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Avant-propos

Les travaux présentés dans le présent manuscrit sont organisés en deux chapitres et ils

s’inscrivent dans une thématique d’étude assez large, consacrée aux étapes nucléaires du cycle in-

fectieux du virus de la mosaïque du chou-fleur (CaMV).

Un aperçu de la biologie du CaMV est présenté en introduction. Nous portons, là, une atten-

tion particulière aux sujets où des avancées récentes ont été faites et/ou qui impliquent la protéine

virale multifonctionnelle P6/TAV, la clé de voûte du cycle infectieux. Le texte de cette introduction

générale est soumis dans le journal Virologie.

Le premier chapitre de cette thèse est consacré à l’étude de l’épissage alternatif de l’ARN 35S

du CaMV. Il est introduit par une description des différents types introns et des mécanismes impliqués

dans leur épissage, suivie d’une partie destinée à apporter une vue d’ensemble sur l’épissage alterna-

tif et ses rôles dans le vivant. Les résultats de notre étude montrent que l’épissage alternatif de l’ARN

35S du CaMV est un phénomène fort complexe et que l’épissage est maintenu de manière perma-

nente malgré l’inactivation de sites d’épissage. Nos résultats soulèvent plusieurs interrogations sur la

signification biologique de l’épissage pour le CaMV. En annexe de ce chapitre, est inclus un article en

cours de réécriture, dont une première version avait été soumise dans la revue Journal of Virology.

Cet article reprend seulement une partie des résultats présentés dans ce premier chapitre.

Le deuxième chapitre porte sur l’étude de l’export nucléaire des ARN 35S épissés ou non

épissé du CaMV. Alors que la thématique de l’épissage alternatif avait été initiée avant mon arrivée au

laboratoire, celle de l’export nucléaire était vierge de toute donnée préliminaire lorsque j’ai débuté mon

doctorat. À l’instar du premier chapitre, le sujet est introduit par un aperçu global des mécanismes

d’export nucléaire des ARNm chez la levure et les mammifères de celui de certains ARN viraux, car

les connaissances sur ce processus chez les plantes sont encore extrêmement sommaires. La partie

consacrée aux résultats rapporte principalement nos recherches sur la mise au point de protocoles et

de vecteurs viraux destinés à l’étude de la voie d’export des ARN du CaMV et des acteurs en cis et en

trans impliqués dans leur export.

Enfin, une conclusion générale et les perspectives d’étude qui découlent de nos travaux sont discu-
tées dans les dernières pages de ce manuscrit.
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Le virus de la mosaïque du chou-fleur (CaMV), encore et toujours

Bouton Clément, Geldreich Angèle, Ryabova Lyuba, Keller Mario et Dimitrova Maria

Institut de Biologie Moléculaire des Plantes du CNRS, Université de Strasbourg, Strasbourg, France

RÉSUMÉ

Son statut de pararétrovirus et les mécanismes traductionnels non-canoniques qu’il emploie pour ex-

primer ses protéines à partir d’un ARN polycistronique font que le virus de la mosaïque du chou-fleur –

ou CaMV pour « Cauliflower mosaic virus » – est un modèle d’étude original qui fait l’objet de re-

cherches permanentes. Ces dernières années, des découvertes significatives ont amélioré notre

compréhension des mécanismes impliqués dans la transmission du CaMV par les pucerons vecteurs,

le mouvement intercellulaire, ainsi que dans l’expression de ses protéines et la contre-défense du

virus face aux systèmes de défense des plantes hôtes. Ces deux derniers aspects de la pathogenèse

sont sous la dépendance de la protéine virale P6/TAV qui, parce qu’elle est également impliquée dans

d’autres étapes de la réplication du virus, est considérée comme la clé de voûte du cycle infectieux du

CaMV. Nos connaissances actuelles sur le cycle de multiplication et la pathogenèse du CaMV sont

présentées dans cette revue, en insistant sur les étapes où la protéine P6/TAV joue un rôle majeur.

Mots clés : CaMV, P6/TAV, réinitiation traductionnelle, modèle d’étude.

ABSTRACT

As a pararetrovirus and because of its non-canonical translation of a polycistronic pregenomic 35S

RNA, Cauliflower mosaic virus (CaMV) is an original model system that has been extensively studied.

Recent advances have improved our understanding of CaMV aphid transmission, cell-to-cell

movement, protein expression and virus counter-defense strategy against host plant defense. Since

P6/TAV is involved in many aspects of viral pathogenesis as well as in some replication steps, it is

considered as the key player of CaMV infectious cycle. This paper reviews our current knowledge on

CaMV multiplication and pathogenesis, with special emphasis on steps in which P6/TAV has a major

role.

Keyword: CaMV, P6/TAV, translation reinitiation, model system.

Le virus de la mosaïque du chou-fleur ou CaMV pour « Cauliflower mosaic virus », est le

membre type du genre des Caulimovirus de la famille des Caulimoviridae, seule famille de phytovirus

ayant un génome à ADN double brin. L’infection de Brassicacées maraîchères (choux, navet, colza)

par le CaMV ne constitue pas un préjudice économique suffisamment important qui justifierait en soi,

des études approfondies pour élaborer des stratégies de lutte antivirale. Et pourtant, le CaMV est

classé en virologie végétale parmi les dix phytovirus les plus importants car il constitue un modèle

d’étude original [1]. L’intérêt que suscite le CaMV est en partie lié à des raisons historiques : il fut le

premier virus à ADN de plantes identifié et dont le génome a été entièrement séquencé, et il fut le

premier phytovirus pour lequel il a été démontré que l’ADN est répliqué par rétrotranscription – on

parle de pararétrovirus. Il s’est avéré, suite à cette découverte, que tous les virus à ADN double brin

de plantes sont des pararétrovirus, à l’instar des virus de l’hépatite B de l’homme et des animaux. Le

CaMV se singularise également des autres phytovirus par l’utilisation d’une part, de mécanismes de

traduction très particuliers pour exprimer ses protéines – le saut du ribosome et la réinitiation de la

traduction – et d’autre part, de stratégies inédites pour contrecarrer le système de défense antiviral de

la plante. Les travaux pionniers sur les stratégies de traduction non-canoniques du CaMV connais-
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sent, depuis déjà quelques temps, un regain d’intérêt car elles sont également mises en œuvre par

d’autres virus, y compris des virus humains – virus de l’hépatite B, Spumavirus, adénovirus, etc –, et

même par les cellules, pour exprimer spécifiquement certains ARN messagers.

L’objectif de cette revue est de présenter les connaissances actuelles sur le CaMV et ses int e-

ractions avec les plantes hôtes, en portant une attention toute particulière à la protéine virale multi-

fonctionnelle P6/TAV, qui constitue la clé de voûte du cycle infectieux et de la pathogenèse du CaMV.

Structure de la capside et génome du CaMV

Le CaMV est un virus non-enveloppé à capside icosaédrique (T=7), d’environ 50 nm de dia-

mètre. La capside est formée de 420 sous-unités protéiques d’un poids moléculaire de 42, 37, 35 et

32 kDa, les protéines de 42 et 37 kDa étant généralement les plus abondantes [2]. Les protéines de

capside résultent de clivages en N- et C-terminal d’un précurseur unique, la protéine P4. La capside

comporte aussi une protéine mineure, P3, qui interagit sous forme trimérique avec les protéines stru c-

turales, grâce à sa région C-terminale enfoncée dans la capside. L’extrémité N-terminale des molé-

cules de P3 émergent de la capside et interagissent entre elles, via des interactions de type coiled

coil, pour former un réseau autour de la capside [3].

Le génome du CaMV est une molécule d’ADN double-brin circulaire d’environ 8 kpb qui est

présente dans la particule virale sous une forme relâchée du fait d’interruptions de séquence sur ses

deux brins. Ces interruptions sont générées au cours de la rétrotranscription et ont une structure triple

brin, l’extrémité 5’ du brin chevauchant commençant par une séquence d’ARN. Le nombre et la posi-

tion de ces interruptions, appelées Δ, varient selon les souches de CaMV. L’ADN du CaMV possède

sept ORF majeurs qui sont tous localisés sur le même brin d’ADN – brin (-) –, et deux régions intergé-

niques, d’environ 700 pb et 150 pb, qui contiennent les promoteurs ainsi que les séquences régul a-

trices impliquées dans la transcription du génome en deux ARN majeurs, les ARN 35S et 19S [4]. Les

ORF sont soit chevauchants (ORF III, IV et V), soit séparés les uns des autres par quelques nucléo-

tides ; seul l’ORF VI est isolé car il est placé entre les deux régions intergéniques (Figure 1).

Figure 1 : Organisation génétique de l’ADN du CaMV. Le génome à ADN double brin avec les trois interrup-
tions de séquences de la souche Cabb-B JI est représenté par les deux cercles fins et les ORF (I à VII), par des
flèches colorées épaisses. La grande et la petite région intergéniques sont en gris. Les deux transcrits majeurs
coiffés et polyadénylés, les ARN 35S et 19S, sont à l’extérieur du cercle.
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Fonctions des protéines du CaMV

Une ou plusieurs fonctions sont associées aux six protéines P1 à P6, codées respectivement

par les ORF I à VI du CaMV. Bien que l’ORF VII soit pleinement fonctionnel dans des systèmes

d’expression hétérologues, son produit d’expression n’a jamais été détecté dans les plantes infectées.

Toutes les protéines virales sont exprimées à partir de l’ARN 35S polycistronique ; seule la protéine

P6/TAV est également exprimée à partir de son propre ARN, l’ARN 19S monocistronique.

P1 (40 kDa) est la protéine de mouvement (MP) ; elle s’assemble en tubules [5] au niveau des

plasmodesmes qui forment un réseau symplastique impliqué dans la communication intercellulaire.

Les tubules permettent aux virions de passer de la cellule infectée vers les cellules adjacentes et, par

conséquent, d’atteindre les vaisseaux conducteurs du phloème pour se propager dans la plante en-

tière. Le domaine central de P1 est impliqué dans son adressage à la périphérie de la cellule [6] tandis

que toute la séquence de P1, sauf l’extrémité C-terminale, est requise pour la formation des tubules

[7]. Dans les tubules assemblés, les extrémités N-terminale et C-terminale sont exposées respective-

ment à la surface et dans le lumen. P1 possède, dans sa région centrale, un domaine de fixation non

spécifique à ARN. S’il a été suggéré que le mouvement du virus puisse aussi s’opérer sous la forme

de complexes ribonucléoprotéiques constitués de P1 et des ARN viraux, cette hypothèse a été con-

tredite par l’observation que la protéine P1 ne peut assurer le transport d’ARN viraux hétérologues

que lorsqu’ils sont encapsidés [8]. P1 interagit avec différentes protéines virales – P3 et P6/TAV – et

cellulaires – MIP17, PDLP-1 et PME – ; il a été démontré que certaines de ces interactions sont impli-

quées dans le mouvement de cellule à cellule du CaMV [2, 9].

P2 (18 kDa) est le facteur assistant de la transmission (FAT) du virus par les pucerons [10].

Elle interagit, grâce à sa région N-terminale, avec un récepteur protéique non-glycosylé inséré dans la

chitine de l’extrémité du stylet du puceron – l’acrostyle – et, avec sa partie C-terminale, avec la pro-

téine P3 associée à la capside. P2 est une protéine abondante qui s’accumule dans les cellules infec-

tées pour former un corps d’inclusion unique, le viroplasme clair – appelé également corps de trans-

mission –, qui renferme, en plus de P2, la protéine P3 et quelques particules de CaMV c’est-à-dire,

tous les composants requis pour la transmission du CaMV par le puceron [11]. Après sa synthèse, la

protéine P2 est transportée, avec P3, le long des microtubules pour s’agréger en un viroplasme clair

[12]. P2 ne semble avoir aucune autre fonction dans le cycle viral et, par conséquent, l’ORF II peut

être éliminé du génome viral sans affecter la réplication du CaMV. D’ailleurs, des souches naturelles

de CaMV dont l’ORF II est partiellement délété (souche CM1841) ou présente une mutation ponctuelle

qui déstabilise P2 (souche Campbell), se répliquent avec une très bonne efficacité lorsqu’elles sont

inoculées mécaniquement aux plantes hôtes mais elles nécessitent, évidemment, l’assistance d’un

CaMV compétent pour assurer leur transmission de plante à plante.

P3 (15 kDa) est une protéine basique qui est, comme dit précédemment, indispensable à la

formation du complexe viral transmissible par le puceron car elle fait le pont entre le FAT et la capside

virale [13]. P3 est également indispensable pour le mouvement intercellulaire des particules de CaMV

à travers les tubules [14]. P3 forme, grâce à son extrémité N-terminale structurée en hélices , des 

trimères et des tétramères. P3 est associée aux virions sous forme trimérique tandis qu’elle est re-

trouvée sous forme tétramérique dans le viroplasme clair [3]. Un polypeptide de 11 kDa résultant d’un

clivage de P3 à son extrémité C-terminale est fréquemment détecté dans les plantes infectées mais

aucune fonction n’a pu être associée à ce clivage. Les régions N- et C-terminales sont indispensables

pour le cycle infectieux du CaMV alors qu’une séquence centrale (résidus 60 à 80, sur un total de 129

acides aminés) peut être éliminée sans aucune conséquence pour le virus [2]. En effet, la région N-

terminale interagit avec les protéines P1 et P2, alors que la région C-terminale s’associe à la capside.

P3 se lie aussi avec P6/TAV [15] mais son domaine d’interaction n’a pas encore été cartographié à ce

jour. Enfin, P3 est capable d’interagir avec l’ADN et l’ARN de manière séquence non-spécifique via

une région riche en prolines et en lysines à son extrémité C-terminale [16].

P4 (57 kDa) est le précurseur des protéines de la capside, l’équivalent de la protéine Gag des

rétrovirus. P4 est une protéine très polaire avec des extrémités N- et C-terminales très acides. Après
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assemblage de la capside, ces extrémités sont clivées en plusieurs étapes, par la protéinase à acide

aspartique codée par l'ORF V et sans doute, par des protéases cellulaires, générant alors des poly-

peptides de 42, 39, 37 et 35 kDa. Les quantités relatives de P4 et de ses produits de clivage sont

variables d’une préparation de virions à l’autre. Ces protéines structurales subissent des modifications

post-traductionnelles, des glycosylations et probablement des phosphorylations, car une protéine ki-

nase d’origine encore inconnue est associée aux virions. Elles possèdent toutes, dans leur région C-

terminale, un domaine basique et un motif en doigt à zinc (CX2CX4HX4C), caractéristique qui est re-

trouvée dans la protéine de nucléocapside de tous les rétrovirus, à l’exception des Spumavirus. Le

motif en doigt à zinc interagit avec une séquence riche en purines, au niveau de la région 5’ non tra-

duite – dite région leader – de l’ARN 35S pré-génomique, à condition que l’extrémité C-terminale

acide du précurseur P4 ait été éliminée au préalable. Le motif en doigt à zinc revêt une importance

particulière pour le cycle viral car des mutations qui abolissent son interaction avec l’ARN 35S sont

létales pour le CaMV. Le précurseur P4 renferme trois séquences d’instabilité : une à chacune de ses

deux extrémités et une séquence de dégradation PEST, qui subsiste à l’extrémité N-terminale de la

protéine 42 kDa [17]. P4 et les formes clivées possèdent, à proximité de leur l’extrémité N-terminale,

un signal de localisation nucléaire (NLS) qui n’est exposé qu’après maturation des virions. Au début

du cycle infectieux, ce signal permet l’acheminement des particules virales matures vers le noyau,

vraisemblablement grâce à l’importine α, où elles s’amarrent aux pores nucléaires [18]. La capside

n’est pas trouvée à l’intérieur du noyau ce qui suggère que l’ADN viral est libéré au niveau des pores.

L’extrémité N-terminale acide du précurseur P4 empêche l’adressage de la protéine vers le noyau car

elle masque le NLS. Il s’agit certainement d’un mécanisme de contrôle astucieux pour s’assurer que

P4 ne soit pas dirigée directement vers le noyau avant qu’elle ne s’auto-assemble pour former la cap-

side. De cette manière, seuls les virions matures, après les clivages terminaux de P4, seront suscep-

tibles d’atteindre l’enveloppe nucléaire. Il est probable qu’en plus de se diriger vers le noyau d’une

nouvelle cellule hôte suite à la transmission, les virions puissent réinfecter la cellule dans laquelle ils

ont été formés.

P5 (78 kDa) est une protéine multifonctionnelle essentielle pour la réplication du génome vi-

ral ; c’est l’équivalent de la protéine Pol des rétrovirus. En effet, P5 porte, dans sa région C-terminale,

une activité ADN polymérase ARN/ADN dépendante, la transcriptase inverse, et une activité RNase H

putative, cette dernière ayant été supposée sur la base d'homologies de séquences avec celles des

rétrovirus. Cette protéine possède également, dans sa région N-terminale, une activité de type protéi-

nase à acide aspartique (18 kDa) qui est libérée par une auto-maturation générant simultanément la

transcriptase inverse [19]. Comme mentionné ci-dessus, cette protéase intervient également dans la

maturation de la protéine de capside. L'association de ces trois domaines enzymatiques est une ca-

ractéristique structurale et fonctionnelle des pararétrovirus et des rétrovirus. Toutefois, contrairement

aux rétrovirus, aucune fonction de type endonucléase/intégrase n'est associée à la protéine P5,

l’intégration dans le génome nucléaire de la plante hôte n’étant pas une étape obligatoire pour le dé-

roulement du cycle infectieux des pararétrovirus, à l’inverse du cycle des rétrovirus. S’il y a intégration,

celle-ci est purement accidentelle et s’opère par des recombinaisons illégitimes, comme cela a été

démontré pour différents pararétrovirus endogènes (EPRV) de plantes [20].

P6/TAV (62 kDa) est exprimée abondamment à partir de son propre messager, l’ARN 19S,

ainsi qu’à partir de l’ARN 35S. C’est une protéine unique aux Caulimovirus et au genre voisin des

Soymovirus, qui ne présente aucune homologie significative avec des protéines virales et cellulaires

[21]. Elle est relativement bien conservée chez les différentes souches de CaMV puisque l’identité de

séquence va de 92% à 97%, l’extrémité N-terminale étant la région la plus variable. À ce jour, aucune

modification post-traductionnelle n’a été décelée au niveau de cette protéine malgré qu’elle renferme

des sites consensus pour la phosphorylation et la sumoylation. Bien que principalement localisée

dans le cytoplasme, P6/TAV est capable de faire la navette entre le noyau et le cytoplasme puisqu’elle

possède un signal d’export nucléaire (NES) riche en leucines et, deux NLS, l’un basique et l’autre non

conventionnel qui est similaire à un des NLS de la nucléoprotéine NP du virus influenza de type A.

Cette capacité à transiter activement entre le noyau et le cytoplasme est unique vis-à-vis des cinq

autres protéines du CaMV, et elle dépend de l’importine α et de l’exportine CRM1 [22, 23].
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P6/TAV est une protéine multifonctionnelle qui joue un rôle central dans la pathogenèse du

CaMV (Figure 2A) ; nous reviendrons sur toutes ses fonctions de manière plus détaillée, lorsque les

différentes étapes du cycle infectieux seront abordées. P6/TAV est le constituant majeur des viro-

plasmes denses, des corps d'inclusion dépourvus de membranes et parsemés de zones claires va-

cuolaires, en fonction de leur stade de développement, qui se distinguent facilement des viroplasmes

clairs déjà évoqués lorsqu’on observe les cellules infectées au microscope électronique. Les viro-

plasmes denses sont considérés comme des usines virales car ils sont le site de la réplication de

l'ADN viral, de la morphogenèse des virions et de l'accumulation des particules virales nouvellement

formées [24]. Leur taille, au stade final de leur formation, est extrêmement variable (de 0,3 µm à 10

µm) en fonction des souches de CaMV et de la plante hôte [25]. Les viroplasmes denses résultent de

l’interaction entre les molécules P6/TAV [22, 26] et ce, indépendamment des autres protéines du

CaMV puisque de telles structures sont observées lors d’expérience d’expression transitoire de

P6/TAV dans des cellules de tabac, ainsi que dans des plantes transgéniques d’Arabidopsis thaliana

exprimant constitutivement la protéine [27]. Les viroplasmes denses se forment par étapes : des petits

agrégats sont d’abord produits, puis ils s’assemblent pour générer de grands viroplasmes denses,

généralement dans la région périnucléaire. Leur formation implique l’extrémité N-terminale de la pro-

téine ainsi que deux séquences situées, l’une dans sa partie centrale et l’autre, à son extrémité C-

terminale [Geldreich et al., résultats non publiés]. Les petits agrégats de P6/TAV se déplacent le long

des microfilaments d’actine mais ils sont incapables de se mouvoir sur les microtubules, contrairement

aux agrésomes de certains virus à ADN nucléo-cytoplasmiques infectant les animaux, comme les

Asfarviridae ou les Poxviridae [28]. P6/TAV intervient, par ailleurs, dans le déterminisme du spectre

d'hôte [29, 30] et dans l'expression des symptômes de la virose [31, 32], son activité de suppresseur

du RNA silencing [23, 33, 34] permettant au CaMV d’exprimer toute sa virulence chez les plantes

hôtes. Toutefois, comme la divinité romaine Janus, la protéine se comporte aussi comme un produit

d’avirulence induisant, chez certaines plantes, la résistance à l’infection virale [35]. P6/TAV est indis-

pensable pour l'expression de tous les ORF portés par l'ARN 35S pré-génomique car elle maintient

les ribosomes sous une forme compétente afin qu’ils puissent traduire les différents ORF du transcrit,

par l’intermédiaire d’un processus appelé réinitiation de la traduction [36]. Cette fonction d’activateur

traductionnel et son aptitude à former des viroplasmes denses sont, d’ailleurs, à l’origine de la déno-

mination TAV – pour « transactivator/viroplasmin ». Enfin, l’interaction de P6/TAV avec la protéine de

capside suggère qu'elle pourrait agir comme une chaperonne lors de la morphogenèse des particules

virales [37].

Des expériences de mutagenèse dirigée, associées dans la plupart des cas à des tests

d’activités in vitro et in vivo, ont permis de cartographier les domaines impliqués dans les différentes

fonctions de P6/TAV (Figure 2B). La région N-terminale renferme les déterminants responsables de la

spécificité d’hôte du CaMV et de la symptomatologie et, paradoxalement, les séquences d’avirulence

reconnues par les plantes résistantes au CaMV [38]. Elle est également impliquée dans la contre-

défense : elle inhibe les voies de l’acide salicylique et du jasmonate, ainsi que le RNA silencing [39].

La région N-terminale renferme deux séquences, I1 et I2, totalement conservées chez toutes les pro-

téines P6/TAV, quelle que soit la souche de CaMV. La séquence I1 est un décapeptide dont les trois

premiers résidus, EKI, jouent un rôle prépondérant dans la formation des viroplasmes denses alors

que le reste de cette séquence invariante constitue le NES [22]. Une région centrale de P6/TAV com-

prenant les domaines MAV – pour « miniTAV », acides aminés 116 à 242 – et MBD – pour « multiple

binding domain », acides aminés 242 à 310 – est impliquée dans la réinitiation de la traduction des

ARN polycistroniques. Cette région est aussi le siège de multiples interactions avec des composants

de la machinerie traductionnelle de la plante hôte – L13, L18, L24, eIF3, RISP et TOR –, [40] ainsi que

d’autres facteurs cellulaires comme CHUP1 [41], une protéine impliqués dans le transport des chloro-

plastes sur le microfilaments d’actine. Le domaine MAV contient une séquence similaire à celle trou-

vée chez les RNases H, capable de se lier aux duplex ARN-ARN et ARN-ADN [42], et en C-terminal,

le NLS non conventionnel [23]. Deux domaines de liaison à l’ARN simple brin, entourant le NLS ba-

sique, ont été identifiés dans la deuxième moitié de la protéine, et un doigt à zinc a également été mis

en évidence, à son extrémité C-terminale.
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Figure 2 : Les différentes fonctions associées à la protéine P6/TAV du CaMV (A) et les domaines impli-
qués dans ces fonctions (B). NES : signal d’export nucléaire. NLS : signal de localisation nucléaire. ARN db :
domaine de liaison à l’ARN double brin. ARN sb : domaines de liaison à l’ARN simple brin. Zn : motif en doigt à
zinc. MAV : miniTAV, domaine minimal requis pour la transactivation traductionnelle. MBD : multiple binding do-
main.
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Le cycle infectieux du CaMV

Après son relargage dans la cellule par le puceron (Figure 3-1), selon un mécanisme encore

méconnu, la particule de CaMV est transportée vers les pores nucléaires grâce à la machinerie

d’importation qui reconnaît le NLS des protéines de la capside. Il est vraisemblable que l’ADN viral soit

libéré à l’entrée des pores avant d’être importé (Figure 3-2), car la capside n’a jamais été détectée

dans le noyau. Les interruptions de séquences de l’ADN viral sont ensuite réparées par les enzymes

nucléaires en une molécule d’ADN double brin circulaire et fermée de manière covalente. Cette der-

nière est associée aux histones pour former un minichromosome viral qui comporte 42 ou 43 nucléo-

somes (Figure 3-3). L’ADN subit des méthylations, une semaine après le début de l’infection des

plantes hôtes [43]. Le génome viral est transcrit par l’ARN polymérase II cellulaire en un ARN 35S –

dont une fraction de la population subit un épissage alternatif – et un ARN 19S, qui sont tous deux

coiffés et polyadénylés (Figure 3-4). La ou les voies d’export nucléaire empruntées par les ARN viraux

épissés ou non, n’ont pas encore été identifiées (Figure 3-5). L’expression de l’ARN 19S monocistro-

nique se fait par un mécanisme de traduction coiffe-dépendante classique, alors que celle de l’ARN

35S met en jeu des stratégies non-canoniques, où P6/TAV a un rôle majeur. En plus de s’impliquer

dans la traduction de l’ARN 35S, P6/TAV contribue à la formation des viroplasmes denses et elle agit,

dans le noyau, comme suppresseur du RNA silencing (Figure 3-6). La réplication de l’ADN viral

s’effectue dans les viroplasmes denses, par rétrotranscription de l’ARN pré-génomique grâce à la

transcriptase inverse (Figure 3-7). Après morphogenèse (Figure 3-8), les nouveaux virions sont trans-

portés à travers les plasmodesmes (Figure 3-9) pour infecter les cellules voisines, tandis que certains

réinfectent le noyau.

Nous décrirons les étapes du cycle infectieux qui nous paraissent essentielles et/ou qui vien-

nent d’être éclairées par de nouvelles données, à l’exception de la transmission du CaMV par le puce-

ron qui a déjà fait l’objet de plusieurs excellentes revues [10, 24, 44].

Transcription du génome

Le génome du CaMV est transcrit de manière asymétrique par l’ARN polymérase II cellulaire,

en deux ARN majeurs, les ARN 35S et 19S, qui sont coiffés en 5’ et polyadénylés en 3’. Ces ARN

sont synthétisés à partir de leurs propres promoteurs, les promoteurs 35S et 19S qui sont localisés

respectivement dans la grande et la petite région intergénique du génome viral. L'ARN 35S est poly-

cistronique et sert, à la fois, de messager pour la production de toutes les protéines virales, et d'inter-

médiaire de réplication – ARN pré-génomique. L'ARN 19S, monocistronique, code pour la protéine

P6/TAV et il est colinéaire à l’extrémité 3’ de l’ARN 35S ; c’est un ARN subgénomique. Des petits ARN

8S sens et anti-sens, non-polyadénylés, sont également détectés au cours de l’infection. L’ARN 8S

sens est probablement produit à partir du promoteur 35S sur un génome viral relâché, puisque la fin

de la transcription correspond à l’interruption de séquence Δ1 sur le brin (-). La forme anti-sens de

l’ARN 8S serait produite à partir de l’ARN sens, par un mécanisme encore inconnu. Les ARN 8S sem-

blent jouer un rôle de leurre pour bloquer la machinerie du RNA silencing [45]. Enfin, un ARN 22S

serait produit à partir d’un promoteur situé dans l’ORF IV [46].

Le promoteur 35S impliqué dans la synthèse de l'ARN 35S pré-génomique, comporte une

boîte TATA, une boîte CAAT et des éléments enhancer de type GTGGX3G similaires à ceux trouvés

chez d’autres virus à ADN. Il renferme également deux séquences conférant une spécificité tissulaire

dans l'expression des gènes : le domaine A (nucléotides - 90 à + 8), qui permet l’expression au niveau

des racines, et le domaine B (nucléotides -343 à -90), qui permet l’expression dans les parties aé-

riennes de la plante. Une analyse plus fine du domaine B a permis de caractériser cinq sous-

domaines qui sont impliqués dans la transcription spécifique de gènes dans différents tissus ou à dif-

férents stades de développement de la plante [47]. Cette expression différentielle est régulée grâce à

la fixation de divers facteurs protéiques d'origine nucléaire, dont ASF-2 et TGA1 [48, 49]. Le promoteur

19S dirige la transcription de l’ARN 19S ; il ne possède pas tous les éléments régulateurs décrits chez

le promoteur 35S et plus particulièrement, les séquences activatrices de la transcription. Le promoteur
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35S est très employé en ingénierie et en biologie fondamentale des plantes car il confère, en l'ab-

sence de facteurs viraux, une expression constitutive très élevée des gènes qui lui sont associés et

ce, dans la plupart des tissus de la majorité des espèces de plantes.

La transcription du génome du CaMV serait contrôlée par la phosphorylation du domaine C -

terminal de l’ARN polymérase II, par le facteur P-TEFb – pour « positive transcription elongation fac-

tor ». En effet, des plants d’A. thaliana mutés au niveau de gènes nucléaires CDKC;2 et/ou CYCT1;5,

dont les produits constituent le P-TEFb, sont résistants à l’infection par le CaMV alors qu’ils restent

sensibles à des virus à ARN [50]. Il est connu que la protéine Tat du VIH-1 interagit, au début de la

transcription, avec une structure en tige-boucle située à l’extrémité 5’ de l’ARN viral, le TAR – pour

« trans-activating responsive element ». Cette interaction permet le recrutement d’un complexe P-

TEFb qui va phosphoryler le domaine C-terminal de l’ARN polymérase II, permettant à cette dernière

de synthétiser des transcrits viraux complets, du fait d’une meilleure processivité [51]. Par similitude, il

n’est donc pas exclu qu’une protéine du CaMV recrute le complexe P-TEFb au niveau de la structure

en tige-boucle de la région leader de l’ARN 35S, ce qui augmenterait la processivité de l’ARN polymé-

rase II. P6/TAV pourrait être une excellente candidate pour cette fonction car elle possède des pro-

priétés caryophiles et elle est capable d’interagir avec l’ARN simple- et double-brin.

Figure 3 : Cycle infectieux du CaMV. 1 : Transmission du virus par le puceron (Myzus persicae). 2 : Entrée de
l’ADN viral dans le noyau. 3 : Réparation de l’ADN viral et formation du minichromosome. 4 : Transcription de
l’ADN par l’ARN polymérase II cellulaire et épissage alternatif. 5 : Export nucléaire de l’ARN 19S qui est traduit en
P6/TAV et, de l’ARN 35S et des ARN épissés qui sont exprimés par réinitiation de la traduction grâce à P6/TAV
pour donner naissance à un jeu complet de protéines (P1, P2, P3, P4, P5 et P6/TAV). La protéine P2 s’assemble
pour former un viroplasme clair. 6 : Réplication du génome viral par rétrotranscription de l’ARN 35S. 7 : Morpho-
genèse des virions dans les viroplasmes denses. 8 : Mouvement intercellulaire des virions à travers les tubules
formés au niveau des plasmodesmes. 9 : Import nucléaire de P6/TAV, nécessaire à sa fonction de suppresseur
du RNA silencing.
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L'ARN 35S (8,2 kb) est légèrement plus long que le génome parce qu'il comporte des sé-

quences terminales redondantes, qui sont l'équivalent des séquences R des structures LTR (long

terminal repeat) des rétrovirus. Ces redondances jouent un rôle important dans la rétrotranscription

car elles permettent le saut réplicatif. Elles résultent du fait que l’unique signal de terminai-

son/polyadénylation présent sur le génome, est situé à environ 180 nucléotides en aval du site

d’initiation de la transcription. Dans la majorité des cas, le complexe transcriptionnel ignore le signal

de polyadénylation lors de son premier passage ; dans le cas contraire, l’arrêt de la transcription gé-

nère des petits ARN longs d’environ 180 nucléotides appelés short-stop. Le signal de polyadénylation

comprend la séquence caractéristique AAUAAA qui détermine le clivage du transcrit primaire à envi-

ron 13 nucléotides en aval et, en amont, des séquences répétées UUUUGUA qui agissent en cis pour

améliorer l’efficacité de la maturation en 3’ de l’ARN 35S [52]. Le clivage et la polyadénylation à

l’extrémité 3’ de l’ARN 19S (1,5 kb) s‘effectuent de la même façon que pour l’ARN 35S.

Épissage de l’ARN 35S

Des études réalisées sur la souche de CaMV Cabb-S, montrent qu’environ 70% de la popula-

tion d’ARN 35S subit un épissage alternatif, tandis que 30% sont préservés, afin de servir de matrice à

la transcriptase inverse et de messager pour la synthèse d’un jeu complet de protéines virales.

L’épissage alternatif décrit dans ces études implique 4 sites donneurs, nommés D1 à D4 et localisés

dans l’ORF I et dans la région 5’ non traduite de l’ARN 35S, et un site accepteur unique A situé dans

l’ORF II [53]. Son rôle principal serait de participer à une régulation négative de l’expression de l’ORF

II, afin de prévenir une suraccumulation potentiellement toxique de la protéine P2 [54]. Les évène-

ments d’épissage conduisent très souvent à la fusion, en phase, d’ORF, notamment entre la partie 5’

de l’ORF I et la partie 3’ de l’ORF II, créant ainsi des ORF codant pour des protéines de fusion P1P2

dont l’expression reste actuellement hypothétique. La fusion des ORF éviterait la multiplicité de petits

ORF qui pourraient inhiber la traduction des ARN 35S épissés. Des molécules d’ADN délétées résul-

tant de la rétrotranscription des ARN épissés sont probablement encapsidées pour être acheminées

vers le noyau [55] si l’on en juge par des études de microscopie électronique qui montrent la présence

de molécules d’ADN circulaires d’origine virale, plus petites que l’ADN viral génomique, dans les

noyaux de cellules infectées [56]. Une étude approfondie, faite récemment sur les souches Cabb-S et

Cabb B-JI, montre que le nombre de sites d’épissage est plus élevé que déterminé initialement [Bou-

ton et al., résultats non publiés] ce qui donne lieu à un schéma d’épissage d’une complexité équiva-

lente à celui décrit chez le virus de l’hépatite B [57]. Il a été montré que les ARN épissés du HBV sont

souvent détectés chez les patients atteints d’hépatite chronique, et qu’ils s’accumulent préférentielle-

ment lorsque cette hépatite chronique se transforme en un hépatocarcinome [58]. Par ailleurs, comme

chez le CaMV, certains ARN épissés du HBV possèdent un nouvel ORF résultant dans ce cas, de la

fusion de l’extrémité 5’ du gène codant pour la transcriptase inverse avec l’extrémité 3’ d’un ORF créé

par l’évènement d’épissage. Cette protéine hautement immunogène nommée HBSP – pour « HBV

splice-generated protein » – n’a pas de rôle bien défini. Des études utilisant de la protéine HBSP pro-

duite hors-contexte viral, ont en tout cas démontré qu’elle n’a pas d’influence sur la réplication et la

transcription du virus [57]. À l’heure actuelle, on ne dispose d’aucune information sur de possibles

autres fonctions et sur la régulation de l’épissage alternatif de l’ARN 35S du CaMV, ni sur les voies

d’export empruntées par les ARN 35S épissés et par l’ARN 35S complet.

Traduction des ARN du CaMV

Diverses observations ont conduit à considérer les viroplasmes denses comme le site où

s’effectue la traduction des ARNm du CaMV : i) ils sont entourés de nombreux ribosomes, ii) toutes

les protéines virales s’accumulent à leur niveau sauf P2 et iii) des protéines hétérologues, exprimées à

partir d’un ARN 35S chimère, sont retrouvées au niveau de ces viroplasmes [2].

La protéine P6/TAV du CaMV est synthétisée à partir de l’ARN 19S monocistronique suivant

un mécanisme traductionnel coiffe-dépendant canonique. À l’inverse, les autres protéines virales sont
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produites à partir de l’ARN 35S polycistronique et de ses formes épissées qui sont également polycis-

troniques, grâce à deux mécanismes inhabituels, le saut du ribosome et la réinitiation de la traduction.

La mise en œuvre de ces deux stratégies traductionnelles s’explique par la structure particulière de

l’ARN 35S. En effet, bien que coiffé en 5’ et polyadénylé en 3’, cet ARN porte les sept ORF du gé-

nome viral, ce qui lui confère des caractères à la fois eucaryotes et procaryotes. Par ailleurs, sa région

5’ non traduite – région leader – est très longue, environ 600 nucléotides, et elle forme une tige-boucle

multibranchée de grande taille (478 nucléotides) qui est jalonnée de huit petits ORF (3 à 30 codons).

Ces petits ORF (sORF) sont tous localisés dans la structure secondaire de la région leader, à

l’exception du premier, le sORF A (3 codons), qui se trouve à sept nucléotides en amont de cette

structure [59].

Le saut du ribosome, ou ribosomal shunt

Des expériences d’expression transitoire dans des protoplastes ont montré que la région lea-

der de l’ARN 35S inhibe fortement (de 70 à 90%) l’expression de gènes rapporteurs suggérant que la

traduction de l’ARN 35S s’effectue comme chez d’autres virus – les Picornavirus, par exemple – par

une initiation interne, la structure secondaire du leader faisant office d’IRES. Toutefois, cette hypo-

thèse a été rapidement écartée car l’introduction, en amont cette structure secondaire, d’une structure

Kozak – tige-boucle riche en G-C, qui bloque la migration des ribosomes – empêche l’expression des

gènes rapporteurs, ce qui démontre sans ambiguïté que l’initiation de la traduction est coiffe-

dépendante. Ces gènes sont également exprimés lorsque la structure Kozak est introduite au sein de

la tige-boucle de la région leader, ce qui signifie que les ribosomes court-circuitent cette région grâce

à un saut qui leur permet d’atterrir au niveau du premier ORF majeur, l’ORF VII (Figure 4). Toutefois, il

est apparu que certains ribosomes n’effectuent pas le saut mais poursuivent leur migration le long du

leader, la plupart d’entre eux se décrochant sans doute de l’ARN 35S au fur et à mesure qu’ils tradui-

sent les sORF. Deux éléments structuraux revêtent une importance capitale pour le saut du ribo-

some : le sORF A et la base – la stem 1 – de la tige-boucle, qui permet de rapprocher spatialement ce

petit ORF et l’ORF VII. Des expériences de mutagenèse dirigée qui déstabilisent les appariements de

la stem 1 inhibent le saut du ribosome. De même, il a été montré clairement que la traduction com-

plète du sORF A, ainsi que le relargage du tripeptide correspondant, est indispensable pour que les

ribosomes réalisent le saut et puissent ensuite réinitier la traduction des ORF majeurs. Le saut est très

efficace lorsque la distance entre le sORF A et la tige-boucle est de 5 à 10 nucléotides, et si la lon-

gueur du sORF A est comprise entre 2 et 15 codons. Il est vraisemblable que la taille réduite du sORF

A empêche les ribosomes de se débarrasser des facteurs d’initiation, lors de la courte phase

d’élongation de la traduction, ce qui les rend immédiatement compétents pour réinitier la traduction

après leur saut [36, 60]. La protéine P6/TAV du CaMV n’est ici pas indispensable, mais elle stimule la

réinitiation immédiatement après le saut du ribosome, probablement en favorisant le maintien du fac-

teur d’initiation eIF3 sur le ribosome. Ce facteur, qui est constitué d’une douzaine de sous-unités pro-

téiques, joue un rôle capital dans la formation du complexe de pré-initiation de la traduction – le PIC

43S –, notamment en permettant le recrutement du complexe ternaire eIF2-Met-ARNt
Met

-GTP.

Le saut du ribosome est mis en œuvre chez tous les virus de la famille des Caulimoviridae à

l’exception du Cestrum yellow leaf curling virus, quel que soit leur genre, car tous possèdent un ARN

35S avec une longue région leader structurée [60]. La conservation de cette structure au cours de

l’évolution suggère qu’elle joue un rôle important au cours du cycle infectieux et de ce fait, que les

virus ont dû adapter leur stratégie de traduction pour contourner cet obstacle. Cette structure secon-

daire est sans doute impliquée dans l’encapsidation et elle est la source de petits ARN, générés par le

RNA silencing, dont le rôle serait d’inhiber l’expression de gènes cellulaires [61].

Réinitiation de la traduction de l’ARN 35S

La réinitiation est un mécanisme déjà décrit pour la traduction de petits ORF présents dans la

région leader de différents ARNm cellulaires. La traduction de sORF est connue depuis longtemps

pour jouer un rôle clé dans l’expression de l’ORF majeur d’un messager, l’exemple le plus connu et
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l’un des premiers à avoir été décrit étant celui de l’ARNm codant pour le facteur de transcription GCN4

chez la levure. Par contre, la réinitiation de la traduction de longs ORF dans un système eucaryote

était méconnue voire considérée comme impossible, jusqu’à sa découverte chez le CaMV.

La réinitiation de la traduction des ORF de l’ARN 35S est activée par la protéine virale

P6/TAV. Aucune séquence spécifique n’est requise puisque P6/TAV active également la réinitiation

de la traduction d’un ARNm bicistronique hétérologue. À l’inverse du système GCN4, la réinitiation est

indépendante de la distance entre deux ORF, son efficacité étant identique, que deux ORF conséc u-

tifs soient séparés de quelques nucléotides ou de 600 nucléotides. Diverses études, avec des a p-

proches expérimentales différentes, ont montré que P6/TAV interagit avec des composants de la m a-

chinerie traductionnelle des plantes (Figure 5). Ainsi P6/TAV s’associe directement à la grande sous -

unité ribosomale 60S, par l’intermédiaire des protéines ribosomales L13, L18 et L24 – L24 a une loca-

lisation différente de L13 et L18 sur le ribosome –, et avec la sous-unité g du facteur d’initiation eIF3. Il

a été également montré in vitro qu’eIF3 sert de pont entre la petite sous-unité ribosomale 40S et

P6/TAV suggérant la formation d’un complexe entre P6/TAV et la sous-unité 40S portant eIF3 [40].

Plus récemment, deux nouveaux partenaires d’interaction de P6/TAV ont pu être identifiés et caract é-

risés : un facteur protéique spécifique des plantes, jusqu’alors de fonction inconnue, que no us avons

appelé RISP – pour « reinitiation supporting protein » – et la protéine sérine/thréonine kinase TOR –

pour « target of rapamycin » [40, 62, 63]. Rappelons que TOR existe chez les animaux et la levure

sous la forme de deux complexes, mTORC1 et mTORC2, qui régulent pour le premier, la traduction,

la croissance et la prolifération cellulaire et pour le second, la structuration du cytosquelette. Ces d i-

verses actions régulatrices se font en réponse à l’état énergétique de la cellule, au stress, aux fact eurs

de croissance ou encore, en fonction de l’apport des nutriments. Une fois activée par sa voie de sign a-

lisation, TOR phosphoryle la protéine kinase S6K1 et 4E-BP. Contrairement aux animaux et à la le-

vure, la voie de signalisation TOR et ses substrats sont beaucoup moins connus chez les plantes.

Les partenaires de P6/TAV – les protéines L13, L18, L24 de la sous-unité ribosomale 60S,

eIF3, RISP et TOR – sont impliqués dans un réseau d’interactions extrêmement complexe (Figure 5)

qui est finement régulé, et au sein duquel les domaines MAV et MBD de P6/TAV jouent un rôle cen-

tral. Ainsi, les protéines L13 et L18 se lient à la partie centrale du domaine MAV alors que L24

s’associe, via son extrémité N-terminale, au domaine MBD. TOR interagit, grâce à ses répét itions

HEAT présentes en N-terminal, avec la région N-terminale de MAV [64]. Quant à la protéine RISP, qui

Figure 4 : Représentation schématique de l’organisation structurale des ARN 35S et 19S, et des deux
stratégies de traduction non-canoniques mises en œuvre pour exprimer l’ARN 35S, le saut du ribosome
et la réinitiation de la traduction. La boite A représente le sORF A (3 codons), dont la traduction complète est
requise pour qu’il y ait saut du ribosome. La structure secondaire de la région leader renferme les autres sORF
(non représentés). L’ORF VII est caché par le ribosome 80S.
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est constituée de 4 hélices α – H1 à H4 – elle se lie, via H3, à la région C-terminale de MAV et via H4,

à la région C-terminale de L24. L’interaction de RISP avec les sous-unités a et c d’eIF3 implique

l’hélice H2 [62].

RISP est un co-facteur de P6/TAV. En effet, sa présence stimule fortement la réinitiation de la

traduction des ARN polycistroniques, et cette stimulation requiert une interaction physique entre RISP

et P6/TAV. L’importance de cette interaction pour le cycle infectieux du CaMV est confirmée par le

retard dans l’infection virale chez des mutants d’A. thaliana où un de ses deux gènes codant pour

RISP a été inactivé par un transposon – l’inactivation des deux gènes étant létale pour la plante [62].

Cependant, il est apparu assez rapidement que les interactions entre P6/TAV et les différents part e-

naires de la machinerie traductionnelle, au niveau des polysomes, ne sont pas suffisantes en soi, pour

outrepasser les barrières cellulaires à la réinitiation, et que la phosphorylation de certains facteurs est

requise pour activer la réinitiation. La découverte de l’interaction de P6/TAV avec la protéine kinase

TOR fut naturellement déterminante pour disséquer et comprendre le mécanisme de la réinitiation.

Effectivement, nous avons montré, par des approches in vitro et in vivo, que le CaMV active la voie de

signalisation TOR à travers une interaction directe entre P6/TAV et TOR, et que cette activation se

manifeste par la phosphorylation de TOR et de son substrat, la protéine kinase S6K, ainsi que celle de

RISP, au niveau de la sérine du motif RGRLES impliqué dans la liaison à P6/TAV [63]. Il est probable

que la phosphorylation de RISP soit requise pour promouvoir la réinitiation de la traduction par

P6/TAV. L’activation de TOR est capitale pour la réplication du CaMV, comme le montre l’incapacité

du virus à infecter des plants d’A. thaliana dont la synthèse de TOR est abolie par l’expression de

siRNA spécifiques – A. thaliana ne possède qu’un seul gène TOR – ou lorsque l’ADN viral code une

protéine P6/TAV mutée incapable d’interagir avec TOR [63]. Ces résultats constituent le premier

exemple démontrant l’implication de TOR dans le cycle infectieux d’un virus de plantes, alors que de

nombreux articles concernant TOR et les virus des animaux jalonnent la littérature. En effet, les virus

à ADN ou à ARN des animaux, qui traduisent leurs messagers de manière coiffe-dépendante, activent

directement le complexe mTORC1, ou indirectement, en agissant sur la voie de signalisation en

amont. Ceci aboutit à la phosphorylation de la protéine 4E-BP et ainsi, à la libération du facteur

d’initiation eIF-4E qui est indispensable pour la formation du complexe de préinitiation au niveau de la

coiffe de l’ARNm. A l’inverse, le CaMV a choisi la stratégie de maintenir, grâce à P6/TAV, la protéine

Figure 5 : Réseau d’interactions entre P6/TAV et la machinerie traductionnelle de l’hôte. Les différents
partenaires de P6/TAV et de RISP, au sein du ribosome et de eIF3, sont indiqués en rouge et les domaines im-
pliqués dans les interactions sont précisés de part et d’autre des doubles flèches. H : hélice α. MAV : miniTAV.
MBD : multiple binding domain. RISP : reinitiation supporting protein. TOR : target of rapamycin. D’après Schepe-
tilnikov et al. [40], modifiée.



15

TOR sous un état de phosphorylation permanent, condition sine qua non pour que la réinitiation de la

traduction s’effectue tout au long de l’ARN 35S polycistronique.

L’ensemble des données actuelles a conduit à proposer le modèle suivant (Figure 6) : immé-

diatement après le saut, les ribosomes réinitient la traduction de l’ORF majeur – rappelons que le

sORF A vient d’être traduit. Au cours de l’élongation, les facteurs eIF3 et RISP sont transloqués à la

surface de la sous-unité 60S des polysomes pour ne pas interférer avec l’élongation et ce, grâce à

P6/TAV qui interagit simultanément avec eIF3, RISP et L18/L13. La protéine TOR activée par P6/TAV

s’associe également aux polysomes, probablement en même temps qu’eIF3 et RISP, ce qui conduit à

la phosphorylation de S6K1 et RISP. Lors de la terminaison de la traduction, le complexe eIF3-RISP-

P6/TAV-TOR est relocalisé au niveau de la sous-unité 40S qui scanne l’ARN jusqu’à l’AUG initiateur

de l’ORF suivant, tout en recrutant le complexe ternaire eIF2-Met-ARNt
Met

-GTP et la sous-unité 60S.

La phosphorylation de TOR et de RISP associées aux polysomes est essentielle pour la rétention des

ribosomes 80S sur l’ARNm polycistronique, et la réutilisation d’eIF3 et de RISP, afin de rendre les

ribosomes compétents pour une nouvelle initiation de la traduction.

Figure 6 : Modèle hypothétique du mécanisme de la réinitiation de la traduction des ARNm polycistro-
niques, grâce à la protéine P6/TAV. (A) La protéine kinase TOR activée par P6/TAV se fixe sur le complexe de
préinitiation (PIC 43S), vraisemblablement en même temps que eIF3 et RISP et ce, avant la jonction de la sous-
unité 60S du ribosome. TOR phosphoryle alors ses substrats RISP et S6K1, qui est relarguée de la sous-unité
40S. Le mécanisme impliqué dans la phosphorylation de TOR est pour l’instant non élucidé. (B) Au cours de
l’élongation, le complexe eIF3-P6/TAV-RISP-TOR est transloqué sur la sous-unité 60S puis, (C) avant la termi-
naison de la traduction de l’ORF, est ramené au niveau de la sous-unité 40S afin de la rendre compétente pour
une nouvelle initiation de la traduction.
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La réinitiation de la traduction de l’ARN 35S s’effectue chez le genre Soymovirus de la famille

des Caulimoviridae, vraisemblablement selon le même mécanisme de fonctionnement que celui décrit

pour le CaMV étant donné que les Soymovirus produisent également une viroplasmine (P6/TAV). A

l’inverse, les Cavemovirus n’ont pas de véritable équivalent à la protéine P6/TAV [82], suggérant que

leur ARN 35S polycistronique est traduit selon un mécanisme différent. Les autres genres de Cauli-

moviridae ont fusionné partiellement – Tungrovirus – ou totalement leurs ORF – Petuvirus –, pour en

faire un ORF unique codant pour une polyprotéine [21].

Réplication du génome du CaMV par rétrotranscription

La rétrotranscription de l'ARN 35S pré-génomique du CaMV (Figure 7) s’effectue dans le cy-

toplasme, au niveau des viroplasmes denses, à la fin du cycle infectieux comme chez tous les pararé-

trovirus [64]. Le mécanisme de la réplication de l’ADN du CaMV est peu étudié, certainement parce

que les premières données obtenues indiquaient de très fortes ressemblances avec celui des rétrovi-

rus. La transcriptase inverse du CaMV nécessite comme amorce l’ARNt
Met

initiateur, ce qui le dis-

tingue du HBV qui se sert de l’enzyme-même pour synthétiser une amorce au niveau de la structure ε

de l’ARN pré-génomique. L’ARNt
Met

s’apparie sur l'ARN 35S à environ 600 nucléotides de son extré-

mité 5', au niveau du site PBS – pour « primer binding site ». La synthèse du brin d'ADN complémen-

taire de polarité négative (-) se fait jusqu'à l'extrémité 5' de la matrice, produisant un ADN dit strong

stop et recopiant la séquence terminale redondante (R) de l'ARN ; l’ARN hybridé à l’ADN est détruit

par l'activité RNase H associée à la transcriptase inverse. Le segment d'ADN s'apparie ensuite à la

séquence R située en 3' de l'ARN 35S – c’est le saut réplicatif – et sert d'amorce pour la synthèse du

brin complet d'ADN (-). Au cours de cette synthèse, l'ARN matriciel est dégradé par la RNase H, sauf

au niveau de séquences, deux à quatre selon les souches de CaMV, particulièrement riches en pu-

rines – suites de G. Ces séquences d’ARN sont utilisées comme amorces pour la synthèse disconti-

nue du brin d'ADN (+). L'élongation de l'un des deux brins (+), qui se trouve bloquée lorsque celui-ci

arrive à l'extrémité 5' du brin (-), continue après son appariement avec la région 3' du brin (-). Cet ap-

pariement est à l'origine de la circularisation de l’ADN viral et de l'apparition de l'interruption de sé-

quence Δ1 ; l’ARNt
Met

initiateur est éliminé partiellement de sorte que quelques ribonucléotides subsis-

tent en 5’ du brin chevauchant. La synthèse des brins positifs se poursuit jusqu'à ce qu'elle soit arrê-

tée par le brin situé en amont. Le déplacement de ce dernier par la transcriptase inverse, sur une dis-

tance de quelques nucléotides, conduit à l'apparition des interruptions de séquence Δ sur le brin (+).

L'encapsidation de l’ADN du CaMV est une étape non élucidée, mais il est vraisemblable qu'elle soit

couplée à la réplication, comme décrit chez les hépadnavirus. Il a d’ailleurs été montré que la protéine

structurale P4 interagit avec le sommet de la tige-boucle de la région leader, suggérant que la capside

s’assemble à ce niveau dès que commence la rétrotranscription.

Mouvement de cellule-à-cellule du CaMV

La protéine de mouvement P1 (MP) du CaMV s’assemble au niveau des plasmodesmes, pour

former des tubules qui permettront le passage des virions de la cellule infectée vers les cellules adja-

centes. P1 interagit physiquement avec une protéine d’A. thaliana, MPI17, qui appartient à une famille

de protéines qui régulent le trafic vésiculaire entre les différents compartiments cellulaires y compris le

réticulum endoplasmique, l’appareil de Golgi et les endosomes. La protéine MPI17 colocalise avec P1

sous forme de petits foyers au site d’initiation de la formation des tubules [6]. Le transport de P1 de

son site de synthèse, en l’occurrence les viroplasmes denses, vers la périphérie de la cellule, implique

le système de transport endomembranaire [65]. L’élaboration des tubules est inhibée d’ailleurs en

présence de brefeldine A, un inhibiteur spécifique du transport de réticulum endoplasmique vers

l’appareil de Golgi.

Récemment, il a été montré que la MP du CaMV interagit, au sein des plasmodesmes, avec

une protéine intrinsèque appelée PDLP1 – pour « plasmodesmata-located protein 1 » [66]. Cette pro-

téine cellulaire est associée à la membrane plasmique, l’extrémité N-terminale étant localisée dans
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l’apoplasme, et l’extrémité C-terminale dans le cytoplasme. PDLP1 appartient à une petite famille de

gènes de protéines d’A. thaliana qui modulent le trafic de cellule-à-cellule, et qui sont adressées aux

plasmodesmes par la voie sécrétoire grâce à l’hétérodimère COPII qui, rappelons -le, est impliqué

dans le transport de vésicules du réticulum endoplasmique vers l’appareil de Golgi. Des données cyto-

logiques obtenues à l’aide de sondes fluorescentes suggèrent que P1 interagit avec PDLP1 à la base

des tubules. L’interaction entre P1 et PDLP1 est certainement essentielle pour le mouvement interce l-

lulaire du CaMV, car l’infection généralisée ne s’effectue pas systématiquement chez les plantes d’ A.

thaliana renfermant des gènes PDLP mutés. Le passage des virions à travers les tubules s’effectue

grâce à la protéine de capside mineure P3, P1 étant incapable d’interagir directement avec la capside.

En effet, P3 interagit avec P1 in vivo dans des tests de double hybride en levure, et des marquages à

l’or colloïdal couplés à la microscopie électronique montrent clairement que P1 et P3 colocalisent avec

les virions uniquement dans les plasmodesmes [14]. À ce jour, aucune information n’est disponible en

ce qui concerne le transfert des virions des viroplasmes denses, où ils sont stockés, jusqu’aux tubules

de P1. Toutefois, comme les viroplasmes denses se déplacent le long des microfilaments d’actine

corticaux et vu que P6/TAV interagit avec les protéines de capside P4 et P3, il n’est pas exclu que les

viroplasmes servent de « transporteurs » des particules virales jusqu’à la périphérie de la cellule [67].

Figure 7 : Rétrotranscription de l’ARN 35S pré-génomique du CaMV. La synthèse de l’ADN complémentaire
– brin (-) –, par la transcriptase inverse, est amorcée suite à la fixation d’un ARNtMet initiateur puis complétée,
après un saut réplicatif. L’activité RNase H de la transcriptase inverse dégrade l’ARN pré-génomique apparié à
l’ADN (-), sauf au niveau de régions riches en purines qui serviront d’amorces pour la synthèse du brin (+). La
circularisation des brins se fait suite à l’appariement de la séquence PBS à son complémentaire. Elle génère
l’interruption de séquence Δ1 tandis que les interruptions Δ2 et Δ3 sont dues à la synthèse discontinue du brin
(+). D’après G. Haas, modifiée.
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Pathogenèse du CaMV

Spécificité d’hôtes

Le CaMV a un spectre d’hôte relativement restreint, contrairement à d’autres phytovirus. En

effet, la majorité des souches virales, dont Cabb-S, CaMV-S Japon, Bari, D/H et CM1841, n’infectent

systémiquement que des plantes de la famille des Brassicaceae – anciennement Crucifères – telles

que diverses espèces de choux, le navet, le colza et certains écotypes d’ A. thaliana. Elles se répli-

quent aussi localement dans les feuilles inoculées de certaines espèces de Solanaceae comme Datu-

ra stramonium – encore connu sous le nom de l’herbe des fous, à cause de ses propriétés psycho-

tropes – et certains membres du genre Nicotiana mais elles sont incapables de les infecter systémi-

quement, à l’exception des souches de CaMV Cabb B-JI, D4, W260 et B29 [29, 68, Geldreich et al.,

résultats non publiés].

Des expériences réalisées avec des génomes viraux recombinants obtenus à partir de l’ADN

de souches ayant des spectres d’hôte différents (Solanacées et/ou Brassicacées) démontrent claire-

ment que la région N-terminale de la protéine P6/TAV (acides aminés 1 à 116) est le déterminant

majeur de la spécificité d’hôte du CaMV. Ainsi, la souche de CaMV D4 devient incapable d’infecter

systémiquement les solanacées lorsque la région N-terminale de P6/TAV est remplacée par celles de

ses homologues chez CM1841 ou Cabb-S. La souche chimère ainsi produite induit seulement, chez

les Solanacées, une réponse hypersensible avec l’apparition de lésions locales nécrotiques [68]. Ce-

pendant, la situation s’avère plus complexe pour certains pathosystèmes – le système formé par une

souche virale et une espèce de plante hôte –, ou même en fonction de certaines conditions comme la

luminosité. Des séquences additionnelles de P6/TAV et éventuellement d’autres protéines virales sont

alors nécessaires pour que la souche de CaMV puisse infecter son hôte. À titre d’exemple, l’infection

généralisée de Nicotiana bigelovii par la souche D4 ne requiert que l’extrémité 5’ de l’ORF VI alors

que celle de N. edwardsonii est dépendante de l’ORF VI complet [30]. Concernant le pathosystème

composé de N. bigelovii et de la souche W260, l’infection implique non seulement l’ORF VI complet,

mais également d’autres régions du génome viral comprenant les ORF I, II et IV [69]. L’importance du

domaine N-terminal de P6/TAV dans l’infection systémique des plantes hôtes est probablement liée à

sa capacité d’interagir avec la protéine de mouvement P1, mais des interactions avec d’autres parte-

naires viraux et/ou cellulaires contribuent sans doute aussi à déterminer le spectre d’hôte du CaMV.

Symptomatologie

L’infection systémique des plantes hôtes par le CaMV se manifeste par des symptômes qui se

différencient par leur nature et leur sévérité selon la souche virale, l’espèce végétale et certaines con-

ditions environnementales comme l’intensité lumineuse et la température. Une large palette de symp-

tômes, allant de chloroses sévères à l’absence de symptômes visibles malgré la présence du virus,

est ainsi observée en fonction de la souche virale et de l’écotype d’A. thaliana. Les symptômes appa-

raissent très rapidement – entre 10 et 14 jours après inoculation du virus – pour les souches de CaMV

virulentes comme Cabb B-JI, et plus tardivement – trois à quatre semaines – pour certaines souches

modérées comme la souche Bari. La chlorose, sous forme de mosaïque, et l’éclaircissement des ner-

vures sont les symptômes foliaires les plus fréquemment observés chez les plantes infectées (Figure

8) ; ils s’accompagnent parfois d’un gaufrage des feuilles. Les plantes infectées sont aussi affectées

par un nanisme plus ou moins prononcé, la réduction de taille pouvant atteindre, lors d’une infection

par une souche virulente, 75%, en comparaison avec des plantes saines. La photopériode influe éga-

lement sur la sévérité des symptômes induits par le CaMV, chez A. thaliana. Ainsi, les symptômes

chez les plantes cultivées en conditions dites de jours longs – soit 16 h de lumière par jour – sont plus

modérés que chez celles cultivées en conditions de jours courts – 8 h de lumière par jour –, bien que

le taux de réplication du CaMV soit supérieur chez les premières plantes.

Si les études du phénotype induit par des souches de CaMV chimères ont mis en exergue la

contribution de plusieurs régions du génome viral dans l’expression de certains types de symptômes,
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elles ont surtout démontré que P6/TAV est le déterminant majeur de l’expression et la sévérité des

symptômes. En outre, il est frappant de constater la similitude des phénotypes des plantes infectées

par le CaMV et d’A. thaliana transgéniques exprimant P6/TAV [27,32]. Le type de symptômes et leur

sévérité sont contrôlés par la région N-terminale de P6/TAV. Le changement de quelques acides ami-

nés à son extrémité N-terminale est ainsi suffisant pour convertir la souche virulente Cabb-B JI, en

une souche modérée chez les Brassicacées [Geldreich et al., résultats non publiés].

Le phénotype des plantes infectées est associé à une modification du transcriptome de l’hôte

par P6/TAV, la dérégulation de l’expression certains gènes cellulaires présentant, d’ailleurs, des simil i-

tudes entre les plants d’A. thaliana transgéniques exprimant P6/TAV, et ceux infectés par le CaMV

[70]. Il est vraisemblable que P6/TAV agisse indirectement sur l’expression des gènes via ses fonc-

tions de suppresseur du RNA silencing et d’inhibiteur de la signalisation hormonale, ces deux sys-

tèmes étant partiellement voués à la régulation du développement de la plante.

Résistance, défense et contre-défense

Certaines plantes sont résistantes à l’infection virale, car elles possèdent un gène de rési s-

tance codant pour un récepteur qui reconnaît une protéine du pathogène, produite par un gène d it

d’avirulence. On parle alors de réaction incompatible, par opposition à la réaction compatible qui pe r-

met l’infection virale. Cette reconnaissance, qui obéit au concept du « gène pour gène », déclenche

une réaction de défense dite d’hypersensibilité – ou HR, pour « hypersensitive response » – qui con-

duit à la nécrose de la zone infectée pour confiner le pathogène, ainsi qu’à une signalisation syst é-

mique – ou SAR, pour « systemic acquired resistance » – qui prémunit la plante contre toute attaque

ultérieure, par n’importe quel agent pathogène [71, 72]. Lors d’une infection virale, les plantes se d é-

fendent grâce au RNA silencing, qui conduit à l’extinction séquence-spécifique de l’expression des

gènes du pathogène, au niveau transcriptionnel – c’est le TGS, pour « transcriptional gene silencing »

Figure 8 : Symptômes exprimés par des plants de navets infectés par le CaMV. A et B : Nanisme de la
plante et des feuilles infectées, en comparaison avec la plante saine. C : Mosaïque, gaufrage et éclaircissement
des nervures d’une feuille infectée par la souche virulente de CaMV, Cabb B-JI. D : Mosaïque douce chez une
feuille infectée par une souche peu virulente de CaMV, Cabb-S.
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–, par méthylation de l’ADN et des histones, et/ou au niveau post-transcriptionnel – c’est le PTGS,

pour « post-transcriptional gene silencing » –, par clivage de l’ARN cible ou inhibition de sa traduction

[73]. Les virus sont à la fois les activateurs, via des structures en double-brin des ARN, et la cible de la

machinerie du RNA silencing. Une fois activé, le RNA silencing produit également, à son site

d’initiation, un signal composé de petits ARN, qui se propage dans d’autres tissus de la plante pour

les prémunir contre l’infection par le virus [74]. Toutefois, les virus de plantes, dont le CaMV, contre-

carrent ce système de défense antiviral en codant pour des protéines appelées suppresseurs de RNA

silencing [75].

Résistance des plantes au CaMV

Certaines souches de CaMV déclenchent, chez des membres du genre Nicotiana et certains

écotypes d’A. thaliana, une réponse hypersensible. Cette réaction est déclenchée par l’interaction de

P6/TAV – l’ORF VI est donc le gène d’avirulence – et une protéine de l’hôte codée par le gène de

résistance, par exemple le gène semi-dominant Car-1 chez A. thaliana. À titre d’exemple, la souche

W260 élicite une HR à cause de P6/TAV, chez Nicotiana edwardsonii alors qu’elle infecte N. bigelovii

et l’écotype Tsu-0 d’A. thaliana, lui-même résistant à la souche CM1841 [76]. Par ailleurs, des tabacs

transgéniques exprimant la protéine P6/TAV de la souche CaMV-S Japon présentent des taches né-

crotiques au niveau des feuilles et des tiges, et ils renferment de nombreuses protéines PR – pour

« pathogenesis-related proteins » – à activité glucanase, dont l’expression est stimulée en cas de HR.

La séquence de P6/TAV responsable de la HR est située entre les aminoacides 41 et 110 de

l’extrémité N-terminale et elle se superpose au domaine qui permet au CaMV d’échapper à la résis-

tance des plantes, le domaine RBR-1 pour « resistance breakage region-1 » [76, 77]. La région N-

terminale étant hypervariable, de simples changements de résidus suffisent donc pour dicter l’issue de

l’infection des plantes par le CaMV.

RNA silencing et la contre-défense du CaMV

Les plantes infectées par le CaMV renferment des petits ARN dérivant des transcrits viraux,

les vsARN – pour « virus-derived small RNA ». La structure secondaire de la région leader de l’ARN

35S est la source majeure de ces petits ARN chez A. thaliana. Elle est la cible de l’action coordonnée

et hiérarchique des quatre enzymes DCL1 à DCL4 – pour « Dicer-like » – de la machinerie du RNA

silencing, même si l’on observe une accumulation forte des siARN de 24 et de 21 nucléotides qui sont

produits respectivement par DCL3 et DCL4 [45, 61] (Figure 9). Étonnamment, une recherche bioin-

formatique montre que de nombreux gènes d’A. thaliana peuvent être potentiellement ciblés par les

vsARN viraux et ainsi, réprimés au cours de l’infection virale.

Le CaMV contrecarre cette défense antivirale grâce à l’activité de suppresseur de RNA silen-

cing de la protéine P6/TAV (Figure 9). Cette activité est assujettie à l’importation nucléaire de P6/TAV,

étant donné qu’une version délétée des deux NLS est incapable de protéger les transcrits viraux

contre la dégradation par la machinerie du RNA silencing. P6/TAV interfère avec la voie du RNA si-

lencing en inhibant DRB4, un co-facteur qui est requis pour un clivage optimal des ARN double brin

par DCL4 [23]. Il a été montré très récemment que le domaine impliqué dans la suppression du RNA

silencing est localisé dans la région N-terminale de la protéine virale [78]. P6/TAV inhibe également la

production des siARN qualifiés de secondaires, dont le rôle est d’amplifier la défense antivirale de la

cellule [79]. Les siARN secondaires sont générés par l’enzyme DCL4 qui clive l’ARN cible, converti, au

préalable, en ARN double-brin grâce à l’ARN polymérase ARN-dépendante RDR6. L’inhibition par-

tielle de l’activité de DCL4 à travers une interaction entre DRB4 et P6/TAV, au lieu d’une inhibition

totale, est sans doute un bon compromis pour le CaMV, dans la mesure où la quantité de siARN de 21

nucléotides est suffisamment réduite pour prévenir la défense antivirale et assez élevée pour inhiber,

de façon post-transcriptionnelle, l’expression des gènes cellulaires. L’inhibition de DCL4 explique aus-

si pourquoi les plantes infectées par le CaMV contiennent une quantité importante de siARN de 24

nucléotides DCL3-dépendants, qui ont le potentiel d’induire la formation d’hétérochromatine. P6/TAV
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induirait donc également indirectement, par son act ivité de suppresseur du RNA silencing, l’extinction

transcriptionnelle du minichromosome viral, ce qui tempérerait l’accumulation du CaMV et préserv e-

rait, ainsi, l’intégrité de la cellule hôte infectée. Cette hypothèse est d’autant plus plausible que l’ADN

viral est méthylé quelques jours après le début de l’infection [43]. Des études récentes suggèrent que

la machinerie du RNA silencing est détournée de l’ARN 35S, grâce à des ARN 8S produits à partir des

molécules d’ADN virales relâchées et qui existent sous les formes sens et anti-sens. Les ARN 8S,

vraisemblablement considérés comme aberrants car non-polyadénylés et probablement repliés sous

la forme d’une tige-boucle semblable à la région leader, sont clivés en vsARN par les quatre DCL d’A.

thaliana. Ces siARN serviraient ainsi de leurres pour les complexes effecteurs RISC, ce qui préserv e-

rait l’ARN 35S de la dégradation [45, 80].

La protéine P6/TAV inhibe également la biogenèse des tasiARN d’A. thaliana – pour « trans-

acting siARN) » – qui implique RDR6, DCL4 et son co-facteur DRB4. Cette catégorie de siARN a pour

fonction de réguler l’expression des protéines cellulaires, en ciblant les ARNm correspondants. Effe c-

tivement, les plants A. thaliana transgéniques exprimant P6/TAV, ou ceux infectés par le CaMV, ren-

ferment une quantité inhabituellement élevée de précurseurs de tasiARN et, de manière concomi-

tante, un fort taux des ARNm cellulaires qui sont habituellement ciblés par ces tasiARN et clivés par

DCL4. Toutefois, la présence de P6/TAV stimule, paradoxalement, l’expression des gènes codant

pour DCL4, DRB4 et AGO7, impliqués dans la régulation de l’expression des ARNm par les tasiARN,

ce qui suggère que la plante, en cas d’infection ou plus généralement en cas d’expression de P6/TAV,

met en place un rétrocontrôle destiné à compenser l’effet inhibiteur de la protéine virale [79].

Défense non spécifique des plantes vis-à-vis du CaMV

De nombreuses plantes compatibles pour un virus déclenchent, en plus du RNA silencing,

une réaction antivirale contrôlée par les voies de signalisation pilotées par l’acide salicylique, l’acide

Figure 9 : RNA silencing et contre-défense du CaMV. L’ARN 35S est la cible des quatre DCL d’A. thaliana
mais est préférentiellement clivé par DCL3 et DCL4. Le CaMV s’y oppose par la protéine P6, son suppresseur de
RNA silencing et l’ARN viral 8S, produit en grande quantité, qui joue le rôle de leurre. Seul l’ARN 8S sens est
représenté ici. TGS : transcriptional gene silencing. PTGS : post-transcriptional gene silencing.
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jasmonique et l’éthylène. L’activation de ces voies provoque une chute de l’accumulation du virus

et/ou affecte le mouvement à longue distance du virus. Ainsi, le CaMV est incapable d’infecter des

mutants d’A. thaliana dont la voie de l’acide salicylique est activée en permanence, ce qui conduit à

une résistance systémique acquise constitutive [81]. Comme le CaMV infecte systémiquement de

nombreux écotypes d’A. thaliana, il a été supposé qu’une protéine virale devait donc supprimer la voie

de signalisation de l’acide salicylique dans les cellules infectées. Les expériences réalisées avec des

A. thaliana transgéniques montrent que P6/TAV affecte la défense antivirale basale de la plante en

empêchant l’expression des gènes contrôlée par la voie de l’acide salicylique, comme la protéine PR-

1. L’accumulation de P6/TAV au cours de l’infection d’A. thaliana par le CaMV coïncide d’ailleurs avec

une baisse de l’abondance des transcrits des gènes dont l’expression est acide salicylique-

dépendante. A l’opposé, la présence de P6/TAV stimule l’expression des gènes représentatifs de la

voie de l’acide jasmonique, comme VSP – pour « vegetative storage protein » – et THI2.1 – pour

« thionin 2.1 » [81]. Ceci s’explique par le fait que cette voie et celle de l’acide salicylique sont régu-

lées d’une manière mutuellement antagoniste, à travers des mécanismes qui reposent, du moins par-

tiellement, sur l’activité de la protéine NRP1, un important régulateur de la communication entre ces

deux voies de signalisation. La protéine NRP1 monomérique active la transcription du gène PR-1

alors que sa forme multimérique est inactive. Curieusement, NRP1 est surexprimée en présence de

P6/TAV ce qui laisse supposer que cette dernière favorise la translocation nucléaire d’une forme inac-

tive de NRP1 qui bloquerait ainsi la transcription du gène PR-1. En résumé, P6/TAV augmente la sus-

ceptibilité d’A. thaliana au CaMV en supprimant la réponse de la voie de l’acide salicylique et en aug-

mentant celle de la voie du jasmonate [81]. D’autres protéines virales suppresseurs de RNA silencing

sont également connues pour leur capacité à modifier l’expression des gènes dépendant de la voie de

l’acide jasmonique, comme la protéine HC-Pro des Potyvirus, mais à l’inverse de P6/TAV, aucune

d’entre elles n’est capable d’interférer avec la voie du salicylate.

L’activité de contre-défense de P6/TAV, qu’il s’agisse de la suppression du RNA silencing ou

de celle de la défense basale des plantes, n’est aucunement liée à la fonction de transactivateur tra-

ductionnel. Cette double activité de suppresseur est portée par la région N-terminale de P6/TAV (ami-

noacides 1 à 112) [78]. De ce fait, il n’est pas exclu que les voies de signalisation de la plante soient

affectées indirectement, par le biais des petits ARN – siARN et/ou miARN – produits par la machinerie

du RNA silencing.

Conclusion

Le CaMV révèle des stratégies d’expression inédites que lui permettent d’exprimer ses pro-

téines, malgré les obstacles structuraux de l’ARN 35S. Contrairement à d’autres virus, il n’inhibe pas

la traduction des ARNm de la cellule hôte pour s’accaparer la machinerie traductionnelle, mais il pré-

fère la modifier subtilement par le biais d’interactions nouvelles et de phosphorylations, afin de

l’adapter à des ARNm polycistroniques. Il est probable que quelques ARNm cellulaires particuliers

requièrent également une telle adaptation de la machinerie traductionnelle pour leur traduction,

puisqu’il s’avère que l’activation de la protéine kinase TOR par P6/TAV mime l’activation de la kinase

en réponse à l’auxine, une phytohormone importante pour le développement de la plante [82]. À

l’inverse des genres de Caulimoviridae qui ont évolué vers la stratégie de synthèse de polyprotéine(s),

la stratégie de réinitiation qui est déployée par le CaMV et les genres produisant un ARN 35S polycis-

tronique leur permet, vraisemblablement, de réguler plus finement l’expression de leurs protéines.

Étonnement, cette stratégie repose sur une seule protéine virale, la protéine P6/TAV, qui est la clé de

voûte du processus infectieux du CaMV, ce qui n’est pas sans risque lorsqu’on sait que l’ADN viral est

sujet à des erreurs régulières lors de la réplication par rétrotranscription, ainsi qu’à des évènements

de recombinaison.

Le CaMV est un modèle d’étude dont l’intérêt dépasse largement le cadre de la virologie vé-

gétale car les nombreuses connaissances acquises à son sujet peuvent être transposées au niveau

cellulaire et, par conséquent, il fait partie des phytovirus dont l’apport en biologie moléculaire et cellu-
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laire n’est plus à démontrer. Il pourrait aussi contribuer à mieux comprendre des mécanismes cellu-

laires pour lesquels on ne dispose actuellement que d’informations parcellaires, tel que l’export nu-

cléaire des ARNm chez les plantes.
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Chapitre 1

Étude de l’épissage alternatif de l’ARN 35S du CaMV
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INTRODUCTION

1) Aperçu général sur l’épissage

a) Introduction

L’épissage a été décrit simultanément à la fin des années 1970, dans deux articles portant sur

les ARN messagers (ARNm) produits par un adénovirus, tardivement au cours de l’infection (Berget et

al., 1977; Chow et al., 1977). Pour ces travaux, Phillip Allen Sharp et Richard John Roberts ont reçu le

prix Nobel de Physiologie ou Médecine, en 1993.

La première édition de l'Encyclopédie ou Dictionnaire raisonné des sciences, des arts et des

métiers, publiée par Diderot et D’Alembert au cours de la seconde moitié du 18
ème

siècle, définit

l’action d’épisser une corde : « …c'est l'assembler avec une autre, en entrelassant (sic) leurs fils ou

cordons l'un avec l'autre, ce qui se fait par le moyen d'une broche de fer appelée cornet d'épisse ou

épissoir. Après un combat, lorsque quelques manœuvres sont coupées ou rompues, on est obligé de

les épisser quand on n'en a pas de rechange. ».

Par analogie au vocabulaire de marine, l’épissage – ou splicing – définit, en biologie, un pro-

cessus retrouvé dans toutes les branches de l’arbre du vivant, par lequel une séquence intervenante,

l’intron, est retirée d’un transcrit primaire pour générer un ARN mature. Les séquences qui sont pré-

sentes dans l’ARN mature sont quant à elles nommées exons. Les introns peuvent être classés en

quatre types, selon leur mécanisme d’épissage : 1) introns de groupe I, 2) introns de groupe II, 3)

introns d’ARN pré-messagers (pré-ARNm) nucléaires ou introns splicéosomaux, 4) introns d’ARN de

transfert (ARNt) nucléaires et introns d’archées (Haugen et al., 2005).

b) Les différents types d’introns et leur mécanisme d’épissage

i. Introns de groupe I

D’une longueur comprise entre 250 et 500 nucléotides (nts), les introns de groupe I sont pré-

sents chez les eubactéries et les eucaryotes. Bien qu’ils soient rares, les introns de groupe I des eu-

bactéries ont été décrits dans des gènes codant pour des ARNt, des ARN ribosomiques (ARNr) et des

protéines. Retrouvés majoritairement chez les champignons, les plantes, les algues rouges et les

algues vertes, les introns de groupe I des eucaryotes semblent restreints aux gènes d’ARNr lorsqu’ils

sont nucléaires, tandis qu’ils peuvent être présents dans les gènes plastidiques et mitochondriaux

codant des ARNt, des ARNr et des protéines (Haugen et al., 2005). Enfin, des introns de groupe I sont

retrouvés dans le génome de bactériophages et certains virus géants (Haugen et al., 2005; Van Etten,

2003).

Les introns de groupe I ont des structures secondaire et tertiaire fortes – parfois stabilisées

par des protéines – qui leur permet de s’auto-épisser grâce une activité ribozyme. Certains introns de

groupe I possèdent, en plus, un gène codant pour une endonucléase dite de homing qui permet leur

propagation vers des séquences homologues à celles dans lesquelles ils sont insérés. L’auto-

épissage se fait via deux réactions de transestérification successives qui sont décrites dans la figure

1. Ce processus nécessite une guanosine exogène qui va se lier au cœur catalytique de l’intron, ainsi

que des cations divalents – principalement du Mg
2+

(Paquin et Shub, 2001).
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ii. Introns de groupe II

Les introns de groupe II sont, comme les introns de groupe I, des ribozymes. Leur taille est

comprise entre 400 et 800 nucléotides et ils ont été caractérisés chez les eubactéries ainsi que dans

les génomes mitochondriaux et chloroplastiques de plantes, de champignons et de protistes (Lambo-

witz et Zimmerly, 2011). La séquence nucléotidique des introns de groupe II est globalement variable,

à l’exception des extrémités 5’ et 3’ dont les séquences conservées sont, respectivement, GUGYG et

AY (où U est une uridine et Y est une pyrimidine). À l’inverse, ils possèdent une structure secondaire

conservée qui consiste en six domaines, nommés DI à DVI. Ces domaines interagissent dans les trois

dimensions pour former une structure fonctionnelle dont le cœur du site actif est situé dans le domaine

DV. La plupart des introns de groupe II des eubactéries et la moitié de ceux des eucaryotes ont, au

niveau de leur domaine DIV, un cadre ouvert de lecture (ORF) codant pour une protéine multifonc-

tionnelle de type transcriptase inverse, l’IEP – pour « intron encoded protein » –, qui est impliquée

dans le processus d’épissage – en stabilisant le site catalytique de l’intron par une activité maturase –

et dans la propagation de l’intron au sein du génome. Comme les introns de groupe I, les introns de

groupe II sont donc des éléments mobiles (Fedorova et Zingler, 2007; Lambowitz et Zimmerly, 2011).

L’épissage des introns de groupe II est effectué grâce à deux réactions de transestérification

réversibles nécessitant des cations Mg
2+

et des protéines stabilisatrices telle l’IEP. Les mécanismes

réactionnels sont décrits dans la figure 2.

Figure 1 : Auto-épissage d’un intron de groupe I. La première réaction de transestérification correspond à
l’attaque nucléophile d’une guanosine exogène (exoG) sur le nucléotide correspondant à l’extrémité 5’ de l’intron,
nommé site 5’ d’épissage. La guanosine se lie de façon covalente à l’extrémité 5’ de l’intron, ce qui libère l’exon
en situé en amont. Lors de la deuxième réaction, le groupement 3’-hydroxyle (3’-OH) de l’exon en amont réalise
une attaque nucléophile sur le site 3’ d’épissage, entrainant ainsi la ligation des exons et la libération de l’intron.
Le dernier nucléotide de l’intron est toujours une guanosine (ωG). D’après Haugen et al., 2005.
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La plupart des introns de groupe II eucaryotes ont des défauts, dans leur structure et/ou dans

leur ORF, qui entravent leur activité auto-catalytique. L’épissage de ces introns défectueux ne peut

alors se faire qu’en présence de protéines – autres que l’IEP – et parfois d’ARN, qui vont jouer le rôle

de facteurs d’épissage ou de chaperons. Suite à certains réarrangements génomiques, les introns

peuvent être séparés en plusieurs fragments. Ces fragments peuvent alors se réassocier dans

l’espace et reformer un ribozyme ce qui va induire l’épissage d’exons situés sur deux transcrits diff é-

rents. C’est le trans-épissage (Lambowitz et Zimmerly, 2011).

Lorsque l’IEP codée par l’intron est pleinement fonctionnelle – ce qui est rarement le cas chez

les introns eucaryotes –, elle va assister l’épissage par une activité maturase et permettre la mobilité

de l’intron dans le génome, par épissage inverse. Le mécanisme principal d’épissage inverse est ap-

pelé « retrohoming ». L’ensemble formé par l’intron en lasso et l’IEP va reconnaitre une séquence

cible d’ADN où l’intron va s’apparier et être rétrotranscrit en ADN grâce à l’activité transcriptase in-

verse de l’IEP. La séquence cible est reconnue par le biais d’appariements nucléotidiques entre

l’intron et l’ADN qui sont identiques à certains appariements formés lors du processus d’épissage.

Cela assure ainsi l’insertion de l’intron dans une zone à partir de laquelle il pourra s’auto-épisser ulté-

rieurement (Lambowitz et Zimmerly, 2011).

iii. Introns de pré-ARNm nucléaires ou introns splicéosomaux

Les introns de pré-ARNm nucléaires ne sont retrouvés que chez les eucaryotes et chez cer-

tains virus. Leur taille varie de quelques dizaines à plusieurs milliers de nucléotides et leur nombre va

d’une dizaine par génome, chez certains protozoaires, à une dizaine par gène, dans le cas de certains

métazoaires (Roy et Irimia, 2009). Contrairement aux introns des groupes I et II, les introns splicéo-

somaux ne sont pas auto-catalytiques. Leur épissage – une suite de deux réactions de transestérifica-

Figure 2 : Auto-épissage d’un intron de groupe II. La première réaction correspond à une attaque nucléophile
du groupement 2’-hydroxyle (2’-OH) du nucléotide – généralement une adénosine – nommé point de branche-
ment et situé dans le domaine DVI, sur le site 5’ d’épissage. Ceci aboutit à la libération de l’exon en 5’ (E1) et à la
formation d’un intermédiaire où l’intron, dit en lasso car circularisé par une liaison 2’-5’ phosphate, est lié au deu-
xième exon (E2), en 3’. La deuxième réaction est provoquée par l’attaque nucléophile du groupement 3’-OH de
l’exon E1, sur le site 3’ d’épissage, qui correspond au dernier nucléotide de l’intron. Les deux exons sont alors
liés l’un à l’autre et l’intron en lasso, lié à l’IEP – non représentée sur ce schéma –, est excisé. D’après Lambowitz
et Zimmerly, 2011.
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tion – est catalysé par une machinerie ribonucléoprotéique très complexe, le splicéosome. Ce proces-

sus sera décrit plus en détail dans la partie 2)c).

iv. Introns d’ARNt nucléaires et introns d’archées

Les introns d’ARNt nucléaires, ainsi que les introns d’archées, ont pour caractéristique com-

mune de n’être épissés que par des protéines. D’une petite taille comprise entre une quinzaine et 100

nucléotides, sans homologie de séquence, ces introns sont présents en nombre chez les archées

puisqu’ils sont retrouvés dans environ 70% des gènes d’ARNt ainsi que chez certains gènes d’ARNr

et ARNm. Chez les eucaryotes, seuls 6 % des gènes d’ARNt humains et 20% des gènes d’ARNt de

levure sont interrompus par des introns (Calvin et Li, 2008; Popow et al., 2012).

L’épissage se fait en deux étapes chez les archées, trois chez les eucaryotes. Lors de la pre-

mière étape, qui est universelle, l’intron est excisé par une endonucléase d’épissage (Figure 3). Il est

à noter que l’extrémité 5’ de l’intron se situe, à chaque fois, au niveau du deuxième nucléoti de situé en

aval de l’anticodon. Les deux exons sont ensuite reliés ensemble par une ARN-ligase, lors de la deu-

xième étape. Chez les eucaryotes, une troisième étape implique le retrait d’un groupement 2’ -

phosphate qui était présent à la jonction entre les deux exons, suite à la ligation (Calvin et Li, 2008).

L’épissage des introns d’ARNt d’archées est parfois réalisé en trans, entre deux voire trois transcrits

(Popow et al., 2012).

Figure 3 : Épissage enzymatique des introns d’ARNt nucléaires et des introns d’archées. (1) La première
étape d’épissage, qui est universelle, correspond à l’excision de l’intron par une endonucléase. (2) Lors de la
deuxième étape, les deux exons sont reliés l’un à l’autre par une ARN ligase qui diffère entre les archées et les
eucaryotes (ici, la levure). (3) La troisième étape est spécifique aux eucaryotes et elle correspond au retrait d’un
groupement 2’-phosphate, présent à la jonction des deux introns, par une 2’-phosphotransférase. D’après Calvin
et Li, 2008.
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2) Épissage des introns splicéosomaux de type U2

Les introns splicéosomaux sont des séquences intervenantes qui sont propres aux pré-ARNm nu-

cléaires des eucaryotes. De taille et d’abondance variables selon les organismes, ces introns sont

épissés, souvent de façon co-transcriptionnelle (Han et al., 2011), par un ensemble de particules ribo-

nucléoprotéiques, le splicéosome. Deux splicéosomes distincts se partagent inégalement l’épissage

des introns splicéosomaux : 1) le splicéosome majeur – ou splicéosome U2 – qui épisse 99% des

introns, dits de type U2, et 2) le splicéosome mineur – ou splicéosome U12 – qui est responsable de

l’épissage des 1% d’introns restant, dits de type U12 et qui ne sont présents que chez certaines es-

pèces (Roy et Irimia, 2009).

a) Introns splicéosomaux de type U2

i. Caractéristiques générales

Le nombre et la taille des introns sont très variables en fonction des organismes (Tableau 1).

La levure Saccharomyces cerevisiae, par exemple, ne possède que 0,05 intron par gène alors que

presque tous les gènes de Schizosaccharomyces pombe contiennent 1 intron. Les introns de type U2

sont beaucoup plus nombreux chez les plantes Arabidopsis thaliana et Oryza sativa (4 introns par

gène dans les deux cas) et chez Homo sapiens (presque 8 introns par gène). La taille moyenne d’un

intron de Saccharomyces cerevisiae ou d’Arabidopsis thaliana (respectivement 250 et 170 nucléo-

tides) est beaucoup plus courte que celle d’un intron humain (3000 nucléotides).

Tableau 1 : Ratio intron/gène et taille moyenne des introns de divers organismes modèles

Les introns de type U2 sont définis par la présence de quatre courtes séquences consensus :

1) le site 5’ d’épissage – ou site donneur – qui contient un dinucléotide GU conservé et qui délimite la

bordure 5’ de l’intron, 2) le site 3’ d’épissage – ou site accepteur – où l’on retrouve un dinucléotide AG

conservé qui marque l’extrémité 3’ de l’intron, 3) une courte séquence située entre 15 et 50 nucléo-

tides en amont du site 3’ d’épissage et contenant un point de branchement – une adénosine –, 4) une

région riche en pyrimidines située entre le point de branchement et le site accepteur d’épissage (Fi-

gure 4). Bien que nécessaires pour assurer un épissage précis, les quatre séquences consensus ne

sont pas suffisantes pour assurer l’assemblage du splicéosome. De nombreuses et courtes sé-

quences régulatrices – 4 à 18 nucléotides de long – situées dans l’intron et dans les exons adjacents

permettent le recrutement d’un ensemble de protéines facteurs d’épissage qui vont réguler positi-

Organisme

Nombre de

gènes de

protéines

Intron/gène

Taille

moyenne

d’un intron

(nucléotides)

Références

Saccharomyces

cerevisiae
~5800 ~0,05 ~250

(Kellis et al., 2003; Kupfer et

al., 2004)

Schizosaccharomyces

pombe
~4900 ~0,96 ~100 (Kupfer et al., 2004)

Homo sapiens ~20800 ~7,8 ~3000
(Flicek et al., 2014; Reddy,

2007)

Arabidopsis thaliana ~27400 ~4 ~170 (Reddy, 2007)

Oryza sativa ~56000 ~4 ~430
(Ouyang et al., 2007; Reddy,

2007)



36

vement ou négativement l’assemblage des composants du splicéosome. Ces séquences sont appe-

lées « splicing enhancer » ou « splicing silencer », selon qu’elles recrutent des protéines qui assistent

ou empêchent l’assemblage du splicéosome et l’épissage subséquent de l’intron (De Conti et al.,

2013; Reddy, 2007). Bien qu’impliqué dans l’épissage des introns de type U2 en général (De Conti et

al., 2013), leur rôle sera décrit plus en détail dans la partie 3)c)i. consacrée à l’épissage alternatif.

ii. Particularités des introns de type U2 de plantes

Les introns U2 des plantes ont certaines particularités. Premièrement, ils sont relativement

courts – environ 170 nucléotides chez Arabidopsis thaliana et 430 nucléotides chez Oryza sativa – si

on les compare aux 3000 nucléotides, en moyenne, des introns humains (Tableau 1). Deuxièmement,

alors que les sites 5’ et 3’ d’épissage ainsi que le point de branchement sont conservés, la région

riche en pyrimidines située entre le point de branchement et le site 3’ d’épissage est remplacée, chez

les plantes, par une région riche en uridine (Reddy et al., 2013). Enfin, les introns des plantes dicoty-

lédones sont riches en adénine et uridine – 67% chez Arabidopsis thaliana, contre 52% chez Homo

sapiens (Reddy, 2007) –, composition qui participe à l’efficacité de leur épissage (Goodall et Filipo-

wicz, 1989).

b) Splicéosome de type U2, dit majeur

i. Composition

Les connaissances générales sur le splicéosome majeur proviennent d’études réalisées sur la

levure et l’Homme, mais la plupart des protéines splicéosomales sont conservées chez les plantes

(Reddy, 2007). Le splicéosome majeur est composé de 5 petites particules ribonucléoprotéiques nu-

cléaires (snRNP) nommées snRNP U1, U2, U4, U5 et U6, et de toute une myriade de protéines ac-

cessoires. Les snRNP sont constituées chacune d’un petit ARN nucléaire (snARN) nommé U1, U2,

U4, U5 ou U6 auquel sont associées des protéines dont certaines sont communes à plusieurs snRNP.

On estime à environ 45 le nombre de protéines distinctes qui peuvent être associées aux snARN,

chez l’Homme (Wahl et al., 2009). Le splicéosome est une machinerie très complexe puisque 300

protéines différentes ont été détectées chez l’Homme et 160 chez la levure – dont toutes ont un ho-

mologue chez l’Homme (Reddy et al., 2013). Toutes ces protéines ne sont pas retrouvées simultané-

ment sur le splicéosome. En effet, une des caractéristiques majeures du splicéosome est la dyn a-

mique ; de son assemblage à sa dissociation de l’ARN épissé, le splicéosome est constamment r e-

modelé, tout comme l’est le contenu des protéines qui lui sont associées (Wahl et al., 2009).

ii. Biogénèse des snRNP

La biogénèse des snRNP est un processus qui a généralement lieu entre le noyau et le cyto-

plasme, à l’exception de la snRNP U6 dont l’assemblage est strictement nucléaire. Une snRNP résulte

de l’assemblage entre des protéines et un snARN. Les snARN sont des ARN non-codants, abondants

et non-polyadénylés. Leur taille varie de 112 nucléotides – pour le snARN U6 – à presque 1200 nu-

cléotides dans le cas du snARN U2 (Matera et Wang, 2014). Ces transcrits sont classés en deux

Figure 4 : Représentation schématique d’un intron (ligne noire) entouré de deux exons (rectangles verts).
Le dinucléotide GU correspond au site 5’ donneur d’épissage et le dinucléotide AG correspond au site 3’ accep-
teur d’épissage. L’adénosine du point de branchement (A) est séparée du site 3’ d’épissage par une séquence
riche en pyrimidines (Y)n et longue d’environ 15 à 50 nucléotides. Les ESE et ISE – pour « exonic et intronic
splicing enhancers » – correspondent courtes séquences présentes, respectivement, dans les exons et les in-
trons et dont la caractéristique est de stimuler l’assemblage du splicéosome. Les ESS et ISS – pour « exonic et
intronic splicing silencers » – ont une action inverse à celle des ESE et ISE. D’après Syed et al., 2012.
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groupes : 1) snARN de classe « Sm » – snARN U1, U2, U4 et U5 – et 2) snARN de classe « Sm-like »

– snARN U6.

1. snRNP U1, U2, U4 et U5

Les snARN de classe Sm sont transcrits par l’ARN polymérase II (Pol II), à partir de promo-

teurs qui leurs sont propres. Ils sont coiffés d’une 7-méthylguanosine à leur extrémité 5’ et mais n’ont

pas de queue poly-A à l’extrémité 3’. La terminaison de la transcription des snARN met en jeu à la

fois, des protéines chargées sur la Pol II lorsque celle-ci se situe au niveau du promoteur, et un com-

plexe protéique appelé « integrator », qui va reconnaitre un signal situé en aval du site de clivage – la

« 3’-box » – et provoquer le clivage du transcrit. Il a été montré que deux des sous-unités du complexe

integrator, INTS11 et INTS9, ont des similarités de séquences importantes avec les sous-unités

CPSF73 et CPSF100 impliquées dans le clivage et la polyadénylation des pré-ARNm. Il semble que

ce soit la sous-unité INTS11 qui clive le transcrit (Matera et al., 2007; Matera et Wang, 2014).

Bien qu’ayant en commun avec les ARNm la coiffe et la transcription par la Pol II, les snARN

sont exportés du noyau vers le cytoplasme par une voie d’export différente de la voie TAP-p15, suivie

par la plupart des ARNm. C’est la voie d’export CRM1 – pour « chromosome region maintenance 1 »

–, voie d’export des protéines et des sous-unités ribosomiques 40S et 60S, qui est utilisée (Hutten et

Kehlenbach, 2007). Les deux sous-unités du complexe lié à la coiffe, CBP20 et CBP80, la protéine

ARS2 – pour « arsenite resistance 2 » – et l’adaptateur d’export PHAX phosphorylé – pour « phospho-

rylated adapter RNA export » – vont recruter

la protéine d’export CRM1 et la GTPase Ran, dans sa forme liée au GTP (Ran-GTP), et ainsi per-

mettre l’export nucléaire du snARN (Figure 5). Une fois dans le cytoplasme, le complexe d’export est

désassemblé suite à la déphosphorylation de PHAX, et le snARN est pris en charge par un autre

complexe protéique, le complexe SMN – pour « survival motor neuron » –, qui est composé de pro-

téines SMN, Sm et GEMINs. Là, la protéine GEMIN5 reconnait et se fixe sur une séquence du snARN

nommée « site Sm ». Par la suite, un hétéroheptamère de protéines Sm – le Sm core, formé des pro-

téines Sm B, D1, D2, D3, E, F et G – est assemblé en anneau autour du site Sm et va protéger et

stabiliser le snARN. Avant son retour dans le noyau, le snARN va subir des modifications à ses deux

extrémités. Le complexe SMN recrute la triméthylguanosine synthase 1, une RNA méthyltransférase

qui va former, à l’extrémité 5’, une coiffe triméthylée (2,2,7-triméthylguanosine) agissant comme signal

d’import. Du coté 3’, l’extrémité du snARN est en partie rognée (Figure 5). Ces évènements permet-

tent le recrutement subséquent d’un adaptateur d’import nommé Snuportin, au niveau de la coiffe

triméthylée, et de l’importine β, aboutissant à l’import nucléaire de la snRNP nouvellement formée

(Matera et Wang, 2014). Après dissociation des complexes d’import, les snRNP sont dirigées vers les

corps de Cajal, des structures nucléaires, où elles seront associées à d’autres protéines. Là, les

snARN subiront des pseudouridylations et des 2’-O-méthylations spécifiques guidées par des

scaARN, des petits ARN spécifiques des corps de Cajal (Kiss, 2004).

2. snRNP U6

La biogénèse de la snRNP U6 est strictement nucléaire. Contrairement aux snARN de la

classe Sm, le snARN U6 est transcrit par l’ARN polymérase III. Il possède une coiffe γ-

monométhylphosphate en 5’ et une suite d’uridine à son extrémité 3’. Cette suite d’uridine va per-

mettre le recrutement de la protéine La qui stabilise transitoirement le snARN, avant qu’elle ne soit

remplacée par un hétéroheptamère de protéines Lsm (Lsm 2, 3, 4, 5, 6, 7, et 8). Le snARN U6 subit

aussi des modifications – 2’O-méthylations et probablement pseudouridylations – mais celles-ci ont

lieu dans le nucléole, sous le contrôle de petits ARN nucléolaires (snoARN) (Kiss, 2004). La snRNP

U6 est ensuite transportée vers les corps de Cajal, où elle s’associe à d’autres protéines et à la

snRNP U4, par le biais d’appariements de bases entre les snARN U4 et U6. La di-snRNP U4/U6 qui

en résulte s’associera elle-même à la snRNP U5, cette fois ci via des interactions protéine-protéine,

pour former une tri-snRNP U4/U6.U5 (Wahl et al., 2009).
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Les snRNP, après les dernières étapes de maturation, vont rejoindre des structures nucléaires

appelées « nuclear speckles » afin d’y être stockées transitoirement. Le mécanisme d’adressage des

snRNP des corps de Cajal vers les nuclear speckles n’est pas encore compris (Matera et Wang,

2014).

c) Assemblage du splicéosome de type U2 et réaction d’épissage

L’assemblage du splicéosome U2 et la réaction d’épissage qui s’en suit, impliquent un en-

semble complexe d’interactions de types protéine-protéine, ARN-protéine et ARN-ARN entre le pré-

ARNm à épisser, des facteurs régulateurs d’épissage – stimulateurs ou inhibiteurs –, les snRNP et

leurs protéines associées. Alors que les différentes étapes de la réaction d’épissage sont communes à

tous les organismes, deux modèles prédominent en ce qui concerne le mode d’assemblage du spli-

céosome. Dans le premier modèle, qui concerne les organismes possédant de courts introns tels les

plantes, on considère que les composants du splicéosome s’assemblent sur les introns et forment un

complexe de définition d’intron. Le second modèle concerne les organismes comme les vertébrés, où

la taille moyenne des introns est relativement élevée. Là, il semble que les composants du splicéo-

some s’assemblent autour des exons dont la taille moyenne est proche de 170 nucléotides ; ce sont

les complexes de définition d’exons. Par la suite, des réarrangements conformationnels amènent les

différents complexes de définition d’exons à se contacter, afin de définir les introns à épisser (De Conti

et al., 2013; Matera et Wang, 2014).

i. Assemblage du splicéosome de type U2

L’assemblage du splicéosome est un processus séquentiel. Toutes les étapes d’assemblage

et de catalyse sont réversibles in vitro mais la question n’a pas encore été tranchée, in vivo (Matera et

Wang, 2014). Le modèle est le suivant : au cours de la première étape, la snRNP U1 reconnait et se

fixe sur le site donneur d’épissage, par l’intermédiaire d’une interaction ARN-ARN entre le site don-

Figure 5 : Biogénèse des snRNP de classe Sm. Après transcription par la Pol II, le complexe de liaison à la
coiffe (CBC), la protéine ARS2 et l’adaptateur PHAX phosphorylé recrutent le facteur d’export CRM1 et la
GTPase Ran liée au GTP. Ce complexe d’export est désassemblé dans le cytoplasme où le snARN est pris en
charge par le complexe SMN. Après assemblage du Sm core sur le snARN, la coiffe de ce dernier est triméthylée
par la triméthylguanosine synthase 1 (TGS1), et son extrémité 3’ est raccourcie par une exonucléase (Exo). La
coiffe triméthylée permet l’import de la snRNP vers le noyau grâce au recrutement d’un adaptateur d’import, la
Snuportin (SPN), et de l’importine β. Dans le noyau, la snRNP est dirigée vers les corps de Cajal (CB), afin de
subir des étapes de maturation. D’après Matera et al., 2007.
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neur et le snARN U1, interaction qui est stabilisée par des protéines de la snRNP (Figure 6). À l’autre

extrémité de l’intron, la protéine SF1/BPP se lie au point de branchement tandis que le facteur aux i-

liaire d’U2 – pour « U2 auxiliary factor » – se fixe sur la séquence riche en pyrimidines et sur le site

accepteur d’épissage, via, respectivement, les deux sous-unités U2AF65 et U2AF35 qui le compo-

sent. Ces premières interactions forment le complexe splicéosomal E. Lors de la deuxième étape, la

snRNP U2 vient déplacer SF1/BPP et interagir, via son snARN U2, avec la séquence du point de

branchement. Ceci constitue le pré-splicéosome, ou complexe A. La troisième étape voit le recrute-

ment de la tri-snRNP U4/U6.U5 ; on parle alors du complexe B ou splicéosome pré-catalytique. À ce

stade, toutes les snRNP sont présentes sur l’intron. Le splicéosome est alors activé par une suite de

réarrangements majeurs de conformation et de composition qui aboutissent, notamment, au relargage

des snRNP U1 et U4. Activé – c’est le complexe B* –, le splicéosome peut alors catalyser la première

des deux réactions de transestérificaton, qui voit l’attaque nucléophile du groupement 2’-OH de

l’adénosine du point de branchement, sur le site donneur d’épissage. Ceci conduit à la formation d’un

lasso au niveau de l’intron. L’exon situé en amont est alors libre, tandis que l’exon en aval est lié à

l’intron « en lasso ». Le splicéosome est qualifié de catalytique, ou complexe C. De nouveaux réarran-

gements moléculaires précèdent la deuxième réaction de transestérification, l’attaque nucléophile de

l’extrémité 3’-OH de l’exon situé en amont, sur le site accepteur d’épissage. De récents résultats indi-

quent que le snARN U6 serait responsable de la catalyse des deux réactions de transestérification

(Fica et al., 2013, 2014). L’intron « en lasso » est libéré puis généralement dégradé, tandis que les

deux exons sont joints l’un à l’autre. Les snRNP U2, U5 et U6 sont, quant à elles, recyclées (Kornblihtt

et al., 2013; Wahl et al., 2009). Dans certains cas, l’intron excisé est linéarisé et utilisé comme précur-

seur d’ARN non-codants, certains snoARN et microARN (miARN) par exemple (Brown et al., 2008).

Figure 6 : Assemblage séquentiel du splicéosome de type U2. La liaison des snRNP U1 et U2 au pré-ARNm
forme le pré-splicéosome. Le recrutement de la tri-snRNP U4/U6.U5 aboutit à la formation d’un splicéosome pré-
catalytique. Des réarrangements destinés à activer le splicéosome conduisent à la libération des snRNP U1 et
U4. Le splicéosome activé catalyse la première réaction de transestérification, où le groupement 2’-OH de
l’adénosine constituant le point de branchement réalise une attaque nucléophile sur le site donneur d’épissage
(5’SS). La deuxième réaction constitue en l’attaque nucléophile de l’extrémité 3’-OH du premier exon sur le site
accepteur d’épissage (3’SS), ce qui relie les exons entre eux et libère l’intron sous la forme d’un lasso. Les pro-
téines impliquées dans les transitions entre les différentes étapes sont indiquées. D’après Wahl et al., 2009.
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Un complexe protéique nommé EJC – pour « exon junction complex » –, et dont beaucoup de

composants sont recrutés par le splicéosome lorsque que celui adopte les structures « complexes B

et C », est déposé entre 20 et 24 nucléotides en amont de la jonction d’épissage. L’EJC est impliqué

dans l’export de l’ARNm auquel il est lié, ainsi que dans un mécanisme de contrôle-qualité qui a lieu

lors des premiers évènements de traduction. En effet, quand un complexe de terminaison de la tra-

duction s’assemble en amont d’un EJC, le codon stop responsable de l’arrêt de la traduction est con-

sidéré comme prématuré. L’EJC participe alors au recrutement de protéines qui vont diriger l’ARNm

vers une voie de dégradation spécifique, la NMD (pour « nonsense-mediated decay »). La présence

d’un codon stop prématuré peut être due à un épissage raté. Elle peut aussi résulter d’un évènement

régulé visant à contrôler l’expression d’un gène en modulant la quantité d’ARNm correspondant

(Chang et al., 2007).

ii. Changements de composition et conformation

Les différentes étapes de l’épissage sont marquées par de constantes variations dans la

composition du splicéosome. Comme cela a été décrit dans la partie précédente, les snRNP compo-

sant le splicéosome ne s’assemblent pas toutes en même temps, et certaines – les snRNP U1 et U4 –

sont libérées au cours du processus. À chaque étape, de nombreux facteurs d’épissage et des pro-

téines liées aux snRNP vont être relargués tandis que d’autres seront recrutés, concomitamment.

L’ensemble des protéines échangées au cours des différentes étapes du processus d’épissage

semble d’ailleurs varier d’un pré-ARNm à l’autre (Wahl et al., 2009).

D’importants changements conformationnels ont lieu tout au long du processus d’épissage. Par

exemple, l’arrivée de la tri-snRNP U4/U6.U5, lors de la formation du complexe B, conduit à la mise en

place d’interactions entre le snARN U5 et des séquences des deux exons bordant l’intron à épisser.

Simultanément, une partie du snARN U6 va s’apparier au snARN U2. Le passage au complexe B* est

accompagné d’appariements entre le snARN U6 et le site donneur d’épissage. Il en découle une dé-

stabilisation des interactions entre le snARN U1 et le site donneur d’une part, et entre les snARN U4

et U6 d’autre part. Ceci aboutit au relargage des snRNP U1 et U6. Ces réarrangements sont effectués

grâce à l’action de nombreuses protéines dont des hélicases/ATPases ARN-dépendantes du type

DExD/H telles que Sub2/UAP56, Prp 28 et Brr2 (Figure 6; Matera et Wang, 2014; Wahl et al., 2009).

3) Épissage des introns splicéosomaux de type U12

a) Caractéristique des introns de type U12

Chez beaucoup d’eucaryotes, un tout petit nombre d’introns splicéosomaux ne partage pas

les mêmes caractéristiques qui définissent les introns de type U2. Ces introns, dits de type U12, pos-

sèdent des séquences consensus des sites de branchement et 5’ d’épissage plus longues et plus

conservées que celles des introns de type U2. De plus, ils sont dépourvus d’une séquence riche en

pyrimidines et la distance qui sépare le point de branchement du site 3’ d’épissage est relativement

courte – entre 11 et 13 nucléotides. Les bordures de ces introns sont souvent définies par les dinu-

cléotides GU-AG, et plus rarement par les dinucléotides AU-AC (Turunen et al., 2013).

Des introns de type U12 ont été découverts chez différentes espèces des principaux taxons

d’eucaryotes. Leur nombre est estimé à 800 chez l’Homme et 300 chez Arabidopsis thaliana – une

récente étude suggère qu’il y en aurait environ 2100 chez cette dernière (Marquez et al., 2012) –,

mais ils sont absents chez de nombreux protistes et chez les deux organismes modèles Saccharo-

myces cerevisiae et le ver Caenorhabditis elegans. Enfin, ces introns ne sont très souvent présents

qu’en une seule copie au sein d’un gène donné (Turunen et al., 2013).
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b) Réaction d’épissage

Les introns splicéosomaux de type U12 sont épissés par un splicéosome qui leur est propre,

le splicéosome de type U12, dit mineur. Il se compose de 5 snRNP : les snRNP U11, U12, U4atac,

U6atac et U5, cette dernière étant partagée avec le splicéosome majeur. La biogénèse des snRNP du

splicéosome mineur ne semble guère différer de celle du splicéosome majeur. Les snARN U11, U12

et U4atac appartiennent à la classe Sm, tandis que le snARN U6atac appartient à la classe Sm-like

(Matera et Wang, 2014).

Les différentes étapes de l’assemblage du splicéosome mineur sont assez similaires à celles

du splicéosome majeur. La différence principale a lieu au début de l’assemblage car les snRNP U11

et U12 sont recrutées concomitamment, sous la forme d’une di-snRNP U11/U12 qui va reconnaitre le

site donneur d’épissage et le point de branchement. La tri-snRNP U4atac/U6atac.U5 vient ensuite

s’assembler sur le splicéosome en formation, formant ainsi le complexe B. Des réarrangements con-

formationnels – et probablement compositionnels – conduisent à l’activation du splicéosome mineur et

à la libération des snRNP U11 et U4atac. Les réactions de transestérification catalysées par les deux

splicéosomes sont identiques, mais la cinétique réactionnelle est beaucoup plus lente dans le cas du

splicéosome mineur (Turunen et al., 2013).

4) Épissage alternatif

a) Introduction théorique

Les quatre signaux qui définissent les introns de type U2 et les exons ne sont pas suffisants pour as-

surer l’assemblage du splicéosome. En effet, ces signaux sont peu stringents ; les introns/exons peu-

vent ainsi avoir des séquences qui diffèrent plus ou moins des signaux consensus. La présence de

tels signaux peut aussi conduire à la définition de « pseudoexons » qui ne seront pourtant jamais re-

trouvés dans les ARNm matures (Gómez Acuña et al., 2013). Enfin, les interactions impliquées dans

la mise en place du splicéosome sont relativement faibles (Wahl et al., 2009). Par conséquent, des

auxiliaires sont indispensables pour assister la cellule dans la reconnaissance des véritables in-

trons/exons et dans l’assemblage des différents composants du splicéosome. Des facteurs pro-

téiques, agissant en trans à la suite de leur interaction avec des séquences ribonucléiques cis-

régulatrices, vont intervenir favorablement ou défavorablement dans le processus d’épissage. Ainsi,

un « dialogue d’interactions » entre facteurs d’épissage et composants du splicéosome se met en

place pour chaque intron ou exon. Lorsque ce dialogue aboutit constamment à l’épissage, on parle

d’épissage constitutif. Quand ce n’est pas le cas, on qualifie l’épissage d’alternatif. Divers paramètres

peuvent influencer, par l’intermédiaire des facteurs d’épissage, l’issue de l’épissage alternatif.

b) Généralités sur le rôle biologique de l’épissage alternatif

L’épissage alternatif permet d’obtenir plusieurs ARNm différents, à partir d’un pré-ARNm

unique. Son influence est prépondérante dans l’augmentation de la complexité du transcriptome des

organismes qui l’utilise. Les principaux types d’épissage alternatif sont résumés dans la figure 7. Il faut

noter que les différents types d’épissage ne sont pas retrouvés avec la même fréquence chez tous les

organismes. Ainsi, le saut d’exon, qui est le type d’épissage majeur chez les mammifères n’est que

rarement utilisé chez les plantes, les champignons et les protistes. Ceux-ci utilisent majoritairement la

rétention d’intron – environ 40% des évènements d’épissage chez Arabidopsis thaliana (Marquez et

al., 2012) – alors que ce type d’épissage est rare chez les mammifères (Keren et al., 2010).
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Les conséquences biologiques de l’épissage alternatif sont multiples. Elles s’inscrivent dans le

cadre très large de l’expression génétique et sa régulation. L’épissage alternatif augmente la com-

plexité du protéome quand les exons/introns épissés alternativement sont codants (Nilsen et Grave-

ley, 2010). Les protéines synthétisées à partir des transcrits épissés vont potentiellement avoir des

fonctions, une stabilité, des localisations ou des modes de régulations différents. La possibilité

d’obtenir plusieurs isoformes d’ARNm à partir d’un seul pré-ARNm peut aussi être utilisée pour contrô-

ler l’expression d’un gène par le biais, notamment, de la voie NMD ou de l’ARN interférent. Ainsi,

l’inclusion d’un exon dans lequel se trouve un codon stop prématuré ou un site de liaison pour un

miARN peut participer à la régulation négative de l’expression d’un gène, en réponse à certains para-

mètres. La localisation et l’efficacité de traduction d’un transcrit peuvent aussi être modulées par cer-

tains évènements d’épissage (Reddy et al., 2013; Staiger et Brown, 2013).

c) Régulation de l’épissage alternatif à l’échelle moléculaire

i. Facteurs protéiques régulant l’épissage

Les facteurs régulateurs d’épissage sont les acteurs de base de la régulation de l’épissage al-

ternatif. Ce sont des protéines qui se fixent sur des séquences cis-régulatrices et exercent une fonc-

tion stimulatrice ou inhibitrice d’épissage. Les séquences cis-régulatrices sont nommées d’après leur

localisation sur le pré-ARNm et le rôle que le facteur qu’elles recrutent aura sur l’épissage. Ce sont les

ESE (exonic splicing enhancer), ESS (exonic splicing silencer), ISE (intronic splicing enhancer) et ISS

(intronic splicing silencer). Les facteurs régulateurs appartiennent majoritairement à deux groupes de

protéines : 1) les protéines dites SR, car riches en sérine (S) et arginine (R), et 2) les ribonucléopro-

téines nucléaires hétérogènes (hnRNP). Généralement, les protéines SR ont un rôle stimulateur dans

Figure 7 : Principaux types d’épissage alternatif. Les exons épissés alternativement sont représentés en
jaune et bleu. (A) Saut d’exon. (B) Exons mutuellement exclusifs. (C) Sélection alternative de sites donneurs
d’épissage. (D) Sélection alternative de sites accepteurs d’épissage. (E) Rétention d’intron. D’après Reddy, 2007.
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l’assemblage du splicéosome, tandis que les hnRNP ont plus souvent un rôle inhibiteur. Enfin, il est

intéressant de noter que les facteurs régulateurs d’épissage régulent souvent l’expression de leurs

propres gènes via la voie du NMD. Ils vont influer sur l’épissage alternatif de leurs transcrits en pro-

mouvant ou réprimant – selon leur activité – l’insertion d’exons contenant des codons stop prématurés

(Ni et al., 2007).

1. Protéines SR et SR-like

Une nomenclature stricte définit les protéines SR comme des protéines modulaires qui possè-

dent un ou deux domaines de reconnaissance d’ARN nommé RRM – pour « RNA recognition motif »

–, à leur extrémité amino-terminale, et un domaine « RS » long d’au moins 50 acides aminés et con-

tenant au moins 40% d’arginine et sérine, à l’extrémité carboxy-terminale (Manley et Krainer, 2010).

Les protéines SR reconnaissent et se fixent sur des séquences stimulatrices ESE ou ISE via leur

RRM, et vont faciliter l’assemblage de certains composants du splicéosome contenant eux aussi un

domaine SR, par le biais d’interactions entre domaines SR. U1-70K et U2AF35 sont des exemples de

protéines impliquées dans l’assemblage du splicéosome et qui possèdent un domaine RS. 12 pro-

téines SR ont été identifiées chez l’Homme mais c’est chez les plantes que l’on en retrouve le plus

grand nombre – environ deux fois plus chez Arabidospis thaliana – (Busch et Hertel, 2012; De Conti et

al., 2013; Reddy et al., 2013). D’autres protéines partagent certaines caractéristiques avec les pro-

téines SR mais ne sont pas considérées comme telles. Parmi ces protéines « SR-like », on trouve U1-

70K, qui est une des protéines de la snRNP U1 reconnaissant le site 5’ d’épissage, et U2AF65, qui est

une des sous-unités protéiques définissant le site 3’ d’épissage.

2. hnRNP

Les hnRNP sont, comme les protéines SR, des protéines modulaires qui possèdent un ou

plusieurs domaines de reconnaissance d’ARN – souvent du type RRM – et des domaines impliqués

dans des interactions protéine-protéine. Les hnRNP se lient à leur séquence cible et exercent leur

activité inhibitrice en imposant, dans la plupart des cas, des contraintes stériques qui vont jouer en

défaveur de l’assemblage du splicéosome. Plus d’une vingtaine d’hnRNP sont connues chez l’Homme

et environ deux fois plus chez Arabidospis thaliana (Busch et Hertel, 2012; De Conti et al., 2013; Red-

dy et al., 2013).

ii. Régulation transcriptionnelle

L’assemblage des facteurs régulateurs d’épissage sur un pré-ARNm a lieu très majoritaire-

ment au cours de la transcription et il peut être couplé à cette dernière. Il a en effet été montré que le

domaine carboxy-terminal – ou « queue CTD » – de la grande sous-unité de la Pol II peut participer au

recrutement de facteurs d’épissage. Par exemple, la queue CTD est nécessaire au recrutement d’une

protéine SR nommée SRSF3, qui est un régulateur négatif de l’inclusion de l’exon 33 du pré-ARNm de

la fibronectine, une protéine de la matrice extracellulaire (de la Mata et Kornblihtt, 2006). Il a été mon-

tré, par des mutations et par l’utilisation de drogues diminuant la vélocité de la Pol II, que la vitesse de

la transcription influe aussi sur l’issue de l’épissage alternatif (Kornblihtt et al., 2013). L’irradiation par

rayonnement ultra-violet, lorsqu’elle conduit à une inhibition de l’élongation de la transcription via une

hyper-phosphorylation de la queue CTD de la Pol II, provoque des changements du profil d’épissage

de nombreux transcrits, dont certains issus de gènes codant des protéines impliquées dans l’apoptose

(Muñoz et al., 2009). En règle générale, il semble qu’une vitesse d’élongation rapide a tendance à

promouvoir l’assemblage du splicéosome et/ou de facteurs régulateurs sur des sites « forts », c’est-à-

dire des sites dont les séquences sont proches des séquences consensus d’épissage et qui permet-

tent une interaction rapide avec leur(s) partenaire(s) (Figure 8). Inversement, une faible vitesse

d’élongation sera moins défavorable à l’utilisation de sites « faibles » (Kornblihtt et al., 2013).
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iii. Régulation épigénétique

L’épissage alternatif est influencé par des facteurs épigénétiques. Dans certains génomes

dont ceux d’Homo sapiens et d’Arabidopsis thaliana, il a été montré que le positionnement des nu-

cléosomes ne se fait pas au hasard. En effet, les nucléosomes sont plus abondants au niveau des

exons qu’au niveau des introns. De plus, les tailles moyennes d’un exon et d’un fragment d’ADN en-

roulé autour d’un nucléosome sont très proches – environ 150 nucléotides. Enfin, il a été observé une

plus grande abondance de nucléosomes au niveau des exons inclus dans le messager final, par rap-

Figure 8 : Influence de la vitesse de transcription sur l’épissage alternatif. La vitesse d’élongation de la Pol
II peut avoir des effets opposés sur l’issue de l’épissage alternatif. (A) Une élongation rapide a tendance à favori-
ser le recrutement des composants du splicéosome sur des sites forts, tandis qu’une élongation lente, du fait
qu’elle permet plus temps pour ce recrutement, autorise la sélection de sites faibles. (B) Une élongation lente
peut également favoriser le recrutement de facteurs d’épissage dont certains auront une action négative (NF) sur
l’assemblage subséquent du splicéosome (B). D’après Kornblihtt et al., 2013.
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port aux exons exclus (Luco et al., 2011). Un des modèles proposés est que les nucléosomes, du fait

qu’ils induisent un ralentissement de la Pol II, donneraient aux facteurs régulateurs d’épissage et aux

composants du splicéosome plus de temps pour s’assembler sur les transcrits en cours de synthèse

(Kornblihtt et al., 2013). Par conséquent, ils faciliteraient la reconnaissance des sites « faibles ». Les

modifications post-traductionnelles des histones spécifiques à certains types cellulaires ou induites par

des stimuli peuvent aussi réguler l’épissage alternatif. En lien avec les exemples cités précédemment,

les modifications des histones associées à une activation de la transcription et une élongation rapide –

par exemple un groupement méthyl sur la lysine 9 de l’histone H3 – vont avoir tendance à défavoriser

les sites « faibles », et inversement (Kornblihtt et al., 2013). Dans d’autres cas, certaines modifications

d’histones peuvent recruter des facteurs régulateurs d’épissage par le biais de protéines adaptatrices

et ainsi, influer sur l’inclusion ou l’exclusion de certains exons (Luco et al., 2010).

d) Pathologies impliquant l’épissage alternatif

Des pathologies, dont certains cancers, ont pour cause directe ou indirecte des dérèglements

de l’épissage alternatif. Ces dérèglements peuvent être dus à des mutations altérant le profil

d’épissage d’un gène en particulier. C’est le cas du syndrome progéria de Hutchinson-Gilford où un

site crytpique d’épissage est activé suite à une mutation synonyme dans le gène codant pour la la-

mine A (Eriksson et al., 2003). D’autres pathologies peuvent résulter de mutations dans des facteurs

régulateurs d’épissage ou des composants du splicéosome. L’atrophie musculaire spinale est, par

exemple, due à une mutation synonyme qui provoque un saut d’exon et une perte de fonction du gène

codant pour la protéine SMN1 qui est impliquée dans la biogénèse des snRNP de classe Sm (Singh et

Cooper, 2012).

e) Aperçu de rôles de l’épissage alternatif

L’épissage alternatif est un processus biologique dont le spectre de conséquences – directes

et indirectes – sur l’expression génétique est très large. Son rôle est très important dans des méca-

nismes aussi fondamentaux que le développement des organismes ou leur adaptation à

l’environnement.

i. Implication dans le développement chez les animaux

L’épissage alternatif est un phénomène très répandu chez les animaux en général, et les

mammifères en particulier. Chez l’Homme, il est estimé que plus de plus de 90% des gènes subissent

de l’épissage alternatif (Wang et al., 2008). Les deux exemples décrits ci-dessous illustrent

l’importance de ce processus dans le développement des organismes.

L’expression du gène Dscam1 – pour « Down syndrome cell adhesion molecule 1 » – de Dro-

sophila melanogaster est l’exemple extrême qui montre l’influence que peut avoir l’épissage alternatif

sur la complexité du protéome. Le pré-ARNm du gène Dscam1 contient 95 exons mutuellement ex-

clusifs, répartis en 4 clusters, qui permettent théoriquement la production de plus de 38000 isoformes

d’ARNm (Figure 9). Dscam1 est une protéine membranaire de la super-famille des immunoglobulines.

Chez la drosophile, Dscam1 est impliquée dans la mise en place des réseaux neuronaux : elle maxi-

mise la mise en place de connexions inter-neuronales en empêchant les auto-connexions entre

axones et dendrites d’un même neurone. Pour ce faire, chaque neurone exprime à sa surface une

isoforme de Dscam1 particulière. Un contact qui s’établit entre deux isoformes identiques indique une

interaction entre deux branches d’un même neurone et conduit à une répulsion entre ces dernières.

La production de nombreuses isoformes de Dscam1 n’est pas que théorique, il a été montré qu’elle

est biologiquement nécessaire (Hattori et al., 2009).
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L’entrée en différenciation cellulaire est en partie régulée par l’épissage alternatif chez les cel-

lules souches embryonnaires. Chez l’Homme et la souris Mus musculus, les cibles génétiques du

facteur de transcription FOX1 sont régulées par un évènement d’épissage alternatif conservé. Dans

les cellules souches embryonnaires, l’inclusion de l’exon 18b aboutit à la production d’une isoforme de

FOX1 nommée FOX1-ES, à la fois capable de stimuler l’expression de facteurs de transcription né-

cessaires au maintien de la totipotence, et de réprimer l’expression de gènes nécessaire s à la diffé-

renciation cellulaire. Au cours de la différentiation cellulaire, l’inclusion de l’exon 18 au lieu de l’exon

18b provoque la production d’un facteur FOX1 conventionnel dont le domaine de liaison à l’ADN di f-

fère de celui de FOX1-ES. L’action de FOX1 est en faveur de la différenciation et réprime l’expression

des gènes requis dans la mise en place et le maintien de la totipotence cellulaire (Gabut et al., 2011).

ii. Implication dans l’adaptation à l’environnement chez les plantes

L’épissage alternatif a longtemps été estimé comme n’étant qu’un phénomène mineur chez

les plantes, moins prévalent que chez les animaux. Pourtant, grâce à l’accumulation de données de

séquençage à haut-débit, la proportion de gènes connus pour subir de l’épissage alternatif, chez Ara-

bidopsis thaliana, est passée de 11% (Iida et al., 2004) à 61% (Marquez et al., 2012). Deux traits par-

ticuliers distinguent l’épissage alternatif chez les plantes. Premièrement, l’évènement d’épissage le

plus commun est la rétention d’intron ; cette caractéristique est partagée avec les protistes et les eu-

caryotes qualifiés d’inférieurs. Deuxièmement, les plantes possèdent un grand nombre de gènes co-

dant pour des facteurs régulateurs d’épissage ; il y a deux fois plus de gènes codant des protéines SR

et des hnRNP chez Arabidopsis que chez l’Homme. La multiplicité des gènes de régulateurs

d’épissage pourrait avoir son explication dans des évènements de duplications et réarrangements de

génome auxquels les plantes peuvent être soumises (Reddy et al., 2013). Chez les plantes, orga-

nismes statiques, l’épissage alternatif est particulièrement impliqué dans la régulation de l’expression

génétique en réponses à des facteurs environnementaux et aux stress (Staiger et Brown, 2013).

L’épissage alternatif participe, par exemple, au maintien de l’horloge circadienne chez les

plantes. Ainsi, la mutation de la protéine PRMT5 – pour « protein arginine methyltransferase5 » –, une

protéine impliquée dans la méthylation de certains résidus arginine des protéines Sm, provoque un

retard du rythme circadien chez Arabidopsis. Ce délai est en partie dû à une altération de l’épissage

alternatif d’un des gènes clés de l’horloge circadienne végétale, le gène PRR9 (Sanchez et al., 2010).

Récemment, il a été rapporté que la lumière module l’épissage alternatif de certains gènes

d’Arabidopsis, dont ceux codant pour la protéine SR-like U2AF65 et les protéines SR SR30 et RS31.

Étonnamment, cette modulation dépend d’un signal d’origine chloroplastique – probablement sous le

contrôle du statut d’oxydoréduction de la plastoquinone – capable de circuler de façon systémique

dans toutes les parties de la plante. L’absence de lumière conduit, par exemple, à la rétention

d’introns présents dans le gène RS31. Ce changement de profil d’épissage est aussi observé dans les

racines, sauf lorsque celles-ci sont séparées, par dissection, des parties aériennes. La rétention

d’introns dans le transcrit RS31 est nécessaire : des plantes où seule l’isoforme totalement épissée du

messager est produite montrent des altérations phénotypiques importantes telles qu’une petite taille et

une dégradation rapide des chlorophylles a et b (Petrillo et al., 2014).

Figure 9 : Pré-ARNm du gène Dscam1 de Drosophila melanogaster. Ce pré-ARNm permet, en théorie, la
production de plus de 38000 isoformes épissées. Les exons constitutifs sont représentés en bleu, tandis que les
95 exons mutuellement exclusifs sont représentés, selon le cluster auquel ils appartiennent, en jaune, orange,
rouge et violet. D’après Nilsen et Graveley, 2010.
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iii. Rôles chez les virus

1. Virus des animaux

Les virus des animaux qui produisent leurs transcrits dans le noyau des cellules qu’ils infe c-

tent utilisent, comme leurs hôtes, l’épissage alternatif pour enrichir leur protéome et/ou réguler

l’expression de leurs gènes. On retrouve, notamment, des transcrits épissés alternativement chez des

virus des familles suivantes : Adenoviridae, Herpesviridae, Papillomaviridae, Polyomaviridae, Parvovi-

ridae, Bornaviridae, Orthomyxoviridae, Retroviridae et Hepadnaviridae.

L’exemple typique de l’utilisation de l’épissage alternatif par des virus est celui des adénovirus

puisque que c’est chez derniers que l’épissage alternatif a été découvert (Berget et al., 1977; Chow et

al., 1977). Le génome des adénovirus est un ADN double-brin linéaire, d’une longueur comprise entre

26 et 45 kpb (Leppard, 2008). Ils possèdent 10 unités de transcription dirigées par leur propre promo-

teur, et qualifiées de précoces ou tardives selon la phase de l’infection au cours de laquelle elles sont

exprimées (Figure 10). Grâce à l’utilisation de sites de polyadénylation différents et de l’épissage al-

ternatif, les adénovirus sont capables de produire une cinquantaine de transcrits différents, au cours

de l’infection (Zhao et al., 2014).

Chez les adénovirus, l’épissage alternatif permet non seulement d’augmenter la capacité c o-

dante du génome mais il est aussi impliqué dans le contrôle temporel de l’expression des gènes vi-

raux. Un exemple bien décrit est celui de l’ARN L1. Cet ARN possède un site donneur et deux sites

accepteurs. Bien qu’il appartienne à une unité de transcription tardive, l’ARN L1 est aussi transcrit au

cours de la phase précoce de l’infection. A ce stade, c’est le site accepteur proximal qui est utilisé ce

qui permet la production des protéines 52/55K. L’utilisation du site accepteur distal, qui permet la pro-

duction de la protéine IIIa, est réprimée par des protéines SR hyperphosphorylées. Alors que

l’infection progresse en phase tardive, la protéine virale E4-ORF4 va interagir, à la fois, avec une

phosphatase cellulaire nommée PP2A et des protéines SR hyperphosphorylées. Il en résulte une

déphosphorylation des protéines SR qui annihile leur rôle répresseur vis-à-vis de l’utilisation du site

accepteur distal (Estmer Nilsson et al., 2001; Kanopka et al., 1998). Il a été montré qu’une autre pro-

téine virale, L4-33K, est un facteur d’épissage qui stimule l’utilisation de sites accepteurs faibles, en

Figure 10 : Carte génomique de l’adénovirus humain de type 5. L’ADN génomique double-brin linéaire a une
longueur d’environ 35 kpb. Une séquence inversée d’environ 100 nucléotides est présente aux extrémités de
chacun des brins. La protéine terminale TP correspond à une protéine virale liée, de façon covalente, aux deux
extrémités 5’ du génome viral. D’après Swiss Institute of Bioinformatics.
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particulier le site qui conduit à la production d’ARNm codant pour la protéine IIIa (Törmänen et al.,

2006).

Le papillomavirus humain HPV-16, dont le génome ne possède que deux promoteurs et deux

signaux de polyadénylation, fait usage de l’épissage alternatif pour exprimer ses huit gènes. La transi-

tion entre les phases précoce et tardive de l’expression des gènes viraux est d’ailleurs accompagnée

de modulations dans l’activité de certains sites d’épissage (Johansson et Schwartz, 2013). Le virus de

l’influenza A (IAV), un virus à ARN dont le génome est constitué de huit segments d’ARN de polarité

négative, utilise l’épissage alternatif pour produire certaines de ses protéines dont la protéine non-

structurale 2 (NS2/NEP), impliquée dans l’export nucléaire des ribonucléoprotéines virales (vRNP)

(Dubois et al., 2014).

Le virus de l’immunodéficience humaine de type 1 (HIV-1), un rétrovirus complexe, utilise

l’épissage alternatif pour générer plus de 40 messagers – dont certains ne sont que partiellement

épissés – à partir de son seul pré-ARNm. Certaines protéines virales, comme la protéine Tat, sont

produites à partir de multiples ARNm résultant d’évènements d’épissage différents. Le profil

d’épissage alternatif du HIV-1 est régulé au cours du cycle viral. Les transcrits complètement épissés,

qui codent pour des protéines régulatrices, sont les premiers à être produits. Tandis que l’infection

progresse, les transcrits partiellement épissés puis non-épissés sont produits et exportés vers le cyto-

plasme grâce à l’action de la protéine virale régulatrice Rev (Leblanc et al., 2013).

Chez le virus de l’hépatite B (HBV), un pararétrovirus de la famille des Hepadnaviridae, cinq

sites donneurs et cinq sites accepteurs d’épissage ont été décrits mais leur rôle est encore obscur.

Les ARN épissés peuvent être rétrotranscrits et encapsidés, produisant ainsi des virions défectifs. Il a

été montré que les ARN épissés sont souvent détectés chez les patients atteints d’hépatite chronique

et qu’ils s’accumulent préférentiellement lorsque l’hépatite chronique se transforme en un hépatocar-

cinome cellulaire (Bayliss et al., 2013). Enfin, certains ARN épissés possèdent un ORF résultant d’une

fusion entre l’extrémité 5’ du gène codant pour la transcriptase inverse et un ORF créé par

l’évènement d’épissage. L’ORF de fusion code pour une petite protéine hautement immunogène

d’environ 10 kDa, nommée HBSP pour « HBV splice-generated protein » et n’ayant pas de rôle bien

défini. Des études utilisant de l’HBSP produite hors-contexte viral ont en tout cas montré qu’elle n’a

pas d’influence sur la réplication et la transcription du virus (G. H. Lee et al., 2008).

2. Virus des plantes

Les phytovirus sont majoritairement des virus à ARN ; ceci sous-entend qu’ils réalisent leur

cycle de réplication dans le cytoplasme, à l’exception des Nucleorhabdovirus. L’épissage, qu’il soit

constitutif ou alternatif, est rare et seulement cantonné aux virus des familles Caulimoviridae, dont le

génome est un ADN double-brin circulaire, et des Geminiviridae, au génome à ADN simple-brin circu-

laire. Chez le virus de la striure du maïs (MSV, Figure 11), un virus du genre des Mastrevirus (famille

des Geminiviridae), deux introns alternativement épissés ont été décrits. Les deux brins du MSV sont

codants et permettent la production de transcrits dits de sens viraux (V) et complémentaires (C).

L’épissage alternatif des introns du MSV est, dans les deux cas, de type rétention d’intron. L’épissage

de l’intron situé dans les ORF C1 et C2 conduit à leur fusion en phase. L’ORF de fusion C1:C2 code

pour la protéine virale Rep qui est impliquée dans l’initiation de la réplication du génome viral. L’ARN

non-épissé permet l’expression de l’ORF C1 qui code pour la protéine RepA qui est impliquée, entre

autres, dans la réplication du génome viral. Le rôle de l’épissage de l’intron situé dans l’ORF V1 n’est

pas connu (Wright et al., 1997).
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Chez les Caulimoviridae, l’utilisation de l’épissage alternatif n’a été rapporté que pour le virus

bacilliforme du tungro du riz (RTBV), le virus de la mosaïque de la scrofulaire (FMV) et le virus de la

mosaïque du chou-fleur (CaMV). Dans les cas du RTBV et du FMV, seulement un site donneur et un

site accepteur ont été décrits ; un intron unique est épissé sur certaines molécules d’ARN 35S, les

ARN non-épissé servant d’ARN pré-génomique. Chez le RTBV, du genre des Tungrovirus, l’épissage

permet la production d’un ARNm qui servirait à l’expression de l’ORF IV, dont la fonction est encore

inconnue (Fütterer et al., 1994). Chez le FMV, qui appartient au genre des Caulimovirus, l’épissage

conduit à la fusion, en phase, de l’extrémité 5’ de l’ORF IV – codant pour la protéine de capside –

avec l’extrémité 3’ de l’ORF V – dont le produit est le précurseur de la transcriptase inverse et d’une

protéase à acide aspartique (Scholthof et al., 1991) ; l’importance biologique de cette fusion n’est pas

connue.

5) Ouverture sur le sujet d’étude

a) Données disponibles dans la littérature scientifique

L’existence de l’épissage alternatif, chez le CaMV, est évoquée pour la première fois dans une

publication datée de 1985 où des chercheurs, analysant la population d’ADN viral au cours de

l’infection, rapportent la présence de génomes viraux ayant une délétion, chez des choux chinois et

des navets infectés par la souche CaMV-S (Hirochika et al., 1985). S’étendant sur 856 nucléotides, la

zone délétée est cartographiée entre la fin de l’ORF I et le début de l’ORF II. Il s’avère que la délétion

conduit à une fusion, en phase, de la partie 5’ de l’ORF I avec la partie 3’ de l’ORF II et que ses bor-

dures correspondent aux séquences consensus des sites donneur et accepteur d’épissage. Ainsi, les

différents génomes observés témoigneraient d’un évènement d’épissage alternatif de type rétention

d’intron – se rapporter à la figure 7 de la partie 4)b). Les génomes possèdant la délétion seraient pro-

duits par rétrotranscription d’un ARN 35S épissé, l’ARN 35S non-épissé étant utilisé pour la production

de génomes viraux complets. L’hypothèse de l’implication de l’épissage dans la délétion est renforcée

par l’observation, en plantes infectées, d’ARN viraux plus courts d’environ 800 nucléotides que l’ARN

Figure 11 : Carte génomique du virus de la striure du maïs (MSV). Le génome du MSV est un ADN circulaire
simple-brin de 2,7 kpb. Des transcrits de sens « viraux » (V) et « complémentaires » (C) sont produits au cours
du cycle infectieux. La grande région intergénique (LIR) contient les promoteurs viraux, ainsi qu’une séquence en
tige-boucle impliquée dans la réplication du génome viral, par le mécanisme de cercle roulant (rolling circle). La
petite région intergénique (SIR) contient quant à elle, des signaux de polyadénylation, ainsi qu’un site de fixation
pour un fragment d’ADN (P) qui est utilisé pour initier la synthèse du brin complémentaire. Les ORF V1 et V2
codent respectivement pour la protéine de mouvement et la protéine de capside. L’ORF C1 code pour la protéine
RepA, tandis que la fusion entre l’extrémité 5’ de l’ORF C1 et l’ORF C2, suite à l’épissage, crée un ORF codant
pour la protéine Rep. Les transcrits produits pendant l’infection sont représentés par les flèches noires fines. I1 et
I2 sont les deux introns qui ont été décrits. D’après Ruschhaupt et al., 2013.
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35S « complet ». En outre, des expériences de mutagénèse dirigée sont réalisées. L’inactivation du

site donneur d’épissage putatif, par des mutations silencieuses – afin de ne pas modifier la séquence

codante de l’ORF I –, conduit à l’utilisation de trois sites donneurs cryptiques et parfois, d’un autre site

accepteur situé à proximité immédiate du site accepteur initialement décrit (Hirochika et al., 1985).

Une étude parue en 1995, rapporte l’existence de l’épissage alternatif chez l’ARN 35S de la

souche Cabb-S du CaMV (Kiss-László et al., 1995). Quatre sites donneurs, nommés D1 à D4 et loca-

lisés dans l’ORF I et dans la région 5’ non-traduite de l’ARN 35S, et un site accepteur unique A sont

décrits (Figure 12). Selon cette étude, 70% des ARN 35S sont épissés. Le site A est identique au site

décrit chez la souche CaMV-S. À l’inverse, aucun des sites donneurs n’est identique au site décrit

chez CaMV-S. Seul D3 est identique à un des sites cryptiques ayant émergé suite à la mutation du

site donneur initial. L’utilisation des sites donneurs D1 à D3 conduit à la fusion, en phase, de la partie

5’ de l’ORF I avec la partie 3’ de l’ORF II.

Un des résultats majeurs de cet article est la découverte de l’importance qu’à l’épissage pour

le cycle viral du CaMV. En effet, des mutations censées rendre le site accepteur unique non-

fonctionnel – et par extension empêcher l’épissage de l’ARN 35S – sont létales pour le virus puisque

des plantes inoculées avec de tels mutants ne développent pas de symptômes. Il est fait l’hypothèse,

à la fin de l’article, que le rôle de l’épissage pourrait être de permettre une meilleure expression des

ORF III, IV et V en réduisant le nombre d’ORF situés en amont de l’ORF III. Alors qu’il y a trois ORF

présents avant l’ORF III sur l’ARN 35S non-épissé – les ORF VII, I et II –, ce nombre est réduit à deux

dans le cas des ARN épissés D1-, D2- et D3-A. L’ORF III est même situé en première position sur

l’ARN épissé D4-A (Kiss-László et al., 1995).

Un dernier article, publié en 2004, conclut que l’épissage du CaMV a pour rôle majeur de ré-

guler négativement l’expression de l’ORF II, dont le produit d’expression P2 serait toxique pour le virus

en cas de suraccumulation (Froissart et al., 2004). Comme cela a été dit dans l’introduction générale,

P2 est une protéine virale impliquée dans la transmission du virus par les pucerons. Elle n’est cepen-

dant pas indispensable au déroulement du cycle infectieux dans les plantes hôtes puisqu’il existe des

souches défectives pour la transmission – la souche CM4-184 par exemple (Howarth et al., 1981) –,

où une bonne partie de l’ORF II est délétée. Le site accepteur A se situe dans l’ORF II, or il a été mon-

tré qu’il est indispensable au virus (Kiss-László et al., 1995). Pour aboutir à la conclusion d’un rôle de

l’épissage sur l’expression de l’ORF II, les auteurs ont montré que le site accepteur d’épissage n’a

d’importance que si le produit d’expression de l’ORF II peut s’accumuler. Ainsi, des mutations censées

inactiver le site A, et qui sont létales en contexte normal, n’ont pas d’effet sur le cycle viral si d’autres

mutations rendant la protéine P2 instable sont introduites concomitamment (Froissart et al., 2004).

b) Questions sur le rôle biologique de l’épissage alternatif chez le CaMV

Les données présentées dans la littérature scientifique montrent que l’épissage de l’ARN 35S

implique, chez la souche Cabb-S, quatre sites donneurs et un site accepteur qui sont tous localisés

Figure 12 : Carte des 2500 premiers nucléotides de l’ARN 35S de la souche Cabb-S du CaMV. PBS : « pri-
mer binding site », site d’initiation de la rétrotranscription.Ψ : signal d’encapsidation putatif. La séquence R est
une séquence répétée et longue de 180 nucléotides, qui est retrouvée aux deux extrémités de l’ARN 35S. Les
évènements d’épissage sont représentés par des traits en pointillés. D’après Kiss-László et al., 1995.
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dans le premier quart de l’ARN (Kiss-László et al., 1995). Environ 70% des ARN 35S sont épissés, ce

qui permettrait une régulation négative de l’expression de l’ORF II dont le produit serait toxique pour le

virus (Froissart et al., 2004; Kiss-László et al., 1995). Les 30% d’ARN 35S non-épissé servent à répli-

quer le génome viral complet ainsi qu’à exprimer la protéine de mouvement (P1) et le facteur assistant

de la transmission (P2), deux protéines indispensables à la propagation du CaMV.

Si l’épissage alternatif est nécessaire au CaMV, plusieurs interrogations persistent. La pre-

mière concerne le nombre de sites donneurs d’épissage. Si le rôle principal de l’épissage alternatif,

chez le CaMV, est de réguler négativement l’expression de l’ORF II tout en sauvegardant une fraction

d’ARN 35S non-, alors un seul site donneur est nécessaire et ce, quelle que soit sa position. La pré-

sence d’un site donneur unique est aussi compatible avec l’hypothèse non-exclusive de l’épissage

favorisant l’expression des ORF viraux situés en aval de l’ORF II (Kiss-László et al., 1995). Pourtant,

quatre sites donneurs sont utilisés chez Cabb-S, et si l’utilisation d’un seul site donneur a été rappor-

tée chez la souche CaMV-S (Hirochika et al., 1985), cela est probablement dû à des limitations liées

aux techniques du moment – ce point sera abordé dans la discussion. On peut ainsi se poser les

questions suivantes : pourquoi plusieurs sites donneurs sont utilisés, alors qu’un seul suffirait à effec-

tuer les deux fonctions qui ont été proposées ? L’épissage alternatif est-il impliqué dans d’autres fonc-

tions que celles qui ont été proposées ? Une autre interrogation concerne l’utilisation des trois sites

donneurs D1 à D3, qui conduit à la création d’un ORF de fusion entre l’extrémité 5’ de l’ORF I et

l’extrémité 3’ de l’ORF II : des protéines de fusion P1P2 sont donc potentiellement traduites à partir de

certains ARN épissés. Ces protéines ont-elles une fonction particulière au cours de l’infection ?

Mon travail de thèse a eu pour but d’acquérir une connaissance plus approfondie de

l’épissage alternatif de l’ARN 35S du CaMV, en essayant de répondre aux deux questions énoncées

ci-dessus. Le phénomène a été étudié chez deux souches : la souche Cabb-S, utilisée dans deux des

trois publications relatives à l’épissage chez le CaMV (Froissart et al., 2004; Kiss-László et al., 1995),

et la souche Cabb B-JI, notre souche modèle au laboratoire.
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RÉSULTATS

Notre étude sur l’épissage alternatif de l’ARN 35S du CaMV a été abordée de la façon sui-

vante : dans un premier temps, l’existence d’évènements d’épissage putatifs a été déterminée par la

recherche in silico de sites donneurs et accepteurs d’épissage, dans les séquences génomiques des

souches du CaMV. Les sites d’épissage prédits par cette méthode, pour la souche Cabb B-JI, ont

ensuite été caractérisés et étudiés in vivo.

1) Une analyse in silico révèle que des sites d’épissage de l’ARN 35S sont

conservés parmi les souches séquencées du CaMV et certains membres

du genre des Caulimovirus

Dans la littérature, l’épissage alternatif a été suggéré chez la souche CaMV-S (Hirochika et

al., 1985), puis décrit chez la souche Cabb-S (Froissart et al., 2004; Kiss-László et al., 1995). Nous

avons évalué l’existence potentielle de ce phénomène chez d’autres souches virales, par une analyse

in silico. Les séquences nucléotidiques de l’ARN pré-génomique 35S des neuf souches dont la sé-

quence complète est publiée sur Genbank ont été alignées sur la séquence de la souche Cabb-S, à

l’aide du programme Clustal Omega (Figure 13).

L’alignement de séquences révèle que trois des quatre sites donneurs décrits chez la souche

Cabb-S – D4, qui est localisé dans la région 5’ non-traduite, D1 et D2, qui sont tous deux localisés

dans l’ORF I – ainsi que le site accepteur A sont présents dans l’ARN 35S des différentes souches du

CaMV analysées. Les jonctions exon-intron – AGGU pour les sites D4, D1 et D3, CGGU pour le site

D2 – et intron-exon – AGGA – sont conservés parmi les différentes souches virales (les dinucléotides

GU et AG, qui délimitent les introns splicéosomaux, sont en gras). Enfin, il est intéressant de noter

que les sites donneurs D4, D1 et D2 ainsi que le site accepteur A sont également conservés chez les

67 souches dont les séquences génomiques ont été récemment publiées (Yasaka et al., 2014). À

l’inverse des autres sites, le site donneur D3 n’est présent que chez la souche Cabb-S (Kiss-László et

al., 1995) ; chez les autres souches, le dinucléotide GU est remplacé par un dinucléotide GA (Figure

13). Une séquence UGGU située immédiatement en amont du site D3, et qui est conservée parmi

toutes les souches analysées, pourrait indiquer la présence d’un site donneur putatif. Son utilisation

réelle par le splicéosome est cependant discutable, car l’appariement avec le snARN U1 de plantes

Figure 13 : Alignement de séquences de souches du CaMV. Seules les séquences homologues à celles si-
tuées à proximité des sites d’épissage décrits chez Cabb-S sont montrées. Les dinucléotides GU et AG, qui cor-
respondent respectivement aux trois sites donneurs et à l’unique site accepteur, sont en gras. Les nucléotides qui
diffèrent de la séquence de la souche Cabb-S sont soulignés. Les acides aminés sont indiqués sous les sé-
quences nucléotidiques situées dans les ORF I et II de Cabb-S. Les interactions entre le snARN U1 et la jonction
exon-intron située au niveau du site donneur D4 sont indiquées.
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hôte du CaMV (Filipowicz et al., 1990) est faible – 5 nucléotides sur 9 possibles – si l’on compare avec

les sites démontrés expérimentalement – 7 nucléotides sur 9 pour le site donneur D4, par exemple

(Figure 13). Quelques sites donneurs, dont certains semblent avoir la capacité de s’apparier avec le

snARN U1, et accepteurs putatifs sont retrouvés dans d’autres régions de l’ARN 35S. Par exemple, la

séquence GAGGUAUGU, localisée dans l’ORF V de Cabb-S à la position 5308, s’apparie correcte-

ment avec le snARN U1 – 7 nucléotides sur 9 – et est conservée parmi toutes les souches testées

dans l’alignement de la figure 13.

L’analyse de l’ARN 35S d’autres membres du genre des Caulimovirus, avec qui le CaMV par-

tage la même organisation génomique, montre que les sites D1 et/ou D2 ainsi que le site accepteur A

sont parfois conservés (Figure 14). Les deux sites donneurs ainsi que le site accepteur A sont pré-

sents chez le virus de la mosaïque de la scrofulaire (FMV), le virus de la déformation des feuilles du

lamier (LLDV) et le virus de la mosaïque du dahlia (DMV). Ceci laisse à penser que l’épissage décrit

chez l’ARN 35S de la souche Cabb-S pourrait avoir lieu chez d’autres Caulimovirus. Chez le virus de

la gravure de l’œillet (CERV), seul un des sites donneurs est conservé. Le site A est inexistant chez

ce virus, le motif AGGA de la souche Cabb-S étant remplacé par la séquence CGGU, mais un dinu-

cléotide AG situé à proximité immédiate est conservé avec le CaMV (Figure 14). Seul le site donneur

D1 est conservé entre le virus de la bigarrure des nervures du fraisier (SVBV) et le CaMV, tandis

qu’aucun des sites d’épissage présents sur l’ARN 35S du CaMV n’existe chez le virus de la mosaïque

de la belle-de-nuit (MiMV) et le virus latent du raifort (HRLV). Enfin, les deux sites d’épissage caracté-

risés chez le FMV (Scholthof et al., 1991) ne sont pas présents sur l’ARN 35S du CaMV.

En conclusion, les analyses in silico que nous avons réalisées suggèrent fortement que l’épissage

alternatif de l’ARN pré-génomique 35S est un phénomène conservé parmi les souches du CaMV, qui

pourrait aussi avoir lieu chez d’autres espèces appartenant au genre des Caulimovirus.

2) L’ARN 35S de la souche Cabb B-JI est épissé alternativement

L’analyse in silico réalisée sur les différentes souches du CaMV indique que les sites don-

neurs D4, D1 et D2, ainsi que le site accepteur A, sont présents chez la souche Cabb B-JI, notre mo-

dèle au laboratoire. Contrairement à la souche Cabb-S, Cabb B-JI est capable d’infecter de façon

systémique de nombreux écotypes d’Arabidopsis thaliana (Cecchini et al., 1998) ainsi que certaines

plantes de la famille des Solanaceae tel que Nicotiana benthamiana (Mevel et Kerlan, 1990). Pour

savoir si l’ARN 35S de la souche Cabb B-JI est épissé alternativement au cours de l’infection virale,

les ARN totaux ont été extraits à partir de plants de navets, à 21 jours après inoculation (dpi, pour

« days post inoculation »), séparés par électrophorèse sur gel d’agarose-urée, puis analysés par nor-

thern-blot (Figure 15).

Figure 14 : Alignement de séquences de plusieurs membres du genre des Caulimovirus. CERV : virus de
la gravure de l’œillet ; DMV : virus de la mosaïque du dahlia ; FMV : virus de la mosaïque de la scrofulaire ;
LLDV : virus de la déformation des feuilles du lamier ; SVBV : virus de la bigarrure des nervures du fraisier.
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L’ARN 35S complet – d’une taille d’environ 8200 nucléotides – a été détecté avec une sonde

oligonucléotidique (sonde int – Figure 15A) ciblant une séquence située immédiatement en amont du

site accepteur putatif (Figure 15B). Pour détecter les ARN épissés, une deuxième sonde ciblant la

région située immédiatement en aval du site accepteur putatif a été utilisée (sonde ex – Figure 15A).

L’ARN 35S complet ainsi que des isoformes plus courtes – de taille inférieure à 7600 nucléotides –ont

été détectés avec une telle sonde. Aucun signal n’a été révélé avec les ARN totaux de plantes saines.

Une quantification par densitométrie des signaux obtenus avec la sonde ex a indiqué que l’isoforme

non-épissée représente environ 30% de la population globale d’ARN 35S (Figure 15B). Dans certains

cas, deux bandes ont été détectées en proportions équivalentes avec la sonde int (Figure 15C). Leur

signification n’est pas connue mais il pourrait s’agir d’une ou d’autres isoformes épissées impliquant

Figure 15 : Analyse par northern-blot, des différentes formes d’ARN 35S. (A) Des sondes oligonucléoti-
diques ciblant l’intron (int) ou l’exon (ex) situés autour du site accepteur A putatif ont été utilisées pour détecter
l’ARN 35S complet et ses isoformes épissées. (B) et (C) Northern-blot sur les ARN totaux extraits à 21 dpi, pro-
venant de trois réplicats indépendants de navets infectés par Cabb B-JI, ainsi que de navets infectés par le mu-
tant de protéines de fusion P1P2stop et le mutant d’épissage D1D2D4Da. Les ARN ont été séparés par électro-
phorèse sur gel d’agarose (0,8% pour le B, 0,65% pour le C) - urée (7 M pour le B, 6 M pour le C), transférés sur
une membrane de nylon puis hybridés avec les sondes int et ex, radiomarquées au 32P. (C) RT-PCR sur les ARN
totaux extraits à partir de navets, à 21 dpi. La région 5’ de l’ARN 35S a été amplifiée, et les produits séparés par
électrophorèse sur gel d’agarose.
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un autre site accepteur que le site A. Alternativement, ce doublet pourrait résulter de la migration diffé-

rentielle de deux formes distinctes de l’ARN 35S, bien que la présence d’urée à une concentration

quasi dénaturante tende à infirmer cette hypothèse. Des formes distinctes de l’ARN 35S pourraient

être expliquées, par exemple, par les diverses conformations que peut adopter la région 5’ leader

(Hemmings-Mieszczak et al., 1997). Les profils des pistes P1P2stop et D1D2D4Da seront commentés

dans les parties 3 et 4.

La région 5’ de l’ARN 35S englobant les sites d’épissage putatifs a été amplifiée par RT-PCR

– pour « reverse transcription - polymerase chain reaction ». L’analyse des produits d’amplification,

par électrophorèse sur gel d’agarose, a montré que les amplicons majeurs avaient une taille conforme

à la taille théorique des ADN complémentaires (ADNc) correspondant aux isoformes non-épissées

(2,5 kilo paires de bases – kpb), épissés D1- et D2-A (1,8 kpb) et épissés D4-A (0,8 kpb) de l’ARN

35S (Figure 15C). Le séquençage de ces amplicons a révélé qu’il s’agissait effectivement des quatre

isoformes prédites et que, par conséquent, l’ARN 35S de la souche Cabb B-JI possède un schéma

d’épissage alternatif similaire à celui de la souche Cabb-S, exception faite du site donneur D3 qui n’est

pas conservé entre les deux souches. En effet, comme le laissait supposer l’analyse in silico, aucune

isoforme de type D3-A n’a été détectée chez des navets infectés par la souche Cabb B-JI, ce qui con-

firme que le site donneur d’épissage D3 n’existe pas chez Cabb B-JI. Enfin, nous n’avons pas décou-

vert d’isoformes épissées dans d’autres régions de l’ARN 35S, en particulier dans l’ORF V et ce, mal-

gré la présence du site donneur putatif décrit dans la section précédente. Des produits d’amplification

ont été obtenus lorsque les ARN totaux n’ont été ni traités à la désoxyribonucléase (DNase), ni incu-

bés avec la RT – piste « - DNase/-RT » –, indiquant la présence d’ADN viral contaminant. Leur profil

de migration était similaire à ceux obtenus dans les pistes « +RT ». De plus, le séquençage a révélé

que ces ADN viraux possédaient des délétions identiques à celles engendrées par des évènements

d’épissage de type D1- et D2-A, ce qui a confirmé la rétrotranscription d’isoformes épissées D1-A et

D2-A de l’ARN 35S, au cours de l’infection. De telles délétions ont également été retrouvées dans de

l’ADN viral extrait de virion (A. Geldreich, données non-publiées). Il est important de noter que nous

avons observé, chez certains clones séquencés, des fragments assez courts – de 600 à 800 nucléo-

tides – contenant des délétions sans lien direct avec l’épissage. Certaines d’entre-elles possédaient

des bordures situées autour des deux discontinuités de séquences Δ1 et Δ3, des reliquats de la rétro-

transcription qui sont situés respectivement au début de l’ORF VII et à la fin de l’ORF II (Richards et

al., 1981). Ceci sous-entend que des recombinaisons peuvent avoir lieu entre ces deux discontinuités.

3) Les protéines de fusion P1P2 sont indétectables dans les plantes infec-

tées

La sélection par la machinerie d’épissage, des sites donneurs D1 et D2 – ainsi que D3 dans le

cas de la souche Cabb-S – et du site accepteur A, crée des ORF de fusion entre la partie 5’ de l’ORF I

et la partie 3’ de l’ORF II. Alors que la taille de la portion issue de l’ORF I varie en fonction du site

donneur sélectionné, celle provenant de l’ORF II est identique à tous les ORF de fusion. Les protéines

P1P2 (D1 et D2) résultant de l’expression de ces ORF ont une masse moléculaire théorique d’environ

31 kDa. Malgré de nombreuses tentatives, les protéines de fusion P1P2 n’ont jamais pu être immuno-

détectées à l’aide d’anticorps polyclonaux anti-P1 et anti-P2, alors que la protéine P1 (46 kDa), son

produit de clivage (38 kDa) (Thomas et Maule, 1995) et la protéine P2 (18 kDa) ont pu être révélées

avec ces mêmes anticorps (Figure 16A). Les protéines de fusion ont également été recherchées dans

des fractions cellulaires enrichies en paroi pecto-cellulosique car la protéine P1 colocalise avec les

plasmodesmes, des canaux traversant la paroi pour connecter les cellules végétales les unes aux

autres (Stavolone et al., 2005). Les fractions cellulaires testées n’ont pas révélé la présence de pro-

téines P1P2 (Figure 16B). Ces résultats suggèrent que les protéines de fusion P1P2 sont faiblement

exprimées et/ou qu’elles sont dégradées rapidement après leur biosynthèse.
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La détection de la protéine P1P2(D2) a été également infructueuse lorsque des cellules de ta-

bac Nicotiana tabacum BY-2 – pour « bright yellow - 2 » – ont été transfectées avec un plasmide re-

combinant codant pour une protéine de fusion entre P1P2(D2) et la protéine fluorescente verte eGFP

– pour « enhanced green fluorescent protein » –, alors que cette dernière, exprimée seule, a été par-

faitement observée (Angèle Geldreich, données non-publiées). Par ailleurs, l’expression de la

P1P2(D2) fusionnée aux étiquettes HA- ou myc- a été testée par agroinfiltration, sur feuilles de Nico-

tiana benthamiana. Deux constructions codant pour la GFP étiquetée avec HA- ou myc- ont été utili-

sées en parallèle, comme témoins positifs. Les deux protéines HA- et myc-GFP ont été détectées

avec des anticorps dirigés contre leurs étiquettes, dans toutes nos expériences d’expression transi-

toire. À l’inverse, des protéines ayant une masse moléculaire similaire à celle des P1P2(D2) étique-

tées (environ 39 kDa) n’ont été mises en évidence que de rares fois et ce, en très faibles quantités

(Figures 17 et 19). La plupart du temps, les P1P2(D2) étiquetées n’ont pas été immunodétectées dans

des extraits protéiques totaux préparés à partir de feuilles agroinfiltrées (Figure 17A) et ce, alors que

les ARNm correspondants ont pu être détectés par RT-PCR (Figure 17B).

Figure 16 : Immunodétection des protéines de fusion P1P2 chez des navets infectés par les souches
Cabb B-JI ou Cabb-S. Les protéines totales (A) ou issues de fractions enrichies en paroi pecto-cellulosique (B)
ont été analysées par électrophorèse sur gel de polyacrylamide, en présence de SDS (SDS-PAGE) ; un western-
blot a ensuite été réalisé avec des anticorps polyclonaux anti-P1 ou anti-P2. Les fractions S1, S2 et S3 correspon-
dent aux différents stades d’enrichissement en paroi. Les membranes de la partie (A) ont volontairement été
surexposées afin de maximiser les chances de détection des protéines P1P2. La coloration des membranes et
des gels, respectivement au rouge Ponceau et au bleu de Coomassie a permis d’apprécier les quantités de pro-
téines analysées.
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Il a été montré que P2 interagit avec elle-même (Hébrard et al., 2001), ainsi qu’avec P3 (Leh

et al., 1999) et P6/TAV (Lutz et al., 2012). En plus d’oligomériser pour former les tubules permettant le

mouvement viral de cellule à cellule (Perbal et al., 1993), P1 peut interagir avec P3 (Stavolone et al.,

2005), via son extrémité carboxy-terminale, et P6/TAV (Hapiak et al., 2008). Nous avons fait

l’hypothèse que les protéines de fusion pourraient interagir avec les partenaires viraux des protéines

P1 et/ou P2 complètes. Pour évaluer les possibilités d’interactions entre les protéines P1P2 et d’autres

protéines virales, des expériences de far western-blot ont été réalisées. La protéine P1P2(D2) fusion-

née à la GST – pour « glutathion S-transférase » – et exprimée chez Escherichia coli a ainsi été incu-

bée avec des protéines virales P1, P3 et P6/TAV recombinantes et radiomarquées au
32

P, ainsi

qu’avec des particules virales purifiées. In vitro, GST-P1P2(D2) a interagit avec les particules virales

purifiées, les protéines P2 et P3 mais ni avec P1, ni avec P6/TAV (Figure 18). Aucune interaction n’a

été détectée entre la GST seule et les protéines/particules virales. Des expériences de GST pull-down

et de double-hybride, visant à confirmer les interactions observées par far western-blot, sont en cours

de réalisation.

Figure 17 : Immunodétection des protéines de fusion P1P2(D2) étiquetées HA- et myc- et exprimées de
façon transitoire, par agroinfiltration de feuilles de Nicotiana benthamiana. (A) Les protéines totales ont été
extraites à partir des feuilles agroinfiltrées 2,5 jours après infiltration et les protéines de fusion P1P2(D2) ont été
recherchées par western-blot, avec des anticorps anti-HA ou anti-myc. Des feuilles agroinfiltrées avec des cons-
tructions codant pour HA-GFP ou myc-GFP ont été utilisées comme contrôles positifs. Les images résultent d’une
surexposition volontaire des membranes, afin d’augmenter les chances de détection des protéines P1P2. (B) La
présence de transcrits correspondant aux différentes constructions agroinfiltrées a été vérifiée par RT-PCR, à
partir d’ARN totaux extraits à partir de feuilles agroinfiltrées.
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Le fait que les protéines de fusion P1P2 ne soient pas détectées au cours de l’infection mais

puissent interagir in vivo avec certains partenaires viraux de P1 et P2, suggère que ces protéines sont

rapidement dégradées après leur expression, possiblement afin de prévenir la mise en place de telles

interactions qui interféreraient avec les fonctions de P1 et/ou P2. Pour savoir si la voie de

l’ubiquitine/protéasome est impliquée dans la dégradation des protéines de fusion, nous avons réalisé

des cinétiques d’inhibition du protéasome. Deux constructions codant pour deux versions étiquetées

de la protéine P1P2(D2) ont été agroinfiltrées dans des feuilles de Nicotiana benthamiana. 1,5 jour

après infiltration, les feuilles ont été traitées avec du MG132, un inhibiteur de la voie de

l’ubiquitine/protéasome, ainsi qu’avec de la cyclohéximide, un inhibiteur de la traduction eucaryote. La

protéine DELLA RGA – pour « repressor of the ga1-3 mutant » –, liée à une étiquette HA-, a été utili-

sée comme témoin positif. Cette protéine, dont le rôle est de réprimer la voie de signalisation des gib-

bérellines, est connue pour être une cible de la voie de l’ubiquitine/protéasome (Feng et al., 2008).

Alors que la protéine RGA-HA a été stabilisée par le traitement au MG132 (Figure 19), il n’a

pas été observé de tel effet pour la protéine de fusion P1P2(D2) exprimée chez N. benthamiana.

Même si la forte difficulté à exprimer de façon reproductible la protéine de fusion P1P2(D2) ne nous

permet pas d’éliminer complètement l’hypothèse d’une dégradation par la voie de

l’ubiquitine/protéasome, il semble que les protéines P1P2 soient intrinsèquement instables.

Figure 18 : Tests d’interaction par far western-blot, entre la GST-P1P2(D2) exprimée en système bacté-
rien, et des protéines virales recombinantes et des particules purifiées. La GST-P1P2(D2) et la GST seule
ont été fractionnées par SDS-PAGE, transférées sur membrane de polyfluorure de vinylidène (PVDF), puis cette
dernière a été incubée avec des virions purifiés ou des protéines virales P1, P3 ou P6/TAV recombinantes et
radiomarquées au 32P (overlay).

Figure 19 : Cinétique d’inhibition de la voie de l’ubiquitine/protéasome, par traitement au MG132. Des
feuilles de Nicotiana benthamiana ont été agroinfiltrées avec deux constructions codant pour la P1P2(D2) étique-
tée HA-. 1,5 jour après infiltration, les feuilles ont été incubées avec du MG132 puis, 1,5 h après le début
d’incubation, de la cyclohéximide a été ajoutée au mélange. Le moment de l’ajout de la cyclohéximide correspond
au temps 0. La présence des protéines étiquetées HA- a été recherchée par western-blot, à l’aide d’anticorps
anti-HA.
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Pour évaluer l’importance des protéines de fusion P1P2 au cours du cycle infectieux, nous

avons inséré un codon d’arrêt de la traduction immédiatement en aval du site accepteur A – mutant

P1P2stop, où la séquence AGGAAGAAGCUUACUCGGA est remplacée par AGGAAGAAGCUUA-

CUCUGA. L’inoculation de plants de navets avec ce mutant a conduit à l’apparition de symptômes

systémiques identiques à ceux provoqués par la souche Cabb B-JI sauvage ; aucun délai dans

l’apparition de ces symptômes n’a été observé. Par ailleurs, les protéines de capside résultant de

clivages du précurseur P4 ont été retrouvées en même quantité chez le mutant et le virus sauvage

(Figure 20). Ceci indique que, dans nos conditions expérimentales, les protéines de fusion, ou du

moins la portion issue de l’ORF II, n’ont pas d’importance pour le cycle infectieux. L’analyse des

formes d’ARN 35S présentes chez les plantes infectées par le mutant P1P2stop a révélé une absence

relative de formes épissées (Figure 15C, échantillon P1P2stop avec la sonde ex). Ce résultat surpre-

nant indique que les protéines de fusion P1P2 et/ou P2 – puisque le codon stop inséré conduit à

l’expression d’une P2 tronquée au deux tiers – pourraient réguler positivement l’épissage de l’ARN

35S.

4) Un site donneur cryptique est utilisé lorsque les sites D1, D2 et D4 sont

mutés

Des études précédentes ont suggéré que l’épissage de l’ARN 35S est essentiel au CaMV

puisqu’il permet de réguler négativement l’expression des protéines P1 et P2, dont la suraccumulation

– en particulier dans le cas de P2 – serait délétère pour le cycle infectieux (Froissart et al., 2004; Kiss-

László et al., 1995). Cependant, étant donné qu’un site donneur serait suffisant pour assurer cette

régulation négative d’expression, et puisque les sites donneurs

D1, D2 et D4 sont conservés parmi les différentes souches du CaMV, nous avons émis l’hypothèse

que l’épissage alternatif pourrait avoir d’autres fonctions régulatrices pour le virus. Pour évaluer

l’importance biologique des différents sites donneurs, nous les avons inactivés un à un ou en combi-

naison, par mutagénèse dirigée sur le vecteur viral pMD324 contenant le génome complet de la

souche Cabb B-JI. Les mutations introduites au niveau des jonctions exon-intron devaient abolir

l’interaction avec le snARN U1 tout en maintenant, dans le cas des sites D1 et D2, la séquence co-

dante de l’ORF I, afin de ne pas altérer la fonction de la protéine de mouvement P1 (Figure 21A). En

effet, ces deux sites font partie de codons codant pour deux glycines qui sont conservées chez

d’autres Caulimovirus comme le FMV et le CERV. De plus, il a été observé que la mutation de résidus

situés à leur proximité immédiate conduisait à une incapacité à développer une infection systémique

(Thomas et Maule, 1995).

Figure 20 : Immunodétection des protéines P4 et P2 chez des navets infectés par le mutant P1P2stop et le
virus Cabb B-JI sauvage. Les protéines totales ont été extraites à 25 dpi et analysées par western-blot, comme
décrit précédemment.
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Des mutants simples, doubles et un mutant triple ont été générés. Les plasmides résultants

ont été inoculés mécaniquement à des plants de navets au stade trois-feuilles. Dix plantes ont été

inoculées avec chaque mutant d’épissage, lors de quatre expériences indépendantes. Tous les mu-

tants testés se sont révélés être infectieux chez le navet, y compris le triple mutant D1D2D4 pour le-

quel on s’attendait à ce que les mutations introduites soient létales pour le virus, du fait qu’elles abo-

lissent théoriquement l’épissage (Froissart et al., 2004; Kiss-László et al., 1995). Deux semaines

après inoculation, tous les plants de navets ont présenté des symptômes systémiques – mosaïques

foliaires, jaunissement des nervures et rabougrissement – identiques à ceux des plantes inoculées

avec le génome sauvage (Figure 21B). En outre, aucun délai dans d’apparition des symptômes n’a

été observé entre les différents mutants et le virus sauvage. Enfin, aucune différence dans

l’accumulation du précurseur P4 des protéines de capside n’a mise en évidence (Figures 21C et 21E).

Le séquençage de l’ADN viral extrait à partir des feuilles systémiques n’a pas révélé de réversion de

mutation. Les ARN totaux des plantes infectées par les différents mutants ou le virus sauvage ont été

extraits, et la région 5’ de l’ARN 35S englobant les sites d’épissage a été amplifiée par RT-PCR. Les

produits d’amplification obtenus ont ensuite été analysés par électrophorèse sur gel d’agarose. Le

profil global d’épissage présenté par les différents mutants est assez similaire, avec un amplicon ma-

Figure 21 : Les mutations des sites donneurs de la souche Cabb B-JI sont contrebalancées par
l’utilisation d’un site donneur cryptique. (A) Les jonctions exon-intron des sites donneurs ont été mutées indé-
pendamment ou en combinaison. Les sites donneurs GU sont en gras, et les nucléotides mutés sont soulignés.
Les acides aminés correspondant à la séquence codante de l’ORF I sont indiqués sous la séquence nucléoti-
dique des sites D1 et D2. (B) Symptômes présentés par des navets infectés par le mutant du site donneur D4 et
le virus sauvage, à 25 dpi, et (C) immunodétection de la protéine de capside P4. (D) Analyse, par RT-PCR, du
profil d’épissage des mutants des sites donneurs. Les ARN totaux de navets infectés ont été extraits à 21 dpi et
la région 5’ de l’ARN 35S – soit les 2500 premiers nucléotides – a été amplifiée. Les amplicons ont été séparés
par électrophorèse sur gel d’agarose. (E) Immunodétection de la protéine de capside P4 et de la protéine P2,
chez des navets infectés par le triple mutant D1D2D4 et le virus sauvage, à 25 dpi. Le décalage observé pour la
protéine P2 chez le mutant D1D2D4 est un artefact de migration.
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jeur d’environ 1,8 kpb, et plusieurs amplicons mineurs dont un d’environ 2,4 kpb correspondant à

l’ADNc de l’ARN 35S non-épissé. Il est intéressant de noter que l’amplicon principal obtenu avec le

mutant D1D2 est plus court que celui observé chez les autres mutants – 1,6 kpb contre 1,8 kpb. Alors

que le triple mutant D1D2D4 ne devrait conduire qu’à un amplicon de 2,4 kpb, l’amplicon de 1,6 kpb

est également observé. L’amplicon de 1,6 kpb a été extrait du gel d’agarose, cloné dans un vecteur

pGEM-T Easy (Promega) et séquencé. La séquence obtenue a révélé qu’il s’agissait d’une nouvelle

isoforme épissée de l’ARN 35S impliquant un site donneur que nous avons nommé Da, localisé dans

l’ORF I à la position 653 (Tableau 2 et Figure 22A), et le site accepteur A. Cet évènement d’épissage

conduit, comme lorsque les sites D2 et D3 sont utilisés, à une fusion en phase des ORF I et II. La

détection d’une quantité similaire de P2, chez des navets infectés par le virus sauvage et le triple mu-

tant (Figure 21E), laisse d’ailleurs penser à une régulation de l’expression de l’ORF II équivalente. Ce

site Da a été muté dans le contexte du triple mutant D1D2D4 – la séquence AGGU a été remplacée

par GGGC, sans que cela modifie la séquence codante de P1 – et le quadruple mutant D1D2D4Da

s’est également révélé être infectieux, suggérant, ici aussi, l’utilisation d’un ou plusieurs sites cryp-

tiques. L’analyse des ARN viraux par northern-blot est allée dans ce sens puisque l’utilisation de la

sonde ex, ciblant toutes les formes de l’ARN 35S, a révélée des bandes de taille inférieure à l’ARN

35S non-épissé, identifié quant à lui spécifiquement par la sonde int (Figure 15C, échantillon

D1D2D4Da). La différence dans le profil des bandes de taille inférieure à l’ARN 35S non-épissé, entre

l’échantillon D1D2D4Da et les trois échantillons Cabb B-JI (Figure 15C, sonde ex) tend, d’ailleurs, à

indiquer la présence d’isoformes épissées propres au quadruple mutant.

En conclusion, nos résultats montrent que les sites donneurs D1, D2 et D4 de l’ARN 35S ne

sont pas importants, en soi, pour l’infectiosité et la virulence du CaMV puisque leur inactivation ne

provoque pas de délais dans l’apparition des symptômes, qui sont d’ailleurs identiques à ceux provo-

qués par le CaMV sauvage, ni de variations d’accumulation de la protéine de capside P4 dans les

feuilles systémiques. À l’inverse, l’épissage, en tant que tel, est important puisque le virus utilise des

sites donneurs cryptiques pour pallier leur inactivation.

5) L’ARN 35S des souches Cabb-S et Cabb B-JI possède un profil

d’épissage complexe

Comme dit précédemment, un quadruple mutant D1D2D4Da de la souche Cabb B-JI s’est

également révélé infectieux, lorsqu’il a été inoculé à des plants de navets, ce qui a suggéré l’existence

d’autres sites d’épissage sur l’ARN 35S. Ceci nous a amené à étudier en détail l’épissage alternatif au

sein de l’ARN 35S de la souche Cabb B-JI et ce, en nous focalisant sur sa partie 5’ puisque

l’amplification par RT-PCR des régions localisées en aval du site accepteur n’a pas révélé l’existence

d’autres formes épissées. La région 5’ de l’ARN 35S – de l’extrémité 5’ à la fin de l’ORF II – a été am-

plifiée par RT-PCR, à partir d’ARN totaux extraits de navets infectés et traités à la DNase. Après clo-

nage des amplicons dans le vecteur pGEM-T Easy, la taille des fragments insérés a été évaluée par

électrophorèse sur gel d’agarose. Cette étape de triage a permis d’éliminer des clones contenant des

inserts identiques et surreprésentés. Les clones sélectionnés, à la suite de ce tri, ont été séquencés ;

les séquences obtenues ont été alignées avec celle de l’ARN 35 non-épissé. En plus des isoformes

qui ont été déjà mentionnées– non-épissée, D4-A, Da-A, D1-A et D2-A –, nous avons détectés 11

nouvelles isoformes épissées provenant de l’utilisation de deux autres sites donneurs – Db et Dc – et

de six sites accepteurs – Aa à Af – (Tableau 2, Figures 22A et 23). Tous ces nouveaux sites

d’épissage possèdent les séquences consensus GU – sites donneurs – ou AG – sites accepteurs – ;

ils ont été nommés selon l’ordre de leur découverte.

Le site donneur Db est localisé dans le petit ORF E, à proximité du site D4, au sein de la ré-

gion 5’ non-traduite. Le site donneur Dc, ainsi que les six nouveaux sites accepteurs, sont tous locali-

sés au sein de l’ORF I (Figure 22A). Les différentes isoformes épissées que nous avons analysées

sont le résultat de cinq événements de simple, neuf de double et un de triple épissage. Ils contiennent

tous au moins un ORF de fusion impliquant le petit ORF E, les ORF I et II, ainsi que des séquences
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d’autres cadres de lecture localisés dans la région des ORF I et II (Figure 23). Il est intéressant de

noter que l’utilisation du site donneur Db, qui se situe dans le petit ORF E de la région 5’ non-traduite,

conduit aussi à la formation d’ORF de fusion comme c’est le cas chez les isoformes Db-A et Db-Ab-

D2-A (Figure 23).

Tableau 2 : Sites donneurs et accepteurs d’épissage retrouvés chez les souches Cabb B-JI et Cabb-S.

Lorsque nous avons analysé les ARN viraux extraits de plants de navets infectés par la

souche Cabb-S, nous avons également observé un profil d’épissage complexe dans la partie 5’ de

l’ARN 35S puisque nous avons pu caractériser 12 isoformes épissées différentes (Figure 23) ; seule

l’isoforme D3-A n’a pas été détectée, malgré sa description par Kiss-László et al.. La plupart des sites

d’épissage ont une position identique chez les souches Cabb-S et Cabb B-JI (sites Da, Db, Ab, Ac,

Ad ; Figures 22A, 22B et Tableau 2). Dans de très rares cas, nous avons constaté l’utilisation d’un site

accepteur (Ah, à la position 1515) situé en aval du site accepteur A – en position 1508 – considéré

précédemment comme unique ; nous n’avons jamais mis en évidence l’utilisation de ce site chez la

souche Cabb B-JI, sauf lorsque nous avons inactivé le site accepteur A – ceci sera décrit la partie

Cabb B-JI Cabb-S

Sites donneurs d’épissage

(position)

D1 (872); D2 (887); D4 (7915);

Da (653); Db (7890); Dc (658)

D1 (872); D2 (887); D3 (1247);

D4 (7909); Da (653); Db (7884)

Sites accepteur d’épissage

(position)

A (1509); Aa (584); Ab (577); Ac (565);

Ad (652); Ae (830); Af (587)

A (1508); Ab (577); Ac (565);

Ad (652); Ag (864); Ah (1515)

85 et 87 clones, issus de deux expériences indépendantes, ont respectivement été séquencés pour les souches Cabb B-JI

et Cabb-S. Les sites Da à Dc et Aa à Af ont été nommés selon l’ordre de leur découverte chez la souche Cabb B-JI.

Figure 22 : Sites donneurs et accepteurs d’épissage retrouvés chez les souches Cabb B-JI et Cabb-S. Les
2500 premiers nucléotides de l’ARN 35S des souches Cabb B-JI (A) et Cabb-S (B) sont schématisés. Les sites
d’épissage découverts précédemment sont en gras italique. Le signal d’encapsidation putatif (Ψ) et le site
d’initiation de la rétrotranscription (PBS) sont représentés. La séquence R correspond à une séquence répétée
longue d’environ 180 nucléotides, qui est retrouvée aux deux extrémités de l’ARN 35S.
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suivante. L’étude, par alignement de séquences, de la conservation potentielle des nouveaux sites

détectés indique que tous sont présents parmi les différentes souches virales.

Notre analyse des différentes isoformes de l’ARN 35S montre clairement que ce dernier est

l’objet, chez les souches Cabb B-JI et Cabb-S, d’un d’épissage alternatif complexe qui implique de

Figure 23 : Évènements d’épissage et isoformes correspondantes, chez les souches Cabb B-JI et Cabb-S.
L’épissage est représenté par des lignes pointillées. Pour chaque type d’événement d’épissage, les isoformes
sont indiquées et une ou plusieurs isoformes représentatives – indiquées en gras – sont schématisées. Le
nombre de petits (p) et grands (g) ORF situés en amont de l’ORF III est donné entre parenthèses. Les régions
des ORF I et II qui, chez certaines isoformes, ne sont plus codantes du fait d’un décalage du cadre de lecture,
sont hachurées. Les séquences codantes qui sont localisées dans les régions des ORF I et II, mais qui possè-
dent un cadre de lecture différent, sont grisées.



65

multiples sites donneurs et accepteurs situés majoritairement dans l’ORF I. La conservation de tous

ces sites, chez les différentes souches virales, indique que cet épissage complexe semble être une

propriété commune à l’ensemble des souches du CaMV.

6) Des sites accepteurs cryptiques peuvent être activés pour maintenir

l’épissage de l’ARN 35S

Nos travaux montrent que l’inactivation de sites donneurs d’épissage peut être contrecarrée

par l’utilisation d’une multitude d’autres sites. La découverte, parmi les nouveaux sites que nous avons

caractérisés, d’un site accepteur situé à proximité du site A (Figure 22B, site accepteur Ah) suggère

que ce site Ah – ou d’autres sites accepteurs – peut suppléer le site accepteur A et par conséquent,

que ce dernier n’est pas aussi crucial pour l’infectiosité que ce qui était décrit auparavant (Froissart et

al., 2004; Kiss-László et al., 1995). Pour vérifier cette hypothèse, nous avons introduit une mutation

considérée par Kiss-László et al. (1995) et Froissart et al. (2004) comme suffisante pour empêcher

l’utilisation du site A : ainsi, la jonction intron/exon AGG a été mutée en AGA et le mutant correspon-

dant a été nommé B-JI ma3 (Figure 24A). Dans nos conditions expérimentales – c’est-à-dire une ino-

culation mécanique de nos plantes avec 8 µg d’ADN viral linéarisé et une culture en serre, en condi-

tions

de jours longs –, les plants de navets inoculés avec le mutant B-JI ma3 ont développé des symptômes

systémiques identiques à ceux provoqués par la souche Cabb B-JI sauvage (Figure 24B).

L’accumulation des protéines virales dans les feuilles systémiques s’est révélée similaire entre la

souche sauvage et le mutant B-JI ma3, à l’exception notable de la protéine P2, laquelle est quasiment

indétectable chez les plantes infectées par le mutant (Figure 24D). Pour déterminer si le comporte-

ment observé était dû à la souche virale, nous avons évalué l’infectiosité d’un mutant de la souche

Cabb-S contenant la même mutation (mutant S ma3 ; Figure 24A). En contradiction avec les études

publiées précédemment (Froissart et al., 2004; Kiss-László et al., 1995), ce mutant s’est avéré être

aussi infectieux que le virus sauvage (Figure 24B). Comme pour le mutant B-JI ma3, la protéine P2

s’est trouvée être difficilement détectable chez les plantes infectées avec le mutant S ma3, alors

qu’aucune différence n’a été observée pour les autres protéines virales testées, par rapport aux

plantes infectées avec la souche Cabb-S (Figure 24D). Pour les deux souches Cabb B-JI et Cabb-S,

le séquençage de la partie 5’ de l’ARN 35S de la descendance virale n’a montré aucune réversion de

mutation. De même, aucune autre modification qui aurait pu expliquer l’infectiosité de ces mutants,

telle qu’une délétion ou l’insertion d’un codon d’arrêt de la traduction dans l’ORF II, n’a été observée.

Fait surprenant, l’amplification par RT-PCR et le séquençage de la partie 5’ de l’ARN 35S ont révélé

que le site accepteur A – qui est en position 1509 chez Cabb B-JI, et 1508 chez Cabb-S – était tou-

jours actif et ce, en dépit de la mutation introduite (Figures 24A et 24C, clones 14 et 43). Par ailleurs,

chez certaines isoformes épissées que nous avons caractérisées, le dinucléotide AG situé immédia-

tement en aval du site A – c’est-à-dire le site accepteur Ah – a été utilisé en tant que site accepteur

d’épissage (Figures 24A et 24C, clone 17).

La mutation ma3 n’affecte pas directement l’utilisation du site accepteur A. Pour inactiver tota-

lement ce site, chez la souche Cabb B-JI, nous avons introduit une mutation au sein même du dinu-

cléotide AG : le site accepteur AGG a été muté en UGC (mutant B-JI mutA ; Fig. 21A). Comme avec

les mutants testés précédemment, les plants de navets inoculés avec le mutant B-JI mutA ont présen-

té des symptômes systémiques de nature et de sévérité identiques à ceux produits par la souche sau-

vage (Figure 24B). Aucun délai dans l’apparition de ces symptômes n’a été noté entre le mutant et le

virus sauvage. En outre, les plantes inoculées avec le mutant B-JI mutA ont accumulé des quantités

de protéines virales similaires, y compris de P2, à celles des plantes inoculées avec le virus sauvage

(Figure 24D). Enfin, le séquençage des ARN viraux a confirmé l’absence de réversion de mutation du

site A, et a révélé que deux dinucléotides AG situés en aval du site muté, dont le site Ah, sont occa-

sionnellement utilisés comme sites accepteurs d’épissage (Figure 24A).
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En conclusion, nos résultats montrent que lorsque le site accepteur A est rendu inutilisable,

l’épissage de l’ARN 35S est maintenu grâce à la sélection, par le splicéosome, de sites accepteurs

cryptiques présents à proximité du site A. Ceci explique pourquoi l’inactivation du site A n’est pas dé-

létère pour l’infectiosité du virus.

Figure 24 : Des mutations du site accepteur A conduisent à l’utilisation de sites accepteurs cryptiques.
(A) Le site accepteur d’épissage A a été muté chez les souches Cabb B-JI et Cabb-S. Les dinucléotides AG utili-
sés comme sites accepteurs chez les virus sauvages et mutants sont en gras ; les mutations insérées sont souli-
gnées. La séquence codante de l’ORF II est indiquée sous les séquences nucléotidiques du virus sauvage et des
deux mutants. (B) Symptômes présentés par des navets infectés par les virus sauvages et les différents mutants,
à 45 dpi. (C) Séquences nucléotidiques de la jonction d’épissage située autour du site accepteur A, chez trois
isoformes épissées, clonées à partir de plants de navets infectés avec les mutants B-JI ma3 et S ma3. L’exon 2
est représenté par une ligne pointillée et l’exon 3 par une ligne solide. (D) Immunodétection des protéines virales
P6/TAV, P4, P2, P1 et P3 chez des navets infectés par les mutants B-JI mutA, B-JI ma3, S ma3 ou les souches
sauvages correspondantes. Deux réplicats sont présentés pour chaque condition.
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DISCUSSION

1) Conservation des sites d’épissage, chez les souches du CaMV et les

Caulimovirus

Nos données démontrent l’existence de l’épissage alternatif chez une troisième souche de

CaMV, la souche Cabb B-JI, après les travaux réalisés sur les souches CaMV-S (Hirochika et al.,

1985) et Cabb-S (Kiss-László et al., 1995). Comme le montre notre analyse in silico (Figure 13), il est

probable que l’épissage alternatif de l’ARN 35S soit un phénomène très largement répandu parmi les

souches du CaMV, puisque trois des quatre sites donneurs et le site accepteur décrits par Kiss-László

et al. sont conservés chez toutes les souches virales séquencées. Les sites D1 et D2 font partie de

codons Gly qui se situent dans l’ORF I, au niveau de régions conservées parmi les différentes

souches du CaMV et certains Caulimovirus (Thomas et Maule, 1995). Pourtant, la conservation de

ces deux sites donneurs n’est pas à mettre au crédit de l’importance des deux glycines pour les-

quelles ils codent, pour le mouvement du virus de cellule à cellule, puisque les codons de la glycine

sont de type GGX (où X est n’importe quel nucléotide), et non seulement GGU. Enfin, tous les nou-

veaux sites d’épissage que nous avons pu caractériser chez Cabb B-JI et/ou Cabb-S sont conservés

chez les autres souches du CaMV.

Outre le CaMV, le seul Caulimovirus pour lequel l’existence de l’épissage alternatif a été prou-

vée est le FMV, dont l’organisation génomique est très similaire (Richins et al., 1987; Scholthof et al.,

1991). L’évènement d’épissage qui a été décrit implique un site donneur situé dans l’ORF IV et un site

accepteur situé dans l’ORF V. Ces deux sites ne sont pas conservés chez le CaMV. Inversement, les

sites D1, D2 et A du CaMV sont conservés chez le FMV et le LLDAV. Il est donc également possible

que l’épissage alternatif dans la région 5’ de l’ARN 35S soit un phénomène existant chez d’autres

Caulimovirus que le CaMV.

2) Découverte d’un profil d’épissage complexe, chez le CaMV

L’épissage alternatif de l’ARN 35S du CaMV est un phénomène bien plus complexe que ce

que les premiers articles publiés sur le sujet ont laissé transparaitre (Hirochika et al., 1985; Kiss-

László et al., 1995). En effet, nos résultats montrent que l’ARN 35S de la souche Cabb B-JI possède

au moins six sites donneurs et sept sites accepteurs. Leur utilisation par le splicéosome conduit, en

théorie, à la production de plusieurs dizaines d’isoformes épissées. Nous avons pu caractériser 15 de

ces isoformes, parmi lesquelles certaines résultent de l’excision de deux voire trois introns. Une telle

complexité est également observée chez la souche Cabb-S puisque six sites donneurs et six sites

accepteurs sont utilisés au cours de l’infection ; nous avons caractérisé 13 isoformes épissées diffé-

rentes. De même que chez Cabb B-JI, des isoformes proviennent de l’excision de deux ou trois in-

trons. Enfin, tous les nouveaux sites que nous avons caractérisés sont conservés chez l’ensemble des

souches du CaMV. Les évènements d’épissage que nous avons décrits ne concernent que la partie 5’

de l’ARN 35S. Malgré la présence de plusieurs sites putatifs dans d’autres régions de l’ARN 35S,

nous n’avons pas détecté d’épissage en aval de l’ORF II, ce qui suggère que l’épissage de la partie 5’

pourrait être impliqué, entre autres, dans la régulation du transport in planta du CaMV et/ou de sa

transmission, par les pucerons vecteurs.

La découverte de l’existence d’une telle complexité, dans l’épissage alternatif de l’ARN 35S du

CaMV, soulève inéluctablement la question de sa signification biologique. L’approche méthodologique

que nous avons utilisée peut expliquer, en partie, ce résultat, ainsi que la différence entre nos don-

nées et celles obtenues précédemment (Hirochika et al., 1985; Kiss-László et al., 1995). Dans l’article

d’Hirochika et al. (1985), l’existence de l’épissage alternatif chez la souche CaMV-S a été fortement

suggérée après que différentes formes d’ADN génomique viral aient été clonées puis séquencées. La
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difficulté que représentait une telle tâche, à cette époque, a limité le nombre de molécules d’ADN viral

séquencées à quatre. La méthode employée par Kiss-László et al. (1995) se rapproche de la nôtre

puisqu’elle repose sur le séquençage d’une cinquantaine de clones d’ADNc produit à partir d’ARN de

protoplastes d’Arabidopsis transfectés avec des constructions artificielles contenant les premiers ORF

du CaMV. Les nouveaux sites d’épissage que nous présentons ici ont été caractérisés à partir d’ADNc

synthétisé à partir de navets infectés. De nombreux clones – environ 90 par souche – ont été séquen-

cés et ce, après une étape de tri où les clones contenant l’ADNc d’isoformes épissées surreprésen-

tées ont été éliminés. Notre méthodologie, qui privilégie la diversité des fragments de RT-PCR clonés,

a ainsi permis la caractérisation d’au moins 12 isoformes épissées par souche. Il est certain que notre

façon de procéder a induit un biais en privilégiant la caractérisation d’isoformes dont certaines ne sont

peut-être que rarement produites. Toutefois, l’étendue même de ce biais est difficile à évaluer car il

faudrait, pour cela, pouvoir mesurer la proportion relative de chacune des isoformes de l’ARN 35S.

Chez Cabb-S, la proportion globale d’ARN 35S épissés a été estimée à 70%, et les quatre

isoformes alors décrites ont été quantifiées par la technique de protection aux ribonucléases (RNases)

A et T1 (Kiss-László et al., 1995). Selon ces données, l’isoforme D4-A représente 10 % de la popula-

tion totale d’ARN 35S, tandis que les trois autres isoformes D1-A, D2-A et D3-A représentent chacune

20% de cette population. Une estimation de nos résultats obtenus par northern-blot et analysés en

densitométrie donne, à première vue, une valeur similaire pour la souche Cabb B-JI puisqu’on estime

à 71% la proportion d’ARN épissés, au sein de la population totale d’ARN 35S. (Figure 15B). Pourtant,

nos résultats remettent doublement en cause ces estimations. Premièrement, la quantification des

isoformes s’est faite en ciblant les différentes jonctions d’épissage. Or ces jonctions peuvent être par-

tagées par plusieurs isoformes lorsque ces dernieres procèdent de l’excision de plusieurs introns : les

isoformes Db-Ab-D2-A, D2-A et D4-Ad-D2-A partagent, par exemple, la jonction D2-A. Deuxième-

ment, pour ce qui est de l’estimation de la proportion globale d’ARN 35S épissés, nous montrons que

certains ARN épissés peuvent être rétrotranscrits, comme cela a été observé chez la souche CaMV-S

(Hirochika et al., 1985). L’ARN 35S possède, à ses extrémités 5’ et 3’, une séquence répétée

d’environ 180 nucléotides qui est impliquée dans des sauts réplicatif intra- ou intermoléculaires ayant

lieu au cours de la rétrotranscription. En outre, il possède, aux alentours de l’extrémité 5’ de l’ORF VII,

un site de liaison pour l’ARNt-Met initiateur utilisé pour initier la rétrotranscription, ainsi qu’une à trois

séquences riches en purines, qui permettent d’initier la synthèse du brin complémentaire de l’ADNc

(Guilley et al., 1983; Pfeiffer et Hohn, 1983). En théorie, tout ARN 35S possédant ces signaux – et

c’est le cas de chacune des isoformes épissées, à l’exception de celles où les sites donneurs Db ou

D4 ont été sélectionnés – peut être rétrotranscrit. Nous avons détecté, expérimentalement, plusieurs

formes d’ADN viral délété, issues de la rétrotranscription d’ARN épissés. Il se peut que ces différentes

formes d’ADN délété correspondent aux molécules d’ADN circulaires de tailles variées qui ont été

observées dans le noyau de plantes infectées par le CaMV (Olszewski et Guilfoyle, 1983). Ces gé-

nomes délétés pourraient probablement participer à la production d’ARN analogues aux isoformes

épissées – dits spliced-like –, dont la présence fausserait les tentatives de quantification. Plus globa-

lement, la complexité des profils d’épissage que nous avons observés, ainsi que la relative homogé-

néité de taille parmi les différents formes épissées – l’excision de l’intron le plus long, Db-A, réduit la

taille de l’ARN 35S de seulement 20% –, rendent la quantification précise des isoformes décrites très

ardue.

3) Raison d’être de l’épissage alternatif de l’ARN 35S du CaMV

Un des points, dans notre questionnement de départ, était de comprendre pourquoi plusieurs

sites donneurs d’épissage sont utilisés. Cette interrogation s’inscrivait alors dans un schéma

d’épissage relativement simple, où trois sites donneurs sur quatre pouvaient conduire à l’expression

de protéines de fusion P1P2. La génération de protéines de fusion, au cours de l’épissage, est assez

commune. L’épissage alternatif, chez l’HBV, génère deux protéines de fusion différentes nommées

HBSP et HBDSP (Chen et al., 2010; Soussan et al., 2000). Chez le MSV, c’est un ORF de fusion pro-

cédant de l’épissage qui code pour la protéine Rep impliquée dans la réplication du génome viral
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(Wright et al., 1997). Plus généralement, la création d’ORF est un phénomène retrouvé dans de nom-

breux cas d’épissage alternatif. À l’échelle des virus, nombreuses sont les protéines produites à partir

d’ARN épissés alternativement ; c’est le cas, par exemple, des antigènes t et T du SV40 – un membre

des Polyomaviridae – qui sont synthétisés à partir de deux isoformes issues d’un même pré-ARNm.

On citera également, en référence aux exemples énoncés dans l’introduction, les protéines du HIV-1

dites accessoires, Rev et Tat, ainsi que la protéine NS2/NEP de l’IAV.

Même si nos données n’apportent pas une réponse claire à la question, il semble que ce ne

soit pas dans le but d’exprimer des protéines de fusion que de multiples sites donneurs sont utilisés. Il

était admis, précédemment, que 60% des ARN 35S de la souche Cabb-S codaient pour de telles pro-

téines (Kiss-László et al., 1995). On pouvait alors supposer un rôle pour ces protéines. Nous avons

étudié, in vitro, leurs interactions potentielles avec des protéines virales. Les protéines P1P2 sont

capables d’interagir in vitro avec les protéines virales P2, P3 ainsi qu’avec les virions. Ces interactions

se font probablement par le biais de la partie P2 des protéines de fusion (Hébrard et al., 2001; Leh et

al., 1999). Dans le cas de l’interaction avec les virions, il est probable que cela se fasse par

l’intermédiaire de P3, puisque cette dernière est associée aux particules virales (Dautel et al., 1994).

Des interactions in planta entre protéines de fusion et P2 et P3 pourraient donc moduler la transmis-

sion (Armour et al., 1983; Leh et al., 1999, 2001) ou le mouvement de cellule à cellule du CaMV (Sta-

volone et al., 2005). Cependant, comme cela a été exposé précédemment, le pourcentage des ARN

codant les protéines P1P2 est probablement inférieur à 60%, du fait de l’existence de nombreuses

autres isoformes épissées – se référer à la partie précédente pour l’explication sur la quantification

des isoformes épissées. De plus, les mutants où les sites donneurs D1 et D2 ont été inactivés se sont

révélés être parfaitement infectieux, dans nos conditions d’inoculation et de culture des plantes, tout

comme l’a été le mutant conduisant à la production de protéines de fusion tronquées de leur fragment

issu de P2, suite à l’introduction d’un codon stop immédiatement en aval du site A (mutant P1P2stop).

Enfin, nous n’avons jamais détecté les protéines de fusion en contexte infectieux. Il semble que ces

protéines soient très faiblement exprimées et/ou instables puisque nous ne les avons détectées que

très rarement et en faibles quantités, lors d’expériences d’expression transitoire, in planta. Cette pos-

sible instabilité ne semble pas dépendre de la voie de l’ubiquitine/protéasome, puisque nous n’avons

pas observé d’accumulation des protéines de fusion suite à l’inhibition de cette voie de dégradation,

par le MG132. Il se peut que les protéines P1P2 soient dégradées par des protéases cellulaires –

propres aux cellules végétales puisque nous avons pu exprimer les P1P2 en système bactérien –, ou

bien qu’elles possèdent une ou plusieurs séquences d’instabilité, comme cela a été montré pour la

protéine de capside (Karsies et al., 2001). Une dernière explication serait que les ARN viraux épissés

ne sont pas traduits, bien que cela semble très improbable étant donné que ces ARN ont une organi-

sation très proche – à l’exception des isoformes épissées au niveau des sites D1 et Db – de l’ARN

35S non-épissé.

Parmi tous les isoformes épissées que nous avons caractérisées, la très grande majorité co-

dent pour des ORF de fusion qui impliquent non seulement les ORF I et II, mais aussi le petit ORF E

ainsi que des séquences d’autres cadres de lecture localisés dans la région des ORF I et II. Il est pos-

sible qu’à défaut de coder pour des protéines ayant une fonction biologique, ces ORF aient un rôle en

cis. Ainsi, en conduisant à la formation d’un long ORF, ils permettraient de réguler négativement

l’expression de l’ORF II, tout en prévenant l’apparition de nombreux ORF dont la présence serait de

nature à défavoriser la réinititation traductionnelle P6/TAV-dépendante des ORF situés en aval, tels

que les ORF III et IV. Cette hypothèse a été émise, en des termes assez similaires, par Kiss-László et

al. (1995).

S’il a été proposé que l’épissage alternatif de l’ARN 35S du CaMV permette une meilleure ex-

pression des ORF III, IV et V, en réduisant le nombre d’ORF situés en amont de l’ORF III (Kiss-László

et al., 1995), il a été montré que le rôle principal de l’épissage est de réguler négativement

l’expression de l’ORF II et ce, afin d’empêcher une trop forte accumulation de son produit

d’expression, P2, qui serait toxique pour le bon déroulement du cycle viral (Froissart et al., 2004). Il

nous a été impossible de reproduire les résultats des articles de Kiss-László et al. (1995) et Froissart
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et al. (2004), en ce qui concerne l’inactivation du site accepteur d’épissage A. Dans ces deux articles,

la jonction intron-exon située autour du site A a été mutée, ce qui a provoqué une inactivation du site

A et de l’épissage de l’ARN 35S. Nous avons introduit cette même mutation (mutation ma3) sur nos

deux souches d’études – dont l’une, Cabb-S, a été utilisée dans ces deux articles – sans pour autant

observer une inactivation de l’épissage. Au contraire, nous avons montré que cette mutation, dans

nos conditions expérimentales, n’est pas capable de désactiver le site A. Le seul effet notable que

nous ayons observé est une absence de P2 dans les plantes infectées par ces mutants. Dans une

seconde tentative, l’inactivation complète du site A – chez le mutant mutA – a conduit à l’utilisation de

dinucléotides AG situés à proximité immédiate de ce site. Notre incapacité à inhiber véritablement

l’épissage de l’ARN 35S a été la limite principale de nos investigations et elle a annihilé, jusqu’à ce

jour, nos efforts visant à comprendre la ou les fonctions de l’épissage alternatif, chez le CaMV. La

détection de quantités similaires de P1 et de P2, chez le mutant B-JI mutA et la souche sauvage (Fi-

gure 24D), semble indiquer que les sites accepteurs cryptiques qui pallient la mutation du site A sont

reconnus efficacement par le splicéosome. En d’autres termes, la quantité d’ARN 35S non-épissé,

dans les cellules infectées par ce mutant, devrait être la même que celle présente dans les cellules

infectées par le virus sauvage, étant donné que les protéines P1 et P2 ne sont exprimées qu’à partir

de la forme complète de l’ARN 35S. Dans le cas contraire, on détecterait plus de protéines P1 et P2,

chez les plantes infectées par ce mutant, par rapport à celles infectées par la souche sauvage.

Comme évoqué précédemment, il a été envisagé que les ARN épissés favoriseraient l’expression des

ORF III et IV, en réduisant le nombre d’ORF situés en amont de l’ORF III. Il s’avère que les plants de

navets infectés par le mutant B-JI mutA et la souche sauvage, renferment des quantités de protéines

virales P3 et P4 quasi-identiques. Le fait que la protéine P2 ne soit pas détectée dans les feuilles sys-

témiques des plantes infectées par les mutants de type ma3, alors qu’elle s’accumule normalement

dans les plantes infectées par le mutant B-JI mutA, pourrait s’expliquer par une différence dans l’acide

aminé introduit par la mutation : la glycine de la P2 sauvage est remplacée par une alanine, chez le

mutant B-JI mutA – un acide aminé chimiquement très semblable à la glycine –, ou par un acide as-

partique, chez les deux mutants ma3. Il se peut que la présence d’un acide aspartique conduise à des

modifications dans les propriétés physico-chimiques de la P2, ce qui aurait un effet déstabilisateur

comme cela a déjà été rapporté dans le cas de la mutation d’autres de ses résidus (Hébrard et al.,

2001).

Enfin, il est envisageable que l’utilisation de nombreux sites d’épissage, et donc la présence

de nombreuses isoformes épissées de l’ARN 35S, soient le résultat d’une modulation de l’épissage

causée par l’infection. Certaines protéines virales peuvent influer sur l’épissage de certains transcrits –

viraux ou cellulaires – en agissant de façon ciblée, ou parfois de manière plus globale. La protéine

NS1 du virus de l’influenza A, par exemple, peut déréguler l’épissage, grâce à sa capacité à interagir

avec plusieurs composants du splicéosome dont les snARN U2 et U6 (Dubois et al., 2014). Par ana-

logie, on peut imaginer qu’une ou plusieurs protéines du CaMV puissent perturber l’épissage dans les

cellules infectées. La protéine P6/TAV, de par sa localisation partiellement nucléaire (M. Haas et al.,

2005) et sa capacité à interagir avec l’ARN simple- (De Tapia et al., 1993) et double-brin (Cerritelli et

al., 1998), pourrait être un candidat potentiel à cette fonction mais d’autres protéines, en particulier P2

et P3 – dont les petites tailles autorisent une diffusion nucléaire – pourraient également être impli-

quées dans ce phénomène. L’incapacité à détecter par northern-blot, des formes épissées chez des

plantes infectées par un mutant produisant des protéines P1P2 et P2 tronquées – le mutant P1P2stop

– semble aller, au moins partiellement, dans le sens de cette dernière hypothèse. Finalement, il n’est

pas impossible que les nombreuses isoformes de l’ARN 35S soient, en partie, le résultat d’un proces-

sus d’épissage aléatoire. Cette hypothèse, selon laquelle les sites d’épissage sont souvent sélection-

nés de façon stochastique, a été proposée récemment (Melamud et Moult, 2009a, 2009b) et elle ex-

pliquerait une partie importante des évènements d’épissage chez l’Homme. Ainsi, de nombreuses

isoformes sans fonction particulière seraient produites et soumises à une pression évolutive faible,

tant qu’elles n’influenceraient pas négativement le cycle infectieux du virus.
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4) Autres fonctions possibles de l’épissage, lors du cycle infectieux

Tous les nouvelles isoformes que nous avons caractérisées ne codent pas pour les ORF I et

II, et aucune d’entre elles ne semble être défavorable à l’expression des ORF III, IV et V, puisqu’elles

ont moins d’ORF en amont de l’ORF III que n’en a l’ARN 35S non-épissé. Même si les conclusions de

Froissart et al. (2004) ne vont pas particulièrement dans cette direction, il est possible que l’épissage

ait également pour rôle de réguler négativement l’expression de l’ORF I, peut-être de façon temporelle

comme chez certains virus. La protéine de mouvement du virus de la mosaïque du tabac est, par

exemple, exprimée au début de l’infection (Lehto et al., 1990; Watanabe et al., 1984).

Il n’est pas à exclure que l’épissage alternatif puisse avoir d’autres fonctions sans lien direct avec
l’expression des gènes viraux. Les introns contiennent parfois des séquences de précurseurs de
miARN (Brown et al., 2008). Ce n’est apparemment pas le cas chez le CaMV, puisque la région allant
de la fin de la séquence leader – le début de l’ORF VII – jusqu’au site A, c’est-à-dire la majorité de
l’intron Db-A, n’est pas la source d’une forte production de petits ARN viraux par la machinerie cellu-
laire, contrairement à la région leader et au début de l’ARN 19S (Blevins et al., 2011; Moissiard et
Voinnet, 2006). Récemment, il a été montré, chez Arabidopsis, que les ARN possédant des introns
sont moins sensibles au phénomène de RNA silencing que les transcrits exempts d’introns. En parti-
culier, les ARN avec introns sont moins sujets à la production de petits ARN interférents (siARN) mé-
diée par l’ARN polymérase ARN-dépendant RDR6 (Christie et al., 2011). Au cours de l’infection virale,
l’ARN 35S est sujet à la dégradation en siARN, grâce à l’action des 4 types de protéines DCL – pour
« dicer-like » – effectrices du RNA silencing (Blevins et al., 2006; Moissiard et Voinnet, 2006). Ce pro-
cessus, et plus particulièrement la production de siARN dépendante de RDR6, est en partie contrecar-
ré par la protéine P6/TAV (Shivaprasad et al., 2008). Il est possible que la présence d’introns sur
l’ARN 35S renforce l’action inhibitrice de P6/TAV envers RDR6. Enfin, une dernière hypothèse est que
les sites donneurs localisés dans la région 5’ leader – Db et D4 – pourraient être impliqués dans la
suppression d’évènements de polyadénylation prématurés, lors de la transcription de l’ARN 35S, de
façon analogue à ce qui a été décrit chez les Retroviridae comme le HIV-1 (Ashe et al., 1995; Sajic et
al., 2007) ou les foamy virus (Schrom et al., 2013). En effet, la snRNP U1, en plus de son rôle dans la
réaction d’épissage, interfère avec les évènements de formation de l’extrémité 3’ des pré-ARNm et
protège certains pré-ARNm d’une polyadénylation prématurée (Kaida et al., 2010). Ce mécanisme
participe au maintien de l’intégrité du transcriptome, en assurant une longueur convenable aux ARNm
(Langemeier et al., 2013). Chez le HIV-1 et les foamy virus, le signal de polyadénylation est retrouvé à
chacune des deux extrémités du génome proviral, au niveau de séquences répétées nommées 5’ et
3’LTR – pour « long terminal repeat » – qui sont générées au cours de la rétrotranscription. Il a été
démontré que le signal de polyadénylation localisé dans la 5’LTR est ignoré grâce à un mécanisme
qui implique la reconnaissance, par la snRNP U1, d’un site donneur d’épissage situé à quelques cen-
taines de nucléotides (Ashe et al., 1995; Schrom et al., 2013). La reconnaissance de ce site donneur,
à proximité du signal de polyadénylation situé à l’extrémité 5’ du génome, empêche un arrêt prématu-
ré de la transcription et donc, participe à la production d’ARN viraux complets. Sur le génome du
CaMV, le signal de polyadénylation est situé à environ 180 nucléotides en aval du site d’initiation de la
transcription. Il va de soi que la polyadénylation, chez le CaMV, doit être régulée afin de permettre une
transcription complète du génome et d’empêcher la production de petits ARN viraux dits short-stop,
résultant d’un arrêt de la transcription suite à la première rencontre avec le signal de polyadénylation
(Sanfaçon et Wieczorek, 1992). Les sites donneurs D4 et Db sont localisés à environ 300 nucléotides
en aval du signal de polyadénylation et lui font face, au sein de la tige-boucle de la région 5’ leader.
L’étude d’une possible implication de ces sites dans la régulation de la polyadénylation pourrait per-
mettre de savoir si le CaMV utilise une stratégie similaire à celle qui est employée par certains
membres de la famille des Retroviridae.
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MATÉRIELS ET MÉTHODES

1) Alignement de séquences

Les séquences complètes des souches de CaMV et de membres du genre Caulimovirus pro-

viennent de Genbank. Les numéros d’accession des souches de CaMV sont les suivants : Cabb-S

(NC_001497.1), CMV-1 (M90543.1), NY8153 (M90541.1), CM1841 (V00140.1), BBC (M90542.1), B29

(X79465.1), W260 (JF809616.1), D/H (M10376.1), Xinjiang (AF140604.1), Cabb B-JI (KJ716236). Les

numéros d’accession des Caulimovirus analysés sont les suivants : Carnation etched ring virus

(CERV; NC_003498.1), Dahlia mosaic virus (DMV; NC_018616.1), Figwort mosaic virus (FMV;

NC_003554.1), Lamium leaf distortion associated virus (LLDAV; NC_010737.1), Strawberry vein ban-

ding virus (SVBV; NC_001725.1). L’alignement de séquences a été réalisé à partir du programme

informatique Clustal Omega (Sievers et al., 2011), avec des paramètres de base.

2) Plantes hôtes, souches virales et inoculation

Des plants de navets (Brassica rapa cv. Tokyo) au stade « trois feuilles » sont inoculés méca-

niquement avec 8 µg de vecteur viral linéarisé, contenant le génome des souches sauvages Cabb-S

(vecteur pCa37 linéarisé par SalI ; Franck et al., 1980) et Cabb B-JI (vecteurs pMD324 et pBS-BJI,

linéarisés respectivement par SalI et SpeI ; Delseny et Hull, 1983), ou de mutants de celles-ci. Après

inoculation, les plants sont cultivés en conditions de jour long (16 h de lumière à 22°C, 8 h d’obscurité

à 18°C).

3) Plasmides

a) Mutants d’épissage et mutant P1P2stop

Tous les mutants de sites donneurs et accepteurs ont été générés par la technique standard

de mutagénèse dirigée, à partir des plasmides pMD324 (mutants des sites donneurs et mutant

P1P2stop, chez Cabb B-JI), pBS-BJI (mutants des sites accepteurs, chez Cabb B-JI) et pCa37 (mu-

tant du site accepteur, chez Cabb-S).

b) Vecteurs d’expression de versions étiquetées de la protéine GFP et des

protéines virales P1, P2, P3, P6/TAV et P1P2(D2)

L’intron D2-A a été délété par PCR, sur le plasmide pMD324, pour créer la séquence codante

de la protéine P1P2(D2). Les séquences codantes des gènes de la protéine fluorescente verte (GFP)

et de la protéine P1P2(D2) ont été fusionnées aux séquences codantes des étiquettes hémaglutine

(HA, provenant de l’hémaglutinine du virus de l’influenza humaine) et myc (provenant du facteur de

transcription c-Myc), par le système de clonage Gateway (Invitrogen), selon les instructions du fabri-

cant et à partir des vecteurs binaires pGWB14, 15, 17 et 18 (Nakagawa et al., 2007).

Pour fusionner la séquence codante de la glutathion S-transférase à celle de la protéine de

fusion P1P2(D2), la séquence de cette dernière a été amplifiée par PCR (oligonuléotides : 5’-CAAGG-

TACCGGATCCATGGATTTGTATCCAGAAGAAAATA-3’ et 5’-CAAGAGCTCGTCGACTTAGCCAAT-

AATATTCTTTAATCCTT-3’), puis clonée par BamHI et SalI, dans le vecteur pGEX-6P-1 (GE

Healthcare).

Les séquences codantes des protéines virales P1, P2, P3 et P6/TAV ont été amplifiées par

PCR (oligonucléotides 5’- CAAGGTACCGGATCCATGGATTTGTATCCAGAAGAAAATA-3’ et 5’-CAA-

GAGCTCGTCGACTTATTCTCCACAGATTTCTTTTAATTT-3’ pour P1, 5’-CAAGGTACCGGATCCAT-
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GAGCATTACGGGTCAACCG-3’ et 5’- CAAGAGCTCGTCGACTTAGCCAATAATATTCTTTAATCCTT-

3’ pour P2, 5’-CAAGGTACCGGATCCATGGCTAATCTTAATCAAATCCAAAAA-3’ et 5’-CAAGAGCTC-

GTCGACCTAAAATTGATTCGGCCATCCTG-3’ pour P3, 5’-CAAGGTACCGGATCCATGGAGAACA-

TAGAAAAACT-3’ et 5’-CAAGAGCTCGTCGACTCAATCCACTTGCTTTGAAG-3’ for P6/TAV), puis

clonées par KpnI et SacI dans le vecteur pETK (Leh et al., 2000), un vecteur qui conduit à la produc-

tion de protéines possédant, à leur extrémité amino-terminale, la séquence RRASV, qui est ciblée par

la kinase bovine de muscle cardiaque – HMK, pour « heart muscle kinase ». Toutes les constructions

décrites dans ce paragraphe ont été vérifiées par séquençage.

4) Extraction d’ARN totaux et northern-blot

Trois disques foliaires (1cm de diamètre) issus de feuilles systémiques de navets, sont récol-

tés à 25 dpi, congelés dans l’azote liquide puis broyés dans un homogénéiseur Precellys 24 (Bertin

Technologies). Les ARN totaux sont extraits avec du TRI-Reagent (Sigma-Aldrich), selon les instruc-

tions du fabricant, puis solubilisés dans de l’eau stérile. 15 µg d’ARN totaux sont séparés par électro-

phorèse sur gel d’agarose (0,65% ou 0,8%) – urée (6M ou 7M), dans du tampon Tris-acétate-EDTA

(40 mM de Tris-acétate, 1 mM d’EDTA). Les ARN sont ensuite électro-transférés sur une membrane

de nylon (Amersham Hybond-N+; GE Healthcare), pendant 75 min à 350 mA, dans un tampon Tris-

borate-EDTA 0,5x (45 mM de Tris-borate, 1mM d’EDTA) à 4°C, puis fixés à la membrane par une

irradiation aux UVs (1200 mJ dans un Stratalinker 2400, Stratagene). La membrane est pré-hybridée

dans du tampon PerfectHyb Plus (Sigma-Aldrich) pendant 15 min à 42°C, puis incubée, pendant une

nuit à cette même température, avec des sondes oligonucléotidiques radiomarquées au
32

P (sonde

int : 5’-CTACAATCTCATTGAGGTTGTTAAGATGA-3’, sonde ex : 5’- CTTCCATATTCC-

GAGTAAGCTTCTTC-3’). Les sondes liées à la membrane de façon non-spécifique sont éliminées par

un premier lavage de 30 min à 50°C, dans du tampon saline sodium citrate 5x (SSC ; 0,75 M de NaCl

et 75 mM de citrate de sodium, pH 7) - SDS 0,1%, puis par un second lavage de 5 min à 50°C, dans

du tampon SSC 2x - SDS 0,1%. Une étape de lavage supplémentaire, identique à la précédente, est

parfois effectuée.

5) Synthèse d’ADNc par RT-PCR

2,5 µg d’ARN totaux sont traités avec 2,5 U de DNase I (Promega), pendant 30 min à 37°C,

puis extraits avec du TRI-Reagent. Les ADNc sont synthétisés par l’enzyme SuperScript III (Invitro-

gen), en présence d’amorce de type oligo(dT)18, puis ils servent de matrice à l’ADN polymérase Go-

Taq Flexi (Promega). Pour la PCR, des oligonucléotides ciblant la région 5’ de l’ARN 35S (5’-

CAAGCGCGCTCTAGACTGAAATCACCAGTCTCTCTC-3’ et 5’-CAAGAGCTCCTGCAGTTAGCCAA-

TAATATTCTTTAATCCTT-3’), le gène de la GFP (5’-CTTAGCAAGGGCGAGGAGCTGT-3’ et 5’-CTT-

GTACAGCTCGTCCATGCC-3’) et le gène de la protéine de fusion P1P2(D2) (5’-CGAGATTCACTA-

CTGCGTC-3’ et 5’-CAACTGCAGTCTAGACTTTTAATTCTAGTATTTT-3’) sont utilisés.

6) Analyse des ARN 35S épissés par RT-PCR

La partie 5’ de l’ARN 35S est amplifiée par RT-PCR, selon le protocole décrit ci-dessus. Les

amplicons obtenus sont ensuite séparés sur un gel d’agarose à 1%, puis extraits à l’aide du kit Nu-

cleoSpin Gel and PCR Clean-up (Macherey-Nagel), et enfin clonés dans le vecteur pGEM-T Easy

(Promega). Dans le cas des mutants du site accepteur A, la PCR faite à la suite de la rétrotranscrip-

tion est réalisée avec l’ADN polymérase Phusion (Thermo Scientific), une polymérase beaucoup plus

fidèle que la polymérase GoTaq. Après obtention des clones, la taille des inserts est vérifiée par une

électrophorèse sur gel d’agarose. Les clones contenant des inserts identiques et surreprésentés sont

éliminés, tandis que les clones sélectionnés sont envoyés à séquencer. Les séquences d’inserts ob-

tenues sont alignées sur la séquence de l’ARN 35S, grâce au logiciel Serial Cloner 2.6.
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7) Analyse des protéines par western-blot

Trois disques foliaires (1cm de diamètre) issus de feuilles systémiques ou agroinfiltrées, sont

broyés dans 80 µL de tampon de broyage (250 mM de Tris-HCl pH 7,75, 1 mM DTT), et mélangés à

40 µL de tampon d’extraction (75 mM de Tris-HCl pH 6,8, 9 M d’urée, 4,3% de SDS et 7,5 % de β-

mercaptoéthanol). Les extraits protéiques obtenus sont dénaturés pendant 5 min à 95°C, puis séparés

par SDS-PAGE. Après électrophorèse, les protéines sont transférées sur une membrane de PVDF

(Immobilon-P, Merck Millipore). Les protéines virales P1, P2, P3, P4 et P6/TAV sont détectées à l’aide

d’anticorps polyclonaux de lapin, dilués 10000 fois. L’étiquette HA- est immunodétectées par un anti-

corps monoclonal de souris (Thermo Scientific Pierce) dilué 10000 fois ; l’étiquette myc- est, quant à

elle, reconnue par des anticorps polyclonaux de lapin (Santa Cruz Biotechnology) dilués 2500 fois.

Après incubation avec les anticorps primaires, la membrane est lavée, puis incubée avec des anti-

corps secondaires couplés à la peroxydase de raifort et dilués 20000 fois. La fixation de ces anticorps

est révélée par chimioluminescence, à l’aide du kit Light Plus ECL (Roche), puis elle est visualisée par

un système d’acquisition Fusion FX (Vilber Lourmat). Alternativement, l’incubation peut être réalisée

avec des anticorps secondaires couplés à la phosphatase alcaline et dilués 5000 fois. La fixation des

anticorps est alors révélée avec une solution composée de NBT et de BCIP (Promega).

8) Préparation de fractions enrichies en paroi cellulaire

Des fractions enrichies en paroi cellulaire ont été préparées d’après le protocole décrit par Al-

brecht et al., (1988). 8 g de feuilles systémiques sont récoltés à 28 dpi, et les feuilles sont dénervu-

rées, finement hachées, puis broyées dans 7 mL de tampon de broyage (400 mM de saccharose, 100

mM de Tris-HCl pH 8,1, 10 mM de KCl, 10 mM de β-mercaptoéthanol, 5 mM de MgCl2 et 10 % de

glycérol). Le mélange est filtré à travers une toile à bluter dont le vide de maille est de 10 µm, puis les

débris retenus sur la toile sont repris dans 3,5 mL de tampon de broyage ; le mélange est de nouveau

filtré. Le filtrat recueilli constitue la fraction F. Les débris retenus sur la toile sont repris dans 3,5 mL de

tampon de broyage additionné de 2% de Triton X-100, et le mélange obtenu est incubé 15 min à tem-

pérature ambiante puis filtré. Le deuxième filtrat recueilli constitue la fraction S1. Les débris retenus

sont repris dans 3,5 mL de tampon d’extraction (9 M d’urée, 75 mM de Tris-HCl pH 6,8, 1 M de β-

mercaptoéthanol et 4,5% de SDS), et le mélange est incubé 15 min à 100°C. Le filtrat recueilli après

une nouvelle filtration constitue la fraction S2. Les résidus obtenus sont traités à l’identique, ce qui

conduit à l’obtention d’une dernière fraction, nommée S3. En parallèle, un extrait protéique total est

préparé en broyant 100 mg de feuilles systémiques dans 100 µL d’urée à 8 M. Les différentes frac-

tions sont analysées par western-blot, selon le protocole décrit précédemment.

9) Expression transitoire par agroinfiltration

Les vecteurs codants pour les versions étiquetées HA- et/ou myc- des protéines GFP,

P1P2(D2) et RGA sont introduits dans Agrobacterium tumefaciens GV3101, par électroporation. Les

agrobactéries transformées sont cultivées pendant une nuit à 28°C, dans du milieu Luria-Bertani com-

plémenté avec 10 mM de MES, 40 µm d’acétosyringone et des antibiotiques appropriés. Le matin

suivant, les cultures sont sédimentées par centrifugation (10 min à 3500 X g), puis elles sont suspen-

dues dans un tampon composé de 10 mM de MES, 10 mM de MgCl2 et 150 µM d’acétosyringone, et

incubées pendant 5 h, à température ambiante et sous agitation constante. Après cette phase

d’incubation, la DO des cultures est mesurée, à une longueur d’onde de 600 nm. Les cultures sont

diluées à une DO de 0,5, et mélangées avec un volume équivalent d’une culture d’agrobactéries

transformées avec le plasmide pBIN61-P19 et diluée à la même DO. Le plasmide pBIN61-P19 code

pour P19, un inhibiteur du RNA silencing (Voinnet et al., 2003) qui est destinée à optimiser

l’expression transitoire des protéines. Des plants de Nicotiana benthamiana au stade « six à huit

feuilles » sont infiltrés avec une seringue sans aiguille, puis cultivés en conditions de jour long (16 h

de lumière à 22°C, 8 h d’obscurité à 18°C). Les échantillons sont récoltés 2,5 jours après infiltration –
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ou 1,5 jour, dans le cas des échantillons destinés aux cinétiques d’inhibition de la voie de

l’ubiquitine/protéasome.

10)Cinétique d’inhibition de la voie de l’ubiquitine/protéasome

1,5 jour après agroinfiltration, les feuilles de N. benthamiana sont infiltrées avec une solution

de MG132 à 100 µM. Des disques foliaires (5 mm de diamètre) sont immédiatement prélevés et incu-

bés dans le milieu d’infiltration. 1,5 h après le début de l’incubation, de la cyclohéximide (Sigma-

Aldrich) à 100 µM est additionnée au milieu, et les disques sont incubés dans une cloche à vide pen-

dant 10 min, afin de faire pénétrer dans les tissus, cet inhibiteur de la traduction eucaryote. Des

disques sont prélevés aux temps 0 h, 1 h, 2 h et 4 h après l’ajout de la cyclohéximide. Les protéines

sont extraites et analysées par western-blot, selon le protocole décrit précédemment.

11)Expression et marquage au 32P de protéines virales recombinantes

Les protéines virales P1, P2, P3, P6/TAV et GST-P1P2(D2) sont exprimées dans la souche

BL21(DE3)pLysS d’Escherichia coli. L’expression des protéines est induite par l’ajout de 0,2 mM

d’IPTG, lorsque la culture bactérienne est en phase exponentielle de croissance (DO à 600 nm envi-

ron égale à 0,6). Les bactéries sont ensuite cultivées pendant 4 h à 28°C, puis sédimentées par cen-

trifugation et suspendues dans du tampon HMK (20 mM de Tris-HCl pH 7,5, 100 mM de NaCl et 12

mM de MgCl2). Après trois étapes de sonication de 10 s chacune, le lysat bactérien est centrifugé

pendant 10 min à 11000 X g, puis les corps d’inclusions sont suspendus dans 0,5 mL de tampon

HMK. 30 µL de cette suspension sont phosphorylés en présence de 25 µCi de [γ-
32

P]ATP et 25 U de

kinase bovine de muscle cardiaque (Sigma-Aldrich), dans 150 µL de tampon HMK, pendant 90 min à

température ambiante. Après marquage, l’ATP non-incorporé est éliminé dans une colonne illustra

MicroSpin (GE Healthcare).

12)Analyse d’interactions protéiques in vitro, par far western-blot

Un lysat de bactéries exprimant la protéine GST-P1P2(D2) est séparé par SDS-PAGE et

transféré sur membrane de PVDF. La membrane est ensuite saturée dans du tampon phosphate salin

1x (137 mM de NaCl, 2,7 mM de KCl, 10 mM de Na2HPO4 et 2 mM de KH2PO4) supplémenté de 5%

de lait et 1% de Tween 20, pendant 12 h à température ambiante. Après saturation, la membrane est

incubée pendant 12 h à 4°C, soit avec des protéines virales recombinantes et radiomarquées au
32

P,

soit avec des particules virales purifiées, puis elle est lavée pendant 10 min dans du tampon phos-

phate salin 1x supplémenté de 1% de Tween 20. Les interactions entre la protéine de fusion GST-

P1P2(D2) et les protéines recombinantes et radiomarquées sont détectées par autoradiographie, tan-

dis que celles impliquant les particules virales sont détectées par western-blot, avec des anticorps

polyclonaux dirigés contre la protéine P4.
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ANNEXE

Cauliflower mosaic virus transcriptome reveals a complex al-

ternative splicing pattern necessary for infectivity

Article en réécriture après une première soumission à Journal of Virology
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ABSTRACT

The pararetrovirus Cauliflower mosaic virus (CaMV) uses alternative splicing to generate several

isoforms from its polycistronic pregenomic 35S RNA. This process is essential for infectivity. Previous

works have identified four splice donor sites and a single splice acceptor site in the 35S RNA 5’ region

and suggested that the main role of CaMV splicing is to downregulate expression of open reading

frames (ORFs) I and II. In this study, we show that alternative splicing is a conserved process among

CaMV strains. In Cabb B-JI and Cabb-S strains, splicing can lead to fusion between ORFs I and II.

Corresponding fusion proteins are not detected during infection and are almost never transiently ex-

pressed in planta. When expressed in E. coli they interact with viral proteins P2 and P3 in vitro, which

suggests rapid degradation after synthesis, thus avoiding functional interference with the respective

full-length proteins. Through RT-PCR-based analysis we demonstrate that CaMV 35S RNA exhibits a

complex splicing pattern, as we identify new splice donor and acceptor sites whose selection leads to

more than twelve 35S RNA isoforms in infected plants. Interestingly, inactivating splice donor or ac-

ceptor sites is not lethal for the virus, since disrupted sites are systematically rescued by the activation

of cryptic and/or seldom used splice sites. Taken together, our data depict a conserved and robust

process, involving multiple sites, that ensures splicing of 35S RNA. Our results also reinforce the hy-

pothesis that CaMV uses alternative splicing as a way to downregulate expression of ORFs I and II.

IMPORTANCE

The pararetrovirus Cauliflower mosaic virus (CaMV) is one of the few plant viruses for which splicing

has been reported. Alternative splicing of the CaMV polycistronic pregenomic 35S RNA has previously

been shown to be essential for infectivity, probably by downregulating the expression of viral ORFs I

and II. Here we demonstrate that alternative splicing is a process conserved among CaMV strains.

The CaMV splicing pattern was thought to be simple, but our data reveal a more complex picture in

which the new splice sites we characterize lead to the production of more than twelve 35S RNA

isoforms in CaMV-infected plants. We also show that cryptic and/or seldom used sites can substitute

inactivated sites. The observed flexibility in the use of splice sites, together with their multiplicity,

stresses the robustness of CaMV 35S RNA alternative splicing and highlights the importance of this

process during viral multiplication.

INTRODUCTION

Alternative RNA splicing is intensively performed in eukaryotes to increase the proteome

through the formation of numerous mRNA species from a primary transcript and to regulate the ex-

pression of proteins in different organs and cell types (1, 2). Splicing can also enhance the expression

level of protein genes because the spliceosome is tightly connected to the transcriptional machinery

(3) and promotes mRNA export in mammalian cells (4). Many animal DNA viruses, complex retrovi-

ruses (5) and type A influenza virus use this strategy to express their proteins during the infectious
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cycle (6). In the animal pararetroviruses Hepatitis B virus (HBV) and Duck hepatitis virus (DHBV),

alternative splicing produces several mRNA species encoding fusion proteins whose roles remain

elusive. However, it has been noticed that splicing is enhanced during chronic infection, notably prior

to development of hepatocarcinoma, suggesting that spliced RNAs may contribute to the pathogene-

sis of Hepadnaviruses (7, 8). Unlike animal viruses, splicing rarely occurs with plant viruses, essential-

ly because the vast majority has an RNA genome. Consequently, except for the Nucleorhabdovirus

genus members, they realize their replication cycle in the cytoplasm. However, several plant DNA

viruses from the Geminiviridae and Caulimoviridae families perform splicing to express some of their

proteins (9, 10). The introns found in their genomes perfectly follow the GU...AG rule defined for nu-

clear mRNA introns, and they possess A+U rich sequences as described for plant introns (11). In

Mastreviruses (family Geminiviridae), splicing of the C transcript generates an mRNA that codes for

the fusion protein Rep which is required to initiate DNA replication by rolling circle (9). In the Caulim-

oviridae family, splicing has only been described in two genera - Tungrovirus and Caulimovirus - and it

has been proposed to enhance the expression of distal ORFs in the spliced RNAs. In Rice tungro

bacilliform virus (RTBV), the polycistronic 35S RNA undergoes a single splicing event that leads to

removal of a large intron (6.3 kb), resulting in a monocistronic mRNA specific for protein P4 (12). In

Figwort mosaic virus (FMV), splicing of the polycistronic 35S RNA creates an in-frame fusion between

the 5’ end of ORF IV and the 3’ region of ORF V (13). However, the biological relevance of splicing in

RTBV and FMV has never been investigated.

Cauliflower mosaic virus (CaMV) is a plant pararetrovirus and the type member of the genus

Caulimovirus. Its double-stranded DNA genome is replicated by reverse transcription of the full-length

pregenomic 35S RNA (14). This polycistronic RNA also serves as mRNA for the production of a com-

plete set of proteins thanks to translational reinitiation mediated by the multifunctional protein

P6/transactivator–viroplasmin (P6/TAV), which is expressed from the subgenomic 19S RNA (15).

Splicing occurs in the 35S RNA of CaMV-S strain, as evidenced by the characterization of a viral DNA

carrying a deletion that perfectly corresponds to an intron in infected turnip plants (16). The 35S RNA

of CaMV Cabb-S (Strasbourg) strain undergoes alternative splicing that generates four mRNA species

in the course of its infectious cycle (17). Spliced RNAs represent approximately 70% of total viral RNA

in CaMV-infected plants (17), thus indicating that splicing is regulated, as in retroviruses, to preserve a

fraction of full-length 35S RNA. Alternative splicing in Cabb-S involves four splice donor sites, one

located within the 5’ untranslated region (UTR) and three in ORF I, and a single splice acceptor site

within ORF II (Fig. 1A). Three spliced 35S RNAs contain a fusion ORF between the 5’ part of ORF I

which encodes the movement protein (P1) involved in the cell-to-cell spread of CaMV (18) and the 3’

region of ORF II which encodes a factor (P2) involved in the transmission of CaMV by aphids (19). Up

to now, no function has been assigned to the fusion proteins P1P2. Splicing is vital for CaMV Cabb-S

since mutations that inactivate the unique splice acceptor site totally abolish infectivity in turnip plants

(17, 20). It has been hypothesized that alternative splicing of the 35S RNA provides appropriate

mRNAs to enhance the expression of the virion-associated protein (VAP) and the capsid protein (CP)

encoded by ORFs III and IV, respectively, and modulates the expression of ORF II (20) and ORF I.

Indeed, it has been shown that splicing of the 35S RNA is dispensable in CaMV mutants harboring a

complete deletion of ORF II. In addition, the acceptor site has been found to be no longer required if

ORF II is replaced by a foreign ORF (i.e. ORF coding for thioredoxin) or if mutations introduced in

ORF II lead to a protein P2 which does not accumulate in infected cells. Therefore, a function of 35S

RNA splicing would be to downregulate ORF II, whose excessive expression would be toxic for CaMV

(20). However, a role has yet to be assigned to CaMV alternative splicing, since a single splicing event

is sufficient to downregulate the expression of ORFs I and II and simultaneously to permit an efficient

translation of downstream ORFs III and IV.

To gain a better understanding of 35S RNA alternative splicing and its functional relevance in

CaMV infectivity, we focused our investigations on the different splice sites and on the putative fusion

proteins that are encoded by some of the spliced isoforms. In this study, we show that CaMV alterna-

tive splicing is a conserved phenomenon which is more complex than previously described. We identi-



81

fy new splice donor and acceptor sites that allow the production of at least twelve 35S RNA isoforms

during infection. The fusion proteins P1P2 encoded by some spliced RNAs do not seem to be im-

portant for the virus since they accumulate neither upon infection nor in plant transient expression

assays. We show that inactivation of splice sites by mutagenesis is not lethal for CaMV since alterna-

tive splicing is kept functional by activation of cryptic splice donor and acceptor sites. These observa-

tions suggest that this process plays a key role in CaMV biology.

MATERIALS AND METHODS

Sequence alignments.

Complete sequences of CaMV strains and Caulimovirus species were retrieved from Gen-

bank. Accession numbers of the CaMV strain genomes are the following: Cabb-S (NC_001497.1),

CMV-1 (M90543.1), NY8153 (M90541.1), CM1841 (V00140.1), BBC (M90542.1), B29 (X79465.1),

W260 (JF809616.1), D/H (M10376.1), Xinjiang (AF140604.1), Cabb B-JI (KJ716236). Accession num-

bers of the aligned Caulimovirus genomes are the following: Carnation etched ring virus (CERV;

NC_003498.1), Dahlia mosaic virus (DMV; NC_018616.1), Figwort mosaic virus (FMV; NC_003554.1),

Lamium leaf distortion associated virus (LLDAV; NC_010737.1), Strawberry vein banding virus (SVBV;

NC_001725.1). Multiple sequence alignment was performed using Clustal Omega program (21) with

default settings.

Host plant and virus inoculation.

Three-leaf stage turnips (Brassica rapa cv. Tokyo) were mechanically inoculated with 8 µg of

linearized recombinant plasmids containing mutated or wild-type genome of two CaMV strains, Cabb-

S (22) (SalI-linearized pCa37) and Cabb B-JI (23) (SalI-linearized pMD324 or SpeI-linearized pBS-

BJI). Inoculated plants were grown in a greenhouse under long-day conditions (16 h/22°C day-8

h/18°C night).

Plasmids.

All donor and acceptor site mutants were generated by standard site-directed mutagenesis

from pMD324 (donor site mutants of the Cabb B-JI strain), pBS-BJI (acceptor site mutants of the Cabb

B-JI strain) or pCa37 (acceptor site mutants of the Cabb-S strain). The D2-A intron from pMD324 was

deleted by PCR to create the P1P2(D2) coding sequence. Human influenza hemagglutinin (HA) and

myc-tagged green fluorescent protein (GFP) and P1P2(D2) coding sequences were generated with

the Gateway cloning system (Invitrogen) from binary vectors pGWB14, 15, 17 and 18 (24). To fuse the

glutathione S-transferase (GST) to P1P2(D2), the P1P2(D2) cloning sequence was amplified by PCR

with the following oligonucleotides (5’-CAAGGTACCGGATCCAT GGATTTGTATCCAGAAGAAAATA-

3’ and 5’-CAAGAGCTCGTCGACTTAGCCAATAATATTCTTTAATCCTT-3’) and cloned via BamHI and

SalI into the pGEX-6P-1 vector (GE Healthcare). Coding sequences of the viral proteins P1, P2, P3

and P6/TAV were amplified with the following oligonucleotides (5’-CAAGGTACCGGATCCATGGATT-

TGTATCCAGAAGAAAATA-3’ and 5’-CAAGAGCTCGTCGACTTATTCTCCACAGATTTCTTTTAATTT-

3’ for P1, 5’-CAAGGTACCGGATCCATGAGCATTACGGGTCAACCG-3’ and 5’- CAAGAGCTCGTCG-

ACTTAGCCAATAATATTCTTTAATCCTT-3’ for P2, 5’-CAAGGTACCGGATCCATGGCTAATCTTAA-

TCAAATCCAAAAA-3’ and 5’-CAAGAGCTCGTCGACCTAAAATTGATTCGGCCATCCTG-3’ for P3, 5’-

CAAGGTACCGGATCCATGGAGAACATAGAAAAACT-3’ and 5’-CAAGAGCTCGTCGACTCAATCC-

ACTTGCTTTGAAG-3’ for P6/TAV) and cloned into the KpnI and SacI restriction sites of the pETK

vector (25) which allows N-terminal fusion to the coding sequence RRASV targeted by the bovine

heart muscle kinase (HMK). All constructs were verified by sequencing.
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Total RNA extraction and northern-blotting.

Three discs (diameter: 1 cm) from turnip systemic leaves harvested at 25 dpi were ground in a

Precellys 24 homogenizer (Bertin Technologies). Total RNA was extracted using TRI-Reagent (Sigma-

Aldrich) according to the manufacturer’s instructions and solubilized in sterile water. 15 µg of RNA

were separated by electrophoresis on an agarose (0.8%)-urea (7 M) gel in Tris-acetate-EDTA buffer

(40 mM Tris-acetate, 1 mM EDTA). The RNA was electro-transferred onto a nylon membrane (Amer-

sham Hybond-N+; GE Healthcare) in 0.5x Tris-borate-EDTA buffer (45 mM Tris-borate, 1 mM EDTA)

at 350 mA for 75 min at 4°C and UV-crosslinked at 1,200 mJ in a Stratalinker 2400 (Stratagene). The

membranes were pre-hybridized in PerfectHyb Plus buffer (Sigma-Aldrich) at 42°C for 15 min and

incubated overnight at 42°C with
32

P-radiolabeled DNA oligonucleotide probes (“int”: 5’-

CTACAATCTCATTGAGGTTGTTAAGATGA-3’; “ex”: 5’- CTTCCATATTCCGAGTAAGCTTCTTC-3’).

Non-specifically bound probes were removed by washing the membranes in 5x saline-sodium citrate

buffer (SSC; 0.75 M NaCl, 75 mM saline-sodium, pH 7), 0.1% sodium-dodecyl-sulfate (SDS) and in 2x

SSC, 0.1% SDS at 50°C for 30 min and 5 min, respectively.

RT-PCR.

2.5 µg of total RNA were treated with 2.5 U of DNase I (Promega) at 37°C for 30 min and ex-

tracted with TRI-Reagent. cDNAs were synthetized with the SuperScript III reverse transcriptase (Invi-

trogen) in the presence of oligo(dT)18 primer and used as template for the GoTaq Flexi DNA polymer-

ase (Promega). For PCR, primers targeting the 5’ region of the 35S RNA were 5’-CAAGCGC-

GCTCTAGACTGAAATCACCAGTCTCTCTC-3’ and 5’ CAAGAGCTCCTGCAGTTAGCCAATAATAT-

TCTTTAATCCTT-3’. Primers to amplify the GFP coding sequence were 5’-CTTAGCAAGGGCGA

GGAGCTGT-3’ and 5’-CTTGTACAGCTCGTCCATGCC-3’ and the ones to amplifly the ORF encoding

P1P2(D2) were 5’-CGAGATTCACTACTGCGTC-3’ and 5’-CAACTGCAGTCTAGACTTTTAATTCTAG-

TATTTT-3’.

Analysis of spliced 35S RNA.

The 5’ part of the 35S RNA was amplified by RT-PCR using the aforementioned conditions.

Amplicons were fractionated on a 1% agarose gel, extracted with the NucleoSpin Gel and PCR Clean-

up kits (Macherey-Nagel) and cloned into pGEM-T Easy vector (Promega). In the case of acceptor

mutants, the PCR following the RT reaction was performed with the Phusion High-Fidelity DNA poly-

merase (Thermo Scientific) and the amplicons were cloned into pJET1.2 vector (Thermo Scientific).

Inserts were sequenced and DNA sequences were aligned with the 35S RNA sequence using the

Serial Cloner 2.6 software.

Protein analysis.

Three discs (1 cm diameter) of systemic or agroinfiltrated leaves were ground in 80 µl 250 mM

Tris-HCl, pH 7.75 1 mM DL-Dithiothreitol and mixed with 40 µl of extraction buffer (75 mM Tris-HCl,

pH 6.8, 9 M urea, 4.3% SDS, and 7.5% β-mercaptoethanol). Extracts were denatured at 95°C for 5

min. Proteins were separated by SDS-polyacrylamide gel electrophoresis (SDS-PAGE) and electro-

transferred to a polyvinylidene fluoride membrane (PVDF; Immobilon-P, Merck Millipore). Anti-P1, anti-

P2 and anti-P4 polyclonal antisera were used at a 1:10,000 dilution. Monoclonal anti-HA (Thermo

Scientific Pierce) and polyclonal anti-myc (Santa Cruz Biothechnology) antibodies were used at

1:10,000 and 1:2,500 dilutions, respectively. Horseradish peroxidase-labeled secondary antibodies

were used at a 1:20,000 dilution and revealed with Lumi-Light Plus ECL (Roche). Chemiluminescence

was visualized with a Fusion FX (Vilber Lourmat) acquisition system.

Transient expression assays by agroinfiltration.

HA- and myc-tagged P1P2(D2) or GFP coding vectors were transferred into Agrobacterium

tumefaciens GV3101. Transformed Agrobacteria were grown overnight at 28°C in Luria-Bertani broth
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supplemented with 10 mM 2-(N-Morpholino)ethanesulfonic acid (MES) and 40 µM acetosyringone in

the presence of appropriate antibiotics. Overnight cultures were pelleted at 3,500 X g for 10 min, sus-

pended in 10 mM MES, 10 mM MgCl2 and 150 µM acetosyringone and incubated at room temperature

for 5 h under constant shaking. Cultures were diluted at 0.5 OD and mixed with the same volume of a

0.5 OD Agrobacterium culture carrying the pBIN61-P19 vector prior to infiltration. Six to eight week-old

Nicotiana benthamiana plants were infiltrated using a needleless syringe. All samples were harvested

at 2.5 days post infiltration.

Recombinant expression and labeling of viral proteins.

Recombinant viral proteins P1, P2, P3, P6/TAV and GST-P1P2(D2) were expressed in Esche-

richia coli BL21(DE3)pLysS. Their expression was induced in bacteria culture in exponential phase by

adding 1mM Isopropyl β-D-1-thiogalactopyranoside. Bacteria were then grown at 28°C for 4 h, pellet-

ed and suspended in heart muscle kinase (HMK) buffer (20 mM Tris-HCl, pH 7.5, 100 mM NaCl, and

12 mM MgCl2). After being sonicated 3 times for 10 s, lysates were centrifuged at 11,000 X g, for 10

min at 4°C and the inclusions bodies were suspended in 0.5 mL HMK buffer. 30 µl of the inclusion

bodies suspension were phosphorylated in the presence of 25 µCi [γ-
32

P]ATP and 25 U of HMK (Sig-

ma-Aldrich) in 150 µl HMK buffer, at room temperature for 1.5 h. ATP in excess was eliminated using

an illustra MicroSpin G-25 Column (GE Healthcare).

Far Western assays.

The GST-P1P2(D2)-containing bacterial fraction was separated by SDS-PAGE, electro-

transferred to a PVDF membrane (Immobilon-P; Merck Millipore) and saturated in phosphate-buffered

saline 1x (137 mM NaCl, 2.7 mM KCl, 10 mM Na2HPO4, 2 mM KH2PO4), Tween 20 1%, milk 5% at

room temperature for 12 h. The membrane was incubated either with
32

P-radiolabelled viral proteins or

with purified virus particles at 4°C for 12 h and washed in phosphate-buffered saline 1x-Tween 20 1%

for 10 min. The interaction between the fusion protein and virus particles was detected with anti-P4

polyclonal antibodies (1:10,000 dilution) and alkaline phosphatase-labeled secondary antibodies

(1:5,000 dilution).

RESULTS

In silico analysis reveals that splice sites of 35S RNA are conserved among CaMV strains and

other Caulimoviruses.

The comparison of the complete DNA sequence of ten CaMV strains revealed that the 5’ part

of their pregenomic 35S RNA possesses three splice donor sites described for CaMV Cabb-S strain

(D4 in the 5’ UTR and D1 and D2 in ORF I; nomenclature from (17)), and the splice acceptor site (A in

ORF II). The exon-intron boundaries are conserved in all the sequenced CaMV strains (Fig. 1B): AG-

GU sequence for D1 and D4, CGGU for D2 and AGGA for A (the 5’ and 3’ invariant dinucleotides

characteristic of the eukaryotic intron extremities are in bold). Moreover, these three sites are con-

served in all the 67 genome sequences that have recently been released (26; C. Bouton, unpublished

data). By contrast, the donor site D3 used for splicing in Cabb-S (17) is degenerated in the other

strains; notably, the dinucleotide GU is mutated into GA. The 35S RNA contains a putative donor site

upstream of D3 bearing a sequence that is conserved among all CaMV strains except strain BBC.

However, compared to the other donor sites, its use by the spliceosome is questionable since the

corresponding exon-intron junction weakly anneals with the U1 small nuclear RNA (U1 snRNA; Fig.

1B) of CaMV host plants such as Arabidopsis thaliana and turnip (27). Several other cryptic donor and

acceptor sites are present along the 5’ region of CaMV pregenomic RNA. Analysis of the 5’ part of the

35S RNA sequence of some other members of the Caulimovirus genus like Figwort mosaic virus, La-

mium leaf distorsion associated virus and Dahlia mosaic virus showed that D1 and/or D2 are con-
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served in these virus species, as well as the acceptor site (Fig. 1C). This strongly suggests that splic-

ing might also be important for the infectivity of Caulimoviruses in general.

Taken together, in silico analyses strongly suggest that alternative splicing of the pregenomic

35S RNA is a conserved phenomenon among CaMV strains and that it may also occur in other Cau-

limovirus species.

35S RNA of CaMV Cabb B-JI strain undergoes alternative splicing.

To determine if 35S RNA of CaMV Cabb B-JI, our model strain, is spliced during the infectious

cycle, total RNA was extracted from CaMV-infected turnip plants at 21 dpi, separated by agarose-urea

gel electrophoresis and analyzed by northern blot. The full-length 35S RNA (8,200 nucleotides) was

detected with an oligonucleotide probe (int) targeting a sequence immediately upstream of the splice

acceptor site (Fig. 2A and 2B). Full-length and smaller 35S RNA-derived versions (< 7,600 nucleo-

tides) were detected with a probe (ex) that is complementary to a sequence immediately downstream

of the splice acceptor site (Fig. 2A and 2B). No band was present when RNA from mock-inoculated

plants was tested with both probes (Fig. 2B). RT-PCR on total RNA was performed to amplify the 5’

region of the 35S RNA encompassing the putative splicing sites (Fig. 2C). Analysis of the amplification

products by electrophoresis showed that the major amplicons were consistent with the predicted sizes

of cDNAs corresponding to the non-spliced 35S RNA (2,400 bp) and its D1-, D2- (1,800 bp) and D4-

(800 bp) spliced isoforms. Sequencing of these amplicons unambiguously showed that they corre-

spond to the three predicted 35S RNA spliced species and, consequently, that CaMV Cabb B-JI fol-

lows the same alternative splicing pattern as Cabb-S strain (except for the D3 site). As expected from

the in silico analysis, a cDNA corresponding to D3-A spliced RNA described for Cabb-S could never

be amplified from RNAs extracted from Cabb B-JI-infected turnips, confirming that this splice donor

site does not exist in this strain. Amplification products were obtained in the minus-DNase/minus-RT

lane but not in the plus-DNase/minus-RT lane (Fig. 2C), indicating the presence of contaminating viral

DNA. The profile observed after gel electrophoresis was very similar to the ones obtained after RT,

and sequencing revealed deletions identical to D1- and D2-A splicing, confirming the reverse-

transcription of these spliced isoforms upon infection.

Fusion proteins P1P2 are undetectable in infected plants.

The selection of splice donor sites D1 and D2 (and D3 in Cabb-S strain) and acceptor site A

creates fusion ORFs between the 5’ part of ORF I (whose size varies depending on the donor site)

and the 3’ part of ORF II, which remains unchanged in the fusion ORFs. The resulting P1P2 (D1 and

D2) fusion proteins have a theoretical molecular mass of about 31 kDa. In spite of numerous attempts,

fusion P1P2 proteins were not detected when we used polyclonal anti-P1 and anti-P2 antibodies,

whereas the P1 protein (46 kDa), its cleavage product (38 kDa) (28) and P2 (18 kDa) were revealed

with these antibodies (Fig. 3A), suggesting that the fusion proteins are weakly expressed and/or de-

graded shortly after their synthesis. Detection of the P1P2 fusion proteins was also unsuccessful in

cultured BY2 tobacco cells transfected with a recombinant plasmid coding for this viral protein fused at

its N-terminus with eGFP, whereas the latter expressed alone diffused in the cytoplasm (A. Geldreich,

unpublished data). Moreover, the expression of HA- and myc-tagged P1P2(D2) was investigated by

agroinfiltration of Nicotiana benthamiana leaves. Agrobacteria carrying plasmids encoding HA-eGFP

and myc-eGFP were used to infiltrate control leaves. Both control proteins were always revealed with

antibodies raised against their tag. Only in one experiment did we detect proteins having the expected

molecular mass of tagged P1P2(D2) (about 39 kDa). Mostly, the tagged P1P2(D2) proteins were not

immunodetected in crude protein extracts (Fig. 3B) although their mRNAs were detected by RT-PCR

in the infiltrated leaves (Fig. 3C). It has been shown that P2 self-interacts (29), interacts with P3 (30)
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and P6/TAV (31). P1, in addition to oligomerizing to form tubules (18) allowing cell-to-cell movement,

also interacts with P3 (32) and P6/TAV (33). We therefore hypothesized that fusion proteins could

interact with viral partners of full-length P1 and/or P2 proteins. To assess the putative interactions

between P1P2 fusion proteins and viral proteins, we performed far western experiments on GST-

P1P2(D2) fusion protein expressed in E. coli, using recombinant and radiolabelled viral proteins P1,

P2, P3 and P6 or purified CaMV particles as overlay. GST-P1P2(D2) interacted with purified viral par-

ticles, P2 and P3, but neither with P1 nor with P6/TAV (Fig. 3D), whereas GST alone did not interact

with any of these proteins.

The fact that fusion proteins are not detected in infected plants but can interact in vivo with

some viral partners of P1 and P2 suggests that these proteins are rapidly degraded after their expres-

sion, possibly in order to prevent potential interference with the functions of P1 and/or P2.

A cryptic donor site rescues splicing upon mutation of D1, D2 and D4 sites.

Previous studies have suggested that splicing of the 35S RNA is essential for CaMV since it

downregulates the expression of P1 and P2, whose early accumulation could be deleterious for the

infectious cycle (20). However, as one donor site should be sufficient for this purpose, and because all

CaMV strains have conserved the D1, D2 and D4 donor sites, we hypothesized that alternative splic-

ing must have other regulatory functions. To assess the biological relevance of the splice donor sites,

we inactivated them by site-directed mutagenesis in the viral vector pMD324 containing the complete

Cabb B-JI genome. The mutations introduced into the exon-intron junctions abolished the interaction

with U1 snRNA but, in the case of D1 and D2, maintained the coding sequence of ORF I in order to

safeguard the function of movement protein P1 (Fig. 4A). Single, double and triple mutants were gen-

erated, and the resulting plasmids were mechanically inoculated in three-leaf stage turnip plants. Ten

plants were inoculated with each splicing mutant in four independent experiments. All CaMV mutants

resulted to be infectious on turnip plants including, surprisingly, the triple mutant D1D2D4 that was

expected to be lethal for the virus due to predicted abolition of splicing (17, 20). Two weeks after in-

oculation, all turnip plants expressed the same systemic symptoms (mosaic, vein-clearing and stunt-

ing) as plants inoculated with the wild-type (wt) CaMV genome did, and no delay in symptom appear-

ance was observed. Sequencing of viral DNA extracted from systemic leaves did not reveal any rever-

sion of mutations. Total RNA was extracted from plants infected with wt CaMV or splicing mutants,

and the 35S RNA 5’ region encompassing the donor and acceptor sites was amplified by RT-PCR.

Amplification products obtained from wt CaMV, all single mutants and D1D4 and D2D4 double mu-

tants were analyzed by gel electrophoresis and revealed a similar pattern, displaying a major band

(1.8 kb) and several minor bands, among which the unspliced 35S RNA (2.4 kb) (Fig. 4B). Interesting-

ly, the major band obtained with D1D2 and D1D2D4 mutants was smaller (1.6 kb) than those ob-

served with the other splicing mutants. This amplicon was extracted from the agarose gel, cloned and

sequenced. The sequence corresponded to a new spliced isoform of 35S RNA involving a donor site

that is located at position 653 in ORF I (donor site Da, Table 1 and Fig. 5A) and the splice acceptor

site A. This splicing event, as for D1 and D2, created an in-frame fusion between ORF I and ORF II.

In conclusion, our results show that the donor splice sites of the 35S RNA are not relevant per

se for CaMV infectivity. On the other hand, splicing itself appears to be, since the virus used a cryptic

splice donor site upon their inactivation.

CaMV Cabb B-JI and Cabb-S 35S RNA exhibit a complex splicing pattern.

CaMV Cabb B-JI was still infectious when the quadruple mutant (D1, D2, D4 and Da) was in-

oculated in turnip plants, strongly suggesting the presence of other splice sites in the 35S RNA. This

prompted us to investigate in detail the splicing taking place within Cabb B-JI 35S RNA by focusing on
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its 5’ part, since amplification by RT-PCR of the sequence located downstream of the acceptor site did

not reveal any spliced RNA (C. Bouton, unpublished data). Amplicons were obtained by RT-PCR per-

formed on DNase-treated total RNA from turnip plants infected with wt Cabb B-JI, using a pair of pri-

mers flanking the 5’ region, from the 35S RNA 5’ terminus to the end of ORF II. After cloning in pGEM-

T Easy vector and sequencing, sequences of the amplicons were aligned with 35S RNA. In addition to

the aforementioned spliced RNAs, we found eleven new spliced RNA isoforms that arose from the

alternative use of two other donor sites (Db and Dc) and six acceptor sites (Aa to Af; Table 1 and Fig.

5A and 5C). All these new splice sites conform to splice donor and acceptor site consensus sequenc-

es GU...AG and were named according to order of discovery. Donor site Db is located in sORF E of

the 5’ UTR close to the D4 site, whereas donor site Dc and the six new acceptor sites are in ORF I

(Fig. 5A). Spliced isoforms resulted from five single, nine double and one triple splicing events, and

contained various fusion ORFs involving sORF E, ORF I, ORF II and sequences in other reading

frames localized in ORF I and ORF II regions (Fig. 5C). Remarkably, the use of donor site Db, which is

localized in the 5’-UTR, also leads to the formation of fusion ORFs. In fact, several isoforms pos-

sessing fusion ORFs involving sORF E were detected (for example isoforms Db-A and Db-Ab-D2-A;

Fig. 5C). When we analyzed the viral RNAs extracted from turnip plants infected with CaMV Cabb-S

strain, we also discovered a complex splicing pattern of the 35S RNA 5’ region characterized by

twelve spliced isoforms (Fig. 5C). Several splice sites are located as in Cabb B-JI (sites Da, Db, Ab,

Ac and Ad; Fig. 5A and 5B, Table 1). The Cabb-S strain in a few instances also used a splice acceptor

site (Ah, position 1515) downstream of the splice acceptor site that was previously considered unique

(A, position 1508). We did not detected any spliced RNA involving this acceptor site in turnip plants

infected with Cabb B-JI strain, except when we inactivated the major acceptor site (see below). In

some sequenced clones and for both strains, it is noteworthy that we found deletions unrelated to

splicing. Some of them involved borders around the two sequence discontinuities Δ1 and Δ3 that are 

remnants of the reverse transcription process and located at the beginning of ORF VII and the end of

ORF II, respectively (34). This implies that recombination occurs between these discontinuities.

Taken together, the CaMV transcriptome analysis clearly demonstrates that the 35S RNAs of

CaMV Cabb B-JI and Cabb-S strains both exhibit a complex alternative splicing pattern involving mul-

tiple splice donor and acceptor sites, most of them being located within ORF I.

Cryptic splice acceptor sites are activated to maintain splicing of CaMV 35S RNA.

The fact that disruption of splice donor sites can be rescued by the use of other sites suggests

that acceptor site A is not as crucial for infectivity as it was previously thought to be (17, 20). We there-

fore introduced a mutation previously considered sufficient to prevent the use of the acceptor site A in

Cabb B-JI genome (AGG to AGA, mutant JI-ma3; Fig. 6A). In our experimental conditions (mechanical

inoculation of 8 g of linearized viral DNA per plant), turnip plants inoculated with the mutant JI-ma3

developed the same systemic symptoms (mosaic, vein clearing and stunting) as those inoculated with

the wild-type strain (Fig. 6B). To confirm this result, we tested the infectivity of a Cabb-S genome con-

taining the same mutation (mutant S ma3; Fig. 6A), finding this mutant to be infectious too (Fig. 6B).

Sequencing of the 5’ part of 35S RNA in the viral progeny of both strains showed neither a reversion of

the introduced mutations nor other modifications such as deletion and/or introduction of a stop codon

in ORF II, which could have explained infectivity of these mutants. In fact, RT-PCR amplification and

sequencing of the 5' region of the CaMV 35S RNA isoforms revealed that splice acceptor site A (posi-

tion 1509 in Cabb B-JI and 1508 in Cabb-S) was still active despite the introduced mutation (Fig. 6A

and 6C, clones 14 and 43). For some isoforms, the AG dinucleotide immediately downstream (accep-

tor site Ah, Fig. 5B) was used as acceptor site (Fig. 6A and 6C, clone 17). To fully disrupt site A, we

introduced a mutation into the dinucleotide AG (AGG to UGC, mutant B-JI mutA; Fig. 6A) and inocu-

lated this mutant in turnip plants. Plants inoculated with B-JI mutA expressed typical CaMV systemic

symptoms with no delay compared to Cabb B-JI-infected plants (Fig. 6B) and they accumulated similar
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quantities of viral proteins P2 and CP (Fig. 6D). Sequence analysis of the spliced viral RNAs con-

firmed mutation at site A and revealed that two other downstream AG dinucleotides were used as

acceptor sites for splicing (Fig. 6A).

In conclusion, these results show that CaMV maintains splicing of its 35S RNA thanks to the

use of cryptic splice acceptor sites in ORF II, thus explaining why inactivation of acceptor site A was

not lethal for CaMV. They also reinforce the hypothesis that splicing of 35S RNA is essential for CaMV

replication.

DISCUSSION

Alternative splicing of 35S RNA potentially occurs in many CaMV strains since they possess

three of the four splice donor sites and the splice acceptor site described for Cabb-S strain (17). Some

of these splice sites have also been found in the 35S RNA of other members of the Caulimovirus ge-

nus, suggesting that splicing might be a key common process for these viruses. Analysis of amplified

cDNAs obtained by RT-PCR of viral RNAs extracted from Cabb B-JI-infected turnips revealed that the

splicing pattern of 35S RNA is more complex than previously described for Cabb-S strain: in fact, we

identified 15 isoforms resulting from the use of 6 splice donor sites and 7 acceptor sites. Such com-

plexity was also observed in Cabb-S strain where 12 isoforms of 35S RNA were found. We never de-

tected spliced RNAs arising from splicing events downstream of ORF II, which is in contrast with the

behavior observed in Figwort mosaic virus infection, where splicing occurs in the 3' part of the 35S

RNA, leading to an in-frame fusion between the 5' region of ORF IV and the 3' region of ORF V that

code for the capsid protein and reverse transcriptase, respectively (13). The spliced RNAs possess at

their 5' and 3' ends a repeated region (R region) involved in intra- or inter-molecular replication jumps,

the polypurine tracts for the synthesis of the second DNA strand and, except for the isoforms where

splicing involved the donor sites located upstream of ORF VII, the primer binding site (PBS) where the

cellular Met-tRNA initiator used as primer by the reverse transcriptase binds the 35S RNA (35, 36). As

expected, some spliced RNAs are reverse transcribed in CaMV-infected cells into double-stranded

circular DNA molecules, excluding the aforementioned RNA species deprived of PBS by the splicing

event. Naturally occurring site-specific deletion mutants resulting from reverse transcription of a

spliced RNA have been previously observed in plants infected with CaMV-S Japan isolate (16) and in

plants infected with FMV (13). Small circular CaMV DNA molecules of various sizes have been de-

tected through electron microscopy in the nuclei isolated from CaMV-infected turnip plants (37). Some

of these molecules may correspond to reverse transcription products of spliced RNAs. Viral particles

containing genomes with deletions due to reverse transcription of spliced RNAs have been isolated

from HBV-infected patients and from FMV- and CaMV-infected plants (8, 13, 16, 38, A. Geldreich,

unpublished data) suggesting that they are transported into neighboring cells. Consequently, these

shorter genomes could participate in the production of spliced-like RNAs upon transcription and artifi-

cially increase the pool of spliced RNAs among the global population of viral RNAs.

Multiple spliced RNA isoforms arising from single-, double- or triple-splicing events were char-

acterized in CaMV-infected plants. Almost all spliced RNAs contained a new ORF coming from a fu-

sion involving the sORF E, the ORFs I and II or even other reading frames located within ORFs I and

II. A complex population of spliced viral transcripts comprising at least 15 spliced isoforms was also

characterized in patients chronically infected by hepatitis B virus (HBV) (39, 40). Singly spliced RNAs

code for a fusion protein which is involved in the HBV pathogenesis and may participate in the hemo-

static abnormality observed in HBV-related liver disease (40, 41), whereas the doubly-spliced RNAs

encode a novel protein that is able to activate transcription (42). In CaMV, the fused ORF I-ORF II

found in some 35S RNA isoforms code for chimeric proteins (P1P2) formed by the N-terminus of P1

and the C-terminus of P2. The function, if any, of these P1P2 proteins remains unknown. It has been

hypothesized that they could play a role in the development of a systemic infection in plants growing

under specific conditions, especially at high light intensity (17, 43). The present data speak in favor of
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a structural rather than functional meaning of the multiple fusion ORFs generated upon alternative

splicing. In-frame fusions in the 5’ part of the 35S RNA allow both to downregulate expression of ORFs

I and II to prevent the appearance of multiple ORFs, which could be deleterious for the P6/TAV-

mediated translation of the downstream ORFs. Indeed, none of the isoforms we detected contained

more ORFs than the unspliced 35S RNA. Furthermore, these putative proteins were not detected by

western blots performed on crude protein extracts and cell wall-enriched fractions from CaMV-infected

plants, using anti-P1 and anti-P2 antibodies in parallel (antibodies directed specifically against the

peptide forming the P1P2 junctions were not available). This suggested that the fusion proteins are

seldom expressed from spliced RNAs during CaMV infection or, alternatively, that they are rapidly

degraded upon their synthesis in planta. This last hypothesis is reinforced by the fact that myc-/HA-

tagged or GFP-fused P1P2 proteins were almost never detected in agroinfiltrated Nicotiana bentham-

iana leaves, whereas their mRNAs were detected by RT-PCR. These proteins could be degraded by

the proteasome since analysis of their amino acid sequence did not reveal any instability sequence

(PEST) similar to those found in the CaMV P4 protein (44). The rapid degradation of P1P2 would pre-

vent their interference with the activities of full-length P1 and P2 proteins since the fusion proteins are

able to interact in vitro, in farwestern experiments, with P2, P3 and purified virions. In the latter case,

the interaction is probably mediated by P3, since this protein is associated to viral particles (45). These

interactions, which should operate through the P2 C-terminus (29, 30) of the fusion proteins, could

hinder the systemic spread and the viral transmission by aphids through competition with interactions

involving the full-length P1, P3 and viral particles required for intracellular and cell-to-cell movements

of CaMV (32, 46), and through prevention of the formation of the viral transmission complex (47).

Another aim of our study was to understand the functional relevance of 35S RNA alternative

splicing in CaMV pathogenesis. We noticed that the splice donor sites D1 and D2 in ORF I are situat-

ed within a GGT triplet coding for glycine, even if this amino acid can be specified by four GGN co-

dons. This could hint toward a selective pressure to conserve both the splice sites and the glycine

codons (Fig. 1B). Glycine residues at these positions are found in the movement protein of all CaMV

strains and two other Caulimoviruses, Figwort mosaic virus and Carnation Etched Ring virus (28).

They evidently play an important role in cell-to-cell movement, since mutations within the donor site

leading to their substitution by another amino acid abolish CaMV infectivity (C. Bouton, unpublished

data). We expected that modifications of the alternative splicing scheme would alter the virulence of

CaMV on host plants. However, individual or collective mutation of the first described donor sites (17)

did not alter the pathogenicity of Cabb B-JI strain in turnips. Similarly, mutation of CaMV Cabb-S donor

sites did not modify the phenotype of infected turnip plants. Apparently, mutation of splice sites stimu-

lates the selection of seldom-used sites and/or activates cryptic splice sites (Fig. 4B) to maintain a

high level of spliced RNAs in infected tissues. A similar activation of cryptic splice sites following the

inactivation of a donor site has been observed in the CaMV-S strain (16) and in Mastrevirus Maize

Streak Virus (9) infections. The multiplicity of splice sites in CaMV stimulated us to determine if alter-

native splicing of the 35S RNA has roles outside the downregulation of the expression of aphid trans-

mission factor P2 and movement protein P1 (17, 20). The presence of splice sites also explains why

mutations disrupting splice sites of CaMV Cabb B-JI and Cabb-S strains are not lethal for the virus in

our experimental conditions. These observations contradict previous experiments, in which Cabb-S

strain was not infectious in turnip plants when the use of splice acceptor site A was prevented (17),

except for two plants which finally displayed symptoms with a three-week delay. Sequencing of the

viral genome revealed that the mutated acceptor site was not restored, but a small deletion (58 bp)

introducing a premature termination codon in ORF II was found (17). We observed neither reversion of

mutations nor any modification in the ORF II of our mutants upon infection. Our results show that

nearby AG dinucleotides can be used as rescue acceptor sites upon disruption of acceptor site A. This

suggests that alternative splicing in CaMV achieves strong versatility through multiplicity of splice sites

within the 5’ part of 35 S RNA and flexibility in their use, thus constituting a robust means to downregu-

late expression of ORFs I and II.
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Alternative splicing could have other roles besides downregulating the expression of ORFs I

and II. Recently, it was shown in Arabidopsis that spliced RNAs are less effective substrates for RNA

silencing mediated by the RNA-dependent RNA polymerase RDR6, compared to intron-less tran-

scripts (48, 49). During CaMV infection, the 35S RNA is subject to degradation by Dicer-like proteins

(50–52), but processing of endogenous RDR6-derived double-stranded RNA is impaired, suggesting

that introns partially preserve viral RNAs from excessive degradation by the silencing machinery. Fur-

thermore, the splice donor sites located in the leader region (Db and D4) might be involved in the sup-

pression of premature polyadenylation at the 5' end of the 35S RNA, as described for Retroviridae

HIV-1 (53, 54) and foamy viruses (55). The U1 small nuclear ribonucleoprotein (U1 snRNP), in addi-

tion to its role in the splicing process, interferes with the pre-mRNA 3’ end processing and protects

some pre-mRNAs from premature polyadenylation (56). This regulatory mechanism ensures transcrip-

tome integrity by regulating mRNA length (57). In HIV-1 and foamy viruses, the polyadenylation signal

(poly(A) signal) is found at both extremities of the viral progenome, in the redundant 5’ and 3’ long

terminal repeats (LTRs). It has been shown that the poly(A) signal at the 5’ LTR is skipped through a

mechanism involving the U1 snRNP-mediated recognition of a splice donor site located a few hundred

nucleotides upstream (HIV-1) (53) or downstream (foamy viruses) (55), thus avoiding a premature

termination of transcription. The CaMV poly(A) signal is located about 180 nucleotides downstream of

the transcription start site, so polyadenylation needs to be regulated to allow transcription of the com-

plete genome. The Db and/or D4 donor sites are about 300 nucleotides downstream of the poly(A)

signal. The putative role of D4 and Db in the regulation of CaMV premature polyadenylation should

therefore be assessed in the future.

The splice donor and acceptor sites described in the present study allow CaMV to produce

multiple spliced 35S RNAs, which do not encode for P1 and P2 proteins while still being appropriate

mRNAs for P6/TAV-mediated expression of viral proteins via translation reinitiation. Any inactivation of

a splice site would be ineffective in impairing CaMV infectivity. The synthesis of intron-deleted DNA by

reverse transcription could be a strategy to increase the population of spliced RNAs in a spliceosome-

independent fashion. Whether CaMV alternative splicing is regulated by cis-elements (splicing en-

hancers and silencers) is another point which must be elucidated in the future, to gain insight on the

temporal regulation and the biological relevance of the various 35S RNA spliced isoforms.
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FIG 1: Conservation of 35S RNA splice sites among CaMV strains and other Caulimoviruses. (A) Map

of the 5’ region (about 2,500 nucleotides) of 35S RNA of Cabb-S strain. Empty boxes represent major

ORFs, while black boxes represent short ORFs (sORFs) in the leader region. D1 to D4 are the splice

donor sites and A, the acceptor splice site described by Kiss-László et al. (1995). Dotted lines mark

the splicing events leading to in-frame fusions between the 5’ and 3’ extremities of ORF I and ORF II,

respectively. The putative encapsidation signal (p) and the primer binding site (PBS) where reverse

transcription is initiated are shown. The repeated sequence R corresponds to an approximately 180

nucleotide-long sequence found in both termini of the 35S RNA. (B) Alignment of 35S RNA sequences

from various CaMV strains. The sequences surrounding Cabb-S splice sites are shown. The GU and

AG nucleotides of donor and acceptor sites, respectively, are in bold. Nucleotides differing from the

Cabb-S sequence are underlined. Amino acids encoded by the regions containing the spliced sites are

provided below the nucleotide sequences. The interaction between U1 snRNA and exon -intron junc-

tions is shown below D4. (C) Alignment of the 35S RNA sequence from Caulimovirus species.
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FIG 2: 35S RNA of CaMV Cabb B-JI strain is alternatively spliced. (A) Oligonucleotide probes target-

ing the intronic (int) or the exonic (ex) region surrounding the acceptor site were used to detect 35S

RNA and its putative spliced isoforms. (B) Northern-blotting analysis of turnip total RNA extracted at

21 dpi. RNA was separated by electrophoresis on an agarose (0.8%)-urea (7 M) gel, transferred onto

a nylon membrane and probed with
32

P-labeled int or ex probes. (C) RT-PCR on turnip total RNA ex-

tracted at 21 dpi. The 5’ region of 35S RNA was amplified and the products separated on agarose gel.
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FIG 3: P1P2 fusion proteins are unstable in plants both in a viral context and in transient expression

assays. (A) Immunodetection of P1P2 fusion proteins in CaMV Cabb B-JI- or Cabb-S-infected turnip

plants. Total proteins were analyzed by SDS-PAGE and western blotting was performed with anti-P1

and anti-P2 polyclonal antibodies. (B) Immunodetection of HA- or myc-tagged P1P2(D2) protein upon

Agrobacterium tumefaciens-mediated transient expression assay in Nicotiana benthamiana leaves.

Total proteins were extracted from agroinfiltrated leaves and the presence of P1P2(D2) fusion protein

was assessed by western assays with anti-HA or anti-myc antibodies. Leaves agroinfiltrated with HA-

or myc-GFP expression vectors were used as positive controls. (C) Tagged-P1P2(D2) and GFP tran-

scripts were assessed by RT-PCR on total RNA from infiltrated leaves. (D) Far-western assays on

GST or GST-P1P2(D2) expressed in E. coli. Recombinant proteins were submitted to SDS-PAGE and

transferred to PVDF membranes.
32

P-labeled recombinant P1, P2, P3 and TAV proteins or purified

virions were used as overlays.
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FIG 4: Mutations of splice donor sites are rescued by the use of a cryptic donor site. (A) Exon -intron

junctions of splice donor sites of CaMV Cabb B-JI were mutated independently or in combination. The

GU donor sites are in bold, and mutated nucleotides are underlined. Corresponding amino acids are

provided below the nucleotide sequences surrounding D1 and D2 sites. (B) Analysis by RT-PCR of the

splicing pattern of the donor site mutants. Total RNA from infected turnips was extracted at 21 dpi and

the 5’ region (about 2,500 nts) of 35S RNA was amplified. Amplicons were separated by agarose gel

electrophoresis.
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FIG 5: The 5’ part of Cabb B-JI and Cabb-S 35S RNA contains numerous splice sites. The 5’ region of

Cabb B-JI (A) and Cabb-S (B) 35S RNA (about 2,500 nts) is schematized. Previously discovered sites

are in bold italic. The putative encapsidation signal (p) and the primer binding site (PBS) where r e-

verse transcription is initiated are shown. The repeated sequence R corresponds to an approximately

180 nucleotide-long sequence found in both termini of the 35S RNA. (C) Splicing events and corr e-

sponding isoforms in Cabb B-JI and Cabb-S strains. Splicing is represented by dotted lines. For each
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event, isoforms are indicated and one or several representative isoforms (in bold) are schematized.

Isoforms that are very similar to the ones schematized are only indicated. The number of short (s) and

large (l) ORFs that are upstream of ORF III is given in brackets. Regions of ORFs I or II that are not

coding anymore in some spliced isoforms are hatched. Coding sequences located within ORFs I or II

but in a different reading frame are in grey.



99

Cabb B-JI Cabb-S

Splice donor sites (position)
D1 (872); D2 (887); D4 (7915);

Da (653); Db (7890); Dc (658)

D1 (872); D2 (887); D3 (1247);

D4 (7909); Da (653); Db (7884)

Splice acceptor sites (position)
A (1509); Aa (584); Ab (577); Ac (565);

Ad (652); Ae (830); Af (587)

A (1508); Ab (577); Ac (565);

Ad (652); Ag (864); Ah (1515)

85 and 87 clones from two independent experiments were sequenced for Cabb B-JI and Cabb-S strains, respectively. Sites

Da to Dc and Aa to Af were named according to their order of discovery in Cabb B-JI strain.

TABLE 1 Splice donor and acceptor sites found in Cabb B-JI and Cabb-S strains by RT-PCR.
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FIG 6: Mutations of splice acceptor site A lead to the use of downstream AG dinucleotides as acceptor

sites. (A) Splice acceptor site A was mutated both in Cabb-S and Cabb B-JI strains. The AG dinucleo-

tides used as acceptor sites in the wild type and mutant viruses are in bold; mutated nucleotides are

underlined. Corresponding amino acids are provided below the nucleotide sequences. (B) Sympto ms

on turnip plants at 45 dpi. (C) Sequences at the second splice junction of three isoforms cloned from

splice acceptor mutant-infected turnips (B-JI ma3 and S ma3) after RT-PCR amplification on total

RNA. Exons 2 and 3 are represented by a dotted line and a solid line, respectively. (D) Immunodetec-

tion of P2 and capsid protein (CP) in CaMV Cabb B-JI- or Cabb B-JI mutA-infected turnips plants.

Total proteins were analyzed by SDS-PAGE, and western blotting was performed with anti -P2 and

anti-CP polyclonal antibodies.
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Chapitre 2

Étude de l’export nucléaire des ARN viraux
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INTRODUCTION

Dans le monde des procaryotes, la transcription et la traduction sont directement couplées. À

l’inverse, chez les eucaryotes, ces deux processus sont séparés physiquement par l’enveloppe nu-

cléaire : les ARNm sont transcrits et épissés dans le noyau, puis exportés vers le cytoplasme où ils

seront traduits. Les données et modèles présentés dans cette introduction sont essentiellement issus

de travaux réalisés sur la levure et l’Homme, les deux modèles qui sont les plus communément utili-

sés dans le champ de recherche que représente l’étude du transport nucléo-cytoplasmique.

1) Les pores nucléaires

La traversée des pores nucléaires est un passage obligé dans le transport des ARN, du noyau

vers le cytoplasme. Ces complexes protéiques sont insérés dans la double-membrane qui constitue

l’enveloppe nucléaire et ils permettent un passage sélectif et bidirectionnel des molécules dont la

masse moléculaire est supérieure à 60 kDa.

a) Structure et composition

Le pore nucléaire est le plus grand des complexes protéiques eucaryotes : sa masse molécu-

laire est d’environ 60 MDa chez la levure et 90-120 MDa chez l’Homme (Raices et D’Angelo, 2012). Il

peut être décrit comme la répétition de 8 unités formant chacune le rayon d’une roue de chariot.

Chaque unité a une face nucléaire et une face cytoplasmique d’où émergent deux structures, une

structure en forme de panier du côté nucléaire et une autre en filaments du côté cytoplasmique (Fi-

gure 1). Ces deux extrémités du pore nucléaire interviennent dans le transport nucléo-cytoplasmique,

en interagissant avec des molécules en transit. L’intérieur du pore consiste en un canal central d’un

diamètre d’environ 35 nm (Oeffinger et Zenklusen, 2012). La densité de pores nucléaires est assez

variable d’un organisme à l’autre, et d’un type cellulaire à l’autre. Généralement, on trouve de 10 à 20

pores par µm
2
. Ce chiffre peut s’élever à 50 pour le noyau d’une cellule de Nicotiana tabacum BY-2 et

60 pour le noyau d’un ovocyte de xénope Xenopus laevis (Fiserova et al., 2009; Grossman et al.,

2012). En dépit de sa taille gigantesque, un pore nucléaire n’est composé que d’une trentaine de pro-

téines différentes, les nucléoporines – ou Nups –, qui sont présentes en 8, 16, 32 ou 48 exemplaires –

donc un multiple de 8 (Grossman et al., 2012). Ces protéines sont relativement bien conservées et

elles sont classées en différentes catégories, selon leurs caractéristiques biochimiques et/ou leur loca-

lisation au sein du pore : ce sont les Nups membranaires, les Nups d’échafaudage, et les Nups-FG

(Figure 1).

Les Nups membranaires permettent l’ancrage du pore dans l’enveloppe nucléaire (Figure 1).

Les Nups d’échafaudage sont localisées tout le long du pore, où elles constituent l’un des trois an-

neaux nucléaire, interne ou cytoplasmique. Certaines de ces Nups ont la particularité de partager des

similitudes structurales avec les protéines du complexe « coatomer » formant certaines vésicules im-

pliquées dans le trafic cellulaire. Ces similarités expliqueraient l’incurvation de la membrane nucléaire,

autour du pore (Grossman et al., 2012). Les Nups-FG sont des protéines non-structurales qui tapis-

sent l’intérieur du pore nucléaire et forment la barrière sélective qui permet de contrôler la nature de

molécules en transit dans le canal central. Ces Nups-FG ont la particularité de posséder de 4 à 48

répétitions de différents motifs FG à 4 acides aminés où la phénylalanine (F) et la glycine (G) sont

majoritaires. La répétition des motifs FG confère aux FG-Nups une structure intrinsèquement désor-

donnée (Grossman et al., 2012).
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b) Mécanisme général du transport à travers les pores nucléaires

Les pores nucléaires n’entravent pas le passage passif des ions et des petites molécules dont la

masse moléculaire est inférieure à 60 kDa. Les grosses molécules, à l’inverse, ne peuvent traverser

les pores nucléaires que de façon active, grâce à l’assistance d’un ou plusieurs facteurs de transport.

Le seuil des 60 kDa n’est, d’ailleurs, qu’une indication car certaines molécules dont la masse est légè-

rement inférieure se font, elles aussi, assister par des facteurs de transport (Grünwald et al., 2011).

Ces facteurs sont des protéines dont le type varie selon l’espèce de molécule prise en charge ; ils

seront décrits ultérieurement. Cependant, quel que soit le facteur de transport utilisé, le mécanisme

général de transport à travers le pore nucléaire est relativement similaire et il implique les FG -Nups.

Ces dernières forment un réseau dense dans le canal central du pore, ce qui empêche le transport

des grosses molécules par diffusion. Seuls les facteurs de transport sont capables d’interagir avec les

répétitions de motifs FG qui composent les FG-Nups (Figure 2). Ces interactions, bien que de faible

affinité, sont très spécifiques. Ainsi, les complexes formés par les facteurs de transport et leurs

charges – ou cargos – traversent la barrière sélective que forment les FG-Nups, suite à de nom-

breuses interactions avec ces dernières, tandis que les molécules n’étant pas prises en charge par un

facteur de transport – et donc n’ayant pas à être transportées – ne pourront pas passer cet obstacle

(Grossman et al., 2012; Strambio-De-Castillia et al., 2010). La directionnalité dans le transport des

cargos – n’est, cependant, pas imprimée par les FG-Nups. Elle dépend de la nature des molécules

transportées et elle sera abordée dans la suite de ce chapitre.

Figure 1 : Représentation schématique d’un pore nucléaire, vu en coupe longitudinale. Les noms des prin-
cipales nucléoporines (Nups) et de leurs homologues sont donnés pour la levure, les plantes et les vertébrés.
D’après Grossman et al., 2012.
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c) Assemblage des pores nucléaires

Les pores nucléaires peuvent s’assembler à deux moments du cycle cellulaire : lors de

l’interphase et après une mitose ouverte – c’est-à-dire si la mitose s’accompagne d’une désagrégation

de l’enveloppe nucléaire –, lors du réassemblage de l’enveloppe nucléaire (Fernandez-Martinez et

Rout, 2009).

i. Assemblage de novo au cours de l’interphase

Au cours de l’interphase, le nombre de pores nucléaires présents dans l’enveloppe nucléaire

augmente, en particulier chez les cellules en prolifération. De nouveaux pores sont assemblés de

novo, à travers l’enveloppe nucléaire. Il semble que les Nups membranaires soient les premières à

s’assembler. Elles sont suivies par des Nups d’échafaudage qui sont délivrées de part et d’autre de

l’enveloppe nucléaire. Ce processus d’assemblage des pores nucléaires ne ferait intervenir que des

Nups nouvellement synthétisées (D’Angelo et al., 2006; Grossman et al., 2012).

ii. Assemblage post-mitotique

La mitose, selon qu’elle s’accompagne d’une désagrégation ou d’un maintien de l’enveloppe

nucléaire, est qualifiée d’ouverte ou fermée. On retrouve souvent la mitose ouverte chez les vertébrés

Figure 2 : Passage des facteurs de transport nucléaires associés à leurs cargos, à travers le pore nu-
cléaire. Le passage des grosses macromolécules, à travers le pore nucléaire, est rendu possible grâce à leur
association avec un facteur de transport. Ce dernier est capable de réaliser toute une suite d’interactions avec les
répétitions FG des FG-Nups, les Nups qui forment une barrière sélective et tapissent le canal central du pore.
MNE : membrane nucléaire externe. MNI : membrane nucléaire interne. D’après Strambio-De-Castillia et al.,
2010.
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et les plantes, tandis que la mitose fermée est plutôt l’apanage des eucaryotes qualifiés d’inférieurs.

L’entrée en mitose ouverte provoque un désassemblage des pores nucléaires, notamment suite à la

phosphorylation de certaines Nups (Fernandez-Martinez et Rout, 2009). À la fin de la mitose, alors

que les chromosomes se décondensent, un complexe nommé prépore et composé des Nups

d’échafaudage Nup107 et 160, est recruté à proximité de la chromatine grâce à la protéine Elys/Mel28

qui interagit, à la fois, avec la surface de la chromatine et le prépore. Ce recrutement s’effectue grâce

à la GTPase Ran, dans sa forme liée au GTP (Ran-GTP), qui libère le prépore alors complexé à

l’importine β en interagissant avec cette dernière. Par la suite, d’autres Nups, dont les Nups membra-

naires, s’associent au prépore pour s’assembler en un pore nucléaire alors que l’enveloppe nucléaire

se reforme progressivement. À l’inverse de l’assemblage à l’interphase, l’assemblage post-mitotique

des pores nucléaires se fait à partir de Nups qui composaient les pores déconstruits lors de l’entrée en

mitose. Cette voie d’assemblage est, par ailleurs, plus rapide que l’assemblage de novo (Grossman et

al., 2012).

2) Export nucléaire des ARN autres que les ARNm, et des protéines

Les mécanismes d’export nucléaire des ARN autres que les ARNm, ainsi que celui des pro-

téines, ont en commun de reposer sur l’utilisation de facteurs de transport nommés karyophérines,

membres de la super-famille des importines β. Ces facteurs sont aussi nommés exportines, par oppo-

sition aux importines sensu stricto qui sont impliquées dans l’import de cargos vers le noyau.

L’association entre les karyophérines et les molécules qu’elles prennent en charge est modulée par la

GTPase Ran que l’on peut retrouver sous deux formes, associée au GTP (Ran-GTP) ou au GDP

(Ran-GDP). La présence d’un facteur d’échange de nucléotide dépendant de Ran, nommé RCC1 –

pour « regulator of chromosome condensation 1 » – et associé à la chromatine, contribue à maintenir

un taux élevé de Ran-GTP dans le noyau (Figure 3). Dans le cytoplasme, et particulièrement au ni-

veau des filaments cytoplasmiques des pores nucléaires, se trouve une protéine activant l’activité

GTPase de Ran, RanGAP – pour « Ran GTPase activating protein ». Ainsi, la forme de Ran qui est

majoritaire dans le cytoplasme est Ran-GDP. Par conséquent, un gradient de concentration en Ran-

GTP est maintenu entre le noyau et le cytoplasme, et c’est ce gradient qui confère la directionnalité du

transport nucléo-cytoplasmique dépendant des karyophérines (Grossman et al., 2012; Hutten et Ke-

hlenbach, 2007). Ainsi, une exportine ne peut se lier à la molécule qu’elle transporte que si elle est

associée à Ran-GTP. C’est l’opposé du mécanisme d’import puisque la liaison de Ran-GTP au com-

plexe d’import – composé de la molécule à importer, d’un adaptateur et d’une importine – provoque la

dissociation de ce dernier (Figure 3). Le complexe de transport, composé de la molécule à exporter,

de la karyophérine et de Ran-GTP peut alors traverser le pore nucléaire, par un mécanisme encore

incomplètement élucidé mais dépendant d’interactions entre l’exportine et les FG-Nups (Grossman et

al., 2012). Au sortir du pore nucléaire, une fois dans le cytoplasme, l’hydrolyse du GTP par Ran con-

duit à la dissociation du complexe de transport (Köhler et Hurt, 2007).

a) Export nucléaire des ARNt

L’export des ARNt est principalement médié par l’exportine-t. Suite à leur transcription par

l’ARN polymérase III (Pol III), les pré-ARNt subissent plusieurs étapes de maturation. Leurs deux ex-

trémités sont rognées : la RNase P coupe l’extrémité 5’ et plusieurs nucléases, dont la RNase Z, cou-

pent l’extrémité 3’. Une séquence CCA, nécessaire à l’aminoacylation des ARNt, est ensuite ajoutée à

l’extrémité 3’ par une nucléotidyl transférase. Enfin, les ARNt sont épissés – voir la brève description

de cet épissage enzymatique dans le premier chapitre –, lorsqu’ils possèdent un intron, et subissent

une grande variété de modifications – méthylations, thiolations, etc… – sur certaines de leurs bases

(El Yacoubi et al., 2012; Hopper, 2013). Une fois ces étapes de modifications post-transcriptionnelles

effectuées, l’extrémité 3’, qui est sortante à la base de l’ARNt, est reconnue par l’exportine-t liée à

Ran-GTP (S. J. Lee et al., 2011). Le complexe exportine-t/Ran-GTP/ARNt est ensuite transporté à
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travers le pore nucléaire, vers le cytoplasme. Il est important de noter que l’exportine-t n’est pas ca-

pable de discriminer entre les ARNt épissés et non-épissés. Ainsi, il arrive que certains ARNt soient

exportés vers le cytoplasme, en dépit de la présence d’un intron. L’export nucléaire des ARNt n’est

pas uniquement dirigé par l’exportine-t. Certaines protéines, en particulier l’exportine-5 qui est le fac-

teur de transport des miARN, sont impliquées dans ce processus. Le rôle de l’exportine-5 dans

l’export nucléaire des ARNt est surtout notable chez la levure Saccharomyces cerevisiae (Hopper,

2013).

Figure 3 : Transport nucléo-cytoplasmique médié par les karyophérines. L’import nucléaire d’un cargo se
fait par interaction de celui-ci avec une karyophérine de type importine, souvent par le biais d’un adaptateur.
Dans le noyau, le complexe est dissocié lorsqu’une protéine Ran liée au GTP s’associe à l’importine. Inverse-
ment, Ran-GTP promeut la formation d’un complexe d’export entre une karyophérine de type exportine et son
cargo. Dans le cytoplasme, l’hydrolyse du GTP par Ran aboutit à la dissociation du complexe d’export. La direc-
tionnalité du transport nucléo-cytoplasmique médié par les karyophérine est dépendante d’un gradient de Ran-
GTP à travers l’enveloppe nucléaire. Dans le noyau, la présence de la protéine RCC1 associée à la chromatine
transforme la Ran-GDP en Ran-GTP. Dans le cytoplasme, la Ran-GAP stimule l’activité GTPase de Ran, et donc
favorise la présence de Ran-GDP. D’après Grossman et al., 2012.
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b) Export nucléaire des miARN

Les miARN peuvent être produits soit à partir d’introns – on parle alors de mirtrons –, soit à

partir de transcrits propres nommés pri-miARN et synthétisées par les Pols II et III. Les pri-miARN

sont constituées d’une structure en tige-boucle entourée de séquences adjacentes. La première étape

de maturation d’un pri-miARN consiste à éliminer ces séquences adjacentes, par une RNase nommée

Drosha, pour générer une tige-boucle d’environ 65 pb, nommée pré-miARN. Cet intermédiaire, produit

à la fin de la première étape de maturation, est exporté vers le cytoplasme grâce à l’exportine-5 liée à

Ran-GTP, qui reconnait la base du pré-miARN, et en particulier son extrémité 3’ débordante, généra-

lement longue de deux nucléotides (Köhler et Hurt, 2007). Après le transport vers le cytoplasme et la

libération du complexe pré-miARN/exportine-5/Ran-GDP, le pré-miARN est clivé, par une autre

RNase nommée Dicer, en un fragment d’environ 22 pb à l’appariement imparfait. La dernière étape de

maturation consiste en la dégradation de l’un des deux brins, puis en l’insertion du brin restant au sein

d’un complexe multiprotéique nommé RISC – pour « RNA-induced silencing complex » –, qui va diri-

ger la reconnaissance des cibles du miARN.

c) Export nucléaire des snARN

L’export nucléaire des snARN a été partiellement décrit dans le premier chapitre de cette

thèse, lorsque la biosynthèse des snRNP a été abordée. Les snARN, hormis le snARN U6, sont

transcrits par la Pol II. Ils possèdent une coiffe 7-méthylguanosine en 5’, mais n’ont pas de queue

poly-A en 3’. Leur export nucléaire est dépendant de l’exportine-1, plus communément appelée

CRM1. Alors que les exportines-t et -5 reconnaissent des motifs structuraux sur les ARNt et les

miARN, CRM1 reconnait une séquence d’acides aminés qui est nommée NES – pour « nuclear export

signal » –, et qui est riche en leucine et autres acides aminés à chaine latérale hydrophobe (Köhler et

Hurt, 2007). L’organisation générale d’un NES est la suivante : Φx2-3Φx2-3ΦxΦ, où Φ est généralement

une leucine mais peut aussi être une isoleucine, une valine, une phénylalanine ou une méthionine, et

où x est n’importe quel acide aminé (Hutten et Kehlenbach, 2007). La coiffe des snARN permet le

recrutement des deux sous-unités protéiques CBP20 et CBP80, de la protéine ARS2 et de

l’adaptateur d’export PHAX sous sa forme phosphorylée. C’est au niveau de PHAX que l’on retrouve

un NES qui va permettre la formation d’un complexe d’export avec CRM1 et Ran-GTP. Dans le cyto-

plasme, ce complexe est dissocié suite à l’hydrolyse du GTP de Ran et à la déphosphorylation de

PHAX. Le snARN est libéré puis assemblé à des protéines pour former une snRNP (Köhler et Hurt,

2007).

d) Export nucléaire des ARNr

Les quatre espèces d’ARNr qui composent les ribosomes eucaryotes sont les ARN 5,8S, 18S

et 28S, transcrits par l’ARN polymérase I (Pol I) en un même pré-ARNr 45S, et l’ARNr 5S, transcrit par

la Pol III. Ces quatre ARNr ne sont pas exportés tels quels vers le cytoplasme, mais une fois associés

à de nombreuses protéines ribosomales, en pré-sous-unités ribosomales 40S et 60S. Ces pré-sous-

unités font partie des plus grosses entités à traverser les pores nucléaires. Le facteur de transport

principal des pré-sous-unités ribosomales est l’exportine CRM1. Son mécanisme d’association à la

pré-sous-unité 40S est peu clair. En ce qui concerne la pré-sous-unité 60S, CRM1 est recrutée par

une protéine adaptatrice nommée Nmd3 et possédant un NES. D’autres facteurs de transport peuvent

être utilisés accessoirement par les deux pré-sous-unités pour quitter le noyau, en particulier le couple

Mex67-Mtr2 – équivalent chez Saccharomyces cerevisiae du couple TAP-p15 –, impliqué principale-

ment dans l’export nucléaire des ARNm (Köhler et Hurt, 2007; Thomson et al., 2013).

e) Export nucléaire des protéines

L’exportine CRM1 est le facteur de transport majeur des protéines. La liaison entre CRM1 et

une protéine avec un NES est réalisée coopérativement avec Ran-GTP, mais elle semble aussi être
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stimulée par l’action d’une protéine nommée RanBP3 – pour « Ran-binding protein 3 » – qui a pour

fonctions de favoriser le maintien d’une forte concentration de Ran-GTP à proximité de CRM1, et

d’augmenter l’affinité de cette dernière pour les protéines à NES (Hutten et Kehlenbach, 2007). La

dissociation du complexe d’export, à la suite de la traversée du pore nucléaire, se fait par hydrolyse du

GTP lié à Ran. Cette hydrolyse est stimulée par la protéine RanGAP ainsi que par la protéine

RanBP1, dont le rôle est de rendre Ran sensible à l’action de RanGAP. Il est à noter qu’une fraction

de RanGAP est associée aux filaments cytoplasmiques des pores nucléaires via une interaction indi-

recte avec la Nup358, ce qui favorise une dissociation du complexe d’export dès sa sortie du canal

central du pore nucléaire puisque Nup358 – également nommée RanBP2 – possède également des

domaines de liaison à Ran (Hutten et Kehlenbach, 2007).

3) Vue générale sur l’export nucléaire des ARNm

a) Introduction théorique

C’est sous la forme de ribonucléoprotéines messagères – ou mRNP – que les ARNm sont ex-

portés vers le cytoplasme, où ils seront traduits (Köhler et Hurt, 2007). Tout au long de la biogénèse

des ARNm, de nombreuses protéines – facteurs de transcription, d’épissage, etc… – s’associent aux

transcrits, de façon plus ou moins transitoire, par recrutement direct ou assisté par la Pol II (Kelly et

Corbett, 2009; Oeffinger et Zenklusen, 2012). Parmi elles, sont retrouvés des facteurs impliqués direc-

tement ou indirectement dans l’export nucléaire. L’export nucléaire des ARNm est donc intimement lié

aux différentes étapes de biogénèse et de maturation des transcrits, en ce sens que toutes ces étapes

peuvent participer, en des proportions qui varient selon le type d’organisme, au recrutement du facteur

de transport des ARNm.

Le mode d’export nucléaire des ARNm est bien conservé entre la levure et l’Homme. La diffé-

rence majeure entre l’export nucléaire des autres ARN et des protéines et celui des ARNm est que ce

dernier n’est dirigé ni par des karyophérines, ni par le gradient de Ran-GTP présent autour de

l’enveloppe nucléaire (Köhler et Hurt, 2007).

b) Facteur de transport des ARNm

i. Les hétérodimères TAP-p15 et Mex67-Mtr2

L’export nucléaire des ARNm est principalement gouverné par un hétérodimère nommé TAP-

p15 ou NXF1-NXT1 chez les métazoaires, et Mex67-Mtr2 chez la levure. TAP – pour « Tip-associated

protein » – et son homologue Mex67 possèdent un motif RRM de reconnaissance de l’ARN à leur

extrémité amino-terminale, et un motif de type NTF2-like qui permet l’interaction avec la protéine p15

ou son analogue structural Mtr2 (Valkov et al., 2012). Si l’interaction directe entre TAP-p15 et l’ARNm

à transporter est possible, le recrutement de l’hétérodimère se fait généralement avec le concours de

facteurs d’export présents sur le transcrit. Enfin, tout comme les différentes exportines qui ont été

abordées précédemment, TAP-p15 peut interagir avec les répétitions de motifs FG des FG-Nups ce

qui permet aux mRNP sur lesquelles elles sont fixées, de traverser les pores nucléaires (Köhler et

Hurt, 2007).

ii. L’exportine CRM1

Quelques ARNm ont été décrits comme étant dépendants de l’exportine CRM1 pour leur ex-

port nucléaire. Les transcrits des gènes codant pour l’interféron IFN-α1 et pour la cycline D1 sont ex-

portés par cette voie (Kimura et al., 2004). CRM1 se fixe aux ARNm à transporter grâce à des pro-

téines adaptatrices, telles HuR et NXF3 (Culjkovic-Kraljacic et Borden, 2013; Hutten et Kehlenbach,

2007). Enfin, certains virus utilisent la voie CRM1 pour exporter certains de leurs transcrits. Ils sont

décrits par la suite.
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c) Couplage entre la production des ARNm et leur export nucléaire

Production des ARNm et export nucléaire sont deux processus couplés. En effet, l’altération

d’une ou plusieurs étapes de la biogénèse des transcrits aboutit souvent à leur rétention dans le

noyau (Oeffinger et Zenklusen, 2012). Les étapes où le couplage entre la production des ARNm et

leur export est le plus intense, varient selon les organismes. Ainsi, chez la levure, le recrutement de

Mex67-Mtr2 semble fait principalement au cours de l’élongation et de la terminaison de la transcription

tandis que chez l’humain, TAP-p15 est recruté préférentiellement suite à l’ajout de la coiffe, ainsi que

lors de l’épissage (Kelly et Corbett, 2009).

i. Le complexe TREX

La relation qui existe entre transcription et export nucléaire est matérialisée par le complexe

multiprotéique TREX – pour « transcription export » – de la levure. TREX participe au recrutement et à

la liaison de facteurs d’export, sur les ARNm en cours de formation. Chez la levure, TREX se com-

pose d’un sous-complexe nommé THO – lui-même composé des sous-unités Hpr1, Mft1, Thp2 et

Tho2 –, ainsi que des facteurs d’export Sub2 et Yra1 (Kelly et Corbett, 2009). THO est associé à la

Pol II en cours d’élongation, via des interactions avec la queue CTD. À la fin de l’élongation, et de

concert avec la sous unité Pcf11 du facteur de clivage et de polyadénylation CF1A, THO participe au

recrutement d’Yra1 (Katahira, 2012; Meinel et al., 2013). De plus, ses sous-unités Sub2 et Hpr1 peu-

vent interagir avec l’hétérodimère Mex67-Mtr2. Yra1 est un adaptateur d’export à proprement parler

puisque son rôle est de faire le lien entre l’ARNm et Mex67-Mtr2 ; Yra1 est transféré de Pcf11 vers

Sub2, une ARN hélicase, puis est déposé sur l’ARNm grâce à cette dernière (Johnson et al., 2009).

Yra1 stimulerait l’affinité de Mex67 pour l’ARN et permettrait donc la fixation de Mex67-Mtr2 au trans-

crit, avant d’être dissocié du transcrit peu de temps avant son passage dans le pore nucléaire, proba-

blement à la suite d’une ubiquitinylation par l’E3 ubiquitine-ligase Tom1 (Katahira, 2012; Valkov et al.,

2012).

En plus de son rôle dans l’export nucléaire, le complexe THO/TREX de la levure stimule

l’élongation de la transcription et empêche la formation d’hybrides entre le transcrit naissant et le brin

d’ADN non-codant – surnommés les R-loops –, qui peuvent être une source d’hyper-recombinaisons

(Katahira, 2012).

Chez les métazoaires, TREX diffère du complexe de levure, par son mode de recrutement et

sa composition. Le complexe THO des métazoaires n’est pas tout à fait identique à celui de la levure

puisqu’il se compose de THOC1 et THOC2, les homologues respectifs de Hpr1 et Tho2, ainsi que de

THOC5, THOC6 et THOC7, dont on ne retrouve pas d’homologues chez la levure. Les homologues

de Sub2 sont UAP56 et URH49, celui d’Yra1 est ALY/REF (Palazzo et Akef, 2012). Le mode de recru-

tement des composants du complexe TREX, chez les métazoaires, diffère de celui décrit chez la le-

vure puisqu’il est lié, principalement, à la présence du complexe de liaison à la coiffe – en particulier

sa grande sous-unité CBP80 –, et à la présence d’évènements d’épissage (Katahira, 2012; Masuda et

al., 2005). En effet, il a été montré que la sous-unité ALY est capable d’interagir directement avec la

CBP80. De plus, ALY peut être également recrutée par UAP56 qui est, par ailleurs, un facteur

d’épissage impliqué dans les premières étapes de l’assemblage du splicéosome (Köhler et Hurt, 2007;

Luo et al., 2001). UAP56 est ensuite relarguée, ce qui permet à ALY de recruter TAP-p15 sur l’ARNm,

puis d’être libérée à son tour (Palazzo et Akef, 2012).

Un second complexe protéique, nommé TREX-2, participe au couplage entre transcription et

export nucléaire. TREX-2 se compose, chez la levure, des sous-unités Sac3, Thp1, Cdc31 et Sus1 ; il

est bien conservé chez l’humain et Arabidopsis thaliana (García-Oliver et al., 2012). TREX-2 se loca-

lise au niveau du panier nucléaire des pores, où il interagit avec la Nup1. Chez la levure, il semble

aussi que TREX-2 interagisse physiquement avec un complexe activateur de la transcription nommé

SAGA – pour « Spt-Ada-Gcn5-acetyltransferase ». Composé de 21 protéines, SAGA est impliqué

dans le remodelage de la chromatine, en particulier grâce à une activité histone acétyltransférase.

Ainsi, l’interaction TREX-2/SAGA permet de recruter directement les gènes activés par SAGA, au
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niveau du pore nucléaire. De plus, la sous-unité Sac3 de TREX-2 peut lier Mex67-Mtr2, ce qui contri-

bue à coupler physiquement la production des ARNm et leur export nucléaire (García-Oliver et al.,

2012; Valkov et al., 2012). Cette connexion physique entre certains gènes transcrits et les pores nu-

cléaires confirme, en partie, l’hypothèse dite du gene gating selon laquelle tout gène est lié physique-

ment à un pore nucléaire (Blobel, 1985). Loin d’être la règle, cette hypothèse est au moins partielle-

ment valide pour les gènes dont l’expression est contrôlée par le complexe SAGA.

ii. Épissage et export nucléaire

Le recrutement de TREX et des facteurs de transport, chez les métazoaires, semble dépendre

beaucoup plus de l’épissage qu’il ne l’est chez la levure. Par exemple, UAP56 sert, à la fois, de fac-

teur d’épissage et de facteur d’export (Palazzo et Akef, 2012). De même UAP56 et ALY sont toutes

deux associées aux EJC, ces complexes qui sont déposés sur les ARNm, suite à l’épissage (Chang et

al., 2007). Par ailleurs, il a été montré que certaines protéines SRs – dont les rôles majeurs dans

l’épissage ont été décrits dans le premier chapitre – peuvent participer directement au recrutement de

TAP-p15 (Huang et al., 2003). Enfin, il existe un système de surveillance qui est basé sur la rétention

d’ARNm partiellement ou encore non-épissés, aux abords du pore nucléaire, puis leur dégradation par

l’exosome nucléaire. Même si son mécanisme n’est pas connu, il est clair que les Nups Mlp1 et Mlp2

– Tpr chez l’humain –, localisées au niveau du panier nucléaire, sont impliquées (Coyle et al., 2011;

Palazzo et Akef, 2012).

d) Séquences nucléotidiques impliquées dans l’export nucléaire

Certaines séquences nucléotidiques peuvent être impliquées, plus ou moins directement,

dans l’export nucléaire des transcrits sur lesquels elles se trouvent, en participant au recrutement de

facteurs d’export.

i. Régions codantes des séquences signal et des séquences ciblant les mito-

chondries

Les régions codantes des séquences signal et des séquences ciblant les mitochondries sont

capables de stimuler l’export nucléaire, notamment du fait de leur composition nucléotidique. Il a été

montré que ces deux types de séquences ont fortement tendance à être localisés au niveau du pre-

mier exon, et qu’elles codent souvent pour des acides aminés hydrophobes. Par conséquent, elles

sont particulièrement riches en uridines car la plupart des codons spécifiant les acides aminés hydro-

phobes possèdent une uridine en position 2. À l’inverse, ces séquences sont particulièrement pauvres

en adénines. S’il a été montré que la composition nucléotidique de ces deux types de séquences sti-

mule l’export nucléaire des ARNm via l’hétérodimère TAP-p15, le mécanisme exact qui sous-tend

cette stimulation n’est pas connu (Palazzo et al., 2013).

ii. Élément constitutif de transport (CTE) des Rétrovirus

Certains rétrovirus comme le virus Mason-Pfizer du singe (MPMV) utilisent un élément consti-

tutif de transport – ou CTE, pour « constitutive transport element » – pour exporter leurs ARN non-

épissés. Le CTE adopte une structure en tige-boucle qui permet une interaction directe avec TAP

(Shida, 2012). C’est d’ailleurs l’étude du MPMV qui a conduit à la première description de TAP comme

étant un facteur d’export nucléaire d’ARNm (Grüter et al., 1998).

iii. Cas des ARNm sans introns

Chez les mammifères, environ 5% des pré-ARNm ne possèdent pas d’introns et donc ne bé-

néficient pas du recrutement de facteurs de transport assisté par l’épissage. (Shabalina et al., 2010).

Ces transcrits, comme ceux codant pour l’histone H2A, c-Jun ainsi que les interférons IFN-α1 et IFN-

β1, sont pourtant exportés vers le cytoplasme. Dans le cas du messager de l’histone H2A, un élément

de 22 nucléotides permet la fixation de deux protéines SR qui, à leur tour, recrutent le facteur d’export
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TAP (Huang et al., 2003; Huang et Steitz, 2001). Le transcrit de l’interféron α1 possède, dans la partie

centrale de sa séquence codante, une région structurée sur laquelle se fixe une protéine adaptatrice –

qui pourrait être le facteur d’épissage RPS1 – capable de faire le lien avec l’exportine CRM1 (Kimura

et al., 2004, 2010).

e) Mouvement des mRNP dans le noyau et au sein des pores nucléaires

i. Mouvement dans le noyau

Les mRNP, une fois libérées du site de transcription, se déplacent par diffusion et de manière

aléatoire dans le noyau. Leurs mouvements peuvent être discontinus, selon l’encombrement molécu-

laire des zones dans lesquelles elles se déplacent. La taille du noyau, variable selon les organismes,

influe sur la durée entre la libération d’une mRNP et le moment de sa rencontre avec un pore nu-

cléaire – généralement de l’ordre de quelques minutes. La position du gène au sein du noyau peut

moduler la durée de la phase de diffusion nucléaire : les transcrits produits à la périphérie nucléaire

sont susceptibles d’atteindre rapidement un pore nucléaire (Oeffinger et Zenklusen, 2012).

ii. Traversée du pore nucléaire

La traversée du pore nucléaire par une mRNP est un évènement assez rapide puisqu’estimé

à quelques centaines voire quelques dizaines de millisecondes (ms). Au sein du pore nucléaire,

l’hétérodimère TAP-p15 lié à la mRNP interagit avec des FG-Nups et se déplace de façon aléatoire.

Au sortir du pore, la mRNP est remodelée : le dimère TAP-p15 ainsi que d’autres protéines fixées à

l’ARNm sont détachés. C’est ce remodelage, dirigé par les protéines Dbp5 et Gle1, qui imprime la

directionnalité du transport des mRNP au sein du pore nucléaire (Figure 4) (Oeffinger et Zenklusen,

2012).

Dbp5 est une hélicase à ATP ARN-dépendante qui est à la fois capable de se fixer sur

l’ARNm, lors de la transcription, et d’interagir avec des Nups – dont la Nup159 – situées au niveau des

filaments cytoplasmiques. Là, elle interagit également avec Gle1. Cette interaction, stabilisée par

l’inositol hexakiphosphate, stimule très fortement l’activité ATPase de Dbp5. Ceci entraine un remode-

lage dans la composition de la mRNP qui aboutit au détachement de TAP-p15. Ainsi, l’ARNm libéré

de ses facteurs de transport ne pourra pas repénétrer dans le pore nucléaire (Oeffinger et Zenklusen,

2012; Stewart, 2007; Valkov et al., 2012).

4) Export nucléaire des ARNm chez les plantes

Les connaissances sur l’export nucléaire des ARNm chez les plantes sont très sommaires. À

ce jour, il n’a pas été découvert d’homologue pour TAP et p15, chez les plantes. Cependant, des ho-

mologues de certaines sous-unités de TREX ainsi que d’UAP56 et ALY ont été décrits (Gaouar et

Germain, 2013; Kammel et al., 2013; Meier, 2012). Il en est de même pour Dbp5 et certaines sous-

unités de TREX-2 (Meier, 2012). MOS11, un homologue de la protéine humaine CIP29 qui capable

d’interagir avec ALY et UAP56, est impliqué dans l’export des ARNm, chez Arabidopsis (Germain et

al., 2010). L’homologie de fonction n’a pas été prouvée pour toutes les protéines listées ci-dessus,

même si des défauts dans l’export nucléaire des ARNm ont été constatés chez des mutants de plu-

sieurs Nups – telle que NUA, l’homologue de Mlp1 –, de LOS4 – l’orthologue de Dbp5 –, ainsi que des

complexes TREX et TREX-2 (Meier, 2012).



113

5) Export nucléaire des ARNm viraux

Comme c’est le cas pour de nombreux autres processus cellulaires, les virus ont développé

diverses stratégies pour exploiter les machineries nucléaires afin d’exporter leurs ARNm vers le cyto-

plasme. Alors que certains, comme les herpèsvirus ou les rétrovirus simples, utilisent la voie

« usuelle » médiée par TAP-p15 pour exporter tout ou partie des leurs transcrits, d’autres utilisent à

cette fin une voie rarement réservée à l’export nucléaire d’ARNm, la voie dépendante de CRM1.

a) Utilisation de la voie TAP-p15 par les virus

i. Cas de l’herpès simplex virus de type 1 (HSV-1) et de l’herpèsvirus associé

au sarcome de Kaposi (KSHV)

L’HSV-1 est un membre de la famille des Herpesviridae. Il possède donc un génome linéaire à

ADN double-brin. La protéine virale ICP27 a un rôle majeur de modulateur du transport nucléo -

cytoplasmique, en plus de sa capacité à perturber fortement l’épissage chez l’hôte. ICP27 est capable,

d’une part, de bloquer l’import de protéines vers le noyau en interagissant avec la FG-Nup62 et,

d’autre part, d’assurer l’export nucléaire des ARNm viraux – qui sont majoritairement exempts

d’introns – grâce à sa capacité à se fixer sur l’ARN et à interagir directement avec TAP-p15 et ALY

(Yarbrough et al., 2014).

Figure 4 : Remodelage d’une mRNP, à la sortie d’un pore nucléaire. Alors que la directionnalité du transport
nucléo-cytoplasmique est imprimée par un gradient de Ran-GTP à travers la membrane plasmique, celle de
l’export nucléaire des mRNP dépend de la dissociation progressive des facteurs d’export par l’hélicase ATP-
dépendante Dbp5, dans le cytoplasme. L’activité de Dbp5 est fortement stimulée par son interaction avec la pro-
téine Gle1. Modifié d’après (Stewart, 2007).
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La protéine ORF57 du KSHV est également capable de stimuler l’export nucléaire des trans-

crits viraux en fixant, à la fois, ARN et la protéine adaptatrice ALY. Ceci permet de recruter le reste du

complexe TREX, ainsi que le dimère TAP-p15 (Schumann et al., 2013).

ii. Cas des rétrovirus simples

Les rétrovirus sont qualifiés de simples lorsqu’ils ne possèdent que les trois gènes gag, pol et

env. Chez le MPMV, et comme chez tous les rétrovirus, le gène env codant pour la glycoprotéine

d’enveloppe est exprimé à partir d’un ARN épissé tandis que gag et pol, codant respectivement pour

la protéine de capside et la transcriptase inverse, sont tous deux exprimés à partir d’un ARN non-

épissé, qui sert également d’ARN génomique (ARNg ; Figure 5).

L’expression des gènes gag et pol est permise par la relative faiblesse des deux sites

d’épissage, ainsi que par la présence, à l’extrémité 3’ de l’ARN viral, d’une séquence nommée CTE

qui permet de recruter directement TAP. Ainsi, une fraction suffisante d’ARN viraux non épissés est

exportée vers le cytoplasme (Shida, 2012).

Le virus du sarcome de Rous utilise une stratégie analogue pour exporter ses ARN non-

épissés, à la différence que TAP est recrutée par deux séquences répétées et nommées direct re-

peats (Shida, 2012).

Récemment, il a été décrit que le virus de la leucémie murine (MLV) utilise également la voie

TAP-p15 pour exporter ses ARN épissés et non-épissés. Le recrutement de TAP semble dépendre

d’une séquence localisée à la fin du gène pol et nommée CAE – pour « cytoplasmic accumulation

element » (Pessel-Vivares et al., 2014; Sakuma et al., 2014).

b) Utilisation de la voie CRM1 par les virus

i. Cas du virus du sarcome de Rous (RSV)

Certaines données suggèrent qu’en plus d’utiliser la voir TAP-p15 pour exporter ses ARN non-

épissés, le RSV pourrait utiliser un second mécanisme, qui dépendrait de la protéine virale Gag. Gag

a la capacité de se fixer à l’ARN viral, en particulier au niveau d’un élément d’assemblage, et de

s’associer à CRM1. En interagissant avec CRM1 et une fraction des ARN viraux non-épissés, Gag

pourrait exporter séparément l’ARNg du reste des transcrits non-épissés, destinés à l’expression de

gag et pol (Shida, 2012).

ii. Cas des rétrovirus complexes

À l’inverse des rétrovirus simples, les rétrovirus complexes possèdent, en plus des gènes gag

pol et env communs à tous les rétrovirus, un ou plusieurs gènes codant des protéines dites acces-

soires, mais qui en réalité jouent un rôle prépondérant dans la pathogénèse de ces virus . Leurs ARN

peuvent subir plusieurs évènements d’épissage. Ces virus ont dû développer des stratégies pour favo-

riser l’export de leurs ARN partiellement épissés et non-épissés, afin de permettre l’expression de

Figure 5 : Génome et transcrits du MPMV. Les différents ARN produits, et les gènes qu’ils portent, sont indi-
qués. Les LTR – pour « long terminal repeat » – sont des répétitions générées lors de la rétrotranscription, et qui
contiennent le promoteur et le terminateur de transcription. CTE : constitutive transport element. D’après Shida,
2012.



115

certaines protéines et de maintenir l’intégrité génomique, alors que la machinerie cellulaire aurait ten-

dance à seulement exporter leurs ARN complètement épissés.

Le génome du virus T-lymphotropique humain de type 1 (HTLV-1) code pour un gène acces-

soire nommé rex, qui est exprimé à partir d’un ARN doublement épissé (Figure 6A). La protéine Rex

possède un signal de localisation nucléaire (NLS) et un NES. Elle est donc capable de faire la navette

entre le noyau et le cytoplasme. Dans le noyau, Rex interagit spécifiquement avec les ARN viraux, en

se liant, sous une forme multimérique, à une séquence fortement structurée et localisée en 3’, la sé-

quence RXRE – pour « Rex response element ». Par son NES, Rex recrute CRM1, ce qui conduit à

l’export nucléaire des ARN viraux, en particulier ceux qui partiellement et non-épissés (Bogerd et al.,

1996; Hidaka et al., 1988; Shida, 2012).

Le virus de l’immunodéficience humaine de type 1 (HIV-1) utilise une stratégie analogue pour

exporter certains de ses ARN, grâce à sa protéine Rev. La séquence de fixation de Rev, RRE – pour

« Rev response element » –, est localisée dans le gène env et n’est présente que sur les ARN partiel-

lement et non-épissés (Figure 6B). Comme Rex, Rev est capable de multimériser sur RRE et de re-

cruter CRM1 pour l’export des ARN viraux non-épissés et partiellement épissés (Fischer et al., 1994;

Malim et al., 1990; Shida, 2012).

iii. Cas des foamy virus

Le prototype foamy virus (PFV) est un rétrovirus et membre type du genre Spumavirus. En

plus du promoteur habituel des rétrovirus qui se situe dans la région 5’ LTR, le PFV possède un pro-

moteur interne localisé dans la région du gène env. L’export des ARN non-épissés et partiellement

épissés du PFV repose sur la voie CRM1 mais, à l’inverse des autres rétrovirus, aucune protéine v i-

rale n’est impliquée. C’est la protéine cellulaire HuR, agissant également dans l’export nucléaire de

quelques ARNm exportés par la voie CRM1, qui est recruté par le PFV, pour ce processus. HuR se

Figure 6 : Génomes et transcrits du HTLV-1 (A) et du HIV-1 (B). Les différents ARN produits, et les gènes
qu’ils portent, sont indiqués. LTR : long terminal repeat. RXRE : Rex response element. RRE : Rev response
element. D’après Shida, 2012.
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fixe probablement à une séquence virale qui n’a pas encore été caractérisée puis, avec l’assistance

des protéines ANP32A et ANP32B, recrute l’exportine CRM1 pour exporter les ARN viraux vers le

cytoplasme (Bodem et al., 2011).

iv. Cas du virus de l’influenza A (IAV)

L’IAV est un virus à ARN simple-brin multipartite et de polarité négative, membre de la famille

des Orthomyxoviridae, et dont la transcription et la réplication, effectuées par une ARN polymérase

ARN-dépendante virale, ont lieu dans le noyau des cellules infectées. Les segments du génome viral

sont produits sous forme de vRNP : la polymérase virale – un hétérotrimère – réplique le génome viral

en utilisant les ARN antigénomiques comme matrice, et de nombreuses protéines NP se fixent à

chaque ARN nouvellement synthétisé. Les vRNP sont exportés par la voie CRM1 grâce aux protéines

virales M1 et NEP tandis que les cRNP, qui sont constituées des RNP contenant l’ARN antigéno-

mique, restent dans le noyau. La protéine M1 peut à la fois interagir avec les protéines NP et NEP.

Grâce aux différents NES localisés sur M1 et NEP, les différentes vRNP peuvent être exportées vers

le cytoplasme puis s’accumuler au niveau de la membrane plasmique, où le processus d’assemblage

des virions pourra commencer (Hutchinson et Fodor, 2013). L’IAV est capable d’inhiber, en parallèle,

l’export nucléaire des ARNm de l’hôte via des interactions entre la protéine virale NS1 et certains

composants clés de la machinerie d’export, tels que TAP et p15 (Satterly et al., 2007).

6) Ouverture sur le sujet d’étude

À ce jour, aucune donnée concernant l’export nucléaire des ARN du CaMV n’a été publiée. De

plus, les connaissances sur l’export nucléaire des ARNm, chez les plantes, sont minces voire inexis-

tantes en ce qui concerne l’export des ARN viraux des quelques virus de plantes dont le génome est à

ADN (Caulimoviridae, Geminiviridae et Nanoviridae). Ainsi, la difficulté majeure du problème réside

dans le fait qu’il ne peut être abordé qu’à la lumière de ce qui existe dans des systèmes relativement

éloignés de notre sujet, chez des virus animaux par exemple.

Une fraction d’ARN 35S du CaMV doit nécessairement être exportée sous la forme non-

épissée afin de garantir l’intégrité génomique du virus ainsi que l’expression des protéines P1 et P2,

impliquées respectivement dans le mouvement du CaMV de cellule à cellule et dans sa transmission

de plante à plante. Chez les animaux, où les pré-ARNm, lorsqu’ils ne sont pas encore épissés, sont

retenus dans le noyau, les rétrovirus utilisent deux stratégies pour exporter des ARN viraux partielle-

ment et non épissés. D’une part, leur sites d’épissage sont souvent faibles, par nature ou grâce à des

séquences régulant négativement leur utilisation par le splicéosome (Leblanc et al., 2013). D’autre

part, ils possèdent des séquences, et parfois codent également pour des protéines, qui promeuvent

l’export de leurs propres ARN via la voie d’export utilisée par les ARNm cellulaires et/ou celle utilisée

par les protéines.

Une différence notable existe chez les plantes : l’évènement d’épissage alternatif qui est le

plus fréquent est la rétention d’intron, alors que ce phénomène représente moins de 5% des évène-

ments d’épissage chez l’humain (Reddy et al., 2013). Ainsi, nombre d’ARNm de plantes sont exportés

du noyau alors même qu’ils contiennent un ou plusieurs introns. Il n’est donc pas impossible que les

mécanismes régulant l’export d’ARNm avec intron(s) diffèrent entre les animaux et les plantes. Alors

que la voie majeure d’export des ARNm de plantes n’a pas encore été décrite, l’export nucléaire de

leurs protéines est mieux caractérisé. Deux homologues de CRM1, codés par les gènes XPO1A et

XPO1B, ont été mis en évidence, et le processus d’export est très similaire à celui des animaux (Blan-

villain et al., 2008; Merkle, 2011). Ce processus peut d’ailleurs être inhibé par l’inhibiteur classique

qu’est la leptomycine B. Ainsi, l’étude d’une possible implication de la voie CRM1 dans l’export des

ARN du CaMV semble envisageable.

Les trois questions principales qui ont sous-tendu notre approche expérimentale ont donc été

les suivantes : quel(s) mécanisme(s) utilise le CaMV pour préserver en partie de l’épissage l’ARN
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35S, et exporter l’ARN 35S non-épissé vers le cytoplasme ? Quelles sont les protéines qui intervien-

nent en trans dans ce processus ? Quelles sont les séquences qui gouvernent, en cis, l’export de

l’ARN 35S ? Pour tenter d’y répondre, la mise en place de protocoles expérimentaux a été nécessaire

et beaucoup de temps y a été consacré.
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RÉSULTATS

La thématique de l’export nucléaire des ARN de virus de plantes était, à notre connaissance,

encore inexplorée lorsque j’ai commencé mon doctorat. Par conséquent, il était impératif de mettre au

point des protocoles expérimentaux qui nous permettent d’apporter des éléments de réponse sur

l’export de l’ARN 35S du CaMV. J’ai donc consacré le plus clair de mon temps à la conception de

vecteurs viraux idoines, à l’obtention et à la transfection de protoplastes et à l’expérimentation

d’approches différentes pour évaluer l’export nucléaire des ARN viraux. Deux systèmes ont été déve-

loppés pour pouvoir étudier l’export de l’ARN 35S et les facteurs impliqués en cis et trans dans ce

processus. Le premier système présenté repose sur l’expression d’un rapporteur fluorescent comme

témoin de l’export de l’ARN 35S non-épissé ; le second est basé sur une détection ciblée des ARN

35S, dans le noyau et le cytoplasme. Dans les deux cas, la souche Cabb B-JI a été utilisée comme

modèle d’étude.

1) Étude de l’interaction entre P6/TAV et la protéine AtXPO1, par GST pull-

down

Comme cela a été exposé dans l’introduction de ce chapitre, il est commun que les virus utili-

sent en trans une protéine codée par leur génome pour exporter, par la voie CRM1, leurs propres

ARN vers le cytoplasme et en particulier, ceux qui ne sont pas ou partiellement épissés. La protéine

P6/TAV nous a semblé être le meilleur candidat à une telle fonction, pour le CaMV, puisqu’elle a un

profil de localisation nucléo-cytoplasmique, grâce aux deux NLS – pour « nuclear localization signal »

– et au NES qu’elle possède (G. Haas et al., 2008; M. Haas et al., 2005), des motifs qui sont d’ailleurs

indispensables à l’infectiosité du virus (G. Haas et al., 2008). La présence d’un NES – P6/TAV est

d’ailleurs la seule protéine du CaMV pour laquelle l’existence d’un NES a été démontrée (M. Haas et

al., 2005) – sous-entend fortement une interaction directe avec AtXPO1a et/ou AtXPO1b, les homo-

logues fonctionnellement redondants de CRM1, chez Arabidopsis (Haasen et al., 1999). Pour vérifier

cette hypothèse, l’interaction entre P6/TAV et AtXPO1a a été étudiée par la technique GST pull-down.

Les ADNc de la protéine AtXPO1a (1075 acides aminés) et de ses parties amino-terminale

(Nter, acides-aminés 1 à 667) et carboxy-terminale (Cter, acides-aminés 668 à 1075) ont synthétisés

puis clonés dans un vecteur d’expression. Les protéines correspondantes ont été exprimées in vitro,

dans un système de réticulocytes de lapin en présence de [
35

S]-méthionine, puis elles ont été testées

pour leur capacité à interagir avec la protéine P6/TAV fusionnée à la GST et exprimée en système E.

coli. Comme le montre la figure 7, ni la protéine AtXPO1a complète ni ses deux versions tronquées

n’ont été capables de se lier à la GST seule. Un très faible signal a été observé pour les essais

d’interaction de GST-P6/TAV avec la luciférase et la partie Cter d’AtXPO1a, laissant penser à des

interactions aspécifiques. À l’inverse, un signal de forte intensité a été détecté avec la version com-

plète et la partie Nter d’AtXPO1a. Dans le cas de GST-A, qui correspond à une fusion de la GST avec

le domaine A de P6/TAV – ce domaine comprend les 112 premiers acides-aminés de la protéine et

renferme le NES (M. Haas et al., 2005) –, un très faible signal a été détecté avec AtXPO1a et sa par-

tie Nter (Figure 7D). Au vu de la faible quantité de GST-A purifiée, par rapport à GST-P6/TAV (Figure

7C), cette observation n’exclut pas que le domaine A de P6/TAV interagisse avec AtXPO1a, via

l’extrémité amino-terminale de cette dernière.

En résumé, ces résultats indiquent que P6/TAV interagit spécifiquement avec AtXPO1, très

probablement via un ou des domaines situés dans la partie amino-terminale de l’exportine. Il a été

montré que la portion centrale de la protéine CRM1 humaine est impliquée dans la liaison d’un NES,

notamment une cystéine en position 531 au niveau de laquelle se lie de façon covalente, la leptomy-

cine B, un des inhibiteurs de la voie d’export CRM1 (Dong et al., 2009). Cette cystéine est également

présente chez AtXPO1a (Haasen et al., 1999), ainsi que sur la construction AtXPO1a Nter que nous
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avons testée. Ceci suggère, d’une part, que P6/TAV et AtXPO1a interagissent de manière directe, et

d’autre part, que cette interaction se fait entre la zone de fixation des NES située sur AtXPO1a, et le

NES de P6/TAV localisé dans le domaine A (M. Haas et al., 2005). Cette dernière hypothèse devra

être vérifiée par une autre approche expérimentale et en testant des mutants ponctuels et/ou de délé-

tion de P6/TAV, notamment le mutant P6/TAVm1 où les 3 leucines du NES ont été mutées (M. Haas

et al., 2005).

2) Étude de l’implication de P6/TAV dans le processus d’export nucléaire

de l’ARN 35S non-épissé, par l’utilisation d’un rapporteur fluorescent

Pour étudier une possible implication de P6/TAV dans l’export de la forme non-épissée de

l’ARN 35S, nous avons développé un système transitoire dans lequel l’export de l’ARN 35S non-

épissé conduit à l’expression d’un gène rapporteur codant pour une protéine fluorescente, en pré-

sence ou en absence de P6/TAV.

a) Développement des plasmides pEXPORT

La zone comprise entre le site donneur D2 et le site accepteur A, bien que propre à la forme

non-épissée de l’ARN 35S, n’est pas la plus appropriée pour insérer un gène destiné à « rapporter »

Figure 7 : Étude de l’interaction entre P6/TAV et AtXPO1a, par GST pull-down. La protéine AtXPO1a com-
plète ainsi que deux fragments (A) ont été synthétisées in vitro et marquées au 35S (B). La capacité d’interaction
de ces protéines a été testée contre de la GST – pour « glutathion S-transférase » – seule ou fusionnée soit à la
protéine P6/TAV complète, soit au domaine A de P6/TAV, exprimées chez E. coli (C) et liées à des billes de Se-
pharose. Pour chaque essai, les fractions liées et non-liées ont été séparées par SDS-PAGE (D). La luciférase de
luciole Photinus pyralis a été utilisée comme témoin négatif d’interaction avec P6/TAV. Le site de fixation putatif
de la leptomycine B dans AtXPO1a et AtXPO1a Nter est indiqué par une étoile blanche (A).
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l’export nucléaire. En effet, l’expression d’un tel gène à partir d’un ARN 35S polycistronique recombi-

nant serait inéluctablement dépendante de l’activité de P6/TAV dans la réinitiation de la traduction.

Afin de s’affranchir des fonctions traductionnelles de P6/TAV, nous avons développé un plasmide

nommé pEXPORT (Figure 8), qui permet la production d’un ARN 35S complet possédant le gène

rapporteur codant pour la protéine fluorescente verte eGFP – pour « enhanced green fluorescent pro-

tein » – fusionné en phase, au petit ORF A – sORF A, constitué de 3 codons. Ce petit ORF est le tout

premier ORF présent sur l’ARN 35S. Il est systématiquement traduit et cet évènement est d’ailleurs

essentiel à l’expression des ORF situés en aval de la région leader, via le mécanisme du shunt du

ribosome (Pooggin et al., 2000). La production d’ARN 35S non-épissé a été forcée en supprimant le

site accepteur A, par introduction de la mutation « mutA » – se référer au premier chapitre pour plus

de détails sur cette mutation. Deux versions du vecteur pEXPORT ont été produites : l’une possédant

un ORF VI sauvage (pEXPORTmutA), et l’autre possédant un ORF VI inexprimable suite à la sup-

pression du codon initiateur et l’ajout de deux codons de stop en aval (pEXPORTmutAmutP6).

Les vecteurs viraux conventionnels utilisés lors des expériences d’inoculations mécaniques ne

sont pas adaptés à la production d’ARN 35S, en système transitoi re. Seuls des vecteurs qui possè-

dent une duplication de séquence permettant la transcription des répétitions présentes aux deux ex-

trémités de l’ARN 35S peuvent être utilisés (Khelifa et al., 2010; Kobayashi et al., 2002). La stratégie

de clonage suivante, basée sur les travaux de Khelifa et al. (2010), a été utilisée : une séquence

d‘environ 1100 nucléotides contenant le promoteur et le terminateur 35S a été sous-clonée à partir du

plasmide pCaMV-GFP (Khelifa et al., 2010), dans le vecteur LITMUS 28i (New England BioLabs).

Cette séquence virale a été modifiée : le gène de l’eGFP a été fusionné au sORF A, et le signal de

polyadénylation a été inactivé. La séquence modifiée a ensuite été insérée directement en amont du

génome viral présent dans un vecteur viral nommé pBS-BJI. Le vecteur pEXPORT obtenu contient

une duplication de séquence (portions hachurées sur la figure 8) qui permet la transcription des répéti-

tions présentes aux deux extrémités de l’ARN 35S. Ce dernier peut donc être transcrit directement,

sans qu’il y ait besoin de linéariser préalablement le génome viral à partir de du vecteur, comme lors

Figure 8 : Carte du plasmide pEXPORT. Les séquences qui sont dupliquées aux deux extrémités sont hachu-
rées. Les sites d’initiation de la transcription sont représentés par des flèches coudées. Les mutations sont signa-
lées par le signe *. Les différentes espèces d’ARN susceptibles d’être produites à partir du plasmide sont indi-
quées par des arcs de cercle fléchés.
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des expériences d’inoculation mécanique. Enfin, la suppression du signal de polyadénylation sur la

première séquence virale dupliquée – le signal AATAAA est muté en AAGACA sur la répétition locali-

sée en 5’ – permet d’éviter la production d’un ARN de type short-stop qui ne contiendrait que le sORF

A fusionné au gène de l’eGFP, ainsi que les deux sORF – B et C en l’occurrence – présents en amont

du signal.

b) Transfection et résultats

Les deux versions du vecteur pEXPORT, pEXPORTmutA et pEXPORTmutAmutP6, ont été in-

troduites par biolistique, dans des cellules de tabac Nicotiana tabacum BY-2 et d’Arabidopsis thaliana

(écotype Landsberg erecta) issues de cultures liquides. Pour cela, des microbilles de tungstène re-

couvertes de vecteur pEXPORT ont été bombardées sur les cellules, à l’aide d’un canon à particules.

Il faut noter que parmi les deux types cellulaires utilisés, seule Arabidopsis est un hôte véritable

puisque la souche Cabb B-JI ne provoque que des lésions locales sur Nicotiana tabacum (Mevel et

Kerlan, 1990). La transfection de ces deux types cellulaires avec les constructions pEXPORTmutA et

pEXPORTmutAmutP6 a conduit, à chaque fois, à la production de la protéine A-eGFP (Figure 9).

Ainsi, dans ce modèle, l’expression de cette protéine montre que l’export nucléaire de l’ARN 35S non-

épissé n’est pas assujettie à la présence de P6/TAV.

Dans un premier temps, ces données ont été interprétées comme démontrant que la protéine

P6/TAV n’est nullement nécessaire à l’export de la forme non-épissé de l’ARN 35S bien qu’en

l’absence de quantification des ARN exportés, nous ne pouvions pas exclure qu’elle puisse simpl e-

ment stimuler ce processus. Cependant, nos travaux sur l’épissage, réalisés en parallèle, ont indiqué

que la mutation mutA du site accepteur n’inhibe pas l’épissage puisqu’elle conduit à l’utilisation de

deux sites accepteurs cryptiques, situés à proximité du site A. Les transcrits conduisant à la produc-

tion de la protéine A-eGFP pouvaient donc avoir été préalablement épissés. Ainsi, ce système expé-

rimental ne nous a pas permis de conclure sur le rôle de P6/TAV dans l’export nucléaire de l’ARN 35S

puisqu’il n’autorise pas la distinction entre formes épissées et non-épissée. À cela s’ajoute la possibili-

té que la mutation destinée à supprimer le premier signal de polyadénylation (Figure 8) ne soit pas

efficace et donc que la protéine A-eGFP résulte de la traduction d’un ARN short-stop. Nous n’avons

malheureusement pas pu vérifier ces deux hypothèses, car les taux de transfection des deux types

Figure 9 : Observation en microscopie confocale, de cellules d’Arabidopsis transfectées, par biolistique,
avec les vecteurs pEXPORTmutA et pEXPORT mutAmutP6. La barre blanche représente 5 µm. À gauche,
images de fluorescence collectées par CLSM ; au centre, images en contraste d’interférence ; à droite, superpo-
sitions des deux types d’images.
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cellulaires – tabac BY-2 et Arabidopsis – n’ont jamais été suffisamment élevés – généralement infé-

rieurs à 5% – pour détecter, par northern-blot, les transcrits produits à partir des constructions. Enfin,

comme cela a été évoqué précédemment, notre système, tel qu’il a été développé, ne permettait pas

non plus de statuer entre une non-implication et un rôle régulateur de P6/TAV.

3) Étude de l’export nucléaire des différentes formes d’ARN 35S par déter-

mination de la quantité d’ARN non-épissé présente au sein de la popula-

tion globale d’ARN 35S, dans le noyau et le cytoplasme

Pour pallier aux limites énoncées ci-dessus, nous avons mis au point un système d’étude de

l’export nucléaire de l’ARN 35S qui permet de s’affranchir de l’expression d’un rapporteur et qui re-

pose sur la mesure directe d’un ratio témoignant de la quantité d’ARN 35S non-épissé au sein de la

population d’ARN 35S. Ce ratio est calculé pour les ARN nucléaires et cytoplasmiques, et les valeurs

obtenues dans différentes conditions sont comparées. Par exemple, l’accumulation d’ARN 35S non-

épissé dans le noyau, suite à un traitement avec un inhibiteur de l’export nucléaire, peut être détectée.

En théorie, ce système est plus adaptable que celui que nous avons développé précédemment car il

permet l’étude de l’influence que peuvent avoir les éléments en cis – séquences virales – et en trans –

protéines –, ainsi que certains inhibiteurs comme la leptomycine B, sur l’export de l’ARN 35S.

a) Développement du plasmide pBS-BJI dbA

Le plasmide de base pour ce système, nommé pBS-BJI dbA, est représenté dans la figure 10.

Il permet la production de l’ARN 19S et, comme les plasmides pEXPORT, celle de l’ARN 35S complet

avec ses répétitions de séquences aux extrémités 5’ et 3’. La stratégie de clonage utilisée est similaire

à celle mise en œuvre pour les plasmides pEXPORT : la séquence virale d’environ 1100 nucléotides,

issue du plasmide pCaMV-GFP (Khelifa et al., 2010) contenant le promoteur et le terminateur 35S

(région hachurée en 5’ sur la figure 10) sous-clonée dans le vecteur LITMUS 28i a été insérée en

amont du génome viral complet présent dans le vecteur pBS-BJI.

Figure 10 : Carte du plasmide pBS-BJI dbA. Les séquences qui sont dupliquées aux deux extrémités sont
hachurées. Les sites d’initiation de la transcription sont représentés par des flèches coudées. Les différentes
espèces d’ARN susceptibles d’être produites à partir du plasmide sont indiquées par des arcs de cercle fléchés.
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Inoculée mécaniquement à des plants de navets sans digestion préalable par des enzymes de

restriction, le plasmide pBS-BJI dbA, qui renferme donc environ 1,1 copie du génome viral, conduit au

développement de symptômes systémiques identiques à ceux de plantes inoculées avec un extrait

brut et ce, sans délai dans leur apparition. Une observation similaire a déjà été faite avec un vecteur

ayant des caractéristiques très proches du notre (Kobayashi et al., 2002). Ce résultat reflète certaine-

ment la capacité qu’a le plasmide à conduire directement à la production de l’ARN 35S pré-

génomique. En outre, la présence de deux séquences génomiques répétées de 1100 paires de bases

offre également la possibilité d’excision et de circularisation de l’ADN viral, par recombinaison homo-

logue.

b) Méthodes de transfection

Plusieurs méthodes de transfection ont été testées, le but étant d’obtenir un taux de transfec-

tion suffisamment élevé pour permettre l’analyse des ARN transcrits à partir du vecteur viral, par nor-

thern-blot et/ou qRT-PCR. Ce taux de transfection a été évalué par co-transfection des cellules ou

protoplastes avec le vecteur pCK-eGFP, qui permet l’expression du gène codant l’eGFP sous le con-

trôle du promoteur 35S.

i. Transfection par biolistique

La première méthode de transfection que nous avons testée est la biolistique, à partir de cel-

lules de tabac BY-2 et d’Arabidopsis provenant de cultures liquides. Dans les deux cas, le système

s’est révélé être insatisfaisant, surtout du fait du très faible taux de transfection obtenu – en général

inférieur à 5% – et ce, quels que soient les paramètres sélectionnés – quantité d’ADN sur les billes,

distance de tir, etc…

ii. Transfection de protoplastes au polyéthylène glycol

Des tests de transfection ont été réalisés sur trois types de protoplastes : des protoplastes de

mésophylle de navet et d’Arabidopsis, ainsi que des protoplastes de cellules d’Arabidopsis en culture

liquide. Les meilleurs taux de transfection – jusqu’à 70% – ont été obtenus avec des protoplastes de

mésophylle de navet. Malheureusement, nous avons observé d’énormes variations puisque que ce

taux est souvent descendu à 10%, ce qui était incompatible avec une utilisation en routine. Des taux

de transfection assez moyens – généralement situés aux alentours de 20% – et également fortement

variables d’une expérience à l’autre, ont été obtenus à partir des protoplastes de mésophylle

d’Arabidopsis. Seuls les protoplastes préparés à partir de cellules d’Arabidopsis en culture liquide ont

donné des taux de transfection relativement satisfaisants – allant de 30% à 40% – et assez reproduc-

tibles.

c) Préparation d’ARN nucléaires et cytoplasmiques

L’étude de l’export nucléaire de l’ARN 35S, à l’aide du plasmide pBS-BJI dbA, repose sur la

mesure de la quantité de l’ARN 35S non-épissé au sein de la population d’ARN 35S, dans le noyau et

le cytoplasme. Les ARN nucléaires et cytoplasmiques ont été isolés après fractionnement subcellu-

laire des protoplastes transfectés. Les protoplastes ont été incubés dans un tampon hypotonique puis

vortexés. Le lysat ainsi obtenu a été soumis à plusieurs étapes de centrifugation qui ont conduit à

l’obtention d’une fraction nucléaire et d’une fraction cytoplasmique, d’où les ARN ont été extraits. La

qualité du fractionnement a été estimée par détection de snoARN, qui sont des ARN exclusivement

nucléaires, par northern-blot. Comme le montre la figure 11, le protocole de fractionnement cellulaire a

permis d’obtenir des ARN cytoplasmiques relativement purs puisque les snoARN U25a et 37 n’ont été

détectés que dans les fractions nucléaires ou à partir des ARN totaux.
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d) Détection des différentes formes de l’ARN 35S

i. Détection par northern-blot

Plusieurs tentatives de détection des différentes formes de l’ARN 35S ont été faites par nor-

thern-blot, en utilisant une sonde radioactive dirigée contre une région située immédiatement en aval

du site accepteur. Des essais ont d’abord été réalisés avec des ARN totaux de protoplastes de méso-

phylle de navet et de cellules d’Arabidopsis en culture liquide, extraits 24h après leur transfection avec

le plasmide pBS-BJI dbA. Dans nos conditions expérimentales, la technique du northern-blot s’est

avérée insuffisamment sensible pour pouvoir détecter les différentes formes de l’ARN 35S dans les

protoplastes de navet transfectés. Il est intéressant de noter que nos difficultés à détecter l’ARN 35S

ont été encore plus accentuées lorsque les protoplastes d’Arabidopsis ont été utilisés. Il semble

d’ailleurs que ce différentiel dans l’accumulation d’ARN viraux soit généralisable aux plantes infectées

étant donné que la quantité d’ARN 35S de la souche Cabb B-JI est plus faible chez Arabidopsis que

chez le navet (Figure 12 ; comparer le signal à 21 dpi chez le navet à celui à 19 dpi chez Arabidopsis),

alors que le moment d’apparition des premiers symptômes systémiques – 10 à 15 dpi – et le temps de

réplication sont similaires chez les deux espèces (Cecchini et al., 1998; Khelifa et al., 2010). La faible

accumulation des ARN viraux dans les protoplastes transfectés avec le plasmide pBS-BJI dbA et ce,

quelle que soit l’espèce utilisée, n’a pas permis l’analyse, par northern-blot, des différentes formes de

l’ARN 35S présentes dans les fractions nucléaire et cytoplasmique.

Figure 11 : Détection de snoARN dans des fractions nucléaires et cytoplasmiques obtenues à partir de
protoplastes d’Arabidopsis et de navet B. rapa. (A) Détection du snoARN U25a dans des fractions nucléaires
(nucl) et cytoplasmiques (cyto) de protoplastes préparés à partir de cellules d’Arabidopsis en culture liquide. Deux
expériences indépendantes sont présentées. (B) Détection du snoARN 37 dans les ARN totaux et dans des frac-
tions nucléaire et cytoplasmique de protoplastes de mésophylle de navet. Les ARN ont été séparés par électro-
phorèse sur gel de polyacrylamide (8%) - urée (8M), transférés sur membrane de nylon puis hybridés avec des
sondes oligonucléotidiques radiomarquées au 32P.
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ii. Détection par RT-PCR quantitative (qRT-PCR)

La détection de l’ARN 35S par northern-blot étant limitée par le taux de transfection des pro-

toplastes, une méthode de détection plus sensible, la qRT-PCR, a été choisie. Les protoplastes de

mésophylle de navet et ceux de cellules d’Arabidopsis en culture liquide ont tous les deux été utilisés

comme matériel expérimental. Deux régions de l’ARN 35S ont été ciblées : l’une située entre les sites

D2 et A pour ne détecter que la forme non-épissée, et l’autre située en aval du site A pour détecter

l’ensemble des formes de l’ARN 35S. Ces deux régions ont été quantifiées de façon absolue afin de

pouvoir être comparées l’une à l’autre, en utilisant un composé marquant l’ADN de façon non-

spécifique, le SYBR Green I (Life Technologies). La quantification absolue permet ici le calcul du ratio

déterminant la part représentée par la forme non-épissée, au sein de la population globale d’ARN

35S. L’optimisation des paramètres pour cette approche – oligonucléotides utilisés, paramètres de

rétrotranscription, etc… – a été particulièrement longue et ardue. Elle était encore en cours à la fin de

mon doctorat, étant donné que les premiers résultats que nous avons obtenus se sont révélés être

aberrants : une première expérience complète a été réalisée avec des protoplastes transfectés et

traités à la leptomycine B, un inhibiteur de la voie d’export CRM1, pour tenter de déterminer si cette

Figure 12 : Détection de l’ARN 35S par northern-blot, chez des plants de navets et d’Arabidopsis infectés.
Les ARN totaux ont été séparés par électrophorèse sur gel d’agarose (0,8%) - urée (7M), transférés sur mem-
brane de nylon puis hybridés soit avec une sonde oligonucléotidique dirigée contre l’ORF III, soit avec des
sondes générées aléatoirement par random priming, et dirigées contre ce même ORF.

Figure 13 : Évolution du ratio (ARN 35S non-épissé)/(ARN 35S), en fonction de la présence de leptomy-
cine B. Des protoplastes de mésophylle de navet ont été transfectés avec le plasmide pBS-BJI dbA, incubés
dans 50 µM de leptomycine B et récoltés 16 h après transfection. Les quantités de la forme non-épissée et de la
population globale d’ARN 35S ont été déterminées dans les fractions nucléaire et cytoplasmique par qRT-PCR, à
partir de deux réplicats biologiques indépendants.
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dernière était impliquée dans l’export nucléaire de l’ARN 35S. Les données obtenues par qRT-PCR

n’ont pas permis de répondre à cette question puisqu’elles ont abouti à des ratios (ARN 35S non-

épissé)/(ARN 35S total) supérieurs à 1 (Figure 13). Ce résultat n’est pas dû à la fixation non-

spécifique des oligonucléotides utilisés puisque aucune amplification n’a été détectée lorsque des

ARN issus de protoplastes transfectés avec un vecteur vide, le vecteur pBS, ont été utilisés. Le sys-

tème d’étude de l’export nucléaire de l’ARN 35S par détermination de la quantité d’ARN non-épissé

présente au sein des populations nucléaire et cytoplasmique d’ARN 35S est actuellement en cours

d’optimisation.
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DISCUSSION

1) Les différents ARN viraux produits lors de l’infection

La présence des ARN du CaMV dans le compartiment cytoplasmique est consécutive à plu-

sieurs processus nucléaires – transcription, épissage et transport nucléaire notamment – dont certains

auront sans doute été détournés à profit par le virus. Le CaMV est un modèle d’étude particulièrement

intéressant pour ce qui a trait à l’export nucléaire des ARNm car les différents types d’ARN viraux

exportés du noyau, pendant l’infection, ont des caractéristiques bien distinctes. L’ARN monocistro-

nique 19S, codant pour P6/TAV, est un ARNm qui n’a pas été épissé, étant donné que son pré-ARNm

est dépourvu d’introns. Cette caractéristique est partagée avec un nombre limité de transcrits produits

par la plante hôte, vu que plus de 80% des pré-ARNm de gènes nucléaires possèdent au moins un

intron chez les plantes (Reddy, 2007). À ce point de vue, les ARN 35S dits spliced-liked se rappro-

chent de l’ARN 19S car ils n’ont pas d’introns au stade pré-ARNm, et si leur séquence est identique à

celle d’un ARN épissé, c’est qu’ils sont transcrits à partir de génomes issus de la rétrotranscription

d’ARN épissés. Les pré-ARN 35S transcrits à partir du génome viral complet contiennent des introns

qui seront épissés ou non, avant l’export nucléaire. Ainsi, au cours du cycle infectieux, environ 30%

des molécules d’ARN 35S échappent au processus d’épissage et sont directement exportées vers le

cytoplasme. Au sein de ce compartiment, elles auront la double fonction d’ARN pré-génomique et

d’ARNm pour permettre, à la fois, la réplication du génome viral et l’expression des ORF I et II, ce qui

assurera la pérennité du virus. Considérant les caractéristiques variées qui viennent d’être énoncées,

il est possible que les différents transcrits produits par le CaMV mettent en jeu des mécanismes variés

pour recruter leurs facteurs d’export, voire même qu’ils utilisent des voies d’export différentes, comme

c’est le cas, dans le monde animal, des rétrovirus complexes. Pour finir, le cas des ARN 8S sens et

anti-sens, qui sont probablement transcrits à partir de la forme relâchée de l’ADN viral, est plus énig-

matique. Ces ARN, qui sont non-polyadénylés, ne sont pas utilisés à des fins d’expression mais plutôt

clivés par les quatre protéines Dicer-like (Blevins et al., 2011), qui semblent avoir une localisation

majoritairement nucléaire (Hiraguri et al., 2005; Xie et al., 2004). Par conséquent, rien ne prouve que

ces ARN soient exportés vers le cytoplasme.

On peut donc supposer que des voies d’exportation nucléaire et/ou des machineries d’export

différentes sont utilisées pour l’export des différents ARN viraux. À ce titre, l’élucidation des méca-

nismes d’export des ARN du CaMV contribuerait, sans aucun doute, à une meilleure compréhension

de l’export des ARNm cellulaires chez les plantes, d’autant plus que les informations à ce sujet sont

clairsemées. Notre projet sur l’export des ARN du CaMV comprenait trois questions principales :

quelle est la voie empruntée pour l’export nucléaire de l’ARN 35S complet ? L’export est-il contrôlé par

une ou plusieurs protéines virales ou est-il entièrement sous la dépendance de la machinerie cellu-

laire ? Quels sont les éléments structuraux de l’ARN 35S qui régulent cet export en cis ?

2) Voie empruntée pour l’export nucléaire de l’ARN 35S complet

L’étude de l’export de l’ARN 35S non-épissé du CaMV s’est heurtée d’emblée à deux obs-

tacles. D’une part, il a été difficile d’obtenir des protoplastes de plantes hôtes, ou plus généralement

un système d’étude transitoire, avec un fort taux de transfection et une bonne reproductibilité. D’autre

part, il s’est avéré impossible de générer un ARN 35S muté échappant complètement à l’épissage

puisque l’inactivation du site accepteur A conduit à l’utilisation de sites accepteurs situés à proximité –

voir le chapitre 1. Le remplacement des ORF I et II est envisageable mais il nous exposerait invaria-

blement au risque de retirer des séquences contrôlant l’export en cis. Ceci explique pourquoi la pre-

mière approche reposant sur l’expression d’un gène rapporteur placé en début d’un ARN 35S muté au

niveau du site accepteur A, a été remplacée par une seconde approche basée sur la détermination de

la quantité d’ARN non-épissé présente au sein de la population globale d’ARN 35S, dans le noyau et
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le cytoplasme. Les rétrovirus complexes et les Spumavirus exportent leurs ARN pré-génomiques par

la voie CRM1. Nous avons donc testé l’effet de la leptomycine B, qui inhibe la voie CRM1, sur l’export

de l’ARN 35S dans des protoplastes transfectés avec le vecteur pBS-BJI dbA. Ces tests ont été peu

concluants, car la détermination par qRT-PCR, de la quantité d’ARN 35S non-épissé parmi les popula-

tions nucléaire et cytoplasmique d’ARN 35S, a conduit à des valeurs aberrantes. L’optimisation de

notre système est donc encore nécessaire. Pour vérifier la précision de la quantification par qRT-PCR,

des mélanges de quantités connues de différents vecteurs contenant les ADNc d’isoformes non-

épissée et épissées seront utilisés comme matrice d’amplification. Ainsi, les mesures obtenues par

qPCR, à partir de ces différents mélanges, pourront être confrontées aux valeurs théoriques des ra-

tios.

3) Régulation de l’export nucléaire de l’ARN 35S par une ou plusieurs pro-

téines virales

La première question à laquelle nous avons essayé de répondre consistait à savoir si la pro-

téine P6/TAV est impliquée dans l’export de l’ARN 35S non-épissé, à l’instar de certaines protéines

virales comme Rev, chez le HIV-1 (Fischer et al., 1994; Malim et al., 1990), ou Rex, chez le HTLV-1

(Bogerd et al., 1996; Hidaka et al., 1988). En effet, P6/TAV nous a paru être un bon candidat

puisqu’elle est capable, à la fois, de se lier aux ARN simple- et double-brin (Cerritelli et al., 1998; De

Tapia et al., 1993), et de faire la navette entre le noyau et le cytoplasme – via deux NLS et un NES (G.

Haas et al., 2008; M. Haas et al., 2005). Un rôle dans l’export des ARN semblait d’autant plus plau-

sible que l’abolition de l’export nucléaire de P6/TAV, par mutagenèse du NES, est létale pour le CaMV

et ce, bien que la protéine virale mutée conserve sa capacité à activer la réinitiation de la traduction de

l’ARN 35S (G. Haas et al., 2008) et à supprimer le RNA silencing (Laird et al., 2013). Les résultats de

nos expériences de GST pull-down indiquent que P6/TAV interagit, probablement de façon directe,

avec AtXPO1a, un homologue de CRM1 chez Arabidopsis. Cependant, rien ne prouve que

l’interaction P6/TAV-AtXPO1a ait une fonction dans l’export nucléaire de l’ARN 35S. Il est possible

que cette interaction empêche une accumulation de P6/TAV dans le noyau qui pourrait être délétère

pour le cycle infectieux du CaMV. En effet, la présence nucléaire de trop fortes quantités de P6/TAV

pourrait conduire à des corps d’inclusion perturbant les fonctions et les structures nucléaires. Elle

pourrait aussi, à cause de l’activité de suppresseur du RNA silencing de P6/TAV, donner lieu à une

inhibition exacerbée de la machinerie du RNA silencing qui serait néfaste pour l’hôte et, par consé-

quent, pour le CaMV. Pour apporter des éléments de réponse sur l’implication de la protéine P6/TAV

dans l’export de l’ARN 35S, nous avons développé des vecteurs viraux capables d’exprimer ou non la

protéine P6/TAV et ayant, à la fois, un gène rapporteur – le gène de l’eGFP, en 5’ du génome viral –

et le site accepteur d’épissage A inactivé. Pour les raisons évoquées précédemment, aucune conclu-

sion ne peut être formulée à partir de nos résultats puisque nous n’avons pas pu étudier une popula-

tion homogène constituée exclusivement d’ARN 35S non-épissé.

P6/TAV est, théoriquement, le candidat viral le plus sérieux à un rôle dans l’export des ARN

viraux. Cependant, il se peut que d’autres protéines virales soient impliquées dans ce processus,

comme par exemple la protéine P3, bien que celle-ci ait déjà des fonctions dans la transmission du

CaMV (Leh et al., 1999) et son mouvement de cellule à cellule (Stavolone et al., 2005). Si P3 est im-

pliquée dans l’export des ARN du CaMV, son rôle n’est peut-être pas prépondérant car le virus se

réplique dans des protoplastes transfectés avec un vecteur viral n’exprimant pas P3 à cause d’un

décalage de cadre de lecture dans l’ORF III (Kobayashi et al., 2002). Cependant, ces travaux

n’excluent pas que l’export de l’ARN 35S non-épissé ait été perturbé en l’absence de P3. En effet, ces

auteurs ont suivi la réplication virale par immunodétection de la protéine de capside P4 et par amplifi-

cation d’une région d’ADN viral n’incluant pas la zone sujette à délétion lors de l’épissage. Des ARN

épissés traduits et rétrotranscrits pourraient expliquer, à eux seuls, ces résultats.

Comme P6/TAV, la protéine P3 est capable de lier l’ARN (Jacquot et al., 1996, 1998). Sa pe-

tite taille – 15 kDa – lui permet de gagner et quitter le noyau seulement par diffusion puisqu’à ce jour, il
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n’a été caractérisé ni NLS – généralement riches en lysines et arginines – ni NES – souvent une sé-

quence de type Φx2-3Φx2-3ΦxΦ, où Φ est généralement une leucine et parfois une isoleucine, une

valine, une phénylalanine ou une méthionine, et où x est n’importe quel acide aminé. Cependant, des

analyses in silico font apparaître, dans la région N-terminale de P3, la séquence MKADIKAILELL qui

pourrait s’apparenter à un NES, mais sa fonctionnalité n’a pas encore été étudiée. Quoi qu’il en soit,

P3 pourrait également coopérer, voire agir en synergie, avec P6/TAV étant donné que ces deux pro-

téines virales peuvent interagir entre elles in vitro (Lutz et al., 2012). Un rôle putatif de P3 et/ou

P6/TAV pourra être étudié en insérant des mutations ad hoc dans le vecteur pBS-BJI dbA. Toutefois, il

convient de rappeler que si la voie CRM1 est utilisée par les rétrovirus complexes, les protéines qui

interviennent en trans ne sont pas nécessairement virales. Le prototype foamy virus, un rétrovirus qui

ressemble par bien des égards au CaMV, utilise des protéines nucléaires adaptatrices pour exporter

son ARN non-épissé par la voie CRM1.

4) Éléments structuraux de l’ARN 35S qui régulent l’export en cis

Le vecteur pBS-BJI dbA permet également la recherche de séquences engagées en cis, dans

l’export nucléaire des ARN viraux. En effet, tous les rétrovirus utilisent des séquences en cis pour

exporter leurs ARN et ce, indépendamment de la voie d’export utilisée et de l’implication d’une pro-

téine virale dans le phénomène. Les séquences d’export des rétrovirus forment des structures secon-

daires auxquelles se fixent des protéines adaptatrices cellulaires ou virales. Dans le cas du CaMV, il

est légitime de penser que la région 5’ leader, connue pour être fortement structurée, pourrait jouer un

rôle en recrutant des protéines cellulaires et/ou virales nécessaires l’export de l’ARN 35S (Dominguez

et al., 1996). L’implication de séquences localisées dans d’autres régions de l’ARN 35S ne doit ce-

pendant pas être exclue. Une séquence localisée à l’extrémité 3’ de l’ARN 35S – comme c’est le cas

du CTE chez le MLV et du RexRE chez le HTLV-1 – pourrait concourir, à la fois, à l’export de l’ARN

19S et des différentes formes de l’ARN 35S. En parallèle de l’utilisation du vecteur pBS-BJI dbA, une

des approches possibles pour caractériser la séquence d’export serait d’effectuer des expériences de

gel retard en utilisant des extraits nucléaires ou des protéines virales – notamment P6/TAV et P3 – et

des transcrits de petite taille – 500 à 750 nucléotides – couvrant la totalité de la séquence de l’ARN

35S. Ce type d’étude permettrait, par la même occasion, d’apporter des éléments de réponse quant à

la nature virale ou cellulaire des protéines adaptatrices impliquées dans l’export de l’ARN 35S.
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MATÉRIELS ET MÉTHODES

1) Plasmides

a) Vecteurs d’expression d’AtXPO1a et de ses formes tronquées

2,5 µg d’ARN totaux d’Arabidopsis sont traités avec 2,5 U de Dnase I (Promega) pendant 30

min à 37°C. Les ARN sont ensuite extraits au phénol/chloroforme puis repris dans de l’eau stérile. La

rétrotranscription en ADNc est faite avec l’enzyme Maxima Reverse Transcriptase (Thermo Scientific),

en présence d’oligo(dT)18. L’ADNc correspondant à l’ARNm d’AtXPO1a a été amplifié par PCR avec

l’ADN polymérase Phusion (Thermo Scientific) (oligonucléotides : 5’-GGGGACAAGTTTGTACAAA-

AAAGCAGGCTACATGGCGGCTGAGAAGTTAAGGG-3’ et 5’-GGGGACCACTTTGTACAAGAAAGC-

TGGGTATTATGAGTCCACCATCTCGTCT-3’) puis cloné dans le vecteur pDONR/Zeo par Gateway

(Invitrogen), selon les instructions du fabricant ; le vecteur ainsi obtenu a été nommé pENTR-

AtXPO1a. La séquence codante d’AXPO1a et ses versions tronquées ont ensuite été sous-clonées

dans un vecteur d’expression pGBKT7 (Clontech).

b) Vecteurs d’expression de la protéine P6/TAV et de son domaine A

L’ORF VI, ainsi qu’une version tronquée codant pour le domaine A – qui correspond au 112

premiers acides-aminés de P6/TAV –, ont été introduits dans le vecteur d’expression pGEX-6P1 (GE

Healthcare) qui permet une fusion de l’extrémité 5’ de la séquence codante d’intérêt, avec la sé-

quence codante de la GST.

c) Plasmides du type pEXPORT

Un fragment du plasmide pCaMV-GFP (Khelifa et al., 2010), d’environ 1100 nucléotides et

contenant le promoteur et le terminateur 35S, a été digéré par KpnI et BsiWI et sous cloné dans un

vecteur Litmus 28i (New England BioLabs). Ce fragment a été nommé « séquence A ». Le gène co-

dant pour l’eGFP a été fusionné au sORF A. Pour cela, un site SalI a été inséré à la fin de l’ORF A,

par PCR (oligonucléotides 5’-AAATAATGTGTGAGTCGACTCCCGATAAGGG-3’ et 5’-ATGGAGAAA-

ATAGAGAGAGATAGATTTGTAG-3’). L’ORF codant pour l’eGFP a été amplifié par PCR, à partir du

plasmide pCKeGFP et avec des oligonucléotides possédant chacun un site SalI (séquences : 5’-

ATTGTCGACATGGTGAGCAAGGGCGAGG-3’ et 5’-ATTGTCGACTTACTTGTACAGCTCGTCCA-3’).

Ensuite, un nucléotide situé entre le sORF A et le gène de l’eGFP a été supprimé afin de fusionner

ces deux gènes (oligonucléotides : 5’-AATGTGTGAGTCGAGCATGGT-3’ et 5’-ATTTATGGAGAAAA-

TAGAGAGAGAT-3’). Pour finir, le signal de polyadénylation situé dans le fragment inséré a été inacti-

vé (oligonucléotides : 5’-ACTTCTATCAAGACAATTTCTAATTCCT-3’ et 5’-ATTTTACAAA-

TACAAATACATACTAAGG-3’).

En parallèle, le vecteur viral pBS-BJI (don du Dr. Martin Drucker, INRA Montpellier) qui con-

tient le génome de la souche Cabb B-JI cloné par SpeI a été modifié par mutagénèse dirigée. Le site

accepteur A a été inactivé (mutation mutA ; oligonucléotides 5’-ATGAGATTGTTGCCAGAAGCTTA-

CTC-3’ et 5’-TGAGGTTGTTAAGATGATTAATTA-3’). L’ORF VI possède, dans ces 50 premiers nu-

cléotides, trois codons ATG dans la même phase de lecture. Pour empêcher la production de P6/TAV,

trois mutations ont été introduites (mutP6). Le codon ATG initiateur a été inactivé (oligonucléotides 5’-

CTCCAAGCATAGAGAACATAG-3’ et 5’-GTCTGATTTTCTCAGTCTCCA-3’), puis deux codons stop

ont été insérés, l’un entre le deuxième et le troisième ATG et l’autre, après le troisième ATG (oligonu-

cléotides 5’-ACTAATGCTATAACTCGATCTAGT-3’ et 5’-ATTTACTCTTGCATGAGGAG-3’). La sé-

quence A contenant l’ORF de fusion A-eGFP et le signal de polyadénylation désactivé a été amplifiée

par PCR (séquences des oligonucléotides 5’-CTATAGGGCAGATCTTCGAAT-3’ et 5’-
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TATTCCGCGGTAATACGACTCACTATAGGCC-3’) et clonée dans les vecteurs pBS-BJImutA et pBS-

BJImutAmutP6 par SacII et BsiWI pour donner, respectivement les vecteurs pEXPORTmutA et

pEXPORTmutAmutP6.

d) Plasmide pBS-BJI dbA

La séquence A non-mutée clonée dans le plasmide Litmus28i a été amplifiée par PCR avec

les oligonucléotides 5’-CTATAGGGCAGATCTTCGAAT-3’ et 5’-TATTCCGCGGTAATACGACTCAC-

TATAGGCC-3’ puis clonée dans le vecteur pBS B-JI par SacII et BsiWI.

2) Analyse d’interactions protéiques in vitro, par GST pull-down

a) Transcription et traduction in vitro des protéines AtXPO1a

Les protéines AtXPO1a ont été synthétisées in vitro grâce au système de transcription cou-

plée à la traduction dans des lysats de réticulocytes de lapin (TNT T7 Coupled Reticulocyte Lysate

System, Promega), selon les instructions du fabricant. En bref, les ARNm codant les protéines

d’intérêt sont synthétisés par la T7 ARN polymérase, à partir d’un promoteur T7 présent dans les

plasmides pGBKT7-AtXPO1a, et ils sont ensuite traduits en présence de 20 μCi de [
35

S]-méthionine,

dans un mélange réactionnel de 50 μL.

b) Expression des protéines GST-P6/TAV et GST-A

Les vecteurs d’expression de GST-P6/TAV et GST-A sont exprimés dans la souche

BL21(DE3) d’Escherichia coli. Les bactéries transformées sont mises en préculture dans 20 mL de

milieu LB additionné d’ampicilline (100 μg/mL). La préculture est incubée pendant une nuit, à 37°C et

sous agitation. 500 mL de milieu LB additionné du même antibiotique sont ensemencés par 10 mL de

la préculture, puis mis sous agitation à 37°C pendant 2 h, jusqu’à ce que la culture bactérienne at-

teigne sa phase exponentielle de croissance (DO à 600 nm de 0,6 environ). L’induction de

l’expression des protéines recombinantes se fait par l’addition d’IPTG à une concentration finale de

0,2 mM, et les bactéries sont mises sous agitation à 20°C pendant 4 h. Les bactéries sont ensuite

sédimentées par centrifugation à 7 000 X g pendant 15 min, puis congelées à -20°C.

c) Purification des protéines en « batch »

La présence de l’étiquette GST en position N-terminale de la protéine de fusion permet à la

protéine d’intérêt d’interagir fortement avec le glutathion couplé à des billes de Sepharose 4B (GE

Healthcare). La technique du « batch » dans des microtubes est utilisée. Toutes les étapes

d’extraction et de purification des protéines sont réalisées à 4°C.

Les culots bactériens provenant de 500 mL de culture sont repris avec 30 mL de tampon NET

(100 mM de NaCl, 0,1 mM d’EDTA, 50 mM de Tris-HCl pH 7,5, 0,5% Nonidet P-40) additionné de 2

mM de DTT et d’un cocktail complet d’inhibiteurs de protéases (Roche). Les bactéries sont lysées par

une sonication douce en pulse, durant 3 cycles de 4 min, puis elles sont centrifugées à 25 000 X g

pendant 30 min, afin de sédimenter les protéines insolubles. Le surnageant contenant les protéines

solubles est filtré à travers un filtre de 0,45 µm de diamètre de pore, pour enlever les éventuels agré-

gats. Le surnageant est ensuite mis à incuber en présence de 500 μL de billes de glutathion Sepha-

rose 4B, pendant 12 h à 4°C et sous agitation continue. Les billes sont sédimentées par une brève

centrifugation et lavées 3 fois avec 500 μL de tampon NET.
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d) GST pull-down

100 μL de billes de glutathion Sepharose 4B ayant fixé les protéines P6 sont mis en présence

de 10 μL du mélange réactionnel de transcription et traduction in vitro, dans lequel ont été synthéti-

sées les protéines AtXPO1a, pendant 2 h à température ambiante et sous agitation. Les billes sont

lavées comme décrit précédemment, et remises en suspension dans 50 μL de tampon de Laemmli

(125 mM de Tris-HCl pH 6,8, 20% de glycérol, 10% de β-mercaptoéthanol, 4% de SDS et 0,05% de

bleu de bromophénol). Après une dénaturation de 5 min à 95°C et une brève centrifugation, les pro-

téines du surnageant sont séparées par SDS-PAGE et analysées par autoradiographie.

3) Cellules en culture liquide et plantes

a) Cellules de tabac BY-2

Les cellules de tabac (Nicotiana tabacum cv. Bright Yellow 2) sont cultivées sous agitation

(130 rotations par minute – rpm), à l’obscurité et à une température de 23°C, dans un milieu basal de

Murashige-Skoog (pH 5,8 ; référence M0221, Duchefa Biochemie) complémenté avec du saccharose

à 30 g/L, du myo-inositol à 100 mg/L, de la thiamine à 1 mg/L, du KH2PO4 à 200 mg/L et de l’acide

2,4-dichlorophénoxyacétique à 0,2 mg/L. Les cellules sont repiquées chaque semaine, par ensemen-

cement de 2 mL de culture dans 100 mL de milieu frais.

b) Cellules d’Arabidopsis

Les cellules d’Arabidopsis thaliana (écotype Landsberg erecta) sont cultivées sous agitation

(130 rpm), à lumière constante et à une température de 23°C, dans un milieu de Murashige-Skoog

avec vitamines de Nitch (référence M0256, Duchefa Biochemie) complémenté avec du saccharose à

30 g/L, de la kinétine à 230 nM et de l’acide α-naphtylèneacétique à 5,4 µM. Les cellules sont repi-

quées chaque semaine, par ensemencement de 2 mL de culture dans 100 mL de milieu frais.

c) Plantes

Les plants de navets (Brassica rapa cv. Tokyo) et d’Arabidopsis thaliana sont cultivés sous

serres, dans des conditions de jour long (16 h de lumière à 22°C, 8 h d’obscurité à 18°C).

4) Transfection par biolistique

Les cellules de tabac BY-2 et d’Arabidopsis destinées à être transfectées sont récoltées en

phase exponentielle, trois jours après repiquage. 8 mL de culture sont déposés sur une couche de

papier filtre stérile et le milieu en excès est éliminé par filtration sous vide, à l’aide d’un entonnoir

Büchner. Le filtre couvert de cellules est ensuite déposé sur du milieu basal de Murashige-Skoog so-

lide contenant 0,8% d’agarose. Les cellules sont bombardées avec des microbilles de tungstène (1,1

µm de diamètre) recouvertes du ou des plasmides d’intérêt. Deux mg billes sont désagrégés et stérili-

sés en les vortexant pendant 3 min, dans 1 mL d’éthanol absolu. Les billes sont sédimentées par cen-

trifugation (1 min à 52 X g) puis l’éthanol en excès est retiré et les billes sont mises à sécher. 33 µL de

glycérol à 50%, 10 µg d’ADN plasmidique, 33 µL de CaCl2 à 2 M et 15 µL de spermidine à 0,5 M sont

successivement ajoutés aux billes, sous agitation constante. Les billes couvertes d’ADN sont incubées

avec le mélange pendant 30 min à température ambiante, sédimentées par centrifugation (1 min à 52

X g) et 150 µL d’éthanol à 70% sont ajoutés après retrait du surnageant. Les billes sont de nouveau

sédimentées par centrifugation (1 min à 52 X g) et le surnageant est remplacé par 150 µL d’éthanol

absolu. Après une dernière étape de centrifugation, les billes sont séchées sous vide puis suspendues

dans 30 µL d’éthanol absolu et conservées dans de la glace, jusqu’au moment de leur utilisation. Les

cellules sont bombardées par deux fois avec 8 µL de billes en suspension, dans un canon à parti-
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cules. La distance de tir est de 110 mm, sous une pression de 7 bars et pendant 25 ms. Après bom-

bardement, les cellules sont incubées à l’obscurité pendant 24 h à 23°C puis observées au micros-

cope confocal à balayage laser (LSM 700, ZEISS), sous un spectre d’excitation de longueur d’onde

égale à 488 nm.

5) Transfection de protoplastes au polyéthylène glycol

a) Protoplastes de mésophylles de navet et d’Arabidopsis

Des feuilles de plants de navets et d’Arabidopsis au stade 6-8 feuilles sont récoltées, dilacé-

rées finement puis mises à digérer dans 20 mL d’un milieu préparé de la façon suivante : une solution

composée de 20 mM d’acide 2-morpholino éthanesulfonique monohydraté (MES, pH 5,7), 0,4 M de

mannitol et 20 mM de KCl est préchauffée à 70 °C, pendant de 3 à 5 min. 1,5% de cellulase R10 et

0,4% de macérozyme R10 (Yakult Pharmaceutical) sont dissous pendant environ 30 min sous agita-

tion légère. Le milieu est ensuite chauffé à 55°C pendant 10 min, refroidi à température ambiante, puis

complémenté avec 10 mM de CaCl2 et 0,1% de sérum d’albumine bovine, et filtré à travers une mem-

brane de 0,45 µm de diamètre de pore. La digestion se fait sans agitation pendant 1 h puis sous agita-

tion (45 rpm) pendant 2 h, à 25°C. Les débris non-digérés sont séparés par filtration sur une double

couche de Miracloth (Millipore) et les résidus d’enzymes sont éliminés par trois étapes de lavage suc-

cessives lors desquelles les protoplastes sont sédimentés par centrifugation (3 min à 100 X g, dans

une centrifugeuse à rotor libre et sans frein) et suspendus dans 20 mL de mannitol à 0,5 M. Les pro-

toplastes sont lavés une dernière fois dans du mannitol à 0,5 M supplémenté de 1mM de CaCl2,

comptés à l’aide d’une cellule de numération Fuchs-Rosenthal puis finalement suspendus dans le

même milieu, à une concentration de 2,5 x 10
6

cellules par mL. Dans un tube de 13 mL en polypropy-

lène (SARSTEDT), 400 µL de protoplastes sont mélangés à 50 µL de solution T (0,5 M de mannitol,

40 mM de CaCl2 et 10 mM de MES, pH 5,8) contenant 47,5 µg du plasmide d’intérêt et 2,5 µg de

pCKeGFP, un plasmide rapporteur codant pour l’eGFP. 450 µL d’une solution de polyéthylène glycol

4000 (Fluka) à 30% (protoplastes d’Arabidopsis) ou 40 % (protoplastes de navet) – préparée 1h avant

transfection dans la solution T puis filtrée à travers une membrane de 0,45 µm de diamètre de pore –

sont ajoutés goutte à goutte aux protoplastes et mélangés par une légère agitation. Le tube contenant

le mélange de transfection est placé à l’horizontal sur de la glace et incubé pendant 30 min, sous agi-

tation (75 rpm). La transfection est stoppée par ajout de 8 mL de solution T. Les protoplastes et la

solution T sont mélangés précautionneusement, par un ou deux retournements, puis le tube est incu-

bé à la verticale dans de la glace, pendant 30 min et sans agitation. Les protoplastes sont sédimentés

par centrifugation (3 min à 100 X g, sans frein), lavés une fois dans 3 mL de solution Hi (0,5 M de

mannitol, 50 mM de CaCl2 et 50 mM de glycine, pH 8), suspendus dans 1 mL de milieu basal de Mu-

rashige-Skoog (Sigma-Aldrich) complémenté avec du saccharose à 30 g/L, et incubés dans un puits

d’une plaque de culture (à 6 ou 12 puits), pendant 16 h à 23°C et à l’obscurité. Dans le cas d’un trai-

tement à la leptomycine B (Sigma-Aldrich), le composé est ajouté à une concentration de 50 ng/mL, 1

h après transfection.

b) Protoplastes de cellules d’Arabidopsis en culture liquide

Environ 10 à 15 mL d’une culture cellulaire d’Arabidopsis, à 10 jours post-repiquage, sont sé-

dimentés (3 min à 100 X g, sans frein) et lavés deux fois dans du MES à 0,5 M. La digestion et la

transfection des protoplastes sont réalisées à l’identique de celles des protoplastes de mésophylle de

navet et d’Arabidopsis.

6) Fractionnement cellulaire

Les protoplastes sont récoltés dans un tube Falcon de 50 mL, sédimentés (3 min à 100 X g,

sans frein) et le surnageant est retiré par pipetage. Environ 1,5 mL d’un tampon hypotonique (10 mM
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de Tris-HCl pH 8, et 2 mM de MgCl2) est ajouté et les protoplastes sont vortexés pendant 3 s. Le lysat

est réparti dans des microtubes de 2 mL et soumis à une première centrifugation (10 min à 1500 X g,

à 4°C). Le surnageant est prélevé et centrifugé une seconde fois (15 min à 15000 X g, à 4°C) tandis

que le culot, qui représente la fraction nucléaire, est immédiatement suspendu dans 1 mL de TRI-

Reagent (Sigma-Aldrich). À la fin de la deuxième centrifugation, le surnageant constituant la fraction

cytoplasmique est prélevé et mélangé à 3 volumes de TRI-Reagent (Sigma-Aldrich). Les ARN sont

extraits en suivant le protocole décrit dans la partie « matériels et méthodes » du premier chapitre.

7) Analyse des ARN par northern-blot

a) ARN de haut poids moléculaires

La détection des ARN de haut poids moléculaires se fait suite à leur séparation par électro-

phorèse sur gel d’agarose (0,8%) - urée (7M) et leur transfert sur membrane de nylon (Amersham

Hybond-N+; GE Healthcare), en suivant le protocole décrit dans la partie « matériels et méthodes » du

premier chapitre. La détection des différentes formes de l’ARN 35S se fait soit à l’aide d’un oligonu-

cléotide dirigé contre l’ORF III et radiomarqué au
32

P (voir le premier chapitre pour le protocole de

radiomarquage des oligonucléotides ; séquence : 5’- GCTGCAACAGCTTCTAAGCTTTCT -3’), soit à

l’aide de sondes générées aléatoirement par random priming, et dirigées contre l’ORF III. Dans ce

dernier cas, l’ORF III a été amplifié avec les oligonucléotides 5’-ACGTAAGTGCCACTAGTATGGCTA-

ATCTTAA-3’ et 5’-AGGGCTGTGGGGCCCCTAAAATTGATTCGGC-3’, puis l’amplicon obtenu a été

utilisé comme matrice pour la synthèse de sondes marquées au
32

P, à l’aide du kit de marquage

Prime-a-Gene (Promega) et selon les instructions du fabricant. La membrane de nylon est pré-

hybridée dans du tampon PerfectHyb Plus (Sigma-Aldrich) pendant 15 min à 42°C puis avec les

sondes, quel que soit leur type, pendant une nuit à 42°C. Les sondes non-fixées à la membrane sont

éliminées par un premier lavage de 30 min à 50°C, dans du tampon SSC 5x - SDS 0,1%, puis par un

second lavage de 5 min à 50°C, dans du tampon SSC 2x - SDS 0,1%. Une étape de lavage supplé-

mentaire identique à la précédente est parfois effectuée.

b) ARN de petit poids moléculaires

20 µg d’ARN sont séparés par électrophorèse sur un gel de polyacrylamide (8% - ratio acry-

lamide/bis-acrylamide à 29/1) - urée (8M), dans du tampon TBE 1x (90 mM de Tris-borate, 2 mM

d’EDTA) et sous une tension de 80V. Les ARN sont ensuite électro-transférés sur une membrane de

nylon (Amersham Hybond-N+; GE Healthcare) pendant 75 min à 350 mA, dans du TBE 0,5x à 4°C,

puis fixés à la membrane par une irradiation aux UVs (1200 mJ dans un Stratalinker 2400, Strata-

gene). Les oligonucléotides utilisés pour la détection des snoARN sont radiomarqués au
32

P. La sé-

quence de l’oligonucléotide dirigé contre le snoARN U25a d’Arabidopsis est : 5’-ACTCAGTCCCTT-

AGATGTTCATAATAATGC-3’ ; celle dirigée contre le snoARN 37 de navet est 5’-CAGCCAAGGGTT-

GTATCTTCAACTA-3’. L’hybridation et les lavages sont effectués comme décrits précédemment.

8) Quantification des ARN par qRT-PCR

2,5 µg d’ARN de protoplastes sont traités avec 2,5 U de Dnase I (Promega) et 10 U

d’inhibiteur de RNase (RiboLock, Thermo Scientific) pendant 50 min à 37°C. Les ARN sont extraits au

phénol/chloroforme puis repris dans de l’eau stérile. La rétrotranscription en ADNc est faite avec

l’enzyme SuperScript III (Invitrogen), en présence de 5 µM d’hexamères nucléotidiques de séquences

aléatoires. Le mélange réactionnel est incubé 10 min à 25°C, puis 50 min à 55°C et 15 min à 70°C. La

PCR quantitative est effectuée dans un thermocycleur en temps réel (LightCycler 480, Roche), avec

un mélange enzymatique contenant l’ADN polymérase et le SYBR Green I (LightCycler 480 SYBR

Green I Master, Roche), et à partir d’ADNc dilué 30 fois. Les oligonucléotides ciblant l’ARN 35S non-

épissée de l’ARN 35S sont utilisés à une concentration de 350 nM et ont pour séquences 5’-GTGCTT-
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CATCCTCTAATACTGAAA-3’ et 5’-GTTGACCCGTAATGCTCATAAT-3’. Les oligonucléotides ciblant

l’ensemble des formes de l’ARN 35S sont utilisés à une concentration de 450 nM et ont pour sé-

quences 5’-CTCAACATCGACTGCCAAACCA-3’ et 5’-AGTCCGATTTCTGCTGCCC-3’. La tempéra-

ture d’hybridation utilisée est de 57°C. Les formes de l’ARN 35S – non-épissé et population totale –

sont quantifiées de manière absolue. Une courbe étalon, nécessaire à ce type de quantification, est

réalisée à partir de six dilutions du vecteur viral pMD324 décrit dans le chapitre 1.



139

Conclusion générale et perspectives
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1) L’épissage de l’ARN 35S du CaMV dans les faits

L’épissage alternatif de l’ARN 35S et l’export nucléaire des ARN viraux sont deux étapes du

cycle infectieux du CaMV qui sont liées, à la fois, dans l’espace – le noyau – et le temps – pendant et

après la transcription. Des deux types principaux d’ARN chez le CaMV, l’ARN 35S est le seul à être

épissé. La première description de l’épissage alternatif de l’ARN 35S a fait état, chez la souche Cabb-

S, de l’existence de quatre sites donneurs et d’un site accepteur A, tous localisés entre l’extrémité 5’

de l’ARN 35S et la fin de l’ORF II (Kiss-László et al., 1995). L’analyse détaillée que nous avons menée

sur différentes isoformes de l’ARN 35S a révélé l’existence d’autres sites donneurs et accepteurs au

sein de cette même région, chez la souche Cabb-S, ainsi que chez notre modèle au laboratoire, la

souche Cabb B-JI. En tout, ce sont au minimum 14 et 16 isoformes qui sont respectivement produites

par les souches Cabb-S et Cabb B-JI. La plupart des nouveaux sites décrits sont communs aux deux

souches, et une analyse in silico montre que tous sont conservés parmi les autres souches de CaMV

séquencées. Ceci suggère que l’épissage de la partie 5’ de l’ARN 35S est un phénomène assez

commun chez le CaMV, et qui semble s’étendre à d’autres espèces de Caulimovirus comme l’atteste

la conservation de certains sites, dont le site accepteur A, chez le FMV ou le LLDAV. Beaucoup

d’isoformes épissées possèdent toutes les informations nécessaires pour servir de matrice à la trans-

criptase inverse et effectivement, des génomes viraux contenant des délétions dues à l’épissage sont

détectés chez les plantes infectées. Ces génomes participent probablement à la production d’ARN dits

spliced-like, qui sont identiques aux véritables ARN épissés et peuvent être encapsidés comme l’ADN

viral complet.

Chez les virus comme chez leurs hôtes, l’épissage alternatif est une stratégie de régulation de

l’expression génétique qui contribue, entre autres, à augmenter la complexité du protéome. Chez le

CaMV, la principale fonction de l’épissage serait de réguler négativement l’expression de l’ORF II

codant pour la protéine P2 (Froissart et al., 2004). Cette protéine, qui est uniquement impliquée dans

la transmission de plante à plante par le puceron vecteur, n’est pas nécessaire pour la viabilité du

virus in planta puisque certaines souches naturelles dépourvues d’une partie de l’ORF II, comme la

souche CM4-184 (Howarth et al., 1981), sont parfaitement infectieuses. La nécessité de réguler néga-

tivement l’expression de P2 s’expliquerait par le fait qu’un excès de la protéine pourrait bloquer le

cycle viral. La toxicité potentielle de la protéine P2 pourrait notamment être liée à son affinité pour le

réseau microtubulaire (Froissart et al., 2004). Naturellement, cette dérégulation est associée à celle de

l’expression de la protéine de mouvement P1, codée par l’ORF I. De manière concomitante, l’épissage

stimulerait l’expression des ORF III et IV en réduisant le nombre d’ORF présent en amont de l’ORF III

(Kiss-László et al., 1995). Les isoformes épissées possèdent des ORF de fusion issus, notamment, de

la fusion, en phase, de l’extrémité 5’ de l’ORF I avec l’extrémité 3’ de l’ORF II. Les protéines de fusion

P1P2 correspondantes interagissent in vitro avec les protéines virales P2 et P3. Pourtant, elles ne

sont pas retrouvées dans les plantes infectées par le CaMV et elles ne sont que très rarement détec-

tées lors d’expériences d’expression transitoire in planta, ce qui suggère qu’elles sont peu exprimées

et/ou instables. Par ailleurs, l’inactivation des sites d’épissage, de manière à abolir la synthèse des

protéines P1P2 chez Cabb B-JI, ne provoque ni perte d’infectiosité, ni délai dans l’apparition des

symptômes. L’ensemble de ces observations plaide en défaveur d’un rôle des protéines P1P2 dans le

cycle infectieux du CaMV. La formation quasi systématique d’ORF de fusion, chez les ARN 35S épis-

sés, n’a donc apparemment pas pour fonction d’enrichir le protéome du CaMV, mais plutôt

d’empêcher une prolifération d’ORF suite à l’épissage, dont la présence pourrait créer un contexte

défavorable à la réinitiation traductionnelle dirigée par P6/TAV.

2) Rôles et la régulation de l’épissage chez le CaMV, de nombreuses inter-

rogations subsistent

La complexité du schéma d’épissage chez le CaMV rappelle celui décrit pour le virus de

l’hépatite B, pour lequel aucune explication tangible n’a pu être fournie quant à son rôle dans la pa-
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thogenèse, si ce n’est que les ARN épissés s’accumulent plus fréquemment lorsque les infections

chroniques aboutissent à des hépatocarcinomes cellulaires (Bayliss et al., 2013; G. H. Lee et al.,

2008). Chez le CaMV, la sélection des différents sites donneurs semble être un processus très polyva-

lent puisque l’inactivation d’un ou plusieurs sites conduit le splicéosome à se reporter sur des sites

cryptiques et/ou moins utilisés. De même, l’inactivation partielle ou totale du site accepteur A conduit à

l’utilisation de sites accepteurs situés à proximité. Cette observation est en complète contradiction

avec les conclusions de travaux antérieurs à ce doctorat où l’inactivation du site A était décrite comme

létale pour le virus (Froissart et al., 2004; Kiss-László et al., 1995), mais paradoxalement, elle ne con-

tredit pas les conclusions qui ont été faites sur l’importance de l’épissage dans le cycle infectieux et

son rôle dans l’expression de l’ORF II, étant donné qu’aucune des mutations que nous avons étudiées

n’a provoqué d’arrêt total de l’épissage de l’ARN 35S ni de suraccumulation de P2 dans les cellules

infectées. Ce dernier point semble d’ailleurs indiquer le maintien d’un taux d’épissage constant dans la

population globale d’ARN 35S, malgré les mutations présentes. Il apparait plus que jamais nécessaire

d’introduire dans l’ARN 35S des mutations réellement capables d’abolir l’épissage, pour trancher défi-

nitivement ces différents points. De plus, d’autres questions relatives aux fonctions de l’épissage au

cours du cycle infectieux du CaMV pourraient aussi être étudiées : l’épissage est-il bénéfique pour

l’efficacité de réplication du virus ? Module-t-il la virulence du virus ? La première question pourrait

être facilement abordée en système de protoplastes, en remplaçant les ORF I et II qui ne sont pas

nécessaires à la réplication virale, par un ORF unique dépourvu d’intron. In planta, cette stratégie

paraît plus délicate, vu les fonctions de l’ORF I dans le mouvement du virus. Dans ce cas, les points

de branchement putatifs et des séquences régulatrices prédites in silico pourraient être des cibles de

choix pour l’insertion de mutations.

Il convient d’admettre que nous n’avons pas d’explication fonctionnelle quant au rôle des mul-

tiples sites d’épissage dans le cycle infectieux du CaMV puisqu’une seule isoforme épissée suffit, en

théorie, à réguler l’expression des ORF II, III et IV. Il se peut que l’épissage ait d’autres fonctions que

celles énoncées précédemment, telles qu’une stimulation de la transcription de l’ARN 35S (Damgaard

et al., 2008) ou sa protection vis-à-vis de la dégradation par le RNA silencing (Christie et al., 2011). La

présence de sites donneurs d’épissage dans la région leader de l’ARN 35S, à proximité du signal de

polyadénylation, pourrait aussi être impliquée dans la suppression d’évènements de polyadénylation

prématurés, comme cela a été démontré chez différents virus et pour certains ARNm cellulaires (Kai-

da et al., 2010; Schrom et al., 2013; West, 2012) ; cette hypothèse est actuellement en cours d’étude

au laboratoire. Une autre question restant sans réponse concerne les mécanismes de régulation de

l’épissage chez le CaMV. En effet, il est clair que l’épissage alternatif de l’ARN 35S doit être régulé au

cours de temps, si on se réfère aux travaux de Kobayashi et al. (1998) sur la cinétique d’apparition

des protéines du CaMV, en protoplastes. La protéine P1 s’accumule précocement – comme P6/TAV

et P5 –, suivie des protéines P3 et P4 alors que P2 apparait tardivement au cours du cycle infectieux,

ce qui signifie que l’intégrité de l’ARN 35S est maintenu en début et en fin du cycle viral. L’hypothèse

d’une implication de protéines virales telles que P6/TAV, P3 et/ou P2 dans cette régulation est un axe

de recherche qu’il serait intéressant de développer d’autant plus que certains résultats – la non-

détection, par northern-blot, de formes épissées si l’ORF II est tronqué en 5’ par un codon stop – sug-

gèrent que la région C-terminale de P2 pourrait être impliquée dans ce processus.

3) L’export nucléaire des ARN viraux, un sujet encore aux prémices

Si l’épissage apparait nécessaire à la régulation de l’expression génétique chez le CaMV, les

deux types d’ARN 35S – épissés et non-épissé – doivent être pris en charge par la machinerie

d’export afin de rejoindre le cytoplasme où ils seront traduits et/ou rétrotranscrits. La forme non-

épissée de l’ARN 35S est d’ailleurs indispensable au virus puisqu’elle est la seule qui permette

l’expression des ORF I et II, ainsi que la rétrotranscription en ADN viral complet. L’export nucléaire

des ARNm est un processus qui est relativement bien décrit chez la levure et les mammifères, mais

très peu connu chez les plantes. Une raison à cette disparité est que les facteurs de transport princi-

paux des ARNm sont conservés et bien caractérisés chez les mammifères et la levure alors qu’on ne



143

leur connait pas d’homologues chez les végétaux. Chez les mammifères, l’export nucléaire est la suite

logique de l’épissage, alors que l’export d’ARN contenant encore un ou plusieurs introns est généra-

lement réprimé, étant donné que la présence de ces derniers est souvent considérée comme résultant

d’un défaut d’épissage. Les rétrovirus sont amenés, de par leur stratégie d’expression, à détourner les

mécanismes de surveillance entourant le processus d’export nucléaire afin d’exporter, vers le cyto-

plasme, des transcrits partiellement et non-épissés. Si les moyens de détournement mis en place

varient d’un virus à l’autre, tous reposent sur l’utilisation de séquences virales en cis et de facteurs

protéiques, parfois viraux, en trans. Les questions afférentes à l’export des ARN du CaMV sont encore

sans réponses mais un système transitoire destiné à l’étude de ce processus est au stade terminal de

développement. Ce système est basé sur la quantification de la proportion représentée par la forme

non-épissée, au sein des populations nucléaire et cytoplasmique d’ARN 35S ; cette valeur est compa-

rée entre différentes conditions. Notre système, une fois au point, permettra d’identifier la ou les sé-

quences virales impliquées en cis, en comparant les effets de différentes délétions dans l’ARN 35S.

L’implication éventuelle d’une ou de plusieurs protéines virales dans l’export de l’ARN 35S sera éga-

lement évaluée. Le candidat le plus crédible est la protéine P6/TAV car celle-ci peut se lier aux ARN et

probablement interagir avec AtXPO1a, le facteur d’export des protéines chez les plantes et homo-

logue de CRM1.

L’élucidation du mécanisme d’export nucléaire de l’ARN 35S constitue, au même titre que la

régulation de l’épissage alternatif, un défi incontournable pour compléter nos connaissances sur le

cycle infectieux du CaMV. Étonnamment, les interactions entre le CaMV et le noyau des plantes hôtes

ont suscité jusqu’à ce jour très peu d’intérêt, alors qu’elles conditionnent le bon déroulement du cycle

de réplication et, plus généralement, la pathogenèse du CaMV. Il est vraisemblable que l’étude de ces

processus permettra, au-delà du CaMV, d’apporter des informations intéressantes sur l’export nu-

cléaire et l’épissage des ARN chez les plantes.
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Étude de l’épissage alternatif de l’ARN 35S du virus de la mosaïque du chou -fleur (CaMV)

et de l’export nucléaire des ARN viraux

RÉSUMÉ : L’épissage alternatif de l’ARN pré-génomique et polycistronique 35S et son export

nucléaire sont deux étapes du cycle infectieux du virus de la mosaïque du chou -fleur (CaMV) qui

ont fait l’objet de peu d’études. Quatre sites donneurs et un site accepteur localisés dans la région

5’ de l’ARN 35S, ont déjà été décrits. Nos résultats montrent que cette région contient en réalité

plus d’une douzaine de sites donneurs et accepteurs impliqués dans la génération d’une qui n-

zaine d’isoformes d’ARN 35S par des épissages simples, doubles ou triples. L’épissage alte rnatif

ne semble pas avoir pour fonction d’augmenter la complexité du protéome viral, bien que des

séquences codantes résultant de fusions entre ORF soient présentes sur la plupart des isoformes

épissées. Si une fonction dans la régulation négative de l’expression de l’ORF II a précédemment

été décrite, le rôle de l’épissage alternatif apparait encore énigmatique et difficile à évaluer

puisque l’inactivation de sites donneurs ou accepteurs est systématiquement contrecarrée par

l’utilisation de sites cryptiques, par la machinerie d’épissage. Pour maintenir l’intégrité du génome

viral, certaines molécules d’ARN 35S doivent être préservées de l’épissage et exportées vers le

cytoplasme sous une forme complète, où elles seront utilisées comme messager pour

l’expression des gènes viraux, et comme ARN pré-génomique pour la rétrotranscription en ADN

viral complet. L’essentiel de nos travaux sur ce sujet a porté sur le développement d’approches

expérimentales destinées à l’étude de la voie d’export nucléaire de l’ARN 35S, ainsi que des sé-

quences et protéines virales potentiellement impliquées dans ce processus. Les possibles acteurs

agissant en cis et en trans sont discutés.

Mots clés : épissage alternatif, export nucléaire, CaMV, virus

A study of Cauliflower mosaic virus 35S RNA alternative splicing and viral RNAs nuclear

export

ABSTRACT: Alternative splicing and nuclear export of the pregenomic polycistronic 35S RNA are

two steps of the infectious cycle of Cauliflower mosaic virus that are poorly understood. Four

splice donor sites and one splice acceptor site, all located within the 35S RNA 5’ region, have

been described in previous reports. Our results show that this region actually possesses more

than a dozen of splice donor and acceptor sites which are involved in the generation of at least

fifteen 35S isoforms via single, double and triple splicing. Alternative splicing does not appear to

be used to expand CaMV proteome, although most of spliced isoforms contain new coding s e-

quences arising from fusions between ORFs. While a function in downregulation of ORF II ex-

pression has been previously described, the role of alternative splicing for CaMV is still confu sing

and difficult to assess. Indeed, inactivation of splice donor or acceptor sites is constantly re scued

by the use of cryptic sites. In order to maintain CaMV genomic integrity, some unspliced 35S RNA

must be exported to the cytoplasm where they will serve both as replicative intermediate and as

mRNA for the synthesis of viral proteins. The important part of our work has been focused on de-

veloping experimental tools dedicated to study the 35S RNA nuclear export pathway as well as

viral sequences and proteins potentially involved in this process. Putative cis- and trans-acting

factors are discussed.

Keywords: alternative splicing, nuclear export, CaMV, virus


