne sont pas toujours dessinés par les logiciels de visualisation de structure. 

Lorsque l’on regarde plus finement les structures natives à basse et à haute température en les 

superposant, on trouve un RMSD de 1,92 Å et ce, malgré l’exclusion des bras du calcul (Figure 38). 

En effet, bien que le repliement de la superfamille des HU soit conservé, des différences locales sur 

l’ensemble des deux chaînes sont observables : les feuillets formant la « selle » sont maintenus bien 

qu’en étant plus courts. Concernant les sous-domaines HTH, les deux hélices α1 et α2 ont 

légèrement changé d’orientation : rotation de chacune des hélices de l’ordre de 5° à 10° par rapport 

à la structure N2 à basse température. De plus on peut noter que l’hélice α2 est légèrement incurvée 

(point de courbure vers le milieu de l’hélice). Concernant la « selle », la longueur des brins β2 et β3 

des deux chaînes est très dépendante du positionnement dans l’espace du bras flexible et donc 

diffère sur tous les modèles. Le positionnement de l’hélice α3, dépendant non seulement de 

l’orientation du feuillet à trois brins antiparallèles, mais aussi de l’orientation de l’hélice α2 (Figure 

33), reflète les différences observées au niveau des deux sous-domaines (HTH et « selle »). 

L’ensemble de ces différences montre une structure conservée, mais moins compacte qu’à 20 °C.  

 

Figure 38 : Superposition des deux meilleurs modèles structuraux de l’hétérodimère natif à 
basse et haute température. Les structures de EcHUαβ à 20 °C et 37 °C sont représentées 

respectivement en bleu et en rouge. 

Afin d’analyser plus finement les structures obtenues, les interactions polaires et hydrophobes, 

présentes à l’interface des deux chaînes protéiques, ont été analysées avec PDBePISA [95] et 

CASTp3 [94]. 

L’hétérodimère EcHUαβ à 37 °C présente, au niveau de son interface, dix liaisons hydrogène 

(Met1α-Ser35β, Met1α-Asp40β, Lys13α-Glu34β, Ala14α-Arg23β, Glu15α-Arg23β, Lys37α-Val89β, 

Glu38α-Asn2β, Glu38α-Lys9β, Asn75α-Asn90β et Lys90α-Lys75β) et deux ponts salins (Met1α-

Asp40β, Glu15α-Arg23β). La taille de la cavité hydrophobe est de 209,4 Å3 (Figure 39), confirmant 
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que la structure à 37 °C est moins compacte qu’à 20 °C. La cavité est délimitée par les résidus Leu6, 

Leu25, Lα/Iβ29, Iα/Vβ32, Val42, Qα/Aβ43, Leu44, Val45, Phe47 et Phe50 (résidus communs aux 

deux chaînes), auxquels s’ajoutent les résidus Ile10 et Thr28 de la chaîne α, et les résidus Met1, 

Asn2, Lys3, Ile7, Gly22, Asp26, Ile28, Ser31 et Gly48 de la chaîne β de l’hétérodimère. Il apparait 

que l’augmentation de la taille de la poche soit liée au changement d’orientation des hélices α1 et α2 

du sous-domaine HTH. En particulier, au niveau de la chaîne β de l’hétérodimère.  

 

Figure 39 : Cavité hydrophobe de EcHUαβ dans sa conformation native à 37 °C, calculée par 
le programme CASTp3 [94]. 

L’analyse de la structure native à haute température confirme que les interactions polaires, bien que 

nécessaires à la stabilisation du dimère natif, ne sont pas la source du déclenchement de la transition 

structurale N2/I2. En revanche, l’augmentation significative de la taille de la poche hydrophobe rend 

la protéine de moins en moins compacte. Elle provoque des changements d’orientation des deux 

sous-domaines de la protéine et une courbure des hélices de plus en plus grande, jusqu’à provoquer 

une déstabilisation suffisante des interactions polaires. Nous savons que les premiers signaux 

observables de la forme intermédiaire proviennent de la déstructuration de l’hélice α3, il semble 

donc que les premières interactions polaires qui doivent disparaître seraient les liaisons 

hydrogène : Lys37α-Val89β, Asn75α-Asn90β et Lys90α-Lys75β.  

3.4. Caractérisation structurale de la conformation intermédiaire 

Maintenant que nous avons identifié l’ensemble des signaux de l’hétérodimère dans sa conformation 

native à haute température, il nous reste à attribuer l’ensemble des noyaux observables (1H, 15N, 

13C) de la forme intermédiaire à 37 °C et d’en déterminer la structure. 
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3.4.1. Attribution de l’hétérodimère dans sa conformation intermédiaire 

L’attribution des déplacements chimiques de la conformation intermédiaire a été faite à partir des 

spectres attribués de la conformation native à haute température, du suivi en température des 

résonances 1HN-15NH et de l’exploitation des expériences d’échange CPMG et ZZ. 

Pour rappel, environ 36 % des résidus de l’hétérodimère présentent un échange lent à 37 °C 

(dédoublement de pics observables sur les spectres 15N-HSQC). Nous nous sommes demandés s’il 

était possible que la conformation N2 et I2 puissent présenter un échange intermédiaire (échelle de 

la micro à la milliseconde) pour les autres résidus. Afin d’infirmer ou de conformer cette possibilité, 

des expériences RD 15N-CPMG ont été réalisées et nous ont permis de confirmer une absence totale 

d’échange intermédiaire. Cette information nous a permis d’affirmer que les signaux non 

dédoublés pouvaient être attribués aux deux conformations. 

L’attribution de la forme intermédiaire de l’hétérodimère a ainsi pu être complétée. Les pourcentages 

d’attribution sont répertoriés Tableau 13 et la Figure 40 présente les spectres 15N-HSQC de 

l’hétérodimère attribués à 20 °C et à 37 °C. 

 

Tableau 13 : Attribution de l'hétérodimère de EcHU dans sa conformation intermédiaire à 
37 °C. 
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Figure 40 : Spectres 15N-HSQC des chaînes α et β de EcHUαβ à 20 °C et à 37 °C. 
Représentation à gauche et à droite des spectres attribués respectivement à 20 °C et à 37 °C. Les 

attributions de la forme native sont en noir, en rouge pour la forme intermédiaire et soulignées 
lorsque les pics des deux formes sont superposés.  
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Perturbation des déplacements chimiques  

La Figure 41 présente les perturbations de déplacement chimique 1HN-15NH entre la conformation 

native haute température et la forme intermédiaire. Les résidus du bras ne présentent pas de CSP, 

ce qui est attendu. En effet, les bras ne peuvent pas être considérés comme pouvant changer de 

conformation du fait de leur grande flexibilité. Les résidus des brins β1 et β2 de la « selle » ne 

présentent pas de CSP. La majorité des résidus du brin β3 sont impactés, indiquant que ce brin ou 

que des interactions longue distance pourraient avoir disparu. Les résidus impliqués dans les hélices 

α1 et α2 sont faiblement influencés par le changement de conformation (0,4 > CSP ≥ 0,1 ppm). Ceci 

indique que les hélices sont globalement maintenues, mais qu’il existerait un changement 

d’environnement chimique. Ceci semble confirmer notre hypothèse d’une dissociation partielle ou 

total des deux domaines HTH. Enfin, l’hélice C-terminale de la protéine montre de grandes valeurs 

de CSP (> 0,5 ppm) pouvant correspondre à un changement de conformation (perte d’hélicité). 

Ces résultats sont tout à fait compatibles avec ce qui avait été observé pour les homodimères (Figure 

42). Les structures des formes intermédiaires des trois dimères pourraient être très similaires. 

 

Figure 41 : Perturbation des déplacements chimiques entre la conformation native et 
intermédiaire de EcHUαβ à 37 °C. Les valeurs correspondant à la chaîne α et à la chaîne β sont 

représentées respectivement en vert et en bleu.  

 

Figure 42 : Perturbation des déplacements chimiques entre les conformations natives et 
intermédiaires des homodimères (adapté de la thèse de Rémy Le Meur, 2015) [69]. 
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Prédiction de structure secondaire :  

A partir des résonances déterminées précédemment, nous avons réalisé la prédiction des angles 

dièdres en utilisant DANGLE [70] pour chaque chaîne de l’hétérodimère (Figure 43). Ces prédictions 

confirment que les hélices α1 et α2 seraient maintenues, que le feuillet β pourrait n’être formé que 

de deux brins (β1 et β2) et finalement que l’hélice C-terminale ne serait plus présente. Elles sont, de 

plus, en accord avec les résultats obtenus sur les homodimères [69], confirmant que les structures 

des intermédiaires seraient très semblables. 

 

Figure 43 : Prédictions des éléments de structure secondaire entre la conformation native 
(N2) et intermédiaire (I2) de l'hétérodimère.  

3.4.2. Structure de l’intermédiaire à haute température 

L’hétérodimère EcHUαβ a été modélisé avec 2840 contraintes de distance, 74 contraintes de liaison 

hydrogène et 298 contraintes d’angle dièdre. Le dernier « run » a été réalisé en prenant 500 

structures par itération. Les 200 structures de plus faibles énergies de la dernière itération ont été 

affinées dans l’eau et nous ont permis d’obtenir 200 structures finales. Parmi celles-ci, les 20 

structures respectant au mieux les données expérimentales, la topologie des acides aminés et ayant 

les énergies les plus basses (totales, électrostatiques, de Van der Waals) ont été sélectionnées afin 

de représenter l’ensemble de structure représentatif de la conformation intermédiaire de 

EcHUαβ à 37 °C. Le Tableau 14 regroupe le nombre et le type de contraintes (distances dérivées 

des NOE, liaison hydrogène, angles dièdres) utilisées lors du dernier « run » de calcul. De plus, il 

présente le résultat des analyses statistiques de validation de structure (Procheck-NMR [92,93]). 
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Tableau 14 : Contraintes RMN et statistiques structurales de la conformation intermédiaire 
de l’hétérodimère à 37 °C. 

La Figure 44A présente la superposition des 20 modèles sélectionnés pour représenter la structure 

de la conformation intermédiaire de l’hétérodimère à Tm1. La structure affinée de la conformation I2 

est d’apparence globulaire et a perdu son axe de symétrie. Cet aspect globulaire est lié au 

repliement du bras de chaque chaîne sur l’hélice α2 de la chaîne à laquelle il appartient. Il est à noter 

qu’aucune contrainte de distance n’a été imposée entre les résidus des bras et ces hélices. Les bras 

restent complètement flexibles dans la conformation intermédiaire. La sélection d’une conformation 

particulière est certainement le résultat d’un artefact de la méthode de sélection des structures au 

cours du processus itératif : elle permet d’avoir des structures de plus faibles énergies (Totale, 

électrostatiques et Van der Waals), tout en respectant les contraintes expérimentales. Nous nous 

concentrerons donc sur la description de la structure sans prendre en compte les bras. 

L’utilisation du logiciel PROMOTIF [96] permet de mettre en évidence que les deux domaines HTH 

(Figure 44B et C) sont toujours présents, mais sont maintenant formés d’une succession d’hélices 

et de tours. Pour la chaîne EcHUα, l’hélice jusqu’à présent nommée α1 dans les structures natives 

est maintenant composée d’une hélice α, résidus Val9 à Ala14, précédée d’un tour hélicoïdal de 

type I, résidus Lys3 à Asp8. L’hélice jusqu’à présent nommée α2 dans les structures natives est à 

présent composée de deux hélices 310 (Ala31 à Thr33 et Ser35 à Lys37) précédées d’un tour 

hélicoïdal de type I (Leu25 à Leu29). Pour la chaîne EcHUβ, la première « hélice » du motif HTH 

est de type I, longue de 9 résidus (Lys3 à Ala11), alors que la seconde « hélice » est composée de 

deux hélices α (Arg23 à Asp26 et Ile29 à Glu38).  
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Figure 44 : Structure tridimensionnelle de l’hétérodimère EcHUαβ dans sa conformation 
intermédiaire, à 37 °C. A – Superposition des 20 meilleurs modèles. B – Représentation du 

modèle de plus basse énergie. C – Deux autres orientations du modèle de plus basse énergie où 
les bras et l’extrémité C-terminale ont été masqués. La chaîne α et la chaîne β sont représentées 

respectivement en vert et en bleu. Les appellations αi et βi correspondent ici aux éléments de 
structure secondaire présents dans la conformation native. 

La conformation intermédiaire présente un pourcentage d’hélicité de 24,4 % (α : 13,3 % ; 310 : 3,3 % 

et type I : 7,8 %).Ce pourcentage d’hélicité est du même ordre de grandeur que celui observé par 

les expériences de dichroïsme circulaire (21%) [57]. 

Les deux domaines HTH se sont dissociés. Les hélices formant chaque domaine HTH s’éloignent 

l’une de l’autre de 3 Å et interagissent avec un angle de 160° dans chacune des deux chaînes, alors 
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qu’elles sont à une distance de 7,8 Å et interagissent avec un angle de 120° dans la forme native. Il 

y a donc une réorientation non négligeable des deux « hélices » lors de la transition N2/I2. Ceci 

avait déjà été observé lors de l’établissement du premier modèle de l’intermédiaire de EcHUβ2 

obtenu par modélisation moléculaire « tout atome » [68], mais aussi lors de la modélisation des 

modèles intermédiaires « gros grains » des deux homodimères [69]. 

Il est à noter que, sur la totalité du dimère, seuls deux brins β sont détectés au niveau de la chaîne 

EcHUα, β1 (Val42 à Leu44) et β2 (Gly48 à Phe50). La « selle » ne peut plus être définie 

officiellement comme l’assemblage de deux feuillets β, mais reste identifiable (Figure 44C). 

Elle est maintenue par des liaisons hydrogène (observées sur la structure) ainsi que par le « π-

stacking » des phénylalanines 47 et 50 sur au moins une des deux chaînes. 

On observe au niveau : 

- du sous domaine HTH (résidus 1 à 37), un RMSD global de 0,97 Å (0,98 Å pour la chaîne 

α et 0,96 Å pour la chaîne β) ; 

- des brins β1 et β2 (résidus 38 à 54), un RMSD global de 0,99 Å (0,71 Å pour la chaîne α 

et 1,26 Å pour la chaîne β) ; 

- de l’extrémité C-terminale (résidus 81 à 90), un RMSD global de 3,86 Å (3,30 Å pour la 

chaîne α et 4,43 Å pour la chaîne β). 

La forme intermédiaire de l’hétérodimère EcHUαβ à 37 °C ne présente, au niveau de son interface, 

plus qu’une seule liaison hydrogène et un unique pont salin situés entre les résidus Lys3α et 

Asp15β (utilisation de PDBePISA [95]) et une cavité hydrophobe de 164,4 Å3 (Figure 45) se 

présentant sous la forme d’un sillon dont une extrémité est ouverte vers le solvant. 

 

Figure 45 : Cavité hydrophobe de EcHUαβ dans sa conformation intermédiaire à 37 °C, 
calculée par le programme CASTp3 [94]. 

Les résidus définissant cette cavité sont : Met1, Asn2, Lys3, Ile7, Ala41, Val42, Gln43, Leu44, Val45, 

Thr59, Asn62, Lys67, Glu68, Ile69, Lys70, Leu85, Ala88, Val89 et Lys90 de la chaîne α et Ala14, 
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Asp15, Ile16, Ala21, Arg23, Ala24, Ile28 et Ile29 de la chaîne β. Il ne s’agit donc pas de la poche 

hydrophobe existant dans le dimère natif. Les résidus de la poche initiale (Kα3, Leu6, Leu25, Tα/Iβ28, 

Lα/Iβ29, Iα/Vβ32, Vβ42, Leu44, Vβ45, Phe47 et Phe50) sont importants pour la stabilisation de la forme 

native, en permettant entre autres l’association des deux domaines HTH. Il est intéressant de 

regarder où ils se positionnent dans cette structure intermédiaire dite « ouverte ». Parmi ces résidus, 

Lys3, Leu6, Leu25 et Leu 29 de EcHUα, ainsi que Ile28, Leu44, Val45 et Phe47 de EcHUβ sont 

maintenant accessibles au solvant (Figure 46). Ils forment un patch hydrophobe à la surface de 

I2 et pourraient permettre l’association de deux dimères dans leur conformation intermédiaire 

et donc favoriser la formation du tétramère transitoire. 

 

Figure 46: Position des résidus considérés comme des déterminants structuraux de la 
stabilité de la forme native. Gauche – représentation en bâton sur le squelette de la 

conformation intermédiaire. La chaîne α et la chaîne β sont représentées respectivement en vert et 
en bleu. Droite – mise en évidence d’un patch hydrophobe (rose) à la surface de I2. 

3.5. Conclusion 

Dans ce chapitre, nous nous sommes intéressés à la première étape du mécanisme d’échange de 

chaînes de la protéine EcHU d’un point de vue structural. Nous avons présenté cinq structures 

déterminées par RMN. Les trois premières sont celles des conformations natives des trois dimères 

de EcHU à faible température. Ces structures sont typiques des structures des protéines de la 

superfamille HU/IHF. Les dimères natifs de EcHU présentent trois zones d’interactions polaires 

inter chaînes permettant : d’une part, le positionnement du N-terminal de l’hélice α1 sur le brin β1 et 

d’autre part, la stabilisation de l’hélice α3 en établissant des contacts entre les résidus de celle-ci 

avec le haut de l’hélice α2 et le brin β3. Une poche hydrophobe est présente entre la « selle » et les 

domaines HTH. Il a été établi que les résidus définissant cette poche ainsi que la taille de celle-ci 

sont des points clés permettant d’expliquer que les trois dimères de EcHU présentent des propriétés 

thermodynamiques propres. 
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Ces structures nous ont par la même occasion permis de mettre en place un protocole de calcul 

n’incluant aucune contrainte de symétrie. Nous avons alors résolu la structure de la conformation 

native de l’hétérodimère à une température correspondant à la température de transition entre les 

états N2 et I2 (~Tm1, déterminée par RMN et confirmant celle obtenue par DSC). A cette 

température, la structure du dimère natif ne présente pas de différence majeure avec celle obtenue 

à basse température. Nous avons toutefois noté une diminution, voire une perte, de structuration au 

niveau des brins β2’ et β3’ des bras flexibles et une forte augmentation du volume de la cavité 

hydrophobe (209 Å contre 24 Å à basse température).  

Enfin, nous avons résolu la structure de la conformation intermédiaire de EcHUαβ à 37 °C. Cette 

nouvelle structure présente un dimère partiellement dissocié (éloignement des domaines HTH) et 

déstructuré (perte d’hélicité et diminution de la longueur des brins β). Les hélices de chaque domaine 

HTH se réorientent afin de quasiment s’aligner (angle de 160°). Les deux feuillets β formant la 

« selle » de la protéine ne sont plus définis comme tel sur la structure intermédiaire bien que celle-

ci soit encore reconnaissable. Le dimère présente à sa surface un patch hydrophobe présentant des 

résidus qui étaient enfouis dans le cœur hydrophobe du dimère natif. Ce patch pourrait être le motif 

de reconnaissance des conformations intermédiaire entre elles entrainant la formation du tétramère 

transitoire. 
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Chapitre 4. Etude de la cinétique globale de la réaction 

Ce chapitre est consacré à l’étude du mécanisme d’échange de chaînes de la protéine HU d’E. coli 

d’un point de vue cinétique. Ce mécanisme d'échange peut être décrit comme une réaction se 

déroulant en trois étapes successives : la transition de la conformation native de chaque 

homodimère à la conformation intermédiaire homodimérique, puis l’association de deux formes 

intermédiaires en un tétramère transitoire qui se dissocie finalement en deux hétérodimères. A partir 

de l’ensemble des travaux de recherches réalisés sur la protéine HU d’E. coli, il a été montré que la 

cinétique du système global pouvait être résumé à l’équation-bilan présentée sur la Figure 47. 

 

Figure 47 : Equation-bilan du mécanisme global de formation de l’hétérodimère. 

Toutefois, le mécanisme complet d’échange de chaîne implique de nombreuses formes 

oligomériques de la protéine telles que des homotétramères (α4 et β4). Pour rappel, le mécanisme 

complet a pu être schématisé par grand triangle (Figure 48). Chaque côté de ce triangle correspond 

à un dimère en équilibre entre sa conformation native et intermédiaire. Chacun des dimères peut 

former des tétramères en fonction du dimère avec lequel il s’associe. Le but de cette étude est de 

déterminer les constantes de vitesse des trois étapes principales. 

 

Figure 48 : Schéma du mécanisme complet d’échange de chaînes de la protéine HU d’E. coli. 
α = chaîne EcHUα ; β = chaîne EcHUβ ; N = conformation native ; I = conformation intermédiaire. 
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4.1. Titrage de l’échange de chaînes 

Cette première phase de caractérisation de la formation de EcHUαβ est réalisée avec des 

échantillons à l’équilibre, c’est-à-dire pour lesquels aucun échange n’a lieu à l’échelle 

macroscopique (Figure 49). 

 

Figure 49 : Etude cinétique du système de EcHU par titrage à l’équilibre. 

Cet équilibre est observé à un temps considéré comme infini après l’ajout des homodimères. En 

effet, il est connu que si l’on met en présence les deux homodimères, l’hétérodimère se forme 

spontanément avec une cinétique lente. Mais cette réaction peut-elle être considérée comme 

totale ? 

Afin de répondre à cette question, nous avons réalisé un premier titrage, à 20 °C, de la formation de 

l’hétérodimère à partir d’un échantillon d’homodimère EcHUβ2 (ou ββ) doublement marqué (titrage 

1). Cet échantillon a été titré par des ajouts successifs d’une quantité connue d’homodimère EcHUα2 

(αα) simplement marqué jusqu’à un ratio de 1 pour 1 des deux homodimères (Tableau 6).  

Nous avons réalisé cette première étude avec des échantillons marqués car cela nous permettait 

de : 

- suivre la formation de l’hétérodimère en suivant les déplacements chimiques des résidus 

de chaque chaîne sur un spectre 15N-HSQC ; 

- caractériser l’apparition éventuelle de signaux correspondant aux homodimères et en 

particulier de l’homodimère titrant. 

Nous avons toutefois dû prendre des précautions pour cette analyse. Bien que l’utilisation d’un 

échantillon marqué soit un avantage pour notre étude, elle entraine des complications dans l’analyse 

des spectres. En effet, ils contiennent les signaux cumulés de l’homodimère titrant, de l’homodimère 

titré, de l’hétérodimère formé (les deux chaînes) dans leur forme native et potentiellement 
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intermédiaire, en fonction de la température d’étude. Ceci provoque un grand nombre de 

superpositions et ne permet donc pas d’étudier de façon quantitative tous les résidus. 

Pour ce titrage, nous avons suivi des résidus qui présentaient, dans l’homodimère titrant, 

l’homodimère titré et l’hétérodimère formé, des déplacements chimiques suffisamment différents et 

des signaux isolés (Figure 50). Les résidus sélectionnés pour l’analyse appartiennent à plusieurs 

zones des chaînes protéiques : 

- les résidus Asp8 des chaînes EcHUα et EcHUβ , situés au niveau de l’hélice α ; 

- le résidu Glu15 de la chaîne EcHUα et le résidu Ile16 de la chaîne EcHUβ ; situés au 

niveau du tour du motif « HTH » ; 

- le résidu Ser27 de la chaîne EcHUα et les résidus Gly22 et Ser35 de la chaîne EcHUβ, 

situés dans l’hélice α2 ; 

- les résidus Val42 (brin β1) et Lys51 (brin β2), Ala78 et Val80 (brin β3) de la chaîne EcHUα 

et les résidus Val76, Ser78 et Arg80 (brin β3) sur la chaîne EcHUβ, situés au niveau de la 

« selle » ; 

- les résidus Val89 et Lys90 de la chaîne EcHUα et les résidus Leu85, Val89 et Asn90 sur 

de la chaîne EcHUβ, situés dans l’hélice C-terminale α3. 

 

Figure 50 : 15N-HSQC de EcHUβ2:EcHUα2 au ratio 1:0,1 du titrage. Les résidus D8α, E15α, 
S27α, F50α, A78α, V89α et K90α représentés en rose montre l’apparition des signaux 

correspondant à la chaîne EcHUα dans l’hétérodimère. Les résidus D8, I16, G22, S35, V76, S78, 
V89 et N90 représentés en bleu et en rose représentent respectivement la disparition des signaux 

correspondant à la chaîne EcHUβ dans l’homodimère ββ et l’apparition des signaux à la chaîne 
EcHUβ dans l’hétérodimère. 
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Nous avons suivi l’apparition de l’hétérodimère ainsi que la disparition de l’homodimère titré en 

utilisant l’équation ( 11 ) donnée dans le Chapitre 2. La Figure 51A montre le suivi de la formation 

de l’hétérodimère mesurée avec l’augmentation des intensités des pics de sa chaîne α au cours du 

titrage. Elles ont été doublement normalisées afin de tenir compte du facteur dilution lié aux ajouts 

et d’obtenir les valeurs de fraction molaire de l’hétérodimère (𝑓ℎ𝑒𝑡𝑒𝑟𝑜 =
𝐼𝑖

𝐼𝑓𝑖𝑛𝑎𝑙𝑒
). Les données 

expérimentales ne peuvent pas être analysées en utilisant une droite. Il semble donc que l’utilisation 

des signaux de la chaîne α n’est pas la bonne méthode d’analyse du titrage. Toutefois, il apparait 

clairement que les fractions molaires dérivées des intensités mesurées lors du troisième ajout 

semblent avoir des valeurs aberrantes. La source de cette aberration n’est pas due à une erreur de 

manipulation de l’échantillon lors du titrage, car les ajouts suivants ne donnent pas de résultats 

aberrants, mais doit certainement provenir d’un problème de paramétrage des expériences 15N-

HSQC.  

 

Figure 51 : Suivi de la formation de l’hétérodimère lors du titrage de EcHUβ2 par EcHUα2 
selon deux méthodes. A – Tracé de l’apparition des résidus D8, E15, S27, V42, K51, A78, V80, 

V89 et K90 de la chaîne EcHUα de l’hétérodimère avec 𝑓ℎ𝑒𝑡𝑒𝑟𝑜 =
𝐼𝑖

𝐼𝑓𝑖𝑛𝑎𝑙𝑒
. B – Tracé de l’apparition 

des résidus D8, I16, G22, S35, V76, S78, R80, L85, V89 et N90 de la chaîne EcHUβ de 

l’hétérodimère avec 𝑅(𝛼𝛽) =
𝐼(𝛼𝛽)

𝐼(𝛼𝛽)+𝐼(𝛽𝛽)
. Les points aberrants sont entourés en rouge. 

La Figure 51B montre le suivi de la formation de l’hétérodimère mesuré en suivant l’augmentation 

des intensités des pics de sa chaîne β au cours du titrage. La fraction molaire d’hétérodimère est ici 

déterminée par le rapport R(αβ) =
I(αβ)

I(αβ)+I(ββ)
. Avec cette méthode, les données expérimentales de 

l’ensemble du titrage, excepté celles obtenues lors du troisième ajout, peuvent être modélisées par 

une droite passant par l’ordonnée à l’origine, d’équation R(αβ) = 0,92 R(αα) avec un R2 de 0,9937. 

La deuxième méthode permettant une meilleure quantification de l’apparition d’EcHUαβ (ou αβ) a 

été choisie pour poursuivre notre étude.  
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La Figure 52 présente une analyse plus rigoureuse du suivi de la formation de l’hétérodimère 

(R(αβ) =
I(αβ)

I(αβ)+I(ββ)
) et de la disparition du dimère titré (R(ββ) =

I(ββ)

I(αβ)+I(ββ)
) lors du titrage de EcHUβ2 

par EcHUα2. L’incertitude de chaque point de données expérimentales a été déterminée en 

propageant les incertitudes sur les concentrations, sur les volumes ajoutés et sur les intensités des 

signaux des différents résidus par la méthode du calcul de la différentielle. Ces incertitudes en 

abscisses et en ordonnées nous ont permis de déterminer les droites de pentes minimum et 

maximum afin d’obtenir l’incertitude sur la valeur de la pente représentant nos données. Nous 

trouvons que nos données peuvent être représentées par deux droites de pente 0,92 ± 0,06 

(formation de l’hétérodimère) et - 0,92 ± 0,06 (disparition du dimère titré). Ces deux droites se 

coupent au point (0,54 ± 0,04 ; 0,50 ± 0,04). Nous pouvons en conclure que, dans nos conditions, 

la réaction de formation de l’hétérodimère est une réaction pouvant être considérée comme 

totale.  

 

Figure 52 : Suivi de la formation de l’hétérodimère et de la disparition de l’homodimère titré 
lors du titrage de EcHUβ2 par EcHUα2. 

Suite à notre première expérience de titrage, deux autres titrages ont été réalisés afin de confirmer 

les résultats précédents et ce à plusieurs températures. Les titrages 2 et 3 ont été réalisés, avec le 

même lot d’échantillons mais, à de plus hautes températures (27 °C et 37 °C). Travailler à ces 

températures nous a, non seulement, permis d’atteindre plus rapidement l’équilibre pour chaque 

point de titrage, mais aussi de regarder l’influence de la température sur la réaction (le cas échéant). 

Cela est particulièrement intéressant dans le sens où nous cherchons à caractériser l’ensemble du 

mécanisme d’échange et que nous savons qu’il est fortement dépendant de la température. 
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Sachant que les signaux permettant de suivre la réaction de façon quantitative ne sont que ceux de 

l’hétérodimère et ceux du dimère titrant, nous avons choisi de titrer un échantillon d’homodimère 

EcHUβ2 marqué par un échantillon d’homodimère EcHUα2 non marqué. Tout comme pour le titrage 

précédent, les résidus suivis doivent présenter des déplacements chimiques suffisamment différents 

et des signaux isolés. Il faut, de plus, que l’intensité de ces résidus ne soit pas trop influencée par 

les changements de température afin de pouvoir réaliser les mesures avec la même précision à 

27 °C et 37 °C, qu’à 10 °C. 

Nous nous sommes focalisés sur le résidu Ile16, car il est positionné au milieu du tour du motif 

« HTH », ne présente pas de structuration secondaire et est totalement exposé au solvant. A l’issu 

des deux nouveaux titrages, nous avons obtenu des tracés typiques du titrage d’une réaction 

pouvant être qualifiée de quasi-totale ou totale : une droite de pente croissante passant par 

l’origine suivie d’un plateau. La droite représente l’apparition de l’hétérodimère alors que le plateau 

marque que la totalité de l’hétérodimère a été formée. Au niveau de ce plateau, la totalité du réactif 

titré est consommée. 

Les droites obtenues pour les titrages réalisés à 27 °C et à 37 °C sont d’équation respectives 

R(αβ) = (0,97 ± 0,04) R(αα) et R(αβ) = (0,84 ± 0,08) R(αα).  

Ces expériences permettent de confirmer que, dans nos conditions expérimentales, la réaction de 

formation de l’hétérodimère est une réaction pouvant être considérée comme totale. 

4.2. Etude cinétique de l’échange de chaînes 

 

Figure 53 : Etude cinétique du système de EcHU par suivi cinétique de la réaction globale. 

Une fois la réaction caractérisée, nous avons cherché, à déterminer la vitesse de formation de 

l’hétérodimère (Figure 53). Pour la déterminer, nous avons utilisé de nombreux suivis cinétiques : 
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- trois ont été réalisés par spectrométrie de masse en conditions natives et en conditions 

stœchiométriques, chacun à une température différente (20 °C, 27 °C et 37 °C) [69] ; 

- cinq ont été réalisés par RMN avec un réactif en excès et à deux températures différentes 

(10 °C et 20 °C).  

Pour réaliser les cinétiques par RMN, l’échantillon contenant le réactif en excès est placé dans un 

bain de glace. Au moment de l’ajout du réactif limitant, un chronomètre est lancé et l’échantillon est 

rapidement placé dans le spectromètre RMN pré-paramétré sur l’échantillon de réactif en excès. Le 

chronomètre n’est interrompu qu’une fois la première expérience 15N-HSQC ou 15N-HMQC SOFAST 

en cours d’acquisition. Pendant ce temps de latence, la température de l’échantillon n’est ni 

constante ni mesurable.  

L’utilisation d’échantillons en conditions stœchiométriques permet généralement de déterminer 

l’ordre global de la réaction, alors que l’utilisation d’échantillons avec un réactif en excès permet de 

déterminer l’ordre partiel du réactif minoritaire. Pour déterminer l’ordre de notre réaction, il nous a 

fallu établir les équations cinétiques pouvant régir celle-ci en considérant que la réaction est 

bimoléculaire et totale. Dans le cas, d’une réaction bimoléculaire totale, la loi de vitesse s’écrit : 

𝒗(𝒕) = 𝒌 × [𝑨]𝒕
𝒑
× [𝑩]𝒕

𝒒
 dans laquelle p et q correspondent aux ordres partiels des réactifs. 

Dans un premier temps, nous avons écrit l’équation cinétique de la formation de EcHUαβ en 

considérant que les ordres partiels des réactifs étaient de 1 et que les conditions 

stœchiométriques étaient respectées (Tableau 15). 

 αα + ββ → 2 αβ 

t0 a0  b0 = a0  0 

t a0 - x(t)  a0 - x(t)  2 x(t) 

Tableau 15 : Tableau d'avancement de la formation d'hétérodimère en conditions 
stœchiométriques. 

Nous pouvons alors simplifier la loi de vitesse : 𝑣(𝑡) = 𝑘 × [𝐴]𝑡
2. 

Si l’on cherche à résoudre l’équation de la vitesse avec cette loi de vitesse, nous obtenons : 

𝑣(𝑡) =
−𝑑[𝐴]𝑡

𝑑𝑡
=  𝑘 × [𝐴]𝑡

2 

𝑑[𝐴]𝑡
[𝐴]𝑡

2 = −𝑘𝑑𝑡 

∫
𝑑[𝐴]𝑡
[𝐴]𝑡

2

[𝐴]𝑡

0

= −𝑘∫ 𝑑𝑡
𝑡

0
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𝟏

[𝑨]𝒕
= 

𝟏

[𝑨]𝟎
+ 𝒌𝒕 

Si les données expérimentales peuvent être modélisées en utilisant cette équation, alors on peut 

conclure que la cinétique de la réaction est d’ordre 2. 

Dans un second temps, nous avons cherché à établir l’équation cinétique de la formation de EcHUαβ 

en considérant que les ordres partiels des réactifs étaient de 1 et que l’un des réactifs est en 

excès (Tableau 16). La loi des vitesses s’écrit alors : 

𝑣(𝑡) =
−𝑑[𝐴]𝑡

𝑑𝑡
=  𝑘 × [𝐴]𝑡 [𝐵]𝑡  

 αα + ββ → 2 αβ 

t0 a0  b0 (> a0)  c0 

T a0 - x(t)  b0 - x(t)  c0 + 2 x(t) 

Tableau 16 : Tableau d'avancement de la formation d'hétérodimère en conditions non 
stœchiométriques. 

Elle peut être intégrée pour trouver 𝒍𝒏
[𝑨]𝟎×[𝑩]𝒕

[𝑩]𝟎×[𝑨]𝒕
= ([𝑩]𝟎 − [𝑨]𝟎) × 𝒌𝒕.  

Si l’excès est très important ([B]0 >> [A]0, au moins un ordre de grandeur), alors la concentration [B] 

varie peu et la vitesse devient quasi proportionnelle à la concentration de [A] seul. L'évolution du 

réactif A se rapproche alors d’une cinétique monomoléculaire. La loi des vitesses s’écrit alors :  

𝑣(𝑡) =
−𝑑[𝐴]𝑡

𝑑𝑡
= 𝑘𝑜𝑏𝑠 × [𝐴]𝑡  avec 𝑘𝑜𝑏𝑠 = 𝑘[𝐵]𝑡   

𝑑[𝐴]𝑡

[𝐴]𝑡
= −𝑘𝑑𝑡 

[𝐴]𝑡 =  [𝐴]0 𝑒
−𝑘𝑡 

Cette situation est souvent exploitée expérimentalement dans le but de simplifier la cinétique. Il s’agit 

de la méthode de dégénérescence de l’ordre et le système y correspond à une cinétique de pseudo-

ordre 1.  

La Figure 54A présente le suivi cinétique de la formation de l’hétérodimère de EcHU à 20 °C obtenu 

par spectrométrie de masse en conditions natives. Les données peuvent être modélisées par une 

équation correspondant à une cinétique d’ordre 2. La constante de vitesse mesurée est de 

k = 1,4 10-2 mM-1.s-1. Nous avons alors réalisé le suivi de la formation de l’hétérodimère en présence 

d’un excès de EcHUβ2 (450 μM) par rapport à EcHUα2 (45 μM) à la même température afin de nous 

placer dans une situation de pseudo-ordre 1 (Figure 54B). Malheureusement, les données ne 
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peuvent pas être modélisées par l’équation permettant d’analyser une cinétique d’ordre 1 ou de 

pseudo-ordre 1, mais par celle d’une cinétique d’ordre 2. La constante de vitesse mesurée est de 

1,9.10-3 mM-1.s-1. Ces deux vitesses sont différentes de plus d’un ordre de grandeur, ce qui n’est 

absolument pas négligeable. De plus, l’ajustement informatique obtenu sur les données de 

spectrométrie de masse est de meilleure qualité, ce qui nous laisse penser que c’est la valeur de la 

constante de vitesse déterminée par cette méthode qui doit être prise en compte pour continuer 

l’étude cinétique du mécanisme d’échange de chaîne. 

 

Figure 54 : Suivi cinétique de la formation de l’hétérodimère de EcHU à 20 °C. A – en 
conditions stœchiométriques par spectrométrie de masse en conditions natives. B – dans le cas 

d’excès de l’un des réactifs par RMN en solution.  

Nous avons toutefois complété les données expérimentales en analysant deux autres cinétiques 

dont le suivi avait été réalisé par spectrométrie de masse à 27°C et à 37 °C, mais aussi avec des 

suivis de cinétiques réalisés par RMN. Deux de ces suivis ont été réalisés à 10 °C avec des 

concentrations en réactifs différentes (variation de la concentration de l’homodimère EcHUβ2) : pour 

le premier suivi (cinétique 4), nous étions partis d’un mélange de 200 µL contenant 87,52 nmol de 

EcHUα2 15N13C et 160,2 nmol de EcHUβ2 et pour le second (cinétique 5), d’un mélange de 200 µL 

contenant de nouveau 87,52 nmol de EcHUα2 15N13C et 200,3 nmol de EcHUβ2. Deux autres suivis 

cinétiques ont été réalisés afin de quantifier la variation de vitesse de réaction en fonction de la 

température (cinétique 2 et 3). 

Le Tableau 17 récapitule les différentes constantes de vitesse obtenues par RMN et par 

spectrométrie de masse en conditions natives. Les résultats obtenus par spectrométrie de masse 

montrent clairement une augmentation, tout à fait logique, de la constante de vitesse d’échange 

avec la température (un ordre de grandeur pour environ 10 °C).  
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Tableau 17 : Récapitulatif des différents suivis cinétiques et des valeurs de constante de 
vitesse d’échange obtenues. 

Les résultats obtenus par RMN semblent plus contrastés. En effet, les valeurs de constantes 

d’échange obtenues à 20 °C sont très différentes l’une de l’autre (presque un ordre de grandeur). A 

10 °C, deux vitesses sur les trois mesurées ont des valeurs compatibles entre elles. 

Nous avons alors voulu vérifier que la loi d’Arrhenius, 𝑘𝑜𝑏𝑠(𝑇) = 𝐴 × 𝑒−
𝐸𝑎
𝑅𝑇, pouvait être appliquée à 

nos mesures expérimentales. La Figure 55 montre que la majorité de nos valeurs expérimentales 

vérifient cette loi d’Arrhenius en formant une droite d’équation : ln(𝑘) =  
−34 161

𝑇
+ 111 510 où T 

correspond à la température en Kelvin.  

 

Figure 55 : Vérification de la loi d’Arrhénius à partir des données cinétiques obtenues par 
RMN (en violet) et spectrométrie de masse en conditions natives (en orange). 
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Cette droite nous permet de conclure que les constantes de vitesse mesurées par RMN et par 

spectrométrie de masse sont tout à fait compatibles entre elles, excepté pour celles obtenues à 

20 °C. Il faudrait répéter les cinétiques à cette température. De plus, on pourrait enregistrer des 

cinétiques à d’autres températures afin de confirmer que nous avons bien caractérisé la constante 

de vitesse de la réaction globale à toutes les températures au travers de la droite d’équation : 

ln(𝑘) =  
−34161

𝑇
+ 111510, caractérisée par cette étude. 

4.3. Caractérisation cinétique des étapes intermédiaires  

La troisième phase de la caractérisation de notre système cinétique est, après la caractérisation de 

la cinétique globale, la caractérisation des cinétiques des étapes intermédiaires (Figure 56). Cette 

caractérisation est nécessaire pour décrire totalement le système est en déduire l’étape limitante. 

 

Figure 56 : Etude cinétique du système de EcHU par la caractérisation des réactions 
intermédiaires, en particulier l’échange N2/I2. 

La première étape intermédiaire à caractériser est l’échange entre les conformations N2 et I2 des 

différents dimères. Cet échange est caractérisé d’un point de vue cinétique par : 

𝑁2

𝑘1
→

𝑘−1
← 

𝐼2 avec 𝐾 =
𝑘1

𝑘−1
, la constante d’équilibre de l’échange. 

Si on considère que [𝑁2]0 = 𝑎 et [𝐼2]0 = 0 et qu’à l’équilibre, [𝑁2]𝐸𝑄 = 𝑎 − 𝑥𝐸𝑄 et [𝐼2]𝐸𝑄 = 𝑥𝐸𝑄, la loi 

des vitesses 𝒗𝒓 = −
𝒅[𝑵𝟐]𝒕

𝒅𝒕
= 𝒌𝟏[𝑵𝟐]𝒕 − 𝒌−𝟏[𝑰𝟐]𝒕 permet d’établir que : 

[𝐼2]𝑡 = −
𝑘1𝑎

𝑘−1 + 𝑘1
(𝑒−(𝑘1+𝑘−1)𝑡 − 1)  

Et que, 𝑥𝐸𝑄 = 
𝑘1𝑎

𝑘−1+𝑘1
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L’échange entre les deux formes dimériques est lent à l’échelle de la RMN et a été précédemment 

caractérisé à partir d’une série d’expériences d’échange ZZ sur l’homodimère EcHUα2 à 37 °C et 

sur l’homodimère EcHUβ2 à 27 °C [69]. Lors de cette première étude, des valeurs de constante de 

vitesse ont pu être déterminées pour l’homodimère EcHUα2 à 37 °C, k1 = 2,4 s-1 et k-1 = 7,7 s-1. Il en 

a été déduit que la constante d’échange K, pour ce dimère à 37 °C, était de k1/k-1 = 0,31. En 

revanche, seul un ordre de grandeur, très supérieur à la seconde, avait pu être déterminé pour 

l’homodimère EcHUβ2 à 27 °C du fait de l’intensité trop faible des signaux croisés pour permettre 

une évaluation quantitative. 

Pour mon étude et afin de caractériser le système d’échange complet de la protéine, je me suis 

appuyée sur ces données et les ai complétées avec des données supplémentaires sur les trois 

dimères à différentes températures. L’ensemble des données ont été traités avec les équations 

présentées dans le chapitre « Matériel et méthodes » de cette partie (Partie 1.2.3.3). 

Pour compléter l’étude sur l’homodimère EcHUα2, nous avons enregistré les expériences d’échange 

à 20, 27, 38 et 41 °C. Pour ce dimère nous avons pu quantifier l’échange N2/I2 pour la majorité des 

températures. Les résultats obtenus sont résumés dans le Tableau 18. 

T° 27 °C 38 °C 41 °C 

k1 (ou kN→I) en s-1 0,48 s-1 2,23 s-1 3,66 s-1 

k-1 (ou kI→N) en s-1 1,28 s-1 2,19 s-1 0,50 s-1 

kex = k1 + k-1 en s-1 1,76 s-1 4,42 s-1 4,16 s-1 

K 0,38 0,98 7,32 

Tableau 18 : Constantes de vitesse d’échange N2/I2 de l’homodimère EcHUα2 pour 
différentes températures. 

Dans l’ensemble, les résultats sont cohérents en présentant une augmentation de la constante de 

vitesse k1 et de la constante d’échange K avec la température. Il faudra répéter les expériences afin 

de s’assurer d’un meilleur rapport signal sur bruit (en augmentant la durée des acquisitions et, peut-

être, la concentration des échantillons) mais aussi de la répétabilité des mesures de constantes k1 

et k-1. Il est à noter que nos résidus présentent une dynamique interne (R1) très différente dans 

leurs deux conformations N2/I2. Cette différence a bien été prise en compte dans le calcul, mais 

la mesure des R1 sur les pics de la conformation intermédiaire ne peut pas, si les expériences de 

relaxation R1 ne sont pas répétées, être considérée comme précise. Une mauvaise mesure des R1 

de la conformation intermédiaire peut entrainer une erreur de calcul sur la constante de vitesse k-1. 

Nous pouvons tout de même conclure que l’ordre de la vitesse d’échange N2/I2 mesurée pour 

l’homodimère EcHUα2 est vingt à trente fois plus rapide que la vitesse de réaction du mécanisme 

d’échange de chaînes. On peut donc en conclure que, la transition N2/I2 de EcHUα2 n’en est pas 

l’étape limitante. 
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Nous avons réalisé les expériences d’échange ZZ sur l’homodimère EcHUβ2 à 15, 20 et à 27 °C. 

Nous voulions ralentir l’échange afin de réussir à le quantifier à plus basse température. A 15 °C et 

à 20 °C, bien que l’échange ait lieu (Partie 1.3.1), les signaux croisés ne sont pas assez intenses 

pour être observés à 15 °C et sont trop faibles pour être quantifiés à 20 °C. A 27 °C, nous avons 

réussi à déterminer la constante de vitesse k1. Connaissant les populations N2/I2 à 27 °C, nous avons 

déterminé que la concentration d’équilibre de la forme intermédiaire est de 0,43 mM et en avons 

déduit la valeur de k-1 : k1 51,8 s-1 et k-1 ~ 8,4 s-1, ce qui correspond à une constante d’équilibre 

K ≈ 6. 

On peut donc en conclure que, quelle que soit la température, la vitesse d’échange N2/I2 de EcHUβ2 

est plus rapide que celle de EcHUα2. Cet échange ne peut donc en aucun cas être l’étape 

limitante du mécanisme d’échange de chaînes de EcHU. 

La plupart des expériences d’échange ZZ ont été enregistrées après les expériences RD 15N-CPMG. 

Ces dernières étaient utilisées pour la discrimination des signaux lors de l’attribution de la protéine 

et pour la recherche de forme intermédiaire de la protéine qui pourraient être présentes dans 

l’échantillon. Il s’est avéré que le train CPMG de la séquence détériorait nos échantillons et explique 

que nous n’ayons pas pu enregistrer plus d’expériences d’échange ZZ. Il nous faudra absolument 

compléter l’étude par des mesures sur l’hétérodimère. Toutefois, les propriétés thermodynamiques 

de celui-ci sont très proches de celles de l’homodimères EcHUα2. Nous pouvons donc supposer 

que la transition N2/I2 de l’hétérodimère est caractérisée par une constante de vitesse 

d’échange très proche de celle de EcHUα2. 

L’étape limitante doit donc être une étape impliquant le tétramère transitoire que ce soit son 

association ou sa dissociation. S’il s’agissait de sa dissociation, il y aurait une accumulation du 

tétramère dans la solution et celui-ci serait observable. L’étape limitante ne peut donc être que 

l’association de deux I2 pour former le tétramère transitoire et la constante de vitesse de cette 

étape doit être du même ordre de grandeur que la vitesse de réaction de la réaction globale. 

4.4. Conclusion : la formation du tétramère transitoire comme étape limitante 

de la réaction 

L’ensemble de cette étude, bien que nécessitant encore des expériences complémentaires pour 

confirmer et compléter nos résultats, nous a permis de caractériser la cinétique globale de formation 

de l’hétérodimère. Ce mécanisme d'échange, décrit comme une réaction se déroulant en trois 

étapes successives, correspond à une réaction totale d’ordre 2 dont l’étape limitante est la formation 

du tétramère transitoire.  

Actuellement, seule la spectrométrie de masse en conditions natives a permis d’observer des formes 

tétramériques. Bien que la caractérisation cinétique de cette forme transitoire ne soit pas possible 
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pour le moment, nous pouvons d’ores et déjà proposer quelques pistes pour les déterminer 

expérimentalement. Il faudrait réussir : 

-  à bloquer la cinétique à l’étape de formation du tétramère. Pour ce faire, il faudrait stabiliser 

ou bloquer la protéine dans sa conformation tétramérique par mutagenèse par exemple. Cela 

permettrait de confirmer que la vitesse globale de la réaction correspond bien à la vitesse de 

formation du tétramère. Cette confirmation se ferait par quantification de l’accumulation de la forme 

tétramérique. 

-  à libérer le tétramère pour quantifier la disparition de cette forme. 

- dans un troisième temps, à réaliser ce jeu de blocage/libération pour toutes les formes 

tétramériques impliquées dans le mécanisme global. 
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Partie 2. Étude structurale et dynamique 

d’une protéine associée au nucléoïde 

d’archée en interaction avec l’ADN : MC1 
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Chapitre 1. Caractérisation d'une courbure en V de l’ADN induite par 

MC1 

1.1. MC1 : une protéine uniquement présente chez les Archées 

1.1.1. Les Archées en bref 

On les connaît psychrophiles, thermophiles ou hyperthermophiles (vivant à des températures 

inférieures à 0 °C, comprises entre 50 °C et 70 °C ou supérieures à 80 °C) [112], anaérobies (vivant 

dans des environnements privés d’oxygène) ou aérobies (vivant dans des milieux où l’oxygène est 

présent), acidophiles (pH<4), alcalinophiles (pH>9), halophiles (vivant dans des environnements 

riches en sels) [113], méthanogènes (produisant du méthane), etc. Elles ont été très longtemps 

considérées comme des « bactéries ancestrales » et/ou des « bactéries de l’extrême », mais il a été 

montré que les Archées constituent l’un des trois domaines du Vivant [114,115] et sont, en réalité, 

présentes partout [116]. On les retrouve aussi bien dans des biotopes usuels (le sol, la mer, les 

intestins d’animaux, etc.) que dans des biotopes extrêmes (les geysers, les lacs salés, les sources 

chaudes volcaniques, etc.) comme l’illustre la Figure 57. Vivant dans des environnements très 

variés, elles se présentent sous de multiples formes avec des modes de vie et d’adaptation divers. 

De ce fait, elles sont des modèles originaux pour aider et inspirer les scientifiques dans leur 

recherche du décryptage des mécanismes de la nature et le développement de nouvelles 

technologies [112].  

 

Figure 57 : Diversité des Archées et de leurs biotopes. Les espèces et leur environnement 
correspondant sont représentés de gauche à droite et de haut en bas : Pyrococcus abyssi 

(anaérobie) ; Methanococcoïde burtonii (psychrophile) ; Haloquadratum walsbyi (halophile) ; 
Nitrosopumilus maritimus (chimiolithoautotrophe) ; Sulfolobus acidocaldarius (acidophile) et 

Methanosarcina barkeri (méthanogène). 



Partie 2. Étude structurale et dynamique d’une protéine associée au 
nucléoïde d’archée en interaction avec l’ADN : MC1 

 

114 

Caractérisation des Archées 

Les Archées ont été caractérisées pour la première fois en 1977 par Carl R. Woese et George E. 

Fox à partir d’une analyse phylogénétique basée sur le séquençage des Acides RiboNucléiques 

(ARN) ribosomiques, ARNr, de multiples organismes [117]. Il est présent chez tous les organismes 

vivants et a été choisi pour comparer la phylogénie des espèces (ARNr 16S pour les Bactéries et 

ARNr 18S pour les Eucaryotes) car il présente des régions fortement conservées permettant 

d’établir des relations évolutives entre des espèces très éloignées. Les séquences des ARNr de 

treize espèces différentes ont été analysées deux à deux et un coefficient d‘association entre ces 

dernières, SAB, a pu être calculé. Ce coefficient correspond à deux fois le nombre d’oligonucléotides 

communs entre les deux séquences testées divisé par le nombre total d’oligonucléotides. La valeur 

de ce coefficient est d’autant plus grande que les espèces sont proches. Pour résumer les résultats, 

une matrice de comparaison des espèces, présentée sur le Tableau 19 a été construite. Sans 

surprise, cette matrice montre que toutes les espèces eucaryotes testées appartiennent au même 

groupe avec un SAB supérieur à 0,19 (espèces 1 à 3 sur le Tableau 19). En revanche, ce qui étaient 

inattendus à l’époque, c’est qu’elle montre clairement que les espèces procaryotes sont divisées en 

deux groupes : les bactéries (espèces 4 à 9 sur le Tableau 19) et les « bactéries » méthanogènes 

(espèces 10 à 13 sur le Tableau 19). Il a alors été proposé une nouvelle vision du Vivant, en trois 

domaines, où les « bactéries » méthanogènes n’appartenaient plus au domaine Bactéries mais à 

celui des Archées. 

 

Tableau 19 : Matrice des coefficients d’association (SAB) entre différents organismes des 
trois domaines du Vivant (adapté de Woese et Fox, 1977) [117]. Les organismes 1 à 3 sont des 
Eucaryotes, 4 à 9 des Bactéries et de 10 à 13 des Archées. Les SAB entre organismes du même 

groupe sont encadrés en bleu et sont supérieurs à 0,19. 

La mise en évidence tardive du domaine des Archées est principalement liée à la forte 

ressemblance morphologique et physiologique entre les Archées et les Bactéries. En effet, 

avant les travaux de Carl R. Woese et George E. Fox, seuls des critères phénotypiques tels que la 

morphologie ou la capacité à résister à une certaine gamme de température étaient exploités pour 
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distinguer les espèces. Les Archées, tout comme les Bactéries, présentent des formes variées, une 

taille de l’ordre du micromètre (0,1 µm à 10 µm) et sont dépourvues de noyau. En revanche, les 

Archées présentent des caractéristiques moléculaires, biochimiques et métaboliques originales, 

comme la méthanogenèse chez les Archées méthanogènes. Le progrès des techniques d’analyse 

a notamment permis de caractériser la membrane des Archées [118,119]. Elle est constituée d’un type 

de phospholipides qui diffèrent totalement de celui des Eucaryotes et des Bactéries. Ces 

phospholipides sont des éthers d’isoprénol et non des esters d’acides gras comme pour les espèces 

des deux autres domaines [120–122]. De plus, le protéome des Archées est bien plus proche de celui 

des Eucaryotes que de celui des bactéries. En effet, il n’est pas rare de constater que les Archées 

et les Eucaryotes utilisent la même famille de protéines pour réaliser les mêmes fonctions au sein 

de la cellule, alors que ces fonctions sont assurées par des protéines d’une autre famille chez les 

Bactéries. Par exemple, de nombreuses protéines impliquées dans le traitement de 

l’information génétique, telles que les histones [19], sont présentes chez les Eucaryotes et les 

Archées alors qu’elles sont absentes chez les Bactéries.  

Phylogénie des Archées 

La classification des espèces dans le domaine des Archées est régulièrement réajustée en fonction 

des découvertes et de la caractérisation de nouvelles souches d’archées.  

 

Figure 58 : Evolution de la classification des Archées dans l’Arbre phylogénique du Vivant 
(issu de Eme et al., 2017) [121]. (a) dans les années 90, arbre à trois domaines avec deux phylums 

décrivant les archées ; (b) dans les années 90, arbre à deux domaines avec une proximité 
phylogénique entre les Eucaryotes et les Crénarchées ; (c) au début des années 2000, proposition 
du superphylum TACK ; (d) début des années 2010, arbre à deux domaines avec 3 superphylums 

et 17 embranchements décrivant les Archées. 
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Description du domaine des Archées jusqu’au début des années 2010 

Entre le début des années 1990 et 2010, le domaine des Archées est passé de deux 

embranchements majeurs (les Euryarchées et des Crénarchées, (Figure 58a) à six 

embranchements (les Euryarchées, les Nanoarchées, les Korarchées, les Thaumarchées, les 

Aigarchées et les Crénarchées (Figure 58c)). 

Au début des années 1990, Carl R. Woese et ses collaborateurs ont caractérisé les deux 

embranchements majeurs qui correspondent à la plupart des archées cultivables en laboratoire : 

les Euryarchées et les Crénarchées (Figure 58a) [1]. L’embranchement des Euryarchées regroupe 

toutes les espèces méthanogènes, les halobactéries et certaines espèces hyperthermophiles 

comme Thermococcus kodakarensis [123]. Chez les Crénarchées on retrouve beaucoup d’espèces 

anaérobies obligatoires comme Desulfurococcus kamchatkensis [124] et d’espèces thermophiles.  

En 1996, un troisième embranchement est proposé par Susan M. Barns et ses collaborateurs, celui 

des Korarchées grâce à la caractérisation de la séquence d’ARNr de deux nouvelles espèces : 

pJP27 et pJP78 [125]. Il s’agit d’Archées thermophiles qui, comme le proposent des études 

génétiques, se seraient différentiées assez tôt des Euryarchées et des Crénarchées du fait de la 

dispersion géographique et des différences de température et de salinité des milieux 

colonisés [126,127]. 

En 2002, Harald Huber et ses collaborateurs, ont découvert un « symbiote nanométrique 

hyperthermophile » : Nanoarchaeum equitans [128]. Avec un diamètre de 350 nm à 500 nm, l’espèce 

compte parmi les plus petites formes de vie connues. Ils ont alors proposé l’embranchement des 

Nanoarchées qui ne contient, à ce jour, qu’un membre unique. L’existence de cet embranchement 

a été sujet à débat, car il aurait pu s'agir d'une espèce très spécialisée issue de l'ordre des 

Thermococcales, appartenant à l'embranchement des Euryarchées [115,128]. 

En 2008, est apparu le phylum des Thaumarchées proposé par Céline Brochier-Armanet et ses 

collaborateurs [129]. Il contient des organismes chimiolithoautotrophes par oxydation de l'ammoniac 

(des organismes pouvant oxyder l’azote et capables de réduire le CO2 atmosphérique), comme 

Nitrososphaera viennensis [130], qui pourraient jouer un rôle important dans les cycles 

biogéochimiques tels que le cycle de l'azote ou le cycle du carbone [131,132]. 

Enfin, en 2011 a été proposé l’embranchement des Aigarchées par Takuro Nunoura et ses 

collaborateurs suite à la découverte de Candidatus Caldiarchaeum subterraneum, un organisme 

supposément chimiolithoautotrophe par oxydation de sulfure [133]. Cet embranchement, proche de 

celui des Thaumarchées, regroupe des organismes largement retrouvés dans des environnements 

géothermiques [134].  
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Description du domaine des Archées après 2011 

Depuis une dizaine d’années, la classification des espèces a énormément évolué avec, notamment, 

l’arrivée du séquençage haut-débit et le développement de la métagénomique. Cette évolution a 

permis d’arriver à une nouvelle représentation de l’arbre phylogénique du Vivant (Figure 

58d) [121,135]. Au niveau des Archées, on compte actuellement trois superembranchements (TACK, 

DPANN et Asgard) regroupant au moins vingt embranchements, et les Euryarchées (seul 

embranchement à ne pas être inclus dans un superembranchement).  

Les embranchements Thaumarchées, Aigarchées, Crénarchées, et Korarchées donnent leurs noms 

au superembranchement TACK [136]. Celui-ci contient actuellement trois embranchements 

supplémentaires (les Bathyarchées, les Géoarchées et les Verstraetearchées). 

Les Nanoarchées appartiennent avec les embranchements Diaphérotrites, Parvarchées, 

Aenigmarchées, et Nanohaloarchées au superenbranchement DPANN [137]. Celui-ci contient 

actuellement quatre embranchements supplémentaires (les Micrarchées, les Woesearchées, les 

Pacearchées et les Altiarchées). Ce superembranchement est principalement caractérisé par des 

espèces aux petites cellules et avec des petits génomes.  

Le superembranchement Asgard [138,139] a été proposé en 2015 par Anja Spang et ses 

collaborateurs [138] et possède actuellement quatre embranchements (les Lokiarchées, les 

Thorarchées, les Odinarchées et les Heimdallarchées). Il est décrit comme partageant un ancêtre 

commun avec le domaine des Eucaryotes [135,138,140,141] nommé LAECA (pour « Last Archaeo-

Eukaryotic Common Ancestor ») [140], même si cette proximité phylogénétique a été critiqué par 

certains chercheurs. En effet, Violette Da Cunha et ses collaborateurs le décrivent comme plus 

proche des Euryarchées (et non des Eucaryotes) [142,143].  

Cette nouvelle proposition de classification des espèces est toujours en évolution [144,145] et montre 

une grande proximité phylogénétique entre les Eucaryotes et les Archées. Cette nouvelle phylogénie 

pourrait, si on reprend la formulation d’Anja Spang et de ses collaborateurs, « combler le fossé entre 

les procaryotes et les eucaryotes » [138], mais ne suffit pas pour résoudre le débat sur la description 

du Vivant en deux ou en trois domaines (Figure 59) [146]. 



Partie 2. Étude structurale et dynamique d’une protéine associée au 
nucléoïde d’archée en interaction avec l’ADN : MC1 

 

118 

 

Figure 59 : Différents arbres phylogénétiques résultant de l'inclusion du superphylum des 
Asgards (adapté de MacLeod et al., 2019) [139]. a) L'arbre du Vivant résultant d'analyses 
phylogénétiques de marqueurs conservés, de gènes d'ARN ribosomique et de protéines 

ribosomiques. b) L'arbre du Vivant résultant d’analyses phylogénétiques des gènes de l'ARN 
polymérase.  

1.1.2. Les principales protéines architecturales d’Archées 

Chaque génome d’Archée possède au moins deux types de protéines chromatiniennes 

présentant des propriétés architecturales différentes [147]. Ces protéines architecturales peuvent être 

des histones, similaires à celles retrouvées chez les Eucaryotes, ou de petites protéines 

basiques, fonctionnant de façon analogue à celles retrouvées chez les bactéries, les NAPs [148]. 

Les mieux caractérisées d’entre elles sont illustrées sur la Figure 60 et sont décrites dans ce 

paragraphe à l’exception de MC1 décrite dans le paragraphe 1.1.3. Une description plus complète 

de la distribution des protéines de structure majeurs de l’ADN dans le Vivant, en accord avec la 

phylogénie actuelle et focalisée également sur les Archées, est proposée en Annexe 5. 

 

Figure 60 : Distribution des protéines de structure majeures du nucléoïde archéen (adapté de 
Zhang et al. 2012) [19]. Les embranchements sont représentés en gras et les genres en italique. 

Les astérisques correspondent aux différents modes principaux de compaction de l’ADN : 
*enrouleurs, **courbeurs et ***ponteurs. 
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Les histones 

Comme chez les Eucaryotes, de nombreuses Archées possèdent des histones [149]. On les retrouve 

chez la grande majorité des Archées comme les Euryarchées à l’exception du genre Thermoplasma, 

les Crénarchées du genre Thermofilum, l’ensemble des Thaumarchées, etc. Ces protéines sont 

structurées en trois hélices α séparées par deux boucles courtes : le motif typique des 

histones [150]. De manière générale chez les Archées, les histones sont dépourvues des extensions 

N- et/ou C-terminales présentes chez les Eucaryotes. Cette protéine se présente sous la forme de 

dimères en solution (homo- et/ou hétérodimères), et sous la forme de tétramères ou l’oligomères en 

présence d’ADN [150,151]. C’est notamment le cas des histones HMfA et HMfB (pour « Histone [A et 

B] de Methanothermus fervidus ») de Methanothermus fervidus qui se structurent sous leur forme 

libre in vivo en homodimère et en hétérodimère [152]. Ce dimère est l’assemblage de deux petites 

sous-unités structurées par trois hélices alpha (α1, α2 et α3, où α2 est la plus grande hélice) et par 

deux boucles courtes (LP1 et LP2) en deux motifs HTH. Les deux sous-unités HMf interagissent de 

façon non-covalente en formant un « X » dans l’espace au niveau des hélices α2. Les hélices α1 et 

α3 d’une sous-unité interagissent, quant à elles, respectivement avec les parties C-terminale et N-

terminale de l’hélice α2 de l’autre sous-unité (Figure 61a). Sous leur forme complexée avec l’ADN, 

les dimères de HMf forment un tétramère, ou restent sous forme dimérique, et enroulent l’ADN 

double brin en induisant sur ce dernier des surenroulements positifs (Figure 61b) [153]. Au sein de 

ce complexe, les parties N-terminales des chaînes du dimère d’histone interagissent avec l’ADN en 

se plaçant dans la partie concave de la courbure induite. Là où les histones d’Eucaryotes 

s’assemblent en octamères sur l’ADN, les histones archéennes forment elles, des filaments de taille 

variable avec l’ADN appelés hypernucléosomes. Bien que les protéines des deux domaines diffèrent 

par leur structure quaternaire, il est à noter que les résidus importants, responsables de la liaison 

à l’ADN ainsi que ceux qui sont responsables des interactions interdimériques, sont le plus souvent 

conservés parmi les Archées [149]. 

 

Figure 61 : Structure tridimensionnelle de HMfB2. a) en solution par RMN (pdb : 1BFM). b) 
complexé à un ADN90bp par cristallographie aux rayons X (pdb : 5T5K). 
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La protéine HU 

Chez les Archées dépourvues d’histone, les Euryarchées du genre Thermoplasma, on retrouve la 

protéine commune à toutes les bactéries et largement décrite dans la première partie de ce 

manuscrit : la protéine HU. Pour rappel, cette protéine dimérique est structurée par un cœur 

compact d’hélices α et d’une « selle » de brins β ainsi que par deux bras flexibles en feuillet β 

(Figure 5). Elle interagit de façon non spécifique avec l’ADN montrant cependant une meilleure 

affinité pour les ADN courbés. Les bras flexibles du dimère interagissent avec l’ADN et le cœur 

compact se retrouve dans la partie concave de la courbure induite par la protéine sur l’ADN (Figure 

6).  

Il a été montré par des données de bioinformatique [29] qu’au moins trois organismes archéens 

possédaient au moins un gène codant pour la protéine HU : Thermoplasma acidophilum [154–156], 

Thermoplasma volcanium [29,157] et Picrophilus torridus [158]. La protéine a d’ailleurs été identifiée et 

caractérisée chez deux de ces organismes. HTa de Thermoplasma acidophilum présente, comme 

illustré sur la Figure 62, une grande homologie de séquence avec HU d’E. coli (48,9 % avec EcHUα 

et 47,8 % avec EcHUβ) et semble jouer un rôle dans la protection de l’ADN contre des dénaturations 

thermiques et enzymatiques (digestion par la nucléase micrococcale). HUTvo de Thermoplasma 

volcanium présente, quant à elle, 53 % d’homologie de séquence et 33 % d’identité avec HU de T. 

maritima (Figure 62), et se structure de façon homologue à HUTmar. 

 

Figure 62 : Alignement de séquences de HU d’Archées. (haut) alignement de HTa avec HU d’E. 
coli (adapté de DeLange et al., 1980) [154] ; (bas) alignement de HUtvo avec HUTmar (adapté de 

Orfaniotou et al., 2008) [29].  

La protéine Alba 

La protéine Alba (= Sso10b ou Sac10b) est la NAP la plus répandue dans le domaine des archées. 

Elle est présente chez toutes les Archées à l’exception de deux genres d’Euryarchées : 

Halobacterium et Methanosarcina. Cette protéine très basique existe en solution sous forme 

dimérique [159]. Il s’agit généralement d’un homodimère d’environ 20 kDa, sauf chez Sulfolobus 

solfataricus, où la protéine est codée par deux gènes homologues et existe sous 3 formes : deux 

homodimères et un hétérodimère [160,161]. Chaque sous-unité se structure avec l’enchaînement : 

β1 – α1 – β2 – α2 – β3 – β4 (Figure 63). Dans l’espace, les deux hélices sont parallèles et les brins β 
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sont positionnés de façon orthogonales avec : β1-β2 parallèle et β2-β4-β3 antiparallèles. Ce sont les 

interactions entre les feuillets des deux sous-unités qui stabilisent le dimère. Alba est un ponteur 

d’ADN qui interagit de façon non spécifique avec les ADNs double brin. Elle interagit au niveau de 

la boucle entre β1 et α1 et au niveau de la boucle du motif en épingle à cheveux formé par les brins 

β3 et β4 terminaux. Un pont se forme lorsque deux dimères sont impliqués respectivement dans un 

complexe avec un ADN double brin. Pour chaque pont, une seule sous-unité des deux dimères 

protéiques est impliquée en interagissant par leur hélice α1. Alba se localise alors dans la partie 

concave de la boucle d’ADN formée [162].  

 

Figure 63 : Structure tridimensionnelle d’Alba par cristallographie aux rayons X. a) 
hétérodimérique libre (pdb : 2BKY). b) homodimérique et complexé à un ADN5bp (pdb : 3U6Y). 

La protéine Sul7 

La protéine Sul7 (=Sso7d ou Sac7d) est présente chez les Crénarchées du genre Sulfolobus [163,164]. 

Cette petite protéine monomérique et basique d’environ 7 kDa est un courbeur d’ADN. Elle se 

structure en un feuillet-β de deux brins antiparallèles (β1 et β2), d’un second feuillet de trois brins 

antiparallèles (β3, β4 et β5) et d’une hélice α C-terminale. Elle interagit au niveau du petit sillon de 

l’ADN sur quatre paires de bases et se place sur la partie convexe induite par la courbure de l’ADN 

complexé (Figure 64a). Pour la protéine Sac7d présente chez Sulfolobus acidocaldarius, une archée 

hyperthermophile, cette courbure de l’ADN est indépendante de la séquence en oligonucléotides et 

a été caractérisée par cristallographie aux rayons X par un angle de 61° [164,165]. 
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Figure 64 : Structure tridimensionnelle des protéines Sul7 et de Cren7 complexées à un ADN 
par cristallographie aux rayons X. a) complexé à un ADN10bp (pdb : 1WD1). b) complexé à un 

ADN18bp (pdb : 6A2I).  

La protéine Cren7 

La protéine Cren7 est présente chez toutes les Crénarchées à l’exception du genre Thermofilum. 

Cette petite protéine monomérique et basique d’environ 7 kDa est très conservée parmi les 

différentes espèces d’archée [166]. Cren7 présente une homologie de structure avec Sul7 bien que 

les deux NAPs diffèrent au niveau de leur composition en acides aminés (Figure 65). Cren7 se 

structure également en un feuillet-β de deux brins antiparallèles (β1 et β2) et d’un second feuillet de 

trois brins antiparallèles (β3, β4 et β5) [167]. Elle interagit au niveau du petit sillon de l’ADN sur environ 

huit paires de bases et se place sur la partie convexe de la courbure qu’elle induit sur l’ADN (Figure 

64b) [165].  

 

Figure 65 : Séquences primaires et secondaires de Sul7 et Cren7. Séquences de Cren7 chez 
Saccharolobus Solfataricus (pdb : 3LWH) et de Sul7 chez Sulfolobus acidocaldarius (pdb : 1AZP). 

La protéine CC1 

La protéine CC1 (pour « Crenarchaeal Chromatin protein 1 ») est présente chez les Crénarchées 

du genre pyrobaculum et aeropyrum. Cette petite protéine monomérique d’environ 6 kDa est la 

moins bien caractérisée d’un point de vue structural. Actuellement, seules des données de 

dichroïsme circulaire sont disponible pour décrire la protéine [168]. L’analyse par dichroïsme circulaire 

montre que la protéine ne se structure pas en hélice, mais qu’elle présente 52 % de feuillet β et 
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26 % de tour β. De part une disponibilité limitée en termes de quantité de protéine, seule une étude 

1D 1H a pu être réalisée par RMN. Cette étude préliminaire a permis d’évaluer la structuration de la 

protéine grâce à l’observation de déplacements chimiques indicatifs de la présence de brins β (Hα 

résonant entre 4,8 ppm et 5,6 ppm), mais aussi de la présence d’un cœur hydrophobe (blindage de 

méthyls par effet de courant de cycle – 0,6 à 0,5 ppm) et d’une structuration stable (protons peu 

échangeables en milieu deutéré). La protéine semble donc être principalement structurée en feuillet 

β. Au niveau de ses interactions avec l’ADN, la protéine ne semble pas reconnaître de séquence 

spécifique et se fixe avec une affinité similaire aux ADNs simple et double brin. 

1.1.3. La protéine MC1 

MC1 de Methanosarcina thermophila CHTI55  

Découverte en 1985 chez Methanosarcina barkeri [169,170], la protéine MC1 (=HMb) pour 

« Methanogen Chromatin protein 1 » n’est retrouvée que chez les classes Methanomicrobia et 

Halobacteria d’Euryarchée. Chez Methanosarcina thermophila CHTI55, MC1 est la protéine 

architecturale la plus abondante dans les conditions de croissance en laboratoire. Elle est étudiée 

depuis une trentaine d’années au Centre de Biophysique Moléculaire par différents groupes de 

recherche afin de comprendre et de caractériser les mécanismes (compaction, réparation, 

transcription et recombinaison de l’ADN) dans lesquelles elle est ou pourrait être impliquée au sein 

des Methanomicrobia et Halobacteria. 

Cette petite protéine monomérique (~10 kDa) est composée de 93 résidus dont 24 sont basiques 

(9 Arg, 13 Lys, 2 His) et 12 sont acides (8 Glu, 4 Asp). Il est à noter que ces séquences ne présentent 

aucune homologie avec des protéines connues, ce qui laissait présager que sa structure 

tridimensionnelle serait originale et que ses mécanismes d’action pourraient être d’un nouveau type. 

Cette protéine, structuralement à part des autres NAPs, participe à l’organisation du génome. 

Bien que les mécanismes biologiques impliquant cette protéine soient encore inconnus, il a été 

montré que celle-ci courbe et compacte l’ADN [21,171,172] et qu’elle est impliquée dans la transcription 

de l’ADN [173] et la division cellulaire [174,175]. Elle montre une forte affinité pour l’ADN sans 

spécificité de séquence (KD~10-7 M), mais, tout comme HU, MC1 montre néanmoins une 

préférence pour les ADNs préalablement courbés : des mini-ADNs circulaires négativement 

surenroulés (KD < 10-8 M) ou des ADNs structurés en jonction quatre voies (KD~2,5 10-8 M). MC1 

interagit avec l’ADN sous forme monomérique toutes les cent paires de bases dans la cellule. Elle 

interagit sur au moins quinze paires de bases en induisant sur l’ADN une courbure de 116° 

(observé par microscopie électronique, Figure 66) [102]. C’est la première fois qu’une petite protéine 

monomérique montre une telle capacité. 
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Figure 66 : Images de microscopie électronique de complexes ADN176bp/MC1 (adapté de Le 
Cam et al, 1999) [172]. Les ADN176bp présentent un site préférentiel pour la protéine en leur centre. 

Les barres d’échelle correspondent à 50 nm (gauche) et 20 nm (droite).  

La structure tridimensionnelle de MC1 a été résolue au laboratoire par RMN dans un premier 

temps sur une protéine extraite et donc non marquée (pdb : 1T23) [176], puis sur une protéine 

recombinante doublement marquée (pdb : 2KHL) [22]. L’obtention de cette dernière, ainsi que 

l’évolution des logiciels permettant le calcul par modélisation moléculaire sous contraintes RMN, ont 

permis d’affiner la structure tridimensionnelle (Figure 67). De plus, des mesures de relaxation R1, R2 

et NOE ont pu être réalisées. 

 

Figure 67 : Structure de la protéine MC1 de M. thermophila en solution. Structure 
tridimensionnelle de MC1 extraite par RMN 1H à gauche (pdb : 1T23) [176] et recombinante par 

RMN hétéronucléaire à droite (pdb : 2KHL) [22]. Séquence de MC1 et prédiction de structuration 
secondaire en bas. 
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La forme globale de la protéine consiste en un pseudo tonneau présentant une extension au 

niveau des brins β4-β5 formant une boucle appelée « bras » (LP5 – Ala67 à Glu77). Cette 

boucle, décrite sur la première structure comme en interaction avec le cœur de la protéine, est en 

réalité flexible et exposée au solvant. MC1 est structurée en une hélice α (Arg25 à Arg34) et deux 

feuillets β par l’enchaînement β1-β2-α-β3-β4-LP5-β5. Le premier feuillet β est formé des deux brins 

antiparallèles β1 (Thr3 à Leu8) et β2 (Gly17 à Lys22). Le second feuillet β est formé des trois brins 

antiparallèles β3 (Asp43 à Glu49), β4 (Lys54 à Asp66) et β5 au (Lys78 à Lys91). Ces deux feuillets 

présentent des déformations ou « bulges » au niveau de Gly17 (β1) et de Ile89 (β5). 

L’alignement des séquences des protéines MC1 d’autres souches d’archées (Figure 68) montre une 

grande conservation de la séquence dans les différentes espèces (43 % d’identité en moyenne). 

Lorsque l’on met en perspective cet alignement et la structure de MC1, on remarque que les résidus 

de l’hélice α ainsi que de nombreux résidus hydrophobes présents au niveau du bras de MC1 

(Pro68, Pro72, Trp74, Met75 et Pro76) sont très conservés et sont donc certainement importants 

pour l’activité de la protéine. Une étude de mutagenèse dirigée a par ailleurs montré que les résidus 

du bras LP5, Trp74 et Met75, sont impliqués dans l’interaction avec l’ADN [177]. D’un point de vue 

structural, il existerait une différence majeure entre les MC1 des Methanobacteria et des 

Halobacteria qui possèderaient une boucle LP3 plus longue. 

 

Figure 68 : Alignement de la séquence de MC1 de Methanosarcina thermophila 
(HMC1_METTE) avec des protéines MC1 des classes Methanomicrobia et Halobacteria 

d’Archée (adapté de Paquet et al., 2014) [23]. Les éléments de structure secondaire de 
HMC1_METTE sont donnés au-dessus de l’alignement. Les résidus conservés sont notés en 

rouge sur la séquence consensus. 
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Cette structure peut également être comparée à celles d’autres NAPs (Figure 69).  

 

Figure 69 : Structure de protéines chromatiniennes d’Archées, différentes des histones et 
des homologues d’Alba (issu de Paquet et al., 2010) [22]. A – Sul7 (PDB : 1AZP) et B – Cren7 

(PDB : 3LWI) de Sulfolobus (Crénarchées). C – MC1 (PDB : 2KHL) de Methanosarcina 
(Euryarchées). D – unité monomérique de HU (PDB : 1P71) de Thermoplasma (Euryarchées). 

MC1 présente des similarités avec Sul7 et Cren7. Les trois protéines possèdent un repliement de 

type SH3, c’est-à-dire présentant un feuillet β à trois brins (β3-β4-β5) [22]. De plus il a été montré que 

MC1 possédait comme Sul7, un tryptophane très exposé au solvant (Trp74) [178,179]. Ce résidu 

possède pour Sul7, un rôle dans l’interaction de la protéine avec l’ADN [176]. D’autres homologies 

entre les séquences en acides aminés de MC1 et de Sul7 ont été observées. En effet, plusieurs 

combinaisons de résidus présents dans Sul7 (Gly26-Lys39, Gly37-X-Lys39), et lui permettant 

d’interagir avec l’ADN, sont retrouvés chez MC1 (Gly21-Lys22, Gly37-Thr38-Lys39, Gly51-Thr52-

Lys53) [176]. MC1 diffère cependant de Sul7 et de Cren7 par son potentiel électrostatique (Figure 70). 

Le feuillet β3-β4-β5 de Cren7 et de Sul7 interagit avec l’ADN sur la même face, alors qu’au niveau 

du cœur de la protéine MC1, les résidus chargés positivement sont placés de sorte que l’interaction 

à l’ADN se ferait sur la face opposée du feuillet β3-β4-β5. MC1 présente également des similarités 

avec la protéine HU. La protéine MC1 possède, tout comme l’unité monomérique de HU, un cœur 

stabilisé par des interactions hydrophobes et un bras flexible impliqué dans l’interaction à l’ADN. 

 

Figure 70 : Potentiel électrostatique de la protéine MC1 (adapté de Paquet et al., 2010) [22]. a) 
Diagramme en ruban de la structure de la protéine en solution. b) Surface de MC1 accessible aux 

solvants, codée par couleur en fonction de sa charge (le bleu et le rouge correspondent 
respectivement aux régions basiques et acides). 
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Le complexe ADN15bp/MC1 

Des études sur MC1 de la souche Methanosarcina thermophila CHTI55 ont permis d’élucider d’un 

point de vue atomique par RMN, l’interaction de la protéine avec un ADN de 15 paires de bases 

dont la séquence a été déterminée par la méthode SELEX (pour « Systematic Evolution of Ligands 

by EXponential enrichment ») [180,181]. La séquence ainsi déterminée est la séquence consensus 

[AAAAACACAC(A/C)CCC(C/A)] pour laquelle MC1 a une affinité particulièrement forte 

(KD < 2 nM). Afin de faciliter l’attribution des spectres RMN de l’ADN, la séquence 

[AAAAACACACACCCA] a été choisie. 

La comparaison des déplacements chimiques du squelette peptidique et des valeurs R1, R2 et NOE 

entre la forme libre de la protéine et sa forme complexée a permis de conclure que la surface 

d’interaction de la protéine était composée des résidus Arg25 et Lys30 de l’hélice α, des résidus 

Pro72 à Pro76 de la boucle LP5 et des résidus Lys85, Lys86, Arg88 et Ile89 du brin β5 (Figure 71). 

 

Figure 71 : Surface d’interaction de MC1 avec l’ADN15bp (issue de Paquet et al., 2014) [23]. 

Au niveau de l’ADN, la séquence qui a été sélectionnée montre des propriétés structurales, 

dynamiques et d’interactions connues [23]. Elle se décompose en trois zones (Figure 72) :  

- un A-tract qui, en général, possède un petit sillon plus petit que la normal présentant les 

charges négatives des phosphates. Celles-ci deviennent, de fait, très accessibles à des 

résidus protéiques chargés positivement tels que les arginines et les lysines ; 

- un triplet de CA (CpA)3 qui est très flexible et permet à l’ADN de se courber ; 

- une succession de GC qui présente un petit sillon élargi favorisant les interactions 

hydrophobes, telles que les intercalations. 



Partie 2. Étude structurale et dynamique d’une protéine associée au 
nucléoïde d’archée en interaction avec l’ADN : MC1 

 

128 

 

Figure 72 : Séquence d’ADN15bp et ses propriétés d’interaction. 

Les déplacements chimiques des hydrogènes imino de Gua25 et Thy26 ainsi que ceux des H1’ de 

Cys6, Thy14 et Thy16 sont très impactés par l’interaction de l’ADN avec MC1 indiquant qu’il y a au 

moins deux points de contact entre l’ADN et la protéine avec confirmation que cette interaction 

provoque une courbure non négligeable de l’ADN. 

Afin de confirmer l’orientation de la protéine par rapport à l’ADN, une sonde paramagnétique (dThy-

EDTA-Mn2+) a été introduite sur l’ADN à l’extrémité 5’, soit du brin supérieur (nécessite l’ajout d’une 

paire de bases), soit du brin inférieur. Des mesures d’atténuation de signaux 1H de la protéine par 

effet paramagnétique ont ensuite été réalisées. Elles ont montré que les résidus Lys69 à Lys81 

appartenant au bras de MC1 (LP5) sont proches de la Thy16, alors que les résidus Lys54 et Val55 

sont proches de la Thy(-1) et donc de Ade1. 

A partir de l’ensemble de ces données, des modèles du complexe 15 paires de bases ont été 

modélisés grâce à la combinaison de deux méthodes : 

- BioSpring, une méthode de modélisation de type « gros grain » où les deux partenaires sont 

considérés comme rigides et pour lesquels seuls les potentiels électrostatiques permettent 

de réaliser le docking ; 

- HADDOCK, une méthode permettant de simuler des objets semi-flexibles ou flexibles en 

utilisant des contraintes ambiguës, déterminées par diverses techniques expérimentales, 

pour conduire le docking. 

Les modèles obtenus, (Figure 73) ont permis une première description structurale du complexe 

ADN15bp/MC1. La protéine interagit du côté concave de l’ADN. Elle interagit au niveau du petit 

sillon, sur deux zones de l’ADN. La première zone correspond au petit sillon composé de 

l’enchaînement de nucléotides A1-A5. Cet enchaînement est reconnu par les résidus basiques 

Lys85, Lys86 et Arg88 avec un positionnement de la chaîne latérale du résidu Ile89 dans le 

petit sillon. La seconde zone correspond au petit sillon composé de l’enchaînement de 

nucléotides CCCA terminal. Cette zone interagit avec les chaines latérales hydrophobes des 

résidus Pro72, Trp74 et Met75 de la boucle LP5 de MC1. Enfin, le résidu Arg25 est apparu 

comme étant essentiel pour stabiliser, par sa chaîne latérale positive, l’enchaînement de CpA 
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formant le grand sillon, où est induite une forte courbure de l’ADN. Ces modèles ont été validés 

par mutagénèse dirigée. 

 

Figure 73 : Modèle de l’interaction de MC1 avec un ADN15bp obtenue par HADDOCK (issue de 
Paquet et al., 2014) [23]. Les chaînes latérales des résidus Lys22, Gln23, Arg25, Pro72, Trp74, 

Met75, Lys86 et Ile89 sont représentées en sphères. 

Cette première description du modèle ainsi que le marquage 15N13C du brin supérieur de l’ADN, a 

permis de réaliser l’attribution de l’ensemble des résonances du complexe ADN15bp/MC1 [24] ainsi 

que l’attribution des spectres NOESY (intra-partenaires, mais aussi inter-partenaires). Afin d’avoir 

encore plus de contraintes, des mesures de RDC ont été réalisées sur la protéine et l’ADN dans leur 

forme complexée. Il a alors été possible de calculer la structure du complexe [25]. 

Conformément à ce qui avait été observé sur les modèles obtenus par docking, la protéine interagit 

du côté concave de l’ADN, au niveau des petits sillons de l’ADN15bp (Figure 74A). Cependant, la 

structure obtenue n’est pas identique que ce soit au niveau de la structure de chaque partenaire, 

mais aussi de leur positionnement l’un par rapport à l’autre. En effet, la protéine a légèrement modifié 

sa conformation, l’ADN présente non seulement une courbure importante, mais aussi une torsion 

impressionnante et de nouveaux résidus en interaction ont été identifiés (Figure 35B). 

Au niveau de la protéine, on observe que l’hélice est composée d’une hélice α (Pro24-Ala31) suivie 

d’une hélice 310 (Ala32-Arg34). Elle a pivoté de 10° autour de Ala32 permettant ainsi aux chaînes 

latérales des résidus Gln23, Arg25 et Gln26 d’être idéalement positionnées pour interagir avec 

l’ADN. Pour ce qui est des autres éléments de structure secondaire, les brins β forment à présent 

un unique feuillet β à 5 brins antiparallèles accompagné d’une rigidification de la boucle LP5, liée à 

son interaction avec l’ADN. De plus, le « bulge » présent au niveau du brin β5 (Ile89) dans la forme 

libre de la protéine a disparu.  
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Figure 74 : Détermination structurale du complexe ADN15bp/MC1 par RMN (adapté de Loth et 
al., 2019) [25]. A – Structure tridimensionnelle du complexe (pdb : 2NBJ). B – Interactions entre 
l’ADN15bp et la protéine MC1. Les flèches vertes et rouges correspondent respectivement aux 

corrélations NOEs observées et aux liaisons hydrogène formées. Les flèches en trait continu et 
discontinu correspondent respectivement aux interactions avec le petit et avec le grand sillon de 

l’ADN. 

Au niveau de l’ADN, la courbure induite par l’interaction avec la protéine a pu être caractérisée par 

l’existence de deux points de courbure. Le premier correspond à un angle de (55° ± 2°) au niveau 

de A4pA5/T26pT27 et le second correspond à un angle plus important (70° ± 3°) au niveau de 

C10pA11/T20pG21. L’ADN a une courbure en forme de V. Cependant cette courbure n’est pas 

réalisée dans un plan et présente un angle dièdre, ou angle de torsion, de (106° ± 3°). Cette torsion 

impressionnante nous a laissé supposer que MC1 pourrait avoir un mode d’action secondaire en 

étant un enrouleur d’ADN et être impliquée dans le surenroulement négatif du nucléoïde. C’est 

dans ce cadre que mon travail sur la protéine MC1 a commencé. 

1.2. Complexe ADN23bp/MC1  

Avec la torsion que MC1 provoque, on réussit très vite à imaginer qu’il pourrait exister un troisième 

point de contact sur la protéine lors d’une interaction avec des ADN plus longs. Cette idée est 

confortée par la présence d’un troisième point de courbure au sein du complexe à 15 paires de 

bases (θC14pA15/T16pG17 ~40°), liée à l’intercalation du résidu Trp74 à l’extrémité du duplex et à la 

présence du bulge du brin β1 (Gly17) qui est idéalement positionné dans le complexe MC1/ADN15bp 

pour permettre une interaction avec un ADN plus long. 
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Dans la littérature, un nouveau complexe protéine-ADN a attiré notre attention, le complexe TFAM-

ADN mitochondrial [182]. De façon surprenante, la séquence ADN utilisée pour réaliser ce complexe 

ressemble énormément à la séquence 15bp utilisée pour MC1. On y retrouve : la partie riche en 

nucléotides AT contenant un A-tract (encadré bleu), suivie de la partie riche en enchaînements CpA 

(encadré vert) et de la partie riche en nucléotides CG (encadré noir). Nous avons donc choisi de 

s’inspirer de la fin de cette séquence [AACTAACA] (encadré rouge) pour rallonger notre ADN 

(Figure 75).  

 

Figure 75 : séquences d’ADN d’interaction préférentielle des protéines TFAM et MC1 (issu de 
Loth et al., 2019) [25].Les deux séquences sont en partie identiques (encadré rouge) et homologues 

sur trois domaines (correspondants à la séquence du 15bp) : partie riche en CG (encadré noir), 
partie riche en CpA (encadré vert) et partie riche en AT (encadré bleu). 

Nous avons ensuite, à partir de cette séquence d’ADN23bp et de la structure du complexe 

ADN15bp/MC1, pu construire un modèle du complexe ADN23bp/MC1 (Figure 76). Celui-ci prédit un 

nouveau point de contact sur MC1 au niveau des résidus Glu15 à Gly17 (cette zone correspond à 

une boucle dans MC1 libre, LP2). Nous avons donc réalisé des expériences de biochimie pour 

estimer l’affinité du nouveau complexe. Celle-ci s’est avérée meilleure que pour le complexe 

précédent (KD = 1,2 ± 0,5 nM).  

 

Figure 76 : Modèle de l’interaction de MC1 avec un ADN23bp (issue de Paquet et al., 2019) [25]. 
Les chaînes latérales des résidus His16, Gly17, Gln23, Arg25, Gln26, Pro72, Trp74, Lys86 et Ile89 

sont représentées en sphères. 
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Afin de caractériser le complexe ADN23bp/MC1, nous avons réalisé une étude par RMN focalisée sur 

les signaux amides de la protéine. 

1.2.1. Matériel et méthodes 

Préparation des échantillons 

Les surproductions et purifications de la protéine MC1 de type sauvage marquées 15N (15N-MC1) de 

M. Thermophila ont été précédemment décrites [22].  

La phase de surexpression est réalisée à partir du plasmide pET24a-mc1 transformé dans des 

bactéries compétentes BL21(DE3). Ces bactéries sont ensuite surproduites dans un milieu LB et 

induites 2 h en présence d’IPTG.  

La phase de purification est ensuite réalisée en 5 étapes : 

- Lyse et extraction cellulaire par congélation/décongélation ; 

- Chromatographie sur colonne échangeuse de cations (SP-FF) ; 

- Chromatographie sur une colonne de tamisage moléculaire (AcA54) ; 

- Chromatographie sur colonne échangeuse d’ions (MonoS) ; 

- Enfin une étape de dialyse (1 kDa – 1 mL.cm-1). 

L’échantillon RMN de 15N-MC1 libre a été préparé à une concentration 0,73 mM dans un tampon 

phosphate (10 mM NaP pH6.0, 100 mM NaCl, 1 mM EDTA, 10 % D2O) et analysé dans un tube 

3 mm standard. 

L’échantillon RMN de complexe ADN15bp/15N-MC1 a été préparé à 1 mM dans un tampon 

phosphate (10 mM NaP pH6.0, 100 mM NaCl, 1 mM EDTA, 10 % D2O) et analysé dans un tube 

3 mm standard [23]. Les brins d’oligonucléotides synthétiques, (5’- A1AAAACACACACCCA15 -3’) et 

son complémentaire (5’- T16GGGTGTGTGTTTTT30 -3’), achetés chez Eurogentec avec une pureté 

estimée à 80 % (OliGold - oligonucleotide quality), ont été utilisés en abondance isotopique naturelle. 

L’échantillon RMN de complexe ADN23bp/15N-MC1 a été préparé à une concentration de 0,67 mM 

et analysé dans un tube 3 mm standard. Les deux brins complémentaires d’oligonucléotides 

synthétiques également achetés chez Eurogentec avec une pureté estimée à 80 % (OliGold - 

oligonucleotide quality), (5’- A1AAAACACACACCCAAACTAACA23 -3’ et 

5’- T24GTTAGTTTGGGTGTGTGTTTTT46 -3’) ont été utilisés en abondance isotopique naturelle. 

Résonance Magnétique Nucléaire : expériences de relaxation-dispersion 

L’ensemble des expériences RMN a été enregistré à 25 °C sur un spectromètre Bruker 700 MHz 

Avance III HD équipé d’une cryosonde triple résonance inverse TCI 5 mm, avec bobine de 



Partie 2. Étude structurale et dynamique d’une protéine associée au 
nucléoïde d’archée en interaction avec l’ADN : MC1 

 

133 

gradient Z et/ou sur un spectromètre Bruker 600 MHz Avance III équipé d’une sonde inverse triple 

résonance TXI 5 mm. 

Les expériences de relaxation-dispersion 15N de Carr-Purcell-Meiboom-Gill (RD 15N-CPMG), 

présentées dans la Partie 1.2.3.2 (Matériel et méthodes pour l’étude de la protéine EcHU), ont été 

enregistrées en utilisant la séquence d’impulsion directement disponible dans le catalogue des 

programmes Bruker [99]. Ces expériences ont été enregistrées en fixant un délai Trelax de 80 ms pour 

la protéine seule et le complexe de 15 paires de bases, et un délai de 40 ms pour le complexe de 

23 paires de bases. Les expériences ont été réalisées avec une série de fréquences νCPMG (0, 25, 

50, 75, 100, 125, 150, 175, 200, 250, 300, 350, 400, 500, 600, 700, 800 et 900 Hz). Les spectres 

ont été analysés avec le logiciel CcpNmr [71]. Les intensités extraites ont ensuite été traitées avec le 

logiciel NESSY [100] pour obtenir les valeurs de Rex, de kex et les populations, pA et pB, de chaque état 

impliqué dans l’échange. 

1.2.2. Perturbations de déplacement chimique 

Le spectre 15N-HSQC du complexe ADN23bp/MC1 a été enregistré, attribué (Figure 78) et comparé 

à ceux de la protéine seule (Figure 77) [22] et de la protéine complexée à l’ADN15bp [24].  

Les spectres 15N-HSQC des deux complexes sont, comme attendu, assez similaires. La protéine 

reste globalement inchangée par l’interaction à l’ADN quelle que soit la longueur de ce dernier. 

Certaines différences sont toutefois à noter. 

De nouveaux CSPs apparaissent au niveau des résidus Val7 et Arg9 du brin β1, ainsi que des 

résidus Glu15, His16 et Gly17 de la boucle LP1 de MC1, dans le complexe à 23 paires de bases. 

L’allongement du double brin d’ADN a également induit un changement dans l’environnement de la 

protéine, observable sur le spectre par la présence de signaux plus larges pour certains résidus 

comme Asn70, Arg71, ou Glu90 dans la dimension 1H, et Gly17 dans la dimension 15N. Pour 

certains autres résidus, comme en particulier Gln26, Lys30 et Ala32 de l’hélice α, Lys54 du brin β4, 

Trp74, Met75 et Glu77 de la boucle LP5, Ser80, Lys81, Phe83 et Lys86 du brin β5, l’élargissement 

du signal est important à tel point que ces derniers ne sont plus détectables sur le spectre 15N-

HSQC. Ces élargissements de signal nous ont menés à l’hypothèse que la protéine pourrait être en 

échange intermédiaire entre deux conformations.  
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Figure 77 : Spectre 700 MHz 15N-HSQC de la protéine MC1 marquée 15N [0,73 mM], (100 mM 
NaCl, 1 mM EDTA, 10 mM tampon phosphate pH6.0), à 25 °C. Les signaux correspondants aux 
chaînes latérales ne sont pas identifiés sur le spectre. Les résidus indiqués en rouge ne sont plus 

observables sur le spectre du complexe à 23bp. 

 

Figure 78 : Spectre 700 MHz 15N-HSQC de la protéine MC1 marquée 15N et complexée à un 
ADN de 23bp [0,67 mM], (100 mM NaCl, 1 mM EDTA, 10 mM tampon phosphate pH6.0), à 25 °C. 

Les signaux correspondants aux chaînes latérales ne sont pas identifiés sur le spectre. 
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1.2.1. Relaxation Dispersion Carr-Purcell-Meiboom-Gill 

Afin de caractériser cette potentielle dynamique d’échange, une étude complémentaire par RMN a 

été réalisée à l’aide des expériences de relaxation dispersion 15N-Carr-Purcell-Meiboom-Gill 

(RD 15N-CPMG). Cette étude a été menée sur la protéine libre, le complexe ADN15bp/MC1 et le 

complexe ADN23bp/MC1.  

Les expériences réalisées sur la protéine 15N-MC1 libre ou complexée, permettent une étude 

atomique de l’échange. La limite de ces expériences est que seuls les signaux non superposés sont 

exploitables et quantifiables. Plusieurs résidus d’intérêt dont Val7, His16 et Ala32 n’ont pas pu être 

analysés.  

Etude CPMG de la protéine seule 

Les expériences réalisées sur la protéine 15N-MC1 libres ont été menées sur un spectromètre à 

600 MHz et à 700 MHz. Pour cette première étude, nous attendions une absence d’échange du fait 

que la protéine est libre en solution et qu’il n’est pas connue que celle-ci échange avec elle-même.  

 

Figure 79 : Courbes de l’évolution du signal CPMG des résidus Phe19 et Lys86 de la 
protéine MC1 en solution. 

Globalement, les expériences réalisées sur la protéine montrent une absence totale d’échange pour 

l’ensemble des résidus quantifiables sur les spectres 1H-15N de relaxation dispersion (Annexe 6 et 

Annexe 7). Seul l’affinement, dans le logiciel NESSY, des signaux des résidus Phe19 du brin β2 

(kex = 2294,95 ± 188,04 s-1) et Lys86 du brin β5 (kex = 6,09 ± 0,33 s-1) ont permis d’obtenir une valeur 

de constante d’échange (Figure 79). Ces résidus sont proches des « bulges » (Gly17 et Arg88-Ile89) 

et cette observation pourrait donc être une conséquence de leur présence. Cependant, les résidus 

Gly17, Arg88 et Ile89, qui sont observables et dont les signaux peuvent être analysés, montrent une 

absence totale d’échange (Annexe 6 pour Gly17, et Annexe 7 pour Arg88 et Ile89). De plus, les 

expériences de dynamique moléculaire réalisées sur la protéine MC1 ont montré que la dynamique 

au niveau de ces bulges étaient liées à un flip-flop de liaisons hydrogène qui se produit à l’échelle 

de la nanoseconde [22]. En conclusion, bien que le programme ait été capable de nous proposer une 
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valeur de kex avec un Chi2 relativement faible pour deux résidus, Phe19 et Lys86, la forme des 

tracés ainsi que les observations énoncées ci-dessus, nous permet de réfuter la présence d’un 

échange au niveau de ces résidus. 

Etude CPMG du complexe ADN15bp/MC1 

Les courbes d’évolution CPMG des signaux des résidus, issues de l’analyse du complexe 

ADN15bp/MC1, ont été réalisées à 700 MHz. Elles sont globalement similaires à celles de la protéine 

libre.  

Les résidus Arg71 (kex = 1407,48 ± 202,75 s-1) et Glu77 (kex = 594,23 ± 115,00 s-1) de la boucle LP5 

ainsi que Ile79 (kex = 1222,38 ± 302,22 s-1) du début du brin β5 sont en échange (Figure 80). Ces 

trois résidus sont soit dans le bras qui interagit avec l’ADN (Arg71 forme une liaison hydrogène avec 

le sucre de Gua18), soit très proche de la zone d’interaction (Ile79 présente des NOEs avec Gua19). 

L’échange pourrait être le résultat d’un léger glissement (ou « sliding ») du bras à l’intérieur du petit 

sillon de l’ADN. En général, le « sliding » est observable grâce à un élargissement des signaux dans 

la dimension 1H [183]. Cet élargissement dans la dimension proton est observé pour Arg71 et Glu77 

ce qui appuie l’hypothèse du léger « sliding ». 

Une nouvelle fois, les expériences réalisées sur la protéine impliquée dans le complexe 

ADN15bp/MC1 montrent une absence d’échange dans l’échelle de temps accessible à ce type 

d’expériences pour la majorité des résidus quantifiables sur les spectres 1H-15N de relaxation 

dispersion (Annexe 8 et Annexe 9). 

 

Figure 80 : Courbes de l’évolution du signal CPMG des résidus Arg71, Glu77 et Ile79 de la 
protéine MC1 dans le complexe à 15bp. 

Etude CPMG du complexe ADN23bp/MC1 

Les courbes issues de l’analyse des données RMN à 700 MHz ont permis d’observer que de 

nombreux résidus étaient en échange dans le complexe à 23 paires de bases (Graphes des courbes 

de relaxation en Annexe 10, Tableau 20 et Figure 81). 
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Acide Aminé kex (s-1) Incertitude (s-1) 

Glu15 774,89 69,66 

Gly17 814,06 19,14 

Arg34 1323,01 159,55 

Gly35 1231,79 57,59 

Asp43 586,36 56,47 

Ile44 1022,54 79,88 

Ile45 882,54 33,06 

Leu47 1456,20 129,14 

Lys59 25,07 13,13 

Asp66 3195,02 264,17 

Arg71 2395,64 210,40 

Ala73 2638,04 312,94 

Lys91 945,33 66,59 

Tableau 20 : Constantes d’échange issues des expériences de Relaxation Dispersion 15N-
CPMG sur le complexe ADN23bp/MC1. 

D’après le modèle (Figure 76) les acides aminés Glu15 et Gly17 sont supposés être impliqués dans 

un nouveau point de contact avec un ADN plus long. Les résultats de CPMG dans le complexe 

montrent qu’ils sont effectivement en échange avec des constantes d’échange respectives de 

775 ±70 s−1 et 814 ±19 s−1 (Figure 81) entre deux conformations également peuplées. Notre 

hypothèse est que le complexe ADN23bp/MC1 est en échange entre deux conformations : celle 

correspondant à une interaction avec un ADN par deux points de contact (mis en évidence avec 

l’ADN15bp), et celle correspondant à une interaction avec l’ADN par trois points de contact, expliquant 

ainsi la dynamique de l’ensemble des résidus situés au pied de la courbure de l’ADN. Ce qui n’est 

pas surprenant puisque que l’ADN23bp n’est pas « optimisé » pour former un complexe stable avec 

les trois points de contact.  

 

Figure 81 : Courbe de l’évolution du signal CPMG des résidus Glu15 et Gly17 de la protéine 
MC1 dans le complexe ADN23bp/MC1. 
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Il semble toutefois surprenant de voir autant d’autres acides aminés en échange avec l’ADN23pb. La 

Figure 82 représente la protéine MC1 dans le complexe à 23bp où sont mis en évidence : 

- Les résidus situés au niveau des deux points de contacts établis et montrant un échange 

(en marron). Parmi ces résidus, on retrouve ceux présentant les plus grandes constantes 

d’échange (>2.103 s-1) : Asp66, Arg71 et Ala73 de la boucle LP5, en interaction avec le petit 

sillon élargi de l’ADN (partie riche en GC). Le résidu Lys91, présent au niveau du petit sillon 

plus étroit (partie A-tract), est en échange plus lent. 

- Les résidus Arg34, Gly35, Asp43, Ile44 et Ile45 situés à proximité du troisième point de 

contact et montrant un échange (en violet). Ces résidus ont des constantes d’échange 

comprises entre 500 s-1 et 1500 s-1. 

- Le résidu Lys59 (en rose), montrant un échange intermédiaire-lent (kex = 25,07 s-1 ± 13 s-1), 

et situé à proximité des résidus influencés par le troisième point de contact. 

- Les résidus situés au niveau du troisième point de contact, Glu15 et Gly17 (en bleu).  

Le modèle présenté ici n’est certainement pas correct et il faudrait des données structurales 

supplémentaires pour l’améliorer. Cependant, au vu de cette figure, il est possible d’imaginer que 

l’ADN pourrait s’enrouler autour de MC1 en interagissant avec tous les acides aminés cités plus 

haut. Cela nécessiterait un repositionnement des deux partenaires et une légère adaptation 

conformationnelle de MC1. 

 

Figure 82 : Interaction dynamique de MC1 avec un ADN23bp. Les résidus Glu15, Gly17, Arg34, 
Gly35, Asp43, Ile44, Ile45, Leu47, Lys59, Asp66, Arg71, Ala73 et Lys90, montrant un échange par 

RD-CPMG, sont représentés en sphères. 



Partie 2. Étude structurale et dynamique d’une protéine associée au 
nucléoïde d’archée en interaction avec l’ADN : MC1 

 

139 

1.3. Conclusion 

La structure 3D du complexe MC1-DNA15bp montre que MC1 est capable d’induire une courbure 

importante de l’ADN. Cette courbure est associée à un angle de torsion de 106° et à une 

conformation en V de l’ADN. L’utilisation de tous les résultats obtenus au cours des trente dernières 

années au sein du laboratoire sur MC1 nous permet de proposer un mécanisme de complexation 

en trois étapes. Premièrement, le fait que l’ADN libre soit très dynamique et flexible permet à MC1 

de s’associer au petit sillon du A-tract. Puis, dans un second temps, la conformation en V-turn de 

l’ADN est stabilisée par l’insertion ou l’intercalation des chaînes latérales de la Pro72 et du Trp74 

dans le petit sillon de l’ADN. La courbure de l’ADN ne peut être maintenue que grâce à la présence 

de Gln23, Arg25 et Gln26 dont les chaînes latérales tamponnent les phosphates du grand sillon qui 

est devenu très étroit. Enfin, dans un troisième temps, MC1 peut interagir avec des ADN plus longs 

en établissant un troisième point de contact. Ceci nous a permis de faire l’hypothèse que non 

seulement MC1 est un courbeur de l’ADN, mais qu’elle doit aussi avoir un mode de compaction 

secondaire en tant qu’enrouleur de l’ADN. 

De plus, cette structure permet d’imaginer que les complexes ADN/MC1 pourraient être des 

partenaires importants pour permettre la réalisation de différents mécanismes en lien avec l’ADN. 

En effet, la courbure de l’ADN permet de rapprocher dans l’espace des sites à l’origine distants sur 

un ADN, ce qui est primordial pour la recombinaison. De plus, l’élargissement du grand sillon pourrait 

permettre à une autre protéine nécessaire à la réparation, à la réplication ou à la transcription, de 

venir se fixer sur l’ADN. In vitro, il a été montré que l’activité des ARN polymérases d’E. coli peut 

être stimulée par l’addition de MC1 à faible concentration par rapport à la quantité d’ADN, mais que, 

si la protéine est ajoutée à forte concentration, l’activité est alors inhibée [173]. De ce constat, nous 

faisons l’hypothèse que MC1 pourrait réguler la transcription avec un mécanisme de compétition 

similaire à celui des histones.  

Pour conclure, la détermination structurale du complexe ADN/MC1 nous ouvre de nouvelles 

possibilités pour étudier et comprendre les différents rôles de cette petite protéine monomérique en 

lien avec sa capacité à moduler l’accessibilité de l’ADN lors des mécanismes de réparation, de 

transcription et de réplication. 

L’ensemble des travaux réalisés sur la dynamique du complexe ADN/MC1 a été valorisé par la 

publication d’un article scientifique ci-joint. 
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Chapitre 2. Vers une caractérisation aux rayons X du complexe 

ADN23bp/MC1 

Ce chapitre concerne l’étude du complexe ADN23bp/MC1 par d’autres méthodes de biophysique : la 

diffusion des rayons X aux petits angles (SAXS) et la cristallographie aux rayons X (RX). Cette étude 

a nécessité l’optimisation des conditions expérimentales permettant de stabiliser une 

conformation unique du complexe. 

2.1. Matériel et méthodes 

2.1.1. Préparation des échantillons de complexe 

Tout comme pour une étude structurale par RMN, la détermination de structure par cristallographie 

nécessite d’avoir une quantité importante de protéine avec un degré de pureté le plus proche 

possible des 100 %. L’obtention des échantillons de départ se fait, dans notre cas, en trois phases : 

la surexpression de la protéine d’intérêt, sa purification et sa complexation avec un duplex d’ADN 

(Figure 83). 

 

Figure 83 : Schéma des principales phases pour la préparation d’échantillons de protéine. 

Préparation des complexes de ADN23bp/15N-MC1 

L’échantillon de protéines MC1 de type sauvage marquées 15N (15N-MC1) avait été préparé tel que 

présenté dans le matériel et méthodes du chapitre précédent (Partie 2.1.2.1). 

Pour les essais de cristallographie, l’échantillon de protéine a été échangé pour un tampon F (20 mM 

Hepes pH7.6, 100 mM NaCl), concentré à 2,6 mM et stocké à 4 °C.  

La phase de complexation de la protéine a été ensuite réalisée, comme pour les complexes de 

MC1t, pendant la thèse selon la méthode détaillée dans le paragraphe « Préparation des 

échantillons de MC1t : Complexation de la protéine » (p148). 
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Préparation des échantillons de MC1t : Surexpression de la protéine 

Pour l’expression et la purification de la protéine MC1t, nous avons utilisé le plasmide pET28b-mc1 

construit à partir du plasmide pET-28b(+) (pET pour « plasmid Expression vector under T7 

control »). Il contient les éléments de base suivants : une origine de réplication, un gène de 

résistance à la Kanamycine, un gène régulateur et notre séquence d’intérêt placée entre deux sites 

de restriction (Figure 84).  

 

Figure 84 : Carte du plasmide pET-28b(+). Les éléments d’intérêt sont écrits en bleu. 

L’origine de réplication (ori) permet d’initier la réplication du plasmide. Dans un premier temps, un 

complexe protéique spécifique se forme au niveau de cette séquence. Dans un second temps, ce 

complexe va permettre d’ouvrir l’ADN double-brin afin de commencer la réplication du plasmide.  

Le gène de résistance à un antibiotique, ici à la Kanamycine (Kan), permet aux bactéries ayant 

intégré le plasmide, et donc cette séquence, de survivre en présence de l’antibiotique. Ces gènes 

de résistance codent le plus souvent des enzymes qui peuvent dégrader ou modifier l'antibiotique 

pour le rendre inactif (oxydation, etc.). 

Le gène régulateur (LacI) précède l’opéron lactose. Il code pour une protéine régulatrice qui inhibe 

l'expression des gènes de l'opéron lactose en se fixant sur l’ADN au niveau de l’opérateur lac. Ce 

répresseur est exprimé quelles que soient les conditions de croissance de la bactérie. En revanche, 

en présence d’allolactose (un isomère du lactose), le répresseur se complexe au sucre et perd son 

affinité pour l’opérateur (Figure 85). L’opéron lactose peut ainsi être exprimé (induction). Cette 

activation peut également être réalisée en présence d’un réactif de biologie moléculaire spécifique : 

l'isopropyl β-D-1-thiogalactopyranoside (IPTG), un analogue de l'allolactose. Contrairement à 
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l’allolactose, l’IPTG n’est pas métabolisable : sa concentration ne varie pas dans la culture cellulaire 

ce qui rend l'induction par l'IPTG constante et stable. 

 

Figure 85 : Régulation de la transcription de l'opéron lactose. 

La séquence d’intérêt est placée entre les sites de restriction NdeI et BamHI. Elle permet 

d’exprimer la protéine MC1t fusionnée avec une étiquette « poly-Histidines » et un site de clivage. Il 

est connu que le greffage d’une étiquette de type « poly-Histidines », ici de six histidines, en N ou 

en C terminus d’une protéine permet de simplifier les protocoles de purification grâce à l’utilisation 

d’une résine d’affinité. L’étiquette peut ensuite être retirée par l’action d’une enzyme, ici la thrombine, 

si un site de clivage, ici « LVPRGS », a été prévu dans la construction du plasmide entre l’étiquette 

et la protéine d’intérêt (Figure 86). 

 

Figure 86 : Construction de la protéine MC1t fusionnée avec une étiquette « 6HIS » et 
exprimée par le gène d’intérêt. 

La surexpression des protéines se fait en trois étapes illustrées sur la Figure 87 : une transformation 

bactérienne, une surproduction des bactéries et une induction du milieu par ajout d’IPTG. 

 

Figure 87 : Principales étapes pour la surexpression de protéines. 



Partie 2. Étude structurale et dynamique d’une protéine associée au 
nucléoïde d’archée en interaction avec l’ADN : MC1 

 

144 

ETAPE 1 : Transformation bactérienne 

Pour la transformation bactérienne, 50 µL de bactéries calcium-compétentes (BL21-DE3) sont 

incubées avec 100 ng du plasmide pET28b-mc1 pendant 30 minutes dans la glace. Les BL21-DE3 

sont des bactéries rendues compétentes à l’incorporation d’ADN par un traitement au chlorure de 

calcium. Un choc thermique est ensuite appliqué en incubant les bactéries 45 secondes à 42 °C. 

Cette étape permet, en synergie de l’action du calcium présent (toujours sous forme CaCl2), une 

grande fragilisation des parois bactériennes. Ces deux actions facilitent l’entrée des plasmides dans 

les bactéries. Les bactéries sont ensuite rapidement remises dans la glace afin de refortifier les 

parois. Au bout de 5 minutes, l’échantillon est enrichi avec 1 mL de milieu de culture et placé sous 

agitation (160 rpm à 37 °C pendant 1 h). Le milieu de culture utilisé est le LB, un milieu nutritif 

standard (10 g.L-1 Tryptone, 5 g.L-1 extrait de levures, 5 g.L-1 NaCl) pour la croissance de bactéries 

E. coli.  

Après l’heure d’incubation, 20 µL de culture non diluée ou diluée au dixième sont étalés sur des 

boîtes de Pétri contenant du LB/Agar supplémenté de Kanamycine (50 µg.mL-1). Les boîtes sont 

ensuite incubées à 37 °C pendant la nuit. 

Les colonies de bactéries ainsi obtenues correspondent à des amas de bactéries pouvant appartenir 

à deux catégories et qui peuvent coexister sur les boites : 

- Les bactéries ayant intégré le plasmide et contenant donc un gène de résistance à 

l’antibiotique du milieu. Les colonies formées se présentent sous la forme de disque blanc 

d’environ 1 mm avec un contour régulier ; 

- Les bactéries résistantes à la Kanamycine mais dépourvues du plasmide d’intérêt. Les 

colonies formées sont très proches les unes des autres et présentent des tailles et des 

formes irrégulières. La résistance des bactéries à l’antibiotique est liée au relargage des 

bactéries de colonies voisines qui, elles, possèdent le plasmide et partagent leurs défenses 

dans leur environnement proche.  

Pour ensemencer des cultures plus importantes et réaliser l’étape de surproduction, une seule 

colonie ayant intégré le plasmide est nécessaire. 

ETAPE 2 : Surproduction 

Les surproductions des protéines fusionnées avec une étiquette « 6HIS » (6HIS-MC1t) dans E. coli 

se font de manière analogue à celles utilisées pour les protéines sauvages. On réalise une première 

pré-culture à partir de la colonie sélectionnée à l’étape précédente, en la plaçant dans 1 mL de milieu 

LB supplémenté de Kanamycine (50 µg.mL-1). Après 8 h d’incubation à 37 °C sous agitation 

(160 rpm), le milieu de culture contenant les bactéries est trouble et ces dernières sont collectées 

par centrifugation (10000 rpm à 4 °C pendant 5 min). Les culots sont resuspendus dans un 
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erlenmeyer contenant 150 mL de LB supplémenté de Kanamycine (50 µg.mL-1). La seconde pré-

culture est laissée à 37 °C sous agitation pendant la nuit (160 rpm à 37 °C, OVN). 

La seconde pré-culture est utilisée pour ensemencer les cultures de travail, soit 4 x 500 mL de milieu 

LB supplémenté de Kanamycine (50 µg.mL-1), à une turbidité comprise entre 0,1 UA600nm et 

0,15 UA600nm. Pour ce faire, l’absorbance à 600 nm de la pré-culture, devenue trouble, est mesurée 

diluée au dixième. Le volume nécessaire à l’obtention de la turbidité de départ dans nos cultures de 

travail est ensuite centrifugé (4000 rpm à 4 °C pendant 20 min). Les culots sont resuspendus dans 

les cultures de travail et les absorbances de départ sont mesurées avant de placer les cultures sous 

agitation (160 rpm à 37 °C). L’absorbance est mesurée ponctuellement afin de suivre la croissance 

des bactéries et de repérer leur phase de croissance exponentielle. C’est au cours de cette phase 

que les bactéries se multiplient le plus rapidement et que le nombre potentiel de cellules pouvant 

synthétiser la protéine est le plus grand.  

ETAPE 3 : Induction  

Entre 0,8 et 1,0 UA600nm, soit après 3 à 4 h de croissance, la population de bactéries est en fin de 

croissance exponentielle. L’expression est à ce moment-là induite par ajout de 1 mM final d’IPTG. 

Après 2 h d’induction, les bactéries sont collectées par centrifugation (5000 rpm - rotor SLA-3000 - 

à 4 °C pendant 45 min). Les culots sont ensuite resuspendus dans du tampon de lavage frais (à 

4 °C), transférés dans des tubes Falcon de 50 ml et centrifugés de nouveau (4000 rpm à 4 °C 

pendant 30 min). Ce tampon permet de retirer les protéases et les toxines excrétées pas les cellules 

tout en maintenant une salinité suffisante pour ne pas déstabiliser les parois bactériennes. Différents 

tampons de lavages peuvent être utilisés. Ce choix dépend du protocole de purification des 

protéines. Dans notre cas, la purification nécessite l’utilisation d’une résine d’affinité. Afin de ne pas 

dégrader cette dernière, le tampon de lavage utilisé doit être dépourvu d’inhibiteurs de protéases ou 

de tout autre additif contenant des chélateurs tel que l’éthylènediaminetétraacétique (EDTA), ou de 

forts agents réducteurs tels que le dithiothréitol (DTT) ou le β-mercaptoéthanol (βmercapto). Nous 

avons ici choisi d’utiliser du LB frais pour laver les cellules. Une nouvelle fois le surnageant est 

éliminé. Les culots humides sont pesés et conservés à -20 °C. 

Préparation des échantillons de MC1t : Purification de la protéine 

Comme brièvement introduit plus tôt, l’étiquette d’affinité présente un atout majeur pour la 

purification de protéines. Elle permet des purifications bien plus rapides (possiblement en une seule 

étape), efficace et avec de très bons rendements. Ici, la purification est réalisée en six étapes car 

l’étiquette de la protéine doit lui être retirée (Figure 88).  
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Figure 88 : Schéma des différentes étapes de purification de la protéine MC1t. 

ETAPE 1 : Lyse et Extraction 

La première étape est une étape de lyse et d’extraction. Les culots bactériens sont repris dans 

un tampon de lyse (20 mM Hepes pH7.6, 1 M NaCl, 5 mM imidazole, 1 mM PMSF) à raison de 

10 mL de tampon par gramme de culot bactérien. La suspension cellulaire est ensuite supplémentée 

par du lysozyme (1 mg.mL-1 final), permettant de détruire les parois bactériennes. Après 30 min 

d'incubation au bain marie (à 30 °C), on réalise 3 à 5 cycles de congélation (azote 

liquide) / décongélation (bain-marie à 30 °C) suivi de 5 à 8 cycles de sonication (1 min 

[5'' pulse:5'' repos], 40 % puissance sur sonicateur 750 W équipé d'une sonde 13 mm). La 

suspension passe d’abord par une phase visqueuse, correspondant à la libération de l'ADN, puis 

redevient fluide lorsque l'ADN est suffisamment fractionné. Le lysat obtenu est centrifugé 

(12500 rpm - rotor SS34 - à 4 °C pendant 1 h) et le surnageant est ensuite récupéré pour l’étape 

suivante. Il constitue l'extrait brut (« EB »). 

ETAPE 2 : Chromatographie d’affinité n°1 

Pour la seconde étape, avons utilisé une colonne de chromatographie d'affinité sur ions 

métalliques divalents immobilisés (IMAC). Les ions métalliques divalents sont fixés sur la colonne 

(phase stationnaire) et interagissent avec les noyaux imidazoles de l’étiquette « 6HIS » de la 

protéine éluée, permettant à cette dernière d’être spécifiquement retenue sur la colonne. Le passage 

d’une solution concentrée en imidazole (phase mobile) permet dans un second temps d’éluer 6HIS-

MC1t. Cet échange est possible par compétition entre les noyaux imidazoles libres et ceux de 

l’étiquette « 6HIS » liés ioniquement à la phase stationnaire.  

Une colonne de chromatographie d'affinité sur ions nickels immobilisés (Ni-NTA Agarose, 

Qiagen) de 5 mL a été utilisée. Ce type de colonne est moins spécifique qu’une colonne Cobalt, 

mais plus facile à régénérer et présente une grande capacité de fixation. La protéine 6HIS-MC1t se 

fixant aussi bien sur l’une ou l’autre colonne, la colonne Nickel a, de par sa capacité de fixation plus 

élevée, été retenue dans le protocole optimisé. 
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Après avoir équilibré la colonne dans un tampon équivalent au tampon de lyse (=Tp1), l’extrait brut 

y est chargé puis lavé avec environ 10 volumes de colonne (CV) de Tp1. Un second lavage est 

effectué avec 10 CV d’un mélange 90:10 Tp1/Tp2 (Tp2 = 20 mM Hepes pH7.6, 1 M NaCl, 200 mM 

imidazole, 1 mM PMSF). Le second lavage permet d’éluer les composés qui se seraient fixés de 

façon non spécifique sur la colonne. La protéine d’intérêt est ensuite éluée en mode isocratique avec 

100 % de Tp2. Ces étapes sont suivies par spectroscopie UV à une absorbance de 280 nm. 

L’imidazole absorbe également à 280 nm mais il n’est pas nécessaire de soustraire son signal pour 

évaluer quels autres composés sont élués.  

ETAPE 3 : Chromatographie échangeuse d’ions 

Pour la troisième étape, une colonne de chromatographie fortement échangeuse de cations 

(POROS HS/20 10 mm D x 100 mm L PEEK) de 7,9 mL est utilisée. Cette étape permet de s’assurer 

que l’échantillon est pur et homogène avant le clivage de l’étiquette « 6HIS ». La fraction « IMAC » 

précédente a été diluée trois fois dans un tampon dépourvu de sels et d’imidazole, Tp3 (20 mM 

Hepes pH7.6), afin de diminuer la force ionique globale (~160 mM NaCl final) de l’échantillon. Elle 

est ensuite chargée sur la colonne préalablement équilibrée dans un mélange 60:40 Tp3/Tp4 

(Tp4 = Tp3 + 1 M NaCl). La protéine est éluée par un gradient linéaire sur 50 CV jusqu’à un mélange 

10:90 Tp3/Tp4. Les fractions de protéine éluée ont été rassemblées pour l’étape suivante et 

constituent la fraction globale « HS20 ». 

ETAPE 4 : Clivage de l’étiquette 6HIS 

La quatrième étape correspond au clivage de l’étiquette « 6HIS » par la thrombine (Thr). Pour 

cette étape, on utilise un kit de clivage à la thrombine commercial (Novagen).  

Pour cette étape, la fraction « HS20 », issue de l’ETAPE 3, est concentrée jusqu’à ~5 mg.mL-1 et 

son tampon est échangé par centricon Amicon (3 kDa), pour un tampon moins concentré en sel, le 

Tp5 (20 mM Hepes pH7.6, 500 mM NaCl). La thrombine est, en parallèle, diluée au 200ième avec un 

tampon de dilution (50 mM citrate de sodium pH6.5, 200 mM NaCl, 0,1 % PEG-8000, 50 % glycérol) 

fourni dans le kit (Thrombin Dilution/Storage Buffer).  

L’échantillon de clivage est préparé pour un volume final (Vtot = Q x 30 µL) lié à la quantité de 

protéine à cliver (Q/100 µg) avec : Q x 100 µg de 6HIS-MC1t (~3 mg.mL-1 final) ; Q x 3 µL de tampon 

de clivage 10X (200 mM Tris/HCl pH8.4, 1,5 M NaCl, 25 mM CaCl2) ; et Q x 0,6 µL de thrombine 

préalablement diluée au 200ième. Le volume final, Vtot, est ajusté avec de l’eau ultrapure. L’échantillon 

est ensuite placé à 4 °C sous agitation pendant la nuit (35 rpm à 4 °C).  

Le produit de digestion « Thr » est obtenue à la fin du temps de clivage. 

ETAPE 5 : Inhibition de la thrombine et Chromatographie d’affinité n°2 
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La cinquième étape permet d’inhiber l’action de l’enzyme et de purifier la protéine clivée. Pour 

ce faire, le produit de digestion « Thr » est d’abord passé sur une pré-colonne de benzamidine de 

1 mL. La benzamidine est un inhibiteur de la trypsine et des protéases à sérine, telle que la 

thrombine. C’est elle qui va stopper l’étape de clivage. Cette pré-colonne est placée en amont de la 

colonne d’affinité sur ions métalliques de l’ETAPE 2. Les deux colonnes sont préalablement 

équilibrées avec le Tp5. Après la charge, le système est lavé avec 10 CV du Tp5. En théorie et 

comme expliqué à l’ETAPE 2, la phase de lavage doit suffire à faire éluer la protéine dépourvue de 

son étiquette et ne retenir que la portion non clivée de protéine. En effet, sans l’étiquette « 6HIS » 

la protéine perd son affinité pour la colonne. Expérimentalement, il a été nécessaire d’ajouter une 

grande quantité d’imidazole (100 mM) pour éluer MC1t. Même dépourvue de son étiquette, il semble 

que la protéine reste très affine pour la colonne. La protéine clivée est ainsi éluée pendant le lavage, 

avec 100 % de Tp2 (soit 200 mM imidazole) en une fraction « IMAC/Bz ». 

ETAPE 6 : Chromatographie par filtration sur gel 

La sixième et dernière étape est une étape de chromatographie par filtration sur gel 

(chromatographie d’exclusion stérique). Elle permet d’obtenir un échantillon contenant la 

protéine pure et sans agrégats, en séparant les molécules par leur volume hydrodynamique. La 

fraction « IMAC/Bz », éluée précédemment, est concentrée et le tampon est échangé pour le Tp5 

jusqu’à un volume de 1 mL par centricon Amicon (3 kDa). Elle est ensuite chargée sur une colonne 

de chromatographie par filtration sur gel (Superdex S75) de 120 mL préalablement équilibrée avec 

le Tp4. L’élution se fait en mode isocratique avec 100 % Tp4. Les fractions contenant MC1t sont 

ensuite rassemblées, concentrées et le tampon est échangé pour le tampon F (20 mM Hepes pH7.6, 

100 mM NaCl) par centricon Amicon (3 kDa). 

Préparation des échantillons de MC1t : Complexation avec l’ADN23bp 

La cristallogenèse est fonction de nombreux paramètres. Pour obtenir des structures très haute 

résolution par diffraction des rayons X, l’un des objectifs serait d’avoir la meilleure affinité possible 

entre la protéine et l’ADN et de favoriser un empilement plus stable des complexes pour la formation 

des cristaux. 

Les ADN sélectionnés pour réaliser les études structurales et dynamiques par RMN ont été choisis 

afin d’avoir un minimum de recouvrement entre les signaux 1H de l’ADN et permettre ainsi leur 

attribution. Ce problème est inexistant lorsque les études structurales sont réalisées par diffraction 

des rayons X. Nous sommes ainsi repartis de la séquence ADN23bp choisie pour la construction du 

modèle par RMN et avons changé la paire de bases AT en position 15 pour la paire de bases CG. 

Afin de stabiliser l’empilement des doubles brins d’ADN, deux autres duplex à « bords cohésifs » 

ont également été retenus. Ils correspondent au duplex précédent mais présentent un décalage au 

niveau de la séquence de leur brin inférieur (Figure 89). L’étude a ainsi été menée sur le duplex D1 
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dit « bout franc » composé du brin SUP23bp et du brin INF1
23bp, sur le duplex D2 ayant un décalage 

d’une base vers le côté 5’ du brin inférieur (SUP23bp/ INF2
23bp) et le duplex D3 ayant un décalage 

d’une base vers le côté 3’ sur le brin inférieur (SUP23bp/ INF3
23bp). 

 

Figure 89 : Illustration des différents duplex Di d’ADN utilisés pour la caractérisation aux 
rayons X. 

La préparation des complexes de MC1t avec les différents duplex se fait en 3 étapes (Figure 90). 

D’abord les oligonucléotides de synthèse sont purifiés, puis hybridés en duplex. Enfin, les duplex 

sont complexés avec la protéine pour l’étude de cristallographie. 

 

Figure 90 : Schéma des différentes étapes de préparation des complexes d’ADN23bp avec la 
protéine MC1t. 

ETAPE 1 : Purification des oligonucléotides  

Les oligodéoxyribonucléotides synthétiques de 23 paires de bases illustrés sur la Figure 89, ont été 

achetés chez Eurogentec avec une pureté estimée à 70 % (SePOP - Selective Precipitation 

Optimised Process - oligonucleotide quality). Cette pureté n’étant pas suffisante pour des essais de 

cristallogenèse, une étape de purification supplémentaire est réalisée par chromatographie 

échangeuse d’anions.  

Après avoir été solubilisés dans de l’eau ultrapure, Les échantillons d’oligonucléotide sont d’abord 

élués sur une colonne de chromatographie échangeuse d’anions (MonoQ 10/100GL) de 8 mL 

préalablement équilibrée dans un tampon A + 20 % d’un tampon B (TpA : 10 mM NaOH, 50 mM 

NaCl et TpB : 10 mM NaOH, 1 M NaCl) soit 240 mM NaCl final. La méthode utilisée pour le brin 
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supérieur consiste en un plateau initial avec 30 % TpB puis un gradient de 30 % à 60 % de TpB. 

Pour les brins inférieurs, le plateau initial est de 60 % de tampon B et le gradient de TpB varie de 

60 % à 90 %. 

Les fractions éluées ont ensuite été dessalées par gravité en chromatographie de phase inverse 

(Sep-pack C18). Pour ce faire, les fractions sont diluées par deux dans un tampon D (TpD : 100 mM 

Tris/HCl pH7.5, 10 mM AcOH). Chaque fraction diluée a été chargée sur la colonne préalablement 

équilibrée dans l’eau ultrapure et lavée par 3 CV d’eau ultrapure. Elle a ensuite été éluée par 1/10 CV 

de 80:20 ACN/H2O suivi de 1/5 CV 100 % d’acétonitrile (ACN).  

Les fractions collectées ont été séchées avant d’être ressolubilisées dans 500 µL de tampon final F 

(TpF : 20 mM Hepes pH7.6, 100 mM NaCl). Les concentrations des échantillons finaux 

d’oligonucléotides ont été déterminées par la mesure de l’absorbance à 260 nm et ces derniers sont 

stockées à +4 °C. 

ETAPE 2 : Hybridation en duplex d’ADN 

Les oligonucléotides sont ensuite hybridés en double brin d’ADN pour réaliser des échantillons de 

duplex Di à 4 mM dans un tampon H (TpH : 5 mM CaCO3/Na+ pH6.5, 0,2 M KCl, 0,5 mM EDTA). 

Ces échantillons sont tous préparés avec des ratios de 1,0 mol du brin SUPRX
23bp pour 1,1 mol du 

brin INFi
23bp. Pour ce faire, on prélève un volume correspondant à la quantité d’oligonucléotide 

SUPRX
23bp nécessaire pour le duplex (soit 76,4 µL) et on l’ajoute à un volume de brin INFi

23bp, 

correspondant à 1,1 fois la quantité de brin supérieur (soit 184,9 µL de INF1
23bp, 142,9 µL de INF2

23bp, 

ou 171,9 µL de INF3
23bp). Le mélange est ensuite séché et repris dans 100 µL de tampon H. Cet 

échantillon est chauffé 2 minutes au bain-marie à 80 °C (Tmoligo = 73,6 °C) pour permettre à 

l’hybridation entre les brins supérieurs et inférieurs de se faire. Puis le bain-marie est placé à 4 °C 

de façon à assurer une descente en température de l’échantillon relativement lente et permettre une 

hybridation totale de l’échantillon de duplex. Les différents échantillons de double brin d’ADN (« Di », 

où i correspond à INFi
23bp) sont ensuite conservés à 4 °C. 

ETAPE 3 : Complexation 

Les complexes ADN/protéine notés Ci, où i correspond au numéro du brin inférieur du duplex Di 

utilisé, ont été préparés à des concentrations comprises entre 1,0 mM et 1,5 mM dans le Tampon F 

(20 mM Hepes pH7.6, 100 mM NaCl) en respectant un ratio 1,1:1,0 où la proportion en duplex d’ADN 

est majoritaire par rapport à celle de la protéine. Ce ratio permet de s’assurer qu’un maximum de 

protéine MC1t est impliqué dans un complexe ADN/protéine sans que cela ne consomme trop de 

duplex. Les échantillons de complexe sont placés 1 h à 4 °C puis 30 min à température ambiante 

avant d’être utilisés pour les essais suivants ou stockés à 4 °C. 
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2.1.2. Cristallographie aux rayons X de protéines  

La cristallographie aux rayons X est une technique basée sur la diffraction des rayons X sur un cristal 

de biomolécule et permettant d’observer l’organisation tridimensionnelle de cette biomolécule. 

Principe de la cristallogenèse  

La cristallogenèse correspond à la cristallisation de macromolécules biologiques. Cette cristallisation 

est une transition de phase. La macromolécule passe d’une phase soluble à une phase solide 

appelée cristal. Cette évolution de la macromolécule, liée aux variations de son environnement, peut 

être décrite sous la forme d’un diagramme de phases (Figure 91). Sur ce diagramme, la courbe de 

solubilité représente la limite où cristal et solution sont en équilibre thermodynamique. Pour que la 

molécule cristallise, il lui faut dépasser cette courbe de solubilité et passer à un état sursaturé. Il 

s’en suit trois scénarios possibles. Dans le premier, la sursaturation est trop forte et la 

macromolécule précipite (zone de précipitation). Dans le second, la sursaturation est trop faible et 

les premiers germes de cristaux sont incapables de se former (zone métastable). Dans le troisième 

et meilleur scénario, la sursaturation est suffisante. La macromolécule se trouve alors dans un état 

de sursaturation qui lui permet d’initier sa cristallisation (zone de nucléation) et de former des 

germes de cristaux (= nucléation). La formation de ces germes consomme de la macromolécule et 

le système passera dans la zone métastable. Dans cette zone métastable, seule la croissance 

cristalline peut avoir lieu. Les cristaux y croissent jusqu’à l’obtention d’un équilibre entre la 

concentration en agent de cristallisation dans la goutte et dans le puits.  

 

Figure 91 : Diagramme de phase à deux dimensions d’une macromolécule en fonction de sa 
propre concentration et de la concentration d’un agent cristallisant (adapté de Sauter et 

Giegé, 2001) [184]. A = macromolécule en solution. B = nucléation du cristal. C = cristal. 

Différentes méthodes ont été développées pour la cristallisation des macromolécules biologiques. 

Parmi les plus employées, on retrouve la technique du « batch » qui consiste à placer la 

macromolécule directement en condition de sursaturation pour permettre une nucléation plus rapide. 
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Il existe aussi les méthodes de dialyse, de diffusion libre à l’interface ou de diffusion de vapeur. Ces 

techniques, moins brutales que le « batch », sont basées sur une augmentation progressive de la 

concentration d’agent cristallisant. La méthode de diffusion de vapeur, simple à mettre en place et 

adaptable à des volumes réduits (notamment par l’utilisation de robot de cristallisation comme le 

Mosquito), est illustrée sur la Figure 92. Elle peut être réalisée de deux façons différentes : par un 

système de goutte assise ou par un système de goutte suspendue. 

 

Figure 92 : Illustration de cristallogenèse par la méthode d’échange de vapeur (a) goutte 
assise et (b) goutte suspendue. 

La technique de diffusion de vapeur nécessite l’utilisation d’un système clos. Celui-ci est constitué 

d’une lamelle de verre scellée par un joint de graisse ou de colle sur un puits. Dans chacun des cas, 

une goutte de solution (de volume V) contenant la macromolécule, le tampon et l’agent cristallisant 

(=précipitant) est mise à équilibrer contre un réservoir (de volume ~10 x V) contenant l’agent 

cristallisant à une concentration plus élevée et le tampon. L’équilibration se fait ensuite par 

évaporation des composés volatils (comme l’eau) de la goutte vers le réservoir, jusqu’à ce que 

les tensions de vapeur à la surface des deux compartiments soient identiques. Durant cette 

équilibration, la composition du réservoir est considérée comme constante : le volume du réservoir 

étant bien plus grand que celui de la goutte. Au niveau de la goutte en revanche, le processus 

d’équilibration concentre l’agent cristallisant et la macromolécule. Cela diminue la solubilité de 

la macromolécule et, dans le cas de conditions favorables (sursaturation suffisante), l’amène à 

cristalliser (nucléation et croissance). 

Diffraction des RX 

Une fois les cristaux de macromolécules obtenus, la diffraction des rayons X est utilisée pour 

« cartographier » la maille cristalline d’un monocristal. En effet, un cristal correspond à un 

arrangement périodique des macromolécules dans les trois dimensions de l’espace, et cet 

arrangement, placé dans un faisceau de rayons X, est à l’origine du phénomène de diffraction 

observé sur les clichés de diffraction (Figure 93). Ce phénomène est possible car la distance entre 
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deux atomes est du même ordre de grandeur que la longueur d’onde des rayons X : l’échelle de 

l’Angström. 

 

Figure 93 : Cliché de diffraction aux rayons X d'un cristal de lysozyme. 

Pour les essais de diffractions, on ajoute dans un premier temps un cryoprotectant au cristal 

sélectionné, afin d’éviter qu’il ne soit détérioré lors de sa congélation. Le cristal est, dans un second 

temps, monté sur un lasso lui-même fixé sur une tête goniométrique. La tête goniométrique va 

permettre de tourner le cristal au niveau du goniomètre et ainsi de faire varier l’angle du faisceau 

incident θ (angle de Bragg). Après avoir gelé le cristal dans un bain d’azote liquide, celui-ci est monté 

sur le goniomètre et soumis à un flux d'azote à 100 K grâce à une canne de réfrigération. Ce 

système, illustré sur la Figure 94, permet principalement de limiter les dommages dues radiations 

sur le cristal.  

Une fois le cristal centré, il est soumis au faisceau de rayons X pour différents angles θ. Pour chaque 

angle, un cliché de diffraction est enregistré et sur chacun de ces clichés on observe des taches de 

diffractions. Les taches de diffractions dépendent de la nature des atomes et de leurs positions 

dans la maille et permettent de caractériser entièrement le motif cristallin. 

Expérimentalement, la résolution des données de diffraction enregistrées, découle d’un traitement 

numérique des positions et des intensités des différentes taches de diffraction. Des programmes 

informatiques calculent une carte de densité électronique, liée à la phase et au facteur de 

structure, qui est peu à peu affinée, jusqu’à obtenir la structure tridimensionnelle complète de la 

macromolécule.  
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Figure 94 : Schéma simplifié du dispositif de diffraction des rayons X. 

Préparation des échantillons et réalisation des expériences 

Afin de trouver rapidement des conditions dans lesquelles le complexe ADN23bp/MC1 cristallise, 

plusieurs tests de criblages ont été effectués. Pour ces essais, différentes solutions de kits de 

cristallogenèse ont été utilisés. La composition de l’ensemble des solutions de ces kits est présentée 

en Annexe 11 à Annexe 16.  

Les tests de criblage ont été réalisés à 20 °C avec un système de goutte assise de 200 nL (contre 

200 µL dans le réservoir) : 

- sur les trois constructions de complexe Di/15N-MC1 à 0,5 mM final avec les kits JCSG+ de 

Molecular Dimensions, NUCLEIX et CLASSICS de chez Qiagen ; 

- puis sur les trois constructions de complexe Di/MC1t (Ci) à 0,6 mM final avec les kits 

WIZARD de Emerald Biostructures, CRYO de Sigma, NUCLEIX et COMPAS de Qiagen. 

Les essais d’optimisation ont ensuite été réalisés avec un système de goutte suspendue de 1,6 µL 

ou de 2,4 µL (contre 750 µL dans le réservoir). 

Pour les essais de diffraction, les monocristaux de complexe ont d’abord été plongés dans une 

solution cryoprotectante (20 % glycérol final). Les expériences préliminaires de diffraction des 

rayons X sur les monocristaux, ont été menées à l'Europeen Synchrotron Radiation Facility (ESRF, 

Grenoble, France) sur la ligne de lumière ID29.  

Un premier jeu de données, correspondant aux différentes images de diffraction sur un cristal du 

complexe D3/MC1t (C3), a été collecté à 100 K à une résolution de 6,28 Å avec le logiciel 

MXCuBE [185]. Les réflexions de chaque image du jeu de données ont été traitées par le logiciel 

XDS [186] puis analysés par le logiciel CCP4 [187]. 
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2.1.3. Diffusion de rayons X aux petits angles (SAXS) 

Principe de la méthode 

La diffusion des rayons X aux petits angles permet d’étudier des structures de molécules ou 

d’assemblages moléculaires dans leurs conditions quasi-natives [188]. Il s’agit d’une technique de 

basse résolution (autour de 20 Å) permettant de caractériser l’enveloppe d’une macromolécule par 

l’interaction d’un faisceau de rayons X avec les couches électroniques internes des atomes de la 

macromolécule en produisant une déviation de ce faisceau. Elle apporte principalement des 

informations sur la forme globale du système, sur son état d’oligomérisation, sur son rayon de 

giration et sur la présence éventuelle de différentes espèces en solution. Cette technique fournit 

ainsi des informations structurales complémentaires à la RMN ou à la cristallographie.  

Pour ce faire, l’échantillon de macromolécule pure est élué et le flux d’échantillon est soumis au 

faisceau de rayons X au niveau d’un capillaire pendant que des clichés de diffusion sont enregistrés 

en continu. Ces clichés (2D) sont ensuite transformés informatiquement en courbes de diffusion 

(1D). Elle représente le logarithme de l’intensité diffusée, Log(I(q)), par rapport au vecteur de 

diffusion, q (équation ( 19 )), et correspond à une représentation 1D de l’enveloppe de la 

macromolécule (Figure 95). L’analyse de cette courbe (analyse de Guinier, analyse de distribution 

des distances par paires (= analyse de Porod)) permet ensuite de déterminer la taille de la 

macromolécule, sa forme, ainsi que son degré d’oligomérisation grâce à différents paramètres 

(masse molaire MW, rayon de giration Rg, intensité à l’origine I(0), dimension maximale Dmax, 

polydispersité) [189]. Elle permet également d’identifier le désordre de la macromolécule en évaluant 

qualitativement son état de repliement et sa flexibilité (représentation de Katky).  

Ces paramètres sont ensuite utilisés dans différents programmes informatiques de calcul issus la 

suite de programmes d’ATSAS [190] (GNOM [191], DAMMIN [192], MONSA [192], CRYSOL [193]).  

Où λ correspond à la longueur d’onde (Å) du faisceau de rayons X et θ au double de l’angle de 

diffusion. 

Vecteur de diffusion q (Å-1) 𝑞 =
4𝜋

𝜆
sin𝜃 ( 19 ) 

Loi de Guinier ln(𝐼(𝑞)) = ln(𝐼(0)) −
𝑅𝑔
2𝑞2

3
 ( 20 ) 

Loi de Porod 𝑉 = 𝐼(0)
2𝜋2

𝑞
 ( 21 ) 
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Figure 95 : Intensités de diffusion et fonctions de distribution de la distance de formes 
géométriques simples (adapté de Svergun et Koch, 2003) [194]. Courbes de diffusion (A) et 

fonctions de distribution de la distance par paire radiale (B) pour différentes formes géométriques 
ayant le même Dmax. 

Préparation des échantillons et réalisation de l’expérience 

Les expériences de SAXS ont été menées au synchrotron SOLEIL (Source Optimisée de Lumière 

d'Énergie Intermédiaire du LURE, Saint-Aubin, France) sur la ligne de lumière SWING (Small and 

Wide angle X-ray scatterING).  

Des échantillons de complexe, de duplex d’ADN et de la protéine ont été préparés et analysés dans 

un tampon TpSAXS (20 mM Hepes pH7.4, 200 mM NaCl, 2 % glycérol, 1 % TCEP) pour obtenir : 

- le complexe D1/MC1t (C1) à 1,4 mM et à 1,0 mM ; 

- le duplex d’ADN D1 à 1,0 mM ; 

- la protéine MC1t à 2,37 mM et à 1,0 mM. 

Les échantillons ont été chargés en amont d’une colonne de chromatographie d’exclusion stérique 

(Bio SEC-3-300, Agilent) préalablement équilibrée dans 100 % TpSAXS. L’acquisition des données 

est faite dès la sortie de la colonne et une seule injection par protéine a été nécessaire. La séparation 

des différentes espèces et agrégats en solution par la colonne de chromatographie a permis d’isoler 

le pic d’intérêt que l’on souhaite étudier. Les données de SAXS, collectées au niveau du pic d’élution 

avec une distance entre l’échantillon et le détecteur fixée à 2 m, ont ensuite été traitées par le logiciel 

FOXTROT [195]. Les différentes enveloppes ont été affinées avec la suite de programmes du logiciel 

ATSAS [190]. 
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2.2. Optimisation du complexe pour l’étude 

Afin de déterminer la structure du complexe de MC1 avec un ADN23bp, nous avions besoin de 

conditions expérimentales permettant de stabiliser une conformation unique du complexe, en 

espérant que celle-ci soit la conformation comprenant les trois points de contacts. Il m’est apparu 

que la meilleure méthode pour déterminer cette structure était la cristallographie aux rayons X 

(RX), du fait de la taille de ce complexe, des difficultés rencontrées lors de la détermination de la 

structure du complexe ADN15bp/MC1, du coût d’un marquage des deux brins de l’ADN (aurait été 

absolument nécessaire à une étude RMN) et surement d’un marquage différent de la protéine 

(deutération ou marquage 13C des méthyles). 

2.2.1. Surexpression et purification de la protéine MC1 

Les premiers essais de cristallographie ont d’abord été réalisés sur la protéine native du fait de la 

disponibilité d’un échantillon pur marqué 15N dans l’équipe. 

Les rendements obtenus avec le protocole optimisé au sein du laboratoire étaient : pour la phase 

de production, d’environ 1,5 g de culot bactérien par litre de culture de travail et pour la phase 

de purification, d’environ 7 mg de protéines par gramme de culot bactérien. 

La préparation de l’échantillon de 15N-MC1 pur étant antérieur au début du projet de thèse (11/2008), 

je ne décrirai en détail que la surexpression et la purification de la protéine MC1t, non marquée, pour 

lesquelles j’ai été impliquée. 

2.2.2. Surexpression et purification de la protéine MC1t 

Pour l’étude par cristallographie, nous avons cherché à produire les cristaux de complexe stable de 

la protéine MC1t (= GSHM-MC1) avec un ADN23bp et à résoudre sa structure 3D. Cette protéine 

correspond à MC1 native précédée de quatre acides aminés en N-terminal (Gly(-3), Ser(-2), His(-

1), et Met0). L’extrémité N-terminale n’étant pas directement impliquée dans l’interaction à l’ADN, 

en particulier au niveau des trois points de contact, l’ajout des quatre résidus ne devrait pas 

empêcher ou modifier la formation du complexe. Au contraire, cette construction devrait nous 

permettre d’une part, de simplifier la purification de la protéine avec de meilleurs rendements, et 

d’autre part, d’utiliser un complexe possiblement plus stable pour la cristallographie. 

Nous avons mis au point un nouveau protocole de production et de purification adapté à la protéine 

MC1t à partir d’une construction de plasmide réalisée au sein du laboratoire : pET28b-mc1. 
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Surexpression de la protéine MC1t fusionnée avec une étiquette « 6HIS » 

ETAPE 1 : Transformation bactérienne 

L’intégration du plasmide pET28b-mc1, par transformation bactérienne, dans des cellules (BL21-

DE3) d’E. coli a permis la croissance de plusieurs colonies de bactéries (Figure 96). Ces colonies 

sont issues d’une préculture, non diluée ou diluée au dixième, étalée sur des boîtes de Pétri 

supplémentées de Kanamycine (50 µg.mL-1).  

Pour la boîte préparée en conditions non diluées (Figure 96a), les colonies sont nombreuses et 

globalement isolées les unes des autres. La seconde boîte, en conditions diluées (Figure 96b), 

montre également des colonies isolées et plus espacées que pour la première boîte. L’ensemble 

des colonies isolées sont utilisables pour ensemencer des cultures plus importantes. Nous avons 

choisi, par praticité, d’utiliser les colonies prélevées sur la seconde boîte pour les pré-cultures 

suivantes. 

 

Figure 96 : Boîtes de culture cellulaire pour la surproduction de 6HIS-MC1t (a) à partir de 
20 µl de culture non diluée et (b) à partir de 20 µl de culture diluée au dixième. 1 : colonies 

présentant une antibiorésistance de proximité. 2 : colonies isolées ayant intégré le plasmide. 

ETAPES 2 et 3 : Surproduction et induction 

Afin de réaliser l’ensemble de l’étude, le protocole de surexpression a été réalisé de nombreuses 

fois et les résultats de chaque surexpression étaient comparables. Nous avons récupéré pour 

chaque surexpression des culots d’environ 4 g pour 2 L de culture de travail. 

Les surproductions ainsi que l’induction par ajout d’IPTG ont été suivies par mesure régulière de 

l’absorbance à 600 nm (Figure 97a). Après 3 à 4 h de croissance, 3,5 h sur l’exemple présenté, 

l’expression a été induite par ajout de 1 mM final d’IPTG et contrôlée par électrophorèse sur gel 

SDS-PAGE 16 % (Figure 97b).  



Partie 2. Étude structurale et dynamique d’une protéine associée au 
nucléoïde d’archée en interaction avec l’ADN : MC1 

 

159 

 

Figure 97 : Evolution des cultures de bactéries au cours de la surproduction de 6HIS-MC1t. 
a) mesure des absorbances à 600 nm de quatre cultures de travail réalisées en parallèle. b) extrait 
du gel SDS-PAGE 16 % de contrôle de l'étape d'induction. PM = marqueur de poids moléculaire ; 

I0 à I2 = culture respectivement au moment de l’ajout de l’IPTG, 1 h après l’ajout et 2 h après 
l’ajout. 

Purification de la protéine MC1t 

La purification de la protéine MC1t se fait en six étapes comme expliqué dans le paragraphe 

« matériel et méthodes ». Je ne détaillerai ci-dessous, que les étapes ayant nécessité à un 

ajustement ou une optimisation à savoir les étapes 2, 3, 4 et 6. 

ETAPE 2 : Chromatographie d’affinité n°1 

Après extraction en présence de lysozyme, l’extrait brut de protéines est chargé sur une colonne de 

chromatographie d'affinité sur ions métalliques divalents immobilisés (IMAC). 

Un premier test avait été effectué sur une colonne de chromatographie d'affinité sur ions cobalt 

immobilisés (HisPur Cobalt Resin, Thermo Scientific) de 5 mL. Après avoir équilibré la colonne dans 

un tampon équivalent au tampon de lyse, Tp1 (20 mM Hepes pH7.6, 1 M NaCl, 5 mM imidazole, 

1 mM PMSF), 35 mL d’extrait brut issus de 1,75 g de culots bactériens, ont été chargés puis lavés 

avec 10 CV de Tp1. Un second lavage a été effectué avec 10 CV d’un mélange 90:10 Tp1/Tp2 

(Tp2 = 20 mM Hepes pH7.6, 1 M NaCl, 200 mM imidazole, 1 mM PMSF). La protéine d’intérêt a 

ensuite été éluée par un gradient linéaire de 20 CV jusqu’à 100 % de Tp2.  
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Figure 98 : Analyse de l’élution sur colonne IMAC. Chromatogramme de l’élution en mode 
gradient (a) et isocratique (c) ; analyse sur gel SDS-PAGE 16 % de l’élution en mode gradient (b) 

et isocratique (d). La proportion de Tp2 et l’absorbance à 280 nm sont représentées 
respectivement en rose et en bleu sur les chromatogrammes. PM = marqueur de poids 

moléculaire ; EB = extrait brut ; FT = partie éluée pendant la charge de l’échantillon ; Ti = fraction 
éluée i. 
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Le chromatogramme de suivi de l’absorbance à 280 nm de ce premier test montre qu’au moins un 

composé est élué en présence de 20 mM d’imidazole et qu’au moins un autre composé est élué 

entre 35 mM et 140 mM d’imidazole (Figure 98a et b).  

Lors de cette première purification, les fractions T5 à T13 contenant la protéine 6HIS-MC1t ont été 

rassemblées et formaient la fraction « IMAC » de 58 mL utilisée pour l’étape suivante. 

Une analyse complémentaire par spectrométrie de masse a montré que le composé élué pendant 

le second lavage correspondait également à la protéine 6HIS-MC1t. Il s’est avéré qu’une faible 

quantité d’EDTA était présente lors du premier test et avait limité la fixation de 6HIS-MC1t sur la 

colonne.  

Pour les purifications suivantes, nous avons privilégié une colonne de chromatographie d'affinité 

sur ions nickels immobilisés de même volume de colonne que la précédente. Lors de ces essais, 

l’ensemble de la protéine restait spécifiquement fixé sur la colonne pendant les deux lavages. Elle 

a été spécifiquement éluée en mode isocratique avec 200 mM d’imidazole afin de réduire le facteur 

dilution lié à l’élution. La protéine a été dans ce cas éluée en une seule fraction « IMAC » de 30 mL 

dans l’exemple illustré (Figure 98c et d). 

ETAPE 3 : Chromatographie échangeuse d’ions 

La fraction « IMAC » de 30 mL, et diluée trois fois avec le Tp3 pauvre en sels, est ensuite chargée 

sur une colonne de chromatographie fortement échangeuse de cations (POROS HS/20 

10 mm D x 100 mm L PEEK de 7,9 mL). La protéine est alors éluée entre 600 mM et 790 mM de 

NaCl.  

Trois maxima sont observés à chaque élution et semblent tous, d’après les résultats sur gel, 

correspondre à de la protéine d’intérêt. Afin de s’assurer une homogénéité de l’échantillon pour les 

essais finaux, seules les fractions du pic majoritaire sont rassemblées et concentrées. Dans 

l’exemple illustré sur la Figure 99, les fractions T50 à T63 ont été rassemblées pour l’étape suivante 

et constituent la fraction globale « HS20 » (63 mL). 
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Figure 99 : Analyse de l’élution de la colonne HS20. Chromatogramme de l’élution et analyse 
sur gel SDS PAGE 16 %. Respectivement en rose et en bleu sur le chromatogramme : la 

proportion de Tp2 et l’absorbance à 280 nm. PM = marqueur de poids moléculaire ; Ti = fraction 
éluée i. 

ETAPE 4 : Clivage de l’étiquette 6HIS 

La fraction globale « HS20 » est ensuite utilisée pour l’étape de clivage de l’étiquette « 6HIS » par 

la thrombine (Thr). Pour cette étape, nous avons dû, dans un premier temps, adapter un kit de 

clivage à la thrombine commercial (Thrombin Cleavage Capture Kit de Novagen) à notre protéine. 

Pour ce faire, la quantité d’enzyme en présence de l’échantillon, et le temps de mélange, ti, pour le 

clivage ont dû être déterminés. De plus, il est nécessaire de diluer la thrombine (dans le tampon de 

dilution fourni dans le kit - Thrombin Dilution/Storage Buffer) avant l’ajout dans l’échantillon de 

protéine. Il a donc fallu déterminer le ratio, Ri(Thr), de cette première dilution. 

La fraction « HS20 », issue de l’ETAPE 3, est concentrée jusqu’à 0,60 mg.mL-1 pour un volume de 

1,6 mL, et son tampon est échangé pour le Tp5 (20 mM Hepes pH7.6, 500 mM NaCl). Des 

échantillons tests de clivage (Ei) sont ensuite préparés à partir du kit de Novagen et de son protocole. 
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Le test d’optimisation a été réalisé avec plusieurs temps de mélange (2 h, 4 h et 16 h) et différents 

ratios de thrombine (1:25, 1:50, 1:100, 1:200 et 1:400) afin de déterminer les meilleures conditions 

de clivage de 6HIS-MC1t. Un contrôle négatif (E0) est effectué en parallèle avec un temps de 

mélange de 24 h et en absence de thrombine. 

Les échantillons de clivage ont été préparés pour un volume final, Vtot, de 30 µL avec : 10 µg de 

6HIS-MC1t (soit 20 µL à 0,47 mM) ; 3 µL de tampon de clivage 10X ; 0,6 µL de thrombine 

préalablement diluée ; et 6,4 µL d’eau ultrapure. Les échantillons ont été placés à 4 °C sous agitation 

pendant 16 h avec prélèvement aux différents temps de mélange (35 rpm à 4 °C à t+X h). Les 

différents produits de digestion ont ensuite été analysés par gel SDS-PAGE 16 % (Figure 100).  

Pour notre protocole, nous souhaitions que la consommation de thrombine ne soit pas trop 

importante et que le clivage soit réalisé pendant la nuit (soit entre 10 et 16 h). D’après les résultats 

des gels, le clivage est total après 4 h de mélange quand la thrombine est utilisée avec un ratio 

supérieur ou égal à (1:100 Thrombin/Buffer). Il est total après 16 h de mélange quand la thrombine 

est utilisée avec un ratio supérieur ou égal à (1:400 Thrombin/Buffer).  

Nous avons retenu, pour le protocole optimisé, les conditions de clivage de l’essai E12 pour lequel 

le ratio est de 1:200 qui permet donc l’utilisation d’une faible quantité de thrombine tout en s’assurant 

une certaine flexibilité sur le temps de mélange (entre 10 h et 16 h de mélange) pour obtenir un 

clivage total. 

 

Figure 100 : Clivage de l’étiquette « 6HIS » à la thrombine. Schéma (haut) et analyse sur gel 
SDS-PAGE 16 % (bas). PM = marqueur de poids moléculaire ; Ei = essai i ; Ri(Thr) = ratio de 

thrombine ; ti = temps de mélange. 
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ETAPE 6 : Chromatographie par filtration sur gel 

La fraction « IMAC/Bz » de 12 mL est obtenue à l’issue de l’ETAPE 5 (inhibition de la thrombine et 

deuxième chromatographie d’affinité) par chromatographie IMAC en mode isocratique. Elle est 

d’abord concentrée et le tampon est échangé pour le Tp5 jusqu’à un volume de 1 mL par centricon 

Amicon (3 kDa). Elle est ensuite chargée sur une colonne de chromatographie par filtration sur gel 

(S75) de 120 mL préalablement équilibrée avec le Tp4. La protéine est alors éluée entre 75 mL et 

90 mL de Tp4 (Figure 101).  

Les fractions T40 à T51 contenant MC1t pure sont rassemblées, concentrées et le tampon est 

échangé pour le tampon F (20 mM Hepes pH7.6, 100 mM NaCl) par centricon Amicon (3 kDa). Nous 

avons obtenu à l’issu de cette étape 150 µL de protéine pure à 2,06 mM (issus d’un culot de 2,66g).  

 

Figure 101 : Analyse de l’élution de la colonne S75. Chromatogramme de l’élution et analyse 
sur gel SDS PAGE 16 %. Suivi de l’absorbance à 280 nm représenté en bleu. PM = marqueur de 

poids moléculaire ; Ti = fraction éluée i. 
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Rendement de la purification de la protéine MC1t 

Un rendement d’en moyenne 2 mg de protéine purifiée par gramme de culot de bactéries est obtenu 

en fin de chaque purification et la pureté de l’échantillon a systématiquement été confirmée par une 

analyse en spectrométrie de masse (Figure 102, MWth = 11076 Da et MWexp = 11077 Da).  

 

Figure 102 : Spectre de masse déconvolué de la protéine MC1t pure. 

2.2.1. Complexation avec l’ADN23bp 

Purification des oligonucléotides de synthèse  

Les oligodéoxyribonucléotides synthétiques de 23 paires de bases utilisés pour l’étude, ont été 

achetés avec une pureté estimée à 70 % (21,19 mg de SUPRX
23bp, 13,22 mg de INF1

23bp, 13,07 mg 

de INF2
23bp et 12,88 mg de INF3

23bp). Cette pureté n’étant pas suffisante pour des essais de 

cristallogenèse, une étape de purification supplémentaire est réalisée par chromatographie 

échangeuse d’anions.  
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Des tests analytiques sur une colonne de chromatographie échangeuse d’anions (MonoQ 

10/100GL) de 8 mL ont été effectués afin d’optimiser spécifiquement le gradient d’élution de chaque 

brin avec cette colonne. Ces tests analytiques ont été réalisés avec des concentrations d’échantillon 

de 5,0 µM pour le brin SUPRX
23bp et 7,4 µM pour les brins INFi

23bp.  

La première méthode testée avec le brin SUPRX
23bp consistait en un plateau avec un mélange 80:20 

TpA/TpB sur 2 CV puis un gradient jusqu’à 100 % TpB sur 20 CV. Un maximum d’absorbance à 

254 nm a été obtenu pour cette élution à 49,84 % de TpB soit ~700 mM NaCl (Figure 103). Pour 

l’optimisation, le pourcentage de tampon B du plateau initial et celui du gradient ont été ajustés afin 

d’éluer le plus sélectivement les oligonucléotides testés. 

 

Figure 103 : Chromatogramme de l’élution de SUPRX
23bp. Respectivement en rose et en bleu, le 

suivi de la proportion de TpB et de l’absorbance à 254 nm. 

Au final, la méthode optimisée pour le brin supérieur a permis d’éluer l’oligonucléotide SUPRX
23bp à 

46,0 % de TpB. La méthode optimisée pour les brins inférieurs a permis d’éluer INF1
23bp, INF2

23bp et 

INF3
23bp respectivement à 80,6 %, 81,1 % et 82,6 % de TpB. 

Suite au dessalage par chromatographie de phase inverse, nous avons finalement obtenu des 

échantillons d’oligonucléotides de 500 µL dans le tampon final F (TpF : 20 mM Hepes pH 7,6, 

100 mM NaCl). Les concentrations de ces échantillons finaux ont pu être déterminées par la mesure 

de l’absorbance à 260 nm (5,23 mM pour SUPRX
23bp, 2,38 mM pour INF1

23bp, 3,08 mM pour INF2
23bp 

et 2,56 mM pour INF3
23bp). 

Cette étape nous permet d’obtenir des brins d’oligonucléotides de meilleure pureté avec 76,41 % de 

rendement en moyenne (85,37 % pour SUPRX
23bp, 64,52 % pour INF1

23bp, 84,47 % pour INF2
23bp et 

71,27 % pour INF3
23bp). 
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Hybridation et complexation 

Les oligonucléotides purifiés ont ensuite pu être hybridés en double brin d’ADN pour réaliser des 

échantillons de duplex Di où i correspond au numéro du brin inférieur (INFi
23bp).  

Les duplex sont ensuite complexés à la protéine MC1t pour obtenir les échantillons Ci, où i 

correspond au numéro du brin inférieur (INFi
23bp et Di), finaux de complexe. Ces échantillons ont été 

préparés à des concentrations de 1,2 mM et 1,5 mM dans le tampon F. Tous les échantillons ont 

été stockés à 4 °C.  

2.3. Vers une description atomique du complexe  

Une fois les échantillons de complexe préparés, il nous a fallu obtenir des cristaux exploitables pour 

une analyse par rayons X. 

2.3.1. Optimisation de la cristallogenèse 

Tests de criblage sur les complexes Di/15N-MC1 

Les complexes Di/15N-MC1, ont tout d’abord été testés à 0,5 mM final avec les kits JCSG+ de 

Molecular Dimensions, NUCLEIX et CLASSICS de chez Qiagen, soit 288 conditions au total. Cette 

méthode de criblage nous a permis d’évaluer rapidement le comportement du complexe pour une 

grande variété de conditions de cristallisation. 

Nous avons observé que pour 81 % des conditions testées sur nos trois complexes, aucun cristal 

n’était obtenu (Figure 104, JCSG+ 2.11 - D1/15N-MC1). En effet, dans 82,6 % des conditions testées 

pour D1/15N-MC1, 82,3 % pour D2/15N-MC1 et 79,5 % pour D3/15N-MC1, la goutte contenant le 

complexe est restée limpide. Le complexe se trouve dans ce cas en sous-saturation. Ce résultat 

peut être lié à une concentration trop faible du complexe pour accéder à la zone de nucléation et 

donc à la formation de cristal.  

Nous avons observé l’apparition de précipités pour 14 % des conditions testées (11,8 % pour D1/15N-

MC1, 13,5 % pour D2/15N-MC1 et 16,0 % pour D3/15N-MC1). Ces observations indiquent une trop 

forte saturation du complexe au sein de la goutte (Figure 104, JCSG+ 2.11 – D2/15N-MC1). 

Enfin, nous avons pu observer des éléments qui dépolarisent, sous la forme de sphérulites, 

d’aiguilles (Figure 104, JCSG+ 2.11 – D3/15N-MC1) ou de cristaux (Figure 104, JCSG+ 1.44 – D2/15N-

MC1), pour 5 % des conditions testées (5,6 % pour D1/15N-MC1, 4,2 % pour D2/15N-MC1 et 4,5 % 

pour D3/15N-MC1). Ce sont ces conditions que nous avons cherché à optimiser. 

Au final trois conditions de cristallisation ont été retenue à l’issue de ce premier criblage :  

- complexe D3/15N-MC1 en présence de 0,2 M nitrate d’ammonium, 20 % PEG 3350 ; 
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- complexe D3/15N-MC1 en présence de 100 mM Tris pH8.0, 40 % MPD ; 

- complexe D2/15N-MC1 en présence de 160 mM acétate de calcium, 80 mM cacodylate de 

sodium pH6.5, 14,4 % PEG 8k, 20 % glycérol. 

 

Figure 104 : Gouttes issues de tests de criblage sur les complexes Di/15N-MC1 dans les 
conditions JCSG+ 1.27 (0,2 M nitrate d’ammonium, 20 % PEG 3350), 2.11 (160 mM acétate de 

calcium, 80 mM cacodylate de sodium pH6.5, 14,4 % PEG 8k, 20 % glycérol) et 1.44 (100 mM Tris 
pH8.0, 40 % MPD).  

Optimisation des conditions de cristallisation sur les complexes Di/15N-MC1 

Nous avons alors cherché à reproduire sur des volumes plus gros (gouttes de 2 µL) les conditions 

retenues et à les optimiser afin d’améliorer la qualité des premiers cristaux (taille, forme) obtenus.  

La reproduction des gouttes préparées avec les conditions 1.27 du kit JCSG+ (0,2 M nitrate 

d’ammonium, 20 % PEG 3350) et 1.44 du kit JCSG+ (100 mM Tris pH8.0, 40 % MPD) sur les trois 

complexes de Di/15N-MC1 n’a pas donné de résultat positif. Les gouttes sont restées limpides dans 

ces conditions. Elles ont donc été écartées de notre étude. 

Les gouttes préparées avec la condition 2.11 du kit JCSG+ (160 mM acétate de calcium, 80 mM 

cacodylate de sodium pH6.5, 14,4 % PEG 8k, 20 % glycérol) ont, en revanche, donné des cristaux 

sous forme d’aiguilles avec le complexe D3/15N-MC1 une journée seulement après leur préparation.  

De ce fait, afin d’à améliorer la qualité et la taille des cristaux, différents paramètres ont été modifiés : 

- la concentration de complexe D3/15N-MC1 (0,33 mM, 0,5 mM et 0,67 mM final) ; 

- la concentration du sel (0, 50 mM, 100 mM et 150 mM acétate de calcium) ;  

- le pH du tampon (100 mM cacodylate de sodium pH5, pH6 et pH7) ; 

- le pourcentage de l’agent précipitant (8 %, 11 %, 14 %, 15 %, 16 %, 17 % et 20 % PEG 8k) ; 
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- le pourcentage d’agent cryoprotectant (5 %, 10 % et 20 % glycérol).  

Au total 66 nouvelles conditions ont été testées à 20 °C et nous ont permis d’obtenir des cristaux 

dans 25 cas. Ces nombreux tests nous ont permis de faire les observations suivantes : 

- la formation des cristaux est favorisée avec des concentrations en sels plus élevées 

(150 mM) ; 

- la cristallisation est favorisée en présence de 5 % de glycérol ; 

- la concentration en complexe ne semble pas influencer la quantité de cristaux formés ; 

- les autres paramètres ne semblent pas avoir d’influence sur la formation des cristaux. 

Les conditions retenues pour la formation des cristaux sont : 0,33 mM final de complexe D3/15N-

MC1, 150 mM d’acétate de calcium, 100 mM de cacodylate de sodium pH6, 17 % de PEG 8k et 5 % 

de glycérol (Figure 105). 

 

Figure 105 : Cristaux du complexe D3/15N-MC1 en conditions 150 mM d’acétate de calcium, 
100 mM de cacodylate de sodium pH 6, 17 % de PEG 8k et 5 % de glycérol. 

Tests de criblage sur les complexes Di/MC1t 

Une seconde série de tests de criblage a été réalisée sur les trois complexes optimisés (Di/MC1t ou 

Ci) à 0,6 mM final dans 288 conditions supplémentaires. Pour cette deuxième série, les kits WIZARD 

de Emerald Biostructures, CRYO de Sigma, NUCLEIX et COMPAS de Qiagen ont été utilisés.  

Dans 79 % des conditions, aucun cristal n’a été observé (82,3 % pour C1, 81,3 % pour C2 et 72,4 % 

pour C3). Comme pour la première série de tests de criblage, nous sommes majoritairement dans 

des conditions de sous-saturation. 

Des précipités sont apparus pour 15 % des conditions (12,8 % pour C1, 12,8 % pour C2 et 19,3 % 

pour C3) et des éléments qui dépolarisent pour 6 % des conditions (4,9 % pour C1, 5,9 % pour C2 et 

8,3 % pour C3) ont été observés. 
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Nous nous sommes ensuite focalisés uniquement sur l’amélioration des cristaux les plus gros et 

dont les faces étaient les mieux définies pour l’étape d’optimisation (Figure 106). Ces cristaux ont 

été obtenus avec le complexe C3 en présence de 0,5 M KCl, 12 % PEG 8k et 10 % glycérol. 

 

Figure 106 : Cristaux du complexe D3/MC1t (ou C3) dans les conditions COMPAS 1.2 (0,5 M 
KCl, 12 % PEG 8k, 10 % glycérol). 

Optimisation des conditions de cristallisation sur le complexe D3/MC1t 

Afin de réaliser l’optimisation, nous sommes passés sur des gouttes de plus gros volumes (2 µL) 

contenant chacune un de nos trois complexes (Di/MC1t) avec d’une part les solutions commerciales 

des kits et de d’autre part des solutions réalisées au laboratoire. 

Les gouttes préparées avec la condition 1.2 du kit COMPAS (0,5 M KCl, 12 % PEG 8k, 10 % 

glycérol) issue du second criblage ont donné des cristaux sous forme d’un amas d’aiguilles 

uniquement pour le complexe C3.  

Nous avons ensuite fait varier la température de cristallisation (20 °C et 4 °C), la concentration en 

complexe (0,4 mM, 0,6 mM et 0,8 mM final), la concentration en sel (0,15 mM, 0,2 mM, 0,25 mM, 

0,3 mM, 0,35 mM, 0,4 mM, 0,5 mM, 1 M KCl), le pourcentage de l’agent précipitant (12 %, 14 %, 

16 %, 17 % et 18 % PEG 8k) ainsi que le type d’agent précipitant (14 % PEG 3350, PEG 5k, 

PEG 6k, PEG 8k et PEG 10k). Tous les essais ont été réalisés avec un pourcentage constant de 

glycérol (10 %, agent cryoprotectant). 

Au total 132 conditions ont été testées et nous avons obtenu des cristaux dans 34 de ces conditions 

(Figure 107). Les cristaux, considérés comme étant exploitables pour une étude structurale, ont été 

obtenus en deux jours, à partir de gouttes de complexe « frais » (préparées dans les 48 h). Il est à 

noter que, pour l’ensemble des gouttes contenant des cristaux, nous avons observé la formation 

d’une coque de précipité à la surface de la goutte. Cette coque a dû être rompue afin de pouvoir 

isoler un cristal du complexe. 

Les conditions retenues pour la formation des cristaux sont : 0,8 mM final de complexe C3, 250 mM 

de KCl, 14 % de PEG 8k et 10 % de glycérol.  
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Figure 107 : Optimisation de la cristallogenèse sur le complexe C3 à 20 °C. Les meilleures 
conditions de cristallisations sont encadrées en rouge. 

2.3.2. Tests de diffraction des rayons X au synchrotron 

Les cristaux retenus ont été testées au synchrotron ESRF de Grenoble sur la ligne de lumière ID29. 

Le cliché de diffraction obtenu sur les cristaux de D3/15N-MC1 (0,33 mM final de complexe, 150 mM 

d’acétate de calcium, 100 mM de cacodylate de sodium pH6, 17 % de PEG 8k et 5 % de glycérol) 

présentait trop peu de signaux et ne nous a pas permis d’obtenir d’information structurale.  

La Figure 108 présente un premier cliché de diffraction qui a pu être enregistré à partir de l’un des 

cristaux de C3 (8 mM final de complexe, 250 mM de KCl, 14 % de PEG 8k et 10 % de glycérol). On 

peut y observer des signaux espacés périodiquement. Ces signaux sont peu nombreux et de faible 

intensité. De par leur proximité et leur périodicité, ces signaux nous permettent d’attester qu’il s’agit 

bien du cliché de diffraction d’une macromolécule biologique et non d’un sel. 
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Figure 108 : Cliché de diffraction par rayons X d’un cristal de complexe C3. L’enchainement 
des flèches bleus reflète la périodicité de la maille cristalline dans une dimension. 

Un ensemble de clichés de diffraction pour lesquels l’angle d’incidence du faisceau de rayons X sur 

le cristal varie (Δθ=0,15°) a été enregistré. De par la faible résolution des clichés obtenus, le 

traitement informatique de ces derniers ne nous a permis que d’obtenir une idée du groupe spatial 

du cristal (P41212 ou P43212), ainsi que ses paramètres de maille (a,b = 88,83 Å ; c = 174,08 Å ; 

α,β,γ = 90°). 

Les résultats obtenus avec les cristaux de C3 sont prometteurs mais ne nous ont pas permis de 

résoudre la structure du complexe. Une nouvelle analyse par diffraction des rayons X sur de jeunes 

cristaux de C3 et l’éventuel changement du cryoprotectant pourrait peut-être aboutir à 

l’enregistrement de clichés de diffraction plus résolus et donc permettre l’obtention de la structure 

tridimensionnelle du complexe.  

2.4. Vers une description de l’enveloppe spatiale du complexe  

Afin de compléter les données obtenues précédemment par RMN et par cristallographie aux rayons 

X, j’ai mené des études de diffusion de rayons X aux petits angles (SAXS). Nous avons ainsi pu 

caractériser les enveloppes de différents objets biologiques : la protéine MC1t seule, un duplex 

d’ADN23bp « bouts francs » seul (D1) et le complexe D1/MC1t (C1). 

2.4.1. Essais de diffusion SAXS 

Les données, collectées sur la ligne de lumière SWING (synchrotron SOLEIL), ont toutes pu être 

traitées complètement à l’exception de celles du complexe C1 à 1 mM pour lequel le Dmax n’a pas pu 

être déterminé. 
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L’analyse de Guinier des courbes de diffusion a été possible pour chaque objet et a permis en 

premier lieu de nous conforter sur l’état de non agrégation de nos échantillons (Figure 109). Si les 

échantillons s’étaient agrégés, nous aurions observé, pour des valeurs du vecteur de diffusion q 

inférieure à 0,1 Å-1, une importante décroissance du signal. En effet, plus un objet est volumineux, 

plus son Δ(Log(I(q))) sera grand pour de faibles valeurs de q. C’est ce que nous pouvons observer 

avec nos trois objets (MC1t = 11,08 kDa ; D1 = 14,09 kDa et C1 = 25,16 kDa). 

La courbe de diffusion de D1 peut être assimilable à une droite ce qui correspond à une forme 

allongée attendue pour le duplex. La courbe de diffusion du complexe peut, quant à elle, être 

assimilée à une courbe en cloche. Cette allure de courbe correspond à un objet plutôt globulaire. La 

courbe de la protéine libre correspond à une forme majoritairement globulaire. 

Les paramètres d’intensité de diffusion à l’origine I(0) et de rayon de giration Rg, estimés à partir de 

cette analyse (Guinier), ont été reportés dans le Tableau 21 tout comme la distance maximale, Dmax, 

et une estimation du volume de l’enveloppe (Porod).  

 

Figure 109 : Superposition des courbes de diffusion SAXS de MC1t, de D1 et de C1 
respectivement en bleu, en rouge et en violet.  



Partie 2. Étude structurale et dynamique d’une protéine associée au 
nucléoïde d’archée en interaction avec l’ADN : MC1 

 

174 

 

Tableau 21 : Paramètres des données SAXS des échantillons analysés. Les valeurs ont été 
estimées pour chaque échantillon à partir des courbes de diffusion. 

La Figure 56 présente les tracés de Kratky. Ils permettent l’analyse de la flexibilité intrinsèque des 

objets étudiés (Figure 110).  

Le tracé de la protéine MC1 met en évidence une partie flexible assez importante et une partie rigide. 

Ce résultat est en accord avec la structure tridimensionnelle de la protéine libre, les données de 

relaxation et de dynamique moléculaire qui ont été obtenues précédemment  et qui montrent que la 

protéine possède un corps globulaire pouvant être considéré comme rigide et un bras flexible (la 

boucle LP5) [22]. Le duplex D1 apparait, quant à lui, comme étant très flexible, ce qui était aussi un 

résultat attendu. Le complexe apparait comme étant plus rigide que les deux partenaires libres, ce 

qui est en accord avec les données structurales et de relaxation obtenues sur le complexe 

ADN15bp/MC1 qui montre que le bras de MC1 devient rigide après complexation et que le complexe 

ADN/protéine est stable dans le temps (aucune dissociation ou dégradation n’est constatée sur les 

spectres 15N-HSQC après plusieurs mois de conservation à 4 °C). 
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Figure 110 : Superposition des tracés de Kratky de MC1t, de D1 et de C1 respectivement en 
bleu, en rouge et en violet.  

2.4.2. Calculs d’enveloppe 

Suite à l’enregistrement et à la caractérisation des courbes de diffusion, nous avons pu, en utilisant 

la suite de programmes d’ATSAS [190], réaliser différents calculs d’enveloppe et de courbe de 

diffusion pour la protéine MC1t libre et du complexe.  

Enveloppes générées par DAMMIN 

Nous avons, en première approche, utilisé le logiciel DAMMIN [192] qui permet de générer des 

enveloppes lorsque rien n’est connu d’un objet hormis sa courbe de diffusion. Même si les modèles 

obtenus sont imprécis et hypothétiques, ils nous ont donné une idée de la forme globale des deux 

objets (Figure 111).  

Les valeurs de Chi2 (χ2) issues de l’affinement des courbes expérimentales et théoriques 

déterminées à partir des enveloppes générées sont proches de zéro (inférieures à 5). L’enveloppe 

étant générée uniquement à partir de la courbe de diffusion expérimentale, cette faible valeur était 

attendue et sert plutôt de contrôle positif au processus de calcul. 

L’enveloppe générée pour MC1t ne peut pas être décrite comme étant globulaire. Toutefois, cette 

enveloppe contient une zone centrale relativement globulaire et deux extensions (Figure 111A). Ces 

extensions sont opposées l’une par rapport à l’autre et sont de tailles très différentes. En se basant 

sur la structure tridimensionnelle déterminée par RMN de la protéine libre (pdb : 2KHL), il semble 

évident que la zone centrale correspond au corps de la protéine et que l’extension dont la taille est 

la plus grande peut correspondre au bras (LP5) de la protéine dans sa conformation étendue. La 

seconde extension, pourrait correspondre aux quatre résidus en N-terminal (Gly(-3), Ser(-2), His(-

1), et Met0) de la protéine MC1t qui sont absents de la séquence et donc de la structure de MC1.  
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Figure 111 : Enveloppe et courbe de diffusion générés par DAMMIN. A – Sur la protéine MC1t. 
B – Sur le complexe C1.  

L’enveloppe générée pour le complexe est, comme attendu, plus globulaire que celle de la protéine 

libre. Cependant, il est très difficile de positionner le modèle du complexe dans cette enveloppe. Le 

positionnement, considéré comme étant le plus optimal semble indiquer, qu’en moyenne, l’ADN n’a 

pas la même courbure et/ou la même torsion que dans le modèle proposé. Cette enveloppe n’est 

cependant pas aberrante. D’après les résultats du Chapitre 1, deux hypothèses sont à évoquer et à 

discuter. La première hypothèse consiste à dire que, dans le complexe ADN23bp/MC1, l’ADN se 

trouve dans deux conformations présentant, pour l’une, deux points de contact dans son petit sillon 

avec MC1 et, pour l’autre, trois points de contact. Si la durée d’existence de la première est 

supérieure à celle de la seconde, alors cette enveloppe est tout à fait compatible avec les données 

obtenues dans le chapitre précédent. Toutefois, il serait étonnant que la conformation ne contenant 

que deux points de contact puisse être considérée comme rigide. Ce qui semble en contradiction 

avec l’analyse du tracé de Kratky réalisé un peu plus haut. La seconde hypothèse consiste à dire 

que notre modèle est à revoir afin de prendre en compte cette enveloppe comme une nouvelle 

donnée. Cette hypothèse a déjà été soulevée dans le chapitre précédent. 

Courbes de diffusion générées par CRYSOL 

Afin d’aller plus loin dans la compréhension des données de SAXS, nous avons utilisé le logiciel 

CRYSOL [193]. Celui-ci permet de générer des courbes de diffusion à partir de structures 

tridimensionnelles obtenues par RMN ou de par diffraction de rayons X et de les comparer à des 

courbes de diffusion expérimentales (Figure 112). 
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Figure 112 : Courbes de diffusion générés par CRYSOL. A – Sur la protéine MC1t à partir de la 
pdb 2KHL. B – Sur le complexe C1 à partir du modèle de structure déterminé par modélisation 

moléculaire à partir des données RMN. 

La courbe de diffusion de la protéine MC1 libre en solution a été calculée à partir du jeu des 20 

structures déposées à la banque de données sur les protéines (pdb : 2KHL). La comparaison de 

cette courbe de diffusion « théorique » avec notre courbe SAXS expérimentale nous donne une 

valeur de Chi2 de 37,7 avec une parfaite superposition pour des valeurs de q inférieures à 0,2 Å-1 

(Figure 112A). Pour des valeurs de q supérieures à 0,2 Å-1, on observe une différence non 

négligeable entre les deux courbes. Elle est certainement liée à deux paramètres qui ne peuvent 

pas être pris en compte par le logiciel. Premièrement, la courbe théorique ne prend en compte que 

20 structures de la protéine MC1. La combinaison de ces 20 modèles représente bien, d’un point de 

vue structural, les différentes positions du bras qui découlent de sa flexibilité, mais le logiciel ne peut 

en aucun cas prendre en compte toutes les postions intermédiaires pouvant exister entre ces 20 

modèles. Deuxièmement, les modèles ne contiennent pas les quatre résidus supplémentaires en N-

terminal, Gly(-3), Ser(-2), His(-1), et Met0), présents dans MC1t. Sachant cela, la superposition des 

deux courbes est tout à fait satisfaisante et les données mesurées par SAXS sont en accord avec 

les données structurales. Ce résultat nous permet d’avoir un contrôle positif sur l’utilisation de ce 

logiciel et donc d’analyser les résultats obtenus sur le complexe. 

Le modèle du complexe ADN23bp/MC1, a été utilisé pour le calcul de la courbe de diffusion 

expérimentale donnée sur la Figure 112B. Cette courbe, superposée à la courbe SAXS de C1, nous 

donne une valeur de Chi2 très élevée (Chi2 = 931,0). Nous observons que les deux courbes 

diffèrent dès que les valeurs de q sont supérieures à 0,1 Å-1. Ce résultat semble confirmer que le 

modèle proposé ne correspond pas à la structure du complexe en solution. 
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Enveloppes générées par MONSA 

Pour finir, nous avons utilisé en troisième approche le logiciel MONSA [192]. Ce logiciel est 

particulièrement adapté au calcul d’enveloppes de complexes ADN/protéine. Il génère, tout comme 

DAMMIN, des enveloppes ab initio mais peut, en plus, utiliser deux phases pour son calcul, chacune 

générant l’enveloppe et la courbe de diffusion de l’un des objets du complexe.  

L’enveloppe générée pour le complexe C1 est présentée sur la Figure 113. Comme pour les 

enveloppes générées par DAMMIN, les valeurs de Chi2 (χ2) calculées sont proches de zéro 

(inférieures à 5) et nous servent de contrôle au bon déroulement du processus de calcul. 

 

Figure 113 : Enveloppe et courbe de diffusion générés par MONSA sur le complexe C1. En 
jaune et en vert sont représentés respectivement l’enveloppe générée pour la protéine MC1t 

(phase 1) et pour l’ADN D1 (phase 2). 

Cette enveloppe obtenue pour le complexe C1 est quasi ellipsoïdale. La partie supérieure, en jaune 

sur la Figure 113 correspond au duplex d’ADN D1. La partie inférieure, en vert sur la Figure 113 

correspondant à la protéine MC1t.  

En intégrant le modèle du complexe 23 bp au cœur de l’enveloppe, on constate que ni la protéine, 

ni l’ADN ne peuvent être positionnés de façon satisfaisante. De plus, le logiciel MONSA n’étant pas 

particulièrement adapté dans le cas de changements de conformation en solution, la modélisation 

d’enveloppes par ce logiciel est, pour la caractérisation de notre complexe, limitée. Nous devons 

donc finalement conclure qu’il faut construire un nouveau modèle afin de prendre en compte les 

enveloppes déterminées à partir des mesures expérimentales de SAXS. 
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2.5. Conclusion : vers une détermination électronique de la structure  

L’ensemble des données et des résultats discutés dans ce chapitre nous a permis d’obtenir des 

pistes pour la résolution par diffraction des rayons X de la structure du complexe.  

Le protocole optimisé pour la préparation du complexe ADN23bp/MC1t nous a permis d’obtenir 

rapidement, et avec une très haute pureté, le complexe. Les essais de cristallogenèse nous ont 

permis de déterminer des conditions favorables à la formation des cristaux de complexe et pourront 

être encore améliorées (croissance de plus gros cristaux et meilleure conservation). Malgré tout, 

d’après les premiers essais de diffraction des rayons-X, ces cristaux sont encourageants pour 

déterminer la structure tridimensionnelle du complexe. Toutefois, il serait peut-être nécessaire de 

réaliser une optimisation de la séquence de l’ADN selon la méthode SELEX sur une longueur de 

23bp comme cela avait été réalisé pour les 15 premières paires de bases. Cette méthode peut 

s’avérer longue et onéreuse. 

Les données de SAXS nous ont permis de conclure que l’enveloppe du complexe ADN/MC1 pouvait 

être déterminée, mais qu’elle ne correspond pas au modèle structural proposé. Un nouveau modèle 

pourrait donc être généré afin de prendre en compte ces nouvelles données. 
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Les protéines architecturales régulent de nombreuses fonctions biologiques en lien avec l’ADN et 

sont des acteurs importants, existant dans les trois domaines du Vivant. Comprendre le 

fonctionnement de la machinerie génétique permet de mieux comprendre l’ensemble des 

mécanismes cellulaires. C’est dans la recherche de cette connaissance détaillée que s’inscrit mon 

travail de thèse. Il a été mené sur deux systèmes de protéines associées au nucléoïde : HU (protéine 

bactérienne, E.coli) et MC1 (protéine archéenne, M. thermophila). 

 

HU est une protéine dimérique retrouvée chez toutes les bactéries. Elle est la protéine majoritaire 

associée au nucléoïde de ces dernières. Chez la bactérie E. coli, elle est codée par deux gènes, 

hupA et hupB, et existe sous trois formes dimériques qui échangent leurs chaînes par un 

mécanisme remarquable, mais complexe. Par ce travail de thèse, nous avons pu compléter les 

connaissances du système d’échange de EcHU tant d’un point de vue structural que cinétique.  

Nous nous sommes d’abord intéressés à la première étape du mécanisme d’échange de chaînes 

de la protéine EcHU, à savoir la transition N2/I2 d’un point de vue structural. Pour ce faire, cinq 

structures de la protéine ont été déterminées par RMN : la structure de chaque dimère dans sa 

conformation native à basse température, la structure de l’hétérodimère à sa température de 

transition (Tm1) dans sa conformation native et dans sa conformation intermédiaire. Au cours de 

cette étude, nous avons pu montrer que les résidus bordant la poche hydrophobe, présente entre 

la « selle » et les domaines HTH, dans la conformation native de la protéine se retrouvaient pour 

une partie d’entre eux, exposés au solvant. Au-delà du fait que les résidus de cette poche seraient 

des déterminants structuraux permettant d’expliquer que les trois dimères de EcHU présentent des 

propriétés thermodynamiques différentes, ceux-ci pourraient former le motif de reconnaissance des 

conformations intermédiaires et ainsi entrainer la formation du tétramère transitoire. 

Nous avons ensuite cherché à caractériser les étapes principales du mécanisme d’échange de 

chaînes menant à la formation de l’hétérodimère d‘un point de vue cinétique 

(ααN + ββN → ααI + ββI → α2β2 → 2 αβN). Cette étude nous a permis de caractériser la cinétique 

globale du système comme étant, quelle que soit la température, une réaction totale d’ordre 2 dont 

l’étape limitante est la formation du tétramère transitoire. Même à basse température (10 °C), la 

formation de l’hétérodimère semble être limitée par la formation du tétramère et non par l’échange 

N2/I2. 

Ces nouveaux éléments nous confortent dans l’idée que la forme tétramérique transitoire est la clef 

structurale et cinétique du mécanisme global d’échange de chaîne intrinsèque aux EcHU et 

probablement à l’ensemble des HU bactériennes. Ces dernières seraient capables de s’auto-

chaperonner pour moduler leur interaction à l’ADN et augmenter leur temps de demi-vie in vivo.  
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La protéine MC1 n’est retrouvée que chez les classes Methanomicrobia et Halobacteria 

d’Euryarchée. Elle est étudiée depuis une trentaine d’années au Centre de Biophysique Moléculaire 

par différents groupes de recherche afin de comprendre et de caractériser les mécanismes 

génétiques, tels que la transcription et la recombinaison de l’ADN, dans lesquelles elle est ou 

pourrait être impliquée. L’ensemble de l’étude, menée ces trente dernières années, associée aux 

données dynamiques et structurales réalisées sur la protéine complexée à un ADN de 15 paires de 

bases et 23 paires de bases, nous ont permis de proposer un mécanisme de complexation en 

trois étapes. Dans un premier temps, MC1 se rapproche de l’ADN et s’associe au petit sillon du A-

tract grâce à ses résidus basiques. Dans un second temps, son bras flexible lui permet de stabiliser 

des conformations courbées de l’ADN en intercalant les chaînes latérales de la Pro72 et du Trp74 

dans le petit sillon. MC1 peut également interagir avec des ADNs plus longs en établissant un 

troisième point de contact. Les données préliminaires, obtenues par cristallographie aux rayons 

X et par diffusion des rayons X de la structure du complexe avec un ADN plus long, n’ont pas permis 

de déterminer la structure tridimensionnelle du complexe. Elles nous ont toutefois permis de décrire 

l’enveloppe du complexe en solution et déterminer des conditions de cristallogenèse suffisantes 

pour aboutir à la caractérisation de cristaux du complexe à haute résolution.  

L’ensemble de ces résultats, nous a permis de faire l’hypothèse que non seulement MC1 est un 

courbeur avéré de l’ADN, mais que cette petite protéine monomérique doit aussi avoir un mode de 

compaction secondaire en tant qu’enrouleur de l’ADN impliquant le troisième point de contact, tout 

comme c’est le cas pour la protéine HU chez les bactéries. 
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Annexe 1 : Structure primaire et nomenclature IUPAC des acides aminés et des nucléosides.   



 

 

 

Annexe 2 : Contraintes RMN et statistiques structurales sur un jeu de 10 modèles pour 
chaque homodimère de EcHU, en cours d’affinement (issu de la thèse de Rémy Le Meur, 

2015) [69].   



 

 

 

Annexe 3 : Titrage de l’homodimère EcHUβ2 15N par l’homodimère EcHUα2 à 27 °C.   



 

 

 

Annexe 4 : Titrage de l’homodimère EcHUβ2 15N par l’homodimère EcHUα2 à 37 °C.   



 

 

 

Annexe 5 : Distribution phylogénique actualisée des protéines architecturales majeurs, 
parmi les Archées, et dans le Vivant. Les domaines et les superembranchements sont 

représentés par les rectangles colorés et sont inscrits en gras, les embranchements sont en noir et 
les genres en italique. Les astérisques correspondent aux différents modes principaux de 
compaction de l’ADN : *enrouleurs, **courbeurs et ***ponteurs. Les tirets indiquent que les 

données sont manquantes.   



 

 

 

Annexe 6 : Courbes de l’évolution du signal CPMG des résidus de la protéine MC1 en 
solution (1/2). Les données en bleu et en rouge ont été enregistrées respectivement sur un 

spectromètre de 700 MHz et de 600 HMz.   



 

 

 

Annexe 7 : Courbes de l’évolution du signal CPMG des résidus de la protéine MC1 en 
solution (2/2). Les données en bleu et en rouge ont été enregistrées respectivement sur un 

spectromètre de 700 MHz et de 600 HMz. 

 

Annexe 8 : Courbes de l’évolution du signal CPMG des résidus de la protéine MC1 dans le 
complexe à 15bp (1/2).   



 

 

 

Annexe 9 : Courbes de l’évolution du signal CPMG des résidus de la protéine MC1 dans le 
complexe à 15bp (2/2).   



 

 

 

Annexe 10 : Courbes de l’évolution du signal CPMG des résidus de la protéine MC1 dans le 
complexe à 23bp.   



 

 

 

Annexe 11 : Composition des 96 solutions des kits 1 et 2 JCSG-plus™ (JCSG+) de Molecular 
Dimensions.  



 

 

 

Annexe 12 : Composition des 96 solutions des kits 1 et 2 CLASSICS Suite de Qiagen.  



 

 

 

Annexe 13 : Composition des 96 solutions des kits 1 et 2 COMPAS de Qiagen.  



 

 

 

Annexe 14 : Composition des 96 solutions des kits 1 et 2 NUCLEIX de Qiagen.  



 

 

 

Annexe 15 : Composition des 48 solutions du kit 1 WIZARD de Emerald Biostructures.  



 

 

 

Annexe 16 : Composition des 50 solutions du kit CRYO de Sigma.  
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Avez-vous déjà passé une I-R-M ? 
Eh bien, je suis comme ces médecins qui vous accueillent là-bas… 
Regardez : Blouse, Lunettes ! 
Alors, qu’est-ce qui peut bien nous différencier ? 
Je vais vous le dire : c’est la taille de nos patients. 

Il vous faut imaginer un être très petit, bien plus petit qu’un insecte. 
Mon patient fait un-mi-cro-mètre ! Il est un million de fois plus petit 
qu’un Homme. Il s’agit d’une bactérie que vous connaissez 
probablement. On la retrouve en grande partie dans notre tube 
digestif. 
C’est Es-che-ri-chia-co-li. 

Ma patiente est comme nous, elle possède des « organes » qui lui 
sont vitaux. Parmi ceux-ci il y a l’A-D-N, GARDIEN de l’information 
génétique. Mais l’ADN n’est pas seul. Afin de protéger ce précieux 
« organe », il existe de nombreux éléments biologiques.  
Pour mon projet de thèse, je m’intéresse à l’un de ces éléments en 
particulier : une protéine organisatrice de l’ADN des bactéries. 
On l’appelle H-U. 

Mon objectif est, d’une part de décrire la structure 3D de H-U et 
d’autre part d’étudier sa dynamique.  

Comment faire cela… ?  
Pour commencer voyez ma protéine comme un assemblage de 
deux chaînes, où chaque chaîne est un enchaînement de petites 
billes aimantées qui s’organise dans l’espace. 
Ces billes peuvent se repousser ou s’attirer. 
C’est l’addition des forces de tous ces petits aimants qui 
structure ma protéine. Et ce sont aussi ces forces qui lui donnent sa 
dynamique… soit entre les deux chaînes de ma protéine, soit 
avec d’autres protéines. 

 
C’est bon ? Vous voyez mieux H-U à présent ?  
Maintenant rappelez-vous,  
Je travaille avec un super IRM à protéine que l’on appelle 
spectromètre à Résonance Magnétique Nucléaire : R-M-N.  
J’utilise de grands champs magnétiques pour en détecter de 
plus petits, dépendants de leur environnement. 

J’obtiens alors un spectre R-M-N. Avec toutes ses taches, on 
peut le voir comme une carte codée ou encore une empreinte 
digitale.  
Il est propre à ma protéine. Et pour le décoder, c’est avant tout 
une question de pratique.  
Chaque tache correspond à une distance entre deux billes 
aimantées. On peut voir cette distance comme… un petit 
élastique.  
Et c’est l’assemblage dans l’espace de tous ces petits 
élastiques, qui me permet de décrire la structure 3D de ma 
protéine. 

En parallèle, j’étudie aussi la dynamique de H-U. 
Si l’on revient à mon spectre RMN avec ses tâches. Je vous ai 
fait imaginer des élastiques pour représenter les distances… 
Eh bien... Ce n’est pas par hasard !  
Un élastique, contrairement à une baguette ou à un cordon, 
peut s’étirer ou se rétracter. Et cette dynamique peut être 
observé par RMN grâce à l’étude de la forme, ou de la taille 
des taches sur le spectre par exemple. Ces taches qui, je vous 
le rappelle, sont liées à l’environnement de mes billes 
aimantées. 

A la fin de mon étude, je ferai un compte-rendu de toutes mes 
analyses sur H-U. Cela afin d’établir, avec l’aide de confrères, 
un diagnostic général sur cette protéine, et sur son utilité pour 
la bonne santé de notre patiente commune : Escherichia coli. 
 

 

Annexe 18 : Texte et illustration de la présentation au concours Ma thèse en 180 secondes, 
édition 2019. 
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Architecture moléculaire et dynamique de protéines histone-like 

de bactérie et d’archée 
 

HU est une protéine bactérienne qui est impliquée dans de nombreuses fonctions liées à l'ADN. Elle est 
présente sous forme de trois dimères chez E. coli (deux homodimères et un hétérodimère). Lorsque les deux 
homodimères sont mélangés in vitro, ils échangent leurs chaînes pour former l'hétérodimère. Mon travail a 
consisté à caractériser, structuralement et cinétiquement, ce mécanisme d'échange qui peut être décrit comme 
une réaction d’ordre 2 se déroulant en 3 étapes : d'une conformation native (N2) de chaque homodimère à une 
conformation intermédiaire (I2, partiellement dissociée et déstructurée), puis la formation d'un tétramère 
transitoire (étape limitante) qui se dissocie finalement en deux hétérodimères. Les résidus considérés comme 
étant les déterminants structuraux permettant la transition entre N2 et I2 ont pu être déterminés. Ces résidus, 
enfouis dans N2, forment un patch hydrophobe sur la surface de I2. Ce patch peut être impliqué dans la 
reconnaissance des chaînes de HU et permettrait la formation du tétramère. 

MC1 participe à l'organisation du génome de plusieurs archées, à la transcription de l'ADN et à la division 
cellulaire par des mécanismes inconnus. Nous présentons la structure d'un complexe formé par MC1 avec un 
ADN de 15 paires de bases. Alors que la protéine a besoin d'adapter sa conformation légèrement, l'ADN subit 
une courbure dramatique et une torsion impressionnante. Une telle conformation en V du complexe et un 
modèle structural de MC1 avec un ADN plus long nous ont amené à proposer un nouveau mode de liaison de 
la protéine en tant qu’« enrouleur ». Des expériences de diffraction RX et de SAXS ont été réalisées sur ce 
complexe. Malheureusement, la structure n'a pas pu être résolue en raison du manque de données de 
diffraction et les données SAXS ont invalidé le modèle. Ces résultats confirment que MC1 est une protéine 
atypique, qui stabilise de multiples conformations en V de l'ADN de manière flexible et dynamique.  

Mots clés : structure, dynamique, échange, protéine interagissant avec l'ADN, RMN, ADN  

Molecular and dynamic architecture of Bacteria and Archaea 
histone-like protein 

 

HU is an essential bacterial protein that is involved in many functions related to DNA. It is present as three 
dimers in E.coli (two homodimers and one heterodimer). If the two homodimers are mixed in vitro, they 
exchange their chains to spontaneously form the heterodimer. My work was to characterize, structurally and 
kinetically, this exchange mechanism that can be described as a second order reaction of three successive 
steps: from a native conformation of each homodimer into an intermediate homodimer conformation (partially 
unfolded and dissociated), followed by the formation of a transient tetramer (limiting step) which finally 
dissociates into two heterodimers. The key residues allowing the protein to switch from the native to the 
intermediate state has been determined. Whereas, there are buried in the native conformation, they are 
forming a hydrophobic patch at the surface of the intermediate one. This patch could mediate the association 
of the intermediate conformation in order to form the tetramer. 

MC1 participates in the genome organization of several archaea and in DNA transcription and cellular division 
through unknown mechanisms. We discuss the solution structure of a complex formed by MC1 with a strongly 
distorted 15 base pairs DNA. While the protein just needs to adapt slightly its conformation, the DNA undergoes 
a dramatic curvature and an impressive torsion. Such a V-turn conformation of the complex lead us to propose 
a new binding mode for the protein as a wrapper and a structural model of MC1 with a longer DNA. XR 
diffraction and SAXS experiments were then carried out on this new complex. Unfortunately, the structure 
could not be solved due to the lack of diffraction data and the SAXS data invalidated the model. These results 
confirm that MC1 is an atypical protein, which stabilizes multiple V-turn conformations of the DNA in a flexible 
and dynamic manner. 

Keywords: structure, dynamic, exchange, DNA binding protein, NMR, DNA  
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