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1 Les plastes 

1.1 Structure et fonctions  
 
Les plastes sont des organites qui jouent un rôle important au sein de la cellule végétale. En 

effet, ils sont le siège de plusieurs réactions métaboliques indispensables pour le 

développement des plantes tels que : la synthèse des acides gras, des acides aminés 

aromatiques et non aromatiques, des bases puriques et pyrimidiques, des isoprénoïdes 

(intervenant dans la biosynthèse des caroténoïdes et des stérols) et les tétrapyrroles 

(intervenant dans la biosynthèse de la chlorophylle).  

Le rôle majeur des chloroplastes est la photosynthèse. Chacun est entouré d’une double 

membrane constituant les enveloppes externes et internes. Des membranes photosynthétiques, 

les thylacoïdes, s’étendent à l’intérieur du plaste en formant un réseau de vésicules aplaties 

(Fig.1) en partie empilées les unes sur les autres formants des structures appelées grana. 

 

La membrane thylacoidienne contient quatre complexes protéiques majeurs impliqués dans la 

réaction lumineuse de la photosynthèse : les photosystèmes (PS) I et II, le complexe 

cytochrome b6/f et l’ATP synthase. Les deux photosystèmes sont présents dans les granas : le 

PS II est limité aux membranes internes du grana (n’ayant pas de contact avec le stroma). Le 

PSI est situé au niveau des thylacoïdes ayant une face en contact avec le stroma.  

Le stroma, contient le système génétique du plaste ainsi que la plupart des enzymes 

intervenant dans les métabolismes en particulier ceux qui sont responsables de la conversion 

du CO2 en glucides durant la photosynthèse. Il contient des quantités variables de grains 

d’amidon et des gouttelettes lipidiques appelées palstoglobules.  Les enveloppes sont le siège 

de la biogenèse des lipides et contrôlent l’échange de molécules entre le stroma et le 

cytoplasme. La membrane externe est perméable à des molécules faisant moins de 10 kDa. La 

membrane interne est par contre plus sélective, et contient des petites molécules jouant le rôle 

de transporteurs des ions et des métabolites (Flügge, 2001). 
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Figure 1 : Les chloroplastes sont le siège de la photosynthèse et de la fixation du CO2 atmosphérique. Ils sont 
entourés d’une double membrane (enveloppes externe et interne). Ils possèdent en plus des membranes 
thylacoïdiennes riches en chlorophylle où se déroule la photosynthèse. Lors de la phase lumineuse, l’ATP et le 
NADPH sont utilisés pour convertir le CO2 atmosphérique en composés organiques grâce à des enzymes situées 
dans le stroma (cycle de Calvin) (Schéma tiré de Flügge, 2001).   
 
 
 

 

 

Dans les tissus méristématiques, les plastes existent sous une forme indifférenciée, non 

pigmentée, appelée proplaste.  

En absence de lumière les proplastes se développent en étioplastes qui sont formés d’une 

structure para-cristalline appelée corps prolamellaire. Ces derniers se transforment après 

illumination en thylacoïdes permettant ainsi l’apparition des chloroplastes. Dans les tissus non   

pigmentés tels que les trichomes, les proplastes se développent en leucoplastes capables de 

synthétiser et de stocker plusieurs substances comme des huiles aromatiques (élaoiplastes). 

Les amyloplastes localisés au niveau des racines et dans le tubercule de pomme de terre sont 

la source de stockage de carbone sous forme d’amidon. Dans certains fruits et fleurs, les 

plastes existent sous forme de chromoplastes riches en pigments de couleurs diverses tels que 

les caroténoïdes et les xanthophylles (Fig.2). 
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Figure 2 : Les différents types de plastes. Les chloroplastes sont issus de la différenciation des proplastes ainsi 
que tous les autres types de plastes. Toutefois, la plupart des types de plastes sont interconvertibles selon les 
conditions de développement (Schéma tiré de de López-Juez and Pyke, 2005).  
 

1.2 Origine du plaste  
 

Les plastes sont issus de l’endosymbiose d’une cyanobactérie avec une cellule eucaryote, 

événement intervenu il y a un milliard d’années environ (Dyall et al., 2004).  

Durant la co-évolution de l’endosymbionte (le plaste) et de la cellule hôte, plusieurs gènes 

« plastidiaux » ont été transférés vers le noyau. Certains ont gardés une destinée plastidiale. 

Ils sont alors adressés au plaste grâce à un peptide de transit. Chez Arabidopsis thaliana 

environ 18% des gènes nucléaires sont d’origine cyanobactérienne (Martin et al., 2002). 

Du fait de leur double origine génétique, les plastes sont considérés comme étant des 

organites semi autonomes. Ils possèdent leur propre génome (appelé aussi plastome) qui code 

pour des protéines plastidiales, mais la majorité des autres protéines plastidiales sont codées 

par le noyau (environ 80% chez Arabidopsis thaliana). Ainsi, le noyau contrôle la biogenèse 

du plaste. 

2 Le génome plastidial 

2.1 Structure  
 

Les plastes possèdent leur propre génome, constitué de plusieurs molécules d’ADN plastidial, 

chacune étant appelée chromosome ou parfois plastome. Le degré de polyploïdie varie : les 

proplastes contiennent environ vingt copies de leur génome (400 par cellule méristématique) 

alors que les chloroplastes contiennent approximativement 100 copies (soit jusqu’à10, 000 

copies pour des cellules contenant 100 plastes) (Sugiura, 1992). Ces génomes ne sont pas 

nécessairement organisés en cercles individuels (un génome par cercle). Il a été récemment 
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démontré qu’en plus de la forme circulaire monomérique du plastome, plusieurs formes 

linéaires organisées en dimère, trimère et même tétramères ont été observées (Bendich, 2004). 

Il demeure par contre encore incertain sous quelle forme l’ADN plastidial joue le rôle de 

matrice pour la replication d’ADN in vivo. Scharff and Koop en 2006 ont montré que les 

extrémités de l’ADN plastidial linéaire chez le tabac correspondent à des origines de 

replication connues. 

Les ADN plastidiaux tout comme le chromosome bactérien sont compactés en nucléoïdes. 

Les chloroplastes contiennent plusieurs nucléoïdes. 

Le chromosome plastidal circulaire contient deux régions inversées répétées (IR) séparant une 

large et une petite région (LSC et SSC respectivement). Il contient entre 120 et 160Kpb 

codant pour environ 120 à 135 gènes (Pour une liste complète des génomes séquencés : 

http://megasun.bch.umontreal.ca/ogmp).  

Le chromosome plastidial des plantes supérieures contient 4 gènes codant des ARN 

ribosomiques (16S, 23S, 5S et 4.5S), 30 gènes codant des ARNt, plus de 72 gènes codant des 

polypeptides et plusieurs ORF codant des protéines de fonctions encore inconnues (ycf). 

Les gènes plastidiaux codant des polypeptides appartiennent à plusieurs catégories : les gènes 

codant l’appareil transcriptionnel plastidial de type procaryotique (gènes rpo) ; de l’appareil 

traductionnel ; de l’appareil photosynthétique et des sous unités de la NADH-dehydrogénase 

(gènes ndh). Un seul gène (clpP) code une sous unité de protéase.  

2.2 Organisation des gènes plastidiaux 
 
Comme chez les bactéries, la plupart des gènes plastidiaux sont organisés en opéron. Ils 

s’expriment sous forme d’unités polycistroniques (Sugiura, 1992). Chez Arabidopsis thaliana, 

il existe environ 35 unités de transcription polycistronique. La majorité des opérons 

plastidiaux codent pour des sous unités appartenant à un même complexe moléculaire 

(comme les gènes ndh par exemple). Toutefois certaines exceptions existent tel que l’opéron 

psbB qui contient en plus des gènes psb, les gènes pet. 

Certains gènes plastidiaux possèdent des introns appartenant au groupe I ou au groupe II. 

Dans le plastome du tabac 18 gènes plastidiaux contiennent des introns (6 ARNt et 12 

protéines) (Sugita and Sugiura, 1996 ; Rochaix, 1996).  
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D’une manière générale, la maturation des transcrits plastidiaux comprend l’épissage, 

l’editing (conversion de C en U), et le processing des longs ARNs polycistroniques. 

3 Les ARN polymérases plastidiales 
 

Les plastes possèdent leur propre machinerie génétique faisant intervenir deux types d’ARN 

polymérases et des ribosomes plastidiaux. Ainsi, les plastes assurent la synthèse d’au moins 

5% de leur protéines (Shiina et al., 2005). 

Bien que le génome du chloroplaste soit plus petit que celui des cyanobactéries, la 

transcription plastidiale est très complexe. On distingue dans les plastes deux systèmes de 

transcription qui diffèrent selon leur origine génétique : 

• Un système de type procaryote mettant en jeu une ARN polymérase plastidiale de type 

eubactérien, multimérique constituée de quatre sous unités α, β, β’et β’’ appelée PEP 

pour Plastid Encoded RNA Polymerase 

• Un système de type phagique comprenant deux ARN polymérases nucléaires de type 

phagiques, monomériques appelées NEP pour Nuclear Encoded RNA Polymerase 

3.1 L’ARN polymérase codée par le plaste, PEP 
 

La PEP est une enzyme multimérique qui peut se présenter sous deux formes bien distinctes. 

Le core enzyme est formé de deux sous unités α, une sous unité de β, de β’et de β’’. Ces sous 

unités sont codées respectivement par les gènes rpoA, B, C1 et C2. Ces gènes sont organisés 

comme chez les bactéries en deux opérons : l’opéron rpoB contenant les gènes rpoB, C1 et C2 

et l’opéron rpoA qui comporte en plus des gènes codant pour des protéines ribosomales. 

Le core enzyme est nécessaire pour l’étape d’élongation lors de la synthèse d’ARN. 

Cependant, l’initiation de la transcription nécessite la reconnaissance spécifique d’une 

séquence nucléotidique dite séquence promotrice. Ceci s’effectue par la deuxième forme 

d’enzyme dite holoenzyme. 

L’holoenzyme est donc la forme complète de l’ARN polymérase plastidiale, PEP. Elle est 

formée suite à la fixation sur le core enzyme d’un facteur de transcription plastidial, dit 

facteur sigma (σ) codé par le noyau. 

Des mutants transplastomiques chez le tabac, nuls pour l’une des sous unités de la polymérase 

(∆rpoA, ∆rpoB, ∆rpoC1) ont été créés. Ils ont permis de mettre en évidence le rôle de la PEP 

dans la transcription de gènes photosynthétiques (Allison et al., 1996 ; Santis-MacIossek et 
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al., 1999). Ces mutants sont albinos viables et si on les cultive avec un apport de glucides 

(dans le milieu de culture), ils accumulent en plus certains des transcrits plastidiaux.  

L’expression du génome plastidial nécessite donc l’activité d’un second système de 

transcription impliquant une ARN polymérase monomérique, de type phagique, codée par le 

noyau : NEP (Nuclear Encoded RNA Polymerase). 

3.2 L’ARN polymérase codée par le noyau, NEP 
 
La présence d’une ARN polymérase plastidiale de type phagique a été démontrée selon une 

approche biochimique réalisée au sein de notre laboratoire par Lerbs-Mache (1993).  En effet, 

S. Lerbs-Mache a montré l’existence d’un polypeptide de 110kDa, dans les chloroplastes 

d’épinard lequel présente des similarités immunologiques avec l’ARN polymérase du 

bactériophage T7. Il est aussi capable de reconnaître le même type de promoteurs. 

Le premier gène candidat rpoTp codant pour cette ARN polymérase a été découvert dans le 

génome nucléaire d’Arabidopsis. Il est supposé provenir d’une duplication du gène 

mitochondrial (Hedtke et al., 1997). La fonction de rpoTp comme polymérase plastidiale a été 

démontrée par Liere et al., 2004 en utilisant des tabacs transgéniques surexprimant cette 

polymérase. 

Chez les plantes monocotylédones on dénombre deux NEP, une mitochondriale (RPOTm) et 

une plastidiale (RPOTp) (Ikeda and Gray, 1999). Par contre chez les plantes dicotylédones, il 

existe un troisième gène (rpoTmp) codant pour une ARN polymérase de type T7 (Hedtke et 

al., 1997). Il serait issu d’une seconde duplication qui est apparue aprés la divergence entre les 

monocotylédones et les dicotylédones. Chez la plante modèle Arabidopsis thaliana, cette 

polymérase RPOTmp est importée à la fois dans les plastes et dans les mitochondries (Hedtke 

et al., 2000). 

3.3 Coordination de la transcription entre NEP et PEP 
 
La transcription des gènes dans le noyau se fait par l’intermédiaire de trois ARN polymérases. 

La coordination de la transcription entre chaque ARN polymérase se fait de manière gène-

spécifique : chacune transcrit un groupe de gènes.  La pol I transcrit les gènes ribosomiques 

(ARN r), la pol II transcrit les ARNm et la pol III transcrits les petits ARN tels que les ARNt. 

Dans le chloroplaste, bien que trois ARN polymérases coexistent aussi, la coordination de la 

transcription s’effectue de manière différente.  
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L’étude des mutants transplastomiques, en particulier des mutants déficients en PEP a permis 

de mieux caractériser les gènes cibles des polymérases plastidiales. La comparaison du profil 

d’expression des gènes dans les plantes mutantes par rapport à la plante sauvage a permis de 

classer les gènes plastidiaux en trois groupes (Allison et al., 1996 ; Hajdukiewicz et al., 1997). 

• Gènes de groupe I transcrits exclusivement par la PEP (gènes photosynthétiques) 

• Gènes de groupe II transcrits aussi bien par la PEP que par les NEP (opéron rrn par 

exemple) 

• Gènes de groupe III transcrits exclusivement par les NEP.  

 
 
Ceci montre bien que les deux types de polymérases se partagent la transcription des 

différents gènes plastidiaux. La question qui est alors posée est :  

Comment s’effectue cette distribution de rôle entre les deux polymérases PEP et NEP ? Est ce 

que la régulation de la transcription plastidiale est dépendante du stade du développement ? 

Des études réalisés par Mullet, 1993, ont permis de répondre partiellement à ces questions. Il 

a pris l’orge, une espèce monocotylédone comme modèle d’étude. Cette espèce a la 

caractéristique d’avoir un gradient de différenciation des plastes tout au long de la feuille. Sur 

ce modèle, il a pu observer que la NEP est active pendant les jeunes stades de développement 

qui renferment des proplastes. Elle transcrit les gènes plastidiaux codant l’appareil 

transcriptionnel (l’opéron rpoB) et traductionnel du plaste. Ceci lui a permis d’émettre une 

hypothèse de mise en place séquentielle des activités polymérases plastidiales au cours du 

développement des plastes : il y aurait une activation en cascade des deux systèmes de 

transcription, la NEP étant active aux jeunes stades de développement (dans les proplastes) 

elle permettrait de transcrire les gènes de ménages y compris ceux codant pour les sous-unités 

de la PEP.  Ensuite, une fois que la PEP est synthétisée, au cours des stades plus développés 

(chloroplaste) cette dernière s’associe aux facteurs sigma et commence à transcrire les gènes 

photosynthétiques. 

Certaines études réalisées récemment ont commencé à remettre en question ce modèle. En 

effet, Cahoon et al., 2004 ont montré, chez le maïs, que les deux activités transcriptionnelles 

des NEP et de la PEP augmentent au cours de stades de différentiation des plastes. Toutefois, 

l’accumulation des transcrits NEP ne varie pas au cours du développement des plastes. Par 

contre les transcrits PEP deviennent plus abondants dans les plastes matures. Il a donc été 

suggéré que le niveau d’accumulation constant des transcrits NEP proviendrait d’une 

diminution de leur stabilité compensée par une augmentation de l’activité NEP. La 
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déstabilisation sélective des transcrits NEP a été aussi observée dans les mutants déficients en 

PEP où tous les gènes plastidiaux sont transcrits par le système phagique, NEP (Legen et al., 

2002). La déstabilisation des transcrits NEP pourrait être due à un événement post-

transcriptionnel. Ceci montre bien que le turnover des ARNm dans les chloroplastes varie 

considérablement entre les transcrits NEP et PEP et qu’il existe probablement une régulation 

post-transcriptionnelle des transcrits dépendante de l’ARN polymérase jouant un rôle 

important dans le développement des chloroplastes. 

Demarsy et al., 2006, ont apporté un autre élément de réponse concernant la coordination de 

la transcription plastidiale entre les NEP et la PEP. Une étude expérimentale systématique de 

l’expression des composants des systèmes de transcription plastidiale (les sous unités de la 

PEP, les facteurs sigma, les NEP) au cours de la germination et des jeunes stades de 

développement chez Arabidopsis thaliana et l’épinard a été entreprise. Les résultats obtenus 

contredisent le modèle de mise en place séquentielle de l’appareil transcriptionnel plastidial 

qui a été proposé précédemment par Mullet, 1993. A la place, un modèle de mise en place 

simultanée des deux appareils de transcription NEP et PEP pendant la phase de germination a 

été établi. En effet, il a été démontré que la PEP est déjà active pendant la phase d’imbibition 

de la graine et de la germination. L’inhibition de l’activité PEP par l’inhibiteur tagetitoxin est 

associée à un retard de germination des graines d’Arabidopsis (Demarsy et al., 2006 ; 

Courtois et al., 2007).  

4 Les promoteurs plastidiaux 
 

PEP et NEP reconnaissent différent types de promoteurs. Les promoteurs PEP sont similaires 

aux promoteurs reconnus par l’enzyme holo d’E. coli associée aux facteurs sigma 70 tandis 

que les promoteurs NEP ressemblent à ceux reconnus par les polymérases phagiques T3/T7. 

4.1 Les promoteurs PEP 
  
L’ARN polymérase plastidiale a une origine eubactérienne. De ce fait, les promoteurs PEP 

présentent des variants de séquences consensus -10 (TAtaaT) et -35 (TTGaca) du promoteur 

typique σ70 d’E. coli. Les nucléotides écrits en majuscules sont fortement conservés dans les 

promoteurs PEP (Liere and Maliga, 2001). Certains promoteurs plastidiaux de type σ70 

possèdent des éléments cis régulateurs : 

� Une TATA-box localisée entre le consensus -10/-35 
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� Un motif TGn localisé à une paire de base de distance en amont de la région -10 

(promoteur -10 long) 

� Une boite AAG située en amont de la région -35 

Le rôle régulateur des ces différents motifs sera discuté dans les différents exemples de 

promoteur présentés ci-dessous. 

L’efficacité de la transcription initiée à partir d’un promoteur PEP varie considérablement 

selon le degré d’homologie des boites -10/-35 avec les séquences consensus bactérienne. 

Ainsi, le gène psbA est transcrit 40 fois plus que le gène petB chez l’orge (pour revue voir 

Shiina et al., 2005). Certains gènes plastidiaux tels que psbA, rbcL, psbD, psaA, et rrnP1 

(rrnP2 d’après la nomenclature de Lerbs-Mache, 2000) sont fortement exprimés par rapport à 

d’autres gènes ayant des promoteurs PEP dans les feuilles matures. Ces promoteurs présentent 

en effet une architecture particulière. 

4.1.1 Le promoteur psbA  
 

Le gène psbA code pour la protéine D1, composante essentielle du centre réactionnel 

du photosystème II. La transcription du gène psbA est activée par la lumière et dépendante du 

stade de développement (Klein and Mullet, 1990). La protéine D1 ainsi que D2 (codée par le 

gène psbD) sont des protéines photosynthétiques rapidement endommagées par la lumière 

(Christopher and Mullet, 1994). De ce fait l’expression de D1 et D2 est régulée de manière 

différentielle à plusieurs niveaux tels que la stabilité des ARNm, la traduction, mais aussi de 

manière primordiale au niveau de la transcription.  

Plusieurs essais de transcription in vitro ont montré que psbA est transcrit à partir d’un 

promoteur unique de type σ70 possédant des séquences -10/-35 très conservées chez les 

plantes (Liere and Maliga, 2001). Une caractérisation détaillée du promoteur a été effectuée 

par transcription in vitro chez la moutarde. Cette étude a permis d’identifier la présence d’une 

boite TATA située entre les hexamères -10 et -35. En comparant le taux de transcription in 

vitro à partir d’extraits de plantes étiolées et cultivées à la lumière, il a été montré que la boite 

TATA ainsi que l’élément -10 du promoteur sont suffisants pour maintenir une activité 

transcriptionnelle basique du promoteur psbA dans les étioplastes. Par contre la présence de 

l’élément -35 du promoteur est obligatoire pour atteindre le taux élevé de transcription de 

psbA nécessaire dans les extraits de chloroplastes matures (photosynthétiquement actifs) 

(Eisermann et al., 1990). 
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Un autre type de régulation d’expression du promoteur psbA a été observé chez le blé. Ce 

promoteur présente en plus de la boite TATA, un motif TGn situé en amont de l’élément -10 

(aussi appelé séquence -10 étendu) (Satoh et al., 1999). L’étude réalisée sur le blé a été 

effectuée sur des extraits à partir de partie de feuilles caractérisées par des stades de 

différenciation de plastes différents : la partie basale de la feuille présentant des plastes non 

différenciés ou proplastes, tandis que l’extrémité de la feuille contient des chloroplastes 

matures. Cette étude a donc mis en évidence deux types d’activités PEP : une activité 

constitutive indépendante de la lumière observée dans les proplastes nécessitant les deux 

éléments -10/-35 du promoteur et une forte activité dépendante de la lumière (dans les 

chloroplastes présents dans l’extrémité de la feuille) dépendante uniquement de la région -10 

(élément -10 étendu).  Il a été proposé que la différence entre les deux activités de la PEP 

observée dans la base et l’extrémité des feuilles de blé serait due à l’association de différents 

facteurs sigma. De ce fait le motif TGn de la région -10 étendu serait impliqué dans la 

reconnaissance de certains facteurs sigma dans les chloroplastes matures.  En effet, il a été 

démontré chez la moutarde que les facteurs SIG1 et SIG2 reconnaissent le motif TGn de la 

région -10 étendu (Homann and Link, 2003). 

4.1.2 Le promoteur psbD LRD 
 
Le gène psbD code pour la protéine D2, une autre composante importante du centre 

réactionnel du photosystème II. Cette protéine a, tout comme D1, un très rapide turnover 

lumière dépendant. Chez les plantes supérieures, le gène psbD forme un opéron avec le gène 

psbC. Ils sont transcrits à partir de plusieurs promoteurs PEP. Un des promoteurs PEP de 

psbD est très bien étudié c’est le promoteur psbD LRP (=Light Responsive Promoter). 

Comme son nom l’indique, ce promoteur est très fortement régulé par la lumière. Il est activé 

spécifiquement par des irradiations élevées de lumière bleu et ultraviolette (plus de 10 nmol 

m-2 s-1) (Christopher and Mullet, 1994). 

L’architecture du promoteur psbD LRP a été étudiée dans de nombreuses espèces et semble 

être bien conservée dans le règne végétal (pour revue voir Liere and Maliga, 2001). Le 

promoteur psbD LRP est de type σ70 possédant des séquences -10/-35 très peu conservées, 

espacées d’environ 15 nucléotides au lieu de 17 ou 19 nt normalement. Ces séquences sont 

suivies en amont d’une région d’environ 28 nt dite boîte AAG ainsi qu’une région dite boite 

PGT (Shiina et al., 2005 ;  Liere and Maliga, 2001). 

Des expériences de transcription in vitro ont montré que la polymérase purifiée d’E. coli est 

incapable d’initier la transcription à partir du promoteur psbD LRP. Ceci prouve l’existence 
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de facteurs de transcription additionnels nécessaires pour l’activité du promoteur psbD LRP. 

Chez l’orge, deux facteurs susceptibles d’interagir avec le promoteur psbD LRP ont été 

identifiés. Il s’agit du facteur AGF (AAG box Factor) liant spécifiquement la boite AAG et du 

facteur PGTF (PGT binding Factor) interagissant avec la boite PGT (Kim and Mullet, 1995). 

L’activité de PGTF est régulée par une kinase ADP dépendante. PGTF serait impliqué dans 

l’activation du promoteur psbD LRP en réponse à la lumière (Kim et al., 1999). 

La transcription à partir du promoteur psbD LRP dépend uniquement de l’élément -10 chez le 

riz, le blé et l’orge (pour revue voir Liere and Maliga, 2001). 

4.1.3 Le promoteur rbcL 
 

Le gène plastidial rbcL code la grande sous unité de la ribulose-1,5-bisphosphate carboxylase. 

Il est transcrit à partir d’un seul promoteur PEP contenant des éléments -10/-35 très conservés 

espacés de 18 nt. Ces éléments sont indispensables pour l’initiation de la transcription in vitro 

à partir du promoteur rbcL (Gruissem and Zurawski, 1985). La transcription de rbcL est 

régulée par la lumière chez l’orge (Klein and Mullet, 1990) le tabac et Arabidopsis (Shiina et 

al., 1998 ; Shiina et al., 2005). 

De plus, la région située entre -16 et -102 du site d’initiation de la transcription du gène rbcL 

a été identifiée comme un site de liaison de CDF1, un facteur chloroplastique qui joue un rôle 

dans la régulation de la transcription de rbcL par la lumière, le stade de développement et le 

tissu  pour certaines plantes (pour revue voir Shiina et al., 2005). 

4.1.4 Le promoteur rrnP2 
 
L’opéron rrn plastidial code les quatre ARNr (rrn16, rrn 23, rrn4,5 et rrn 5) ainsi que deux 

ARNt : trnI et trnA.  

L’opéron rrn possède quatre promoteurs distincts : rrn P1, rrn P2, rrn Pc et rrn P3 

(d’après la nomenclature de Lerbs-Mache, 2000). Les promoteurs rrn P1 et rrn P2 sont des 

promoteurs PEP tandis que le promoteur rrn Pc et rrn P3 sont des promoteurs NEP (Lerbs-

Mache, 2000). Cependant l’usage de promoteur pour l’initiation de la transcription diffère 

selon les plantes. Par exemple, chez le tabac, la transcription de l’opéron rrn s’effectue à 

partir du promoteur rrn P2, un promoteur PEP de type σ70. Il contient des éléments -35 

(TTGACG) et -10 (TATATT) très conservés. Toutefois, ces éléments ne sont pas suffisants 

pour permettre une initiation de la transcription in vivo. En effet, des études approfondies du 

promoteur ont mis en évidence l’importance d’une séquence nucléotidique (hexamère : GTG 
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GGA) située en amont du site -35 du promoteur. Cette séquence encore appelée RUA (rRNA 

operon upstream activator) est très bien conservée chez les plantes (monocotylédones et 

dicotylédones) sauf le pois (Suzuki et al., 2003). 

La transcription à partir du promoteur rrn P2 du tabac n’est pas dépendante de l’élément -10 

(le -35 étant indispensable pour la transcription à partir de ce promoteur). Ainsi, il a été 

suggéré par Suzuki et al. (2003) que la séquence RUA pourrait remplacer l’élément -10 dans 

le promoteur rrn P2. Cependant, plusieurs hypothèses sont émises quant au mode 

d’interaction de la PEP avec la région RUA (une interaction directe ou par l’intermédiaire de 

facteurs spécifiques tels les facteurs sigma ou autres). 

 
Figure 3 : Exemples des promoteurs PEP –dépendants nécessitant des éléments régulateurs en cis (tiré de Shiina 
et al., 2005). 
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4.2 Les promoteurs NEP 
 
Les transcrits NEP ainsi que leur site d’initiation spécifiques ont été d’abord déterminés dans 

les mutants PEP. L’alignement des régions 5’UTR des gènes transcrits par la NEP a pu mettre 

en évidence l’existence d’un motif très conservé YRTA juste en aval du site d’initiation de la 

transcription. Ce motif est identique au promoteur mitochontrial phagique (type T3/T7). Ces 

promoteurs sont connus comme promoteur NEP type I (Allison et al., 1996; Hajdukiewicz et 

al.1997).  D’autres promoteurs NEP, encore appelés promoteur NEP de type II, ont été 

identifies chez certains gènes (tel que ClpP-53). Ils ne présentent pas d’éléments consensus. 

Les caractéristiques ainsi que des exemples des deux types de promoteurs NEP seront 

détaillés dans les paragraphes suivants. 

 

4.2.1 Promoteurs NEP de type I 
 

Les promoteurs NEP de type I sont caractérisés par la présence du motif très conservé YRTA. 

Des expériences visant à mieux disséquer l’architecture des régions promotrices de ces 

promoteurs ont permis de les diviser en deux sous groupes : 

• Promoteur NEP de type Ia : 

Ce sont des promoteurs dont l’initiation de la transcription est strictement dépendante de la 

présence du motif YRTA. On identifie à ce jour plusieurs promoteurs de ce type chez les 

plantes supérieures (tels que les promoteurs rpoB-345, rps2-152, clpP-173, clpP-511, ycf2-

1577, et accD-129 identifiés chez le tabac). 

• Promoteur NEP de type Ib : 

Ce type de promoteurs contient en plus du motif YRTA, un second motif conservé appelé 

boite GAA. Le rôle important que joue cet élément dans l’initiation de la transcription a été 

démontré dans le promoteur atpB-290 du tabac (Liere and Maliga, 2001 ; Shiina et al., 2005).  

4.2.2 Promoteurs NEP de type II 
 

Les promoteurs NEP de type II sont caractérisés par l’absence de séquence consensus ou 

motif YRTA. Ce type de promoteur est représenté par un exemple unique parmi les gènes 

plastidiaux : le promoteur principal du gène ClpP qui code une des sous unités de protéase 

plastidiale. Chez le tabac ce promoteur (ClpP -53) a été largement étudié in vivo en utilisant 
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une approche transplastomique. Les séquences indispensables au fonctionnement du 

promoteur sont situés en aval du site d’initiation de la transcription (entre -5 et +25) 

(Sriraman et al., 1998). La séquence du promoteur ClpP -53 ainsi que le site d’initiation de la 

transcription sont très conservés chez les monocotylédones, les dicotylédones, les conifères et 

les hépatiques. 

4.2.3 Les promoteurs des ARNt 
 
La plupart des ARNt plastidiaux sont transcrits par la PEP à partir de promoteur de type σ

70. 

Toutefois, la transcription de certains ARNt tels que les trnS, trnR et trnT chez l’épinard et 

trnS, trnH et trnR chez la moutarde est initiée à partir de promoteurs internes. Le site 

d’initiation de la transcription du gène trnS chez l’épinard se situe à 12 nucléotides en amont 

de la région codante mature de l’ARNt. L’analyse in vitro de la transcription du gène trnS a 

montré le rôle important d’une séquence nucléotidique riche en AT localisée en amont de la 

région codante (entre -31 et -11) (Wu et al., 1997). Toutefois, la région codante du gène trnS 

contient des séquences homologues aux blocs A et B constituant les promoteurs des ARNt 

nucléaires transcrits par la Pol III. Cependant, dans le génome d’Arabidopsis aucune ARN 

polymérase de type III adressée au plaste n’a été identifiée. A ce jour, l’ARN polymérase 

impliquée dans la transcription des ARNt dans le chloroplaste demeure inconnue. 

4.2.4 Le promoteur Pc de l’opéron rrn 
 
Le promoteur Pc de l’opéron rrn est un promoteur NEP « exceptionnel » car il diffère des 

deux types de promoteurs NEP connus à ce jour. En effet, le site d’initiation de la 

transcription à partir du promoteur Pc est localisé entre les éléments -10 /-35 du promoteur 

P2. En plus, il a été démontré que le promoteur rrn Pc est transcrit par une troisième NEP 

encore non identifiée en 2000, appelée NEP-2 (Bligny et al., 2000) récemment identifiée 

comme étant rpoTmp (Courtois et al., 2007). Le facteur CDF2 (Chloroplast DNA-binding 

Factor) interagit avec la NEP2 au niveau du promoteur rrn Pc, plus précisément dans une 

région située en amont de 28 bp du promoteur. Il s’agirait d’un activateur de la transcription 

du promoteur rrn Pc et d’un represseur de la transcription à partir du promoteur P2 par la PEP 

(Lerbs-Mache, 2000).  

 
Chez Arabidopsis thaliana, des mutants d’insertion d’ADN-T des deux NEP RPOTp et 

RPOTmp ont été largement étudiés (Courtois et al., 2007). L’analyse des sites d’initiation de 

transcription des gènes NEP dans ces mutants a permis de distinguer le rôle de ces deux ARN 
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polymérases au cours de la transcription : RPOTp reconnaît spécifiquement les deux types de 

promoteurs (type I et type II) chez Arabidopsis thaliana. RPOTmp semble être spécifique 

d’un seul promoteur NEP, le promoteur rrn Pc au cours de la germination.  

Ainsi, RPOTp est la principale NEP chez Arabidopsis. Par contre RPOTmp semble jouer un 

rôle spécifique au niveau de la transcription de l’opéron rrn au cours de la germination. 

Toutefois, ces deux polymérases peuvent se remplacer partiellement l’une l’autre. A un 

certain degré RPOTmp est capable de transcrire à partir des promoteurs de type I et II en 

absence de RPOTp (Courtois et al., 2007). 

 

 

 

 

 

Figure 4 : Structures des différents types promoteurs NEP –dépendants ainsi que le promoteur rrn Pc (d’après 

Shiina et al., 2005). 
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5 Les facteurs sigma plastidiaux 
 

La polymérase plastidiale PEP est responsable de la transcription des gènes 

photosynthétiques. Le profil de transcription de ces gènes semble varier selon les stades de 

développement ainsi que les conditions de culture (tel que la lumière). Chez les bactéries la 

reconnaissance des promoteurs par l’ARN polymérase est effectuée par l’association de 

facteurs de transcription appelés facteurs sigma. Ces facteurs sont multiples et assurent des 

fonctions différentes (reconnaissance spécifique de promoteurs) selon les conditions de 

culture.   

Dans les chloroplastes des plantes supérieures plusieurs facteurs sigma ont été mis en 

évidence. A titre d’exemple, chez Arabidopsis thaliana il existe six facteurs sigma (AtSIG1 

jusqu’à AtSIG6) (Fujiwara et al., 2000 ; Hakimi et al., 2000 ). L’existence d’un tel nombre de 

facteurs de transcription plastidiaux pour la PEP pourrait suggérer que la transcription des 

gènes chloroplastiques est régulée de manière spécifique selon le stade de développement, la 

lumière, le stress, etc. 

Afin d’élucider les mécanismes de régulation de la transcription plastidiale, plusieurs études 

ont été menées visant à mieux comprendre la structure, l’expression et le rôle des facteurs 

sigma chez les plantes. Nous allons détailler les résultats obtenus dans les paragraphes 

suivants.  

5.1 Structure et fonction 
 

Les facteurs sigma des plantes sont similaires à la fois à la famille des facteurs σ70 

eubactériens et à la famille des facteurs σ
A des cyanobactéries (Fig. 5). Ces derniers sont 

composés de quatre régions (1-4) bien distinctes. Chez les facteurs sigma des plantes, on peut 

distinguer les régions 1.2, 2, 3 et 4 (Lysenko, 2007).  

Une des différences primordiales entre les facteurs sigma bactériens et ceux des plantes réside 

dans la composition de la région N-terminale. En effet, après coupure du peptide de transit, 

les facteurs sigma des plantes possèdent une région N-terminale (200à 300 acides aminés) qui 

les empêche d’interagir avec le système de transcription bactérien d’E. coli (Hakimi et al., 

2000).  

Chez les facteurs sigma bactériens, les régions conservés 1.2 et 2 forment le domaine σ2, la 

région 3 et 3.1, le domaine σ3 tandis que la région 3.2 forme une boucle qui permet de 

connecter les domaines σ3 et σ4 (σ4 formée par les régions 4.1 et 4.2) (voir figure 5). Ces trois 
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domaines lient spécifiquement l’enzyme cœur et l’ADN.  Ces régions ont des propriétés 

différentes : 

Les régions 2.1 et 2.2 forment la région principale liant le « core » enzyme, la région 2.4 

permet la liaison à l’élément -10 du promoteur, la région 3 est impliquée dans la liaison au 

promoteur -10 étendu et enfin les régions 4.1 et 4.2 sont responsables de la reconnaissance de 

l’élément -35 du promoteur (pour revue voir Lysenko, 2007). 

La comparaison des séquences de ces différentes régions des facteurs sigma bactériens par 

rapport à ceux des plantes a permis d’avoir des éléments de réponses concernant leurs rôles 

dans le chloroplaste.  

En effet, du fait de l’absence d’homologie de séquence dans la région C-terminale (régions 

2.1 et 2.2) avec les facteurs σ
70, le facteur AtSIG5, présente une affinité réduite pour le core 

enzyme (Lysenko , 2007). Ce facteur entre donc moins en compétition avec les autres facteurs 

pour la liaison au core enzyme. En revanche, il a été démontré que SIG5-holoenzyme présente 

un faible taux de transcription abortif. Cette caractéristique est liée à son rôle comme facteur 

de transcription induit lors d’un stress (Nagashima et al., 2004a). 

La région 3 des facteurs sigma est peu conservée chez les plantes. Chez les facteurs σ
70 cette 

région est nécessaire à la reconnaissance de l’extension TG de l’élément -10 du promoteur 

(via deux acides aminés H et E) (voir la revue de Lysenko ,2007). Chez les facteurs SIG1, 

SIG2 et SIG4 cette région semble être conservée contrairement aux facteurs SIG3, SIG5 et 

SIG6. Compte tenu de ces faits, SIG1, SIG2 et SIG4 ont probablement la plus grande capacité 

de se lier à l’extrémité 5’ de l’élément -10. Ceci a été d’ailleurs démontré pour les facteurs 

SIG1et SIG2 chez la moutarde (Homann and Link, 2003). Cette liaison assure une forte 

interaction entre l’holoenzyme et le promoteur ce qui permet aux facteurs sigma bactériens de 

se lier aux promoteurs ne possédants pas l’élément -35. Ceci laisse à suggérer que 

probablement les facteurs SIG1 et SIG2 des plantes reconnaissent spécifiquement les 

promoteurs ayant des éléments -10 étendu en absence de l’élément -35. Toutefois les autres 

facteurs sigma (SIG3, SIG5 et SIG6) semblent ne pas avoir cette capacité. 

De même, le domaine σ4 des facteurs sigma est responsable de la liaison entre une partie de la 

sous unité β du core enzyme avec le promoteur via l’élément -35. Chez les plantes, les 

séquences des régions 4.1 et 4.2 sont assez conservées, quoique chaque facteur sigma présente 

des substitutions d’acides aminés différentes mais conservées au sein de chaque groupe 

d’orthologues. Ces substitutions pourraient influencer la liaison soit avec la séquence -35 du 

promoteur soit avec le core enzyme (Lysenko , 2007). En effet, pour le facteur SIG1 de la 
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moutarde, une mutation dans la région 4.2 altère sa liaison avec l’élément -35 du promoteur 

(Homann and Link, 2003).  

Ainsi, selon la structure de ce domaine, chaque facteur sigma présenterait une affinité 

spécifique au promoteur. Ceci montre bien, l’existence de plusieurs paramètres susceptibles 

d’être à l’origine des différents modes de régulation de la transcription plastidiale.   

En résumé, il est fort probable que les facteurs sigma des plantes agissent de la même manière 

que ceux des bactéries au niveau de l’interaction avec le core enzyme et/ou le promoteur. De 

plus, les paralogues des facteurs sigma chez les plantes présentent des variabilités dans leurs 

séquences d’acides aminés dans les régions conservés (Lysenko, 2007). De ce fait, les 

facteurs sigma des plantes pourraient présenter des affinités différentes pour le core enzyme, 

différents taux de transcription abortifs ainsi qu’une reconnaissance sélective des différents 

types d’éléments -10/-35 du promoteur eubactérien.    

 
 

Figure 5 : Représentation schématique des facteurs sigma d’après Lysenko (2007). 

5.2 Caractérisation par transcription in vitro 
 

Des expériences de transcription in vitro utilisant des protéines recombinantes ont permis de 

démontrer que les gènes codant pour des facteurs sigma chez les plantes interviennent 

effectivement dans la transcription plastidiale. De ce fait, SIG1, SIG2 et SIG3 chez la 

moutarde et Arabidopsis ainsi que les facteur SIG2 de maïs (ZmSIG2A et ZmSIG2A) sont 

capables de promouvoir une initiation spécifique de la transcription à partir de promoteurs 

PEP en interaction avec le core enzyme de l’ARN polymérase plastidiale (Suzuki et al., 2004)  

ou d’E. coli (Hakimi et al., 2000 ; Homann and Link, 2003). Rien n’est connu jusqu’à 

aujourd’hui concernant l’interaction directe entre les facteurs SIG4 et SIG6 avec un 

promoteur PEP de type σ70 in vitro.  

Toutefois ces expériences de reconstitution du complexe holoenzyme et de transcription in 

vitro ont montré une variabilité concernant l’interaction des différents facteurs sigma selon le 
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promoteur PEP analysé. Cette différence de comportement des facteurs sigma semble varier 

selon les espèces (monocotylédones/dicotylédones) ou même selon les plantes étudiées 

(Arabidopsis ou moutarde). Prenons comme exemple les facteurs SIG1, SIG2 et SIG 3. Chez 

Arabidopsis, AtSIG2 et AtSIG3 s’associent au core enzyme d’E. coli et initient la 

transcription au promoteur rbcL (Hakimi et al., 2000) et psbA (Privat et al., 2003). AtSIG1 

reconnaît ces promoteurs mais de manière plus faible. Chez la moutarde, ces facteurs se 

comportent différemment : SaSIG1 et SaSIG2 interagissent fortement avec le promoteur rbcL 

tandis que SaSIG3 le reconnaît, mais de manière plus faible (Homann and Link, 2003).  Cette 

divergence qui existe entre Arabidopsis et la moutarde peut provenir du système de 

transcription héterologue d’E. coli. En effet, si certains éléments régulateurs spécifiques à la 

PEP existent, ils ne pourraient pas interagir avec un tel système. Dans ce sens, Suzuki and 

Maliga, 2000, ont remplacé, chez le tabac, la sous unité α de la PEP avec celle du core 

enzyme d’E. coli, les plantes transplastomiques obtenues présentaient un phénotype 

blanchâtre comparable à celui des plantes déficientes en PEP (mutant ∆rpoA). Ceci montre 

bien que malgré son origine bactérienne, l’ARN polymérase plastidiale PEP, a acquis au 

cours de l’évolution des fonctions bien spécifiques mettant en œuvre probablement d’autres 

éléments régulateurs de la transcription. Une reconstitution in vitro en utilisant une forme 

purifiée active de la PEP avec les facteurs sigma apporterait alors des éléments de réponse 

plus fiables.  

D’une manière générale, il est fort probable, d’après ces analyses de transcription in vitro, que 

les facteurs sigma ont aussi bien des fonctions spécifiques que redondantes. Toutefois la mise 

en évidence des fonctions redondantes a été réalisée grâce à des expériences de reconstitution 

in vitro en utilisant des facteurs sigma, ce qui ne reflètent pas les conditions de compétition in 

vivo. 

5.3 Localisation subcellulaire 
 
Les facteurs sigma des plantes sont synthétisés dans le cytosol puis adressés au plaste via un 

peptide de transit situé dans leur région N-terminale. Ce peptide est donc responsable de 

l’adressage des facteurs sigma au chloroplaste, il est par la suite clivé libérant ainsi les 

facteurs sigma matures dans le plaste. L’adressage aux plastes a été démontré pour plusieurs 

facteurs sigma par fusionnement des régions N-terminales avec la protéine fluorescente GFP. 

Tel est le cas des facteurs AtSIG1, AtSIG2, AtSIG3 (Isono et al., 1997 ; Kanamaru et al., 

1999) ; AtSIG5 (Yao et al., 2003) et AtSIG6 (Fujiwara et al., 2000) d’Arabidopsis. 
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De manière plus approfondie et grâce à des analyses immunologiques, il a été montré que 

AtSIG1, AtSIG2 sont localisés dans le stroma tandis que AtSIG3 est présent à la fois dans le 

stroma et les fractions membranaires (Privat et al., 2003). 

De plus, pour certains facteurs sigma un double adressage aux plastes et aux mitochondries a 

été observé. Le facteur ZmSIG2B du maïs a été détecté par western blot et par fusion GFP à 

la fois dans les mitochondries et les chloroplastes (Beardslee et al., 2002). De plus le facteur 

ZmSIG2B semble jouer un rôle au niveau de la transcription dans la mitochondrie vu qu’il a 

été co-purifié avec l’ARN polymérase phagique mitochondriale RpoTm. 

Un autre cas de double adressage a été aussi observé pour le facteur AtSIG5 d’Arabidopsis 

(Yao et al., 2003). On distingue deux transcrits SIG5 obtenus grâce à un épissage alternatif de 

l’intron 1 du gène Atsig5. Chacun de ces transcrit peut être traduit indépendamment grâce à la 

présence de deux méthionines (M1 et M2, codon initiateur de la traduction). Des peptides 

traduits à partir de la deuxième méthionine M2, fusionnés à la protéine fluorescente GFP sont 

adressés exclusivement aux chloroplastes. Par contre ceux commençant par M1 se localisent 

au niveau des mitochondries.  Le rôle du facteur sig5 dans les mitochondries est encore 

inconnu, cependant, dans le chloroplaste SIG5 est responsable de la transcription du gène 

psbD à partir du promoteur LRP (=Light Responsive Promoter) (Tsunoyama et al., 2004). 

 

5.4 Profils d’expression 
 

Chez Arabidopsis thaliana, les facteurs sigma sont exprimés très tôt : depuis l’imbibition 

jusqu’au sixième jour de développement. Les transcrits SIG2 et SIG5 sont présents dans les 

graines sèches (Demarsy et al., 2006).  La protéine SIG3 est déjà présente dans la graine sèche 

contrairement à tout autre facteur sigma (Privat et al., 2003). Les protéines SIG2 et SIG1 

commencent à apparaître vers le deuxième et troisième jour après imbibition. 

L’expression précoce des facteurs sigma au cours du développement de la plante n’est pas 

spécifique d’Arabidopsis, elle a aussi été observée chez l’épinard. Demarsy et al., 2006, ont 

détecté dans les graines sèches d’épinard les transcrits sig2 et sig3 ainsi que la protéine SIG2.  

La quantité de transcrits et de protéines augmente au fur et à mesure de la croissance des 

plantules. La présence des facteurs sigma au cours des jeunes stades de développement est 

aussi corrélée avec l’expression des sous unités de la PEP. En effet, la PEP est déjà active 

pendant la phase de germination : elle assure la transcription de l’opéron rrn par 

l’intermédiaire du promoteur rrnP2 au stade graine imbibée (Courtois et al., 2007).  De plus 
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l’inhibition de l’activité PEP conduit à un retard de vitesse de germination des graines chez 

Arabidopsis thaliana (Demarsy et al., 2006). 

Cependant l’expression des gènes plastidiaux transcrits par la PEP est majoritaire dans les 

tissus photosynthétiques de manière dépendante de la lumière. Ceci suggère que les facteurs 

sigma sont exprimés abondamment dans les tissus photosynthétiques. 

En effet, la plupart des facteurs sigma sont transcrits majoritairement de manière lumière-

dépendante dans les tissus verts (riches en chloroplastes) (Fujiwara et al., 2000 ; Isono et al., 

1997). Chez Arabidopsis AtSIG1 est abondant dans les feuilles (Isono et al., 1997). AtSIG3 

est présent dans les graines sèches, cotylédons et feuilles (Isono et al., 1997; Hakimi et al., 

2000 ; Privat et al., 2003). AtSIG4 aussi est présent dans les feuilles, par contre il n’est pas 

exprimé dans les racines comme tout autre facteur sigma (sauf AtSIG5). AtSIG5 est exprimé 

de manière plus vaste : on le détecte dans les feuilles, tiges, siliques, fleurs et racines (Yao et 

al., 2003 ; Nagashima et al., 2004a ;Tsunoyama et al., 2004). AtSIG2 et AtSIG6 sont par 

contre plus abondants dans les feuilles et cotylédons (Isono et al., 1997 ; Privat et al., 2003 ; 

Loschelder et al., 2006). 

On note ainsi que la majorité des gènes codant pour les facteurs sigma sont transcrits dans les 

feuilles vertes et très peu ou pas exprimés dans les racines. Cependant, certains facteurs sigma 

ont été détectés dans les tissus non-photosynthétiques. Le facteur AtSIG3 par exemple est 

présent dans les graines sèches ainsi que les plantes étiolées (Privat et al., 2003). Chez la 

moutarde, la protéine SaSIG3 est même plus abondante dans les plantes étiolées (Homman 

and Link, 2003). AtSIG5 est exprimée dans les racines et les fleurs (Yao et al., 2003 ; 

Nagashima et al., 2004a). Les facteurs ZmSIG2B et ZmSIG6 sont plus exprimés dans les 

tissus non-photosynthétiques (Lahiri and Allison, 2000 ; Beardslee et al., 2002 ). 

En conclusion, la transcription plastidiale PEP-dépendante est plus active dans les 

chloroplastes mais peut aussi avoir lieu au niveau des plastes non photosynthétiques. 

 

5.5 Fonctions 
 

Nous avons souligné précédemment que les facteurs sigma peuvent avoir des fonctions 

redondantes au niveau de la transcription plastidiale i.e. ils peuvent reconnaître un même 

promoteur in vitro (Hakimi et al., 2000; Homman and Link, 2003 ; Privat et al.,2003). 

Toutefois ces fonctions ont toujours été démontrées grâce à des expériences de transcription 

in vitro réalisées en absence de compétition avec d’autres facteurs sigma. Si les facteurs sigma 
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présentent chacun des fonctions spécifiques, ceci sera décelé par des expériences qui reflètent 

les conditions de compétition in vivo, grâce à l’analyse de mutants nuls de facteurs sigma. En 

effet, ces dernières années plusieurs mutants d’Arabidopsis ayant des insertions d’ADN-T 

dans des gènes codant pour les facteurs sigma ont été obtenus. Leur caractérisation a permis 

de déceler le rôle des facteurs sigma dans la transcription plastidiale. Nous allons aborder par 

ordre chronologiques, les études récentes de mutants nuls de facteurs sigmaspubliés chez 

Arabidopsis thaliana.    

5.5.1 AtSig2 
 
Les mutants déficients en SIG2 présentent un phénotype vert pâle dû à une diminution 

d’accumulation de la chlorophylle ainsi que des protéines photosynthétiques (Shirano et al., 

2000 ; Kanamaru et al., 2001 ; Privat et al., 2003 ). L’analyse de l’accumulation des transcrits 

plastidiaux dans les mutants ∆SIG2 a montré une augmentation des transcrits NEP et une 

nette diminution du transcrit psaJ (Nagashima et al., 2004b).  

De plus une diminution de sept gènes codant pour des ARNt a été observée (trnE, trnY, trnD, 

trnM, trnVs et trnG). Il a été suggéré que le phénotype vert pâle peut être relié directement à 

la diminution de synthèse de l’ARNt glutamate (gène trnE). Cet ARNt joue un rôle important 

dans le métabolisme plastidial : il est à la fois impliqué dans la traduction et dans la voie de 

biosynthèse des chlorophylles (Kanamaru et al., 2001).    

5.5.2 AtSig5 
 

Deux mutants du facteur sigma 5 ont été caractérisés (Yao et al., 2003 ; Nagashima et al., 

2004a). L’étude réalisée par Nagashima et al., 2004a, attribue au facteur sigma 5 

d’Arabidopsis un rôle dans la réponse au stress ainsi qu’une reconnaissance spécifique du 

promoteur BLRP de l’opéron psbD. Cet opéron code les protéines D2 et CP43, constituants 

majeurs du photosystème II. Ce promoteur est induit principalement suite à une irradiation par 

la lumière bleue et indirectement sous des conditions de stress (osmotique, salin etc). Ainsi, le 

facteur SIG5 pourrait participer à la réparation du centre réactionnel du photosystème II 

endommagé après photoinhibition (inhibition de la photosynthèse causée par de trop fortes 

intensités lumineuses), par l’activation de la transcription de D2. 

L’autre mutant ∆SIG5 décrit par Yao et al., 2003, montre un phénotype d’embryo-léthalité à 

l’état homozygote. Cette même équipe a démontré un double adressage du facteur sigma 5 au 

plaste et à la mitochondrie. De plus, vu la différence entre les deux mutants (au niveau de 
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l’insertion de l’ADN-T) on pourrait imaginer que ce phénotype est lié au rôle du facteur SIG5 

dans la mitochondrie. 

5.5.3 AtSig4 
 
Le mutant ∆SIG4 a été obtenu et analysé dans notre laboratoire par Favory et al. (2005). Ce 

mutant ne présentait aucun phénotype apparent dans les conditions normales de culture. 

L’analyse par une approche transcriptomique a pu montrer une absence du transcrit ndhF dans 

le mutant ce qui déstabilise par conséquent tout le complexe ndh chez Arabidopsis.  

Le facteur sigma 4, jusqu’à présent identifié uniquement chez Arabidopsis thaliana, joue un 

rôle spécifique pour l’expression du gène ndhF dans l’expression du plastome.  

5.5.4 AtSig6   
 

Le mutant déficient pour le facteur sigma 6 présente quant à lui un phénotype vert pâle tout 

comme ∆SIG2 mais spécifique des cotylédons (Ishizaki et al., 2005 ; Loschelder et al., 2006). 

Ce phénotype est dû principalement à la diminution de la transcription des gènes liés à la 

photosynthèse dans les jeunes stades du développement (3 à 5 jours de développement).  

Le facteur SIG6 semble jouer un rôle primordial (en assurant une activité PEP nécessaire) au 

cours des jeunes stades de développement des plastes. Toutefois, le fait que les plantes ∆SIG6 

retrouvent un phénotype « sauvage » au-delà du 8ème jour de développement, suggère que 

d’autres facteurs sigma sont capables de remplacer le facteur SIG6 au niveau de la 

transcription. En revanche, l’étude d’un autre mutant ∆SIG6 (Loschelder et al., 2006), montre 

qu’en plus de son rôle précoce dans les jeunes stades du développement, SIG6 joue un rôle 

spécifique et persistant tout au long du développement de la plante qui se manifeste au niveau 

de l’accumulation des transcrits de l’opéron atpB/E et du gène trnV.  

5.5.5 OsSig1 
 

Des mutants du facteur SIG1 ont été obtenus chez le riz (Tozawa et al., 2007). Ces mutants 

présentent un phénotype vert pâle dû à une diminution du taux de chlorophylle. L’analyse de 

l’expression de gènes plastidiaux a montré une spécificité de reconnaissance de l’opéron psaA 

par le facteur OsSig1. De ce fait, il est suggéré que le facteur sigma 1 joue un rôle important 

au niveau de la maintenance de l’activité du photosystème I chez le riz (Tozawa et al., 2007). 
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5.6 Spécificité du facteur sigma 3 
 

SIG3 est le seul facteur sigma déjà présent dans les graines sèches d’Arabidopsis (Privat et 

al., 2003) ce qui suggère un rôle précoce et précis au cours du développement de la plantule. 

De plus, il a été montré que l’activité de la protéine SIG3 est modulée par un attachement à la 

membrane ce qui suggère une activation de la transcription du complexe SIG3-PEP 

holoenzyme selon le stade de développement (Hakimi et al, 2000). Ceci peut aussi être 

attribué à la structure particulière de la protéine SIG3. En effet, ce facteur sigma est 

homologue au facteur sigma SIG K de Bacillus subtilis au moins au niveau d’un domaine, dit 

domaine d’inhibition. Chez B. subtilis, cette région doit être clivée pour permettre une 

activation de la transcription via le facteur SIG K. Des analyses de transcription in vitro 

confirment cette hypothèse concernant le facteur SIG3. En effet, en utilisant plusieurs 

constructions de la protéine SIG3, il a été démontré que la partie N-terminale de SIG3 

contient un domaine inhibant la transcription chez Arabidopsis (Hakimi et al., 2000) et la 

moutarde (Homman and Link, 2003). Cependant aucune évidence le clivage protéolitique de 

la protéine n’a été démontrée chez Arabidopsis. 

Nous nous sommes interéssé alors, au niveau de ce travail à l’étude de la fonction du facteur 

SIG3 d’Arabidopsis, par la caractérisation de mutants d’insertion d’ADN-T du « Salk 

Institute Genomic Laboratory ». 
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6 Contrôle post-transcriptionel de l’expression génique dans le plaste 
 
L’élément déterminant de l’expression génique dans le plaste outre la transcription serait la 

stabilité de l’ARNm transcrit. Certes, une fois transcrit, les ARNm plastidiaux subissent 

plusieurs événements de maturation qui déterminent leur stabilité ainsi que leur taux 

d’accumulation (steady-state level). 

Nous présenterons ici brièvement quelques éléments connus concernant les processus de 

maturation et de stabilité des ARNm plastidiaux. 

6.1 Maturation et stabilité des transcrits plastidiaux 
 

Pendant leur maturation (ou processing) les ARNm nouvellement synthétisés subissent une 

série de modification touchant leur extrémité 5’ et 3’. En plus pour certains gènes plastidiaux 

possèdant des introns, les ARNm doivent être épissés. La plupart de ces réactions sont 

effectuées par des enzymes appelées ribonucléases. Ces dernières sont de deux types 

différents : les exonucléases éliminent des nucléotides se trouvant soit à l’extrémité 5’ ou 3’ ; 

les endonucléases coupent à l’intérieur de l’ARNm. Ces ribonucléases sont responsables du 

processing ainsi que de la dégradation des ARNm. 

Il a été démontré que les endonucléases plastidiales possèdent au moins deux activités : la 

formation de l’extrémité 3’ et l’initiation de la dégradation de l’ARNm en déstabilisant la 

structure épingle à cheveux (pour réf. voir, Monde et al., 2000).  

Plusieurs exonucléases ont été découvertes dans le plaste ayant des activités 3’->5’ permettant 

la formation de l’extrémité 3’ mature sous forme d’une structure en épingle à cheveux (ou 

tige-boucle) tel que la Polynucléotide phosphorylase ou PNPase.  Elle participe aussi à la 

dégradation des ARNm plastidiaux polyadénylés. Cette activité est très connue chez les 

procaryotes. Une autre activité 5’->3’ (n’existant pas chez les procaryotes) a été découverte 

dans le chloroplaste, plus précisément grâce à un mutant nucléaire de Chlamydomonas mcd1 

(Drager et al., 1998). 

La formation des deux extrémités 5’ et 3’ d’un transcrit plastidial est donc très importante vu 

leur rôle au niveau du processing et de la stabilité. Nous aborderons ces différents aspects plus 

en détails ci-dessous. 
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6.1.1 Rôle de l’extrémité 5’ UTR 
  
Un gène plastidial peut présenter plusieurs transcrits différents par leurs extrémités 5’. Ces 

transcrits sont issus soit d’une initiation de la transcription soit suite à phénomène de 

maturation ou processing. Contrairement aux transcrits nucléaires, ces transcrits ne possèdent 

pas de coiffe à leur extrémité 5’. Sachant que les ARNm plastidiaux néosynthétisés possèdent 

en leur extrémité 5’ un groupement tri ou di phosphate, on pourrait les marquer 

spécifiquement en leur rajoutant une coiffe in vitro avec la guanyltransfèrase et du GTP 

marqué. Les transcrits maturés en 5’ possèdent un groupement hydroxyl qui ne peut pas être 

marqué. Cette technique dite de « capping in vitro » permet de déterminer l’origine des 

transcrits selon leur extrémités 5’. 

Ces extrémités 5’ de l’ARNm constituent un élément déterminant pour la stabilité du transcrit 

plastidial. Certes, plusieurs études réalisées chez chlamydomonas montrent l’existence de 

facteurs nucléaires interagissant avec la région 5’UTR (transcrite non traduite) pour stabiliser 

l’ARNm. D’autres éléments déterminants la stabilité du transcrit au niveau de la région 

5’UTR sont les structures secondaires de l’ARN et les protéines liant l’ARN. L’étude 

structurale in vitro de la région 5’UTR de l’ARNm petD montre l’existence d’une petite 

structure d’épingle à cheveux essentielle pour la stabilité du messager ainsi que sa traduction 

(Higgs and al., 1999). 

Il a toujours été présumé que ces structures secondaires (épingle à cheveux ou tige-boucle) 

protègent l’ARNm de la dégradation en recrutant des protéines empêchant les ribonucléases 

de se fixer sur le brin d’ARNm. Un autre mécanisme de stabilisation du transcrit par les 

structures secondaires a été démontré par Suay et al. (2005) in vivo pour la région 5’UTR du 

transcrit rbcL chez chlamydomonas. La structure tige-boucle formée dans le 5’UTR permet de 

modifier la conformation de l’ARN de manière à former une structure particulière lui 

permettant de se protéger contre l’action des RNases. 

6.1.2 Rôle de l’extrémité 3’UTR 

Une des caractéristiques des ARNm plastidiaux est la présence de séquences nucléotidiques 

inversées répétées (IR) au niveau de l’extrémité 3’UTR qui en s’hybridant forment des 

structures d’épingles à cheveux. Il a été admis que l’extrémité 3’UTR se forme suite à deux 

événements : un clivage endonucléolitique et une excision par une exonucléase en 3’ ->5’ 

(Stern and Kindle, 1993 ; Hayes et al., 1996 ). 
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Ces structures existent aussi dans les transcrits bactériens. Chez E. coli, ils jouent un rôle dans 

la stabilité de l’ARNm et peuvent agir comme terminateur de la transcription (pour revue voir 

Monde et al., 2000). Dans le chloroplaste par contre, ces séquences inversées répétées sont 

plutôt des éléments de processing et de stabilité des ARNm. Ils n’interviennent pas dans la 

terminaison de la transcription (Stern and Gruissem, 1987).  D’ailleurs rien n’est vraiment 

connu jusqu’à aujourd’hui concernant la terminaison de la transcription dans le chloroplaste. 

Il est fort probable que l’ARN polymérase continue à transcrire les gènes de manière 

systématique d’où l’importance des événements post-transcriptionnel tels que le processing au 

niveau de la régulation de l’expression génique du plaste.  

En effet, la région 3’UTR joue un rôle important dans le processing des transcrits plastidiaux. 

Plusieurs protéines appelées CSP (Chloroplast Stem-loop binding protein) ayant des activités 

endonucléolytiques interagissent avec la structure tige-boucle du 3’UTR au niveau de l’ARN 

pre-messager et participent ainsi à leur maturation (cas des protéines CSP41, CSP55 et CSP29 

impliqués dans la maturation du 3’UTR du transcrit petD d’épinard ; pour revue voir Monde 

et al., 2000). En plus de ces protéines impliquées dans la maturation de l’extrémité 3’UTR, 

d’autres facteurs protéiques ont été mis en évidence, ils pourraient jouer un rôle au niveau de 

la stabilité de l’ARNm et/ou de sa traduction (Memon et al., 1996).  

6.1.2.1 Polyadénylation 
 

La polyadénylation des ARNm chloroplastiques est un mécanisme connu depuis plus de 30 

ans (Haff and Bogorad, 1976). Elle a lieu au niveau de l’extrémité 3’ de l’ARNm suite à 

l’action d’une enzyme spécifique la PNPase qui a aussi une activité exonucléase (Yehudai-

Resheff et al., 2001, Bollenbach et al., 2004).  

Ce mécanisme est responsable de la dégradation de l’ARNm plastidial. Il a été démontré que 

la polyadénylation a lieu 50 fois moins au niveau du 3’UTR mature qu’au niveau des sites 

internes. Ceci suggère que la structure tige-boucle caractéristique de l’extrémité 3’ mature de 

l’ARNm plastidial, en plus de son rôle dans la protection contre les exonucléases, permet de 

bloquer le processus de polyadénylation renforçant ainsi la stabilité du transcrit (Lisitsky et 

al., 1996 ; Bollenbach et al., 2004).  
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6.1.3 Processing intercistronique 

Comme chez les bactéries, les gènes plastidiaux sont organisés en unités de transcription 

polycistroniques ou parfois appelés opérons.  La plupart des transcrits polycistroniques sont 

maturés en unité mono ou dicistronique probablement par un clivage endonucléolytique 

spécifique (Sugita and Sugiura, 1996). L’opéron psbE (psbE, psbF, psbL et psbJ) compte 

parmi les exceptions, il est transcrit en un seul ARNm tétracistronique de 1,1 Kb qui n’est pas 

maturé (Carrillo et al., 1986; Willey and Gray, 1989).  

La question qui se pose alors est quelle est la signification d’un tel événement dans le 

chloroplaste vu que chez les bactéries toutes les protéines peuvent être traduites à partir d’un 

long transcrit polycistronique ?  

Des études faites sur la région intergènique psaC-ndhD en utilisant des systèmes de traduction 

in vitro, ont montré que le transcrit dicistronique ne permet pas la traduction des protéines 

PsaC et ndhD (Hirose an Sugiura, 1997). Les données obtenues suggèrent que le processing 

intercistronique inhibe la formation de certaines structures secondaires qui empêchent 

l’assemblage des ribosomes pour initier la traduction de l’ARNm.  

 D’une manière générale, le processing intercistronique est indispensable pour la traduction de 

l’ARNm dans le chloroplaste. Ceci a été démontré pour plusieurs transcrits : psbH chez 

Arabidopsis (Felder et al., 2001 ; Meierhoff et al., 2003) et petD chez le maïs (Barkan et al., 

1994).   

6.2 Régulation de la traduction  

6.2.1 Rôle du 3’ et 5’ UTR  
 
La régulation de l’expression des gènes plastidiaux se fait par l’intermédiaire d’une 

interaction (directe ou indirecte) de facteurs nucléaires avec le 5’UTR des ARNm plastidiaux. 

Quoique la région 3’UTR soit indispensable pour la stabilité des ARNm plastidiaux, 

l’efficacité de la traduction est attribuée en grande partie au 5’UTR indépendamment de la 

nature du 3’UTR (Barnes et al., 2005). Toutefois, il a été suggéré par Katz and Danon (2002) 

qu’il existe une contribution du 3’UTR au niveau de la traduction par l’augmentation de la 

stabilité de liaison des facteurs trans au 5’UTR. Les séquences situées en amont du codon 

initiateur semblent jouer un rôle dans la traduction de certains transcrits plastidiaux tels que 

(rbcL) mais n’a aucun effet sur d’autres tels que atpB (Kuroda and Maliga, 2001).  
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De plus les séquences nucléotidiques autour du codon initiateur ont un impact sur la 

traduction de certains ARNm. Tel est le cas du transcrit petD où un mécanisme d’interaction 

codon-anticodon a été mis en évidence entre une adénine située à la position -1 de l’ARNm et 

le nucléotide situé au -37 du 3’ de l’ARNt (Met) (Esposito et al., 2003). 

Plusieurs travaux sur les mécanismes de régulation de la traduction de transcrits plastidaux 

ont été entrepris ces dernières années pour divers transcrits plastidiaux. D’une manière 

générale, la traduction d’un gène plastidial peut être régulée au niveau de l’extrémité 5’ par 

l’intermédiare soit de facteurs nucléaires soit d’autres éléments agissant en cis (Marín-

Navarro et al., 2007). 

6.2.2 Autorégulation de la traduction  
 

Le taux de synthèse de certaines protéines plastidiales est sous le contrôle d’un processus de 

régulation dépendant de leur assemblage, appelé CES « Control by Epistasy ».  Ce mécanisme 

concerne l’assemblage de complexes protéiques formés de plusieurs sous-unités. Dans 

plusieurs complexes, en absence d’une sous unité les autres sont soit non synthétisées soit 

dégradées (Marín-Navarro et al., 2007). 

7 Projet de thèse 
 

 L’expression des gènes plastidiaux met en jeu deux systèmes de transcription d’origine 

différentes : le système procaryotique PEP et le système phagique NEP.  

La transcription réalisée par l’ARN polymérase PEP s’effectue par la suite d’une interaction 

des facteurs de transcription de type sigma avec le core enzyme de l’ARN polymérase PEP. 

Cette interaction permet la reconnaissance spécifique des promoteurs PEP des gènes 

plastidiaux. Chez Arabidopsis thaliana six facteurs sigma ont été identifiés. Plusieurs études 

ont été réalisées récemment visant à comprendre leur rôle au niveau de la transcription 

plastidiale. Néanmoins la fonction de certains d’entre eux (SIG1 et SIG3) restait largement 

méconnue au moment où j’ai commencé ma thèse.  

Nous nous sommes intéressée à l’étude de la fonction de la protéine SIG3 in vivo chez 

Arabidopsis par l’intermédiaire de mutants d’insertion d’ADN-T dans le gène SIG3. Cette 

étude vise à comprendre le rôle du facteur de transcription plastidial Sigma 3 au niveau de 

l’expression du génome plastidial en déterminant le ou les gènes cibles du complexe 

PEP/SIG3. 
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1 Caractérisation du mutant homozygote sig3 

1.1 Obtention du mutant homozygote sig3 
 

Nous avons recherché des mutants sig3 dans la banque de mutants d’Arabidopsis, par 

insertion d’ADN-T, du « Salk Institute Genomic Laboratory » (http://signal.salk.edu/). Deux 

mutants ont été identifiés et commandés : l’un possédant une insertion au niveau de la bordure 

de l’exon 2 (mutant sig3-2) et l’autre dans l’exon 4 (mutant sig3-4) (fig 6).  

 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Figure 6 : Représentation schématique du gène sigma 3 d’Arabidopsis thaliana avec les insertions de 
l’ADN-T pour chacune des lignées étudiées sig3-2 et sig3-4. Les carrés noirs représentent les différents exons 
du gène. Les amorces utilisées pour le criblage par PCR des mutants sont représentées par des flèches. RB : 
bordure droite ; LB : bordure gauche. 
 
 
Une fois les graines obtenues, nous les avons semées pour analyser la descendance. Par 

construction, l’ADN-T présent dans les plantes mutantes devrait contenir un gène de 

résistance à la kanamycine. Cependant la première observation que nous avons faite était que 

les lignées mutantes sont toutes sensibles. Nous avons pu néanmoins amplifier par PCR la 

bordure gauche de l’ADN-T au niveau du gène SIG3 ce qui montre bien la présence d’un 

ADN-T mais probablement tronqué ou présentant une mutation du gène de résistance à la 

kanamycine.  

Le génotypage des plantes mutantes a donc été entrepris essentiellement par PCR : pour 

identifier les mutants hétérozygotes on a utilisé des amorces situées sur la bordure de l’ADN-

T et du gène SIG3 (amorces 2-5 pour sig3-2 et 3-5 pour sig3-4) ainsi que les amorces situées 

sur le gène (amorces 1-2 pour sig3-2 et 4-3 pour sig3-4). Nous avons ainsi isolé des mutants 

hétérozygotes et homozygotes (fig 7A).  Nous avons confirmé l’absence d’expression du gène 

SIG3 par RT-PCR chez les mutants homozygotes (fig7B). Les plantes homozygotes pour 

l’insertion d’ADN-T dans SIG3 ne montrent aucun phénotype apparent. Toutefois, rien ne 

peut exclure la présence d’autres insertions d’ADN-T dans le génome des mutants ou bien de 

mutations ponctuelles résultant de la transformation dans les lignées sig3-2 et sig3-4. Pour 
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écarter ces hypothèses, des croisements en retour ont été effectués en utilisant des plantes 

hétérozygotes pour l’insertion comme mâles et des plantes sauvages comme femelles. La 

descendance hétérozygote ou homozygote a été sélectionnée uniquement par PCR (vu 

l’absence de phénotype et de résistance à la kanamycine). 

Après deux croisements successifs, on a pu isoler un mutant homozygote sig3 (présentant 

deux allèles mutés du gène) pour chacune des lignées. 

Ce travail a été réalisé pendant mon stage de Master2 sous la direction de Régis Mache et en 

collaboration avec Annick Cottet. 

 

 
 
Figure 7 : Identification des mutants homozygotes sig3. (A)  Criblage des mutants par PCR. La présence de 
l’ADN-T a été vérifiée en utilisant les deux paires d’amorces 2/5 pour sig3-2 et 3/5 pour sig3-4. La présence 
d’une copie sauvage du gène SIG3 a été vérifiée par les amorces 1/2 et 3/4, respectivement, pour les deux lignées 
sig3-2 et sig3-4. En conclusion, concernant la lignée sig3-2, trois plantes homozygotes (voir pistes 1, 3 et 4 et 7,9 
et 10) ont été sélectionnées tandis que pour la lignée sig3-4 une seule plante homozygote a été sélectionnée (voir 
pistes 2 et 8). (B)  Analyse de l’expression du gène SIG3 chez les mutants homozygotes sig3-2 et sig3-4.  
L’expression du gène SIG3 a été analysée par RT-PCR chez la plante sauvage (WT) et les mutants sig3-2 et 
sig3-4 en utlisant les amorces 3/4. L’expression du gène APT est utilisée comme contrôle. 
 

1.2 Phénotype du mutant sig3 
 

 Nous avons choisi d’analyser les mutants homozygotes obtenus de la lignée sig3-4. Ces 

mutants homozygotes ont été cultivés in vitro sur un milieu de culture gélosé ou directement 

en terre. Dans les conditions normales de culture (16h lumière/8h obscurité), aucune 

différence n’a été observée entre les lignées mutantes et les plantes sauvages du même âge 

(fig 8). 

A B 
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sig3-4 WT 

sig3-4 WT 

 

Figure 8 : Comparaison du mutant sig3-4 et des plantes sauvages (wt Col). 
 
(A) plantules cultivées in vitro âgées de 6 jours  
(B) plantes âgées d’un mois obtenues à partir de graines semées en terre et cultivées sous des conditions 
normales (éclairement 16h/8h ; 110 µmol m-2 s-1). 
 

2 Comparaison de l’accumulation des transcrits plastidiaux dans les 
plantes sauvages et mutantes par analyse avec une puce à ADN   
     

En absence de phénotype apparent au niveau des mutants sig3, nous avons fait le choix 

d’adopter une approche globale nous permettant d’avoir un aperçu général de l’effet de la 

mutation du gène SIG3 sur la transcription plastidiale. Cette technique consiste à analyser le 

profil d’accumulation des transcrits plastidiaux dans le mutant sig3 par puce à ADN. 

Plusieurs choix de puce à ADN se présentaient alors à l’époque. Les puces commerciales 

telles que affymetrix sont plutôt orientées pour l’étude d’expression des gènes nucléaires. 

Deux puces à ADN spécifiques des plastes ont été conçues dans les laboratoires du Dr. 

K.Tanaka (Nagashima et al., 2004 b) et du Dr. R.M Maier (Legen et al ., 2002). Ces puces à 

ADN permettent de détecter exclusivement les transcrits plastidiaux. Leur stratégie est basée 

sur l’utilisation comme sondes (déposées sur la membrane), des fragments d’ADN double 

brin, obtenus par PCR, spécifiques des gènes plastidiaux. Cette stratégie présente néanmoins 

quelques inconvénients. En effet, le génome plastidial a la particularité de posséder deux brins 

codants. Les gènes plastidiaux sont dispersés sur ces deux brins d’ADN. Ainsi, la 
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transcription d’un gène situé sur un brin d’ADN et d’un autre gène voisin mais situé sur le 

brin opposé peut produire des ARN complémentaires ou antisens. Cette caractéristique rend 

difficile l’interprétation des résultats de ces puces à ADN double brin, surtout si l’ADN 

s’hybride avec des transcrits provenants des deux brins d’ADN plastidial. Ainsi, on ne pourra 

jamais distinguer entre l’accumulation d’un transcrit plastidial sens vis-à-vis de son antisens. 

 

En tenant compte de ces observations, notre laboratoire a fait le choix de développer une puce 

à ADN (ou macroarray), plaste-spécifique permettant d’étudier de manière sensible et assez 

précise l’expression des gènes plastidiaux sens et antisens. Pour cela la stratégie suivante a été 

adoptée. 

2.1 Stratégie adoptée 
 

Nous avons choisi au laboratoire des oligonucléotides simples brin de 60 bases correspondant 

aux transcrits de 79 gènes plastidiaux codant des protéines ainsi que leur antisens. Ils ont été 

choisis dans les 200 nucléotides après l’ATG et ils ont un Tm similaire. Par l’intermédiaire de 

la société Eurogentec, nous avons obtenus des membranes de nitrocellulose sur lesquelles 

sont déposés ces oligonucléotides en duplicata (voir fig 9).   

Le choix d’utiliser comme sonde des oligonucléotides simple brin, permet d’analyser 

l’expression des transcrits plastidiaux sens en même temps que leur antisens en utilisant 

comme cibles, des ADNc marqués radioactivement obtenus par rétro-transcription de l’ARN 

en utilisant un mélange d’amorces spécifiques des gènes plastidiaux. 

 

 1 2 3 4 5 6 7 8 9 10 11 12 13 14 15 16 17 18 19 20 
a L23 PsbB ndhB Rpl33 Rps7 psaJ Ycf5 petG Rpl32 petL L2 petA petD cemA petB Ycf4 psbH psaI psbT Rbcl 
b psbZ Orf77 psbC Rps15 psbD ndhH petN ndhA psbI ndhI psbK ndhG Rps18 ndhE accD psaC Rps12 ndhD Ycf2 ndhF 
c Ycf1 psbN Rps19 clpP Rpl22 Rpl20 Rps3 psbE Rpl16 psbF Rps14 psbL Rps 8 psbJ Rpl36 atpB Rps11 atpE rpoA ndhC 
d ndhK rpoC2 ndhJ Rps2 Rps4 atpI Ycf3 atpH psaA atpF psaB atpA Rps14 Rps16 psbM matK rpoB psbA rpoC1  
 
e L23 PsbB ndhB Rpl33 Rps7 psaJ Ycf5 petG Rpl32 petL L2 petA petD cemA petB Ycf4 psbH psaI psbT Rbcl 
f psbZ Orf77 psbC Rps15 psbD ndhH petN ndhA psbI ndhI psbK ndhG Rps18 ndhE accD psaC Rps12 ndhD Ycf2 ndhF 
g Ycf1 psbN Rps19 clpP Rpl22 Rpl20 Rps3 psbE Rpl16 psbF Rpl14 psbL Rps 8 psbJ Rpl36 atpB Rps11 atpE rpoA ndhC 
h ndhK rpoC2 ndhJ Rps2 Rps4 atpI Ycf3 atpH psaA atpF psaB atpA Rps14 Rps16 psbM matK rpoB psbA rpoC1   

Figure 9 : Plan du macroarray utilisé pour l’analyse de l’expression des gènes plastidiaux chez Arabidopsis 
thaliana.  
Des oligonucléotides de 60 bases ont été déposés sur une membrane de nitrocellulose correspondant à chacun 
des 79 gènes plastidiaux pouvant s’hybrider à la fois avec des ADNc provenant des transcrits sens (nom du gène 
en bleu) ou les ADNc provenant des transcrits antisens (nom du gène en noir). Chaque dépôt est réalisé en 
duplicata. 
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2.2 Conditions expérimentales 
 

En premier temps nous avons mis au point les différentes conditions d’hybridation du 

macroarray. Nous avons choisi d’utiliser comme matériel de départ de l’ARN extrait à partir 

de plantules âgées de 6 jours. Les plantules d’Arabidopsis à ce stade sont en pleine croissance 

et en activité photosynthétique. Ainsi, la majorité des gènes plastidiaux devrait être 

suffisamment exprimés. Nous avons testé deux quantités d’ARN de départ 2µg et 4µg (ces 

ARNs ont été préalablement traités à la DNase). Les ADNc obtenus ont été dénaturés puis 

hybridés avec les macroarrays à 65°C pendant 24h ou 72h. Après hybridation les membranes 

sont exposées pendant 15 jours sur des écrans photosensibles. Le signal radioactif est par la 

suite numérisé par un lecteur laser de phosphoresence (phosphoimager) qui permet 

l’obtention d’une image numérique des membranes. L’image est ensuite analysée par le 

logiciel Array Gauge qui permet de déterminer la valeur relative d’intensité du signal de 

chaque spot. Néanmoins, le bruit de fond des membranes constitue un facteur important qui 

peut facilement biaiser l’interprétation des données. Nous avons ainsi traité les différentes 

valeurs obtenues avec un autre logiciel R spécialement programmé à notre fin par Sylvain 

Lemeille, pour soustraire la valeur du bruit de fond entourant chaque spot de l’intensité 

calculée par le logiciel Array Gauge. L’analyse des résultats est ensuite poursuivie avec le 

logiciel Excel. 

Nous avons constaté que 4µg d’ARN extraits de plantules âgées de 6 jours, traités à la DNase, 

rétro-transcrits en présence d’un déoxynucléotide triphosphate radioactif en utilisant comme 

amorces un mélange contenant des oligonucléotides spécifiques de chaque ARNm plastidial 

hybridés aux membranes pendant 72h à 65°C, constituent les conditions optimales 

d’utilisation de notre puce à ADN.  

Une fois les conditions optimales d’hybridation et d’analyse des données mises au point, nous 

avons entrepris l’analyse du profil d’expression des gènes plastidiaux dans le mutant sig3 en 

les comparants avec le sauvage (WT) du même écotype. Nous avons cultivé les plantes 

simultanément dans les mêmes conditions puis extrait les ARN au même stade physiologique 

(6 jours) pour réaliser l’hybridation sur puces. Une fois les ADNc marqués obtenus pour 

chaque échantillon et dans le but d’éliminer les variabilités dues aux conditions de marquage 

(tel que l’efficacité de la Reverse transcriptase etc.), nous avons mesuré la radioactivité 

incorporée dans chaque échantillon. Pour vérifier la qualité des ADNc obtenus, une fraction 

de chaque échantillon a été analysée par électrophorèse sur un gel dénaturant de 

polyacrylamide et autoradiographie (voir fig 10A). L’hybridation des puces est réalisée par la 
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suite en utilisant pour chaque échantillon la même quantité de radioactivité incorporée dans 

les ADNc. 

Ces expériences ont été réalisées avec trois répétitions indépendantes. Les résultats 

numériques (valeurs correspondantes aux intensités des spots correspondant aux gènes 

plastidiaux) ont été groupés et analysés. 

2.3 Analyse des résultats obtenus par puce à ADN  
 
Comme nous l’avons indiqué précédemment, les résultats obtenus ont été présentés sous deux 

formes : images numériques reflétant le profil d’accumulation des transcrits plastidiaux et 

valeurs des intensités des différents spots. 

Nous allons, tout au long de l’analyse des résultats obtenus, nous intéresser à la comparaison 

du taux d’accumulation des transcrits « sens » correspondant aux gènes plastidiaux étudiés 

(réservant l’étude des transcrits antisens pour d’autres travaux). 

Déjà à l’œil nu, nous avons remarqué une nette diminution du transcrit psbN dans le mutant 

sig3. Le transcrit atpH semble aussi diminuer dans le mutant mais de manière moins forte que 

psbN (voir fig 10B, carrés bleu).  

Pour affiner ces observations, les valeurs des intensités des spots des trois expériences ont été 

normalisées. Nous avons tout d’abord fait la moyenne des valeurs des deux spots de chaque 

répétition. Puis, la somme des valeurs d’intensité des signaux a été calculée pour chacune des 

membranes. Le rapport de la somme la plus élevée détermine un coefficient qui est ensuite 

appliqué à l’ensemble des spots afin de normaliser les valeurs des intensités.  

Nous avons ainsi obtenu en valeur numérique les intensités correspondantes à l’expression 

des différents gènes plastidiaux dans le mutant sig3 et les plantes sauvages. Pour déterminer 

les différences qui existent au niveau de l’accumulation des différents transcrits analysés, 

nous avons effectué le rapport des valeurs des intensités des transcrits du mutant sig3 par 

rapport à ceux des plantes sauvages. Au final nous avons calculé l’écart type pour chacune 

des valeurs. Les résultats obtenus sont dressés dans le tableau suivant (tableau1). 
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Figure 10 : Analyse des sondes ADNc radioactives et résultats de l’hybridation des macroarrays. 
 
(A) Les ADNc radioactifs correspondant à chaque transcrit plastidial (sens et antisens) synthétisés à partir des 
ARN extraits du mutant sig3 et du sauvage WT (même quantité de radioactivité) sont séparés sur un gel 
d’acrylamide dénaturant puis visualisés par autoradiographie.  
(B) Images des membranes hybridées avec les ADNc du mutant sig3 et du sauvage WT. La même quantité de 
radioactivité a été utilisée pour chaque échantillon. 
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Tableau 1 : Analyse des transcrits plastidiaux « sens »dans le mutant sig3 par rapport au WT. Les valeurs 
ont été obtenues à partir de trois expériences indépendantes. 

 
 

L’analyse des valeurs des intensités des spots représentatifs de l’expression des gènes 

plastidiaux dans le mutant sig3 et les plantes sauvages a confirmé notre première observation. 

En effet, l’expression du gène psbN est très fortement diminuée dans le mutant sig3 (c’est le 

rapport d’intensité sig3/WT le plus faible, 0.49). L’accumulation du transcrit atpH aussi 

semble être affectée dans le mutant (rapport d’intensité sig3/WT de 0.64).  

D’après le tableau 1, au moins trois autres transcrits sont relativement diminués dans le 

mutant sig3, i.e atpA, atpE et atpF. Sur la membrane, on distingue aussi une faible différence 

d’intensité (voir fig 5B).  Les gènes atpF et atpA font partie, avec le gène atpH, d’une même 

unité transcriptionnelle (rps2/atpI/atpH/atpF/atpA), dans ce qui suit, nous allons utiliser le 

terme ‘opéron’ pour désigner le groupe de gènes (atpI/atpH/atpF/atpA) qui codent les sous 

unités de l’ATP synthase plastidiale. Il est probable que la diminution de l’expression des 

gènes atpF et atpA soit corrélée avec la forte diminution de transcrit atpH.  Le  gène atpE 

quant à lui, fait partie d’un autre opéron avec le gène atpB (opéron atpB/E). Le rapport 

Gene  
name 

Ratio 
sig3/WT 

Gene  
name 

Ratio 
sig3/WT 

Gene  
name 

Ratio 
sig3/WT 

psbN 0.49±0.46 ndhE 0.96±0.25 petN 1.08±0.21 
atpH 0.64±0.20 psaJ 0.97±0.09 rps12 1.09±0.33 
atpA 0.72±0.17 psbI 0.97±0.15 rpl16 1.09±0.03 
atpF 0.77±0.32 petL 0.97±0.18 rpl22 1.09±0.13 
atpE 0.75±0.20 psbT 0.98±0.25 ycf2 1.09±0.24 
rpoC1 0.79±0.13 ndhF 0.98±0.22 rps8 1.11±0.04 
rps18 0.80±0.26 rpoC2 1.00±0.45 ycf5 1.11±0.45 
rpoB 0.80±0.52 psbK 1.00±0.12 ndhB 1.12±0.05 
ndhH 0.85±0.28 psbB 1.02±0.36 rps4 1.12±0.26 
petA 0.87±0.09 Rps7 1.02±0.30 psbM 1.12±0.43 
Rpl36 0.88±0.11 clpP 1.02±0.37 ndhJ 1.13±0.41 
psaC 0.91±0.17 psbJ 1.02±0.27 psaA 1.14±0.43 
rps14 0.91±0.12 ndhD 1.02±0.27 ycf1 1.15±0.47 
petB 0.91±0.15 matk 1.03±0.22 rps19 1.15±0.50 
atpB 0.91±0.11 accD 1.03±0.17 psbZ 1.17±0.13 
psbC 0.92±0.33 rps14 1.04±0.15 rpl33 1.18±0.09 
petG 0.92±0.10 ndhG 1.04±0.20 ndhK 1.20±0.26 
petD 0.92±0.09 rpl20 1.04±0.23 psbL 1.21±0.25 
cemA 0.92±0.10 rpl23 1.04±0.04 Rps16 1.24±0.64 
rps11 0.92±0.33 rps15 1.05±0.30 rps3 1.24±0.26 
ndhC 0.93±0.26 rps2 1.05±0.10 psbH 1.31±0.05 
psbE 0.94±0.05 ycf4 1.05±0.54 ycf3 1.33±0.31 
rpl32 0.94±0.22 psaI 1.05±0.49 psbF 1.45±0.39 
rpl2 0.94±0.15 psaB 1.07±0.09 psbD 1.50±0.63 
rpoA 0.94±0.14 ndhA 1.07±0.27 psbA 2.07±1.03 
ndhI 0.96±0.03 atpI 1.08±0.15 rbcL 2.07±1.44 
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d’intensité de l’expression du transcrit atpB entre le mutant et le sauvage indique que 

l’accumulation de atpB dans le mutant n’est pas affectée. On observe néanmoins une 

diminution faible au niveau de l’image des membranes hybridées. 

 

D’une manière générale, l’analyse d’un transcriptome par puce à ADN constitue une approche 

globale permettant d’avoir un aperçu du profil d’expression et d’accumulation des transcrits. 

Toutefois, cette technique quoique sensible, peut présenter des variabilités dues aux 

différentes étapes d’élaboration de l’expérience (marquage des ADNc, hybridation, lavages 

etc.). Il est donc nécessaire de confirmer les résultats obtenus par d’autres techniques tels que 

Northern Blot ou extension d’amorce. 

 

3 Confirmation des résultats obtenus par puce à ADN : identification des 
gènes transcrits par SIG3 

  
Dans un premier temps, pour confirmer les résultats obtenus par macroarray, nous avons fait 

des Northerns blot pour voir l’accumulation des transcrits psbN, atpH, atpB et atpE dans le 

mutant sig3.  

3.1 Diminution de l’expression du gène psbN 
 

 
Figure 11 : Représentation schématique de l’opéron psbB chez Arabidopsis thaliana. 

Le symbole      désigne le promoteur situé dans la région 5’UTR de psbB. 
 

 
Le gène psbN est situé dans la région intercistronique, au niveau du brin opposé de l’ADN, 

entre psbT et psbH de l’opéron psbB (voir figure 11). Cet opéron représente un exemple 

typique d’unités de transcription polycistronique dans le plaste. Il est composé de cinq gènes 

appartenant à deux complexes plastidiaux différents : le photosystème II (psbB, psbH et psbT) 

et le complexe cytochrome b6f (petB/petD). Les gènes psbB psbH et psbT codent 

respectivement la protéine CP47 et les sous unités H et T du PSII. PetB et petD codent le 

cytochrome b6 et la sous unité IV du complexe cytochrome b6f.  

psbB psbH 

psbN 

petB petD 

psbT 



Chapitre I 

 

 
 

41 

Toutefois, psbN bien que situé entre psbT et psbH, est transcrit séparément dans la direction 

opposée aux autres gènes de l’opéron.  Le transcrit psbN fait environ 350 nucléotides (Felder 

et al., 2001). PsbN est supposé faire partie du photosystème II (la sous unité N) mais sa 

localisation dans le complexe du photosystème II ainsi que sa fonction demeure inconnue 

jusqu’à présent. D’une manière générale, on ne considère pas psbN comme un composant de 

l’opéron psbB. 

D’après les résultats obtenus par puce à ADN, pour le mutant sig3, le transcrit psbN diminue 

fortement.  Nous avons donc analysé son expression de manière spécifique par l’intermédiaire 

de la technique du Northern blot. 

Le Northern blot réalisé avec une sonde ADN marquée correspondant au transcrit psbN, 

montre une très forte diminution de l’ARNm psbN dans le mutant sig3. Ceci permet de 

confirmer les résultats obtenus par puce à ADN (fig. 12).  

 

Figure 12 : Analyse de l’expression du gène psbN par Northern blot.   
 
Les ARN totaux extraits de plantules âgées de 6 jours ont été séparés sur un gel d’agarose dénaturant puis 
visualisés sous UV (grâce au colorant bromure d’éthidium). Ils sont par la suite transférés sur une membrane de 
nitrocellulose puis hybridés avec une sonde spécifique de psbN marquée avec du 32P. 
    

Un des gènes soumis au contrôle du facteur de transcription plastidial SIG3 serait donc psbN, 

un composant supposé faire partie du photosystème II mais dont la fonction est inconnue 

jusqu’à présent. Il reste à déterminer le rôle de SIG3 au niveau de sa transcription en 

recherchant par la technique d’extension d’amorce, le ou les promoteurs spécifiques dans la 

région 5’UTR du gène psbN. Cette technique permet d’analyser le profil d’expression des 

gènes étudiés tout en déterminant la localisation de l’extrémité 5’ des transcrits 

correspondants. Cette extrémité peut provenir soit d’un site d’initiation de la transcription soit 
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d’une étape de maturation post-transcriptionnelle impliquant le clivage d’un transcrit 

précurseur. Les techniques de capping in vitro et de l’amplification par 5’RACE couplée au 

traitement des ARNm par la phosphatase (TAP), permettra de déterminer l’origine des 

transcrits observés (voir Chapitre II). 

3.2 Diminution de l’accumulation du transcrit atpH 
 
Le gène atpH fait partie de l’unité transcriptionnelle rps2/atpI/atpH/atpF/atpA (fig 13).  Cette 

unité code la protéine ribosomale S2 et les quatre sous unités de l’ATP synthase : CF0-IV 

(atpI), CF0-III (atpH), CF0-I (atpF), et CFl-α (atpA) (Hennig and Herrmann, 1986).  

La transcription de cette unité transcriptionnelle donne lieu à une vingtaine de transcrits 

différents (polycistroniques et monocistroniques) allant de 0,5 à 6 Kb, le transcrit 

monocistronique atpH fait de 700 à 800nt selon les espèces (Stahl et al., 1993 ; Miyagi et al., 

1998).   

 
Figure 13 : Représentation schématique de l’unité transcriptionnelle rps2/ atpI/atpH/atpF/atpA. 

 

 

Nous avons réalisé un Northern blot avec une sonde ADN correspondante au gène atpH.  

Nous avons observé chez le sauvage, ainsi que le mutant sig3, plusieurs transcrits atpH de 

tailles différentes (entre 400 et 1200 kb environ, fig 14). La taille des transcrits observés est 

plus courte par rapport aux transcrits polycistroniques de l’opéron. Tous ces transcrits sont 

fortement diminués dans le mutant sig3. Nous en déduisons, d’après ce résultat que le gène 

atpH est transcrit d’une façon découplée des autres gènes de l’opéron d’une manière 

dépendante du facteur Sigma 3. 

 

 

 

 

 

 

 

rps2 atpI atpH atpF atpA 
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Figure 14 : Analyse de l’expression du gène atpH par Northern blot.   
Les ARN totaux extraits de plantules mutantes sig3 (∆3) et sauvages (WT) âgées de 6 jours ont été séparés sur 
un gel d’agarose dénaturant en présence de bromure d’éthidium puis visualisés sous UV (partie gauche). Ils sont 
par la suite transférés sur une membrane de nitrocellulose puis hybridés avec une sonde ADN spécifique du gène 
atpH marquée avec du 32P (partie droite). 
 
 
A ce stade, nous pouvons conclure que l’accumulation du transcrit atpH est affectée dans le 

mutant sig3 ce qui confirme les résultats obtenus par macroarray.  

Toutefois, il est nécessaire d’étudier de manière plus détaillée l’accumulation des transcrits 

atpH par d’autres techniques plus sensibles (l’extension d’amorce et 5’RACE +/- TAP) dans 

le but d’identifier le ou les promoteurs reconnus par l’holoenzyme PEP/SIG3 (voir Chapitre 

II). 

3.3 Diminution des transcrits atpB et atpE 
 
Le gène atpB fait partie avec atpE d’une unité de transcription dicistronique connue sous le 

nom de l’opéron atpB/atpE (Zurawski et al., 1982). Il code pour les deux sous unités de 

l’ATP synthase : CFl-β  (atpB) et CFl- ε (atpE) (Hennig and Herrmann 1986).   

 
Figure 15 : Représentation schématique de l’opéron atpB/E ainsi que de ces différents transcrits chez 

Arabidopsis thaliana. 
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Chez Arabidopsis thaliana, les gènes atpB et atpE sont co-transcrits en deux grands ARNm 

de 2,6 kb et 2,2 kb à partir de promoteurs situés dans la région 5’UTR du gène atpB 

(Swiatecka-Hagenbruch et al., 2007). De plus, il existe un transcrit atpE, plus court, faisant 

environ 700 b. L’analyse de l’accumulation des transcrits atpB et atpE (en utilisant des 

sondes spécifiques pour chaque gène) a montré une diminution d’un des deux co-transcrits 

atpB/atpE, i.e le transcrit faisant 2 Kb (fig 16). L’accumulation du transcrit monocistronique 

atpE n’est pas affectée dans le mutant sig3. La diminution observée dans la puce semblerait 

provenir de la diminution du co-transcrit atpB-atpE dans le mutant. Dans ce cas, l’expression 

du gène atpB devrait être affectée de la même manière. Cependant, la puce à ADN ne montre 

pas un changement au niveau de l’accumulation du transcrit atpB dans le mutant. La 

technique du Northern blot étant plus sensible, nous pensons alors que le facteur Sigma 3 est 

impliqué dans l’expression de l’opéron atpB/atpE, probablement dans la transcription du gène 

atpB. 

 Il reste alors à chercher le rôle de SIG3 dans la transcription de l’opéron atpB/atpE en 

utilisant d’autres techniques plus sensibles, nous permettant d’identifier de manière précise les 

sites d’initiation de la transcription d’un gène donné (technique d’extension d’amorce). Ceci 

devra permettre d’identifier le promoteur reconnu par SIG3 au niveau de l’opéron atpB/E 

(voir chapitre III). 

 

 
           
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Figure 16 : Analyse de l’expression des gènes atpB et atpE par Northern blot . Les ARN totaux extraits de 
plantules âgées de 6 jours ont été séparés sur un gel d’agarose dénaturant puis visualisés sous UV (pour vérifier 
leur intégrité ainsi que leur dosage). Ils sont par la suite transférés sur une membrane de nitrocellulose puis 
hybridés avec des sondes spécifiques ADN doubles brin (fragments PCR marqués avec du 32P) correspondant 
aux transcrits atpB et atpE. 
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3.4 Augmentation de l’accumulation de l’ARNm rbcL ? 
 

Nous avons observé dans les résultats obtenus par la puce une augmentation de la valeur 

d’intensité correspondant au transcrit rbcL. L’image des membranes hybridées ne permet pas 

d’avoir une réponse précise due à la présence d’un bruit de fond élevé autour du spot rbcL 

(voir fig 10B, position 20, a).  De ce fait, la valeur de l’écart type correspondante à l’intensité 

du spot rbcL est très élevée. Face à ces différentes observations non concluantes, nous avons 

décidé d’analyser de manière plus sensible (par Northern blot) l’accumulation des transcrits 

rbcL chez le mutant sig3.  

 
 
Figure 17 : Analyse du transcrit rbcL dans le mutant sig3. Un Northern blot a été réalisé avec des ARN 
totaux extraits de plantules âgées de 6 jours en utilisant comme sonde un fragment d’ADN double brin obtenu 
par PCR marqués avec du 32P correspondant au transcrit rbcL. 
 
 
L’analyse par Northern blot montre que l’accumulation du transcrit rbcL n’est pas affectée 

dans le mutant sig3 (fig17). L’augmentation observée par la puce à ADN peut être due à la 

position de la sonde correspondante au transcrit rbcL au niveau de la membrane de 

nitrocellulose : elle a été déposée dans le coin droit de la membrane qui est généralement 

utilisé lors de la manipulation d’où le bruit de fond élevé. 

 

4 Conclusion  
 
Nous avons isolé un mutant homozygote par insertion d’ADN-T dans le gène SIG3 

d’Arabidopsis thaliana. Le mutant sig3 ne présente pas de phénotype apparent dans les 

conditions normales de cultures.  

Dans le but d’étudier le rôle de SIG 3, nous avons fait le choix d’analyser simultanément 

l’expression des différents gènes plastidiaux dans le mutant sig3 et dans les plantes sauvages 
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par puce à ADN. Cette approche nous a permis d’identifier trois gènes suceptibles d’être sous 

le contrôle du facteur de transcription SIG3. Il s’agit des gènes psbN, atpH et atpB. 

La diminution de l’expression de ces gènes dans le mutant a été vérifiée par la technique de 

Northern blot. 

Le taux d’accumulation des transcrits psbN, atpH et atpB dans le mutant sig3, bien que 

faible par rapport au sauvage, est très variable. Ainsi, l’expression de psbN est la plus affectée 

dans le mutant sig3 suivie de celle du transcrit atpH puis atpB. Ceci suggère fortement que le 

facteur SIG3 intervient de manière différente au niveau de la transcription des gènes.  

Quel est le rôle du facteur SIG3 au niveau de la transcription des gènes psbN, atpH, et atpB ?  

 

L’identification des sites d’initiation de la transcription et la caractérisation des promoteurs de 

ces gènes sont nécessaires pour pouvoir répondre à ces questions et de comprendre le rôle du 

facteur SIG3 dans la transcription plastidiale chez Arabidopsis thaliana.  

 

 Rappelons que le gène psbN se situe dans le brin opposé à l’opéron psbB, (entre psbT et 

psbH), et que les gènes atpH et atpB font partie respectivement de l’opéron 

atpI/atpH/atpF/atpA et l’opéron atpB/atpE. Nous avons étudié l’expression de l’opéron psbB, 

atpI/atpH/atpF/atpA et atpB/atpE dans le mutant sig3 ainsi que la plante sauvage afin d’avoir 

un aperçu plus général sur le rôle de SIG3 comme facteur de transcription plastidial chez 

Arabidopsis thaliana. 
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1 Rôle du facteur sigma 3 au niveau de l’expression de l’opéron psbB 
 

Nous avons montré précédemment, suite à l’analyse du transcriptome plastidial par puce à 

ADN et par Northern blot, une forte diminution du transcrit psbN dans le mutant sig3. Le 

gène psbN code une protéine de fonction inconnue. De même, sa localisation au niveau du 

photosystème II n’a jamais été prouvée de manière directe c'est-à-dire aprés séquençage des 

composants du PSII purifié (Zouni et al., 2001 ; Ferreira et al., 2004). Au contraire, il a été 

suggéré que psbN ne fait pas partie du PSII chez T.vulcanus (Kashino et al., 2002). Quel 

serait donc le rôle du gène psbN ? Une des hypothèses probables est que l’absence du transcrit 

psbN, situé dans le brin opposé de l’opéron psbB, affecte l’expression de l’opéron.  Pour 

vérifier cette hypothèse, nous avons étudié l’accumulation des transcrits et des protéines de 

l’opéron psbB dans le mutant sig3.    

1.1 Identification du promoteur psbN 
 
Nous avons tout d’abord, cherché à identifier le promoteur du gène psbN reconnu par le 

complexe ARN polymérase PEP-SIG3. Pour cela, nous avons analysé par extension d’amorce 

les transcrits du gène psbN en utilisant une amorce située en aval de l’ATG (fig 18A). 

D’après les résultats obtenus par la technique d’extension d’amorce, il existe un seul transcrit 

correspondant à psbN. L’extrémité 5’ de ce transcrit est située à 32 nucléotides de l’ATG, le 

codon initiateur de la traduction. Ce transcrit peut être issu directement d’une initiation de la 

transcription à partir d’un promoteur situé en amont (transcrit primaire) ou bien issu du 

clivage d’un transcrit précurseur. Dans le but de déterminer précisément l’origine du transcrit 

psbN -32, nous avons utilisé la technique de capping in vitro (voir matériel et méthodes). 

Nous avons ainsi montré que le transcrit psbN est issu d’une initiation de la transcription à 

partir d’un promoteur situé en amont de la position -32. Il est fortement réduit dans le mutant 

sig3 (fig 18A).  

Nous avons analysé par extension d’amorce, en guise de contrôle, les ARNm du gène clpP, 

connu comme étant transcrit principalement à partir d’un promoteur NEP situé en amont de la 

position -53 de l’ATG (Hajdukiewicz et al. , 1997). Son expression n’est pas affectée dans le 

mutant sig3 (voir Chapitre I, tableau 1). En effet, le transcrit -53 du gène clpP s’accumule de 

la même manière dans le mutant sig3 et la plante sauvage (WT) (fig 18B). 

En conclusion, d’après nos résultats, la transcription de psbN est contrôlée spécifiquement par 

le facteur de transcription plastidial SIG3.  
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Figure 18 : Caractérisation des transcrits psbN.  
(A) Les ARNs correspondants aux WT ainsi que le mutant ∆3 sont d’abord analysé par extension d’amorce 
(lignes 1 et 2). Le transcrit psbN situé à -32 de l’ATG est ensuite analysé par la technique de Capping in vitro 
(lignes 3-5). Les ARNs coiffés sont déposés directement sur le gel de séquence (ligne 5), après digestion à la 
RNase (ligne4) et après hybridation avec l’ARN complémentaire à psbN suivie d’une digestion à la RNase 
(ligne3). 
(B) Analyse par extension d’amorce des transcrits clpP chez le mutant sig3 (∆3, ligne 7) et la plante sauvage 
(WT, ligne 6). 
 

 

Nos résultats exposés jusqu’à présent ont été obtenus avec le mutant sig3-4. Dans le but de 

confirmer la corrélation entre la diminution du transcrit psbN et l’absence du facteur SIG3, 

nous avons analysé par extension d’amorce l’expression de psbN dans le deuxième mutant 

homozygotes sig3-2 obtenu indépendamment du premier (voir Chapitre I). Le transcrit psbN 

est aussi diminué dans le mutant sig3-2 (fig 19). Ce résultat montre bien que le phénotype 

observé (diminution de l’ARNm psbN) est dû uniquement à la mutation dans le gène SIG3 et 

non pas à d’autres mutations additionnelles non détectées. 
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Figure 19: Analyse des transcrits psbN dans le deuxième mutant sig3-2 (∆3-2) par extension d’amorce. 
  

 

En conclusion, nous avons montré que chez Arabidopsis thaliana, psbN est transcrit à partir 

d’un promoteur PEP unique, sous le contrôle du facteur de transcription plastidial SIG3. 

Comme nous l’avons indiqué précédemment, psbN est situé dans la région intergénique de 

l’opéron psbB, entre psbT et psbH. La transcription de psbN pourrait alors produire des 

ARNm antisens des gènes psbT et psbB.  

 

Est ce que des ARNs antisens de psbB et psbT existent vraiment in vivo ? Si c’est le cas, quel 

est leur rôle ? Sont-ils impliqués au niveau de la transcription, du processing ou de la 

traduction de l’opéron psbB ? 

 

Pour répondre à ces différentes questions, nous avons analysé l’expression de l’opéron psbB 

dans le mutant sig3 où la transcription de psbN est très fortement affectée. 
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1.2  Rôle de SIG3 au niveau de l’accumulation et processing des transcrits 
de l’opéron psbB 

 
L’opéron a été étudié chez plusieurs espèces (Westhoff and Hermann, 1988 ; Kohchi et al., 

1988). Il a été démontré que tout l’opéron est transcrit à partir d’une seule région promotrice 

située dans la région 5’UTR de psbB produisant ainsi des longs transcrits polycistroniques qui 

subissent des séries d’événement de clivage (processing) libérant des transcrits mono et 

dicstroniques (fig 20) (Westhoff and Hermann, 1988 ; Meurer et al., 1996). 

 

 

 
 

 

 

 

Figure 20: Représentation schématique de l’opéron psbB. Cet opéron est transcrit à partir d’un promoteur 
situé dans la région 5’UTR de psbB produisant ainsi un long transcrit (qui comprend les cinq transcrits de 
l’opéron). Ce large ARNm précurseur est clivé au niveau de plusieurs sites libérant ainsi plusieurs transcrits se 
chevauchant les uns les autres faisant entre 400 et 5600 nucléotides (Westhoff and Hermann, 1988).  
 

Le promoteur de psbN situé à –32 de l’ATG chevauche avec une des extrémités 5’ des 

transcrits psbH (voir fig 21A) (Felder et al., 2001). Le chevauchement entre ces deux 

transcrits pourrait résulter de la formation d’une molécule d’ADN double brin (psbH/ psbN) 

ou bien d’une modification de la structure secondaire du transcrit psbH modifiant ainsi le 

processing de l’ARN polycistronique dans la région intergénique psbT-psbH.  

Dans ce cas, le transcrit psbN pourrait jouer un rôle au niveau du processing de l’ARNm 

contenant psbH. Pour vérifier cette hypothèse, nous avons analysé l’accumulation ainsi que le 

profil de processing des co-transcrits de l’opéron psbB dans le mutant sig3 et la plante 

sauvage (WT) par Northern blot en utilisant des sondes correspondantes aux gènes psbB, 

psbT et psbH. 

D’après les résultats obtenus, nous n’avons pas détecté de différences au niveau de 

l’accumulation des co-transcrits de l’opéron psbB. Nous pouvons conclure qu’il n’y a pas de 

défaut de processing dans le mutant sig3 dû à l’absence de l’ARNm psbN (fig 21). 
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Figure 21: Analyse de l’accumulation et du processing des différents transcrits de l’opéron psbB.   
 
(A) Représentation schématique de l’opéron psbB ainsi que le promoteur de psbN (PpsbN). Les deux flèches 
situées sur la région intergénique entre psbT et psbH correspondent aux deux extrémités 5’ des transcrits psbH 
issus d’un processing (Felder et al., 2001), l’un de ces transcrits se chevauche avec le promoteur du gène psbN.  
Le symbole      désigne les promoteurs, la flèche   désigne le site du clivage des transcrits. 
 
(B) Northern blot réalisé avec des sondes spécifiques psbB, psbH et psbT. Des ARN extraits de plantules (WT et  
∆3) âgées de 6jours sont séparés sur un gel d’agarose dénaturant en présence de bromure d’éthidium puis 
transférés sur membranes de nitrocellulose et hybridés avec les sondes radioactives des différents transcrits 
analysés.  
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1.3 Rôle de SIG3 au niveau de l’accumulation des protéines de l’opéron 
psbB 

 
Nous avons vu que l’absence du transcrit psbN dans le mutant sig3 n’affecte ni 

l’accumulation des transcrits de l’opéron psbB ni leur processing (fig 21). Une des fonctions 

probables de psbN pourrait alors être corrélée avec la traduction des différents transcrits de 

l’opéron. 

Pour cela, nous avons analysé par Western blot l’accumulation des protéines CP47 (codée par 

psbB) PsbH et PsbT grâce à des anticorps spécifiques. La protéine ribosomale L4 a été choisie 

comme contrôle de charge.  Pour les protéines CP47 et PsbH nous avons utilisé des anticorps 

peptidiques commerciaux fournis par la société Agrisera. En ce qui concerne la protéine PsbT 

aucun anticorps n’étant disponible, des anticorps anti-peptidiques ont été alors produits par 

Eurogentec. 

1.3.1 Caractérisation de l’anticorps anti-PsbT  
 
Nous avons mis au point les différentes conditions de Western Blot nous permettant de 

détecter les protéines de petits poids moléculaires tels que PsbT. Pour cela nous avons utilisé 

le système de migration de Schagger and Van Jagow (1972). Nous avons tout d’abord testé 

les anticorps contre des protéines totales extraites de plantes sauvages (WT). Les anticorps 

que nous possédons reconnaissent de manière spécifique une protéine d’environ 4kDa (poids 

moléculaire calculé est de 3,8 kDa). Le sérum pré-immun ne réagit pas avec cette protéine (fig 

22A). Nous avons aussi confirmé la localisation de la protéine PsbT au niveau des thylacoïdes 

chez Arabidopsis thaliana (Monod et al., 1994) (fig 22B). 

Figure 22: Caractérisation de l’anticorps dirigé contre des peptides de la protéine PsbT.  
(A) Immunodétection de la protéine PsbT d’Arabidopsis du sérum pré-immun (PI) et du sérum anti-PsbT avec 
des extraits totaux de plantules âgées de 6 jours.  
 
(B) Immunoréaction  de l’anticorps anti-PsbT. 30µg de protéines des plastes purifiés (P), de stroma (Str) et de 
thylacoïdes (Thy) extraits de feuilles matures d’Arabidopsis (âgées de 21 jours) ont été séparés par SDS-PAGE, 
transférés sur membrane de nitrocellulose et analysés avec un anticorps peptidique dressé contre PsbT.  
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Nous avons analysé l’accumulation des protéines codées par l’opéron psbB dans le mutant 

sig3 et la plante sauvage par Western Blot. D’après le résultat obtenu avec les anticorps anti-

PsbB et anti-PsbH, il n’y a pas de différence au niveau de l’accumulation des protéines PsbB 

et PsbH chez le mutant (fig 23). En revanche, la protéine PsbT est sur-exprimée dans le 

mutant sig3.  

 

Figure 23: Immunodétection des protéines de l’opéron psbB chez le sauvage (WT) et chez le mutant sig3 
(∆3). 25µg protéines totales extraites de plantules agées de 6 jours sauvages (WT) et mutantes sig3 (∆3) ont été 
séparés par SDS-PAGE, transférés sur membrane de nitrocellulose et analysés avec des anticorps anti-PsbB, 
PsbH, PsbT et L4.  
 
 

Ce résultat montre l’effet de la diminution du transcrit psbN dans le mutant sig3 sur le taux 

d’accumulation de la protéine PsbT.  

Quelle est donc la relation entre la transcription de psbN et la traduction de l’ARNm psbT ? 

La transcription de psbN, situé sur le brin opposé de psbT, pourrait engendrer un transcrit 

antisens de psbT qui serait tout comme psbN sous le contrôle de SIG3. Ainsi, en contrôlant la 

production d’un ARN antisens psbT, SIG3 pourrait contrôler la traduction de l’ARNm psbT. 

Pour tester cette hypothèse, nous avons analysé l’accumulation des transcrits sens et antisens 

de psbT par extension d’amorce. 
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1.4 Étude de l’accumulation des transcrits psbT 

1.4.1  Caractérisation des transcrits antisens de psbT 

1.4.1.1 Détermination de l’extrémité 5’du transcrit psbT antisens 
 
Pour déterminer les différents transcrits antisens de psbT, nous avons choisi comme amorce 

un oligonucléotide commençant à l’ATG du gène psbT (voir fig 24A). Les résultats obtenus 

par extension d’amorce montrent l’existence de deux transcrits antisens de psbT faisant 330 et 

140 bases. Ces transcrits sont absents dans le mutant sig3. Nous pouvons alors conclure que 

ces transcrits sont sous le contrôle du facteur de transcription SIG3.  

Dans le but de déterminer si ces transcrits sont issus d’une initiation de la transcription ou par 

clivage d’un transcrit précurseur, nous avons réalisé la technique de 5’RACE couplée au 

traitement avec la TAP (voir matériel et méthodes, fig 24B partie droite).  

Le transcrit long correspondant au co-transcrit psbN/psbT-antisens est détecté par PCR 

uniquement à partir d’ARN traités à la phosphatase (TAP), c’est donc un transcrit primaire 

initié à partir du promoteur du gène psbN situé en amont de la position –32 de l’ATG. Le 

transcrit de 140 bases est détecté par PCR à partir d’ARN traités et non traités à la 

phosphatase ce qui montre bien qu’il provient d’un clivage d’un transcrit précurseur, i.e du 

co-transcrit psbN/psbT-antisens. Le transcrit de 140 bases correspond à l’antisens de la 

séquence codante de psbT. Son extrémité 5’ se situe au niveau de la région intergénique, entre 

psbN et psbT (voir fig 24 A).  

 

Nous montrons ainsi que la transcription de psbN produit un long ARNm qui couvre 

l’antisens de la séquence codante de psbT. Suite à un processing, ce transcrit est coupé 

libérant ainsi d’une part le transcrit psbN (sens) et d’autre part le transcrit psbT antisens.  

  

Jusqu’où s’étend l’antisens de psbT ? Est-il limité à la séquence codante de psbT ? Ou bien à 

sa région 5’UTR ? 
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Figure 24 : Détermination de l’extrémité 5’ des transcrits antisens de psbT. 
 
(A) Représentation schématique des gènes psbB, psbT, PsbN et psbH. psbN est transcrit par le brin opposé à 
partir du promoteur situé à -32. La transcription de psbN produit un long transcrit (en rouge) contenant l’antisens 
de psbT. Ce transcrit est coupé pour libérer le transcrit antisens de psbT (couvrant toute la région codante de 
psbT).  
 
(B) Détermination des transcrits antisens de psbT par extension d’amorce. Des ARN totaux du WT et du mutant 
(∆3) sont rétrotranscrits en utilisant une amorce (en rouge) située au niveau de l’ATG du gène psbT. Les ADNc 
correspondant aux transcrits antisens de psbT sont par la suite analysés sur un gel d’acrylamide dénaturant. La 
migration des ADNc est effectuée en même temps que la séquence du gène psbT faite avec la même amorce. Les 
deux transcrits antisens de psbT sont analysés par 5’RACE avec (+) ou (-) traitement à la TAP. 
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1.4.1.2 Détermination de l’extrémité 3’ 
 
Pour déterminer l’extréminté 3’ du transcrit antisens de psbT, nous avons réalisé la technique 

de RT-PCR sur des ARNs auto-liés par la T4-ligase (Circular RT-PCR, Zandueta-Criado and 

Bock, 2004).  

Le but de cette technique est de circulariser les ARNs de manière à ce que les deux extrémités 

3’UTR et 5’UTR soient liées. En utilisant des amorces proches des régions 3’ et 5’ UTR du 

transcrit antisens (voir fig25 A), nous avons réalisé une reverse transcription suivie 

d’amplification par PCR. Nous avons détecté deux bandes majeures (fig 25 B). Elles ont été 

clonées, plusieurs clones ont été obtenus et séquencés.    

D’après ces résultats, nous pouvons constater qu’il existe deux transcrits antisens de psbT de 

différentes tailles. Ils ont la même extrémité 5’UTR (issu du processing du long transcrit 

psbN). Par contre, ils diffèrent au niveau de leur extrémité 3’UTR : l’un s’arrête au niveau de 

la région intergénique entre psbB et psbT et l’autre s’arrête au niveau de l’extrémité 3’ du 

gène psbB (voir fig 25 C). 

 
Figure 25: caractérisation de l’extrémité 3’ du transcrit antisens de psbT 
(A)Représentation schématique de l’ARN auto-liés par la T4 ligase par leurs deux extrémités 3’ et 5’. La RT a 
été faite avec l’amorce 1 suivie par une PCR avec les amorces 2 et 3. 
(B) Détermination de l’extrémité 3’du transcrit antisens par cRT-PCR (RT-PCR circulaire). 2µg d’ARN sont 
auto-liés avec la T4 ligase, puis rétrotranscrit avec l’amorce 1. Les ADNc obtenus sont amplifiés par PCR avec 
les amorces 2 et 3, puis déposés sur gel d’agarose. Un aliquot a été cloné, plusieurs clones ont été par la suite 
séquencés pour déterminer la région 3’ du transcrit antisens de psbT.  
(C) Représentation schématique des transcrits antisens de psbT d’après les séquences obtenus après clonage (en 
pointillés rouges) 

   M      cRT A B 

C 

3’UTR                   5’UTR 

2 1 3 

PpsbN psbN 

psbT psbB 

�� ��
�� ��

1 2 3 



Chapitre II 

 

 
 

58 

D’après ces résultats, nous pouvons conclure que la transcription de psbN produit un ARNm 

antisens couvrant toute la séquence codante de psbT ainsi que sa région 5’UTR. 

L’accumulation de psbN ainsi que de psbT antisens est entièrement sous le contrôle de SIG3. 

 
Quel serait donc le rôle de ce transcrit antisens ?  

Nous avons déjà montré que l’absence du transcrit psbT antisens dans le mutant sig3 se 

traduit par une augmentation de la protéine PsbT (fig 23). Ce résulat peut être interprété de 

deux manières : 1) la formation d’un ARN double brin entre les transcrits sens et antisens de 

psbT empêche la traduction de l’ARNm psbT ou 2) la formation d’un ARN double brin 

sens/antisens psbT induit la dégradation du transcrit psbT par un mécanisme similaire à celui 

des RNAi. Dans ce cas, il est probable que l’absence du transcrit antisens psbT chez le mutant 

sig3 affecte l’accumulation des transcrits sens de psbT. Pour distinguer entre ces deux 

hypothèses, nous avons alors analysé l’accumulation des différents transcrits sens de psbT 

dans le mutant sig3 et la plante sauvage (WT).  

1.5 Caractérisation des extrémités 5’des transcrits sens de psbT 
 
Nous avons mis en évidence par extension d’amorce la présence de deux transcrits sens de 

psbT ayant des extrémités 5’ différentes : l’un (-28, fig 26A) est situé au niveau de la région 

intergénique entre psbB et psbT (faisant 154 bases, fig 26B) et l’autre (-206, fig 26A) est situé 

dans la région 3’du gène psbB (faisant ~345 bases, fig 26B) (voir fig 26A). L’accumulation de 

ces transcrits n’est pas affectée dans le mutant sig3 par rapport à la plante sauvage (WT). 

Nous pouvons alors à ce stade exclure l’hypothèse de dégradation du transcrit sens psbT 

induite par la formation d’un ARN double brin (hypothèse 2). 

Le transcrit situé entre psbB et psbT est issu directement d’une initiation de la transcription 

(voir fig 26 B, 5’RACE +/-TAP). Le clonage de l’extrémité 5’ du transcrit psbT obtenu par 

5’RACE montre une différence de quelques nucléotides avec l’extrémité identifiée par 

l’extension d’amorce (voir fig 26 C).  L’initiation de la transcription se fait à la position –28 

de l’ATG du gène psbT mais le transcrit détecté par l’extension d’amorce est plus court 

d’environ 12 nucléotides. D’après la structure secondaire du transcrit psbT -28 (fig 26D), il 

est possible que cette différence est due à une activité exonucléase qui s’effectue rapidement 

après la synthèse de l’ARN et qui s’arrête au niveau d’une boucle. En effet, les trois 

adénosines (aaa) correspondant à l’extrémité 5’ du transcrit psbT déterminé par extension 

d’amorce est situé au niveau d’une tige (structure en double brin), ce qui probablement la 

protège de la digestion par les nucléases (fig 26D). 
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L’identification d’un promoteur interne situé en amont de 28 nucléotides de l’ATG de psbT, 

montre pour la première fois l’existence d’un découplage de la transcription du gène psbT au 

niveau de l’opéron psbB. Il est possible que sous certaines conditions (physiologiques ou 

environnementales) la plante ait besoin d’assurer la transcription de psbT indépendamment 

des autres transcrits de l’opéron d’où l’existence de ce promoteur interne (PpsbT -28).   

En résumé, il existe deux transcrits psbN de différentes tailles in vivo. Après clivage, le long 

transcrit libère un ARN antisens de psbT. L’absence de ce transcrit dans le mutant sig3 

n’affecte pas l’accumulation des transcrits sens psbT. En revanche, la protéine PsbT est sur-

exprimée dans le mutant sig3. Ceci suggère une régulation de la traduction de l’ARNm psbT 

par son antisens.  

Par quel moyen l’antisens de psbT agit au niveau de la traduction de la protéine PsbT ?  

Est-ce que l’ARN double brin (sens et antisens) de psbT existe in vivo ? Quelle est sa 

structure exacte ? 
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Figure 26 : Détermination des extrémités 5’ des transcrits sens de psbT et modèle de leur structure 
(A) Représentation schématique des gènes psbB, psbT et PsbN. Le transcrit sens de psbT (en bleu) possède deux 
extrémités 5’ : un promoteur situé à -28 de l’ATG et un transcrit plus long (-206) situé dans la région 3’ de psbB. 
(B) Analyse des transcrits sens de psbT par extension d’amorce. Des ARN totaux du WT et mutant (∆3) sont 
rétrotranscrit en utilisant l’amorce 1 (en bleu) située dans le 3’ de psbT. La séquence contenant le gène psbT et 
une partie de la région 3’de psbB a été réalisée manuellement avec la même amorce. Le transcrit psbT -28 est 
identifié comme un transcrit primaire par 5’RACE avec (+) ou sans (-) traitement à la TAP. 
(C) Séquence de la région promotrice du gène psbT, le site d’initiation de la transcription à la position -28 de 
l’ATG est illustré par le symbole     , les flèches indiqent l’extrémité 5’ du transcrit psbT déterminée par 
extension d’amorce. 
(D) Structure secondaire du transcrit psbT initié à -28 de l’ATG (obtenu par le logiciel RNA 
fold http://frontend.bioinfo.rpi.edu/applications/mfold/cgi-bin/rna-form1.cgi). Le cercle bleu indique l’ATG du 
gène, les flèches montrent l’extrémité 5’ du transcrit psbT déterminée par extension d’amorce. 
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1.6 Caractérisation de l’ARN double brin sens et antisens de psbT in vivo 
 
Nous avons confirmé l’existence des transcrits psbT sous forme d’ARN double brin in vivo 

grâce à une technique qui permet de détecter spécifiquement des ARNs double brin par RT-

PCR en utilisant des nucléases spécifiques. Toutes les expériences visant à mettre en évidence 

l’existence de l’ARN double brin psbT in vivo ont été réalisées à partir d’ARN totaux extraits 

de graines de plantes sauvages (WT) au stade 1 jour après imbibition. Le choix de ce stade de 

développement est justifié par l’expression du transcrit psbT antisens.  En effet, une analyse 

du transcriptome plastidial au cours de la germination effectuée au sein de notre laboratoire 

par Demarsy et al. (Résultats non publiés) a montré un taux élevé d’accumulation de l’ARN 

antisens de psbT à ce stade de développement.  

Les ARNs doubles brin peuvent résister à des traitements par de faibles concentrations de 

RNases A et RNases T1.  Des ARN totaux extraits de graines sauvages (WT) germées à 1 

jour après imbibition, traités à la DNase, ont été digéré avec un mélange des RNases A et T1 

afin d’analyser la présence des transcrits sens et antisens de psbT comme molécule d’ARN 

double brin. 

 Nous avons détecté par RT-PCR le transcrit psbT (correspondant à la séquence codante) dans 

les ARNs traités ainsi que dans les ARNs non traités aux RNases A et T1. Le transcrit 

contrôle utilisé ici est le messager nucléaire APT1 (Adenosyl Phosphoryl Transferase 1) 

(Cowling et al. 1998). Aucune amplification du transcrit APT n’a été détectée à partir des 

ARNs traités aux RNases (fig 27). D’après ces résultats, il ressort que les transcrits sens et 

antisens de psbT forment in vivo une molécule d’ARN double brin stable.  
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Figure 27 : Détection d’un ARN psbT double brin.  
2µg d’ARN totaux extraits de graines sauvages (WT)  germées au stade 1 jour, ont été traités à la DNase puis 
avec un mélange de RNases A/T1. Une RT-PCR a été réalisée à partir des ARN traités (+) ou non traités (-) aux 
RNases, en utilisant des amorces spécifiques de psbT et d’APT (un transcrit nucléaire utilisé comme contrôle de 
l’efficacité du traitement aux Rnases). 
 

Quelle est la séquence exacte de l’ARN double brin psbT.  

 

A priori, vu les séquences des différents transcrits sens et antisens de psbT (représentés 

schématiquement dans la fig 28A), différents types d’ARN doubles brin sens et antisens de 

psbT, pourraient se former dans lesquels, soit l’ARN sens soit l’ARN antisens est plus long 

que la partie ‘double brin’ (fig 28 B). Il en ressort ainsi que chez une plante sauvage (WT), au 

moins une partie des transcrits sens de psbT existe sous forme d’ARN double brin, ce qui a 

probablement des conséquences au niveau de la traduction de l’ARNm psbT. Les différents 

types d’ARN double brin psbT, peuvent avoir des comportements différents vis-à-vis de la 

traduction. Néanmoins, la formation du double brin diminue probablement la traduction de 

l’ARNm psbT vu que la quantité de la protéine PsbT augmente dans le mutant sig3, en 

absence de l’antisens psbT (fig 23 et 29).  
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Figure 28: Représentation schématique des différents transcrits de psbT. 

(A) Le gène psbT possède deux types de transcrits : les transcrits sens (en bleu) et des transcrits antisens (en 
rouge) ayant des origines différents. (B) Ces transcrits peuvent exister sous différentes formes d’ARN double 
brin.  
 
 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figure 29 : Hypothèse sur la régulation de la synthèse de la protéine PsbT.  

Chez la plante sauvage (WT) une partie des transcrits sens est sous forme d’ARN double brin. L’ARN double 
brin ‘protège’ la région 5’UTR du gène psbT, ce qui empêche la fixation des ribosomes et par conséquent la 
traduction de PsbT. Chez le mutant sig3, le gène psbN n’est pas transcrit et par conséquent les transcrits psbT 
antisens sont absents. Dans ce cas, tous les transcrits sens de psbT sont susceptibles d’être traduits, ce qui 
explique le taux d’accumulation élevé de la protéine PsbT. 
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1.7 Régulation de l’expression de psbT via l’ARN antisens : hypothèses 
 
Nous avons montré que le facteur SIG3 est nécessaire pour la transcription du gène psbN. La 

transcription à partir du promoteur de psbN produit des ARNs antisens de psbT. L’absence de 

ces ARN antisens dans le mutant sig3 est corrélée avec une plus forte expression de la 

protéine PsbT par rapport à la plante sauvage.  De plus, nous avons montré chez la plante 

sauvage, l’existence de transcrits antisens de psbT sous forme d’un ARN double brin couvrant 

la majorité de la région 5’UTR du transcrit psbT. Ainsi, en bloquant l’accès des ribosomes à 

la région 5’UTR, l’ARN double brin psbT inhibe probablement la traduction et ainsi 

l’accumulation de la protéine PsbT. 

Ceci suggère l’existence d’une régulation fine de l’expression de psbT par l’intermédiaire de 

son antisens.  

 
Sous quelles conditions se fait cette régulation ? Pourquoi est-il nécessaire de réguler le taux 

d’accumulation de la protéine psbT de manière spécifique ? Pour pouvoir émettre des 

hypothèses concernant ce mécanisme de régulation, il est nécessaire de connaître la fonction 

de la protéine PsbT. 

Aucune étude n’a été entreprise concernant la fonction de PsbT chez Arabidopsis thaliana. 

Par contre chez Chlamydomonas, PsbT joue un rôle important au niveau de la réparation du 

photosystème II endommagé suite à un stress photo-oxydatif (Ohnishi et al., 2001 , 2007). De 

plus elle joue un rôle important au niveau de la dimérisation du photosystème II chez la 

cyanobactérie Thermosynechococcus elongatus (Iwai et al., 2004). Chez l’épinard, PsbT est 

une composante du PSII associée au complexe CP47-RC (CP47 Reaction-Center) du PSII 

(Zheleva et al., 1998). 

Ces différentes études suggèrent que la protéine PsbT constitue un composant du 

photosystème II et qu’elle joue un rôle important lors d’un stress photo-oxydatif des plantes.   

La survenue d’un stress photo-oxydatif chez la plante due à une forte illumination (intensité 

lumineuse d’environ 1000 µmol photons m–2 s–1 chez Arabidopsis thaliana) provoque une 

déstabilisation du centre réactionnel du photosystème II qui se manifeste par une dégradation 

des protéines D1 et D2. Dans ce cas, si la protéine PsbT est impliquée dans la réparation du 

centre réactionnel du photosystème II, elle devrait être synthétisée surtout après un stress. 

D’une manière générale la plante a besoin de réagir de manière rapide lors d’un stress.  
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Comment une forte synthèse de la protéine PsbT peut être envisagée après un stress si 

l’ARNm psbT est nécessaire pour une traduction efficace ? Ceci suggère soit une libération de 

l’ARNm psbT du double brin après stress photo-oxydatif, soit une synthèse de novo de 

l’ARNm psbT, en absence de la transcription de psbN. L’élucidation d’une telle régulation 

représente un défi pour le futur. 

 
 

2 Conclusion du chapitre II 
 
Nous avons montré au cours de cette étude que le facteur de transcription SIG3 est nécessaire 

pour la transcription du gène psbN. La transcription de psbN produit un ARNm antisens de 

psbT.  C’est le premier exemple de la caractérisation d’un ARN antisens endogène dans le 

chloroplaste.  

L’absence de l’ARN antisens de psbT dans le mutant sig3 provoque une augmentation de 

l’accumulation de la protéine PsbT par rapport à la plante sauvage (WT).  

Nous avons montré que l’ARN antisens de psbT est présent sous forme d’ARN double brin in 

vivo. Cette structure s’étend jusqu’à la région 5’UTR du gène psbT. Il est probable qu’une 

régulation de la traduction de l’ARNm psbT s’effectue par la formation d’un ARN double 

brin qui bloque probablement l’accès aux ribosomes.  
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1 Régulation de l’expression des sous-unités plastidiales de l’ATP 
synthase par le facteur SIG3 

 
L’ATP synthase est un complexe multiprotéique plastidial localisé au niveau des membranes 

thylacoïdiennes. Il permet la synthèse d’ATP à partir d’adénosine di-phosphate (ADP) et du 

phosphate inorganique (Pi) en utilisant le gradient électrochimique des protons (provenant du 

flux d’électrons dépendant de la lumière). 

L’ATP synthase est composée de deux sous-complexes : CF1 et CF0. Le complexe CF0 est 

formé de trois sous unités (CF0-IV, CF0-I et CF0-III) présentant un degré de stœchiométrie 

différent les unes par rapport aux autres : CF0-IV1, CF0-I1, CF0-III  5-15. Le complexe CF1 

contient cinq sous unités (α, β, ε, γ et δ)  avec une stœchiométrie de 3 :3 :1 :1 :1. 

Parmi les différentes sous-unités formant l’ATP synthase, six sont codées par le génome 

plastidial. Ces gènes sont organisés en deux unités transcriptionnelles différentes: l’une 

contenant les gènes rps2, atpI, atpH, atpF et atpA, codant  la protéine ribosomale S2 (rps2) 

ainsi que les quatre sous unités de l’ATP synthase : CF0-IV (atpI), CF0-III (atpH), CF0-I 

(atpF), et CFl-α (atpA) (Hennig and Herrmann, 1986) et l’autre formant l’opéron atpB/E, 

codant respectivement les deux sous unités CFl-β et CFl- ε (Zurawski et al., 1982). 

 
Figure 30 : Représentation schématique de l’ATP synthase plastidiale. 
Les flèches indiquent le nom du gène codant pour chacune des sous-unités. 
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Une étude basée sur la quantification de l’intensité des différents co-transcrits de l’unité de 

transcription rps2/atpI/atpH/atpF/atpA chez le maïs a suggéré que la régulation de la synthèse 

des différents composants du complexe ATP synthase pourrait se faire au niveau 

transcriptionnel (Stahl et al., 1993). En revanche, d’autres études réalisées chez l’épinard, 

suggèrent que la régulation se fait principalement au niveau post-transcriptionnel (i.e au 

niveau de la traduction (Stollar et al., 1994) ou de la stabilité des transcrits (Hotchkiss and 

Hollingsworth, 1997). Cela suggère que la régulation de l’expression des gènes codant pour 

l’ATP synthase varie selon les espèces. Nous avons procédé à une analyse de l’expression des 

gènes plastidiaux codant l’ATP synthase chez Arabidopsis thaliana d’une manière générale 

chez la plante sauvage et de façon plus particulière chez le mutant sig3.  

En effet, l’analyse du profil d’expression des gènes plastidiaux dans le mutant sig3 par puce à 

ADN, a montré une diminution des ARNm atpH et atpB (voir chapitre I).  

De plus, nous avons observé chez la plante sauvage que l’ARNm atpH s’accumule de manière 

plus importante que les autres transcrits codants les sous unités de l’ATP synthase (5 à 12 

fois, les valeurs étant variables entre les expériences) (voir fig 31). 

 

 
Figure 31 : Profil d’accumulation des gènes plastidiaux chez la plante sauvage obtenus par puce à ADN, 
ceux codant pour l’ATP synthase plastidiale sont indiqués par des flèches. 
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Quel rôle joue le facteur SIG3 au niveau de la transcription des gènes atpH et atpB ? 

Est ce que la synthèse des sous-unités de l’ATP synthase peut être régulée de manière 

différentielle grâce au facteur SIG3, notamment pour les gènes atpH et atpB ? 

 

Pour répondre à cette question, nous avons analysé, par extension d’amorce et 5’-RACE, les 

différents transcrits des gènes codant pour les sous-unités de l’ATP synthase (l’opéron 

atpI/H/F/A et l’opéron atpB/E) dans le mutant sig3 et la plante sauvage (WT).  

 

Cette partie du travail a été réalisée en collaboration avec Livia Merendino et Mustapha 

Malik-Ghulam.  

1.1 Analyse de l’expression des gènes de l’opéron atpI/atpH/atpF/atpA à 
l’aide du mutant sig3 

1.1.1 Identification du promoteur du gène atpH 
 
L’analyse de l’accumulation de l’ARNm atpH dans les plantes sauvages et le mutant sig3 par 

Northern blot, montre une diminution de plusieurs transcrits de tailles différentes (entre 400 et 

1200 kb, voir fig 14, Chapitre I). D’après leur taille, on peut conclure que ces transcrits 

pourraient provenir uniquement de la transcription du gène atpH (ils sont plus petits que les 

co-transcrits de l’opéron). Ceci suggère fortement que le gène atpH soit transcrit d’une façon 

découplé de l’opéron atpI/atpH/atpF/atpA sous le contrôle du facteur SIG3. 

Pour confirmer cette hypothèse, nous avons analysé l’expression du transcrit atpH chez les 

plantes sauvages et le mutant sig3 par la technique d’extension d’amorce en utilisant deux 

amorces (a et b ; voir fig 32A). L’amorce a nous a permis d’identifier un transcrit atpH situé à 

la position -45 par rapport à l’ATG (voir fig 32B, lignes 1 et 2). Grâce à l’amorce b nous 

avons pu identifier l’extrémité 5’ du deuxième transcrit atpH situé à 413 nucléotides en amont 

de l’ATG (voir fig 32B, lignes 3 et 4).  

Le transcrit atpH (-45) correspond à un produit de clivage d’un transcrit précurseur qui 

provient probablement d’un promoteur situé en amont (voir fig 32B, 5’Race, lignes 5 et 6). Ce 

transcrit ne varie pas dans le mutant sig3 par rapport au sauvage (WT) (voir fig 32 B, lignes 1 

et 2). En revanche, le transcrit atpH (-413) disparaît complètement dans le mutant sig3 (voir 

fig32B, lignes 3 et 4). Il peut être amplifié par 5’RACE PCR uniquement à partir d’ARN 

traités à la phosphatase TAP (voir fig32B, 5’Race, lignes 7 et 8) : c’est donc un transcrit 

primaire spécifique du facteur SIG3. 
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Figure 32 : Analyse des ARNs précurseurs atpH.  
(A)Représentation schématique de l’opéron atpI/atpH/atpF/atpA.  
(B) Les ARN totaux utilisés ont été extraits à partir de plantules sauvages (WT) et mutantes sig3 (∆3) âgées de 6 
jours. Après transcription inverse avec un oligonucléotide marqué, les ADNc obtenus ainsi que les séquences 
(faites manuellement avec le même oligo, voir matériel et méthodes) correspondantes à la région promotrice du 
gène atpH ont été séparés sur un gel de polyacrylamide dénaturant. La première extension d’amorce, réalisée 
avec un oligonucléotide situé dans la région codante d’atpH (amorce a, lignes 1 et 2), a pu mettre en évidence 
deux transcrits différents pour atpH. Pour mieux préciser l’extrémité du second transcrit du gène atpH, nous 
avons effectué une deuxième extension d’amorce en utilisant un oligonucléotide situé dans la région 5‘UTR 
d’atpH (amorce b, lignes 3 et 4). La caractérisation des deux transcrits atpH identifiés a été réalisée avec la 
technique 5’RACE avec (+) ou (-) traitement à la TAP : le transcrit atpH (-45) provient du clivage d’un transcrit 
précurseur (lignes 5 et 6) tandis que le transcrit atpH (-413) correspond à un site d’initiation de la transcription 
(lignes 7 et 8).  
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Il existe ainsi deux transcrits différents pour le gène atpH situés respectivement à -413 et -45 

de l’ATG. Le facteur SIG3 est responsable de la transcription du long transcrit atpH (-413) 

par l’intermédiaire d’un promoteur spécifique situé en amont de la position -413.  

Ainsi, en absence de SIG3, le transcrit provenant du promoteur situé à la position -413 est 

absent. Dans ce cas, l’ARNm atpH provient uniquement d’un co-transcrit atpI/atpH qui est 

clivé à la position -45 du transcrit atpH. La diminution de l’expression du gène atpH observée 

chez le mutant sig3 est due à l’absence du transcrit atpH initié à la position -413.  

Le gène atpH code la sous unité la plus abondante au niveau du complexe protéique ATP 

synthase. Nous avons montré que l’unique promoteur du gène atpH est exclusivement 

contrôlé par le facteur SIG3. Néanmoins, nous avons mis en évidence l’existence d’un autre 

transcrit atpH issu du clivage d’un transcrit précurseur probablement initié à partir d’un 

promoteur situé en amont du gène atpI.   

Bien que le gène atpH soit également co-transcrit (probablement avec atpI), son expression 

est fortement dépendante d’un promoteur spécifique du facteur SIG3. Nos résultats suggèrent 

ainsi que la synthèse de la protéine CF0-III soit en grande partie régulée de manière 

transcriptionnelle.  

Dans ce cas, comment est régulée l’expression du gène atpH ? 

Quel est le rôle du promoteur PatpH -413, spécifique du facteur SIG3 ? 

1.1.2 Expression du gène atpH au cours de la germination  
 

Afin d’étudier la régulation de l’expression des différents transcrits atpH (–413) et atpH (-45), 

nous avons analysé par extension d’amorce, l’expression du gène atpH au cours de la 

germination et du développement de la jeune plantule c'est-à-dire lors de la transformation des 

proplastes, présents dans les graines sèches en chloroplastes. Nous avons choisi, d’analyser 

les stades graines sèches (0), graines imbibées (0+) et des plantules à 2,4 et 6 jours après 

germination (fig 33 A). 

 

 

 



Chapitre III 

 

 
 

72 

 

 

 
Figure 33 : Analyse de l’expression du gène atpH au cours de la germination. 
(A) Stades de développement d’Arabidopsis. Les graines de plantes sauvage ont été imbibées pendant 72h à4°C 
à l’obscurité (stade 0+) puis transférées en chambre de culture à 23°C en 16h lumière/8h obscurité (image tirée 
de Demarsy et al., 2006). 
(B) Des extensions d’amorces ont été réalisées pour le gène atpH à partir d’ARN extraits de graines sèches 
(stade 0), après 72h d’imbibition (stade 0+) et à partir de jeunes plantules à 2, 4 et 6 jours après la germination. 

 

Nous pouvons conclure suite à cette analyse, que le gène atpH s’exprime dès le 2 ème jour 

après imbibition qui correspond à l’élongation de la radicule (voir fig 33A). Toutefois, à ce 

stade (2 jours), l’ARNm atpH provient uniquement du co-transcrit atpI-atpH et corresspond 

au transcrit libéré par processing, atpH (-45). Le promoteur PatpH -413 spécifique de SIG3 

s’active plus tard (au cours du 4ème jour, voir fig 33B).  
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D’après ces résultats, nous pouvons conclure que l’expression du gène atpH est fortement 

régulée au niveau transcriptionnel au cours de la germination. Cette régulation s’effectue par 

l’activation différentielle des promoteurs : le promoteur responsable de l’apparition du 

transcrit (-45) du gène atpH est utilisé plus tôt que le promoteur PatpH -413. 

L’analyse de l’expression du gène atpH dans le mutant sig3 au 2ème jour après la germination, 

montre que le transcrit atpH (-45) s’accumule de manière plus importante dans le mutant sig3 

par rapport à la plante sauvage (fig 34).  Ceci peut être dû soit à une stabilisation plus élevée 

du transcrit atpH (-45) dans le mutant sig3 soit à une augmentation de la quantité du co-

transcrit atpI/atpH pour compenser l’absence du transcrit monocistronique atpH (-413). 

Afin de vérifier ces hypothèses, nous avons analysé le co-transcrit atpI/atpH i.e  l’ARNm 

précurseur transcrit à partir d’un promoteur situé en amont du gène atpI.  

 

Figure 34 : Analyse de l’expression du gène atpH chez le mutant sig3 au stade 2 jours après germination. 

Des extensions d’amorces ont été réalisées pour le gène atpH à partir d’ARN extraits de plantules sauvages 
(WT) et mutantes (∆3) au stade 2 jours après la germination. 
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1.1.3 Analyse des transcrits atpI  
 
Nous avons analysé les transcrits atpI dans les plantes sauvages et le mutant sig3 à 2 et 6 jours 

après la germination. Chez Arabidopsis, le gène atpI est transcrit à partir d’un promoteur situé 

en amont de la position -229 de l’ATG (Swiatecka-Hagenbruch et al., 2007).  

Pour déterminer le type d’ARN polymérase impliquée dans la transcription du gène atpI, nous 

avons effectué une extension d’amorce sur des ARNs de plantes sauvages cultivées in vitro en 

présence de spectinomycine, un antibiotique qui inhibe la traduction plastidiale (Moazed and 

Noller, 1987). Les plantes cultivées en présence de spectinomycine sont déficientes en PEP 

(ARN polymérase plastidiale). Le transcrit atpI (-229) est absent chez les plantes traitées à la 

spectinomycine, ce qui montre qu’il est transcrit par l’ARN polymérase PEP. En revanche, le 

transcrit atpI s’accumule de la même manière aussi bien chez le mutant sig3 que chez le 

sauvage quelque soit le stade de développement (2 jours ou 6 jours) (voir fig 35).  

L’holoenzyme SIG3/PEP ne reconnaît donc pas le promoteur PatpI -229. 

 

Il est probable à ce stade que le transcrit atpH (-45) provient du clivage du co-transcrit 

atpI/atpH initié à partir du promoteur PatpI -229. Néanmoins, au stade 2 jours l’expression du 

transcrit atpI ne varie pas dans le mutant sig3 par rapport à la plante sauvage (WT). Dans ce 

cas, l’augmentation de l’accumulation du transcrit atpH (-45) observée dans le mutant sig3 au 

stade 2 jours (fig 35) ne provient pas de l’activation du promoteur PatpI-229 mais plutôt 

d’une plus grande stabilité des transcrits atpH (-45).  
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Figure 35 : Analyse des ARNs précurseurs atpI.  
 
Les ARN totaux utilisés ont été extrait à partir de plantules sauvages (WT) et mutantes sig3 (∆3) âgées de 2 et 6 
jours ainsi que de plantes sauvages (WT) cultivés in vitro en présence (+) ou en absence (-) de spectinomycine 
ont été rétro-transcrit en présence d’un oligonucléotide marqué en 5’ par du P32 (amorce c).   
 
 

 
 
En résumé, chez Arabidopsis, le gène atpI est transcrit à partir d’un seul promoteur PEP situé 

à 229 nucléotides en amont du site d’initiation de la traduction (ATG). Ce promoteur n’est pas 

sous le contrôle du facteur de transcription SIG3.  Il est probablement à l’origine du transcrit 

atpH (-45), par clivage du co-transcrit atpI/atpH.  

Pourtant, du fait que les deux gènes atpF et atpA sont situés en aval du gène atpH, nous avons 

analysé l’expression du gène atpF afin d’étudier l’influence de l’absence du transcrit           

atpH (-413) sur l’accumulation des transcrits atpF. 
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1.1.4 Analyse des transcrits atpF 
 
Nous avons analysé par extension d’amorce les transcrits du gène atpF dans le mutant sig3 

ainsi que dans la plante sauvage. En utilisant pour la reverse transcription, une amorce située 

au niveau de la région codante du gène atpF (amorce d, voir fig 36A), nous avons détecté la 

présence des deux transcrits très longs correspondants à atpH (-413) et atpH (-45) (fig 36B).  

En utilisant des ARN de plantes sauvages cultivées en présence (+, fig 36B, ligne 3) et en 

absence (-, fig 36B, ligne 4) de spectinomycine, nous avons confirmé que les deux transcrits 

atpH (-45) et (-413) proviennent d’une transcription par l’ARN polymérase plastidiale, PEP. 

Le transcrit (-413) est issu d’une initiation de la transcription tandis que le transcrit (-45) 

provient du clivage du co-transcrit atpI/atpH (voir fig 36B, 5’RACE lignes 5 et 6). 

D’après ces résultats nous concluons que le gène atpF est co-transcrit avec les gènes atpI et 

atpH et qu’il ne possède pas de promoteurs spécifiques. L’absence de SIG3, affecte ainsi de 

manière indirecte l’expression du gène atpF. Ce résultat est en accord avec celui obtenu lors 

de l’analyse du profil d’accumulation des transcrits plastidiaux chez le mutant par puce à 

ADN (voir tableau I, Chapitre I). 
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Figure 36: Analyse des ARNs précurseurs atpF.  
(A) Représentation schématique de l’unité de transcription rps2/atpI/H/FA.  
(B) Les ARN totaux utilisés ont été extraits à partir de plantules sauvages (WT) et mutantes sig3 (∆3) âgées de 6 
jours ainsi que de plantes sauvages (WT) cultivées in vitro en présence (+) ou en absence (-) de  spectinomycine. 
Ils ont été rétro-transcrit en présence d’un oligonucléotide marqué en 5’ par du P32 (amorce d). M : marqueur de 
taille d’ADN marqué en 5’ avec du 32P. 
 
 
 
 
En conclusion, nous avons pu montrer l’existence d’un promoteur spécifique du facteur SIG3 

pour le gène atpH. Dans le mutant sig3 l’accumulation des ARNm atpH est réduite par 

rapport au sauvage. Est-ce que la transcription d’atpH à partir du promoteur spécifique du 

facteur SIG3 joue un rôle au niveau de la régulation de la synthèse de la sous unité CF0-III  en 

assurant un taux important de transcrits atpH ? 

Nous suggérons néanmoins que le complexe PEP- SIG3, en reconnaissant spécifiquement le 

promoteur PatpH-413, produit un transcrit monocistronique pour le gène atpH augmentant 

ainsi spécifiquement l’expression du gène atpH par rapport aux autres composants de 

l’opéron et participe ainsi à l’établissement de la stoechiométrie des sous unités du complexe 

atpI 

PEP-SIG3 
-413 

-45 
rps2 atpH atpF atpA 

-229 

d 

-45 
-413 M      WT ∆3      -   + 

atpF 

1   2        3   4 

516 
396 
344 
 
298 
 
 
220 
201 

  5       6 

5’-Race 
+        - 
 

A 

B 



Chapitre III 

 

 
 

78 

CF0 de l’ATP synthase. Si c’est le cas, il faudrait supposer qu’une grande partie des transcrits 

initiés au niveau du promoteur PatpH-413 par le complexe PEP- SIG3 s’arrêtent à la fin du 

gène atpH et ne donne pas de co-transcrits atpH- atpF/ atpA (autrement, les ARNm atpF/ 

atpA devraient avoir le même taux d’accumulation).  

Nous avons analysé, à l’aide de logiciel d’analyse de séquence (RNA fold) la région 

intergénique entre les gènes atpH et atpF à la recherche d’éléments nous permettant de valider 

notre hypothèse à savoir, des terminateurs potentiels de la transcription. La structure 

secondaire obtenue, montre l’existence d’un terminateur de la transcription situé juste à la fin 

de la région codante d’atpH (voir fig 37). Si ce site de terminaison de la transcription est 

effectivement reconnu par le complexe PEP-SIG3 in vivo, cela pourrait expliquer le 

mécanisme de régulation de la synthèse de la sous unité CF0-III codée par le gène atpH.  

 
 
Figure 37 : Structure secondaire de la région intergénique entre les gènes atpH et atpF. 
La séquence de la région intergénique intergénique entre les gènes atpH et atpF a été sousmise au logiciel RNA 
fold (http://mobyle.pasteur.fr/cgi-bin/MobylePortal/portal.py?form=rnafold) pour obtenir la structure secondaire. 
 

Pour valider cette hypothèse, il serait nécessaire de déterminer en premier lieu, l’extrémité 

3’UTR du transcrit atpH -413 chez la plante sauvage par la technique de circular RT-PCR 

(cRT-PCR). 
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1.2 Analyse de l’expression des gènes de l’opéron atpB/E  

1.2.1 Détermination des transcrits atpB  
 

Chez Arabidopsis thaliana, l’opéron atpB/E est co-transcrit à partir de deux promoteurs 

(PatpB -520 et PatpB -319) situés au niveau de la région promotrice du gène atpB 

(Swiatecka-Hagenbruch et al., 2007).  

Nous avons observé par Northern blot (Chapitre I) une baisse du co-transcrit atpB/E de la 

taille de 2.6 KB, ce qui permet de supposer que la transcription du gène atpB est aussi sous le 

contrôle du facteur Sigma 3. Pour déterminer le promoteur du gène atpB contrôlé par le 

facteur SIG3, nous avons caractérisé par extension d’amorce chez le mutant sig3 et chez la 

plante sauvage, l’accumulation des différents transcrits du gène atpB (fig 38).  

Trois différents transcrits atpB sont alors observés : le transcrit -520 (initié à partir d’un 

promoteur PEP situé en amont, identifié préalablement par Swiatecka-Hagenbruch et al., 

2007), le transcrit -467 et le transcrit -84 (fig 38, lignes 3,4 et 8,9). Ces deux derniers n’ont 

pas été déterminés auparavant chez Arabidopsis.  

Le transcrit atpB – 467 diminue fortement dans le mutant sig3. Ce transcrit disparaît chez les 

plantes cultivées en présence de spectinomycine (voir fig 38 B, lignes 1 et 2), de plus il ne 

peut être détecté par 5’ RACE à partir d’ARN non traités à la TAP (voir fig 38 B 5’RACE, 

lignes 10 et 11) : c’est donc un transcrit issu d’un promoteur PEP spécifique du facteur SIG3. 

L’accumulation du transcrit atpB -84 n’est pas affectée dans le mutant sig3. Ce transcrit 

provient probablement du clivage du transcrit précurseur PEP, atpB -520 comme le suggèrent 

fortement les résultats d’extension d’amorce et du capping par 5’RACE (voir fig 38 B, lignes 

1-6).   
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Figure 38 : Analyse des ARNs précurseurs atpB.  
 
(A) Représentation schématique de l’opéron atpB/E d’Arabidopsis thaliana.  
(B) Les ARN totaux ont été extraits à partir de plantules sauvages (WT) et mutantes sig3 (∆3) âgées de 6 jours. 
Nous avons réalisé deux extensions d’amorce pour le gène atpB. La première réalisée avec un oligonucléotide 
situé dans la région codante d’atpB (amorce b, lignes 3 et 4), a pu mettre en évidence trois transcrits différents 
pour atpB. Pour mieux préciser l’extrémité des deux transcrits du gène atpB qui sont plus longs, nous avons 
effectué une deuxième extension d’amorce en utilisant un oligonucléotide situé dans la région 5‘UTR d’atpB 
(amorce a, lignes 8 et 9). La caractérisation des transcrits atpB identifiés a été réalisée avec la technique 5’RACE 
avec (+) ou (-) traitement à la TAP : le transcrit atpB (-84) provient du clivage d’un transcrit précurseur (lignes 5 
et 6) tandis que les transcrits atpB (-520) et (-467) sont des transcrits primaires (lignes 10 et 11).  Ces différents 
transcrits proviennent de la transcription par l’ARN polymérase plastidiale PEP comme l’indique l’extension 
d’amorce réalisée avec l’amorce b sur des ARN obtenus de plantes cultivés en présence (+) ou en absence (-) de 
spectinomycine (lignes 1 et 2). 
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Le gène atpB est donc transcrit à partir de deux promoteurs reconnus spécifiquement par 

l’ARN polymérase plastidiale PEP : le promoteur PatpB -520 et le promoteur PatpB -467. 

Seul le promoteur PatpB -467 est sous le contrôle du facteur SIG3. Les deux transcrits atpB (-

520) et atpB (-467) seraient à l’origine d’un co-transcrit atpB/E de taille 2.6 Kb. Celui-ci subit 

un clivage à la position -84 par rapport à l’ATG et libère un co-transcrit de taille 2.2 kb. Le 

co-transcrit atpB/E de taille 2.2 Kb diminue dans le mutant sig3, voir Northern blot fig 16, 

Chapitre I. Par rapport aux résultats obtenus par Northern blot et extension d’amorce, le 

promoteur PatpB -467, reconnu par SIG3, présente un taux d’expression faible comparé au 

promoteur PatpB -520. Ceci peut être du aux conditions de culture des plantes utilisées dans 

nos cas. L’influence du facteur environnemental sur l’expression du promoteur PatpB -467 

spécifique de SIG3, devrait être analysée de manière plus détaillée.  

 

En conclusion, le facteur SIG3, régule de manière modérée, l’expression du gène atpB. 

Les gènes codant pour les sous unités CFl-β (atpB) et CFl- ε (atpE) sont co-transcrits. Le site 

de terminaison de la traduction du gène atpB se chevauche avec le site d’initiation de la 

traduction du gène atpE. L’étude de l’expression de l’opéron atpB/E a montré l’existence 

d’un couplage de la traduction des deux gènes atpB et atpE (Gatenby et al., 1989) ainsi que 

l’existence, chez le tabac, d’un promoteur interne spécifique du gène atpE  localisé au niveau 

de la région codante du gène atpB (Kapoor et al., 1994). 

Est-ce qu’il existe également un promoteur interne pour le gène atpE chez Arabidopsis 

thaliana ? Serait-il dépendant du facteur SIG3 ?  

1.2.2 Détermination des transcrits atpE  
 

Nous avons déterminé les transcrits atpE en choisissant une amorce située au niveau de 

l’extrémité 5’du gène. Nous avons pu mettre en évidence l’existence d’un transcrit atpE situé 

à 431 nucléotides de l’ATG (fig 39, lignes 1 et 2). L’analyse par 5’RACE après traitement des 

ARNs par la phosphatase (TAP) montre que le transcrit atpE (-431) provient d’une initiation 

de la transcription (voir fig 39, lignes 5et 6). Le promoteur correspondant est reconnu par 

l’ARN polymérase plastidiale, PEP (il disparait complètement chez les plantes traitées avec la 

spectinomycine, voir fig 39, lignes 3 et 4). En revanche, le promoteur atpE-431 n’est pas 

spécifique du facteur SIG3 i.e l’accumulation du transcrit atpE (-431) n’est pas affectée dans 

le mutant sig3 (voir fig 39, lignes 1et 2).  
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Figure 39 : Caractérisation des transcrits atpE.  
Les ARN totaux ont été extraits à partir de plantules sauvages (WT) et mutantes sig3 (∆3) âgées de 6 jours. 
L’extension d’amorce qui a été réalisée avec un oligonucléotide situé dans la région codante du gène atpE 
(amorce c, ligne 1 et 2) montre un transcrit atpE situé à 431 nucléotides en amont de l’ATG. La caractérisation 
de ce transcrit a été réalisée avec la technique 5’RACE avec (+) ou (-) traitement à la TAP (lignes 5 et 6) et par 
extension d’amorce réalisée avec l’amorce c sur des ARN des plantes cultivées en présence (+) ou en absence (-) 
de spectinomycine (lignes 3 et 4). 
 

D’une manière générale, l’expression de l’opéron atpB/E est affectée dans le mutant sig3 (au 

niveau du promoteur PatpB -467). En revanche, le gène atpE, bien que co-transcrit avec atpB, 

possède un promoteur PEP spécifique qui ne dépend pas du facteur SIG3.  
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2 Conclusion 
 
Nous avons pu identifier deux promoteurs spécifiques du facteur SIG3 : le promoteur PatpH-

413 et PatpB -467. Nous avons montré que l’expression des différents gènes codant pour les 

sous unités de l’ATP synthase plastidiale est exclusivement contrôlée par l’ARN polymérase 

plastidiale, PEP. Le facteur SIG3 participe par la transcription spécfique du gène atpH à partir 

du promoteur PatpH-413 à la synthèse de la sous unité CF0-III et ainsi à l’établissement de la 

stœchiométrie 1 :5-12 :1 du complexe CF0 de l’ATP synthase plastidiale. De plus, il régule de 

manière plus modérée l’expression du gène atpB. 
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Nous avons étudié au cours de ce travail un mutant d’Arabidopsis présentant une insertion 

d’ADN-T au niveau du gène codant le facteur de transcription plastidial SIG3. Le mutant 

obtenu ne présentait pas de phénotype apparent dans nos conditions de cultures. Nous avons 

alors choisis d’analyser le rôle du facteur SIG3 en adoptant une approche globale qui nous 

permet d’analyser de manière simultanée l’expression des gènes plastidiaux dans le mutant 

sig3 et de les comparer avec ceux d’une plante sauvage, en utilisant une puce à ADN 

spécifique du plaste.  

L’analyse de l’expression génique par la puce à ADN nous a permis d’identifier des gènes 

« cibles » du facteur SIG3. Il s’agit de psbN, atpH, atpB et atpF.  

Les résultats obtenus par puce à ADN ont été confirmés par les techniques d’extension 

d’amorces et de Northern blot. 

L’expression de ces gènes est affectée dans le mutant sig3 mais à des niveaux différents. 

L’expression du gène psbN est la plus diminuée dans le mutant.  

 

Spécificité de psbN 

 

Le gène psbN est situé dans la région intercistronique, entre psbT et psbH de l’opéron psbB, 

mais sur le brin opposé de l’ADN. Nous avons montré que psbN est transcrit à partir d’un seul 

promoteur (PpsbN-32) spécifique du facteur SIG3.  

La protéine PsbN fait partie des protéines à petit poids moléculaire (LMM pour Low 

Molecular Mass). Elle a été considérée comme faisant partie du PSII, néanmoins, sa 

localisation ainsi que sa fonction demeurent inconnues (pour revue voir Thornton et al., 

2005).  

Une protéine a été identifiée comme étant PsbN par Ikeuchi et coll. (1989), en se basant sur 

un séquençage en N-terminal d’un polypeptide de 4.7 kDa isolé à partir du PSII de 

Thermosynechococcus vulcanus. La protéine PsbN est présente chez les cyanobactéries ainsi 

que dans le génome plastidial de plusieurs algues et plantes supérieures. En revanche, sa 

localisation au niveau du photosystème II n’est pas confirmée lors du séquençage des sous 

unités du photosystème II. Au contraire, Kashino et al., (2002) ont montré que la protéine de 

4.7 kDa nommée à l’origine PsbN, n’est que la protéine PsbTc (c pour chloroplastique) chez 

T. vulcanus. Ainsi, la réponse à la question de la localisation de la protéine PsbN au niveau du 

photosystème II et même de l’existence de la protéine au sein du chloroplaste reste 

suspendue. 
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Pourquoi existe-il alors un facteur de transcription plastidial (SIG3) spécifique pour la 

transcription du gène psbN ?  

 

Nous avons montré que le complexe PEP- SIG3, transcrit spécifiquement le gène psbN. La 

transcription du gène psbN produit un ARNm précurseur qui subit un clivage post-

transcriptionnel, libèrant ainsi en plus du transcrit psbN, un transcrit antisens de psbT. 

L’absence du transcrit antisens de psbT chez le mutant sig3 est corrélée avec une 

augmentation de l’accumulation de la protéine PsbT. 

Ainsi, nous pouvons conclure que la transcription de psbN régule d’une manière indirecte le 

taux d’expression de la protéine PsbT. 

 

Est-ce que le gène psbN code réellement une composante du photosystème II ? 

Pour répondre à ces questions, il serait intéressant d’étudier plus en détail le rôle de la 

protéine PsbN. Le mutant sig3 constitue un outil important pour l’étude de sa localisation au 

niveau du photosystème II et par conséquent de sa fonction.  

Nous avons produit un anticorps dirigé contre des peptides de la protéine PsbN. Grâce à cet 

outil, il serait possible d’analyser par Western blot la localisation de la protéine PsbN au 

niveau du chloroplaste. La spécificité de l’anticorps peut être confirmée en montrant l’absence 

de la protéine PsbN chez le mutant sig3. 

 

Au cas où aucune protéine PsbN n’est détectable par Western blot, la question qui se pose 

alors est : si l’ARNm psbN n’est pas traduit en protéine, pourquoi le gène psbN est-il transcrit 

spécifiquement par le facteur de transcription SIG3 ? 

Le rôle du gène psbN serait il alors réduit à la production d’un ARN antisens régulateur de 

l’expression de PsbT ?  
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Régulation de l’expression génique par des ARNs antisens chez les eucaryotes 

et les procaryotes 

 

Chez les eucaryotes et procaryotes, plusieurs mécanismes de régulation de l’expression 

génique par des ARNs antisens non codant ou ncRNAs ont été découverts. Chez les 

eucaryotes, les ncRNAs sont de plusieurs types : 

 Les micro RNAs (miRNAs) long de 20-22 nucléotides, ils sont partiellement 

complémentaires à un ou plusieurs ARNm dont ils régulent négativement l’expression en se 

liant à leur extrémité 3’UTR.  

Les short interfering RNAs (siRNAs) font 20-25 nucléotides, engendrent la dégradation de 

leur cible (ARNm) de manière spécifique et sont impliqués dans le mécanisme de silençage 

post-transcriptionnel des gènes. 

Les transcrits antisens naturels (NATs), ils font partie des siRNAs. Ils sont issus de la 

transcription de deux gènes situés sur des brins opposés de l’ADN. 

D’une manière générale, les ARNnc sont issus soit d’un clivage d’un ARNm précurseur 

(miRNA et siRNA) soit d’un transcrit antisens (NATs). Ils jouent un rôle important au niveau 

de l’inhibition de la transcription (inactivation des promoteurs etc). 

Les ncRNAs font partie intégrante de complexes ribonucléoprotéiques (RISC) qui régulent 

l’expression des gènes (Yazgan and Krebs, 2007).  

Chez les bactéries aussi, plusieurs ARN non codants ont été découverts. Ils différent 

cependant de ceux présents chez les eucaryotes. Ils sont plus longs (80-100 nts) par rapport 

aux ncRNA eucaryotiques (21-23 nts). Ce sont généralement des transcrits primaires (non pas 

des produits de clivages d’un ARN précurseur comme chez les eucaryotes) (Gottesman, 

2005). Ces ARN régulent l’expression des gènes en s’hybridant à l’ARNm cible par 

complémentarité de bases. Ils jouent un rôle important dans la régulation de la réplication, le 

maintien des éléments extrachromosomiques (tels que les plasmides) ainsi que l’adaptation 

aux conditions environnementales (température, stress oxydatif etc.). Ces ARN antisens 

jouent un rôle au niveau de la traduction des transcrits en interagissant avec les régions 5’ 

UTR et/ou 3’ UTR de l’ARNm (Wagner et al., 2002). 

Récemment des exemples de régulation de l’expression des gènes par des ncRNAs ont été 

découverts chez les cyanobactéries (Dühring et al., 2006; Hernandez et al., 2006). 

De plus, chez un mutant transplastomique de chlamydomonas, l’expression d’un ARN 

plastidial antisens artificiel in vivo permet la protection du transcrit sens des attaques par les 
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nucléases (Nishimura et al., 2004). Néanmoins, jusqu’à présent, rien n’est encore connu sur 

l’existence et la fonction des ARNs antisens naturellement présents dans le plaste.   De plus, 

aucun ncRNAs impliqués dans la régulation de l’expression génique n’a été mis en évidence 

dans les organelles (plastes et mitochondries).  

En revanche, récemment, Lung et al., (2006) ont réussis à cloner 18 ncRNAs dans le plaste. 

Par contre, aucune fonction ne leur a été attribuée.  

 

Cas de l’ARN antisens psbT : le premier exemple d’ARN antisens naturel 

dans le plaste 

 

Nous avons montré au cours de ce travail que le facteur SIG3 transcrit spécifiquement le gène 

psbN par l’intermédiaire d’un promoteur unique (PpsbN-32). La transcription de psbN produit 

un long ARN précurseur qui suite à un clivage libère un transcrit antisens de psbT. 

L’existence de la protéine PsbN est largement contreversée (Kashino et al., 2002), par contre 

le gène est transcrit spécifiquement par un facteur de transcription plastidial, SIG3 : le 

transcrit psbN pourrait représenter  ainsi un ARN non codant ou ncARN. 

De ce fait, le complexe PEP-Sig3, en reconnaissant spécifiquement le promoteur PpsbN-32, 

produit un ARN antisens du gène psbT. Cet ARN antisens couvre toute la séquence codante 

du gène psbT ainsi que sa région 5’UTR. 

En réalisant des RT-PCR sur des ARNs préalablement traitées aux mélanges de RNases 

(A/T1) (dans ce cas, uniquement les ARN en double brin résistent à la dégradation par les 

nucléases), nous avons montré que les transcrits sens et antisens de psbT forment un ARN 

double brin stable in vivo.   

Nous avons analysé le rôle de cet ARN antisens au niveau de la stabilité et la traduction du 

transcrit sens de psbT. Nous avons montré par Northern blot et extension d’amorce réalisés 

chez les plantes sig3 et WT, que l’accumulation des transcrits psbT sens n’est pas affectée par 

l’absence du transcrit antisens de psbT. En revanche, l’accumulation de la protéine PsbT 

augmente en absence du transcrit antisens de PsbT (résultats obtenus par Western blot). 

Ces résultats suggèrent que l’ARN antisens de psbT pourrait altérer la traduction du transcrit 

psbT sens probablement par la formation d’un ARN psbT double brin qui empêche 

l’interaction entre la région 5’UTR et les ribosomes.  
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L’existence d’un ARN psbT antisens représente le premier exemple d’ARN antisens présent 

de manière naturelle dans le plaste. Son rôle au niveau de la régulation de la synthèse de la 

protéine PsbT représente un mode de régulation de l’expression génique jusqu’à présent 

inconnu dans le chloroplaste. 

 

Il serait intéressant d’analyser plus en détail le mécanisme de la régulation de l’expression de 

la protéine PsbT par un ARN antisens au niveau de plusieurs aspects : 

• Confirmation du rôle de l’ARN antisens au niveau de la traduction du transcrit 

psbT par l’analyse de l’association du transcrit psbT sens aux polysomes en absence 

du transcrit antisens psbT (dans le mutant sig3) et en sa présence (dans la plante 

sauvage). 

• Etude de la corrélation entre l’absence du transcrit antisens psbT et l’augmentation de 

l’accumulation de la protéine PsbT par un système de transcription/traduction in vitro. 

• Etude du mécanisme de l’inhibition de la traduction de la protéine PsbT par l’ARN 

antisens psbT par la technique de toe-printing (analyse par extension d’amorce des 

ARNm en cours de la phase d’initiation de la traduction). 

 
 
 
Rôle physiologique de l’ARN psbT antisens in vivo  
 
Nous avons montré au cours de cette étude que la traduction de la protéine PsbT est régulée 

par l’intermédiaire d’un ARN antisens produit à partir de la transcription spécifique du gène 

psbN par le facteur SIG3.  

Pourquoi une telle régulation ? Quelle serait la fonction de cette protéine chez Arabidopsis ? 

 

Nous pouvons imaginer que PsbT joue un rôle tout comme chez Chlamydomonas, au niveau 

de la réparation du photosystème II lors d’un stress photo-oxydatif. Dans ce cas, sachant qu’il 

y a une accumulation de PsbT par rapport à la plante sauvage, le mutant sig3 pourrait résister 

plus à une exposition à de fortes intensités lumineuses. Dans le but d’analyser cette 

hypothèse, nous avons exposés des plantes sauvages (WT) et mutantes sig3 (∆3) âgées d’un 

mois à de fortes intensités lumineuses (1000 µmol photons m–2 s–1) pendant trois jours en 

lumière continue. Les plantes avaient le même phénotype au cours du stress lumineux 

(apparition des anthocyanes au niveau des feuilles). En mettant les plantes après stress, sous 

lumière faible (environ 60 µmol photons m–2 s–1) nous avons observé un retard de croissance 
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sig3 WT 

de la plante sauvage (WT) par rapport au mutant sig3 (fig 40). Ceci pourrait être dû à une plus 

grande capacité du mutant sig3 à « récupérer » après un stress lumineux. Ce résultat étant 

préliminaire, il nécessite d’être confirmé. 

 

 Figure 40 : Phénotype des plantes mutantes sig3 (∆3) après un stress photo-oxydatif. 

Des plantes sauvages (WT) et mutantes sig3 (∆3) âgées d’un mois, sont exposées en continu à la lumière 
forte (1000 µmol photons m–2 s–1) pendant trois jours, puis sous lumière faible (60 µmol photons m–2 s–1, 
16h lumière /8h obscurité). 

 

 

En résumé, l’apparition de phénotype chez le mutant sig3 après un stress lumineux, suggère 

fortement l’importance du rôle de la protéine PsbT au niveau de la réparation du 

photosystème II endommagé lors d’un stress photo-oxydatif.  

Ainsi, la synthèse de la protéine PsbT devrait être modulée selon les conditions de culture 

éventuellement par un mécanisme de régulation mettant en œuvre l’ARN psbT antisens. Dans 

le but de tester cette hypothèse, il serait intéressant d’analyser l’accumulation du transcrit 

psbT sens et antisens ainsi que l’accumulation de la protéine PsbT chez des plantes soumises 

à des différentes conditions de stress lumineux. Nous supposons dans ce cas que la synthèse 

de la protéine PsbT augmente tandis que l’accumulation du transcrit psbT antisens (et par 

conséquent le transcrit psbN) diminue fortement. Au contraire, sous des conditions normales 

de culture (lumière modérée), l’accumulation de la protéine PsbT diminue alors que 

l’expression des transcrits psbN et psbT antisens augmente. 

D'une manière générale, la combinaison de ces différentes études in vivo et in vitro devraient 

nous aider à élucider le mécanisme de régulation de l'expression de la protéine PsbT par 

l'intermédiaire du transcrit antisens psbT. 
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Rôle de SIG3 au niveau de la régulation de l'expression de l'ATP synthase 
 

Nous avons montré que l’holoenzyme PEP/SIG3 transcrit les gènes atpH et atpB, faisant 

partie des deux sous-complexes formant l’ATP synthase CF0 et CF1, à partir de promoteurs 

spécifiques : PatpH-431 et PatpB-467. Le promoteur PatpH-431 est utilisé exclusivement par 

l’holoenzyme PEP/SIG3 car il disparaît complétement dans le mutant sig3. En revanche, le 

promoteur PatpB-467, bien qu’il soit transcrit spécifiquement par SIG3, est reconnu 

probablement par d’autres facteurs sigma. En effet, l’absence d’un facteur sigma peut être 

compensée par la sur-expression d’un autre facteur sigma qui peut reconnaître de manière 

moins efficace les mêmes promoteurs.  

Quel rôle joue le facteur SIG3 au niveau de la formation du complexe de l’ATP synthase 

plastidiale ?  

 

Rôle de SIG3 dans la formation du complexe CF0 

 

SIG3 étant spécifique pour le promoteur PatpH-431 contribue à la transcription du gène atpH, 

et atpF/ atpA. Le gène atpH code la sous unité CF0-III, une composante importante du 

complexe CF0 de l’ATP synthase présentant une stœchiométrie de 5-12 fois plus que les sous 

unités CF0-IV et CF0-I. 

L’étude de l’expression des sous unités de l’ATP synthase a fait l’objet de différents travaux 

visant à comprendre le mode de régulation de la stœchiométrie du complexe CF0 (chez le 

maïs, Stahl et al. 1993) ; l’épinard, Stollar et al., 1994 ; Hotchkiss and Hollingsworth, 1997). 

Différents modes de régulation ont été proposés. Chez le maïs, une régulation principalement 

transcriptionnelle a été suggérée (Stahl et al. 1993). Chez l’épinard, l’unité transcriptionnelle 

rps2/atpI/atpH/atpF/atpA est transcrite à partir de deux promoteurs situés en amont du gène 

rps2 et atpI. Les différents transcrits codant la sous unité CF0 de l’ATP synthase présentent 

un taux d’accumulation de X : 1 :1  (atpI : atpH : atpF), la valeur X, étant dépendante de 

l’intensité du promoteur PatpI (Hotchkiss and Hollingsworth, 1997). Ainsi, il a été suggéré 

que l’établissement de la stœchiométrie finale (1 :5-12 :1 ) des sous unités du complexe CF0 

de l’ATP synthase n’est pas régulé de manière transcriptionnelle. Stollar et al., (1994), ont 

analysé les sites d’arrêt des ribosomes au niveau des transcrits de l’opéron atpI/H/F/A. Ils ont 

montré l’existence d’une corrélation générale entre le taux d’arrêt des ribosomes au niveau 

des transcrits et la stœchiométrie des sous unités correspondantes. De plus, il a été démontré 
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que les transcrits de l’opéron atpI/atpH/atpF/atpA ont des stabilités différentes, ce qui se 

traduit par une accumulation différente des ARNm reflétant ainsi la différence de 

stœchiométrie des sous unités du complexe CF0 de l’ATP synthase (Hotchkiss and 

Hollingsworth, 1997). 

Chez Arabidopsis thaliana, nous avons étudié l’expression de l’opéron atpI/atpH/atpF/atpA à 

l’aide du mutant sig3. D’une manière générale, cet opéron est transcrit à partir de deux 

promoteurs PEP l’un situé en amont du gène atpI (PatpI-229) et l’autre en amont du gène 

atpH (PatpH-431). L’un de ces deux promoteurs, PatpH-431, est exclusivement sous le 

contrôle du facteur SIG3.  

Pourquoi une telle spécificité ? 

Nous suggérons que le complexe PEP-SIG3, à partir du promoteur PatpH-431, produit des 

ARNm atpH qui s’arrêtent en grande partie au niveau d’un site de terminaison de la 

transcription situé au 3’UTR du gène atpH (fig.37), fournissant ainsi un transcrit 

monocistronique pour le gène atpH. Ainsi, le facteur SIG3 pourrait participer à 

l’établissement de la stœchiométrie de la sous unité CF0-III de l’ATP synthase.  

Une telle hypothèse nécessite d’être confirmée à plusieurs niveaux : 

• En établissant la séquence exacte du transcrit atpH (-431) au niveau de son extrémité 

3’UTR à l’aide de la technique de Circular RT-PCR. 

• En analysant, grâce à des anticorps spécifiques, l’accumulation de la protéine AtpH, 

chez le mutant sig3 et la plante sauvage. 

 

En bref, l’existence d’un promoteur spécifique de SIG3 en amont du gène atpH suggère 

fortement une régulation transcriptionnelle chez Arabidopsis pour établir la stœchiométrie du 

complexe CF0. Par contre, vu la variabilité des mécanismes de régulation proposés, 

l’expression de l’opéron atpI/atpH/atpF/atpA la régulation de la stœchiométrie finale des sous 

unités du complexe CF0 se fait probablement à plusieurs niveaux : transcriptionnel, post-

transcriptionnel et traductionnel.  
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Rôle de SIG3 dans la formation du complexe CF1 

 

Le gène atpB est transcrit majoritairement par le promoteur PEP : PatpB-520. SIG3 peut 

moduler l’expression du gène atpB à partir du promoteur PatpB-467. Le gène atpB code la 

sous unité β, faisant partie du sous complexe CF1 de l’ATP synthase. Cette dernière est 

composée de cinq sous unités (α, β, ε, γ et δ)  avec une stœchiométrie de 3 :3 :1 :1 :1. Le 

facteur SIG3 pourrait donc aider à augmenter la quantité de la sous unité β. Cependant, la 

quantité des transcrits atpB-467 observé au niveau des extensions d’amorce (fig 38) ne suffit 

pas à l’établissement de la stœchiométrie de 3 :1.  Comment pourrait se faire la régulation de 

la synthèse de la sous unité β du complexe CF1 ? 

Chez les plantes supérieures aucune étude n’a été réalisée concernant le mode d’établissement 

de la stœchiométrie des sous unités du complexe CF1. En revanche, une étude réalisée 

récemment chez Chlamydomonas, montre que l’assemblage du complexe CF1 s’effectue par 

le processus de régulation CES « Control by Epistasy » : la sous unité β agit en trans en 

activant la traduction de la sous unité α ce qui favorise la formation d’oligomères entre α et β. 

Ces derniers s’associent avec la sous unité γ. En cas d’excès des oligomères α/β, la traduction 

de la sous unité β est inhibée par le biais d’un rétrocontrôle négatif (Drapier et al., 2007). Il 

est probable qu’un tel mécanisme de régulation existe également chez les plantes supérieures. 

Néanmoins, il est nécessaire d’étudier de manière plus aprofondie le rôle du facteur SIG3 au 

niveau de l’expression des gènes atpB, atpE et atpA et par conséquent au niveau de 

l’établissement de la stœchiométrie du complexe CF1. Pour cela, nous réaliserons une analyse 

de l’expression (au niveau transcriptionnel et traductionnel) de ces gènes sous différentes 

conditions physiologiques. 
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Les promoteurs dépendants du facteur SIG3 

 

Nous avons caractérisé au cours de ce travail un mutant d’Arabidopsis thaliana, présentant 

une insertion d’ADN-T au niveau du gène SIG3, codant l’un des six facteurs de transcription 

plastidiaux de type sigma dans le plaste. Nous avons analysé par puce à ADN spécifique des 

gènes plastidiaux, le profil d’expression des différents transcrits plastidiaux dans le mutant 

sig3. Nous avons mis en évidence une diminution de certains transcrits plastidiaux dans le 

mutant sig3 en comparaison à la plante sauvage. Ces transcrits sont : psbN, atpH, atpB et 

atpF. 

Nous avons caractérisé plus en détail chaque transcrit au niveau de leur extrémité 5’ i.e 

localisation et provenance (issu d’une initiation de transcription ou d’un clivage de transcrit 

précurseur). En résumé, nous avons pu mettre en évidence trois promoteurs spécifiques du 

facteur SIG3 d’Arabidopsis : PpsbN-32 ; PatpH-431 et PatpB-467. 

Le facteur SIG3 transcrit spécifiquement psbN par le promoteur PpsbN-32. En revanche, il 

contribue à la transcription des gènes atpH, atpF, et atpB par l’intermédiaire des promoteurs 

PatpH-431 et PatpB-467. 

Les promoteurs reconnus par SIG3 présentent néanmoins des caractéristiques différentes. Les 

promoteurs PpsbN-32 et PatpB-467 diminuent fortement dans le mutant sig3. Ceci suggère 

que même en absence du facteur SIG3, il y a une activité résiduelle de transcription effectuée 

probablement par un autre facteur Sigma. En revanche, le PatpH-431 est l’unique promoteur 

identifié dans notre étude comme promoteur exclusivement contrôlé par le facteur SIG3. En 

effet, dans le mutant sig3, le transcrit atpH-431 est complètement absent. 

Quelle est la spécificité de ces promoteurs ? 

Chacun de ces promoteurs, présente un élément -10 et -35 caractéristique des promoteurs de 

type PEP (fig 41). La comparaison des séquences des différents promoteurs montre une 

homologie au niveau de l’élément -35, par contre l’élément -10 est moins conservé. 

Nous avons observé au niveau de la région située entre les deux éléments -10 et -35, 

l’existence d’un motif conservé de quelques nucléotides (gttgta) situé juste en amont de 

l’élément -10.  Ce motif pourrait déterminer la spécificité de reconnaissance des séquences 

promotrices par le complexe PEP- SIG3. Néanmoins, une telle hypothèse nécessite d’être 

étudiée plus en détail avec un système de transcription in vitro par exemple. 
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Figure 41 : Séquences des trois promoteurs dépendants du facteur Sig3. 

Alignement des séquences promotrices reconnues par le facteur SIG3. Les boîtes -10 et -35 sont soulignées, les 
sites d’initiation de la transcription sont représentés par des flèches. Le motif (gttgta) est conservé au niveau des 
trois promoteurs. 
 

 

Rôle du facteur Sig3 

 

L’absence de phénotype chez le mutant sig3 dans nos conditions de culture, laisse à suggérer 

que le facteur SIG3 n’est pas considéré comme ayant un rôle essentiel pour le développement 

des plastes (tels que les facteurs SIG2 et SIG6). Néanmoins, l’analyse des gènes cibles 

transcrits par SIG3 montre l’importance de son rôle au niveau : 

• De la transcription spécifique du gène psbN et par conséquent de la production d’un 

ARN antisens de psbT. Cet ARN antisens est impliqué dans la régulation de la 

traduction de la protéine PsbT. 

• De la transcription des gènes atpH et atpB codant les sous unités de l’ATP synthase 

plastidiale.  

Nous ne pouvons pas exclure qu’il existe d’autres promoteurs spécifiques du facteur SIG3 

situés au niveau de certaines régions promotrices des unités de transcription plastidiales qui 

ne peuvent être révélés que sous des conditions environnementales et/ou physiologiques 

différentes de celles utilisées au cours de notre étude. 

D’une manière générale, nous pouvons conclure que le facteur de transcription plastidial 

SIG3 joue un rôle spécifique au niveau de la transcription de psbN et probablement un rôle 

plus général, en contribuant avec d’autres facteurs sigma, à la transcription des gènes codant 

les sous unités de l’ATP synthase plastidiale. 
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1 Matériel végétal et conditions de culture 

1.1 Stérilisation en surface des graines d’Arabidopsis 
 

500µl de graines d’Arabidopsis écotype Columbia, sont stérilisées en surface par immersion 

dans 50 mL d’une solution de 0,75% d’hypochlorite de sodium (p/v) 80% Ethanol (v/v). 

Après 5 min d’agitation, la solution de stérilisation est éliminée et les graines lavées 2 fois à 

l’éthanol absolu puis séchées pour au moins 2 heures sous hotte à flux laminaire. 

1.2 Culture in vitro d’Arabidopsis 
Les graines stérilisées sont semées en boîtes de Pétri contenant 25 ml de milieu MS gélosé 

(4,3 g de sels MS (SIGMA); 0,5 g de MES pH 5,7 (KOH) ; 8 à 10 g de Bacto Agar pour un 

litre). Les boîtes sont ensuite placées à 4°C et à l’obscurité pendant 72 h afin de lever la 

dormance des graines et obtenir une germination synchronisée. Elles sont alors cultivées en 

chambre de culture à 24°C, 70 µmol. m-2 .s-1 sous une photopériode de 16h/24h. 

1.3 Culture en terre d’Arabidopsis 
Les graines sont semées directement en terre puis mis en salle de culture (25°C, 16h lumière/ 

8h obscurité). Les pots ou bacs de plantation sont recouverts d’un film en plastique pendant 7 

à 10 jours afin de maintenir une atmosphère saturée en eau. Une fois les premières paires de 

feuilles sorties, la terre sera recouverte de copeaux de liège pour prévenir le développement de 

moisissures. 

2 Méthodes d’analyse des acides nucléiques 

2.1 Extraction rapide d’ADN génomique à partir de feuilles d’Arabidopsis 
 
Cette technique a été réalisée dans le cadre de criblage de mutants par PCR (protocole adapté 

de Sambrook et al., 1989). De 25 à 50 mg de feuilles d’Arabidopsis sont broyées à 

température ambiante dans un tube Eppendorf contenant 200 µL de tampon d’extraction (Tris 

HCl pH 8 ; 0,2M ; NaCl, 0,25 M ; EDTA 0,025 M ; SDS 0,5 % p/v). Après centrifugation 5 

min à 13 000 rpm, à température ambiante, les acides nucléiques contenus dans le surnageant 

sont alors précipités en ajoutant 200 µL d’isopropanol. Le  culot est obtenu par une 

centrifugation à 13000 rpm pendant 5 min à 4°C, est rincé à l’éthanol 70 %, séché et remis en 

suspension dans 30 µL d’eau stérile. 2 µL de cette suspension sont alors utilisés pour effectuer 

un criblage par PCR. 
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2.2 Amplification par PCR  
 
La réaction en chaîne de la polymérase (Polymerase Chain Reaction, PCR) assure une 

amplification exponentielle et sélective d’un fragment d’ADN. 

La réaction se fait dans un volume final de 25 µL. 2 µL d’ADN sont ajoutés à 23 µL du 

mélange suivant : 2, 5 µL de tampon de la Taq ADN polymerase 10X (Bioline); 0,75 µL de 

MgCl2 50 mM ; 0,5 µL d’un mélange de dNTP (10 mM chacun) ; 1 µL pour chaque amorce 

utilisée  (5’ et 3’) (10 µM) et 0,1 µL de l’enzyme Taq ADN polymerase (Bioline).  

Après dénaturation du double brin d’ADN à 94°C, pendant 5 min, n cycles d’amplification 

sont réalisés (1 min à 94°C, 30 sec à Ta=(Tm – 4) °C ,1 min à 72°C). La réaction s’achève par 

une élongation finale de 10 min à 72°C. 

 

2.3 Séparation de fragments ADN sur gel d’agarose 
 
La séparation des fragments d’ADN (en présence de 3% gylcérol (v/v) et 0,025 % bleu de 

bromophénol (p/v)) est obtenue par migration électrophorétique sur gel d’agarose (0,8 à 2% 

d’agarose (p/v), Tris 50mM, acide borique 50mM, EDTA 1,25 mM, 2% de bromure 

d’étidium) dans du tampon TBE 0,5X. Le gel d’agarose est préparé dans le même tampon. La 

migration est réalisée sous voltage constant (20 V/cm de gel). L’ADN est visualisé sous UV à 

320 nm, grâce au BET, agent intercalant des acides nucléiques. 

2.4 Séquençage des ADN 
 
Les fragments d’ADN amplifiés par PCR ou clonés dans un plasmide sont séquencés grâce à 

l’utilisation du séquenceur automatique de type « ABI 373 XL stretched » (Applied 

Biosystems). Les séquences sont réalisées avec le kit « BigDye terminator » (Perkin-Elmer) 

de la plateforme de séquençage du pôle Biologie Campus.  

2.5 Clonage de fragment d’ADN  
 
Les ADN amplifiés par PCR sont clonés directement dans le vecteur PCR2.1-TOPO et 

transformés par un choc thermique dans des bactéries compétantes (procédure de 

transformation TOPO-TA cloning, Invitrogen). Ce vecteur confère aux bactéries la résistance 

à l’ampiciline. Il possède au niveau du site d’insertion le gène lac Z codant la β-galactosidase. 

Ainsi, l’insertion du fragment d’ADN étranger aboutit à l’inactivation du gène. Pour vérifier 

la présence ou l’absence de l’insert, il suffit d’étaler les bactéries transformées dans un milieu 
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de culture contenant l’ampicilline (50µg/mL) et le X-gal (substrat de la β-galactosidase) dont 

la couleur passe de l’incolore au bleu quand il est clivé par la β-galactosidase.  

Les bactéries transformées sont mises en culture en boîte de pétri sur un milieu LB gélosé 

(Luria Broth : 1% Tryptophane (p/v) ; 0,5% yeast extract (p/v), 0,5% NaCl, 15g/l bacto-agar)  

à 37°C pendant la nuit. Les bactéries ayant intégré le plasmide recombinant se présentent sous 

forme de colonies de couleur blanchâtre, celles ayant un plasmide vide sont de couleur bleue.  

Les bactéries ayant intégré le plasmide recombinant sont cultivées à 37°C en milieu LB 

liquide (avec ampicilline, 50µg/mL) sous une agitation de 170 à 200 rpm.  

 
Extraction d’ADN plasmidique  
 
 L’extraction des plasmides est effectuée selon la méthode de lyse alcaline (Sambrook, 1989). 

Les bactéries mises en culture la nuit à 37°C sont collectées avec une courte centrifugation (3 

min à 9000 rpm). Le culot est resuspendu dans 100 µL de solution I froide (glucose 50 mM ; 

EDTA 10 mM ; Tris.HCl pH8, 25 mM). Ensuite les bactéries sont lysées et les ADN sont 

dénaturés par un traitement alcalin (200 µL de la solution II : 1% SDS ; 0,2N NaOH), et 

incubés 5 min à température ambiante. La renaturation de l’ADN plasmidique est obtenue en 

ajoutant 150 µL de la solution III froide (acétate de sodium 5M ; acide acétique glacial, pH 

5,2). Le mélange est agité et incubé 10 min à 4°C afin de précipiter l’ADN chromosomique 

bactérien. Une centrifugation de 15 min à 14000 rpm permet de récupérer les acides 

nucléiques plasmidiques dans le surnageant. Ces derniers sont précipités par l’ajout de 2 

volumes d’éthanol absolu froid, et sédimentés par une centrifugation (15min, 14000 rpm). Le 

culot est lavé à l’éthanol 70%, séché et repris dans 20 µL d’eau stérile. 

2.6 Extraction d’ARN 

2.6.1 A partir de plantules d’Arabidopsis 
 
Le matériel végétal, plantules d’Arabidopsis de 6 jours, est broyé dans l’azote liquide jusqu’à 

obtention d’une fine poudre. Les ARN totaux sont extraits à partir d’environ 500 µL de 

poudre (protocole adapté de Sambrook et al., 1989). 550 µL de tampon d’extraction (Tris.HCl 

0,2M pH 9 ; LiCl 0,4 M ; EDTA 25 mM, SDS 1 %) sont alors ajoutés et le mélange vortexé 

jusqu’à homogénéisation. Un volume équivalent de phénol/chloroforme est ajouté afin 

d’éliminer les protéines, l’échantillon est ensuite vortexé et centrifugé pendant 10 min à 13 

000 rpm, à température ambiante. La phase aqueuse est récupérée. L’extraction au 

phénol/chloroforme est répétée 2 fois, puis suivie d’une extraction au chloroforme. Les acides 
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nucléiques sont précipités en premier par l’ajout à la phase aqueuse de LiCl (2M au final), 

toute la nuit à 4°C. Après une centrifugation de 15 min à 13 000 rpm, à 4°C, le surnageant est 

éliminé. Le culot est resuspendu dans l’eau stérile, les ARNs sont ensuite précipités une 

deuxième fois en ajoutant 1/10 V TNE 10X et 2V d’éthanol absolu froid, pendant la nuit à – 

20°C ou 15 à 30 min à – 80°C. 

Les ARN sont alors sédimentés par une centrifugation de 15 min à 13 000 rpm, à 4°C. Le 

culot est lavé à l’éthanol 70 % froid, séché puis repris dans l’eau stérile. Les ARN peuvent 

être stockés à – 80°C. Les ARN sont dilués et dosés au spectrophotomètre à 260 nm. La 

qualité ainsi que la quantité de l’ARN est visualisée par séparation d’une fraction sur un gel 

d’agarose 1% (p/v).  

2.6.2 A partir de graines d’Arabidopsis (différents stades de germination) 
 
Les ARN sont purifiés d’après la méthode employée par Demarsy et al., (2006) adapté au 

jeunes stades de germination d’Arabidopsis où les tissus sont riches en polyphénols. 100 mg 

de MF est broyé dans l’azote liquide, pendant le broyage, le tampon d’extraction (Tris/HCl, 

pH9.5 ; 10mM EDTA, pH8 ; 2% lithiumdodecyl sulfate (w/v) ; 0.6 M NaCl ; 0.5 M 

Trisodium Citrate ; et 5% b-mercaptoethanol) est ajouté. L’homogénéisation est alors 

poursuivie jusqu’à retour à température ambiante du tampon. La suspension est alors 

récupérée dans un tube de 2 ml puis centrifugée à 14000 rpm pendant 5min à température 

ambiante pour éliminer les débris cellulaires.  Un volume de chloroforme est ajouté à la phase 

aqueuse récupérée, le tout est vortexé puis centrifugé à 14000 rpm pendant 25min à 

température ambiante. La phase aqueuse est ensuite prélevée et un volume d’un mélange 

phénolique est ajouté. Ce mélange phénolique contient du phénol saturé acide, 3.5% (w/v) de 

guanidine isothiocyanate (Sigma) et 0.2 M sodium acetate, pH 4. Après une incubation de 5 

min à température ambiante, 0,5 volume de chloroforme est ajouté, le mélange est ensuite 

vortexé et centrifugé 5 min à 14000 rpm. La phase aqueuse est récupérée et les ARN sont 

précipités par addition de 0,6 volume d’isopropanol, 10 min à température ambiante et 

centrifugées à 14000 rpm pendant 15min. les culots obtenus sont lavés à l’éthanol 70% séchés 

puis repris dans l’eau stérile. Les ARN peuvent être stockés à – 80°C. 
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2.7 Traitement des ARN à la DNase I 
 
L’ADN contaminant est éliminé par deux traitements successifs à la DNaseI (2U/µg d’ARN). 

Chaque traitement est réalisé sur 20µg d’ARN, dans un tampon contenant 100 mM Tris/HCl, 

pH7.5, 25mM MgCl2 et 1mM Ca Cl2 (Fermentas), par incubation à 37°C pendant 30 min.  La 

DNase I est ensuite éliminée par deux extractions au phénol/chloroforme. La phase aqueuse 

obtenue est précipitée par l’ajout de 1/10 V TNE 10X et 2V d’éthanol absolu froid, pendant la 

nuit à – 20°C ou 15 à 30 min à – 80°C. Les ARN sont alors sédimentés par une centrifugation 

de 15 min à 13 000 rpm, à 4°C. Le culot est lavé à l’éthanol 70 % froid, séché puis repris dans 

l’eau stérile. Les ARN peuvent être stockés à – 80°C.  

L’absence d’ADN est vérifiée par PCR sur un gène plastidial à partir d’environ 100ng d’ARN 

traités. 

2.8 Analyse des ARN par RT-PCR 
 
Synthèse du premier brin d’ADNc 
 

1 à 2 µg d’ARN traités à la DNase sont dénaturés à 65°C pendant 5 min en présence 

d’amorces spécifiques (80 nM), le tampon de réaction (50mM Tris/HCl, pH8,3, 75 mM KCl ; 

3mM MgCl2 et 10mM EDTA) et des dNTP (0,5mM). La rétro-transcription se fait en 

présence de 200 U de Superscript II H- RT (Invitrogen) et 100U de RNase inhibitor à 42°C 

pendant 50 min. Elle est arrêtée par chauffage à 70°C pendant 15 min. 2µl d’ADNc sont 

utilisés pour faire la réaction de PCR comme indiqué dans le paragraphe 2.2. 

2.9 Analyse du profil d’expression des transcrits plastidiaux par puce à 
ADN  

 

Cette technique permet de détecter simultanément l’accumulation des transcrits plastidiaux 

représentés sur la membrane de la puce à ADN par des oligomères de 70 nucléotides. Cette 

technique consiste en plusieurs étapes : 

• Préparation des sondes (ADNc radioactifs), par rétrotranscription des ARNm en 

présence de α32 P-dATP 

• Hybridation de la membrane 

• Analyse des résultats 
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2.9.1 Préparation de la sonde 
 
4µg d’ARNs totaux préalablement traités à la DNase sont dénaturés à 65°C pendant 5 min en 

présence de 0,2 pmol de mélange d’oligonucléotides (spécifique des gènes plastidiaux 

représentés dans la puce à ADN), 1,25 mM de dCTP, 1,25 mM dGTP, 1,25 mM dTTP et de 

α
32 P-dATP. La rétro-transcription se fait en présence de 600 U de Superscript II H- RT 

(Invitrogen) et 100U de RNase inhibitor pendant 50 min à 42°C. Elle est arrêtée par chauffage 

à 70°C pendant 15 min. Les ADNc obtenus sont purifiés par passage à travers une colonne de 

Sephadex G-50 (il s’agit d’une seringue de 1 ml bouchée à son extrémité par de la laine de 

verre contenant des billes de séphadex G-50). Le volume réactionnel est ajusté à 400µl avec 

du TE (10mM Tris/HCl, pH8, 1 mM EDTA), le tout est filtré par la colonne. Les ADNc sont 

élués par 300µl de TE. Pour vérifier la qualité des ADNc obtenus ainsi que la quantité de 

radioactivité incorporée dans chaque échantillon, une fraction est déposée sur un gel de 

polyacrylamide dénaturant. 

2.9.2 Hybridation des membranes  
 
Les membranes des puces à ADN sont en nitrocellulose. Elles sont imbibées dans une 

solution de SSC 2X (0,3M NaCl ; 0,03 M Na Citrate, pH 7) avant utilisation. Une 

préhybridation à 65°C est réalisée pendant 1 heure dans un volume de 25ml de tampon 

d’hybridation (0,5M NaHPO4 pH 7,2, 1 mM EDTA, 7% SDS, 1% BSA). Les ADNc 

radioactifs sont dénaturés 5 min à 95°C avant d’être ajoutés dans le tampon d’hybridation. 

L’hybridation des membranes se fait pendant 72h à 65°C. Les membranes sont par la suite 

lavées 5 min à 65°C dans 25 ml de tampon de lavage (40 mM NaHPO4 pH 7,2, 1 mM EDTA, 

1% SDS), puis 10 min à température ambiante dans 50 ml de tampon de lavage (Sambrook et 

al., 1989). Les membranes sont par la suite recouvertes de film plastiques puis mises en 

contact avec des écrans photosensibles (Fujifilm imaging Plate) pendant 12 jours dans une 

cassette et à température ambiante. Les écrans sont par la suite numérisés par un 

phosphoimager (Fujifilm FLA-8000). 

2.9.3 Analyse des résultats  
 

Les images numériques des puces à ADN obtenus sont en premier lieu analysées avec le 

logiciel Array Gauge. Ce logiciel calcule l’intensité de chaque spot présent dans la membrane. 

Pour cela, il a fallu concevoir une matrice permettant de mesurer l’intensité de chaque spot 
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ainsi que les régions autour (10 régions sont considérées) afin de pouvoir estimer le bruit de 

fond local de ce spot. Les résultats obtenus sont exportés vers un autre logiciel R, qui permet 

de recaclucler l’intensité de chaque spot en éliminant les valeurs de bruit de fond. Les valeurs 

des intensités de chaque spot sont alors transférées dans un fichier Excel.  

2.10 Analyse des ARN par Northern blot 
 

Cette technique permet d’analyser l’accumulation d’un ARNm grâce à une sonde spécifique. 

Migration et transfert des ARN sur membrane de nitrocellulose 

Un gel d’agarose 1,2% (p/v) / formaldéhyde 6,6% (p/v) est préparé dans 150 mL final de 

tampon de migration 1X (20 mM MOPS; 1 mM EDTA; 1 mM acétate de sodium; pH 7). 

Les échantillons (20 µg et 30 µg d’ARN totaux de plantules âgées de 6 jours d’Arabidopsis) 

sont dénaturés en présence de 9 µL de tampon de dépôt (5 µL formamide ; 2 µL formaldéhyde 

37% ; 1 µl de tampon de migration 10X ; 1µl de BET à 400µg/mL) par un traitement de 10 

min à 65°C avant dépôt. L’électrophorèse est effectuée dans du tampon de migration 1X ; à 3 

V/cm de gel. Les ARN sont visualisés à 320 nm, grâce au BET (Sambrook et al., 1989). 

Les ARNs sont transférés par capillarité sur une membrane de nitrocellulose. Le transfert 

s’effectue pendant la nuit, en présence de tampon SSC 10X (1,5 M NaCl ; 0,15 M Na Citrate, 

pH 7). La membrane est ensuite incubée 45 min à 80°C. 

 

Marquage de la sonde et hybridation 

Les sondes utilisées sont obtenues par PCR. Les fragments PCR sont purifiés et 100 ng sont 

marquées radioactivement par incorporation de α
32 P-dATP, par la technique d’amorçage 

aléatoire (kit « NEBlot Kit » Biolabs) suivant les instructions du fournisseur.  

Les sondes ADN marquées sont purifiées par chromatographie d’exclusion comme indiqué 

pour la purification des ADNc marqués (paragraphe 2.8.1). Les conditions d’hybridation et de 

lavage sont identiques à celles des puces à ADN (paragraphe 2.8.2). Les membranes sont 

recouvertes de film plastique, puis exposé à un film autoradiographique à -80°C. Le temps 

d’exposition dépend du niveau d’expression du transcrit analysé. 

2.11 Analyse des ARN par extension d’amorce 
 

Cette technique permet d’analyser les différents transcrits d’un gène et de déterminer leur 

extrémité 5’. Pour cela, un oligonucléotide situé environ 80 bases en aval de l’ATG est 

marqué radioactivement, puis hybridé avec les ARN totaux. Une retro-transcription est 
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effectuée. Les ADNc obtenus sont purifiés puis précipités. En paralléle, la région promotrice 

du gène analysé qui a été préalablement amplifiée à partir de l’ADN génomique, est clonée 

puis séquencée en utilisant le même oligonucléotide. La séquence obtenue est séparée sur un 

gel d’acrylamide dénaturant en même temps que les ADNc obtenus par la réaction 

d’extension d’amorce, ce qui permet de localiser spécifiquement par la suite l’extrémité 5’ des 

transcrits détectés.     

2.11.1  Marquage de l’oligonucléotide  
 
Le marquage de l’oligonucléotide se fait en 5’ par la T4 polynucléotide Kinase et du γ 32 P-

ATP, de la manière suivante : 

100 ng d’oligonucléotide est incubé avec 5 µl de γ 32 P-ATP (10µCi/µl, 3000 Ci/mmol), 5µl 

de tampon 5X, 10 U de T4 polynucléotide Kinase (Invitrogen) dans un volume final de 25µl. 

La réaction se déroule pendant 10 min à 37°C. L’oligonucléotide est purifié comme indiqué 

dans le paragraphe 2.9.1. 

2.11.2  Séquençage Manuel  
 

La séquence de la région promotrice du gène étudié est réalisée selon le protocole fournit avec 

le Kit de Séquençage manuel (T7 sequencing Kit ; USB). 2µg d’ADN plasmidique obtenu par 

clonage dans le vecteur PCR2.1-TOPO sont utilisées pour le séquençage. L’ADN ainsi que 

l’oligonucléotide (1µM ; le même utilisé pour l’extension d’amorce) sont dénaturés pendant 5 

min à 65°C en présence de 1,5µmol de NaOH 1N. Le mélange réactionnel est neutralisé par 

l’ajout de 1,5µl de HCl 1N. Ensuite, 2µl de tampon d’hybridation sont ajoutés et la réaction se 

déroule pendant 10 min à 37°C puis 5 min à température ambiante. On ajoute par la suite 3µl 

de tampon de marquage, 2 µl de tampon de dilution, 1µl de α32 P-dATP (10µCi/ mmol, 

3000Ci/ml) et 0,5 µl de l’enzyme T7 DNA polymérase. La polymérisation s’effectue alors 

pendant 5 min à température ambiante. Pendant ce temps, 4 tubes contenants chacun 2,5µl 

d’un des ddNTP (di-déoxynucléotides A, C, G, T) sont incubées 1 min à 37°C. À la fin du 

temps d’incubation, 4,5µl du mélange réactionnel sont ajoutées à chaque ddNTP avant de 

poursuivre la réaction pendant 5 min à 37°C. La réaction est arrêtée par l’ajout de 5µl de 

tampon STOP (97,5% formamide, 10mM EDTA, 0,3% bleu de bromophénol, 0,3% xylène 

cyanol). Chaque séquence est dénaturée 2 min à 80°C avant d’être séparée par électrophorèse 

sur un gel de polyacrylamide dénaturant.  
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2.11.3 Réaction d’extension d’amorce 
 
10µg d’ARN totaux sont dénaturés pendant 5 min à 65°C en présence de 3µl 

d’oligonucléotide marqué, puis mis 5 min dans la glace. L’oligonucléotide marqué est incubé 

avec l’ARN pendant 20 min  à sa température optimale de l’hybridation (Tm moins 5°C). On 

réalise après une rétro-transcription avec 100 U SuperScript II (invitrogen) en présence de 

0,4mM de chaque dNTP, 5µl de tampon 5X, 10mM DDT, 3,7 U RNase Inhibitor 

(Fermentas), pendant 50 min à 42°C. La   réaction s’achève par chauffage 15 min à 70°C. Les 

ARN sont éliminés par traitement, 30 min à 37°C avec 1µl de RNase A (10mg/ml, 

Fermentas). Les ADNc radioactifs obtenus sont d’abord purifiés par extraction au 

phénol/chloroforme puis précipités par l’ajout de 1/10 V TNE 10X et 2V d’éthanol absolu 

froid, pendant la nuit à – 20°C.  Le culot obtenu après centrifugation de 15 min à 14000 rpm à 

4°C et lavage à l’éthanol 70%, est repris avec 4µl du tampon de dépôt dénaturant (97,5% 

formamide, 10mM EDTA, 0,3% bleu de bromophénol, 0,3% xylène cyanol). Les ADNc sont 

dénaturés 2 min à 80°C avant leur dépôt et migration sur un gel de polyacrylamide dénaturant 

à côté des séquences préparées auparavant (correspondantes à la région promotrice du gène 

étudié). 

2.11.4  Préparation de gel de polyacrylamide dénaturant 
 
Des gels de 6% polyacrylamide (bis-acrylamide/acrylamide, 1/19) contenant de l’urée 8M 

sont préparés avec une solution de TBE-S 1X (45mM Tris-Borate pH8,3 ; 0,5mM EDTA). 

L’électrophorèse se déroule dans du TBE-S 1X à 30W pendant environ 1h30. Les gels sont 

ensuite démoulés des plaques, séchés puis mis en exposition avec un film autoradiographique. 

2.12 Détermination de l’origine des transcrits  
 
 
Ces différents transcrits peuvent provenir directement d’un site d’initiation de la transcription 

(transcrit primaire) ou bien du clivage d’un transcrit précurseur. La technique d’extension 

d’amorce, ne nous permettant pas de distinguer entre ces deux types de transcrits, nous avons 

alors réalisé les techniques suivantes : 

 

 

 

 



Matériel et Méthodes 

 

 
 

107 

2.12.1 Capping in vitro des ARN par guanylyltransferase   
 

Les ARNm plastidiaux ne possèdent pas de coiffe à leur extrémité 5’. La guanylyltransferase 

permet le transfert du GMP en GTP au niveau de l’extrémité 5’ tri ou di phosphate d’un 

ARNm primaire. Aucun transfert ne peut avoir lieu au niveau de l’extrémité 5’ 

mononphopshate d’un ARN processé. 

 Nous avons marqué l’extrémité 5’ des ARN par addition par la guanylytransférase d’une 

coiffe α32 P-dGTP, selon les instructions fournies par le fabriquant (Ambion).   

15µg d’ARN et 10U de guanylytransférase ont été incubés en présence de 100 µCi de α
32 P-

dGTP (3000 Ci/mmol) et 20 U de RNase Inhibitor. La réaction a été incubée à 37°C pendant 

1h. Les ARN ont été par la suite purifiés par des extractions au phénol/chloroforme suivies 

d’une précipitation au TNE1X et éthanol 100%. Le culot obtenu (contenant les ARNs 

marqués) est repris directement dans un tampon d’hybridation (Hybr B III, kit RPA IIITM Kit, 

Ambion) puis dénaturé 5 min à 95°C avant d’être hybridé toute la nuit à 42°C avec une sonde 

ARN, produite par transcription in vitro correspondant au transcrit analysé. Les ARN non 

hybridés (simples brin) sont digérés pendant 30 min à 37°C avec un mélange de RNase 

A/RNase T1 (1,6 µl du mélange fourni dans le kitr Ambion). Après inactivation des RNases, 

les ARN doubles brin sont précipités puis lavés à l’éthanol 70% et séparés par électrophorèse 

sur un gel de polyacrylamide dénaturant avec un marqueur de taille d’ADN.  

2.12.2   5’ Race couplée au traitement à la phosphatase (TAP)  
 

Principe 

Les transcrits plastidiaux primaires possèdent une extrémité 5’ tri-phosphate, les transcrits 

secondaires, issus du clivage de transcrits précurseurs possèdent une extrémité 

5’monophosphate. La ligation d’un adaptateur ARN en 5’ et l’amplification de l’extrémité 5’ 

par RACE peut se faire exclusivement avec un transcrit processé. En revanche, après un 

traitement des transcrits primaires à la phosphatase TAP (Tobacco acid pyrophosphatase) qui 

permet de digérer le groupement tri-phosphate, ces ARN peuvent ainsi être ligués à 

l’adaptateur ARN.    

Dans le but d’identifier les transcrits primaires d’un gène, nous avons amplifié les transcrits 

étudiés à partir d’ARN traités et non traités avec la TAP, en utilisant le Kit RLM-RACE 

(Ambion).  
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Protocole 

10µg d’ARN sont traités à la TAP, en présence d’inhibiteur de RNase, 1h à 37 °C dans un 

volume final de 20µl. 4µl des ARN traités à la TAP sont ligués avec 300 ng d’adaptateur par 

la T4 RNA ligase (5U), 1h à 37 °C. La reverse transcription est alors réalisée avec 2µl d’ARN 

ligués en utilisant une amorce (2µM) spécifique du transcrit analysé. Deux PCR successives 

sont alors réalisées sur les ADNc obtenus, en utilisant à chaque fois une amorce situées d’une 

part au niveau de la séquence de l’adaptateur ARN et d’autre part au niveau du transcrit 

analysé. Les produits de PCR obtenus sont clonés et plusieurs clones sont séquencés. Les 

séquences obtenues déterminent les extrémités 5’ du transcrit. 

2.12.3  Déterminations des extrémités 3’ et 5’ d’un transcrit par Circular 
RT-PCR 

 
Principe 

 

Cette technique a pour but de déterminer en même temps les extrémités 3’ et 5’ d’un transcrit. 

Pour cela les ARN sont autoligés par l’enzyme T4 RNA Ligase (les deux extrémités 5’ et 3’ 

se lient entre elles). En utilisant des amorces spécifiques situées au niveau du 3’ et du 5’ du 

transcrit analysé, une réverse–transcription suivie d’une PCR est réalisée. Les produits de 

PCR obtenus sont clonés et plusieurs clones sont séquencés. Les séquences obtenues 

permettent de déterminer les extrémités 3’ et 5’ du transcrit. 

2.13  
Protocole 

1 à 5µg d’ARN totaux traités à la DNase sont dénaturés à 70°C pendant 2 min, puis placés 

dans la glace. La réaction d’autoligation se fait avec 50U de T4 RNA ligase (Fermentas) en 

présence de DNase I (1U, Fermentas) et RNase inhibitor (40U),  1 h à 37°C. Les ARN sont 

par la suite purifiés par deux extractions au phénol/chloroforme suivies d’une précipitation au 

TNE1X et éthanol 100%. Les ARN précipités par centrifugation, sont repris dans l’eau stérile 

et rétro-transcrits en présence de 1 µl d’amorce spécifique du transcrit (2 µM) et 200U de 

Superscript II H- RT (Invitrogen) dans un volume de 20µL pendant 1h à 42°C (Zandueta-

Criado and Bock, 2004).  La PCR est par la suite réalisée dans un volume de 25µl avec 2 µl 

d’ADNc, en utilisant des amorces spécifiques situées de part et d’autre des extrémités 3’ et 5’ 

du transcrit. Les produits de PCR obtenus sont clonés et plusieurs clones ont été obtenus et 



Matériel et Méthodes 

 

 
 

109 

séquencés. Les séquences obtenues permettent de déterminer les extrémités 3’ et 5’ du 

transcrit. 

 

2.14 Détermination de l’existence d’ARN double brin in vivo 
 

Principe 

Cette technique a pour but de déterminer l’existence d’ARN double brin in vivo. Pour cela les 

ARN sont traités avec un mélange de RNases A/T1, qui à certaines concentrations, permettent 

de digérer uniquement les ARNs en simples brin. Les ARN présent en double-brin sont ainsi 

protégés de la digestion par ces nucléases et peuvent être détectés par une RT-PCR, en 

utilisant des amorces spécifiques du transcrit analysé. 

 
Protocole 

La digestion par les RNases (16ng/µl de RNase A et 0,35U/µl de RNase T1) se fait  pendant 

30 min à 37°C dans un mélange réactionnel de 60µl (10mM Tris pH 7,5 ; EDTA 5mM ; NaCl 

300mM) en utilisant 2µg d’ARN totaux traités préalablement à la DNase.  Ces nucléases sont 

inactivées par une incubation de 30 min à 37°C avec 7,6 µg de Protéinase K. Les ARN sont 

par la suite purifiés par trois extractions au phénol/chloroforme et une extraction au 

chloroforme. Ils sont précipités par addition de TNE10X (1/10 V) et éthanol 100% (2V), 

pendant la nuit à – 20°C. Les ARN sont alors sédimentés par une centrifugation de 15 min à 

13 000 rpm, à 4°C. Le culot est lavé à l’éthanol 70 % froid, séché puis repris dans l’eau 

stérile. Une RT-PCR est alors réalisée en utilisant des amorces spécifiques du transcrit 

analysé. 

 

3 Méthodes d’analyses des protéines 

3.1 Extraction des protéines 
Le matériel végétal est finement broyé dans un mortier à l’azote. 200 mg de poudre sont mise 

en suspension avec 200µl du tampon de dépôt 4X (200mM Tris/HCl, pH6,8 ; 5% (v/v) β-

mercaptoéthanol ; 0,2% bleu de Bromophénol ; 20% glycérol ; 4% SDS). L’échantillon est 

dénaturé pendant 10 min à 100°C, puis centrifugé 15 minutes à vitesse maximum. Le 

surnageant peut être alors utilisé pour une migration électrophorétique. C’est une méthode 

très rapide et efficace pour l’extraction des protéines.  
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3.2 Isolement de chloroplastes intacts d’Arabidopsis 
 
Ce protocole est réalisé à partir d’un bac de plantule de trois semaines, cultivées en semis 

dense en chambre de culture. Les bacs sont placés à 4°C et à l’obscurité la nuit précédent 

l’extraction de chloroplastes afin d’éliminer l’amidon accumulé. Le protocole suivi est 

également adapté de « Methods in Molecular Biology », vol 82 : Arabidopsis protocols. 

Toutes les manipulations sont réalisées dans la glace, dans une chambre froide à 4°C. Les 

feuilles sont broyées (3 fois 5sec) à l’aide d’un mini broyeur à hélices dans du tampon HB 

préalablement refroidi (0,45M sorbitol, 20mM Tricine KOH, 10mM EDTA, 10mM NaHCO3, 

0,1% BSA). Le broyat est filtré sur 4 épaisseurs de gaze et une épaisseur de toile à bluter de 

50 µM de vide de maille. La suspension est ensuite centrifugée 3 min à 5000 g (rotor JS 7.5, 

Beckman). Le culot est mis en suspension dans 12 mL de tampon RB 1X (0,3M sorbitol, 

20mM Tricine KOH, 5mM MgCl2 ; 2,5mM EDTA, pH 7,2) puis déposé sur un gradient de 

percoll 40% (préparé dans du RB 2X concentré, puis le volume est ajusté avec de l’eau) et 

centrifugé 10 min à 5000 g (rotor JS 7.5, Beckman). Les chloroplastes intacts sédimentent 

alors en bas, on élimine le percoll par aspiration. Les chloroplastes sont ensuite lavés 3 fois 

dans du RB1X avec des centrifugations intermédiaires de 5 min à 5000g. 

Afin de séparer les fractions membranaires et solubles plastidiales, les chloroplastes sont 

éclatés par choc osmotique (MOPS/NaOH, 10 mM pH7,8 ; MgCl2 4 mM et EDTA 2,5 mM ; 

PMSF 1 mM ; benzamidine.HCl 1 mM). Les membranes plastidiales sont alors sédimentées 

par une centrifugation de 3 min à 5000 g. La fraction soluble est prélevée et mise de côté, le 

culot de membranes est lavé 3 fois puis finalement repris dans le milieu de choc osmotique. 

 

3.2.1 Séparation des protéines par électrophorèse sur gel de 
polyacrylamide en conditions dénaturantes (SDS-PAGE) 

 

L’électrophorèse SDS-PAGE est un système discontinu constitué de deux gels contigus mais 

distincts : le gel de concentration et de séparation. Nous avons utilisé deux systèmes 

d’éléctrophorèse : Glycine SDS-PAGE (Laemmli, 1970) et Tricine SDS-PAGE (Schägger 

and von Jagow, 1987). Le premier permet de séparer des protéines de poids moléculaire 

supérieurs à 30 kDa, tandis que le second est plus adapté à la séparation de protéines de petit 

poids moléculaire (allant de 1 à 100 kDa). 
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Glycine SDS-PAGE 

Dans ce système d’électrophorèse les gels de séparation et de concentration sont réalisés avec 

des tampons différents: le gel de concentration (5 % acrylamide (v/v) ; 1M Tris-HCl, pH 6,8 ; 

SDS 0,1% (v/v) ; 10% de persulfate d’ammonium (APS) ; 0,2% de Temed) et le gel de 

séparation  (12% acrylamide (v/v) ; 2M Tris-HCl, pH 8,8 ; SDS 0,1% (v/v) ; 10% APS  ; 

0,2% de Temed). 10 à 30µg de protéines, après dénaturation, sont déposés dans chaque puits. 

La dénaturation des protéines est obtenue en chauffant pendant 5 minutes à 95°C les 

échantillons. L’électrophorèse est réalisée à température ambiante, avec un voltage constant 

de 100 V, dans un tampon Tris-Glycine (Tris 25mM ; Glycine 240mM ; SDS 1% (p/v)). 

 

Tricine SDS-PAGE 

Dans ce système d’électrophorèse, les gels de séparation et de concentration sont réalisés avec 

le même tampon (3M Tris-Cl, 0.3% SDS, pH8.45). L’électrophorèse est réalisée à 

température ambiante, avec un voltage constant de 100 V, dans deux tampons différents : 

tampon Tris-Tricine (0.1M Tris, 0.1M Tricine, 0.1% SDS) au niveau de la cathode et tampon 

0.2M Tris-Cl, pH8.9 au niveau de l’anode. 

 

3.3 Détection immunologique d’un transfert Western (western blot) 
 
Les protéines séparées par Glycine SDS-PAGE sont transférées sur une membrane de 

nitrocellulose (Schleicher & Schuell, 0,45µM) pendant une heure dans un tampon de transfert 

(Tris 26 mM ; Glycine 190 mM ; SDS 0,037 % (p/v) ; éthanol 20% (v/v)). Les protéines de 

petit poids moléculaire séparées par Tricine SDS-PAGE sont transférées dans du tampon (Tris 

26 mM ; Glycine 190 mM; éthanol 20% (v/v)) pendant 75 min à 15V sur des membranes de 

nitrocellulose (Schleicher & Schuell, 0,2µM). 

La qualité du transfert est vérifiée par coloration de la membrane avec du Rouge Ponceau (2% 

(p/v) de Rouge Ponceau S; Acide Sulfosalicilique 30%(p/v) ; TCA 30% (p/v)). 

 Après décoloration à l’eau, la membrane est saturée avec 5% de lait dans du TBS 1X (Tris-

HCl 10mM, pH 7,5 ; NaCl 150mM) pendant une heure. La membrane est incubée pendant la 

nuit à 4°C avec l’anticorps dilué dans du TBS-Tween contenant 0,1%-Lait 5%. La membrane 

est lavée trois fois pendant 10 min au TBS-Tween 0,1% avec agitation. Après une deuxième 
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incubation avec l’anticorps secondaire (dilué au 1/3000) pendant 1h à température ambiante, 

avec agitation, dans du TBS-Tween 0,1%-Lait 5%, la membrane est rincée trois fois pendant 

10 min au TBS-Tween 0,1% avec agitation. La réaction est enfin révélée avec application des 

réactifs ECL. 
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Résumé 

 

Trois ARN polymérases sont responsables de la transcription du génome plastidial. L’une 
d’entre elle, la PEP (Plastid-Encoded RNA Polymerase), est de type eubactérien et 
multimérique. Cette enzyme interagit avec des facteurs de transcription de type sigma au 
niveau des régions promotrices des gènes cibles. Chez Arabidopsis thaliana, six facteurs 
sigma sont codés par des gènes nucléaires et sont localisés dans les plastes.  
 
Nous avons étudié la fonction du facteur sigma 3 (SIG3), à l'aide de mutants d’insertion 
d’ADN-T d’Arabidopsis. L’analyse du profil d’expression des gènes plastidiaux 
(transcriptome) par puce à ADN nous a permis de montrer que le complexe PEP-SIG3 
transcrit spécifiquement le gène psbN et régule l’expression des gènes atpH, atpA, atpE, atpF 
et atpB.  
 
Le gène psbN se trouve sur le brin opposé de l’opéron psbB, entre les gènes psbT et psbH. 
L'expression de psbN produit des ARNs antisens de psbT. Des expériences de protection à la 
RNase A/T1 nous permettent de suggérer que les transcrits sens et antisens de psbT forment 
in vivo un ARN double brin. Nous avons montré que chez le mutant sig3, le transcrit antisens 
de psbT est totalement absent alors que la protéine PsbT est plus abondante par rapport au 
sauvage. Ces résultats suggèrent que la formation d'un ARN double brin psbT sens/antisens 
diminue l'efficacité de la traduction de la protéine PsbT.  
Ainsi, le complexe PEP-SIG3, en reconnaissant spécifiquement le promoteur du gène psbN, 
permet la synthèse de transcrits complémentaires à psbT ce qui constitue un outil de 
régulation de l’expression de la protéine PsbT. 
 
Les gènes atpH et atpB font partie respectivement de l’opéron atpI/atpH/atpF/atpA et 
l’opéron atpB/atpE. En utilisant la spectinomycine, nous avons montré que l’expression des 
différents gènes codant les sous unités de l’ATP synthase plastidiale est exclusivement 
contrôlée par l’ARN polymérase plastidiale, PEP. Nous avons ensuite analysé l’expression de 
ces opérons dans le mutant sig3.  
Le gène atpH code la sous unité CF0-III du complexe de l’ATP synthase, 5-12 fois plus 
abondante que les autres sous unités. Le gène atpB code la sous unité β du complexe CF1 de 
l’ATP synthase. Nous avons observé par puce à ADN chez la plante sauvage que 
l’accumulation de l’ARNm atpH est 5 à 12 fois plus importante que les autres transcrits 
codant les sous unités de l’ATP synthase. Nous avons montré que l’ARNm atpH est produit 
soit par co-transcription des gènes atpI/atpH soit par transcription à partir d’un promoteur 
(PatpH-413) reconnu par le complexe PEP-SIG3. Nous suggérons ainsi que le complexe PEP-
SIG3 pourrait participer par la régulation transcriptionnelle de l’expression du gène atpH à 
l’établissement de la stœchiométrie de l’ATP synthase plastidiale chez Arabidopsis thaliana.  
Par contre, l’opéron atpB/atpE est transcrit à partir de deux promoteurs : PatpB -520 et PatpB 
-467. Seul le promoteur PatpB -467 est sous le contrôle du facteur SIG3. Ces résultats 
suggèrent donc que le facteur SIG3 régule de manière plus atténuée l’expression de l’opéron 
atpB/atpE. 

 

 



 

 
 

 

 

 


